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Introduccion

Los hidrocarburos aromaticos policiclicos (HAP) son compuestos organicos no
polares conformados por anillos aromaticos en distintos arreglos. Los HAPs se
forman a partir de la combustiéon incompleta de materia organica, proviniendo de
fuentes naturales, como incendios 0 erupciones volcanicas, o por actividad
antropogénica, principalmente por la quema de combustible fésil, emisiones
industriales y vehiculares (Hayakawa et al, 2018). Debido a sus propiedades, se
adhieren con facilidad a diferentes matrices ambientales como el aire, agua y suelo,
aumentando la exposicion a estos contaminantes, ademas de que pueden
incorporarse a la cadena tréfica, sufriendo el fenomeno de bioacumulacion (Ma y
Harrad, 2015).

La importancia del estudio de dichos compuestos recae en que su formacion se ha
incrementado en los ultimos afos, siendo un factor de riesgo debido a su toxicidad
y actividad como agentes cancerigenos (Kim et al, 2013). Ademas, la remocién y
degradacion de los HAPs no es espontanea, requiriendo métodos fisicos, quimicos
0 bioloégicos para su remediacion. Sin embargo, la mayoria de los métodos
tradicionales implican el uso de reactivos que pueden afectar al medio ambiente por
si mismos, los residuos que generan o el gasto energético que implica usar
temperatura alta para descomponerlos. Los métodos bioldgicos representan una
alternativa ecologica a las metodologias fisicas o quimicas, en las que predomina
el uso de microorganismos capaces de realizar la biorremediacion de contaminantes
en diversas matrices. Entre estos destaca la actividad de bacterias, hongos y
microalgas (Kuppusamy et al, 2017).

La degradacion de los HAPs se ha descrito ampliamente en el caso de bacterias y
hongos con actividad enzimatica que actla principalmente mediante un sistema de
dioxigenasas y citocromo P450 (CYP), respectivamente. En el caso de las bacterias
se obtienen como metabolitos primarios cis-dihidrodioles y para los hongos,
epoxidos que dan lugar a trans-dihidrodioles. El sistema enzimético en el caso de
las microalgas no ha sido elucidado, por lo que se requieren estudios que indiquen
el mecanismo de accion, los productos de degradacion generados, su estabilidad y
posible descomposicion (Ghosal et al, 2016). Por lo tanto, es importante aislar las
enzimas responsables de la degradacion de los HAPs, con el fin de identificarlas y
caracterizaras. lgualmente, es necesario evaluar la actividad degradadora de los
extractos enzimaticos en diferentes condiciones con fines de biorremediacion.

La inmovilizacion enzimatica ha cobrado mayor importancia en los procesos de
biorremediacion, ya que permite la recuperaciéon del biocatalizador del medio en el
gue actla, asi como su reutilizacion y la reduccion de los costos de operacion.
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Adicionalmente, proveen a la enzima de proteccién y estabilidad a las condiciones
externas, lo cual dota de mayor versatilidad y eficiencia al proceso (Spasojevic et
al, 2019). El alginato se usa comunmente como matriz de inmovilizacion debido a
su biocompatibilidad, bajo costo, nula toxicidad y por su capacidad de formar geles
en condiciones suaves al afiadir cationes divalentes como Ca?*, cuyas interacciones
entre la matriz soporte y la enzima permiten un alto rendimiento catalitico,
preservando la conformacion de la biomolécula (Spasojevi¢ et al, 2019; Won et al,
2005).

La microalga Selenastrum capricornutum ha demostrado capacidad de degradar
HAPs de alto peso molecular como benzo[a]pireno (BaP) y benzo[a]antraceno
(BaA), produciendo metabolitos de tipo dihidrodiol en diferentes posiciones de los
anillos arométicos (Garcia de Llasera et al, 2016). Adicionalmente, se ha estudiado
la capacidad de degradacion de los HAPs con la célula inmovilizada (Baca |bafiez,
2019) y de extractos enzimaticos crudos obtenidos de los cultivos después de una
activacion por exposicion a los contaminantes (Fuentes Pérez, 2019). Sin embargo,
no se ha evaluado la degradacion con dichos extractos inmovilizados ni la influencia
de la temperatura en la produccién de sus metabolitos.

Por lo tanto, en el presente trabajo se realiz6 un estudio comparativo acerca del
efecto de la temperatura en la degradacion de BaP y BaA por células de
Selenastrum capricornutum y sus correspondientes extractos crudos enzimaticos
inmovilizados. Con esto, se evalud la capacidad de remocion de los HAPs y su
degradacion, monitoreando la formaciéon de sus metabolitos en cultivos de
microalgas libres y sus extractos enzimaticos inmovilizados, a tres temperaturas y
dos tiempos de exposicion. Esta evaluacion del efecto de la temperatura en la
biodegradacion pudo realizarse gracias a la implementacidon de metodologias
analiticas para la extraccion y cuantificacion a nivel de trazas de BaP, BaA y sus
respectivos metabolitos, 4,5-cis dihidrodiol benzo[a]pireno y 5,6-cis dihidrodiol
benzo[a]antraceno. Para ello, se usaron las técnicas de extraccion en fase sélida
(EFS) y dispersion de matriz en fase sélida (DMFS). La cromatografia de liquidos
de alta resoluciéon (CLAR) con deteccion UV y de fluorescencia se uso para analizar
a los HAPs y sus metabolitos en los extractos. Asimismo, se realiz6 la validacion de
los métodos analiticos para reportar resultados confiables.




Objetivo

Objetivos

General

Comparar la degradacion de benzo[a]pireno (BaP) y benzo[a]antraceno (BaA) en
funcidn de la temperatura y tiempo de incubacién, empleando cultivos de
Selenastrum capricornutum y extractos enzimaticos intracelulares inmovilizados en
perlas de alginato.

Particulares

Validar la metodologia EFS/DMFS-CLAR-UV/DF para la cuantificacion de
benzo[a]pireno, benzo[a]antraceno y los metabolitos 4,5-cis-dihidrodiol
benzo[a]pireno y 5,6-cis-dihidrodiol benzo[a]antraceno en el medio de cultivo
liguido y biomasa de Selenastrum capricornutum, al igual que en sus
extractos enziméaticos intracelulares encapsulados en alginato.

Determinar la concentraciébn de benzo[a]pireno, benzo[aJantraceno y sus
metabolitos en el medio de cultivo liquido y la biomasa de Selenastrum
capricornutum, variando el tiempo y la temperatura de exposicion.
Desarrollar una metodologia de concentracion e inmovilizacion de extractos
enzimaticos intracelulares de Selenastrum capricornutum obtenidos
mediante lisis ultrasonica celular.

Determinar la concentracion de benzo[a]pireno y el metabolito 4,5-cis-
dihidrodiol benzo[a]pireno en extractos enzimaticos intracelulares
encapsulados en alginato y sus medios liquidos de incubacién, variando el
tiempo y la temperatura de exposicion.

Evaluar la degradacion de los HAPs en los extractos enzimaticos
inmovilizados.

Hipdtesis.

A 34 °C se observara una mayor degradacion de los HAPs, tanto en células
libres como en extractos enzimaticos inmovilizados. La deteccion de
metabolitos provenientes de la degradacion, en las incubaciones con
extractos enzimaticos intracelulares inmovilizados, demostrara la capacidad
degradadora de las enzimas, las cuales deberan estar en un ambiente
controlado que preserva su estabilidad. Los extractos enzimaticos tendran
una mayor cantidad del metabolito que sus analogos celulares, debido a que
el sustrato puede acceder con mayor facilidad al sitio activo de la enzima,
reflejandose en una mayor degradaciéon del HAP.
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1. Antecedentes
1.1 Generalidades de hidrocarburos aroméaticos policiclicos (HAPS)

Los hidrocarburos aromaticos policiclicos (HAPs) son compuestos organicos
formados por dos 0 mas anillos aroméaticos unidos en arreglos lineales, angulares o
en cumulos, conteniendo so6lo &tomos de carbono e hidrégeno. Son resultado de
cualquier combustion incompleta de materia organica, principalmente originadas por
actividades antropogénicas (Hayakawa et al, 2018). Los HAPs se encuentran en
mezclas con otros contaminantes, acumulandose en el agua, aire, alimentos y
suelos, por lo que la exposicion puede darse a través de su ingesta, inhalacion o
contacto dérmico. Los ecosistemas con mayor riesgo de exposicion son los que se
encuentran cerca de areas industriales y urbanas, como puertos y minas, o de
fuentes naturales como incendios forestales (Wallace et al, 2020). El BaP y el BaA
son contaminantes altamente téxicos, cancerigenos y recalcitrantes, debido a su
baja solubilidad en agua. Dichas sustancias tienden a bioacumularse en los
organismos, afectando la cadena tréfica, por lo que es importante su monitoreo e
implementar medidas para removerlos del ambiente, incluyendo métodos de
biodegradacion (Ghosal et al 2016). A continuacion, se presentan en la Figura 1.1
algunos de estos compuestos, resaltando los estudiados en el presente trabajo.

v oo &

Naftaleno Fluoreno Criseno
Antraceno Fluoranteno
Benzo[a]antraceno Benzolb]fluoranteno Benzol[a]pireno

Figura 1.1 Estructuras de algunos hidrocarburos aromaticos policiclicos.
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1.1.1 Caracteristicas fisicoquimicas

Los HAPs son soélidos incoloros o amarillentos a temperatura ambiente que tienen
baja presion de vapor y solubilidad en agua, con altos puntos de fusion y ebullicion.
Cuentan con sistemas 1 conjugados que permiten la absorcion de luz ultravioleta y
la mayoria produce un espectro fluorescente caracteristico (Hayakawa 2018).

Los HAPs reaccionan por sustitucion electrofilica aromatica del hidrégeno o por
adicion cuando se produce su saturacion, conservando su sistema de anillos. La
mayoria de estos compuestos se fotooxidan, obteniendo endoperéxidos que
pueden convertirse en quinonas (Yu, 2002). Sintéticamente, son sustancias de
interés para formar arenos policiclicos y nanografenos mediante extensiones Tr-
anulativas (APEX) de sustratos arométicos simples, permitiendo la reduccion del
namero de pasos en su sintesis (Ito et al, 2019). Las estructuras y algunas de las
caracteristicas fisicoquimicas del benzo[a]pireno y benzo[a]antraceno se presentan
enla Tabla 1.1.

Tabla 1.1 Estructura de HAPs y principales propiedades fisicoquimicas.

Peso Punto Punto Solubilidad | Log Concentracion

Sustancia molar | fusion | ebullicién | (mol/L) Kow (pg/m?)

OO 252.32 | 177 °C 495 °C 8.40x10° 6.13 286 (PM2s)!
g/mol [EPA] [EPA] [EPA] [EPA] [Amador-Mufioz 2020]

Benzol[a]pireno

O 228.29 | 159 °C 437 °C 5.23x108 5.60 219 (PMzs)!
g/mol [EPA] [EPA] [EPA] [EPA] [Amador-Mufioz 2020]

Benzo[a]antraceno

1Concentracién en particulas PM2.s muestreado en la Ciudad de México (Amador-Murfioz 2020).

1.1.2 Toxicidad

Se han identificado 16 HAPs como sustancias peligrosas prioritarias debido a su
alto riesgo de producir efectos adversos en la salud al exponerse a los seres
humanos, destacando sus efectos carcinogénicos, mutagenos y teratégenos (EPA,
2011). Se ha reportado la relacion entre los HAPs y la incidencia de diversas
enfermedades, destacando el desarrollo de células cancerigenas en tejido
pulmonar, gastrointestinal, dérmico y cardiovascular (Kim et al, 2013, Marris et al,
2020). ElI monitoreo biolégico de la exposicion a los HAPs es de gran interés, debido
a la difusion de dichos compuestos y su relevancia toxicolégica. Sin embargo, los
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efectos en la salud de los HAPs individuales no son exactamente iguales. La
Agencia Internacional para la Investigacion en Cancer (WHO: IARC, 2010) ha
clasificado dichas sustancias en alguna de las siguientes categorias:

e Grupo 1: El agente es carcinogénico para los humanos, mostrando evidencia
suficiente de este efecto. En el afio 2012 la IARC catalog6 al benzo[a]pireno
como parte de este grupo.

e Grupo 2A: El agente probablemente es carcinogénico para los humanos,
presentando evidencia limitada de este efecto, y evidencia suficiente en
animales, con fuertes pruebas de que la carcinogénesis es mediada por un
mecanismo que también opera en seres humanos. El benzo[a]antraceno
pertenece a este tipo de contaminantes.

e Grupo 2B: El agente es posiblemente carcinogénico para los humanos,
teniendo evidencia limitada de este efecto, y con evidencias menores a las
suficientes en animales.

e Grupo 3: El agente no es clasificable como carcinogénico para los humanos.
En estos, la evidencia del efecto carcinogénico en humanos es inadecuada,
y en animales es inadecuada o limitada.

Las principales rutas de exposicion a los HAPs en la poblacion se dan por medio de
la respiracion, ingesta de alimentos que los contienen y al fumar, teniendo en menor
medida al contacto dérmico y el consumo de agua contaminada. También se
presenta como riesgo ocupacional para trabajadores que respiran humo de
escapes, como mecanicos, vendedores callejeros, conductores de motocicletas e
incluyen a trabajadores en minas, fundidoras o refinerias. La biodisponibilidad de
los HAPs después de su ingesta e inhalacién es significativa, tendiendo a
acumularse en tejido adiposo, liberandose gradualmente. El impacto de los HAPs
en la salud depende principalmente del tiempo de exposicion, la concentracion y
toxicidad relativa del contaminante, causando nausea, vomito, e irritacion en
exposiciones cortas e inmunosupresion, cataratas, dificultad para respirar, dafo
hepatico y renal de forma crénica (Abdel-Shafy y Mansour, 2016).

1.1.3 Fuentes

Entre las principales fuentes de formacion de los HAPs destacan la combustion
incompleta de carbdn, considerada como la de mayor contribucién, y en menor
medida a la coccidon de alimentos, incendios, erupciones volcanicas, erosion de
rocas que los contengan y humo de cigarrillos. Dependiendo de su origen, se
pueden clasificar en dos tipos principales:

e Pirogénicos: Provenientes de la pirdlisis realizada bajo condiciones de poco
o nulo oxigeno, con un intervalo de temperatura entre 350-1200 °C, aunque
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se ha reportado que pueden formarse entre 100-150 °C. Cuentan con un
mayor nimero de anillos de seis miembros.

e Petrogénicos: Formados durante la maduraciéon del petréleo crudo, son
comunes debido a su transporte, almacenamiento y uso. Poseen un mayor
namero de anillos de cinco miembros.

Debido a las actividades industriales, la presencia de dichos contaminantes ha
aumentado, particularmente en los alrededores de fabricas. Una vez emitidos, los
HAPs pueden introducirse al ambiente a través del aire, agua, suelo y diversos
organismos que los acumulan (Abdel-Shafy y Mansour, 2016).

1.1.3.1 Agua

Los HAPs se incorporan a los sistemas acuéaticos mediante precipitaciones,
descargas de drenaje y derrames de petréleo, relacionandose con el desarrollo
industrial del area colindante que puede formarlos, como el caso de las industrias
qgue usan carbon como fuente de energia. Los HAPs se adhieren a la superficie de
lagos, arroyos, rios y océanos, dispersandose por corrientes y eventualmente se
integran con el sedimento. En este punto, son practicamente inmoviles debido a que
sus estructuras no polares son poco solubles en agua, aunque pequefas cantidades
de HAPs pueden estar biodisponibles (Dong et al, 2012; Abdel-Shafy y Mansour,
2016). Los HAPs de menor peso molecular tienen una mayor solubilidad en agua,
siendo potencialmente mas toxicos que los contenidos en fase solida (Frapiccini y
Marini, 2015). Se ha observado que la cantidad de HAPs aumenta en las
temporadas de lluvia y a temperaturas calidas, debido a que en estas condiciones
se favorece su movilidad en el agua (Yu et al, 2021).

La contaminacién de los recursos acuiferos es una problematica prioritaria para
evitar dafios a la salud comunitaria y a los ecosistemas. De acuerdo a la Ley Federal
de Desechos emitida por la Comisién Nacional del Agua (CONAGUA), el limite de
HAPs permitidos en fuentes de suministro para uso publico es de 0.0001 pg/mL,
mientras que en aguas costeras y estuarios se establece como 0.1 pg/mL
(CONAGUA 2020). Entre los estudios realizados para evaluar la calidad del agua
destaca el realizado en 50 pozos en Mérida, Yucatan, observando que el 50%
sobrepaso los limites permitidos de HAPs, en los que hubo una mayor proporcion
de contaminantes de origen pirogénico (Lopez-Macias et al, 2019). La toxicidad de
los HAPs en organismos acuaticos es afectada por los procesos metabdlicos y de
fotooxidacidon, incrementandose en presencia de luz ultravioleta. Dichos
compuestos muestran una toxicidad de moderada a alta para la vida acuatica y las
aves, teniendo efectos adversos en su reproduccion y desarrollo, mientras que los
HAPs contenidos en la tierra no suelen ejercer efectos toxicos, a menos que se
encuentren en concentraciones altas (Abdel-Shafy y Mansour, 2016).
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1.1.3.2 Aire

La atmosfera es el principal medio de dispersion de los HAPs debido a que recibe
la mayoria de las emisiones. Estos pueden encontrarse en dos fases separadas,
gas y solido, distribuyéndose acorde a las caracteristicas del contaminante. Los
HAPs con menor presién de vapor predominan en la fase soélida, constituidos
principalmente por moléculas con cinco o mas anillos, mientras que los
hidrocarburos més pequefios preponderan en la fase gaseosa (Lai et al 2011; Wang
et al, 2013).

La concentracion de HAPs puede cambiar dependiendo de la estacion y las
caracteristicas de la region. De manera general, se ha observado una mayor
cantidad en otofio-invierno y menor en primavera-verano, debido al incremento en
las emisiones relacionadas a actividades comerciales y residenciales, aunado a su
acumulacion temporal provocada por el clima que impide la dispersién de los
contaminantes de los centros urbanos (Han et al, 2020). La presencia de industrias
gue usan carbodn en sus actividades afecta la exposicion de los residentes en zonas
aledafias, cuyo aire en exteriores cuenta con el triple de HAPs comparado con las
zonas alejadas de estos sitios (Hendryx et al, 2020).

Debido a que los HAPs estan en una mezcla compleja de composicion variable, que
depende del lugar y tiempo del muestreo, no se cuentan con valores estandarizados
para su regulacién y monitoreo. Con esto en cuenta, se ha propuesto el uso del BaP
como indicador carcinogénico para estimar el riesgo de estos contaminantes,
determinando un limite de 8.7 x 10° ng/m3, basado en estudios epidemioldgicos
realizados en trabajadores de hornos de coque (WHO, 2000).

Como alternativa a su cuantificacion aislada se ha considerado monitorear los HAPs
adsorbidos en particulas suspendidas en el aire, constituidas por compuestos
organicos e inorganicos como nitratos, sulfatos, metales y carbono organico. Estas
pueden clasificarse de acuerdo al tamafio de particula, destacando las PM1ioy PM2s,
y son indicadores de la calidad del aire, con regulaciones ambientales establecidas.
Las PM2.s son prioritarias debido a su relacion con morbilidades cardiovasculares,
ya que tienen una alta penetracibn en el sistema respiratorio, provocando
respuestas inflamatorias en los pulmones que pueden inducir arritmias cardiacas,
infartos, vasoconstriccién arterial, arterioesclerosis y problemas de coagulacion
(Marris et al, 2020). En la Ciudad de México se han realizado cuantificaciones de
HAPs en PM:2s, siendo mas abundantes el benzo[ghi]perileno y pireno, cuyas
distribuciones sugieren que tienen un origen pirogénico derivado del uso de
combustibles fésiles (Amador-Mufioz et al, 2020). Los limites maximos permitidos
de PM1o y PM25 se muestran en la Tabla 1.2.
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Tabla 1.2. Limites maximos permitidos de PMio y PM25 en aire.

Tamafio de particula Promedio diario (ug/m3) Promedio anual (ug/m3)
150 [EPA, 2022]
PM1o 70 [NOM 2021] 36 (NoM2021]
35 [EPA, 2022] 15 [EPA, 2022]
PMz.s 41 [NOM 2021] 10 [NOM 2021]

1.1.3.3 Alimentos

Los HAPs se encuentran en los alimentos al recibirlos del aire, tierray agua, ademas
pueden formarse en los procesos que involucran combustion, ya sea para cocinarlos
o0 para preservarlos. Debido a esto, se encuentran en una gran variedad de
productos, incluyendo cereales, moluscos, crustdceos, aceites y carnes. La
exposicion a estos contaminantes en la dieta depende de los habitos de consumo
del individuo y el origen de los alimentos, teniendo un riesgo mayor si provienen de
cultivos u organismos expuestos a fuentes de HAPs (Ma y Harrad, 2015). Se han
realizado estudios en los que se observa una mayor cantidad de estos
contaminantes debido a que los alimentos se cultivan en tierra contaminada, estan
expuestos a precipitacion de los mismos o son resultado de su refinacion para
obtener aceites, encontrando principalmente HAPs pequefios que se acumulan en
hojas y raices (Ramesh et al, 2004; Jia et al, 2019). En la Tabla 1.3 se registran
algunos HAPs en diferentes alimentos.

Tabla 1.3. Concentracion de HAPs, expresado en ug/kg, en peso hiumedo de
frutas y vegetales y peso seco de café y aceites (Ramesh et al, 2004).

. . Aceite
Hidrocarburo Vegetales Fruta Café Oliva Girasol | Mani
Benzo[a]pireno 0.1 0.014 0.9 0.1 15 106
Benzo[a]antraceno | No reportado 0.014 0.3 0.2 3.1 79
Fluoranteno 1.3 0.037 8.0 4.2 6.7 17
Pireno 0.3 0.034 8.1 5.0 5.0 7.2
Criseno No reportado 0.025 1.8 0.5 1.7 63

El someter los alimentos a procesos de coccion afecta sus propiedades
nutricionales y puede formar contaminantes (Sobral et al, 2018). En el caso de la
carne, su coccion a altas temperaturas produce HAPs y aminas heterociclicas
aromaticas (Viegas et al, 2012), principalmente en métodos como ahumado, asado
o a la parrilla (Darwish et al, 2019). Se muestra la comparaciéon de la cantidad de
HAPs en la carne de res al usar diferentes métodos de coccion en la Tabla 1.4.
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Tabla 1.4. Concentracion residual de HAPs en coccion de carne de res, expresada
en ng/g (Darwish et al, 2019).

Hidrocarburo _Tipo de coccidn -
Crudo Hervido Al sartén Parrilla
Benzo[a]antraceno | 0.06 +0.02 | 0.14+£0.07 | 0.72+£0.24 1.33+£0.61
Benzola]pireno >0.04 0.02 £0.01 0.98 + 0.31 2.66 £ 0.44
Fluoranteno 0.05+0.01 | 0.22 +0.08 0.41+0.11 0.61 +0.20
Fluoreno 242 +061 | 2.31+0.74 496 +1.17 9.41 + 2.86
Naftaleno 2.28+0.70 [{10.11+2.22 | 18.67 +5.88 | 23.26 + 10.69

La presencia de HAPs en los alimentos se da principalmente por los mismos
factores fisicoquimicos que describen su absorcion y distribucién en los seres
humanos, como su solubilidad en agua y solventes organicos; determinando su
capacidad de distribucion entre diferentes compartimientos, su adquisicion y
acumulacion por organismos vivos, volatilidad; que establece su transporte en la
atmosfera, y reactividad; que influye en la adsorcion en materia organica o
degradacion en el ambiente. Todos estos factores indican la persistencia y
capacidad de los HAPs para bioacumularse en la cadena tréfica (Dong et al, 2012).

Debido a que los sedimentos son reservorios de HAPs en ecosistemas acuaticos,
diversos invertebrados, peces y anfibios pueden estar expuestos a los
contaminantes. Esto se da por contacto directo con HAPs de bajo peso molecular
que se encuentran en la fase liquida, e ingestion de HAPs de mayor tamafio que
predominan en particulas suspendidas. Una vez absorbidos, los organismos
estimulan rutas metabdlicas que inducen la biotransformacion y excrecion de los
contaminantes, mitigando la biomagnificacion en la cadena tréfica. Estos procesos
varian entre las especies, destacando que en los invertebrados es
significativamente mas lento que en los vertebrados, provocando una acumulacion
especifica en érganos y a variabilidad en la toxicidad. (Wallace et al, 2020). Para
monitorear y regular éstos contaminantes la Comision Reguladora de la Unidn
Europea ha establecido niveles maximos permitidos de BaP y la suma de cuatro
HAPs (BaP, BaA, benzo[b]fluoranteno y criseno, identificados como HAP4), usados
como marcadores de contaminacion alimenticia. En la Tabla 1.5 se exponen
algunos de estos lineamientos en alimentos.
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Tabla 1.5. Limites maximos permitidos de BaP y HAP4 en alimentos (European
Comission, 2011).

. Niveles maximos (pg/kg)
Alimento Benzo[a]pireno HAP4

Aceites 2 10
Granos de cacao y derivados 5 30
Carne ahumada y derivados 2 12
Carne de pescado y mariscos ahumados 2 12
Alimentos para nifios (férmulas lacteas, 1 1
cereales procesados)

1.1.3.4 Suelo

Los HAPs presentes en la atmdsfera son acumulados continuamente en el suelo
por procesos de precipitacibn hiumeda o seca. La mayoria se adhiere sobre
particulas que pueden moverse, dependiendo de su tamafio y de los poros de la
tierra (Abdel-Shafy y Mansour, 2016). Una vez que los HAPs se encuentran en el
suelo, pueden sufrir procesos de volatilizacion, fotooxidacion, sorcion irreversible a
materia organica, permeacion a agua subterranea, pérdida abidtica o degradacion
microbiana. La rapidez de estos procesos depende principalmente de las
propiedades del suelo y las caracteristicas fisicoquimicas del HAP. De manera
general, los HAPs de bajo peso molecular son mas méviles y degradables, mientras
que los mas pesados son mas recalcitrantes (Kuppusamy et al, 2017).

Debido a su naturaleza hidrofobica, los HAPs tienden a adsorberse a sedimentos
de materia organica. Para modelar su distribucion se usan parametros
fisicoquimicos como el coeficiente de reparto octanol-agua (Kow), proporcional al
namero de anillos en la estructura y relacionado con la solubilidad de un compuesto
organico en agua. Por ello, este parametro es usado para modelar la
bioconcentracion de compuestos no polares organicos, con valores de log Kow entre
3y 10 (Frapiccini y Marini, 2015; Schwarzenbach et al, 2003; Wallace et al, 2020).

1.2 Métodos de tratamiento

Se han desarrollado diversos métodos para disminuir los HAPs en el medio
ambiente, cuyo rendimiento depende del contaminante y del medio en el que se
encuentra. De forma general, los tratamientos se clasifican de acuerdo al principio
por el que se da la remediacion, destacando los fisicoquimicos; que abarcan
métodos de adsorcion, térmicos y extraccidon, quimicos; que involucran reacciones
redox o fotooxidaciones y bioldgicos, en los que se da la biorremediacion. Los
métodos bioldgicos han adquirido mayor relevancia, siendo frecuente su
acoplamiento para tratar medios altamente contaminados (Kuppusamy et al, 2017).
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1.2.1 Adsorcién

La adsorcion es usada para remover HAPs en medios acuosos, empleando
sorbentes como el carbén activado y biocarbén (Gupta, 2015; Wang et al, 2015). En
estos métodos se dan interacciones de transferencia de masa en la interfase del
HAP y el sorbente, provocando una reduccién en la energia libre y la entropia de
adsorcion del sistema (Lamichhane et al, 2016). Entre sus ventajas destacan su
disefio y operacion simple con baja inversion y costo de mantenimiento, aunado a
la ausencia de subproductos indeseados (Tong et al, 2010). La eleccion del
sorbente adecuado y la optimizacién de los factores ambientales son puntos a tomar
en cuenta para remover los HAPs en diferentes medios, como agua, tierra y lodo
(Hale et al, 2012, Oleszczuk et al, 2012; Lamichhane et al, 2016). Los sorbentes
mas usados son los siguientes:

e Carbon activado: Producido a partir de conchas y materiales derivados de
plantas al carbonizarlos, seguido de procesos de activacion. Cuenta con una
alta area superficial especifica (entre 300 m?/g y 3000 m?/g) y sus formas
mas empleadas son pulverizado y granulado (Amstaetter et al, 2012).

e Biocarbén: Generado en la pirdlisis de biomasa en ausencia de oxigeno,
cuenta con una gran area superficial y porosidad que puede adsorber varios
compuestos, incluyendo nutrientes, gases y algunos contaminantes como
metales pesados y HAPs (Yargicoglu et al, 2015). Se han observado
porcentajes de remocion en suelos mayores al 50% y 40% de HAPs de alto
y bajo peso molecular, respectivamente (Beesley et al, 2010).

1.2.2 Quimicos

Los procesos convencionales de oxidacion consisten en la reaccion del HAP con
oxidantes como ozono, cloro y permanganato de potasio, o en la formacion de
especies altamente reactivas que descomponen al HAP. Los métodos mas
comunes son la ozondlisis y fotolisis directa. En la ozondlisis, la degradacion ocurre
a través de la oxidacion directa del contaminante por Oz, provocando la ruptura de
anillos mediante mecanismos electrofilicos, formando carboxilatos, quinonas y
derivados oxigenados de compuestos alifaticos. La fotdlisis directa consiste en la
absorcion de luz por los HAPs, provocando su excitacion y potencial transformacién
en un catién radical y un electrén solvatado, el cual puede reaccionar con el oxigeno
disuelto en el agua para formar una especie reactiva que oxida al HAP. La fotdlisis
depende del espectro de emision del compuesto a degradar, la intensidad de la
radiacion emitida, el pH, temperatura y los componentes de la muestra. Estos
métodos tienen como desventaja su alto costo de operacion, debido a los equipos
y reactivos empleados, junto a la formacion de subproductos potencialmente
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dafninos al reaccionar con otros componentes de la muestra, principalmente con
materia organica, disminuyendo su efectividad.

Recientemente se han desarrollado procesos de oxidacion avanzada formando el
radical °OH, altamente reactivo y capaz de atacar la mayoria de las sustancias
organicas toxicas, logrando su mineralizacion completa para producir COz, agua y
iones inorganicos como SO4?2, y NH*. Se usan diferentes combinaciones de
oxidantes, fuentes de energia y catalizadores para formar °OH en el agua,
clasificAndose de manera general en procesos fotoquimicos; los cuales usan
radiacion UV-Visible con semiconductores y oxidantes quimicos; y no fotoquimicos
que incluyen técnicas que involucran energia eléctrica o ultrasénica para llevar a
cabo la oxidacion del agua o la ozonacion en medio alcalino.

Entre los oxidantes usados para tratar a los HAPs destaca el reactivo de Fenton,
conformado por sales ferrosas que actian como catalizador y H202. Cuando el ion
Fe?* reacciona con H20: se lleva a cabo la disociacion del oxidante, produciendo la
especie °OH. La eficiencia de estos procesos depende de varios parametros, como
la concentracion del oxidante, intensidad de la luz, tiempo de reaccién, pH, la
rapidez de la generacion del radical libre, las propiedades fisicoquimicas y
concentracion inicial del contaminante, al igual que los componentes de la matriz.
Estos sistemas son faciles de implementar, sin embargo, requieren altas cantidades
de Fe?*, tienen un alto costo de operacién y son propensos a tener rendimientos
menores a otros métodos debido a que involucran reacciones radicalarias en las
que es dificil controlar las condiciones para que solo se lleve a cabo la reaccion de
interés. Para mejorar su eficiencia y rentabilidad, suelen acoplarse a tratamientos
biolégicos, ya sea como pre o postratamiento.

La técnica electroquimica mas comun en los procesos de biorremediacion es la
oxidacion anddica, que consiste en el paso de agua a través de electrodos en
presencia de un electrolito. El mecanismo por el cual se lleva a cabo la oxidacion
electroquimica de los HAPs inicia con la transferencia de electrones del
hidrocarburo adsorbido al electrodo, formando radicales catibnicos que reaccionan
directamente en la superficie del electrodo o con los oxidantes formados in situ como
°OH o H20:2. Las principales desventajas son las limitantes en la transferencia de
masa y la cantidad de energia necesaria para que el proceso se lleve a cabo,
aunque destaca su aplicacion en sistemas con una fuerza iénica alta, como aguas
residuales con un alto contenido de metales (Rubio-Clemente et al, 2014).

1.2.3 Térmicos

La remediacion térmica es aplicada principalmente para los HAPs contenidos en la
tierra 0 en medios acuosos. Se tienen dos tipos principales de metodologias:
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e Incineracion: Consiste en la combustion de los HAPs al someterlos a
temperaturas entre 900 y 1200 °C en una atmadsfera rica en O2. Se obtienen
principalmente Hz, CO2 y CH4 (Peng et al, 2019).

e Desorcion térmica in situ: También conocida como calentamiento
conductivo, permite separar fisicamente los HAPs de la tierra al volatilizarlos
o destruirlos. Entre sus ventajas se encuentra que casi no emite HAPs a la
atmosfera, debido a que requiere el uso de un gas acarreador, o un sistema
de vacio, el cual arrastra los compuestos volatilizados hacia un sistema de
tratamiento de gases (Kuppusamy et al, 2017).

1.2.4 Biorremediacion

La biorremediacion es el uso de microorganismos para degradar o remover
contaminantes en el medio ambiente aplicando tratamientos biolégicos. La
efectividad depende del contaminante, su biodisponibilidad y la capacidad
microbiana del medio que ha sido contaminado. Estos métodos son mas
convenientes que los fisicogquimicos y los térmicos, ya que no se transfiere el
contaminante de una fase a otra ni se requiere de altas temperaturas para que se
lleve a cabo, ademas de disminuir el uso de reactivos y se realiza en menor tiempo,
implicando un menor consumo de energia. Cabe destacar que el proceso puede
realizarse in situ, evitando el traslado de la muestra y minimiza las alteraciones al
medio. En el caso de la biorremediacién de contaminantes orgénicos, estos son
convertidos en sustancias inocuas como CO2, agua y metano, por lo que es un
método ecologico (Shahsavari et al, 2019; Cerniglia, 1993).

El proceso para realizar la biorremediacion depende del tipo de contaminante y las
caracteristicas del medio a tratar. De manera general, se tienen las siguientes
técnicas, independientemente de que se realicen in situ o en un biorreactor:

e Atenuacion natural: Los microorganismos enddégenos degradan los
contaminantes sin afiadir macronutrientes o microorganismos exogenos.

e Bioestimulacion: Promueve el crecimiento de microorganismos enddgenos
mediante la adicion limitada de macronutrientes exdgenos, como nitrégeno,
fosforo y carbono orgéanico.

e Bioaumentacién: Es empleada si no se cuentan con microorganismos
adaptados para la degradaciéon de contaminantes. La comunidad endégena
es aumentada por la siembra de microorganismos capaces de degradar los
contaminantes. La supervivencia de los in6culos exdgenos es un limitante
porque los microorganismos pueden no adaptarse al ambiente, debido a
condiciones incompatibles o competencia con la comunidad enddgena. Esto
puede mitigarse aislando los cultivos de los microorganismos degradadores
y reintroduciéndolos a concentraciones mayores.
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Se ha demostrado que diversos microorganismos pueden biorremediar los HAPs,
destacando algas, bacterias y hongos, usando diferentes rutas metabdlicas y
sustratos bajo condiciones aerobias y anaerobias. Histéricamente, la mayoria de los
estudios se han realizado en ambientes aerodbicos, cuya transformacion es mas
rapida, aunque las condiciones anaerdbicas son promovidas cuando el grado de
contaminacion es alto y limita el flujo de oxigeno (Shahsavari et al, 2019). Para que
el proceso se lleve a cabo, los HAPs deben estar disponibles al microorganismo,
siendo facilitado si se encuentran disueltos o en fase gaseosa. Si el contaminante
esta adsorbido a particulas de tierra, no puede ser degradado debido a su
separacion de las enzimas que se encargan de su transformacion (Abdel-Shafy y
Mansour, 2016). De manera general, la rapidez de la degradacion de los HAPs es
inversamente proporcional al niumero de anillos en la molécula debido a que el
tamafio del contaminante impide que el microorganismo pueda incorporarlo. La
degradacion es altamente regio y estereoespecifica porque, dependiendo del
microorganismo que la lleva a cabo, se obtienen diferentes metabolitos, resaltando
los HAPs funcionalizados con grupos ceto, hidroxil, dihidrodiol o grupos carboxilo.
Los metabolitos pueden ser mas méviles y biodisponibles que los HAPs de los que
provienen, siendo descompuestos posteriormente mediante fendmenos bidticos o
abioticos (Shahsavari et al, 2019; Pulleyblank et al, 2019).

1.2.4.1 Bacterias

Las bacterias han desarrollado estrategias para obtener energia a partir de casi
cualquier compuesto, por lo que algunas especies se han adaptado para degradar
a los HAPs, usandolos como fuente de carbono y energia. Este proceso se da por
dos vias, la degradacion aerdbica, en la que el oxigeno actia como receptor final
de electrones y cosustrato para la ruptura del anillo; y la degradacién anaerdbica,
cuyas reacciones se dan en condiciones reductoras de sulfatos, metano y nitratos.
Entre las especies capaces de degradar HAPs pequefios destacan las Gram-
negativas Sphingomonas, Sphingobium y Novosphingobium y las Gram-positivas
Rhodococcus (Ghosal et al, 2016; Shahsavari et al, 2019).

Generalmente se usan consorcios de microorganismos para que lleve a cabo la
biorremediacion. Se han realizado estudios con bacterias del género
Stenotrophomonas, Williamsia y Chitinophagaceae, capaces de degradar hasta el
90% de una fortificacion de 100 mg/L de HAPs como fenantreno, naftaleno y pireno
en un periodo de 14 dias (Blanco-Enriquez et al, 2018). Ademas, se ha investigado
la oxidacién quimica combinada con remediacion microbiana de una biota local de
muestras de suelo, enfocado en benzo[a]pireno, benzo[a]Jantraceno, naftaleno,
pireno y fenantreno. El proceso tiene como limitante la disponibilidad de nutrientes
para los microorganismos, los cuales no estan caracterizados y aislados, ademas
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que implica el uso de agentes oxidantes fuertes, siendo fuente de nuevos
contaminantes (Liao et al, 2018).

1.2.4.2 Hongos

De manera general, los hongos capaces de realizar la degradacion de HAPs se
dividen en lignoliticos y no lignoliticos. La degradacion es realizada principalmente
por enzimas monooxigenasas, predominantes en los hongos no lignoliticos y son
representativas de especies como Cunninghamella elegans, que producen trans-
dihidrodioles al degradar fluoranteno. En el caso de los hongos lignoliticos se
encuentran las especies Pleurotus ostreatus y Antrodia vaillantii, capaces de
descomponer fluoreno, fenantreno, pireno y benzo[a]antraceno.

La mayoria de los hongos no puede usar a los HAPs como su Unica fuente de
carbono y energia, por lo que participan en procesos de co-metabolizacion con otros
microorganismos. Estos pueden degradar diversos sustratos, incluso los mas
recalcitrantes, como la especie Phanerochaete chrysosporium que es capaz de
oxidar pireno, antraceno, fluoreno y benzo[a]pireno, obteniendo sus respectivas
quinonas (Ghosal et al, 2016).

1.2.4.3 Microalgas

Las microalgas son organismos unicelulares fotosintéticos que pueden ser
eucariontes o procariontes. Se catalogan como microalgas verdes (Chlorophyceae),
doradas (Chrysophyceae), rojas (Rhodophyceae), cafés (Phaeophyceae),
cianobacterias (Cyanophyceae) y diatomeas (Bacillariophyceae), estimando que se
han descubierto 80,000 especies, caracterizando alrededor de 40,000. Las
microalgas son marcadores importantes de cambio ambiental, empleandose para
evaluar el riesgo y expansion de contaminacion por metales. Ademas, son de interés
debido a la diversidad de aplicaciones en las que se han implementado
recientemente, destacando su uso como fuente de biomasa para la producciéon de
biocombustibles, captura y fijacion de CO2, obtencién de productos de interés para
la agricultura y el tratamiento de contaminantes en agua (Jalilian et al, 2020).

Las microalgas tienen diversas aplicaciones en la biorremediacion, principalmente
para el tratamiento de metales pesados, pesticidas y contaminantes organicos como
los HAPs. Estos procesos inician mediante la adsorcién extracelular pasiva del
contaminante, seguida de la difusion y acumulacion intracelular; la cual se lleva a
cabo a través de enlaces entre polisacaridos, lipidos y proteinas, con sus
respectivos grupos funcionales, a metales pesados como arsénico, cadmio, cromo,
plomo y mercurio (Leong y Chang, 2020). La biodegradacién de pesticidas depende
del metabolismo de varias enzimas, principalmente por las esterasas, transferasas
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y citocromo P450, ademas de hidrolasas, fosfatasas, oxigenasas vy
oxidorreductasas. Este es un fenomeno de pasos mdultiples que involucran la
activacion de los contaminantes carentes de grupos funcionales por la enzima
citocromo P450, mediante reacciones de oxidacion, reduccion e hidroxilacion para
obtener compuestos mas hidrofilicos, solubles y degradables, que posteriormente
se conjugan con glutation, glucosa y malonato para finalmente expulsarlos en
transportadores de glutation. Un ejemplo de la versatilidad de las microalgas es la
especie Chlorella vulgaris, empleada en la biorremediacion de atrazina, molinato,
simazina, isoproturon, propanil, carbofurano, dimetoato y pendimetalina con una
eficiencia de remocion mayor al 85% (Nie et al, 2019; Hussein et al, 2017). Entre las
ventajas de las microalgas en la biorremediacion resalta su gran diversidad
filogenética y fisioldgica, permitiendo el crecimiento de diversas especies en varias
condiciones de pH, salinidad, contaminantes, temperatura, entre otras. Ademas, los
requisitos energéticos de las microalgas son menores, debido a que los nutrientes
presentes en aguas residuales; como nitrogeno, fosforo, carbono y azufre, pueden
recuperarse en la biomasa en lugar de que se disipen en la atmdsfera, reflejandose
en un menor costo de operacioén (Nagarajan et al, 2020).

Se han encontrado diversas especies de microalgas capaces de remover HAPs de
bajo peso molecular, como el naftaleno y fenantreno (Cerniglia et al, 1992). Los
estudios que involucran a los HAPs de mayor tamafio resaltan especies como
Scenedesmus platydiscus, Scenedesmus quadricauda, Scenedesmus acutus y
Selenastrum capricornutum. Entre ellas, las dos ultimas han podido remover al BaP,
produciendo dihidrodioles al degradarlo (Warshawsky et al, 1988) y que, al
compararlas, el proceso es mas rapido con Selenastrum capricornutum, actuando
inicialmente mediante fendmenos de sorcién del hidrocarburo a la célula (Garcia de
Llasera et al, 2016). A continuacién, en la Tabla 1.6, se presenta la remocion de
fluoranteno y pireno por algunas especies de microalgas.

Tabla 1.6 Registro de remocion de fluoranteno y pireno mediante microalgas (Lei
et al, 2007).

Especie Remocioén (%) _
Fluoranteno Pireno
Chlorella vulgaris 46.7 41.3
Scenedesmus platydiscus 47.6 48.5
Scenedesmus quadricauda 55.5 35.2
Selenastrum capricornutum 80.9 73.5
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1.2.4.3.1 Selenastrum capricornutum

La microalga verde Selenastrum capricornutum, también conocida como
Raphidocelus subcapitata, es un microorganismo cuya clasificacion ha sido
discutida recientemente. La cepa NIVA-CHL fue aislada en Noruega en 1959 por O.
M. Skulberg, quien le asigné su nombre basado en la forma de luna creciente de
sus células, las cuales son mononucleares sin pirenoide con un volumen alrededor
de 40 a 60 uym3. Su crecimiento puede afectarse si el medio contiene metales
pesados, inhibiéndose en la presencia de Cd?*, Cré* y Cu?* (Machado y Soares,
2014; Krienitz et al, 2011). Las células se ilustran en la Figura 1.2.
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Figura 1.2 Células de Selenastrum capricornutum. Técnica de observacion en
fresco, aumento 40X. Imagen propia.

Se ha descubierto que la microalga degrada HAPs como fenantreno, fluoranteno y
pireno, produciendo metabolitos hidroxilados y dihidrodioles que sugieren el uso de
sistemas enzimaticos monoxigenasa y dioxigenasa, respectivamente (Chan et al,
2006). En el caso de moléculas de mayor tamafio, como el BaP y BaA, se han
encontrado que la mayoria de los metabolitos son cis-dihidrodioles (Warshawsky et
al, 1990). Al monitorearse se descubrié que estos no se forman con la misma
proporcion, cambiando su distribucion entre la biomasa y el medio liquido con el
tiempo, teniendo un maximo total que posteriormente disminuye debido a su
descomposicion (Hernandez-Blanco y Garcia de Llasera, 2016). En la Tabla 1.7 se
muestran las estructuras de metabolitos dihidrodioles observados en la degradacion
de HAPs por Selenastrum capricornutum (Hernandez-Blanco y Garcia de Llasera,
2016), siendo los primeros tres originados a partir del BaP y los ultimos al BaA. Se
resaltan al 4,5-cis-dihidrodiol benzo[a]pireno y al 5,6-cis-dihidrodiol
benzo[a]antraceno, los cuales fueron monitoreados en este trabajo.
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Tabla 1.7 Metabolitos dihidrodioles de BaP y BaA (Hernandez-Blanco y Garcia de
Llasera, 2016).

Punto Punto Log
fusion (°C) | ebullicion (°C) | Kow

4,5-cisdihidriodiol 218 512 3.83
benzo[a]pireno

7,8—C|sd|h|_dr|od|ol 218 512 4.01
benzo[a]pireno

9,10-cisdihidriodiol Ho OO 210 499 4.01
benzo[a]pireno ’O‘

5,6-cisdihidrodiol 198 460 4.56
benzo[a]antraceno

Metabolito Estructura

8,9-cisdihidrodiol 178 496 3.95
benzo[a]antraceno

10,11-cisdihidrodiol Ho O 178 475 3.42
benzo[a]antraceno ’O‘

Los metabolitos pueden alterarse estructuralmente o perderse durante su extraccion

y almacenamiento. Se deben evitar condiciones oxidantes y mantener los extractos
en viales ambar para evitar su fotodegradacion (Pulleyblank, 2019).

Entre las condiciones que se han estudiado para la remocién de HAPs en
condiciones complejas resaltan el efecto de metales como cadmio, zinc, cobre y
niquel en la degradacion de HAPs como fluoreno, fenantreno, fluroanteno, pireno y
benzo[a]pireno, y la inmovilizacion de las microalgas en alginato de calcio para
protegerlas del medio. La inmovilizacion en alginato proporciona una matriz
transparente que permite el paso de la luz, necesaria para la supervivencia y
desarrollo de la microalga, otorgando un ambiente adecuado para las células
(Moreno-Garrido, 2008). Se ha observado que las células inmovilizadas en alginato
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pueden ser més eficientes en la remocion de hidrocarburos comparadas con las
células libres, debido a la adsorcion del contaminante en la matriz de alginato (Wang
et al, 2013). Las células inmovilizadas se han empleado en biorreactores,
cuantificando la remocion de BaP y BaA en mini reactores Batch con 90 perlas y 15
mL de medio (Garcia de Llasera et al, 2018), los cuales se han escalado a 60 mL y
4000 mL, determinando sus parametros de operacién (Ramirez Madera, 2020).

1.3 Enzimas

Se han estudiado diversas enzimas que tienen actividad degradadora de diversos
HAPs. La mayoria provienen de bacterias, hongos y microalgas, siendo en los
primeros dos tipos de microorganismos en donde se han elucidado de forma mas
detallada. La biodegradacion realizada por bacterias aerdbicas ha descrito el
metabolismo de HAPs como naftaleno, fenantreno, pireno y antraceno, obteniendo
cis-dihidrodioles por la accién de enzimas dioxigenasas, que posteriormente son
descompuestos en acidos organicos y compuestos carbonilicos. La degradacion
involucra la incorporacion de O2 en el sistema aromatico, cuya reaccion es
catalizada por enzimas dioxigenasas, las cuales son proteinas multicomponentes
formadas por ferredoxina, ferredoxina reductasa y una apoenzima hierro-azufre,
siendo el paso limitante en la biodegradacion. Posteriormente, la enzima cis-
dihidrodiol deshidrogenasa recupera la aromaticidad del sistema, formando
intermediarios dihidroxilados que son oxidados hasta la formacion de catecol,
realizando rupturas de los anillos y produciendo acido succinico, fumarico, piravico,
aceético, aldehidos, CO2 y agua (Shahsavari et al, 2019; Habe et al, 2003).

Diversos organismos metabolizan a los HAPs mediante enzimas que pertenecen al
citocromo P450 (CYP). Estas son una familia de enzimas catalogadas como
hemoproteinas que contienen entre 400-500 residuos de aminoacidos y un solo
grupo prostético hemo en el sitio activo. Dichas biomoléculas estan involucradas en
el metabolismo de sustratos enddgenos, incluyendo prostaglandinas, hormonas
esteroidales y acidos grasos, al igual que xenobidticos como alcoholes, HAPs y
aproximadamente 60% de los medicamentos usados por seres humanos. Las
enzimas CYP se han encontrado en animales, plantas, hongos y bacterias,
enlazadas a membranas en células eucariontes o en formas solubles en organismos
procariontes, ubicandose primordialmente en el reticulo endoplasmatico. En
mamiferos, las enzimas CYP estan en todos los tejidos, siendo mas comunes en el
higado e intestino delgado, al igual que en las membranas mitocondriales internas
de tejidos esteroidogénicos como testiculos, ovarios y placenta. Las enzimas CYP
son multifuncionales, teniendo acciones autbnomas que frecuentemente no estan
relacionadas (Manikandan y Nagini, 2018).
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Las enzimas CYP tienen una amplia especificidad de sustratos y catalizan varias
reacciones redox incluyendo hidroxilacién, oxigenacion y destruccion del grupo
hemo. Las reacciones de monooxigenacion mediadas por CYP involucran la
incorporacion de un atomo de oxigeno en el sustrato. En general, las familias CYP
1 a 4 catalizan reacciones involucradas con la detoxificacion de medicamentos y
xenobioticos, aumentando su hidrofobicidad. Los metabolitos reaccionan
frecuentemente con macromoléculas como proteinas, lipidos y &cidos nucleicos,
formando aductos que provocan toxicidad celular y el inicio del proceso de cancer
debido al dafio al ADN, induciendo rupturas en croméatidas, dafio oxidativo o
alteraciones estructurales como la ruptura de cadenas, rearreglos cromosomales,
eliminaciones y enlaces entre cadenas. Estos fendmenos se relacionan con la
incidencia de cancer en érganos como higado, pulmones, rifiones y leucemia
(Poirier et al, 2004; Kim et al, 1998; Raunio et al, 2015; Santes et al, 2020).

Los hongos lignoliticos producen lacasas, y peroxidasas que son secretadas
extracelularmente y pueden difundirse hacia los HAPs, generando radicales
hidroxilos libres que oxidan a los hidrocarburos, obteniendo quinonas. Los
metabolitos suelen ser menos mutagénicos que los compuestos de los que son
originarios y no se degradan completamente, pero se pueden cometabolizar en
conjunto con otros microorganismos para obtener residuos inocuos. Los hongos no
lignoliticos usan enzimas monooxigenasas CYP para epoxidar al sistema aromético,
formando como intermediarios 6xidos de areno que pueden metabolizarse mediante
epoxido hidrolasas, produciendo trans-dihidrodioles, o rearreglarse sin la
intervencion de enzimas obteniendo fenol, capaz de conjugarse con sulfatos, acido
glucurédnico, xilosa o glucosa. Se ha observado que los HAPs con cuatro o mas
anillos en su estructura pueden transformarse en una mayor cantidad de metabolitos
diferentes, debido a que la reaccion ocurre en diferentes sitios, como es el caso de
la enzima PYR-1, proveniente de M. vanbaalenti (Erwin et al, 2019). Posteriormente
se da la transformacion a metabolitos n-hidroxilados, en los que se llevan a cabo
reacciones sucesivas hasta obtener dionas, quinonas y acidos ftalicos. (Guntupalli
et al, 2019; Ghosal et al, 2016; Shahsavari et al, 2019). En la Figura 1.3 se describe,
de manera general, la ruta de degradacion que pueden seguir los HAPs al ser
metabolizados por bacterias y hongos.
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Figura 1.3 Esquema de degradacion de HAPs por bacterias y hongos (Adaptado
de Shahsavari et al, 2019).

La ruta metabdlica realizada por microalgas no se ha descrito totalmente. Se han
realizado estudios en cepas de Chlorella vulgaris proponiendo la accion de enzimas
oxidantes para la apertura del anillo, de acuerdo a los metabolitos obtenidos
(Asghari et al, 2019). Se ha observado la formacion de metabolitos cis-dihidrodioles
por las microalgas Selenastrum capricornutum (Warshawsky, 1988) vy
Scenedesmus acutus (Garcia de Llasera et al, 2016) en HAPs de alto peso
molecular, indicando que la enzima responsable puede ser una dioxigenasa.
Asimismo, se han desarrollado metodologias para obtener extractos enzimaticos
extra e intracelulares de Selenastrum capricornutum, evaluando su actividad
degradadora de BaP. Es importante resaltar que estas enzimas se inducen como
respuesta a la exposicion de la microalga al hidrocarburo, por lo que las células se
deben sensibilizar al contaminante antes de obtener los extractos enzimaticos
(Fuentes Pérez, 2019).

Actualmente se han realizado estudios para elucidar el mecanismo molecular de la
produccion de estos metabolitos, basandose en el analisis estructural de enzimas
Rieske no-hemo hierro dioxigenasas (RDO). El sistema RDO esta compuesto de
tres partes: oxigenasa, proteina reductasa de flavina y ferredoxina. Los electrones
del dinucledtido de nicotinamida y adenina (NADH) son transferidos al nucleo del
componente oxigenasa por la flavoproteina reductasa y la ferredoxina de Rieske. El
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siguiente paso provoca la activacion de la oxidacion del sustrato, generando al
metabolito. Como miembro importante de los RDO, la enzima naftaleno dioxigenasa
(NDO) afiade oxigeno a los HAPs para producir cis-dihidrodioles (Chen et al, 2020).

1.3.1 Uso en bhiorremediacion

El uso de enzimas en la degradacién de compuestos organicos presenta ventajas
sobre los métodos que emplean microorganismos, destacando su versatilidad,
eficiencia y especificidad al sustrato de interés. Pueden actuar en presencia de
sustancias xenobioticas en una amplia variedad de condiciones ambientales que
pueden ser desfavorables para los microorganismos. Ademdas, las enzimas
alcanzan sustratos en poros pequefios, aproximadamente 100 veces menores que
las bacterias (Acevedo et al, 2010).

Entre las enzimas empleadas en los procesos de biodegradacion destacan las
peroxidasas, que catalizan la oxidacion de compuestos fendlicos al precipitarlos
para facilitar su biodegradacion. La mayoria de las enzimas usadas actualmente en
procesos industriales son de accion hidrolitica, incluyendo lipasas y proteasas,
predominantes en las industrias de detergentes, alimentos y quimicos (Sellami et al,
2022).

Se han realizado estudios con enzimas manganeso peroxidasas provenientes del
hongo Anthracophyllum discolor en la degradacion de HAPs, inmovilizandolas en
microarcillas y evaluando su desemperio al variar el pH, temperatura y tiempo de
almacenamiento. Se encontrd que la inmovilizacion mantuvo un 60% de la actividad
enzimatica al almacenarse por 14 dias, ademas de actuar en un intervalo amplio de
pH y altas temperaturas, superando la actividad de la enzima libre a 50 °C y 60 °C.
Esto sugiere que la inmovilizacion evita el cambio conformacional en la estructura
terciaria de la enzima (Acevedo et al, 2010).

Las enzimas también han sido empleadas para detectar y cuantificar el estado del
medio antes, durante y después de los procesos de remediacién, actuando como
biosensores a moléculas especificas 0 a sus derivados. Los biosensores son
dispositivos integrados que pueden dar informacion cuantitativa usando un
elemento de reconocimiento bioldgico, como enzimas, fragmentos de ADN o
células, que esta retenido en contacto directo con un elemento de transduccion.
Debido a su alta selectividad y sensibilidad, bajo costo, disefio adaptable y corto
tiempo de respuesta, los biosensores son mas benéficos y rentables que otras
técnicas analiticas, permitiendo su uso in situ (Rao et al, 2014; Sellami et al, 2022).




Antecedentes

1.3.2 Efecto de la temperatura

La actividad de las enzimas depende de diversos factores, como el pH, cantidad de
sustrato y fuerza ionica, aunque entre ellos el mas crucial es la temperatura. De
manera similar a las reacciones quimicas, la velocidad de las reacciones catalizadas
enzimaticamente aumenta por un factor de 2-3 por cada 10 °C. No hay un limite
superior para el incremento, pero al llegar a cierta temperatura esta se detiene hasta
que la rapidez de reaccion se aproxima a cero. La disminucion se debe a la
inestabilidad térmica de la proteina, ya que sufre cambios conformacionales que
afectan su actividad (Bisswanger, 2017).

Las enzimas suelen mostrar su mayor actividad catalitica en un intervalo pequefio
de temperatura, tipicamente de 5 °C, entre 40-50 °C, como el caso de las lacasas,
que son Optimas a 45 °C (Kadri et al, 2017). Su estabilidad aumenta al elegir el pH
adecuado de la disolucion, debido a que son menos solubles en pH cercano a su
punto isoeléctrico, condicion en la que el desdoblamiento térmico es altamente
favorable. La actividad de las biomoléculas se pierde permanentemente a 70-80 °C,
con la excepcion de algunas enzimas termofilicas. Las enzimas mas termosensibles
sufren de inactivacion a temperaturas bajas, como la alcohol deshidrogenasa, que
pierde su estabilizad a 30 °C. La mayoria de las enzimas mantienen su estabilidad
durante meses si son refrigeradas. Su congelacion debe evitarse porque provoca
cambios en la tension superficial y variacion del pH, acompafadas de formacién de
cristales de hielo (Purich, 2010).

Hasta el momento, no se han reportado estudios que evalien el efecto de la
temperatura en la degradacion de HAPs mediante enzimas, sin embargo, se ha
observado que la bacteria Planomicrobium alkanoclasticum es capaz de degradar
en un 91% a los 16 HAPs prioritarios por la EPA de manera 6ptimaa 35 °Cy pH 7.5
en incubaciones de 15 dias (Al-Dossary et al, 2021).

1.3.3 Lisis ultrasonica para la extraccion de biomoléculas

La lisis celular es un paso importante en la extraccion de biomoléculas celulares,
siendo el inicio del proceso de separacion, por lo que debe tener un rendimiento
alto, sin pérdida o contaminacion del producto. Los métodos empleados se dividen,
de forma general, en mecanicos y no mecanicos:

e Mecanicos: Suelen considerarse severos, ya que no son especificos y se
basan en principios que promueven la destruccion de la pared celular
mediante fuerzas de corte liquidas; como la homogenizacion vy
microfluidizacion, fuerzas de corte solidas; que incluyen al molino de perlas
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y la homogenizacion a alta velocidad, intercambio de energia a través de
ondas ultrasoénicas, corriente eléctrica o tratamiento térmico.

¢ No mecanicos: Catalogados como suaves porque son menos agresivos con
las células, cuentan con una mayor selectividad y especificidad. Se dividen
en fisicos; como el congelamiento en seco y quimicos; que incluyen la
hidrélisis acida y el tratamiento enzimético (Gomes et al, 2020).

El método a emplear depende del tipo de célula, las biomoléculas de interés dentro
de la misma y la escala a la que se realizara el proceso. La ultrasonicacion es un
método facil de montar, reproducible, rapido y manejable a bajas temperaturas con
un costo energético minimo. La técnica consiste en una accién de corte intensa
generada por ondas sonoras de alta frecuencia que producen el fenébmeno de
cavitacion, el cual involucra la formacién, crecimiento y colapso de burbujas de
vapor. Al colapsar, se promueven ondas de choque elasticas que pueden dafar la
pared celular debido a su alta presion, que suele encontrarse alrededor de 200 MPa.
Se deben emplear ciclos de refrigeracion y bafios de hielo para evitar la degradacién
de compuestos termolabiles, con sonicaciones cortas que impiden la formacion de
radicales libres que disminuyen la calidad de los componentes extraidos. La
disrupcién celular depende de la intensidad del ultrasonido, caracteristicas de la
burbuja de aire y la distancia relativa con las células (Aarthy et al, 2018).

El equipo mas comun a nivel laboratorio es una sonda de titanio en el que la energia
mecanica, transducida por el convertidor ultrasénico, promueve la cavitacion. Los
parametros criticos en el proceso son la intensidad acuUstica, temperatura,
concentracion celular y tiempo de tratamiento (Wu et al, 2015). Estos pardmetros
pueden ajustarse para hacer una disrupcion parcial y liberar selectivamente los
componentes intracelulares. La técnica tiene una mayor selectividad en la liberacion
de enzimas periplasmaticas y proteinas recombinantes incrustadas en la membrana
o insolubles (Gomes et al, 2020).

El método de lisis con sonda ultrasénica es adecuado para las microalgas,
permitiendo la ruptura efectiva de su pared celular. En general, la pared celular de
las algas es estructuralmente similar a las plantas, conformada de matrices fibrilares
y polimeros cristalinos formados principalmente de celulosa. Su estructura dificulta
el proceso de extraccion de macromoléculas, por lo que la elecciéon del método de
disrupcién celular depende del tipo de alga, la estructura de su pared y su
composicion. (Aarthy et al, 2018).

1.3.4 Inmovilizacién

La inmovilizacion enzimatica es el confinamiento de la enzima a una fase, conocida
como matriz o soporte, diferente de los sustratos y productos. Un soporte ideal debe
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ser econoémico, inerte, estable, capaz de aumentar la especificidad y actividad de la
enzima al reducir la inhibicion del producto, adsorcién no especifica y contaminacién
microbiana (Datta et al, 2013). La inmovilizacién permite mejorar la estabilidad de
las enzimas, protegiéndolas de su desnaturalizaciéon causada por condiciones del
medio como la temperatura y el pH. Asimismo, la inmovilizacibn aumenta la
eficiencia enzimatica y permite recuperarlas facilmente del medio de reaccién,
prolongando su vida operacional. Estas ventajas permiten usar las enzimas en
aplicaciones practicas, ya que en su forma libre cuentan con una baja estabilidad
operacional y dificultad para almacenar (Rao et al, 2014; Sellami et al, 2022).

Las enzimas inmovilizadas han adquirido mayor importancia en procesos
biotecnolégicos como reactores y biosensores, contando con propiedades
quimicas, bioquimicas, mecanicas y cinéticas especificas que son determinadas por
la enzima, el soporte y las interacciones que tienen entre si. Para elegir el método
de inmovilizacion y soporte adecuados se deben considerar los grupos funcionales
y la pureza de la enzima, al igual que el peso molecular, debido a que los efectos
estéricos pueden dificultar la adhesion de las moléculas al soporte.

Los métodos de inmovilizacion se agrupan en cuatro tipos generales; adsorcion,
unidn covalente, enlace cruzado y atrapamiento. El atrapamiento consiste en la
inmovilizacién de la enzima en una membrana semipermeable, permitiendo la
difusibn de moléculas pequefias. La enzima se afiade a una disolucion del
mondmero y, después de mezclarse, se polimeriza, manteniendo su integridad y
actividad debido a que no esté en contacto directo con el medio. Este método retiene
a la enzima sin modificar sus grupos funcionales o conformacion para interactuar
con el soporte, evitando la disminucion de su actividad.

Los soportes empleados en la inmovilizacion por atrapamiento se clasifican en
inorganicos y organicos:

e Inorganicos. Son estables e inertes a altas temperaturas y presiones,
presentan dificultades para crear diversas formas geométricas y son
susceptibles a abrasion al mezclarse. Los materiales mas usados son silica,
minerales como bentonita, kaolinita, montmorilonita y sepiolita, junto a
materiales basados en carbono, como nanotubos y grafeno, estos ultimos
teniendo un mayor costo al usarse, compensado con una mayor estabilidad
mecénica y la posibilidad de funcionalizar su superficie para favorecer las
interacciones con la enzima.

e Organicos. Obtenidos a partir de recursos renovables, tienen como ventaja
su biocompatibilidad, biodegradabilidad y nula toxicidad, al igual que una
excelente afinidad a las enzimas que permite conservar su estructura y
propiedades. Pueden modificar las caracteristicas de su superficie debido a
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la presencia de grupos hidroxilo, amino y carbonilo, con los cuales se
inmoviliza la enzima mediante enlaces covalentes o adsorcion. A diferencia
de los materiales inorganicos, los biopolimeros pueden crear diversas formas
geomeétricas y geles, permitiendo la inmovilizacion por microencapsulacion o
atrapamiento. Entre los materiales usados destacan el alginato, almidén,
celulosa, chitosan, colageno, y pectina (Spasojevi¢ et al, 2019).

El alginato de sodio es un polisacérido derivado de acidos alginicos, conformados
por 1,4-B-D-acido manurénico y a-L-acido gulurénico. Es un componente de algas
cafés marinas, Phaeophyceae, y contienen aproximadamente 30-60% de acido
alginico. La conversion de acido alginico en alginato de sodio permite su solubilidad
en agua, facilitando su extraccion. Algunas bacterias de la familia Pseudomonas y
Azobacter pueden sintetizar alginato con una composicion definida de sus
monomeros para obtener propiedades especificas (Loureiro 2017). Entre sus
caracteristicas resalta su bajo costo, nula toxicidad, alta biocompatibilidad y la
capacidad de formar geles en condiciones suaves al mezclarlo con disoluciones que
contienen cationes divalentes como Ca*? (Won et al 2005). El tamafio de poro en
las perlas y la cantidad de enzima atrapada puede controlarse modulando la
concentracion de alginato de sodio; si esta aumenta se obtiene una red
entrecruzada extensa, reduciendo el tamafio del poro y la transferencia de masa o
difusion del sustrato al sitio activo de la enzima. Por lo contrario, si la concentracion
disminuye, los poros del gel son mas amplios, teniendo el riesgo de que la enzima
se fugue del soporte (Prianka et al, 2019). Un beneficio importante que tiene el uso
del alginato es la ausencia de enlaces covalentes entre el soporte y la enzima,
reflejado en un alto rendimiento catalitico y la preservaciéon de la conformacion de
la biomolécula. Entre las desventajas se encuentra la posible disminucion de la
actividad catalitica, debido a la formacion de interacciones relativamente mas
débiles que provocan la lixiviacion de la enzima desde la matriz, al igual que
restricciones en la difusion de los sustratos (Bilal et al, 2019).

El desarrollo de un proceso de inmovilizacion requiere varios ensayos que describan
su efecto en la actividad enzimatica. Las condiciones de inmovilizacion son
evaluadas al medir la actividad de la enzima libre. Posteriormente, se cuantifica la
actividad en el medio con la enzima inmovilizada para conocer el porcentaje de
inmovilizacién. Finalmente se determina la actividad en la suspensién inmovilizada.
Si la actividad final no concuerda con las mediciones realizadas puede indicar que
hubo pérdidas de enzimas al realizar los lavados subsecuentes a la inmovilizacién.
Es importante elegir las condiciones de inmovilizacion adecuadas para evitar
problemas estéricos en los que el sitio activo no entra en contacto con el sustrato,
o difusion limitada en el que las moléculas enzimaticas internas no tienen sustrato
disponible para llevar a cabo la reaccion (Boudrant et al, 2020).
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Las enzimas inmovilizadas muestran una dependencia diferente al pH y fuerza
i6nica, particularmente si estos pardmetros cambian por la misma reaccion
enzimatica. La acumulacion de los productos por difusion puede desplazar el pH
optimo por 1 o 2 unidades, en comparacion con lo observado en enzimas libres. Al
graficar su velocidad de reaccion, las enzimas inmovilizadas frecuentemente
muestran partes heterogéneas que se observan como transiciones entre regiones
de diferentes curvas. Esto sucede en el intervalo de temperaturas bajas, debido a
que la reaccién enzimética es muy lenta y los fendmenos de difusion no son
predominantes. A temperaturas mayores la rapidez de conversion se incrementa y
el sustrato disminuye, por lo que la reaccion total puede mostrar los limites
asociados a la difusion, representados como disminuciones en la pendiente de la
gréfica. (Bisswanger, 2017).

1.4 Métodos de preparacion de muestra con adsorbentes

La preparacion de la muestra es una etapa crucial en el proceso analitico, suele
tener varios pasos y requiere de la mayor cantidad de tiempo en el analisis. Su
importancia radica en que, al realizarse de manera adecuada, se obtienen
resultados precisos y reproducibles. Los HAPs y los metabolitos producidos por la
degradacion microbiana se encuentran en cantidades a nivel de trazas, por lo que
requieren métodos de extraccidn y preconcentracion de la muestra, con el propdsito
de remover las impurezas provenientes de la matriz y recuperar selectivamente a
los analitos en extractos que posteriormente podran ser cuantificados.

Dependiendo de la muestra, se pueden emplear diversos métodos de extraccion
basados en técnicas como la Extraccion en Fase Solida (EFS) para liquidos y la
Dispersion de Matriz en Fase Solida (DMFS) para semisolidos y solidos. La EFS es
una técnica rapida y simple que usa una menor cantidad de disolventes que otros
tipos de extraccidn clasicos, capaz de acoplarse a sistemas en linea (en inglés on-
line) y en diferido (en inglés off-line). La DMFS es una versién derivada de la EFS,
en donde la muestra se mezcla directamente con el adsorbente y en cuyo proceso
se puede combinar la disrupcién, extraccién y purificacion en un solo paso. Una de
las principales ventajas de ambas técnicas es la variedad de adsorbentes que
pueden emplearse, siendo especificos a cierto tipo de analitos, dependiendo de su
estructura y las interacciones que se llevan a cabo entre ellos (Faraji et al, 2019;
Wianowska y Gil, 2019).

La EFS y la DMFS son las técnicas de extraccion utilizadas en este trabajo, por lo
gue se describen con detalle a continuacion.
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1.4.1 Extraccion en Fase Sdlida

La EFS se basa en la transferencia de los analitos contenidos en una matriz liquida
hacia un adsorbente solido. De manera tradicional, la muestra fluye a través del
adsorbente, el cual retiene los compuestos debido a las interacciones favorables
gue tienen con la fase sdlida.

La técnica suele llevarse a cabo usando cartuchos hechos de polipropileno o vidrio
que actian como columnas cortas y contienen al adsorbente empacado entre dos
filtros de polietileno o politetrafluoroetileno. Sus principales ventajas destacan su
bajo precio, la reduccion en el tiempo de procesamiento de la muestra y el uso de
una menor cantidad de disolventes. De manera general, la EFS consiste en cuatro
pasos: acondicionamiento de la columna, carga de la muestra, lavado y desorcién
de la muestra. En el acondicionamiento se da un lavado de la fase estacionaria para
eliminar posibles impurezas y solvatar el adsorbente. La carga de la muestra se
realiza permitiendo que se alcance un equilibrio entre la fase liquida y el adsorbente,
dejando pasar la muestra a través el cartucho por gravedad. Los lavados del
cartucho se llevan a cabo con disolventes que tienen la fuerza de elucion adecuada
para remover los interferentes de la muestra. Finalmente, los analitos se recuperan
al desplazarse con un disolvente adecuado, obteniendo la mayor preconcentraciéon
de la muestra al eluir con el menor volumen posible, el cual puede reducirse si se
emplea una desorcion térmica. La efectividad de los métodos depende de varios
factores, como el adsorbente, pH, tratamiento de la muestra, disolventes organicos
empleados y el flujo de la fase movil durante el proceso.

Los adsorbentes usados para EFS se pueden clasificar en 6xidos inorganicos de
baja especificidad, abarcando las fases basadas en silice, polimeros porosos y
carbon; y de alta especificidad, incluyendo a los adsorbentes de intercambio i6nico,
macrociclicos y polimeros impresos molecularmente. La silice puede usarse como
adsorbente sin necesidad de modificar su estructura, incorporando diferentes
grupos funcionales a su superficie para aumentar su selectividad. Los adsorbentes
unidos quimicamente, como C1, C2, C8, C18, Ph, CN y NHz, pueden usarse en
muestras similares, principalmente para compuestos neutros de diferente polaridad
en muestras acuosas. Para la determinacibn de HAPs y otros contaminantes
organicos persistentes se emplean adsorbentes basados en silice como C18. En
estos, la retencion es determinada por interacciones dispersivas acompafadas de
fuerzas intermoleculares, destacando las fuerzas de Van der Waals, interacciones
-7, puentes de hidrégeno y dipolo-dipolo, dependiendo de la estructura y grupo
funcional del adsorbente y de los analitos. Los adsorbentes se caracterizan por tener
fuerza mecénica, gran area superficial y la capacidad de retener cantidades grandes
de muestra dejando pasar la mayor parte del liquido (Faraji et al, 2019; Poole, 2020).
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1.4.2 Dispersion de Matriz en Fase Sélida

La DMFS es una técnica de extraccion y limpieza simultanea desarrollada por
Steven A. Barker en 1989 para muestras solidas o semisdlidas. En ella, la muestra
se desintegra en presencia de un soporte solido que produce su disrupcion
completa, creando una nueva fase que se transfiere a una columna para la elucién
de los analitos. Esta técnica requiere de pocas cantidades de disolvente y muestra
para llevar a cabo la extraccion y, en algunos casos, no requiere una purificacion
adicional. La DMFS es ampliamente usada para tratar material biolégico debido a
que al homogenizar se destruye la estructura celular, aumentando la rapidez y
eficiencia de la extraccion.

El procedimiento consiste en la homogenizacion de la muestra con el adsorbente,
la cual suele realizarse en morteros de agata. En este paso el adsorbente actla
como un abrasivo que promueve la disrupcion de la estructura fisica de la muestra,
dispersandola en partes pequefas. Después, la mezcla se transfiere a un cartucho
de EFS que contiene un filtro en el fondo, colocando otro después de la muestra
para empacarla, evitando la formacion de burbujas. Posteriormente, se realizan
lavados para eliminar los interferentes presentes en la matriz, con la posibilidad de
afadir un cosorbente en el fondo de la columna para realizar una limpieza in situ
adicional. Finalmente, se recuperan los analitos al eluir con un solvente adecuado,
usando un sistema de vacio.

Se cuentan con varias diferencias entre EFS y DMFS. En DMFS, se consigue una
disrupcion y dispersion completa de la muestra en toda la columna, proporcionando
una mejor superficie para la extraccion. En el caso de la EFS, sila muestra es solida,
su disrupcion debe realizarse antes de su aplicacion en el cartucho de extraccion
en forma liquida porque muchos componentes de la misma se descartan antes de
la extraccion. Ademas, en EFS la muestra liquida inicialmente se retiene como una
banda en los primeros milimetros del adsorbente empacado y progresivamente
migra con la fase movil. Finalmente, las interacciones fisicas y quimicas son
mayores en DMFS que en EFS.

Los adsorbentes usados en DMFS son similares a los de EFS, siendo
mayoritariamente C18 y Florisil para fase reversa y normal, respectivamente. Estos
requieren tener una gran area superficial, buena dispersion y contacto con el
disolvente si se usan adsorbentes con un tamafio de particula entre 40 y 100 um,
aungue pueden usarse fases estacionarias con un tamafo de particula menor, con
el inconveniente del aumento en su tiempo de elucién y un posible bloqueo de las
columnas (Poole, 2020; Wianowska y Gil, 2019).
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1.5 Analisis cromatografico

Debido a su caracter carcinogénico, los HAPs son analitos de interés en muestras
ambientales y alimentos, por lo que se ha buscado monitorear y cuantificarlos
mediante técnicas sensibles a ellos para determinar si la muestra analizada esta por
encima de los limites permitidos. De igual forma, el monitoreo de los metabolitos es
fundamental para estudiar el mecanismo de degradacién de los HAPs,
considerandolos como biomarcador de contaminacion por estos compuestos.

La cromatografia de gases y de liquidos de alta eficiencia se han empleado para el
analisis de HAPs y sus metabolitos en muestras ambientales, destacando su poder
de separacion que permite diferenciar isomeros estructurales producidos en la
biodegradacion de los HAPs, siendo indistinguibles en su determinacion por otros
medios. En ambas técnicas es frecuente el uso de espectrometros de masas como
detectores, particularmente al analizar los metabolitos de degradacion, ya que sus
espectros permiten la identificacion completa o parcial de compuestos
desconocidos, mejorando la deteccion o cuantificacidon de compuestos coeluyentes.

La cromatografia de gases es considerada mejor para la separacion, identificacion
y cuantificacion de HAPs volatiles y térmicamente estables, ofreciendo alta
selectividad y mejor resolucion. Sin embargo, puede no ser adecuada para el
analisis de HAPs de alto peso molecular con masas atdmicas superiores a 300
debido a su baja volatilidad, descomposicién a altas temperaturas y adsorciéon al
sistema cromatografico. Adicionalmente, la técnica presenta dificultades en la
determinacion de sus metabolitos de degradacion termolabiles, ya que requieren de
una derivatizacion previa a su cuantificacion.

La cromatografia de liquidos cuenta con ventajas especificas sobre su contraparte
de gases, destacando el potencial de analizar directamente las muestras acuosas y
la capacidad de cuantificar una mayor cantidad de compuestos con grupos hidroxilo
y carboxilo sin necesidad de derivatizarlos. En general, la técnica es aplicada en
HAPs conjugados o con grupos de acido carboxilico, debido a que se encuentran
ionizados o0 pueden ionizarse con facilidad. Tipicamente, las muestras son
separadas mediante cromatografia en fase reversa, usando como fase estacionaria
empaques de C18, capaces de separar exitosamente diversos metabolitos
oxigenados de diferente funcionalidad en la misma corrida cromatogréfica. La
complejidad de la muestra y las interferencias de la matriz son retos significativos
para alcanzar la separacion e identificacion adecuada de los analitos, por lo que la
mayoria de los trabajos se enfocan en una categoria de estos compuestos,
obtenidos mediante métodos de separacion como EFS o DMFS en los que se
remueven interferentes de la muestra para posteriormente recuperar los analitos en
fracciones adecuadas para su analisis.
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Los detectores mas usados en el andlisis de HAPs mediante cromatografia de
liguidos son ultravioleta, fluorescencia y arreglo de diodos, cuantificando a los
analitos debido a la presencia de sistemas 1T conjugados capaces de absorber esta
radiacion. Los detectores con arreglos de diodos son empleados con mayor
frecuencia en la investigacion de compuestos desconocidos, debido a que no todos
los metabolitos fluorescen y su espectro puede usarse para la identificacion de
compuestos. Al ser mas selectivos y sensibles, los detectores de fluorescencia son
empleados para monitorear metabolitos, cuantificando su produccion incluso a
niveles de nanogramos por mililitro.

La dificultad en establecer técnicas estandarizadas para el analisis de los
metabolitos originarios de los HAPs es por la amplia diversidad de estos
compuestos, con diferentes caracteristicas quimicas y la complejidad de las
matrices, dificultando la validacién de las técnicas. Ademas, la incertidumbre en la
seleccidn de estandares internos y limitada disponibilidad comercial plantea un gran
problema para establecer métodos robustos (Pulleyblank et al, 2019; Famiyeh et al,
2021).

1.5.1 Validaciéon del método

Para validar el método de cuantificacion, se evallan los siguientes parametros
correspondientes a los analitos a determinar:

e Intervalo de comportamiento lineal. Intervalo de concentracion del analito
dentro del cual la respuesta del detector es directamente proporcional a la
concentracion.

e Limite de deteccion. Concentraciéon del analito que da una relacion
sefal/ruido definida, tipicamente 3 veces mayor al ruido.

e Limite de cuantificacion. Concentracion del analito con una sefal mas intensa
y permite medirse con exactitud. Generalmente se considera un valor de 10
veces respecto a la relacidn sefial/ruido.

e Precision. Medida de la repetibilidad de un resultado, teniendo como
parametro la dispersion entre los resultados obtenidos.

e Recobro. También conocido como recuperacion, indica la relaciéon entre el
valor obtenido al aplicar un método a la muestra, contra el valor obtenido al
no aplicarlo. Para que éste sea satisfactorio, debe ser entre 70 a 100 %.

La Comisién de Control Analitico y Ampliacién de Cobertura (CCAyAC) es una de
las instituciones encargadas de la regulacion de métodos analiticos para el analisis
de agua, alimentos, farmacos, materias primas y productos biolégicos. De acuerdo
a ella, se han descrito los criterios de aceptacion que deben cumplir los métodos de
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andlisis para considerar a los resultados obtenidos mediante ellos como confiables

(CCAyYAC, 2011). En las Tablas 1.

8 y 1.9 se presentan los criterios de aceptacion

para los parametros evaluados en este trabajo, al igual que la recuperacion de
residuos y contaminantes en agua y alimentos.

Tabla 1.8 Criterios de aceptacion de parametros de desempefio (CCAyAC, 2011).

Parametro

Criterio de aceptacion

Intervalo lineal

a) Comportamiento lineal en la grafica respuesta
analitica en funcién de la concentracién del analito
b) Datos aleatorios en grafico de residuales

Intervalo de trabajo

a) Pendiente: Valor cercano a 1

b) Coeficiente de correlaciéon
r 2 0.98 para cuantificacién de residuos e
impurezas
r = 0.99 para cuantificacion de contenido o
ingrediente activo

Limite de deteccion

Los establecidos en la referencia original del
método

Limite de cuantificacion

Nivel inferior estimado en el intervalo de trabajo

practico
Limite de cuantificacidon Menor o igual al nivel inferior estimado en el
estimado intervalo de trabajo

Recuperacion

Los establecidos en la referencia original del
método. En caso de no estar disponibles, referirse
alaTabla 1.9

Tabla 1.9 Recuperacion para residuos y contaminantes en alimentos y agua

(CCAYAC, 2011).

Concentracion del analito Criterio de aceptacion
<1 ug/kg 6 ug/L 50-120%
1a10 pg/kg 6 pg/L 60-120%
10 a 100 pg/kg 6 ug/L 70-120%
0.1 a 100 mg/kg 6 mg/L 70-110%
100 a 1000 mg/kg 6 mg/L 85-110%
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2. Desarrollo experimental
2.1 Equipo, material de uso y reactivos

Equipo
e Agitador orbital Thermo Scientific Compact Digital Mini Rotator.
e Autoclave Tuttnauer 2540EL.
e Balanza analitica Mettler-Toledo AG245.
e Balanza analitica Ohaus Adventurer Pro AV114C.
e Centrifuga Fisher Scientific 225.
e Cromatografos de liquidos de alta resolucién.

e Varian, Bomba ProStar 210. Precolumna de acero inoxidable (20 mm x
2.0 mm diametro interno) empacada con silice Nucleosil C18 (diametro
de particula 5 ym). Columna Thermo-Scientific Hypersil ODS (150 mm x
4.6 mm diametro interno, diametro de particula 5 um) 10025855. Detector
UV-Visible Polychrom 9065 Software LC Workstation 6.41.

e Lab Alliance Serie Il. Precolumna de acero inoxidable (20 mm x 2.0 mm
diametro interno) empacada con silice Nucleosil C18 (didmetro de
particula 5 ym). Horno Phenomenex TS-130. Columna Perkin-Elmer
Spheri-5-ODS (250 mm x 4.6 mm diametro interno, didmetro de particula
5 um) 217342. Software Clarity Chromatography Station 2.8.1.584.
Detector de fluorescencia Linear Instruments LC 305.

e Espectrofotometro UV-Visible Genesys 10 S.

e Foco de luz fluorescente 40 W.

e Agitador orbital con incubadora Jeio Tech SI-600R.
e Micropipeta Eppendorf 20-250 pL.

e Micropipeta Eppendorf 100-1000 pL.

e Microscopio 6ptico National B2-220.

e Potenciometro Corning 220.

e Rotavapor Biichi R-205.

e Sonicador Branson 1510, punta 1/8.

Material de uso
e Cartuchos de polipropileno de 1 mL y 6 mL.
e Celdas de metacrilato (1 cm paso 6ptico).
e Filtros circulares de polietileno de 20 ym, diametro 6.4 mmy 12.7 mm.
e Jeringa de plastico 20 mL con adaptador.
e Matraces Erlenmeyer de 50 mL y 150 mL.
e Matraz Kitasato con tapén horadado.
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Mortero de agata y pistilo.

Pipeta graduada de 10 mL.

Pipetas volumétricas de 4 mL y 15 mL.
Portaobjetos.

Tubos para centrifuga 6 mL y 15 mL.
Vasos de precipitados de 50 mL y 150 mL.
Viales ambar de 2 mLy 4 mL.

Viales transparentes de 2 mL y 4 mL.

Reactivos

Agua grado cromatografico, desionizador Millipore Simplicity UV (resistividad
de 18.2 MQ/cm).

Alginato de sodio, Sigma-Aldrich.

Citrato de sodio, Sigma-Aldrich.

Cloruro de calcio dihidratado, Sigma-Aldrich.

Disolventes (Acetonitrilo, isopropanol, metanol) grado HPLC, J. T. Baker
EUA.

Estandares de metabolitos (4,5-dBaA, 5,6-dBaP) Pureza > 99%, MRI Global
Research Institute Missouri EUA.

Estandares de BaP y BaA Pureza > 99 %, Chemservice EUA.

Medio Bristol.

Proteosa peptona, MCD Lab.

Silice Supelclean LC-18 diametro de particula 45 um, Supelco.
Tris(hidroximetil)aminometano, Bio-Rad.
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2.2 Planteamiento general

En la Figura 2.1 se presentan las actividades realizadas en el desarrollo
experimental, clasificandolas en tres partes principales.

Preparacion de muestra e inmovilizacion

*Crecimiento y mantenimiento de Selenastrum capricornutum.
*Separacion de la biomasa del medio liquido.

+Obtencion de extractos enzimaticos intracelulares.
*Optimizacién de inmovilizacién de extractos intracelulares.

Métodologia analitica

*Validacion de sistemas cromatograficos para BaP, BaA, 4,5-dBaP y 5,6-dBaA.
+Validacion de metodologias EFS-CLAR-UV y DMFS-CLAR-UV para BaP y BaA, y EFS-CLAR-DF y
DMFS-CLAR-DF para 4,5-dBaP y 5,6-dBaA en medio liquido y biomasa.

*Validacion de metodologias EFS-CLAR-UV para BaP y BaA, y EFS-CLAR-DF para 4,5-dBaP y
5,6-dBaA en extractos intracelulares inmovilizados.

Bioensayos de exposicion

*Degradacion de HAPs con células de Selenastrum capricornutum.

*Degradacién de BaP con extractos enzimaticos intracelulares de Selenastrum capricornutum
inmovilizados.

Figura 2.1 Esquema general de actividades experimentales.

2.3 Preparacién de muestra e inmovilizacién
2.3.1 Crecimiento y mantenimiento de Selenastrum capricornutum

La microalga Selenastrum capricornutum se obtuvo a partir de una cepa pura
adquirida de “The culture collection of algae (UTEX)”, de la Universidad de Texas.
En un matraz Erlenmeyer de 250 mL se colocaron 100 mL de medio Bristol con 100
mg de proteosa peptona, los cuales se homogenizaron y se taparon con un tapén
de tela y algodon. Posteriormente se esterilizaron en una autoclave por 20 minutos
a 120 °C. La Tabla 2.1 presenta la composicion del medio Bristol.

Tabla 2.1 Componentes de medio Bristol para cultivo de Selenastrum
capricornutum.

Reactivos Concentracion (mmol/L)
NaCl 0.43
NaNOs 2.94
KH2PO4 1.29
K2HPO4 0.43
CaClz - 2 H20 0.17
MgSOa4 - 7 H20 0.30
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En condiciones de asepsia se tomd una asada de la microalga Selenastrum
capricornutum, previamente cultivada en tubos con medio sélido de agar y proteosa
peptona, depositandola en un matraz con medio Bristol estéril. El matraz se mantuvo
bajo agitacion orbital y con lamparas de luz blanca, sometido a periodos de luz y
oscuridad de 16 y 8 horas. Los cultivos liquidos y sélidos en crecimiento se muestran
en la Figura 2.2.

Figura 2.2 Cultivos de Selenastrum capricornutum.

El monitoreo del crecimiento de las microalgas se basa en la deteccion de clorofila
en el cultivo. Asi, bajo condiciones de asepsia, se tomd una alicuota con una pipeta
Beral estéril, transfiriéendola a una celda de acrilico para espectrofotometria. Se
midio la absorbancia de la muestra a 685 nm, usando como blanco el medio Bristol
con proteosa peptona en una celda de acrilico. El cultivo de microalgas estuvo listo
para usarse en bioensayos cuando la absorbancia fue igual o mayor a 1, ya que
esto asegura que al tomar una alicuota de 15 mL se obtiene una biomasa seca de
5 mg, punto en el que las microalgas se encuentran en su fase de crecimiento
exponencial (Olmos Espejel, 2013).

2.3.2 Separacion de la biomasa del medio liquido

Se depositaron los 15 mL de medio liquido en un tubo Falcon, posteriormente se
centrifugd a 3,900 rpm por 15 minutos, obteniendo un sobrenadante y un boton de
biomasa. El sobrenadante se traspasé a un matraz Erlenmeyer para posteriormente
seguir la secuencia de extraccion por EFS de analitos descrita en la seccién 2.4.2.1,
mientras que la biomasa se colocé en un portaobjetos y se dejo secar durante una
noche para su posterior tratamiento por DMFS, de acuerdo a la seccion 2.4.2.3.
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2.3.3 Obtencién de extractos intracelulares

En condiciones de asepsia se tomaron 15 mL del medio liquido de Selenastrum
capricornutum para colocarlos en un matraz Erlenmeyer. A continuacion, se
centrifugd el medio liquido, de acuerdo a lo descrito en la seccion 2.3.2, y se
recupero el botén celular, resuspendiéndolo en 3 mL de buffer Tris 50 mM a pH 7.5
e inmediatamente se centrifugd a 3,900 rpm por 15 minutos para lavar la biomasa,
retirando residuos que pudieran contener las células. Después, se deseché el
sobrenadante y la biomasa se resuspendié en 5 mL de buffer Tris 50 mM a pH 7.5,
transfiriendo el contenido a un vial de vidrio de 10 mL que se coloc6 dentro de un
vaso con hielo para realizar la lisis celular con un sonicador. La biomasa se sometio
a un ciclo con una amplitud de 40% durante 5 minutos, aplicando pulsos de 10
segundos y pausas de 5 segundos. Seguido a esto, la muestra se centrifugé a 3,900
rpm por 15 minutos, se recuperd el sobrenadante, o extracto enzimatico intracelular,
y se desecharon los residuos solidos. El proceso se ilustra en la Figura 2.3.

Preparacion de la biomasa Lisis
‘ o H ‘ o H Sonda —> “ ‘ o H
) =) == . ) [ | e—)
[~ | 3900rpm | _ Resuspensién é. 3,900 rpm |~ Resuspension | 3,900 rpm
@ 15 min 2/ 3mL Tris 50 V 15 min \':_,f 5 mL Tris 50 7 15min
Y mM pH=7.5 Y mM pH=7.5 :
15 mL medio liquido de Amplitud: 40% . Extracto
S. capricornutum Tiempo de proceso: 5 min enzimatico
Pulso 10 s )
Pausa 5 s intracelular

(sobrenadante)

Figura 2.3 Preparacion de biomasa para lisis celular.

Es importante mencionar que la célula debe sensibilizarse al contaminante para
inducir la produccién de las enzimas degradadoras, por lo que los bioensayos con
extractos enzimaticos requieren de una activacion previa del medio liquido que se
empleard. Esto se describir4 en la seccién 2.5.2.

2.3.4 Inmovilizaciéon de extractos intracelulares

Para el procedimiento de inmovilizacidbn se evaporaron los 5 mL del extracto
intracelular usando un rotavapor a 37 °C y 10 mbar, condiciones que permitieron
reducir su volumen a 3 mL, manteniendo la estabilidad de las enzimas. A
continuacion, los 3 mL del extracto se transfirieron a un tubo Falcon de 15 mL al que
se adicionaron 3 mL de alginato de sodio 3% m/v y se homogenizé mediante
agitacion asistida por un vortex. Después, la mezcla se goteé en un vaso de
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precipitados conteniendo 30 mL de una disolucién de CaClz 1% m/v para formar las
perlas. Al transcurrir 3 minutos de reposo, las perlas se recolectaron y lavaron con
agua destilada, depositandolas en un matraz Erlenmeyer de 50 mL con 15 mL de
buffer Tris 50 mM a pH 7.5. El proceso se ilustra en la Figura 2.4.

Evaporacién del extracto intracelular Inmovilizacion

o e
7 My I
e !- = -
7] 3 mL Alginato de 64—
P sodio 3% m/v
G
T L,L 5,6°8
- < >
e %o $ s®
5mL 3mL @ g © ) }
Lisado Temperatura: 37 °C  Lisado ! 1. Enjuague agua destilada
Presion: 10 mbar 1. 30 mL CaCl, > 15Jm|_gTri5 go mM pH=7.5
1% miv ' '
2. 3min

Figura 2.4 Inmovilizacion de extractos enzimaticos intracelulares.

La disminucién del volumen de lisado se realizé con el propésito de seguir la
metodologia de inmovilizacion establecida en trabajos anteriores enfocados en
células de Selenastrum capricornutum (Ramirez Madera, 2020); obteniendo una
cantidad de perlas similar al trabajo mencionado. En estas condiciones se ha
mostrado que las células inmovilizadas cuentan con un intercambio adecuado de
HAPs y metabolitos empleando las perlas de alginato (Castro Gudifio, 2017).

Se evalud el aumento de la concentracion de alginato de sodio para omitir la
evaporacion del lisado de 5 mL. El cambio mantiene la cantidad de alginato en la
solucion a inmovilizar, 0.09 g totales, usando un volumen menor. Para ello, se
emple6 una concentracién 9% m/v en lugar de 3% m/v de alginato de sodio, de la
cual se afiadio 1 mL al extracto enzimatico de 5 mL. De esta forma, se obtuvo una
mezcla extracto enzimatico-disolucion de alginato de 6 mL para el goteo, siendo de
igual volumen que en el caso anterior en donde si se evaporo el lisado. Al usar estas
metodologias se obtuvieron aproximadamente 90 perlas.

La inmovilizacidon de los extractos es reversible, en la seccion 2.4.2.2 se explica en
detalle el procedimiento de liberacion de los extractos enzimaticos y su posterior
extraccion de los analitos.
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2.4 Metodologia analitica
2.4.1 Validacién de sistemas cromatogréaficos

Se empled la cromatografia de liquidos de alta resolucion (CLAR) para cuantificar
los analitos de interés. Los HAPs se analizaron en el cromatdgrafo Varian con
bomba ProStar 210, cuya fase movil fue metanol puro a excepcién de la
cuantificacion de BaA en la biomasa, que usé 90:10 v:v metanol-agua. Se trabajé
con un flujo de 1 mL/min y un volumen de inyeccion de 20 pL. El sistema consistié
en una precolumna de acero inoxidable (20 mm x 2.0 mm D.l.) empacada con silice
Nucleosil C18 y una columna Thermo-Scientific Hypersil ODS (150 mm x 4.6 mm
diametro interno, diametro de particula 5 um) S. N. 10025855. Se uso el detector de
UV-Visible Polychrom 9065, trabajando a una longitud de onda de 263 nm para
cuantificar al BaP y 282 nm para el BaA. Las disoluciones estandar de los HAPs se
disolvieron en acetonitrilo en las inyecciones efectuadas. Los cromatogramas fueron
adquiridos con el software LC Workstation, version 6.41.

Los metabolitos 4,5-dBaP y 5,6-dBaA fueron analizados en el cromatégrafo Lab
Alliance Serie Il, empleando una fase mévil de 65:35 v:v metanol-agua, con un flujo
de 1 mL/min y un volumen de inyeccion de 20 uL. El sistema consistié en una
precolumna de acero inoxidable (20 mm x 2.0 mm D.l.) empacada con silice
Nucleosil C18 y una columna Perkin-Elmer Spheri-5-ODS (250 mm x 4.6 mm
didmetro interno, diametro de particula 5 ym) S. N. 217342, las cuales se
mantuvieron a 30 °C en un horno Phenomenex TS-130. Se usoé el detector de
fluorescencia Linear Instruments LC 305, trabajando a una A excitacisn de 264 nm y
una A emisisn de 390 nm. Las disoluciones estandar del 4,5-dBaP y 5,6-dBaA fueron
disueltas en una disolucién 50:50 v:v de acetonitrilo-agua en las inyecciones
realizadas. Los cromatogramas se obtuvieron mediante el software Clarity
Chromatography Station, versién 2.8.1.584.

¢ Intervalo de comportamiento lineal

Se realizaron disoluciones a partir de los estandares de BaP y BaA, usando como
disolvente acetonitrilo. En el caso del 4,5-dBaP y 5,6-dBaA, sus estandares se
disolvieron en una mezcla 50:50 v:v acetonitrilo-agua, almacenandolas en viales
ambar. A partir de estas disoluciones se prepararon curvas de calibracion
independientes por triplicado, para los hidrocarburos sus concentraciones fueron de
1 pg/mL, 2 pg/mL, 3 pg/mL, 4 yg/mL y 5 yg/mL, mientras que en los metabolitos
fueron 15 ng/mL, 30 ng/mL, 45 ng/mL, 60 ng/mL, 75 ng/mL, 90 ng/mL, 105 ng/mL y
120 ng/mL. Se uso la sefial del instrumento y la concentracion de los estandares
para el analisis estadistico de minimos cuadrados que evalu6 su linealidad.




Desarrollo experimental

e Limite de cuantificacion (LC) y limite de deteccion (LD)

Los parametros se estimaron mediante un andlisis estadistico de los datos
empleados para determinar el intervalo lineal, usando las siguientes Ecuaciones.

sby sby
1)LC =10 — 2)LD =33 —
m m

Ecuaciones 1y 2. Limite de cuantificacion (LC) y limite de deteccion (LD)

En estas expresiones el término sho se refiere a la desviacion estandar de la
ordenada al origen, y m a la pendiente de la ecuacion de la recta obtenida en la
regresion lineal de la respuesta analitica en funcion de la concentracion.

De igual forma, los parametros se evaluaron en funcion de la relacion sefial/ruido
del detector. Se realizaron disoluciones de 0.005 pg/mL, 0.01 pg/mL, 0.05 pg/mL y
0.08 pg/mL de cada HAP vy, en el caso del 4,5-dBaP y 5,6-dBaA, se usaron
concentraciones de 0.6 ng/mL, 1.2 ng/mL y 2.4 ng/mL, siendo inyectadas en los
equipos correspondientes. El limite de deteccion se reporté como la concentracion
cuya respuesta en el equipo fue aproximadamente tres veces mayor al ruido de
fondo, mientras que el limite de cuantificacion corresponde a la concentracién con
una respuesta diez veces mayor al ruido.

e Repetibilidad
Se analizaron disoluciones estandar de BaP, BaA, 4,5-dBaP y 5,6-dBaA a las
concentraciones indicadas en el intervalo lineal por triplicado el mismo dia para
posteriormente calcular el porcentaje de variacién en cada concentracién, como se
indica en la siguiente Ecuacion.

3) CV (%) = = x 100

S
X
Ecuacion 3. Coeficiente de variacion (CV) de concentraciones.

Los términos s y x se refieren a la desviacion estandar de las areas y su promedio,
respectivamente.

e Reproducibilidad
Se analizaron disoluciones de BaP, BaA, 4,5-dBaP y 5,6-dBaA en tres dias
diferentes, calculando el porcentaje de variacibn como se indica en la Ecuacion 3.
Se usaron concentraciones de 1 pg/mL para los HAPs, y 30 ng/mL para los
metabolitos.
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e Recobro

Se evaluo la recuperacion de BaP, BaA, 4,5-dBaP y 5,6-dBaA en el sobrenadante
y la biomasa provenientes de la centrifugacion de medios liquidos de Selenastrum
capricornutum. Para esto, se tom6 una alicuota de 15 mL de cultivo de la microalga,
la cual se centrifugd a 3,900 rpm por 15 minutos. El sobrenadante se fortificé con 4
Mg de HAPs y 180 ng de los metabolitos, y se sometio a la secuencia de extraccion
por EFS. En el caso de la biomasa, se fortifico con 4 ug de HAPs y 90 ng de los
metabolitos, para posteriormente aplicar la secuencia de extraccion por DMFS.

La recuperacion de los analitos en los extractos enzimaticos inmovilizados se realizo
fortificando con 4 ug de HAPs y 180 ng de los metabolitos, afiadiéndolos a matraces
con perlas y buffer, que posteriormente siguieron su secuencia de EFS. El
porcentaje de recobro se calculé como se indica en la siguiente Ecuacion.

Area de muestra
4) Recobro (R%) = - , — - %X 100
Area de disolucion estandar

Ecuacion 4. Porcentaje de recobro de analitos en muestras.

2.4.2 Validacion de metodologias de extraccion
2.4.2.1 Extraccion en Fase Solida de medio liquido

El método de extraccién de los analitos en el medio liquido del cultivo de las
microalgas fue desarrollado previamente (Olmos Espejel, 2013), el cual fue
adaptado para las muestras tratadas en este trabajo. Para su acondicionamiento se
prepararon cartuchos de EFS empacando 300 mg de silice C18 entre dos filtros,
siendo activada al dejar pasar por gravedad 2 mL de metanol, 1 mL de acetonitrilo
y 10 mL de agua desionizada, con el fin de solvatar las moléculas del adsorbente y
limpiar posibles impurezas que pueda contener. Cada muestra se cargd en un
cartucho, dejando eluir por gravedad, para posteriormente realizar una secuencia
de adicion de disolventes; primero para eliminar impurezas y después para extraer
a los analitos.

La secuencia de lavados y extraccion dependi6 del tipo de muestra que se cargd en
el cartucho. En el caso del medio liquido, previo a la carga, se afiadieron 4 mL de
isopropanol a la muestra para favorecer la solubilidad de los analitos en el liquido.
Después de la carga de 15 mL de muestra se realiz0 la limpieza, adicionando 10
mL de agua desionizada, 10 mL de acetonitrilo al 10%, 3 mL de acetonitrilo al 20%
y 1 mL de acetonitrilo al 30%. Posteriormente se recuperaron los analitos, eluyendo
los metabolitos con 3 mL de acetonitrilo al 55% (fraccion A), recolectandolos en un
vial &dmbar, y los hidrocarburos con 4 mL de acetonitrilo (fraccion B),
almacenandolos en un vial transparente.
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2.4.2.2 Extraccion en Fase Sélida de extractos enziméaticos desinmovilizados

El acondicionamiento de los cartuchos para la EFS en los bioensayos con extractos
enzimaticos, que incluyen a las perlas desinmovilizadas y la disolucion buffer de
incubacion, siguieron lo descrito en la seccidon 2.4.2.1. Las perlas con los extractos
enzimaticos inmovilizados se separaron de la disolucién buffer, liberando su
contenido al centrifugarlas con 10 mL de citrato de sodio 10% m/v a 3,900 rpm por
15 min. El proceso se ilustra en la Figura 2.5.

3,900 rpm

15 min

Perlas + 10 mL citrato Extracto enzimatico libre

de sodio 10% m/v

Cartucho de
polipropileno
—»
‘ Filtros — Silice C18
——

Buffer Tris de incubacion Extraccién en Fase Sélida

C

LLLLL
("] @ €
c ®

<
G
15 mL Tris 50 mM
pH=7.5

Figura 2.5 Liberacion de extractos enziméaticos.

El extracto enzimatico liberado, o desinmovilizado, se cargé en el cartucho
previamente activado, dejando eluir por gravedad. A continuacién, se adicionaron
30 mL de agua desionizada y 4 mL de acetonitrilo al 10% para limpiar la muestra.
Posteriormente se recuperaron los analitos, eluyendo los metabolitos con 3 mL de
acetonitrilo al 55% (fraccion A), recolectandolos en un vial ambar, y los
hidrocarburos con 4 mL de acetonitrilo (fraccion B), almacenandolos en un vial
transparente.

La extraccion de los analitos contenidos en la disolucién buffer, que estuvo en
contacto con las perlas durante la incubacion con los HAPS, se realizé cargando la
disolucion buffer en el cartucho activado y posteriormente enjuagando el matraz con
10 mL de isopropanol al 20%, volumen que también fue cargado al cartucho con el
fin de recuperar a los analitos que pudieron quedar adheridos en el recipiente.
Subsecuentemente, se afiadieron al cartucho 5 mL de agua desionizada y 4 mL de
acetonitrilo al 10% para limpiar interferentes de la muestra. Finalmente, se
recuperaron los analitos, eluyendo los metabolitos con 3 mL de acetonitrilo al 55%,
recolectandolos en un vial ambar, y los hidrocarburos con 4 mL de acetonitrilo,
almacenandolos en un vial transparente. Los procesos se ilustran en la Figura 2.6,
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representando a la extraccion del medio liquido de las células (a), los extractos
enzimaticos desinmovilizados (b) y el buffer en el que se mantuvieron las perlas (c).

Acondicionamiento Carga de muestra Limpieza Elucion
0 % o o 0
2 * 4 7S
° ° °
L] L] L]
e 2mL MeOH
e 1mLACN
e 10 mL H,0 a)
0 10 mL H,0

10 mL ACN 10%
3 mL ACN 20%

1 mL ACN 30%

BaA/BaP . Metabolito

S
s Impureza b) Fraccién A Fraccion B

e 30 mL H,0O :
o 4 mL ACN 10% Metabolito HAPs

c)
¢ 10 mL Isopropanol 20%
e 5mLH0

e 4 mL ACN 10%

Figura 2.6 Esquema de EFS. Adaptado de Fuentes Pérez, 2019.

a) Limpieza para medio liquido b) Limpieza para extractos enzimaticos desinmovilizados c) Limpieza
para buffer.

2.4.2.3 Dispersion de Matriz en Fase Solida de biomasa

La metodologia de extraccion de analitos a partir de la biomasa que se empleo en
este trabajo (Olmos Espejel, 2013) se describe a continuacion. Se activo la silice
C18, de manera analoga a la EFS, pero sin empacar, y secando al vacio. Se
recupero el botdn celular, colocandolo en un portaobjetos para dejarlo secar al aire
libre durante un dia. Después se rasp6 el sélido obtenido, se pesd y homogenizé
por maceracion con 100 mg de la silice C18 seca y activada, empleando un mortero
de agata. Posteriormente, la mezcla se empacé en un cartucho de 1 mL entre dos
filtros y se llevo a cabo una secuencia de adicion de disolventes para extraer los
analitos.

La limpieza consistio en la adicion de 10 mL de agua desionizada, seguidos de 10
mL de acetonitrilo al 10% y 5 mL de acetonitrilo al 20%, eliminando las impurezas
de la muestra. Finalmente, se recuperaron los analitos, eluyendo los metabolitos
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con 1.5 mL de acetonitrilo al 40% (fraccidén A), recolectandolos en un vial &mbar, y
los hidrocarburos con 1 mL de acetonitrilo al 90% (fraccion B), almacenandolos en
un vial transparente. El proceso se representa en la Figura 2.7.

Preparacion Empacamiento Limpieza Elucion
v Silice C18 seca
Biomasa seca
* *
Homogenizacion ® o * o [ ]
i 1 B} L]

a8

5 O 0

=
£

Biomasa con silice C18

e 10 mL H,O = =
BaA/BaP @ Vetabolito * 10mL ACN 10?’ ¢ 15mL e1lmL
e 5mL ACN 20% ACN ACN
s Impureza 40% 90%
Fraccién A Fraccién B
Metabolitos HAPs

Figura 2.7 Esquema de DMFS. Adaptado de Fuentes Pérez, 2019.
2.5 Bioensayos de exposicion

2.5.1 Degradacion de benzo[a]pireno y benzo[a]antraceno con células de
Selenastrum capricornutum

Los bioensayos de exposicion a BaP y BaA se realizaron con células de
Selenastrum capricornutum. Se evalu6 su capacidad para remover y degradar el
hidrocarburo, determinando la desaparicion de HAPs del medio y la formacién de
sus metabolitos, 4,5-dBaP y 5,6-dBaA, durante el tiempo de incubacion.

Se esterilizaron matraces Erlenmeyer de 50 mL y, bajo condiciones de asepsia, se
tomo una alicuota de 15 mL del medio liquido de cultivo en el que se encontraban
las microalgas. Se afadié una alicuota del HAP, BaP o BaA por separado, para
tener 4 ug en el medio, obteniendo una concentracion de 266 ug/L. Después, los
matraces se colocaron en una incubadora con agitacion orbital a 90 rpm. Se
evaluaron dos tiempos de exposicion: 3y 6 horas; cada uno a tres temperaturas: 22
°C, 28 °C y 34 °C. Al término de la incubacion se analizaron el medio liquido y la
biomasa, separdndolos como se describié en la seccion 2.3.2, y posteriormente
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tratados mediante DMFS y EFS. La cuantificacion de los extractos obtenidos se
realiz6 mediante CLAR. En la Figura 2.8 se muestra un esquema general de las
incubaciones realizadas con células en las condiciones de temperatura y tiempo
evaluadas (a) y su activacion previa para realizar los bioensayos con extractos
enzimaticos inmovilizados, que se describiran en la seccion 2.5.2 (b).

Exposicién Extraccion

Extraccién en
Fase Sdlida
(Medio Liquido)

=
Dispersion de
— MatrizenF
atriz en Fase

Solida (Biomasa)

< CInnnnnmatmme

/ 3,900 rpm /
S 15 min H o
@ 3 Lisis extracto
' Medio Liquido ‘ intracelular
15 mL medio liquido y Biomasa "~ (Biomasa)
de S. capricornutum g) Cultivos con células: 3/6 h, 22/28/34 °C Y

con 4 ug HAP b) Cultivos de activacion de células: 72 h, 34 °C | &

Figura 2.8 Esquema general de exposicion y activacion de células de Selenastrum
capricornutum.

2.5.2 Degradacion de benzo[a]pireno con extractos enzimaticos intracelulares
inmovilizados de Selenastrum capricornutum

Los bioensayos con los extractos enzimaticos intracelulares requirieron una primera
exposicion del BaP a la microalga, llamada activacion, que induce la produccién de
las enzimas degradadoras. Se realiz6 una incubacion similar a las descritas en la
seccion 2.5.1, tomando una alicuota de BaP para tener 4 ug en el medio,
equivalentes a 266 pg/L, por 72 horas a 34 °C, condiciones en las que se ha
demostrado la produccion de la enzima con un remanente bajo de hidrocarburos y
metabolitos (Fuentes Pérez, 2019). Después, se obtuvo el extracto enzimético,
descrito en la seccién 2.3.3, el cual fue inmovilizado en perlas de alginato de calcio,
de acuerdo a la seccion 2.3.4. Los extractos inmovilizados fueron expuestos
nuevamente al BaP, denominado como segunda exposicion, para evaluar su
degradacion en condiciones similares a los ensayos con células. Se contd con un
control de extractos enzimaticos libres, sin inmovilizar, para determinar la eficiencia
del encapsulado. Adicionalmente, se tuvo un control de remanentes de BaP y
metabolitos provenientes de la activaciéon de células que prevalece después del
proceso de inmovilizacion. A continuacion, en la Figura 2.9, se presenta un esquema
que incluye a los bioensayos con los extractos enzimaticos inmovilizados, sus
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controles y los componentes analizados, conformados por las perlas y la disolucién
buffer de incubacion.

Extractos enzimaticos ;
inmovilizados Bioensayos

Enzima libre

Perlas

- Buffer

Buffer

Controles
Perlas

Remanentes

Buffer

Figura 2.9 Esquema de ensayos de extractos enzimaticos inmovilizados.

Los bioensayos con los extractos enzimaticos se realizaron de la siguiente manera:
Las perlas con los extractos inmovilizados se colocaron en un matraz Erlenmeyer
de 50 mL, al que se agregaron 15 mL de una disolucion buffer Tris 50 mM a pH 7.5
y una alicuota de BaP para tener 4 ug en el medio, equivalentes a una concentracion
de 266 pg/L. Los matraces se colocaron en una incubadora con agitacion orbital,
realizando los bioensayos a 22, 28 y 34 °C por 3 horas. A su término, se separaron
las perlas del buffer, liberando su contenido al centrifugarlas con 10 mL de citrato
de sodio 10% m/v a 3,900 rpm por 15 min. El buffer de incubacién y el extracto
enzimatico desinmovilizado se trataron mediante EFS, analizando los extractos
obtenidos mediante CLAR. El proceso se ilustra en la Figura 2.10.
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Figura 2.10 Esquema de bioensayos con extractos enzimaticos intracelulares.
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3. Resultados y discusion
3.1 Preparacion de muestra e inmovilizacién
3.1.1 Crecimiento y mantenimiento de Selenastrum capricornutum

Se monitore6 el crecimiento de la microalga en medios liquidos de Selenastrum
capricornutum de 100 mL, realizando mediciones de absorbancia en diferentes dias,
reportados en la Tabla 3.1.

Tabla 3.1 Registro de crecimiento de Selenastrum capricornutum.

Dia Absorbancia
0 0.000
3 0.116
6 0.258
9 0.347
12 0.482
19 0.795
23 0.934
30 1.113

Para que los medios de cultivo puedan emplearse en los bioensayos se requieren
alrededor de cuatro semanas, tiempo en el que su absorbancia es cercana a 1. Con
los datos obtenidos se construy6 una curva de crecimiento, la cual corresponde a la
Figura 3.1. Se observa que al recolectar las células cuya absorbancia es cercana a
1, éstas se encuentran en su etapa de pleno crecimiento.

1.2

1

Absorbancia
o o o
D (o)} [00]

o
[N}

o

Dias

Figura 3.1 Curva de crecimiento de Selenastrum capricornutum en 100 mL de cultivo
Bristol adicionado con proteosa peptona.
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3.1.2 Inmovilizacién de extractos enzimaticos intracelulares

Una vez que se obtuvieron los extractos enzimaticos intracelulares por medio del
proceso de lisis ultrasoénica se realiz6 su inmovilizacién, empleando las condiciones
descritas en la seccidon 2.3.4. Las perlas formadas mediante ambas metodologias
tuvieron una forma regular y estable en las condiciones de exposicion, ademas de
ser translucidas e indistinguibles entre si. En la Figura 3.2 se muestran las perlas
obtenidas con estos procesos.

Figura 3.2 Perlas de extractos enzimaticos intracelulares inmovilizados.
Izquierda: Alginato 3% Derecha: Alginato 9%.

3.2 Metodologia analitica
3.2.1 Validacién de sistemas cromatograficos
3.2.1.1 Disoluciones estandar

Los equipos y condiciones descritas en la seccion 2.4.1 permitieron obtener
cromatogramas como los de la Figura 3.3 para las disoluciones estandar de BaP y
BaA mediante deteccion UV, representados en color rojo y azul respectivamente.
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Figura 3.3 Cromatogramas de disoluciones estandar de BaP (rojo, 2 pug/mL, 263
nm) y BaA (azul, 1 pg/mL, 282 nm) con deteccion UV.

Anélogamente, se obtuvieron cromatogramas de las disoluciones estandar de los
metabolitos 4,5-dBaP y 5,6-dBaA por deteccién de fluorescencia, similares a los
mostrados en la Figura 3.4, mostrados en color rojo y azul, respectivamente.
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Figura 3.4 Cromatogramas de disoluciones estandar de 5,6-dBaA (azul, 45 ng/mL)
y 4,5-dBaP (rojo, 90 ng/mL) mediante DF.

3.2.1.1.1 Intervalo lineal

Se realizaron las curvas de calibracion como fueron descritas en la seccion 2.4.1,
aplicando para su ajuste lineal el método de minimos cuadrados. Las curvas y
ecuaciones correspondientes al BaP y BaA se ilustran en las Figuras 3.5y 3.6, cuyo
intervalo de trabajo fue establecido de 1 a 5 pg/mL.
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Figura 3.5 Curva de calibracion de BaP obtenida mediante CLAR-UV, n = 3.
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Figura 3.6 Curva de calibracion de BaA obtenida mediante CLAR-UV, n = 3.

Las curvas de calibracion de los metabolitos 4,5-dBaP y 5,6-dBaA tuvieron un
intervalo de trabajo de 15 a 120 ng/mL, mostrandolas en las Figuras 3.7 y 3.8,
respectivamente.




Resultados y discusion

(X 1000)
4 = T L B T T T T T T T T T T T ]

- Area = 26.989 [4,5-dBaP] + 83.737 .

i R2 = 0.9967 i

s L N

s I ]
2 2+ _
ol L i
1 N

0 1 . ! L L 1 L . ! . L ! . L 1 L . ! . L 1 L L 1

0 15 30 45 60 75 S0 105 120

Concentracién (ng/mL)

Figura 3.7 Curva de calibracion de 4,5-dBaP obtenida mediante CLAR-DF, n = 3.
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Figura 3.8 Curva de calibracion de 5,6-dBaA obtenida mediante CLAR-DF, n = 3.
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En la Tabla 3.2 se exponen los parametros de pendiente (m) y ordenada al origen
(bo), con sus incertidumbres y el coeficiente de correlacion (r?) de las curvas de
calibracion correspondientes a cada analito.

Tabla 3.2 Parametros de curvas de calibraciéon de los analitos.

M bo
Analito r2
Valor Incertidumbre Valor Incertidumbre
BaP 15525.200 | +361.402 -1001.867 +1198.635 0.9984
BaA 44024.833 | +1789. 389 -21930.700 | +5934.731 0.9953
4.5-dBaP 26.989 + 0.636 83.737 +48.179 0.9967
5,6-dBaA 88.291 +1.143 1589.223 + 86.567 0.9989

En todos los casos se tuvieron coeficientes de correlacién (r?) mayores a 0.98 para
la cuantificacion de residuos e impurezas, por lo que se consideran lineales y
adecuados (CCAyAC, 2011).

3.2.1.1.2 Limites de deteccion y cuantificacion

Se determinaron los limites de cuantificacion y deteccion instrumentales de los
analitos como se describi6 en la seccion 2.4.1, acorde a las curvas de calibracion y
la relaciéon sefal/ruido del detector. Los resultados se encuentran en la Tabla 3.3.

Tabla 3.3 Limites de deteccién y cuantificacion instrumentales de los analitos.

Analito Limite dg deteccion Limite d(_a cuantificacion
Sefial/ruido Curva Sefial/ruido Curva
BaP 0.010 pg/mL | 0.255 pg/mL 0.080 pg/mL 0.772 pg/mL
BaA 0.005 pg/mL | 0.445 pg/mL 0.010 pg/mL 1.348 pug/mL
4,5-dBaP | 1 ng/mL 6 ng/mL 2 ng/mL 18 ng/mL
5,6-dBaA | 1 ng/mL 3 ng/mL 1 ng/mL 10 ng/mL
3.2.1.1.3 Precisiéon

En la Tabla 3.4 se reportan los resultados de repetibilidad y reproducibilidad de los
analitos estudiados, expresados como porcentajes de coeficientes de variacion y
calculados como se indica en la seccion 2.4.1. Se observa que los coeficientes de
variacion son adecuados para analisis cuantitativos (CCAyAC, 2011).
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Tabla 3.4 Parametros de precision de analitos, n = 3.

Analito Repetibilidad (CV %) Reproducibilidad (CV %)
BaP 3.31 4.02
BaA 3.30 2.94
4,5-dBaP 0.35 1.21
5,6-dBaA 1.45 0.93

3.2.1.2 Muestras

Las metodologias de extraccion permitieron el analisis adecuado del BaP en las
muestras. Cabe resaltar que en el analisis de la biomasa se presenté un pico
desconocido con tr alrededor de 4.2 min en el cromatograma que no interfirié con
su cuantificacion. En la Figura 3.9 se muestran los cromatogramas del extracto
obtenido mediante DMFS en los bioensayos de exposicion, comparado con una
disoluciéon estdndar de BaP. Las condiciones cromatograficas se indican en la
seccion 2.4.1.

— *
mAU

20—

Figura 3.9 Cromatogramas de exposicibn a BaP en biomasa de Selenastrum

capricornutum (rojo) y disolucién estandar (1 pg/mL, azul) con deteccion UV.
d : Desconocido *: BaP.

Para la cuantificacion del BaA, los cromatogramas provenientes de la biomasa
tuvieron dificultades debido a la presencia de un interferente de la matriz cercano al
pico del BaA, por lo que se cambid la composicion de la fase mavil para determinar
adecuadamente al analito. En la Figura 3.10 se muestran los cromatogramas
usando metanol como fase mdvil, mientras que en la Figura 3.11 se utilizé 90:10 v:v
de metanol-agua, comparando el extracto, el blanco de biomasa sin exposicion al
BaA y una disolucién estandar. Se observé que al aumentar la polaridad de la fase
movil los componentes de la muestra se retuvieron mas tiempo, permitiendo una
mejor separacion del BaA y el interferente.
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Figura 3.10 Cromatogramas de exposicion a BaA representativos. Biomasa
fortificada (rojo), blanco (azul) y disolucién estandar (1 pg/mL, verde) con deteccion
UV. Fase movil metanol.

a : Biomasa fortificada b : Biomasa no fortificada c: Estandar  i: Interferente *:BaA.
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Figura 3.11 Cromatogramas de exposicion a BaA representativos. Biomasa
fortificada (rojo), blanco (azul) y disolucion estandar (1 pg/mL, verde) con deteccion
UV. Fase movil 90:10 v:v metanol-agua.

a : Biomasa fortificada b : Biomasa no fortificada c: Estandar  i: Interferente *:BaA.

En el caso de los metabolitos producidos por la microalga se obtuvieron perfiles
cromatograficos distintos, dependiendo del hidrocarburo al que fueron expuestos.
En la Figura 3.12 se presenta el cromatograma obtenido en el extracto de la
biomasa al exponerse al BaP, en el que se monitored el metabolito 4,5-dBaP para
evaluar la degradacion. Es de notarse que se observan tres metabolitos del tipo
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dihidrodiol, correspondiendo a lo reportado en estudios anteriores (Hernandez
Blanco y Garcia de Llasera, 2016), aunque no se da una resolucién éptima, debido
a que los metabolitos producidos son isémeros estructurales. No obstante, las
condiciones de trabajo permiten la cuantificacion del 4,5-dBaP sin sobreestimarlo
por medio de una integracion de base a valle (Fuentes Pérez, 2019).

[mV]

4,5-dBaP
60

11,12-dBaP

7,8-dBaP

[min.]

Time

Figura 3.12 Cromatograma de un extracto de biomasa representativo de los
metabolitos de BaP formados por Selenastrum capricornutum (rojo) con una
disolucion estandar de 4,5-dBaP (105 ng/mL, azul) mediante DF.

Por otra parte, el metabolito de seguimiento en la degradacion del BaA, el 5,6-dBaA,
se separd mejor del pico subsecuente, conformado por los metabolitos 8,9-dBaA y
10,11-dBaA que coeluyen, de acuerdo a lo observado en trabajos realizados
anteriormente (Hernandez Blanco y Garcia de Llasera, 2016). La Figura 3.13
muestra el cromatograma de un extracto del medio liquido con el perfil de
metabolitos, en los que se monitoreo al 5,6-dBaA.
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Figura 3.13 Cromatograma de un extracto de medio liquido representativo de los
metabolitos de BaA formados por Selenastrum capricornutum (rojo) con una
disolucién estandar de 5,6-dBaA (60 ng/mL, azul) mediante DF.
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3.2.1.2.1 Parametros cromatograficos

En la Tabla 3.5 se describen los parametros cromatograficos de los analitos, en el
caso del 4,5-dBaP no se reporta la resolucion con el pico adyacente del 11,12-dBaP,
debido a que no se cuenta con una medida confiable del ancho del pico a la base.
Para el BaA se reporta el tiempo de retencién y k’ en las dos composiciones de fase
movil, mientras que el a y resolucion corresponden a las cuantificaciones en la
biomasa, respecto al pico del interferente mostrado en la Figura 3.11.

Tabla 3.5 Pardmetros cromatograficos de analitos.

Parametro BaP BaA 4,5-dBaP 5,6-dBaA
tm (Min) 1.662 1.658 1.505 1.459
tr (min) 5.442 4.4402 8.864° 17.371 13.194
kK’ 2.274 1.678¢% 4.346° 10.542 7.617
a - 1.230P 1.029 1.119
Rs - 1.362°b - 1.477

a = Fase mdvil 100% metanol. b = Fase movil 90:10 metanol:agua.

3.2.1.2.2 Recobro

Los resultados de recuperacion de los analitos (R%) en las diferentes muestras se
encuentran en la Tabla 3.6, siendo determinados como se indica en la seccion 2.4.1.
En el caso de los extractos enzimaticos, se consideré como la recuperacion total la
suma de las cantidades de los analitos obtenidas en las perlas y el buffer, ya que la
fortificacion se realiz6 en matraces que contenian ambas matrices. Se observa que
los recobros fueron mayores a los establecidos para la cuantificacion de
contaminantes en agua (CCAyAC, 2011), por lo que la metodologia es adecuada
para su uso.

Tabla 3.6 Recobro de analitos en células microalgales y extractos enzimaticos
inmovilizados, n = 3.

: Células N
Analito Biomasa (R%) | Sobrenadante (R%) Extracto enzimatico (R%)
BaP 82 83 84
BaA 82 85 87
4,5-dBaP 82 86 89
5,6-dBaA 82 84 82
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3.3 Bioensayos de exposicidon

3.3.1 Degradacion de benzo[a]pireno y benzo[a]antraceno con células de
Selenastrum capricornutum

Los bioensayos de exposicion permitieron conocer la capacidad de biorremediacion
del HAP en un medio del cultivo liquido de Selenastrum capricornutum, evaluando
su remocion, que consider6 su remanente en el medio liquido, y degradacién,
contemplando el total del BaP en la biomasa y el medio liquido, ambas en relacién
con la fortificacion inicial del contaminante. Asimismo, se monitore6 la produccién
de sus metabolitos, cuantificAndolos en el medio liquido y la biomasa. Los
bioensayos se realizaron por triplicado en dos tiempos de incubacion, 3 y 6 horas,
y tres temperaturas distintas, 22 °C, 28 °C y 34 °C, bajo agitacion orbital y luz blanca.

3.3.1.1 Benzo[a]pireno

Las cantidades del BaP monitoreadas en el medio liquido y la biomasa, asi como
los porcentajes de remocién y degradacion a los diferentes tiempos y temperaturas
se muestran en la Tabla 3.7.

Tabla 3.7 Cantidad (ug) de BaP presente en bioensayos de exposicion de células
de Selenastrum capricornutum.

22 °C 28 °C 34°C
Tiempo de - - :
incubacion Me(_jlo Biomasa | Total MeQ|o Biomasa | Total MeQ|0 Biomasa | Total
flauido | ) (ug) | quido | q) (ug) | hauido | (q) )
(Mg) (H9) (Mg)
- 1.289 1.935 + 3.224 | 0.332 1.832 + 2.164 | 0.271 1,427 + 1.698
oras * 0.094 + * 0.090 * * 0.088 +
0.017 ’ 0.104 | 0.035 ’ 0.089 | 0.023 ’ 0.107
Remocién 68% 92% 93%
Degradacion 19% 46% 58%
- 1.064 1.735 + 2.799 | 0.220 1.499 + 1.719 | 0.139 0.967 + 1.106
oras * 0.077 * * 0.087 * * 0.055 *
0.016 ’ 0.075 | 0.013 ’ 0.082 | 0.011 ’ 0.060
Remocién 73% 95% 97%
Degradacion 30% 57% 72%

En las condiciones experimentales se observd una relacidon inversamente
proporcional entre la temperatura y la cantidad de BaP en las muestras. Por esta
razon, las incubaciones por 3 horas en el medio liquido mostraron diferencias
significativas al variar la temperatura, destacando la remocién del 92% del BaP

58




Resultados y discusion

presente a 28 °C, en comparacion al 68% obtenido a 22 °C. La microalga mostro la
mayor capacidad de remocion a 34 °C, siendo del 93%. Los cromatogramas
correspondientes se muestran en la Figura 3.14.
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Figura 3.14 Cromatogramas de BaP en extractos provenientes del medio liquido de
cultivo a las temperaturas de trabajo (azul 34°C, rojo 28°C, verde 22°C) en
incubacion de 3 horas con deteccion UV.

* . BaP.

Al aumentar el tiempo de incubacion se observaron remociones mayores en las
temperaturas de trabajo respecto a sus analogos de 3 horas. La temperatura de
incubacion fue un factor crucial para el proceso, siendo significativamente mayor a
34 °C, comparado con lo obtenido a 28 °C en ambos tiempos de incubacion. Es
importante resaltar que cada temperatura tuvo una respuesta diferente al prolongar
el tiempo de exposicidn al hidrocarburo, resaltando el caso de 22 °C, cuya remocién
se increment6 del 68% a 73%. Los cromatogramas del BaP correspondientes al
conjunto de bioensayos a 6 horas en el medio liquido se ilustran en la Figura 3.15.
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Figura 3.15 Cromatogramas de BaP en extractos provenientes del medio liquido de
cultivo a las temperaturas de trabajo (azul 34°C, rojo 28°C, verde 22°C) en
incubacion de 6 horas con deteccion UV.
*: BaP.
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De manera general, se encontr6 una mayor cantidad de BaP en la biomasa
comparado con el medio liquido, siendo consistente con estudios en los que
diferentes contaminantes se adhieren a la microalga, favoreciendo su remocion del
medio (Jalilian et al, 2020). En las incubaciones por 3 horas se observaron
diferencias significativas entre las temperaturas, siendo mas notoria entre 28 °C y
34 °C, resaltando que en la incubacion a 34 °C se obtuvo la menor cantidad de BaP
remanente. Los cromatogramas del BaP en la biomasa proveniente de los
bioensayos a 3 horas se muestran en la Figura 3.16.
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Figura 3.16 Cromatogramas de BaP en extractos provenientes de la biomasa de
microalgas a las temperaturas de trabajo (azul 34 °C, rojo 28 °C, verde 22 °C) en
incubacion de 3 horas con deteccion UV.

* . BaP.

El efecto de la temperatura mostré un perfil similar al incrementar el tiempo de
incubacion de 3 a 6 horas, diferenciandose al tener menores cantidades de BaP que
sus analogos de 3 horas. Los bioensayos a cada temperatura tuvieron una
respuesta diferente al comparar el tiempo de incubacion, resaltando el caso a 34 °C
en los que el BaP disminuyé 0.460 ug en las incubaciones a 6 horas respecto a las
de 3 horas, siendo la temperatura en la que se observo la mayor diferencia entre los
tiempos de incubacion. En la Figura 3.17 se presentan los cromatogramas
correspondientes a los extractos obtenidos de la biomasa con 6 horas de
incubacion.
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Figura 3.17 Cromatogramas de BaP en extractos provenientes de la biomasa de
microalgas a las temperaturas de trabajo (azul 34°C, rojo 28°C, verde 22°C) en
incubacion de 6 horas con deteccion UV.

* . BaP.

La Figura 3.18 muestra las cantidades de BaP en el medio liquido y la biomasa de
los bioensayos en un gréfico de barras. La tendencia global que se observa es la
disminucion del total de BaP al aumentar el tiempo y la temperatura de incubacion.

La predominancia del hidrocarburo en la biomasa a temperaturas mas altas muestra
que su relacion biomasa/medio liquido es cinco veces mayor en las incubaciones
por 3 horas. Al aumentar el tiempo de incubacién a 6 horas se encontré una mayor
cantidad de BaP en la biomasa, comparado con el medio liquido, observando su
principal diferencia a 28 °C y 34 °C, en las que su relacion biomasa/medio liquido
fue casi siete veces mayor. En las incubaciones a 6 horas se mejoro la degradacion
del BaP, obteniendo un 30% a 22 °C, 57% a 28 °Cy 72% a 34 °C.

Con esta informacion se infiere que la microalga requiere de la temperatura mas
alta para optimizar la remocién y degradacion de BaP en el medio, atribuido
principalmente a dos razones; el incremento en la disponibilidad del BaP al ser mas
soluble y la mejora en la capacidad de degradacién del BaP por las enzimas
degradadoras, reflejado en la disminucién del contaminante en la biomasa. El
proceso se favorece al tener incubaciones mas largas, que permiten la difusion del
contaminante hacia la microalga para su degradacion, por lo que las condiciones
optimas son las incubaciones a 34 °C por 6 horas.

Se observé un caso particular al comparar los bioensayos de 28 °C incubados por
6 horas con los de 34 °C por 3 horas, cuya degradacion y cantidad de BaP en su
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biomasa es estadisticamente similar. Esto sugiere que, al aumentar la temperatura,
se pueden obtener degradaciones equiparables o mayores a las observadas en las
incubaciones mas largas que se llevan a cabo a temperaturas menores, siempre y
cuando las condiciones no sean contraproducentes para las células. El desarrollo
estadistico de los resultados de BaP se encuentra en el Anexo 1.1.

3.5 4

l ® Medio liquido 6 Horas
— m Medio liquido 3 Horas
. Biomasa 6 Horas
[ m Biomasa 3 Horas
0 - T T T T T ]
22 28 34

Temperatura (°C)

Masa de BaP (ug)
o~

=
1

o
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Figura 3.18 Cantidad de BaP (ug) en medio liquido y biomasa en bioensayos de
células de Selenastrum capricornutum a 22, 28 y 34 °C.

3.3.1.2 Benzo[a]antraceno

De manera similar al BaP, se observd una disminucion del BaA en los bioensayos
al aumentar la temperatura de incubacion. Las cantidades del BaA monitoreadas en
el medio liquido y la biomasa, asi como los porcentajes de remocién y degradaciéon
a los diferentes tiempos y temperaturas se encuentran en la Tabla 3.8.
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Tabla 3.8 Cantidad de BaA (ug) presente en bioensayos de exposicion de células
de Selenastrum capricornutum.

22 °C 28 °C 34 °C
Tiempo de . . .
incubacion l\,/lec:ilo Biomasa | Total MeQ|o Biomasa | Total Medm Biomasa | Total
faudo | gy | (ug) | hAUdO gy L ug) | MU0 ) ug) | (g)
(Mg) (L9) (Mg)
- 0.448 1610 + 2.059 | 0.239 1.038 + 1.277 | 0.154 0.631 + 0.785
oras * 0.079 * * 0.038 * * 0.032 *
0.017 ’ 0.085 | 0.021 ’ 0.035 | 0.008 ’ 0.028
Remocién 89% 94% 96%
Degradacion 49% 68% 80%
- 0.235 1172 + 1.406 | 0.187 0.837 + 1.024 | 0.095 0.487 + 0.582
oras * 0.067 * * 0.066 * * 0.043 *
0.019 ’ 0.065 | 0.009 ’ 0.068 | 0.005 ’ 0.040
Remocioén 94% 95% 98%
Degradacion 65% 74% 85%

En las incubaciones por 3 horas se observaron diferencias significativas entre las
temperaturas de incubacion, cuyas remociones del BaA fueron superiores al 89%.
En la Figura 3.19 se muestran los cromatogramas del BaA en los extractos de medio
liqguido provenientes de estos bioensayos.
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Figura 3.19 Cromatogramas de BaA en extractos provenientes del medio liquido de
cultivo a las temperaturas de trabajo (azul 34°C, rojo 28°C, verde 22°C) en
incubacion de 3 horas con deteccion UV.

* 1 BaA.
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Las incubaciones por 6 horas mostraron una menor cantidad del BaA al aumentar
la temperatura, destacando que la remocién fue superior al 94% en todos los
bioensayos, con un maximo de 98% a 34 °C. En la Figura 3.20 se muestran los
cromatogramas del BaA de los extractos de medio liquido correspondientes al
conjunto de bioensayos de 6 horas.
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Figura 3.20 Cromatogramas de BaA en extractos provenientes del medio liquido de
cultivo a las temperaturas de trabajo (azul 34°C, rojo 28°C, verde 22°C) en
incubacion de 6 horas con deteccion UV.

* . BaA.

La biomasa mostr6 una mayor cantidad de BaA que el medio liquido, observando
una relaciéon inversamente proporcional con la temperatura. Esto da indicio de que
el contaminante es acumulado en la biomasa para posteriormente degradarse,
fendmeno que se acelera conforme la temperatura aumenta. Los cromatogramas
del BaA en los extractos de la biomasa incubados por 3 horas tuvieron diferencias
significativas entre las temperaturas evaluadas. En la Figura 3.21 se exponen los
cromatogramas representativos del BaA en los bioensayos a 3 horas de los
extractos obtenidos de la biomasa.
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Figura 3.21 Cromatogramas de BaA en extractos provenientes de la biomasa de
microalgas a las temperaturas de trabajo (azul 34 °C, rojo 28 °C, verde 22 °C) en
incubacion de 3 horas con deteccion UV.

*: BaA.

Las incubaciones por 6 horas tuvieron un perfil de cambio con la temperatura similar,
con diferencias significativas entre las condiciones evaluadas. El aumento en el
tiempo de incubacién favorecié la degradacién del hidrocarburo, siendo mas notorio
al comparar los bioensayos de 22 °C, en los que el BaA disminuy6 0.438 ug en la
incubacion a 6 horas respecto a lo obtenido a 3 horas. Los cromatogramas del BaA
obtenidos a partir de los extractos de biomasa en las incubaciones por 6 horas se
encuentran en la Figura 3.22.

mAU | *

30— ¥
25—

20—

Minutes

Figura 3.22 Cromatogramas de BaA en extractos provenientes de la biomasa de
microalgas a las temperaturas de trabajo (azul 34°C, rojo 28°C, verde 22°C) en
incubacion de 6 horas con deteccién UV.
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Las cantidades totales del BaA en la biomasa y medio liquido son representados
por una gréfica de barras en la Figura 3.23. En las incubaciones por 3 horas destaca
que la cantidad de BaA en la biomasa es, en promedio, cuatro veces mayor que en
el medio liquido. La degradacion mostr0 una relacion proporcional con la
temperatura, con un maximo de 80% a 34 °C.

Al aumentar el tiempo de incubacion se observd una menor cantidad del BaA en el
medio liquido en relacion con su distribucion total en los componentes del cultivo,
por lo que éste fue, en promedio, casi cinco veces mayor en la biomasa. La
degradacion del contaminante aumentd significativamente a las 6 horas con
respecto a las 3 horas, superando el 65% a 22 °C hasta obtener un 85% a 34 °C.

La informacion obtenida muestra que la temperatura y el tiempo de incubacion
afectaron significativamente a los procesos de remocion y degradacion, con los que
tienen una relacion directamente proporcional en las condiciones evaluadas. Con
esto en cuenta, las condiciones éptimas para la degradacion del BaA son las
incubaciones a 34 °C por 6 horas.

Se present6 un caso particular entre el ensayo de 28 °C por 3 horas y 22 °C por 6
horas, en los que su remocion fue estadisticamente similar. Sus diferencias radican
en la cantidad en la biomasa y la degradacion que realizaron, la cual fue
significativamente mayor a 28 °C, por lo que la temperatura tuvo mayor impacto en
estos procesos. El desarrollo estadistico se encuentra en el Anexo 1.2.

2.5 A

— ® Medio liquido 6 Horas
® Medio liquido 3 Horas
— Biomasa 6 Horas
. ® Biomasa 3 Horas
: I
0 A T T T T T ]
22 28 34

Temperatura (°C)

=
(2]
1

Masa de BaA (ug)

o
[62]
1

Figura 3.23 Cantidad de BaA (ug) en medio liquido y biomasa en bioensayos de
células de Selenastrum capricornutum a 22, 28y 34 °C.
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Comparando estos resultados con lo observado en los bioensayos de BaP, los
procesos de degradacion y remocion del BaA en las mismas condiciones de
incubacion son significativamente mayores. Esto puede deberse a que el BaP
cuenta con un anillo aromatico adicional que le proporciona una mayor estabilidad
y dificultad para introducirse a la célula, por lo que su degradacion requiere de
tiempos de incubacion mas largos y temperaturas mas altas. Dicha inferencia se
corrobora al contrastar los bioensayos de 28 °C y 34 °C expuestos por 6 horas al
BaP con sus analogos de 3 horas incubados con BaA. En estos el BaP se removio
con mayor eficiencia, mientras que el BaA tuvo la mayor degradacion. Esto resalta
la importancia del tiempo de incubacion, el cual puede compensar las dificultades
de difusion del contaminante a la célula. Asimismo, se deduce que, si en las
incubaciones de 3 horas el BaP es removido con mayor eficiencia, es debido a que
la membrana celular adsorbe con facilidad al hidrocarburo del medio, dado su mayor
hidrofobicidad.

La temperatura puede compensar otros factores en la remociéon de los
contaminantes. Al comparar los bioensayos de BaA a 22 °C y BaP a 28 °C por 3
horas se observa que el BaP se remueve con mayor facilidad. Las incubaciones por
6 horas muestran un comportamiento diferente, los bioensayos de BaA a 22 °C y
BaP a 28 °C son estadisticamente similares, mientras que, al aumentar la
temperatura a 28 °C y 34 °C, respectivamente, el BaP tiene una mayor remocion.
Un factor que puede explicar el resultado es el aumento en la solubilidad del
contaminante, facilitando su sorcion a la microalga. Los analisis estadisticos se
encuentran en el Anexo 1.3.

Finalmente, de estos bioensayos se puede verificar que la remocién se lleva a cabo
mas rapido que la degradacion. En efecto, la remocién implica la desaparicion de
los HAPs exclusivamente del medio liquido, mientras que la degradacion involucra
su eliminacion tanto del medio como de la biomasa. La remocion del contaminante
en el medio es rapida debido a la facilidad con la que el hidrocarburo se adsorbe a
la célula, mientras que la degradacion requiere un proceso de activacion de los
mecanismos de induccién enzimatica de la célula, para que en pasos subsecuentes
la enzima degradadora pueda realizar su funcion.

3.3.1.3 4,5-cis-dihidrodiol benzo[a]pireno

Los bioensayos realizados con BaP mostraron una relacion proporcional entre la
temperatura de incubacion y la cantidad de metabolito encontrado, siendo
drasticamente mayor a 34 °C, comparado con las demas condiciones evaluadas.
Las cantidades de 4,5-dBaP determinadas en los bioensayos realizados se
encuentran en la Tabla 3.9.
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Tabla 3.9 Cantidad de 4,5-dBaP (ng) presente en bioensayos de exposicion de
células de Selenastrum capricornutum.

22 °C 28 °C 34 °C

Tiempo de ; ; ;

incubacion I\/quho Biomasa | Total Met_ilo Biomasa | Total Meq|o Biomasa | Total
liquido (ng) (ng) liquido (ng) (ng) liquido (ng) (ng)
(ng) (ng) (ng)

shoms | S | 47672+ | 59.987 | 43.268 | 46.116% | 89.384 | 65.233 | 96.428 % | 101092
1035 4576 +4.273 | +£3.382 2.338 +1.865 | +3.252 13.788 16.947

6 Horas 33'313 89.214 + | 122.527 1094'_643 95.839 + 2054'_482 193.576 | 272.219 | 465.795
0.619 5.112 + 5.626 13.866 6.279 18.725 + 6.045 +2.530 +5.378

Al analizar el medio liquido en las incubaciones por 3 horas se observé que, a 28
°C, el metabolito fue alrededor de 3.5 veces mayor que lo obtenido a 22 °C. La
maxima cantidad del 4,5-dBaP se encontré a 34 °C, produciendo un 51% mas
comparado con el resultado a 28 °C. En la Figura 3.24 se muestran los
cromatogramas de los metabolitos del BaP correspondientes en extractos obtenidos
del medio liquido con 3 horas de incubacién, sefialando al 4,5-dBaP.
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Figura 3.24 Cromatogramas de metabolitos de BaP en extractos provenientes del
medio liquido de cultivo (verde 22°C, rojo 28 °C, azul 34 °C) en incubacion de 3

horas mediante DF.
* . 4,5-dBaP.

El efecto de la temperatura se mantuvo en las incubaciones por 6 horas, destacando
que a 28 °C se obtuvo alrededor de 3.3 veces mas metabolito que a 22 °C.
Asimismo, a 34 °C se encontré6 un 77% mas del analito, comparado con la
incubacion a 28 °C. Al contrastar estos ensayos con sus analogos de 3 horas se
encontré que, en promedio, los ensayos de 6 horas contienen 2.7 veces mayor
cantidad del metabolito. En la Figura 3.25 se exponen los cromatogramas
correspondientes a los metabolitos del BaP en extractos de cultivos con 6 horas de
incubacion, sefialando al 4,5-dBaP.
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Figura 3.25 Cromatogramas de metabolitos de BaP en extractos provenientes del
medio liquido de cultivo (verde 22°C, rojo 28 °C, azul 34 °C) en incubacion de 6

horas mediante DF.
* . 4,5-dBaP.

La produccién del 4,5-dBaP en la biomasa mostré6 un comportamiento diferente,
resaltando que, en las incubaciones por 3 horas, los ensayos de 22 °C y 28 °C
fueron estadisticamente similares, mientras que a 34 °C se observo el doble del
analito en relacion con el ensayo de 28 °C. Esto puede indicar que la rapidez del
metabolismo en la microalga es similar a 22 °C y 28 °C, encontrandose en
condiciones Optimas para la degradacion a 34 °C. En la Figura 3.26 se muestran los
cromatogramas correspondientes de los metabolitos del BaP en extractos de
incubaciones de 3 horas, sefialando al 4,5-dBaP que fue el metabolito que se

monitored en la biomasa.
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Figura 3.26 Cromatogramas de metabolitos de BaP en extractos provenientes de la
biomasa de microalgas (rojo 22°C, verde 28 °C, azul 34 °C) en incubacion de 3

horas mediante DF.
*: 4 5-dBaP.

En las incubaciones por 6 horas se observé un aumento del 7% en la cantidad del
4,5-dBaP encontrada entre el ensayo de 28 °C y el de 22 °C en la biomasa,
representando una diferencia significativa en su produccion. Al aumentar la
temperatura a 34 °C se observo un incremento drastico en el metabolito producido,
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siendo alrededor de 2.8 veces mayor comparado con el de 28 °C. De manera
general, las incubaciones de 6 horas tuvieron una mayor cantidad del metabolito y
cada temperatura tuvo su propia relacion de incremento entre los tiempos de
incubacion, siendo 1.9 veces mayor a 22 °C, 2.1 veces mayor a 28 °C y 2.8 veces
mayor a 34 °C. Esta informacién indica que al realizar incubaciones mas largas el
efecto de la temperatura se acentlia, permitiendo distinguir mejor las variaciones de
las cantidades de metabolito formado. Los cromatogramas correspondientes a los
metabolitos del BaP en extractos de incubaciones de 6 horas, sefialando al 4,5-
dBaP que fue el metabolito que se monitored en la biomasa, se exponen en la Figura
3.27.
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Figura 3.27 Cromatogramas de metabolitos de BaP en extractos provenientes de la
biomasa de microalgas (verde 22°C, rojo 28 °C, azul 34 °C) en incubacion de 6
horas mediante DF.

* . 4,5-dBaP.

En la Figura 3.28 se ilustran en una grafica de barras las cantidades totales
determinadas en el medio liquido y la biomasa del 4,5-dBaP en los cultivos de las
microalgas. Resalta que en las incubaciones por 3 horas a 22 °C el metabolito
predomina en la biomasa, siendo casi cuatro veces mayor que en el medio liquido
y es consistente con lo observado en estudios realizados a 25 °C en tiempos de
incubacion cortos (Hernandez Blanco y Garcia de Llasera, 2016). Esto contrasta
con los ensayos a 28 °C en los que hay un aumento del 49% en la cantidad total del
metabolito, respecto a lo obtenido a 22 °C, y cuenta con una distribucidon
estadisticamente similar entre el medio liquido y la biomasa, indicando que a esta
temperatura la microalga puede expulsar con mayor facilidad el metabolito al medio.
La distribucién del metabolito en la muestra cambia a 34 °C, predominando en la
biomasa y siendo 1.8 veces mayor en su cantidad total, comparado con lo obtenido
a 28 °C. Una posible explicacion para ello es que en esta temperatura la célula no
puede expulsar al metabolito a la misma rapidez con la que lo produce.

Las incubaciones por 6 horas tuvieron una cantidad de metabolito de dos a tres
veces mayor que sus similes de 3 horas en las temperaturas evaluadas,
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considerando la suma contenida en la biomasa y el medio liquido. La distribucion
del 4,5-dBaP en los componentes del bioensayo mostr6é que a 22 °C la cantidad del
metabolito fue 2.7 veces mayor en la biomasa que en el medio liquido, mientras que
a 28 °C se encuentra principalmente en el medio liquido, siendo 1.7 veces mayor
en la cantidad total obtenida respecto a la temperatura anterior. En la incubacion a
34 °C su distribucién fue similar a lo observado a 3 horas, encontrando alrededor de
2.3 veces mas metabolito que en su analogo de 28 °C. Las diferencias en la
distribucion del metabolito pueden deberse a que al aumentar el tiempo de
incubacion este se produce en mayor cantidad, y cuenta con mas tiempo para
difundirse en el medio.

La informacién obtenida indica que la temperatura éptima para la degradacion es
34 °C, siendo idoénea para sensibilizar la microalga al contaminante e inducir la
produccion de la enzima degradadora (Fuentes Pérez, 2019). Es importante
mencionar que Hernandez y Garcia de Llasera (2016) encontraron que, en el
monitoreo de los metabolitos a 25 °C en incubaciones de 0.75 a 48 horas, el
metabolito predominante es el 4,5-dBaP, cuya mayor produccion se obtiene en
exposiciones de 24 horas. Con esto se reafirma la importancia de la temperatura en
la actividad metabdlica y se sugiere en un futuro monitorear los metabolitos del BaP
en incubaciones por 24 horas para evaluar el efecto de la temperatura, en las que
se espera que su influencia sea mas notoria.

Se present6 un caso particular al comparar los bioensayos de 34 °C por 3 horas y
28 °C por 6 horas, en los que se infiere que su produccion intracelular es
estadisticamente similar al observar el metabolito en la biomasa. Esto corrobora lo
observado con el BaP, cuya degradacion en ambas condiciones es practicamente
igual, mientras que su diferencia en la cantidad del metabolito en el medio liquido
puede atribuirse a que, en la incubacion por 6 horas, se ha difundido mejor. Los
resultados del andlisis estadistico se encuentran en el Anexo 1.4.
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Figura 3.28 Cantidad de 4,5-dBaP (ng) en medio liquido y biomasa en bioensayos
con células de Selenastrum capricornutum a 22, 28 y 34 °C.

3.3.1.4 5,6-cis-dihidrodiol benzo[a]antraceno

Los resultados obtenidos de los bioensayos con BaA mostraron que al aumentar la
temperatura de incubacion se favorecio la produccion del metabolito. En la Tabla
3.10 se muestran las cantidades obtenidas del 5,6-dBaA en los bioensayos
realizados, a las condiciones de tiempo y temperatura descritas previamente.

Tabla 3.10 Cantidad de 5,6-dBaA (ng) presente en bioensayos de exposicion de
células de Selenastrum capricornutum.

22 °C 28°C 34 °C

Tiempo de i i i

incubacién MeQ|o Biomasa | Total Meq|o Biomasa | Total l\/ledm Biomasa | Total
1audo gy g | 19990 T gy | g [ 1M% [ gy | (ng)
(ng) (ng) (ng)

shorms | S0 | 20338+ | 32359 | 33399 a63634 | so.752 | 37942 | 26503+ | 64.435
Looa | 0943 | [ Zo | Z. | 0703 |x2158 | o | 0677 | £1.909

sHoras | 0% | 32026+ | 0073 | 89997 | 580174 | 128,884 | F00%° | as522 ¢ | 142177
sasr | 3178 | oo | ,ao | 1251 |x4311 | (o | 1107 | £6120

En los bioensayos por 3 horas en el medio liquido se observdé un aumento
considerable del metabolito a 28 °C, siendo casi tres veces mayor que el ensayo a
22 °C. A 34 °C se dio un incremento significativo del 13% respecto a la temperatura
inferior. Los cromatogramas correspondientes a los metabolitos del BaA en
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extractos de cultivos con 3 horas de incubacion se encuentran en la Figura 3.29,
sefialando al 5,6-dBaA que fue el metabolito que se monitored en el medio liquido.
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Figura 3.29 Cromatogramas de metabolitos de BaA en extractos provenientes del
medio liquido de cultivo (verde 22°C, rojo 28 °C, azul 34 °C) en incubacion de 3
horas mediante DF.

* . 5,6-dBaA.

Las incubaciones por 6 horas en el medio liquido mostraron una tendencia similar
al variar la temperatura, resaltando el ensayo a 28 °C que es 2.5 veces mayor que
lo obtenido a 22 °C, y el incremento del 7%, entre 34 °C y 28 °C. Se observé que
las cantidades del metabolito en estos ensayos fueron, en promedio, 2.7 veces
mayores que sus analogos de 3 horas. Cabe destacar que en ambos tiempos de
incubacion los resultados a 28 °C y 34 °C tienen diferencias significativas entre si,
por lo que la temperatura es un factor importante en la formacién del metabolito. En
la Figura 3.30 se muestran los cromatogramas de los metabolitos del BaA,
sefialando al 5,6-dBaA, correspondientes a este conjunto de bioensayos.
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Figura 3.30 Cromatogramas de metabolitos de BaA en extractos provenientes del
medio liquido de cultivo (verde 22°C, rojo 28 °C, azul 34 °C) en incubacion de 6
horas mediante DF.

* . 5,6-dBaA.
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El 5,6-dBaA en la biomasa mostré su minimo de produccién a 22 °C, mientras que,
al incrementar la temperatura a 28 °C, aumento6 un 30%. Los bioensayos a 28 °Cy
34 °C fueron estadisticamente similares, lo que permite inferir que estas
incubaciones tienen una rapidez similar, o que el metabolito se produce lentamente.
En la Figura 3.31 se muestran los cromatogramas correspondientes a los
metabolitos del BaA en los bioensayos de 3 horas de incubacién, sefialando al 5,6-
dBaA, en la biomasa.
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Figura 3.31 Cromatogramas de metabolitos de BaA en extractos provenientes de la
biomasa de microalgas (verde 22°C, rojo 28 °C, azul 34 °C) en incubacion de 3

horas mediante DF.
* . 5 6-dBaA.

El incremento en el tiempo de incubacion a 6 horas permiti6 que la cantidad del
metabolito en la biomasa de la microalga si pudiera distinguirse significativamente
entre las temperaturas de incubacion. Se observé un aumento del 18% entre 22 °C
y 28 °C, mientras que a 34 °C este fue del 17% con respecto a la temperatura
inferior. La cantidad del metabolito determinado en estas incubaciones fue, en
promedio, 1.6 veces mayor que sus analogos de 3 horas. Los cromatogramas
correspondientes a los metabolitos del BaA en este conjunto de bioensayos se
encuentran en la Figura 3.32, sefialando al 5,6-dBaA.
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Figura 3.32 Cromatogramas de metabolitos de BaA en extractos provenientes de la
biomasa de microalgas (verde 22 °C, rojo 28 °C, azul 34 °C) en incubacién de 6
horas mediante DF.
* . 5,6-dBaA.
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En la Figura 3.33 se ilustra en un gréfico de barras las cantidades totales del
metabolito, compuesto por la suma del 5,6-dBaA en el medio liquido y la biomasa.
Las incubaciones por 3 horas tienen un incremento del 85% a 28 °C, comparado
con su simil de 22 °C en los resultados totales. La mayor cantidad del metabolito se
observé a 34 °C, con un aumento significativo del 8% en relacién al bioensayo de
28 °C. La distribucion del analito en la muestra varioé con la temperatura, a 22 °C
predominé en la biomasa, siendo 69% mayor que en su medio liquido. Al aumentar
la temperatura, el 5,6-dBaA se encontrd principalmente en el medio liquido,
indicando que la expulsion de los metabolitos al medio es mas rapida que su
formacion en la célula y contrasta con el caso del 4,5-dBaP. La diferencia entre ellos
radica en el tamafio de la molécula, el 5,6-dBaA es mas pequefio por lo que su
difusion se facilita, ademas de ser mas polar que sus analogos de BaP.

Las incubaciones por 6 horas tuvieron una tendencia similar, destacando el
incremento en la cantidad total de metabolito de 88% entre 22 °Cy 28 °C. A 34 °C
se da la mayor produccion, siendo 10% mayor que a 28 °C. El 5,6-dBaA se
distribuye equitativamente entre el medio liquido y biomasa a 22 °C, mientras que a
28 °C y 34 °C predomina en el medio liquido. El tiempo de incubacion influy6é de
manera similar en la produccion del analito siendo, en promedio, 2.2 veces mayor
que sus analogos de 3 horas.

La informacién obtenida indica que la produccién del metabolito por parte de la
microalga se favorece significativamente a partir de 28 °C y es mayor a 34 °C. Las
incubaciones por 6 horas son mas sensibles al cambio de temperatura, por lo que
las condiciones ideales para la degradacion del BaA es en ensayos a 34 °C.

La temperatura permite compensar el efecto del tiempo de incubacion en casos
como la incubacién a 34 °C por 3 horas, cuya cantidad total es estadisticamente
similar a lo obtenido en el ensayo a 22 °C por 6 horas. El desarrollo estadistico se
encuentra en el Anexo 1.5.
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Figura 3.33 Cantidad de 5,6-dBaA (ng) en medio liquido y biomasa en bioensayos
de células de Selenastrum capricornutum a 22, 28 y 34 °C.

Es importante resaltar que los metabolitos 8,9-dBA y 10,11-dBaA mostraron una
mayor respuesta al variar la temperatura en las condiciones de estudio, en
comparacion con lo observado con el 5,6-dBaA. De acuerdo a los resultados
obtenidos por Hernandez Blanco y Garcia de Llasera (2016), el maximo de
produccion de los metabolitos se da en incubaciones por 24 horas, siendo
mayoritaria la mezcla del 8,9-dBaA y 10,11-dBaA. Debido a que se ha podido
realizar una separacion adecuada del 5,6-dBaA de los otros dos metabolitos, se
sugiere evaluar el efecto de la temperatura en su produccion, realizando
incubaciones por 24 horas, en las que se espera que su respuesta permita distinguir
con mayor claridad las temperaturas mas altas.

3.3.3 Degradacion de BaP con extractos enzimaticos intracelulares
inmovilizados

Con el fin de conocer si los extractos enzimaticos intracelulares conservaban su
capacidad de degradacion en presencia de la enzima responsable activa, se
realizaron ensayos de caracter cualitativo para observar el efecto de la temperatura
y explorar las condiciones de inmovilizacion que favorecen su actividad. Se eligio el
BaP como el contaminante modelo debido a que es el hidrocarburo mas complejo y
recalcitrante, debido a su tamafo y estabilidad. Asimismo, el metabolito 4,5-dBaP
predomina sobre los demés que se forman en el tiempo de incubacion.
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Los bioensayos de exposicién con los extractos intracelulares inmovilizados se
realizaron tomando células de Selenastrum capricornutum previamente activadas o
sensibilizadas al BaP en una primera exposicion. Posteriormente, se realizé una
segunda exposicion al BaP empleando los extractos intracelulares previamente
lisados e inmovilizados en incubaciones por 3 horas a 22 °C, 28 °C y 34 °C,
evaluando la capacidad de remocion del contaminante y la produccion del 4,5-dBaP.
Adicionalmente, se realizé una incubacion por 6 horas a 28 °C para evaluar el efecto
de la difusion de los analitos a través de los poros del alginato en la degradacion
efectuada por los extractos enzimaticos.

3.3.3.1 Evaluacién de matrices con alginato

Retomando lo expuesto en la seccion 2.3.4, se usaron dos metodologias de
inmovilizacién para evaluar la degradacion del BaP con los extractos intracelulares
encapsulados en alginato: la primera usando 3 mL de alginato de sodio 3% requirié
el uso de rotavapor para reducir el extracto enzimatico de 5 a 3 mL; la segunda
empled 1 mL de alginato de sodio 9%, mezclandolo directamente con los 5 mL del
extracto obtenido de la lisis para omitir su evaporacion. Los ensayos consistieron en
la determinacién de los analitos BaP y 4,5-dBaP en la disolucion buffer donde se
incubaron las perlas inmovilizadas y en las mismas perlas que se disolvieron con
citrato después de la incubacién. Estos resultados fueron comparados con los
siguientes controles: 1. Extractos intracelulares inmovilizados provenientes de
células activadas, los cuales se manejaron sin segunda exposicidén y en los que se
cuantific6 el remanente de la primera exposicion, y 2. Extractos enzimaticos
intracelulares libres, sin inmovilizacion, provenientes de células activadas, que
fueron sometidos a una segunda exposicion. En estos controles se busco evaluar
el efecto de la inmovilizacién en la producciéon del metabolito.

Para asegurar que no se presentaran interferentes con los mismos tiempos de
retencion de los analitos en los cromatogramas, se analizaron las matrices de las
perlas y la disolucién buffer de incubacion, siguiendo la metodologia de obtencion y
extraccion descrita en las secciones 2.3.3 y 2.4.2.2, respectivamente, omitiendo su
incubacion con el BaP. Estos extractos fueron analizados en las condiciones de
trabajo de los analitos comparando sus cromatogramas, mostrados en las Figuras
3.34 para el BaP y 3.35 para los metabolitos. Se observa que las matrices no
muestran sefiales en el tiempo de retencion de los analitos, permitiendo su
cuantificacion en las condiciones de analisis.
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Figura 3.34 Cromatogramas de perlas (azul), disolucién buffer de incubacién (rojo)
y disolucién estandar de BaP (0.3 ug/mL, verde) con deteccion UV.
* . BaP.
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Figura 3.35 Cromatogramas de perlas (azul), disolucion buffer de incubacién (rojo)
y disolucién estandar de 4,5-dBaP (1.2 ng/mL, verde) mediante DF.
*: 4,5-dBaP.

3.3.3.2 Benzo[a]pireno

Los bioensayos enzimaticos consistieron en la exposicion de los extractos
intracelulares inmovilizados en perlas de alginato sumergidos en 15 mL de
disolucion buffer adicionada con 4 pg de BaP, equivalentes a 266 ug/L. Los
resultados mostraron que el control de remanente de la primera exposicion fue
menor al limite de cuantificacion y que, de manera general, la degradacion de los
extractos enzimaticos inmovilizados con los dos métodos evaluados fue mayor que
en el control con enzimas libres. En la Figura 3.36 se muestran, de manera
ilustrativa, los cromatogramas obtenidos en los bioensayos con alginato 3% a 28 °C
por 3 horas, consistiendo en el ensayo del extracto enzimatico inmovilizado y la
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disolucién buffer en el que se incubd, junto a los controles de enzimas libres y de
remanentes de la primera exposicion.
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Figura 3.36 Cromatogramas de BaP de enzima libre (verde), perlas (azul),
disolucién buffer de incubacion (rojo) y control de remanentes de BaP (morado) en
bioensayos con alginato 3% a 28 °C por 3 horas con deteccién UV.

* . BaP.

En la Tabla 3.11 se integran las cantidades de BaP y sus porcentajes de remocion
y degradacion obtenidos en los bioensayos con extractos enzimaticos intracelulares
inmovilizados, a diferentes temperaturas y dos condiciones de inmovilizacion.

Tabla 3.11 Cantidad de BaP (ug) presente en bioensayos con extractos enzimaticos
intracelulares inmovilizados de Selenastrum capricornutum en incubaciones de 3
horas.

Ensayo 22 °C 28 °C 34 °C

Buffer | Perlas | Total | Buffer | Perlas | Total | Buffer | Perlas | Total
BaP M9) | (M9) | (M) | (M9) | (M) | (M9) | (M) | (M9) | (M)
Alginato 3% 1.177 0.944 | 2.121 | 0.617 1.159 | 1.777 | 0.593 0.840 | 1.433
Remocion 71% 85% 85%
Degradacion 47% 56% 64%
Alginato 9% | 1.250 | 0.833 [ 2.083 | 0.771 | 1.107 | 1.878 | 0.679 | 0.943 | 1.622
Remocion 69% 81% 83%
Degradacion 48% 53% 59%
Enzima libre 2.559 2.448 2.407
Degradacion 36% 39% 40%

Al analizar la disoluciéon buffer de incubacién en los bioensayos se observé que, en
las dos condiciones de inmovilizacion, se tiene una mayor cantidad de BaP a 22 °C,
la cual disminuye al aumentar la temperatura. Este cambio es mas sutil entre 28 °C
y 34 °C, condiciones en las que la remocién del hidrocarburo es mayor al 81%. En
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las Figuras 3.37 y 3.38 se muestran los cromatogramas correspondientes al BaP en
la disolucion buffer de incubacién por 3 horas a diferentes temperaturas para los
ensayos con alginato al 3% y 9%, respectivamente.
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Figura 3.37 Cromatogramas de BaP en extractos provenientes de la disolucion
buffer de incubacién en ensayos con alginato 3% (azul 34°C, rojo 28°C, verde 22°C)
en incubacion de 3 horas con deteccion UV.

*: BaP.
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Figura 3.38 Cromatogramas de BaP en extractos provenientes de la disolucion
buffer de incubacion en ensayos con alginato 9% (azul 34°C, rojo 28°C, verde 22°C)
en incubacion de 3 horas con deteccion UV.

*: BaP.

Se observd una tendencia diferente en el hidrocarburo contenido en las perlas,
destacando su aumento a 28 °C en los ensayos realizados. Esto puede deberse a
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que a 22 °C la solubilidad del BaP es menor, disminuyendo su disponibilidad para
adsorberse, mientras que a 28 °C se tienen condiciones mas favorables para su
interaccion. A 34 °C se promueve mejor la degradacion del contaminante, reflejado
en la disminucion del BaP en la muestra. Los cromatogramas de las Figuras 3.39 y
3.40 muestran la sefnal del BaP en las perlas provenientes de los ensayos de
incubacién a 3 horas a diferentes temperaturas con perlas constituidas con alginato
3% y 9%, respectivamente.
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Figura 3.39 Cromatogramas de BaP en extractos provenientes de perlas con
alginato 3% en ensayos de exposicion (azul 34°C, rojo 28°C, verde 22°C) en
incubacion de 3 horas con deteccion UV.

*: BaP.
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Figura 3.40 Cromatogramas de BaP en extractos provenientes de perlas con
alginato 9% en ensayos de exposicion (azul 34°C, rojo 28°C, verde 22°C) en

incubaciéon de 3 horas con deteccion UV.
*: BaP.
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Los resultados de los controles de enzima libre, que también se presentan en la
Tabla 3.11, no reflejan un cambio notable con respecto a la temperatura en la
degradacion, que fue menor a lo observado en los ensayos con extractos
enzimaticos inmovilizados. En efecto, con la enzima libre la cantidad de BaP parece
disminuir muy levemente al aumentar la temperatura de incubacion, sin embargo, la
enzima mantuvo su capacidad degradadora en la disolucion buffer a las
temperaturas evaluadas. Es importante considerar que las enzimas libres estan en
un extracto crudo que puede interferir con su capacidad de degradacion y no
cuentan con mecanismos de autorregulacion, a diferencia de las células, o con
barreras fisicas que le otorguen proteccién y estabilidad respecto al medio en el que
se encuentren, como sucede en los extractos inmovilizados. En la Figura 3.41 se
ilustran los cromatogramas correspondientes a los controles con enzimas libres
comparados con un estandar que representa la cantidad de BaP con el que se
fortificaron los medios.

maU |

20—

Minutes

Figura 3.41 Cromatogramas de BaP en extractos provenientes de ensayos de
exposicion con enzimas libres (azul 34°C, rojo 28°C, verde 22°C) y disolucién
estandar (1 pg/mL, negro) en incubacion de 3 horas con deteccion UV.

* . BaP.

Comparando los porcentajes de remocion y degradacion obtenidos con las perlas
inmovilizadas en los dos procedimientos se observa que son similares; esto indica
que ambos fueron igualmente exitosos para favorecer el intercambio de BaP del
exterior al interior de la perla, al igual que la conservacion de la capacidad
degradadora de la enzima. Sin embargo, el procedimiento con 9% de alginato
resulté ser mas favorable a nivel practico, ya que se evita la evaporacion. Al variar
la temperatura las dos metodologias tuvieron la misma tendencia, destacando que
la distribucion del BaP cambié al variar la temperatura, predominando en el buffer a
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22 °C y en las perlas en las demas condiciones de incubacién, debido a la
disponibilidad del contaminante en medios acuosos. En la Figura 3.42 se muestra
un diagrama de barras con los resultados globales de los ensayos con extractos
enzimaticos que fueron detallados en la Tabla 3.11.
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Figura 3.42 Cantidad de BaP (ug) en disolucion buffer de incubacion, perlas y
enzimas libres de extractos intracelulares de Selenastrum capricornutum en
incubaciones de 3 horas a 22, 28y 34 °C.

Es importante resaltar que en los bioensayos con las células la biomasa tuvo una
mayor cantidad de BaP en comparacion con lo observado en las perlas de los
ensayos con extractos enzimaticos. Lo anterior indicaria que la microalga remueve
mejor al BaP a 28 °C y 34 °C con valores superiores al 94%, en comparacion con
los resultados de los extractos inmovilizados que fueron del 81-85%, acorde a los
datos de las incubaciones por 3 horas. En la Figura 3.43 se muestra graficamente
la remocion del BaP con las células y los extractos enzimaticos.
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Figura 3.43 Remocion de BaP (%) con células de Selenastrum capricornutum y
extractos intracelulares inmovilizados con alginato en incubaciones por 3 horas a
22,28y 34 °C.

Por el contrario, la degradacion en los extractos enzimaticos inmovilizados fue
alrededor del 53-64% a 28 °C y 34 °C, ligeramente mayor al 46-58% obtenido con
las células en las incubaciones por 3 horas a las mismas temperaturas. Lo anterior
puede indicar que la célula remueve con mayor facilidad al contaminante del medio,
debido a su capacidad de adsorber al BaP en la pared celular. Por su parte, los
extractos enzimaticos inmovilizados aparentemente degradan el contaminante con
una eficiencia similar a las células. Estos resultados son prometedores porque se
demuestra que esta enzima tiene un alto potencial para efectos de biorremediacion
ambiental y requieren de un mayor estudio para demostrar estadisticamente sus
ventajas sobre el uso de cultivos celulares. En la Figura 3.44 se expone la
degradacion del BaP en sus incubaciones por 3 horas, empleando las microalgas y
los extractos enziméticos
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Figura 3.44 Degradacion de BaP (%) con células de Selenastrum capricornutum,
extractos intracelulares inmovilizados con alginato y enzimas libres en incubaciones
por 3 horas a 22, 28y 34 °C.

Para evaluar el efecto de la difusion del contaminante entre la disolucion buffer de
incubacion y la perla se realizé un bioensayo a 28 °C por 6 horas, usando las dos
metodologias de inmovilizacion previamente descritas, determinando el BaP en el
buffer de incubaciéon y en las perlas. En la Tabla 3.12 se registran las cantidades de
BaP obtenidos en estos bioensayos, comparando los resultados de 3y 6 horas.

Tabla 3.12 Cantidad de BaP (ug) presente en bioensayos con extractos enzimaticos
intracelulares inmovilizados de Selenastrum capricornutum a 28 °C en incubaciones
de 3y 6 horas.

Ensayo 3 Horas 6 Horas
Bap Buffer Perlas Total Buffer Perlas Total
(H9) (M9) (H9) (M9) (H9) (M9)
Alginato 3% 0.617 1.159 1.777 0.699 0.995 1.694
Remocién 85% 83%
Degradacién 56% 58%
Alginato9% | 0.771 | 1.107 | 1.878 0538 | 0.886 | 1.424
Remocién 81% 87%
Degradacién 53% 64%
Enzima libre 2.448 2.105
Degradacion 39% 47%
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De manera general, se observé una disminucion del BaP al aumentar el tiempo de
incubacion. En las Figuras 3.45 y 3.46 se muestran los cromatogramas obtenidos
en los ensayos con alginato 3% y 9%, respectivamente.
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Figura 3.45 Cromatogramas de BaP en extractos provenientes de ensayos con
alginato 3% a 28 °C en perlas (azul 3 horas, rojo 6 horas) y disolucion buffer de
incubacién (verde 3 horas, negro 6 horas) con deteccién UV.

* . BaP.
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Figura 3.46 Cromatogramas de BaP en extractos provenientes de ensayos con
alginato 9% a 28 °C en perlas (azul 3 horas, rojo 6 horas) y disolucién buffer de
incubacion (verde 3 horas, negro 6 horas) con deteccion UV.

* . BaP.
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El comportamiento se mantuvo en los controles enzimaticos libres, en los que se
observo una disminucion de 0.343 pg de BaP en la incubacion por 6 horas respecto
a su homologo de 3 horas. De igual forma, los controles con enzimas libres tuvieron
una mayor cantidad de BaP que la encontrada en los ensayos con extractos
enzimaticos inmovilizados, por lo que su porcentaje de degradacion fue menor. Lo
anterior corrobora que la enzima actia mejor al protegerla del ambiente externo
mediante su inmovilizacion. Los cromatogramas del BaP provenientes de los
controles con enzimas libres se encuentran en la Figura 3.47.
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Figura 3.47 Cromatogramas de BaP en extractos provenientes de enzimas libres
(verde 3 horas, rojo 6 horas) y disolucién estandar (1 ug/mL en acetonitrilo, azul) en

incubaciones a 28 °C con deteccion UV.
*: BaP.

Al comparar los resultados resalta la disminucién de la cantidad de BaP total al
aumentar el tiempo de incubacion y en ambas condiciones de inmovilizacién se
mantiene la tendencia de que el hidrocarburo se encuentra principalmente en la
perla. Los ensayos realizados con alginato 9% presentaron la mayor diferencia en
la concentracion de BaP al aumentar el tiempo de incubacion a 6 horas, cuya
remocion fue la mayor de todas las condiciones evaluadas. Esto puede deberse a
que las enzimas inmovilizadas con esta metodologia no se evaporaron, evitando su
merma y favoreciendo el proceso de degradacion. Los resultados generales se
muestran en la Figura 3.48, representados en una grafica de barras.
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Figura 3.48 Cantidad de BaP (ug) en disolucién buffer de incubacién, perlas y
enzimas libres de extractos intracelulares de Selenastrum capricornutum a 28 °C en
incubaciones de 3y 6 horas.

En las incubaciones por 6 horas las células removieron el 95% del hidrocarburo,
siendo mejor que los extractos inmovilizados con alginato 3% (83%) o 9% (87%).
En la Figura 3.49 se observa la remocion del hidrocarburo en las incubaciones por
6 horas a 28 °C.

100 -

80 -
S
< 60 -
S B Alginato 9%
Q
O .
% 40 - m Alginato 3%
x B Microalga

20

0 -
Temperatura (28 °C)

Figura 3.49 Remocion de BaP (%) con células de Selenastrum capricornutum y
extractos intracelulares inmovilizados con alginato en incubaciones por 6 horas a 28
°C

88



Resultados y discusion

Por otra parte, la degradacion en estas condiciones realizada por las células fue
similar a lo obtenido con las enzimas en alginato 3%, alrededor del 58%, mientras
que con alginato 9% lleg6 al 64%. Esto puede deberse a que no se sometié al
proceso de evaporacion, reduciendo los pasos en los que puede perderse la
biomolécula. Estos resultados se muestran en la Figura 3.50.
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Figura 3.50 Degradacion de BaP (%) con células de Selenastrum capricornutum,
extractos intracelulares inmovilizados con alginato y enzimas libres en incubaciones
por 6 horas a 28 °C.

3.3.3.3 4,5-cis dihidrodiol benzo[a]pireno

Se realizaron las cuantificaciones del 4,5-dBaP en la disolucion buffer de incubacion
y las perlas provenientes de los ensayos enzimaticos inmovilizados. La Tabla 3.13
recopila las cantidades obtenidas de 4,5-dBaP con las dos metodologias de
inmovilizacién en los bioensayos por 3 horas a diferentes temperaturas.

Tabla 3.13 Cantidad de 4,5-dBaP (ng) presente en bioensayos con extractos
enzimaticos intracelulares inmovilizados de Selenastrum capricornutum en
incubaciones de 3 horas.

Ensayo 22 °C 28 °C 34 °C

Buffer | Perlas Buffer Perlas Total Buffer | Perlas | Total
4,5-dBaP (ng) (ng) (ng) (ng) (ng) (ng) (ng) (ng)
Alginato 3% LC LC 22.940 21.273 44.213 LC LC LC
Alginato 9% LC LC 53.083 60.344 113.428 | 8.799 LC 8.799
Enzima libre 20.213 167.263 18.183

De manera general, se observé una mayor cantidad de metabolito con las enzimas
libres en comparacion con los extractos inmovilizados. La cantidad del 4,5-dBaP
presento diferencias en las condiciones de inmovilizacion; en el caso de los ensayos
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con alginato al 3% las perlas y la disolucion buffer de incubacién tuvieron resultados
similares, mientras que al usar alginato al 9% hubo una mayor cantidad del analito
en las perlas y la suma total en la muestra fue mayor que en sus analogos de 3%.
El perfil cromatogréafico de los metabolitos en los bioensayos a 34 °C con enzimas
libres y enzimas inmovilizadas, compuestas por las perlas y la disolucion buffer,
junto al control de remanentes se observan en la Figura 3.51.
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Figura 3.51 Cromatogramas de bioensayos a 34 °C con enzima libre (azul) y
extractos enzimaticos intracelulares inmovilizados con alginato 9%: perlas (verde),
disolucién buffer de incubacion (rojo) y remanentes de metabolitos (naranja)

mediante DF.
*: 4,5-dBaP.

Al analizar el 4,5-dBaP en la disolucién buffer se observé que la produccién de
metabolito a 22 °C fue ligeramente menor que a 34 °C, obteniendo la mayor cantidad
a 28 °C. Esta tendencia se replic6 en ambas metodologias, sin embargo, tuvieron
diferencias en la cantidad del metabolito, siendo mayor en los bioensayos que no
evaporaron sus extractos enzimaticos. Los cromatogramas obtenidos se muestran
en las Figuras 3.52, para los ensayos con alginato 3%, y 3.53 para alginato 9%.
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Figura 3.52 Cromatogramas de metabolitos de BaP en extractos provenientes de la
disolucién buffer de incubacién en ensayos con alginato 3% (verde 22°C, rojo 28
°C, azul 34 °C) en incubacion de 3 horas mediante DF.

*: 4,5-dBaP
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Figura 3.53 Cromatogramas de metabolitos de BaP en extractos provenientes de la
disolucion buffer de incubacién en ensayos con alginato 9% (verde 22°C, rojo 28
°C, azul 34 °C) en incubacién de 3 horas mediante DF.

*: 4,5-dBaP

Las cantidades de 4,5-dBaP en las perlas mostraron un perfil de variacion con la
temperatura similar a lo observado en la disolucion buffer de incubacion, replicando
la tendencia en la que el maximo del metabolito se encontré a 28 °C. Cabe destacar
que los ensayos a 28 °C con alginato al 9% tuvieron el doble del metabolito en
comparacién con su analogo que empled alginato al 3%. La Figura 3.54 muestra los
cromatogramas del 4,5-dBaP determinadas de los ensayos con alginato 3%, con su

simil de 9% en la Figura 3.55.
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Figura 3.54 Cromatogramas de metabolitos de BaP en extractos provenientes de
perlas en ensayos con alginato 3% (verde 22°C, rojo 28 °C, azul 34 °C) en
incubacion de 3 horas mediante DF.

* . 4, 5-dBaP.
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Figura 3.55 Cromatogramas de metabolitos de BaP en extractos provenientes de
perlas en ensayos con alginato 9% (verde 22°C, rojo 28 °C, azul 34 °C) en
incubacion de 3 horas mediante DF.

* . 4,5-dBaP.

Los controles con enzimas libres confirmaron que la cantidad del metabolito que se
determiné a 28 °C, 167 ng, es considerablemente mayor que a 34 °C, 18 ng. Esto
es distinto a lo observado en los bioensayos con la biomasa de las células, las
cuales presentaron su mayor cantidad del metabolito a 34 °C, 96 ng, en
comparacién con sus resultados a 28 °C, 46 ng, como se observa en la Tabla 3.8.
Este resultado puede deberse a que la célula viva cuenta con mecanismos de
autorregulacion y proteccion que permiten mantener la capacidad de degradacion
en condiciones diferentes a las 6ptimas para sus enzimas, aunado a que la
induccién enzimatica en la célula se incrementa al aumentar la temperatura. Sin
embargo, se necesita investigar a mayor profundidad para confirmar estas hipotesis.

Por otra parte, se puede inferir que, si existe una degradacion mas rapida con la
enzima libre o inmovilizada en perlas de alginato en comparacién con la enzima en
células, entonces a 34 °C la degradacion con la enzima extraida, ya sea libre o
inmovilizada, se encuentra muy avanzada, de tal forma que el metabolito ya paso
por su maxima produccion y en el momento del término de la incubacion éste se ha
descompuesto, por lo que los metabolitos identificados disminuyen en el medio. El
comportamiento de aparicion con produccion de un maximo y posterior desaparicion
de este metabolito en el medio de cultivo con microalgas ha sido reportado en
trabajos anteriores (Hernandez Blanco y Garcia de Llasera, 2016; Garcia de Llasera
et al., 2016). En la Figura 3.56 se muestran los cromatogramas del 4,5-dBaP
correspondientes a los controles con enzimas libres.
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Figura 3.56 Cromatogramas de metabolitos de BaP en extractos provenientes de
ensayos con enzimas libres (verde 22°C, rojo 28 °C, azul 34 °C) en incubacion de 3

horas mediante DF.
* . 4,5-dBaP.

De manera global es importante resaltar que las sefales cromatogréficas de los
metabolitos obtenidas en los ensayos enziméaticos fueron mayores a los controles
de remanentes de la primera exposicion, aunque en varios casos no pudieron
determinarse con exactitud debido a que se encontraron por debajo del limite de
cuantificacion del instrumento. La tendencia muestra una mayor cantidad del
metabolito con las enzimas libres que con los extractos enzimaticos inmovilizados,
aungue se observé que al omitir la evaporacion se favorecié la produccion de los
metabolitos, siendo 2.5 veces mayor que al evaporar los extractos enzimaticos en
las incubaciones a 28 °C. Los resultados generales se representan en gréaficos de
barras, de manera global en la Figura 3.57, y la distribucién del metabolito a 28 °C
en la Figura 3.58.
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Figura 3.57 Cantidad de 4,5-dBaP (ng) en bioensayos con extractos inmovilizados
y con enzimas libres intracelulares de Selenastrum capricornutum en incubaciones
de 3 horas a 22, 28 y 34 °C.
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Figura 3.58 Cantidad de 4,5-dBaP (ng) en disolucion buffer de incubacion, perlas y
enzimas libres de extractos intracelulares de Selenastrum capricornutum en
incubaciones a 28 °C de 3 horas.
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Al comparar los ensayos de extractos enzimaticos inmovilizados con las microalgas
resalta que a 28 °C tienen una distribucion similar de los metabolitos en la muestra.
A esta temperatura el 4,5-dBaP en los bioensayos con microalgas fue el doble que
lo observado en el ensayo con extracto intracelular inmovilizado en alginato 3%,
mientras que el ensayo con alginato 9% incrementd su produccién en un 27%
respecto a la que se obtiene con la microalga. Esto indica que la evaporacién de los
extractos enzimaticos puede disminuir su capacidad de metabolizar al BaP, por lo
que si se omite este paso se tienen condiciones favorables de degradacién con
enzimas extraidas inmovilizadas que incluso pueden superar a su simil de
microalgas.

Por otra parte, se eligié hacer una incubacion a 28 °C por 6 horas para evaluar el
efecto de la difusion del BaP a través de las perlas en las condiciones que tuvieron
la mayor cantidad del metabolito. En la Tabla 3.13 se encuentran las cantidades de
4,5-dBaP correspondientes a las incubaciones a 28 °C de los extractos enzimaticos
inmovilizados a 3y 6 horas.

Tabla 3.14 Cantidad de 4,5-dBaP (ng) presente en bioensayos con extractos
enzimaticos intracelulares inmovilizados de Selenastrum capricornutum a 28 °C en
incubaciones de 3y 6 horas.

Ensayo 3 Horas 6 Horas

Buffer (ng) | Perlas (ng) Total (ng) Buffer (ng) | Perlas (ng) | Total (ng)
Alginato 3% 22.940 21.273 44.213 24.968 20.211 45.179
Alginato 9% 53.083 60.344 113.428 55.019 46.504 101.523
Enzima libre 167.263 150.217

Los resultados obtenidos fueron similares entre ambos tiempos, contrario a los
ensayos con microalgas en los que la produccion del metabolito aumento6 en las
incubaciones por 6 horas. En las Figuras 3.59 y 3.60 se muestran los
cromatogramas de los ensayos con extractos enzimaticos inmovilizados en alginato
3% y 9%, respectivamente.
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Figura 3.59 Cromatogramas de metabolitos de BaP en extractos provenientes de
ensayos con alginato 3% a 28 °C en disolucién buffer de incubacion (rojo 3 horas,
verde 6 horas) y perlas (haranja 3 horas, azul 6 horas) mediante DF.
* . 4,5-dBaP.
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Figura 3.60 Cromatogramas de metabolitos de BaP en extractos provenientes de
ensayos con alginato 9% a 28 °C en disolucion buffer de incubacién (rojo 3 horas,
verde 6 horas) y perlas (naranja 3 horas, azul 6 horas) mediante DF.

* . 4,5-dBaP.

El control de enzimas libres mostré que la produccion del metabolito fue similar al
incrementar el tiempo de incubacién. Esto podria indicar que la enzima esta
saturada, por lo que para describir el comportamiento de la biomolécula es
necesario realizar ensayos de exposicion a diferente tiempo de incubacion para
determinar el momento en el que se da este fenébmeno. Por el contrario, se podria
dar el caso de que los metabolitos identificados estén siendo descompuestos por
otros componentes intracelulares a una rapidez similar a su produccién. En la Figura
3.61 se muestran los cromatogramas de los controles de enzimas libres a los dos
tiempos de incubacién.
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Figura 3.61 Cromatogramas de metabolitos de BaP en extractos provenientes de
enzimas libres (rojo 3 horas, verde 6 horas) en incubaciones a 28 °C mediante DF.
* . 4,5-dBaP.

De manera general, los ensayos con mayor tiempo de incubacién tuvieron el mismo
comportamiento que los de menor tiempo, destacando la mayor produccion de
metabolito en los ensayos con las enzimas libres y con las enzimas inmovilizadas
en perlas al 9% de alginato, las cuales se prepararon con la metodologia sin
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evaporacion de los extractos. Los resultados se encuentran representados
mediante una gréfica de barras en la Figura 3.62.
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Figura 3.62 Cantidad de 4,5-dBaP (ng) en disolucién buffer de incubacion, perlas y
enzimas libres de extractos intracelulares de Selenastrum capricornutum a 28 °C en
incubaciones de 3y 6 horas.

Es importante destacar que, a pesar de obtener una mayor degradacion del
hidrocarburo al aumentar el tiempo de incubacién, esta diferencia es pequefa: 53%
a 3 horas contra 64% a 6 horas, como se observa en la Tabla 3.11 y no se reflejé
en una mayor cantidad de los metabolitos monitoreados. Esto puede deberse a la
degradacion abidtica, principalmente por los procesos de fotooxidacion que
favorecen la descomposicién de los metabolitos.

Por otra parte, para elucidar el comportamiento del metabolito es conveniente
realizar bioensayos en las temperaturas evaluadas a diferentes tiempos de
incubacion, con periodos menores de 3 horas para identificar el maximo de
produccion del metabolito a 34 °C. Asimismo, al realizar incubaciones mayores a 6
horas se evaluarian principalmente el efecto de la difusién del contaminante hacia
el sitio activo y la expulsion del metabolito hacia el medio, compensando los posibles
efectos de saturacion de la enzima y de consumo del sustrato en los alrededores de
las perlas.
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4. Conclusion

Se realizo la validacion de las metodologias de extraccion en fase sdlida y
dispersién de matriz en fase solida con cromatografia de liquidos de alta eficiencia
para la cuantificacién adecuada del benzo[a]pireno (BaP), benzo[a]antraceno (BaA),
4,5-cis-dihidrodiol benzo[a]pireno (4,5-dBaP) y 5,6-cis-dihidrodiol
benzo[a]antraceno (5,6-dBaA), las cuales cumplieron los parametros de desempefio
establecidos por la Comision de Control Analitico y Ampliacion de Cobertura.

Las metodologias analiticas validadas permitieron hacer interpretaciones fiables de
los resultados obtenidos en los diferentes bioensayos efectuados. Los bioensayos
con células de Selenastrum capricornutum mostraron que los procesos de remocién
y degradacion del BaP y BaA, junto a la produccién de los metabolitos 4,5-dBaP y
5,6-dBaA, tienen una relacion proporcional con la temperatura y el tiempo de
incubacion evaluados. Estos procesos muestran diferencias significativas al variar
las condiciones del bioensayo, por lo que el tiempo y la temperatura son
fundamentales para realizar acciones de biorremediacién efectivas. Las
incubaciones por 6 horas a 34 °C fueron elegidas como las condiciones éptimas
para degradar al BaP y BaA, los cuales fueron practicamente removidos del medio
liquido y su degradacién super6é el 72%, corroborado en el monitoreo de los
metabolitos, que presentaron su maxima produccién. La microalga realizé la
degradacion del BaA con mayor eficiencia en comparacion con el BaP, mostrando
la importancia del tamafio del contaminante, el cual puede dificultar su difusion hacia
la célula, y su disponibilidad en el medio, ya que el BaP es mas hidrofobo y dificulta
su degradacion.

Se desarrollaron dos metodologias de inmovilizacion empleando alginato de calcio
para los extractos enzimaticos intracelulares provenientes de lisados de la
microalga, junto a metodologias de extraccion de los analitos contenidos en la
disolucién buffer de incubacién y en las perlas. La capacidad degradadora se
mantuvo en las enzimas inmovilizadas, siendo mayor al emplear una disolucion de
alginato de sodio al 9%, que permitid omitir el uso del rotavapor aunado a las
pérdidas de la biomolécula asociadas a una mayor cantidad de pasos en el
tratamiento de muestra.

Las incubaciones por 3 horas de los extractos enzimaticos intracelulares
inmovilizados en perlas mostraron que la temperatura tuvo una relacion
proporcional con la remocion y degradacion del BaP, siendo 6ptima a 34 °C. Estas
condiciones no coincidieron con el maximo de produccion del metabolito 4,5-dBaP,
que se presentd a 28 °C y puede deberse a que el proceso de degradaciéon del
hidrocarburo se encuentra en una etapa posterior a su simil de células, en la que el
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4,5-dBaP es descompuesto en otros subproductos. Al aumentar el tiempo de
incubacion a 6 horas se observé una menor cantidad de BaP en la disolucion buffer
de incubacion y en las perlas, con cantidades similares del metabolito a las
obtenidas en las incubaciones por 3 horas, indicando que el incremento en el tiempo
de incubacion no aumenta la cantidad de metabolito, por lo que su descomposicién
podria darse a una rapidez similar a su produccion.

Por lo tanto, en este trabajo se ha demostrado que la degradacion de los HAPs
puede realizarse efectivamente por medio de las enzimas que produce la especie
Selenastrum capricornutum después de un proceso de activacion por exposicion al
contaminante. La produccion de la enzima degradadora se puede inducir en esta
especie y extraerla para fines de biorremediacion ambiental. La inmovilizacién en
alginato favorece la capacidad degradadora de la enzima al mantenerla protegida
de factores adversos que pudieran encontrarse en su medio externo, y
simultdneamente permitiendo la difusion de los sustratos e intercambio de
sustancias.

Perspectivas.

La inmovilizacion de los extractos enzimaticos intracelulares en alginato de calcio
logré porcentajes de degradacion del benzo[a]pireno equiparables a los obtenidos
con la microalga, incluso superando lo obtenido con enzimas libres debido al
aumento en la estabilidad de la biomolécula. Para optimizar su capacidad
degradadora se pueden modular las condiciones de inmovilizacién, particularmente
la concentracién de alginato de sodio, con el fin de que los poros de la perla permitan
la difusiébn adecuada de los contaminantes hacia la enzima para ser degradados,
sin que la biomolécula se fugue hacia el medio.

Las perlas con la enzima inmovilizada pueden recuperarse del medio con facilidad,
evitando modificaciones a la cadena tréfica, como ocurre con el uso de la microalga
y permite reutilizarla en ciclos de remocién posteriores. Para esto, debe evaluarse
la capacidad de degradacion al reusarla, al igual que la persistencia de su potencial
degradativo después de almacenarse por periodos de tiempo extendidos. Con estos
parametros se puede determinar la viabilidad del uso de la enzima inmovilizada in
situ, incluso en regiones remotas, para completar los procesos de biorremediacion
exitosamente.

En este trabajo se demostré que la temperatura tiene un efecto importante en la
produccion de los metabolitos, cuyos resultados dan pautas de como esclarecer la
degradacion del benzo[a]pireno. La produccion enzimatica puede tener
temperaturas Optimas diferentes que dependen del tiempo, por lo que se puede
evaluar el efecto de la temperatura en tiempos de incubacion cortos (0.5 a 4 horas)

99



Conclusién

para corroborar la hipotesis de que se llega a la maxima cantidad de metabolitos
mas pronto que en los bioensayos con células, particularmente con los controles de
enzimas libres. Debido a la inmovilizacidn, es importante considerar los fenOmenos
de difusion del contaminante hacia el sitio activo de la enzima, por lo que las
incubaciones largas (12 a 48 horas) son Utiles en la descripcion del proceso.

El aislamiento de la enzima responsable de la degradacion es crucial para mejorar
el rendimiento de los procesos de biodegradacion y su inmovilizacion suele mejorar
los rendimientos obtenidos. Los estudios realizados emplearon extractos
enzimaticos crudos, por lo que, si se consiguen extractos purificados de la enzima
extra e intracelular, se pueden obtener mejores rendimientos de remocion y
degradacion al inmovilizarla.
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Anexos
Anexo 1. Analisis estadistico de exposiciones de células enteras

Se realizaron los analisis estadisticos entre las condiciones descritas en cada
apartado. Para ello se emple6 el software Microsoft Office Excel 2019, en los que
se comparo la varianza entre las muestras con la prueba F de Fischer, y las medias
con la t de Student correspondiente. Se asume que los datos analizados cuentan
con una distribucién normal y varianzas sin diferencias significativas, a menos que
se indique lo contrario. Se consider6 un nivel de significancia de 0.05 con
comparaciones a dos colas. Los calculos se realizaron comparando los resultados
que presentaron mayor similitud a una temperatura o tiempo de exposicion, con el
objetivo de determinar si presentan diferencias significativas entre ellos. A
continuacion, se muestran las comparaciones de cada analito.

Anexo 1.1 Andlisis estadistico BaP

Medio liquido 3 horas (28 °C y 34 °C)

28 °C 3 Horas 34 °C 3 Horas Prueba t con varianzas iguales
Promedio 0.3318 0.2711 t calculada 4.3917
Varianza 0.0012 0.0005 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de BaP en el medio
liquido, siendo menor al aumentar la temperatura.

Medio liquido 6 horas (28 °C y 34 °C)

28 °C 6 Horas 34 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales

Promedio 0.2203 0.1385 t calculada 14.1430

Varianza 0.0002 0.0001 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de BaP en el medio
liquido, siendo menor al aumentar la temperatura.

Biomasa 3 horas (22 °C y 28 °C)

22 °C 3 Horas 28 °C 3 Horas Prueba t con varianzas iguales

Promedio 1.9347 1.8319 t calculada 2.3806

Varianza 0.0088 0.0080 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de BaP en la biomasa,
siendo menor al aumentar la temperatura.
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Biomasa 6 horas (22 °C y 28 °C)

22 °C 6 Horas 28 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales

Promedio 1.7352 1.4990 t calculada 6.0940

Varianza 0.0059 0.0076 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de BaP en la biomasa,
siendo menor al aumentar la temperatura.

Medio liquido 28 °C (3 y 6 Horas)

28 °C 3 Horas 28 °C 6 Horas Prueba t con varianzas diferentes
Promedio 0.3318 0.2203 t calculada 9.0866
Varianza 0.0012 0.0002 t critica 2.2281
Grados libertad 10

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de BaP en el medio
liquido, siendo menor al aumentar el tiempo de incubacion.

Biomasa 22 °C (3 y 6 Horas)

22 °C 3 Horas 22 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales

Promedio 1.9347 1.7352 t calculada 4.9398

Varianza 0.0088 0.0059 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de BaP en la biomasa,
siendo menor al aumentar el tiempo de incubacion.

Medio liquido 34 °C 3 Horas y 28 °C 6 Horas

34 °C 3 Horas 28 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales

Promedio 0.2711 0.2203 t calculada 5.8257

Varianza 0.0005 0.0002 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de BaP en el medio
liqguido, siendo mayor en la incubacion por 3 horas.

Biomasa 34 °C 3 Horas y 28 °C 6 Horas

34 °C 3 Horas 28 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales

Promedio 1.4271 1.4990 t calculada 1.7374

Varianza 0.0078 0.0076 t critica 2.1199
Grados libertad 16

No hay evidencia suficiente para rechazar la hip6tesis nula, la cantidad de BaP en la
biomasa es estadisticamente similar a las condiciones evaluadas.
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Total 34 °C 3 Horas y 28 °C 6 Horas

34 °C 3 Horas 28 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales

Promedio 1.6982 1.7193 t calculada 0.4674

Varianza 0.0115 0.0068 t critica 2.1199
Grados libertad 16

No hay evidencia suficiente para rechazar la hipotesis nula, la cantidad de BaP total es
estadisticamente similar a las condiciones evaluadas.

Anexo 1.2 Andlisis estadistico de BaA

Medio liquido 3 Horas (28 °C y 34 °C)

28 °C 3 Horas 34 °C 3 Horas Prueba t con varianzas diferentes
Promedio 0.2388 0.1541 t calculada 11.4856
Varianza 0.0004 0.0001 t critica 2.2281
Grados libertad 10

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de BaA en el medio
liquido, siendo menor al aumentar la temperatura.

Medio liquido 6 Horas (28 °C y 34 °C)

28 °C 6 Horas 34 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales
Promedio 0.1873 0.0947 t calculada 26.5579
Varianza 0.0001 0.0001 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de BaA en el medio
liqguido, siendo menor al aumentar la temperatura.

Biomasa 6 Horas (22 °C y 28 °C)

22 °C 6 Horas 28 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales
Promedio 1.1719 0.8369 t calculada 10.6961
Varianza 0.0045 0.0043 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de BaA en la biomasa,
siendo menor al aumentar la temperatura.

Medio liquido 28°C 3 Horas y 22°C 6 Horas

28 °C 3 Horas 22 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales
Promedio 0.2388 0.2345 t calculada 0.4629
Varianza 0.0004 0.0004 t critica 2.1199
Grados libertad 16

No hay evidencia suficiente para rechazar la hipétesis nula, la cantidad de BaA en el medio
liquido es estadisticamente similar a las condiciones evaluadas.
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Biomasa 28°C 3 Horas y 22°C 6 Horas

28 °C 3 Horas 22 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales
Promedio 1.0383 1.1719 t calculada 5.1877
Varianza 0.0014 0.0045 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de BaA en la biomasa,
siendo menor en la incubacién a 28 °C.

Total 28°C 3 Horas y 22°C 6 Horas

28 °C 3 Horas 22 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales
Promedio 1.2771 1.4064 t calculada 5.2272
Varianza 0.0012 0.0043 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hip6tesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad total de BaA en las
condiciones evaluadas, siendo menor en la incubacién a 28 °C.

Anexo 1.3 Andlisis estadistico de BaP y BaA

Medio liquido 3 Horas (28 °C)

28 °C BaP 28 °C BaA Prueba t con varianzas iguales
Promedio 0.3318 0.2388 t calculada 6.9430
Varianza 0.0012 0.0004 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de HAP en el medio
liqguido, siendo mayor el BaP remanente.

Medio liquido 6 Horas (28 °C)

28 °C BaP 28 °C BaA Prueba t con varianzas iguales
Promedio 0.2203 0.1873 t calculada 6.3312
Varianza 0.0001 0.0001 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de HAP en el medio
liquido, siendo mayor el BaP remanente.

Biomasa 3 Horas (22 °C)

22 °C BaP 22 °C BaA Prueba t con varianzas iguales
Promedio 1.9348 1.6101 t calculada 7.922
Varianza 0.0088 0.0063 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de HAP en la biomasa,
siendo mayor el BaP remanente.
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Biomasa 6 Horas (22 °C)

22 °C BaP 22 °C BaA Prueba t con varianzas iguales
Promedio 1.7352 1.1719 t calculada 16.5278
Varianza 0.0059 0.0045 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de HAP en la biomasa,
siendo mayor el BaP remanente.

Total 3 Horas (28 °C)

28 °C BaP 28 °C BaA Prueba t con varianzas diferentes
Promedio 2.1637 1.2771 t calculada 27.8202
Varianza 0.0079 0.0012 t critica 2.2281
Grados libertad 10

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad total de HAP, siendo
mayor el BaP remanente.

Total 6 Horas (34 °C)

34 °C BaP 34 °C BaA Prueba t con varianzas iguales
Promedio 1.1056 0.5816 t calculada 21.5942
Varianza 0.0035 0.0018 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad total de HAP, siendo
mayor el BaP remanente.

Medio liquido 6 Horas BaP y 3 Horas BaA (34 °C)

3 Horas BaA 6 Horas BaP Prueba t con varianzas iguales
Promedio 0.1541 0.1385 t calculada 3.2582
Varianza 0.0001 0.0001 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de HAP en el medio
liquido, siendo mayor el BaP remanente.

Total 6 Horas BaP y 3 Horas BaA (34 °C)

6 Horas BaP 3 Horas BaA Prueba t con varianzas diferentes
Promedio 1.1056 0.7846 t calculada 14.6390
Varianza 0.0035 0.0007 t critica 2.2010
Grados libertad 11

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad total de HAP, siendo
mayor el BaP remanente.
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Medio liquido 6 Horas BaP y 3 Horas BaA (28 °C)

6 Horas BaP 3 Horas BaA Prueba t con varianzas iguales
Promedio 0.2203 0.2388 t calculada 2.2936
Varianza 0.0002 0.0004 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de HAP en el medio
liquido, siendo mayor el BaA remanente.

Total 6 Horas BaP y 3 Horas BaA (28 °C)

6 Horas BaP 3 Horas BaA Prueba t con varianzas iguales
Promedio 1.7193 1.2771 t calculada 14.8266
Varianza 0.0068 0.0012 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad total de HAP, siendo
mayor el BaP remanente.

Medio liquido 28 °C BaP y 22 °C BaA (3 Horas)

28 °C BaP 22 °C BaA Prueba t con varianzas iguales
Promedio 0.3318 0.4481 t calculada 9.0315
Varianza 0.0012 0.0003 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de HAP en el medio
liquido, siendo mayor el BaA remanente.

Total 28 °C BaP y 22 °C BaA (3 Horas)

28 °C BaP 22 °C BaA Prueba t con varianzas iguales
Promedio 2.1637 2.0588 t calculada 2.5633
Varianza 0.0079 0.0072 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad total de HAP, siendo
mayor el BaP remanente.

Medio liquido 28 °C BaP y 22 °C BaA (6 Horas)

28 °C BaP 22 °C BaA Prueba t con varianzas diferentes
Promedio 0.2203 0.2345 t calculada 1.8645
Varianza 0.0002 0.0004 t critica 2.2281
Grados libertad 10

No hay evidencia suficiente para rechazar la hipotesis nula, la cantidad de HAP en el medio

liqguido en las condiciones evaluadas es estadisticamente similar.
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Medio liquido 34 °C BaP y 28 °C BaA (6 Horas)

34 °C BaP 28 °C BaA Prueba t con varianzas iguales
Promedio 0.1385 0.1873 t calculada 9.8328
Varianza 0.0001 0.0001 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de HAP en el medio
liquido, siendo mayor el BaA remanente.

Anexo 1.4 Andlisis estadistico de 4,5-dBaP

Medio liquido 3 Horas (34 °C y 28 °C)

34 °C 3 Horas

28 °C 3 Horas

Prueba t con varianzas iguales

Promedio 65.2340 43.2678 t calculada 14.0454
Varianza 10.5761 11.4371 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de 4,5-dBaP en el
medio liquido, siendo mayor al aumentar la temperatura.

Biomasa 3 Horas (22 °Cy 28 °C)

22 °C 3 Horas

28 °C 3 Horas

Prueba t con varianzas iguales

Promedio 47.6718 46.1158 t calculada 0.9085
Varianza 20.9369 5.4673 t critica 2.1199
Grados libertad 16

No hay evidencia suficiente para rechazar la hipotesis nula, la cantidad de 4,5-dBaP en la
biomasa es estadisticamente similar a las condiciones evaluadas.

Biomasa 6 Horas (22 °C y 28 °C)

22 °C 6 Horas

28 °C 6 Horas

Prueba t con varianzas iguales

Promedio 89.2137 95.8390 t calculada 2.3143
Varianza 29.3992 44.3609 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hip6tesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de 4,5-dBaP en la
biomasa, siendo mayor al aumentar la temperatura.

Biomasa 34 °C 3 Horas y 28 °C 6 Horas

34 °C 3 Horas

28 °C 6 Horas

Prueba t con varianzas iguales

Promedio 96.4277 95.8390 t calculada 0.1153
Varianza 190.1165 44.3609 t critica 2.1199
Grados libertad 16

No hay evidencia suficiente para rechazar la hipétesis nula, la cantidad de 4,5-dBaP en la
biomasa es estadisticamente similar a las condiciones evaluadas.
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Medio liquido 28 °C 3 Horas y Biomasa 28 °C 3 Horas

ML 28°C 3 H B28°C3H Prueba t con varianzas iguales
Promedio 43.2678 46.1158 t calculada 2.0780
Varianza 11.4371 5.4673 t critica 2.1199
Grados libertad 16

No hay evidencia suficiente para rechazar la hipotesis nula, la cantidad de 4,5-dBaP es
estadisticamente similar a las condiciones evaluadas.

Medio liguido 28 °C 6 Horas y Biomasa 28 °C 6 Horas

ML28°C6H B28°C6H Prueba t con varianzas diferentes
Promedio 109.6434 95.8390 t calculada 2.6922
Varianza 192.2595 44.3609 t critica 2.1788
Grados libertad 12

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de 4,5-dBaP en la
muestra, siendo mayor en el medio liquido.

Anexo 1.5 Analisis estadistico de 5,6-dBaA

Medio liquido 3 Horas (28 °C y 34 °C)

28 °C 3 Horas

34 °C 3 Horas

Prueba t con varianzas iguales

Promedio 33.3890 37.8419 t calculada 4.7062
Varianza 2.4690 5.5881 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de 5,6-dBaA en el
medio liquido, siendo mayor al aumentar la temperatura.

Medio liquido 6 Horas (28 °C y 34 °C)

28 °C 6 Horas

34 °C 6 Horas

Prueba t con varianzas iguales

Promedio 89.9670 96.6551 t calculada 2.7868
Varianza 21.9258 29.9122 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de 5,6-dBaA en el
medio liquido, siendo mayor al aumentar la temperatura.

Biomasa 3 Horas (28 °Cy 34 °C)

28 °C 3 Horas

34 °C 3 Horas

Prueba t con varianzas iguales

Promedio 26.3634 26.5931 t calculada 0.7062
Varianza 0.4942 0.4581 t critica 2.1199
Grados libertad 16

No hay evidencia suficiente para rechazar la hipétesis nula, la cantidad de 5,6-dBaA en la
biomasa es estadisticamente similar a las condiciones evaluadas.

119




Anexos

Biomasa 3 Horas (28 °C y 22 °C)

28 °C 3 Horas 22 °C 3 Horas Prueba t con varianzas iguales
Promedio 26.3634 20.3382 t calculada 15.3640
Varianza 0.4942 0.8899 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de 5,6-dBaA en el
medio liquido, siendo mayor al aumentar la temperatura.

Biomasa 6 Horas (28 °Cy 22 °C)

28 °C 6 Horas 22 °C 6 Horas Prueba t con varianzas diferentes
Promedio 38.9172 32.9256 t calculada 5.2638
Varianza 1.5638 10.0969 t critica 2.2281
Grados libertad 10

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de 5,6-dBaA en la

biomasa, siendo mayor al aumentar la temperatura.

Biomasa 6 Horas (28 °Cy 34 °C)

28 °C 6 Horas 34 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales
Promedio 38.9172 455217 t calculada 11.5496
Varianza 1.5638 1.3792 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad de 5,6-dBaA en la

biomasa, siendo mayor al aumentar la temperatura.

Total 3 Horas (28 °C y 34 °C)

28 °C 3 Horas 34 °C 3 Horas Prueba t con varianzas iguales

Promedio 59.7524 64.4350 t calculada 4.8769

Varianza 4.6548 3.6424 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Hay diferencia significativa entre muestras

Se acepta la hipétesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad total de 5,6-dBaA en

las condiciones evaluadas, siendo mayor al aumentar la temperatura.

Total 6 Horas (28 °C y 34 °C)

28 °C 6 Horas 34 °C 6 Horas Prueba t con varianzas iguales

Promedio 128.8842 142.1768 t calculada 5.1176

Varianza 18.5834 42.1366 t critica 2.1199
Grados libertad 16

Se acepta la hipotesis nula, hay diferencia significativa en la cantidad total de 5,6-dBaA en
las condiciones evaluadas, siendo mayor al aumentar la temperatura.
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Medio liquido 34 °C 3 Horas y 22 °C 6 Horas

34 °C 3 Horas

22 °C 6 Horas

Prueba t con varianzas iguales

Promedio 37.8419 35.5478 t calculada 1.8560
Varianza 5.5881 8.1628 t critica 2.1199
Grados libertad 16

No hay evidencia suficiente para rechazar la hipotesis nula, la cantidad de 5,6-dBaA en el

medio liquido es estadisticamente similar a las condiciones evaluadas.

Medio liquido 28 °C 3 Horas y 22 °C 6 Horas

28 °C 3 Horas

22 °C 6 Horas

Prueba t con varianzas iguales

Promedio 33.3890 35.5478 t calculada 1.9862
Varianza 2.4690 8.1628 t critica 2.1199
Grados libertad 16

No hay evidencia suficiente para rechazar la hipétesis nula, la cantidad de 5,6-dBaA en el

medio liquido es estadisticamente similar a las condiciones evaluadas.

Total 34 °C 3 Horas y 22 °C 6 Horas

34 °C 3 Horas

22 °C 6 Horas

Prueba t con varianzas diferentes

Promedio 64.4350 68.4734 t calculada 1.9872
Varianza 3.6424 33.5247 t critica 2.2281
Grados libertad 10

No hay evidencia suficiente para rechazar la hipotesis nula, la cantidad total de 5,6-dBaA
es estadisticamente similar a las condiciones evaluadas.

Medio liquido y biomasa 22 °C 6 Horas

Medio liquido Biomasa Prueba t con varianzas iguales
Promedio 35.5478 32.9256 t calculada 1.8409
Varianza 8.1628 10.0969 t critica 2.1199
Grados libertad 16

No hay evidencia suficiente para rechazar la hip6tesis nula, la cantidad de 5,6-dBaA es
estadisticamente similar en la muestra.
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