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RESUMEN 

La contaminación plástica constituye un problema ambiental de magnitud global debido a 

que la gran mayoría de los residuos plásticos generados hoy en día circulan, se acumulan y 

persisten en el ambiente, convirtiéndose en contaminantes antropogénicos ubicuos en 

entornos terrestres, acuáticos e incluso aéreos. Estos residuos impactan negativamente la 

salud humana, la biodiversidad y la funcionalidad de los ecosistemas, siendo el océano el 

destino final y el principal reservorio estos contaminantes. La gestión de los residuos 

plásticos se ha centrado en métodos físicos y químicos, pero la degradación microbiana 

constituye una alternativa novedosa y sostenible para hacer frente a la contaminación plástica 

debido a que las vías de degradación pueden llevar a una transformación y mineralización, 

completa o parcial, de polímeros sintéticos como los plásticos. Es en este contexto que el 

estudio de microorganismos con el potencial de degradar plásticos se vuelve relevante. Los 

hongos marinos representan recursos biológicos poco explorados, pero de gran interés para 

estudiar su capacidad micodegradadora debido a que poseen moléculas bioactivas, 

metabolismos y adaptaciones que pueden diferir de las observadas en sus contrapartes 

terrestres, por lo que la prospección de estos recursos abre una nueva vía de estudio en el 

campo de la micología marina. En el presente estudio se evaluó la capacidad de tres aislados 

fúngicos (Pleosporales sp., Aspergillus terreus y Eurotiales sp.), provenientes de ventilas 

hidrotermales de mar profundo al sur del Golfo de California, para deteriorar y degradar tres 

plásticos sintéticos de polietileno con diferentes densidades de resina: polietileno de alta 

densidad (HDPE), polietileno de baja densidad (LDPE) y polietileno lineal de baja densidad 

(LLDPE), así como un plástico biodegradable de fécula de maíz (BDFM). Inicialmente, se 

establecieron bioensayos de tolerancia para evaluar la respuesta de los micromicetes a la 

presencia de sustratos plásticos. Posteriormente, los micromicetes que mostraron tolerancia 

a los distintos plásticos se emplearon en bioensayos de degradación considerando dos 

condiciones experimentales: 1) plásticos que recibieron un pretratamiento abiótico de 

exposición a radiación ultravioleta y 2) plásticos sin pretratamiento abiótico. En ambos casos 

se cuantificó la biomasa fúngica producida y la pérdida de masa de los sustratos plásticos y 

se realizó un análisis de PERMANOVA. Adicionalmente las superficies de los plásticos se 

analizaron mediante microscopía electrónica de barrido (SEM). Los resultados revelaron que 

todos los aislados crecieron en presencia de plásticos biodegradables y no biodegradables, al 

tiempo que deterioraron a dichos sustratos. Además, los factores predominantes en la 
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biodegradación de acuerdo con el análisis PERMANOVA corresponden al tipo de plástico y 

al pretratamiento. Eurotiales sp. produjo la mayor cantidad de micelio al tiempo que ocasionó 

la mayor pérdida de masa plástica, particularmente en plásticos de polietileno de alta 

densidad irradiados. Por su parte, A. terreus desarrolló una complejidad morfológica 

destacable con micelios y abundantes conidióforos en tres de los cuatro sustratos plásticos 

(HDPE, BDFM y LDPE). Por lo anterior, proponemos a ambos aislados como potenciales 

degradadores de plásticos de base biológica y fósil. Finalmente, y en cuanto a los plásticos 

utilizados como sustratos, los plásticos de polietileno de alta densidad y de base biológica 

mostraron la mayor tasa de degradación y biodeterioro, particularmente los plásticos HDPE 

irradiados, demostrando así que los polímeros fósiles de alto peso molecular y densidad 

pueden, bajo ciertas condiciones, degradarse tan eficazmente como otros de base biológica y 

biodegradables.  
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ABSTRACT 

Plastic pollution is an environmental problem of global magnitude because most of the plastic 

waste generated today circulates, accumulates, and persists in the environment, becoming 

ubiquitous anthropogenic pollutants in terrestrial, aquatic, and even aerial environments. 

Plastic debris negatively impact human health, biodiversity, and the functionality of 

ecosystems, with the ocean being the destination and the main reservoir of these pollutants. 

The management of plastic waste has focused on physical and chemical methods, but 

microbial degradation constitutes a novel and sustainable alternative to deal with plastic 

pollution because the degradation pathways can lead to a complete or partial transformation 

and mineralization of synthetic polymers such as plastics. In this context, the study of 

microorganisms with the potential to degrade plastics becomes relevant. Marine fungi 

represent little explored biological resources, but of great interest to study their myco-

degrading capacity because they possess bioactive molecules, metabolisms and adaptations 

that may differ from those observed in their terrestrial counterparts, so the prospecting of 

these resources opens a new avenue of study in the field of marine mycology. In the present 

study, we evaluated the ability of three fungal isolates (Pleosporales sp., Aspergillus terreus 

and Eurotiales sp.), from deep-sea hydrothermal vents in the southern Gulf of California, to 

deteriorate and degrade three synthetic polyethylene plastics with different resin densities: 

high-density polyethylene (HDPE), low-density polyethylene (LDPE) and linear low-density 

polyethylene (LLDPE), as well as a biodegradable corn starch plastic (BDFM). Initially, we 

established tolerance bioassays to evaluate the response of microfungi to the presence of 

plastic substrates. Since all of the isolates showed tolerance to polymers, they were 

subsequently used in degradation bioassays. Two experimental conditions were considered: 

1) plastics that received an abiotic pretreatment of exposure to ultraviolet radiation and 2) 

plastics without an abiotic pretreatment. In both cases, the fungal biomass produced and 

plastic mass loss were quantified, and a PERMANOVA analysis was performed. 

Additionally, the surfaces of the plastics were analyzed by scanning electron microscopy 

(SEM). The results revealed that all isolates grew in the presence of biodegradable and non-

biodegradable plastics, while deteriorating those substrates. Furthermore, the predominant 

factors in biodegradation according to PERMANOVA analysis correspond to the type of 

plastic and pretreatment. Eurotiales sp. produced the greatest amount of mycelia while 

causing the greatest loss of plastic mass, particularly on irradiated HDPE plastics. Aspergillus 
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terreus developed remarkable morphological complexity with mycelia and abundant 

conidiophores on three of the four plastic substrates (HDPE, BDFM and LDPE). Therefore, 

we propose both isolates as potential degraders of bio-based and fossil-based plastics.  

Finally, regarding the plastics used as substrates, high-density polyethylene and bio-based 

plastics showed the highest degradation and biodeterioration rate, particularly irradiated 

HDPE plastics, thus demonstrating that high molecular weight and high-density fossil 

polymers can, under certain conditions, degrade as efficiently as other bio-based and 

biodegradable ones. 
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1. INTRODUCCIÓN 

1.1 Sistemas hidrotermales 

1.1.1 Características generales 

Los sistemas hidrotermales, descubiertos a finales de la década de los 70’s en la Dorsal de 

las Galápagos (Corliss y Ballard, 1977; Corliss et al., 1979), se distribuyen globalmente a lo 

largo de las dorsales meso-oceánicas, centros de dispersión trasarco o zonas situadas detrás 

de un arco volcánico en una zona de subducción (Moores et al., 1995) y zonas de fractura 

(Fig. 1) (Beaulieu et al., 2013). Desde su descubrimiento, el número estimado de sistemas 

hidrotermales se ha incrementado de 294 (antes del año 2000), a 721 (hasta el 2020) 

(Beaulieu y Szafrański, 2020). Algunas estimaciones predicen la existencia de alrededor de 

900 sistemas con actividad hidrotermal no descritos y asociados a crestas extendidas (Baker 

y German, 2004; Beaulieu et al., 2013; 2015).  Tarasov et al. (2005) propusieron su 

clasificación en dos grupos considerando diferencias en la composición, estructura e historias 

biogeográficas de sus comunidades bióticas: sistemas someros (<200 m de profundidad) y 

sistemas profundos (>200 m de profundidad). Estos últimos se caracterizan por tener una 

mayor proporción de taxones endémicos, así como por el predominio de formas 

simbiotróficas. 

Una ventila hidrotermal se forma a partir de la interacción entre una fuente de calor, un 

cuerpo rocoso permeable y un fluido, donde se establece una celda convectiva que consta de 

un sistema de recarga, circulación y descarga (Alt, 1995; Soto y Estradas, 2013). La 

circulación ocurre cuando el agua de mar se filtra a través de grietas en la corteza oceánica 

fracturada o porosa a diferentes profundidades, calentándose y reaccionando con las rocas 

circundantes. Durante el proceso, la concentración de oxígeno disuelto disminuye en el agua 

de mar y ésta se enriquece con metales, minerales y compuestos reducidos, siendo el metano 

(CH4), el sulfuro de hidrógeno (H2S), el dióxido de carbono (CO2), el hierro (Fe), el 

manganeso (Mn), el zinc (Zn) y el cobre (Cu) algunos de sus componentes químicos más 

importantes. Estos flujos hidrotermales, que pueden tener gradientes térmicos variables 

superando en algunos casos los 400° C, suben y emergen de los orificios del fondo marino, 

mezclándose rápidamente con el agua de mar fría. Como resultado de las interacciones 

químicas entre el agua de mar oxigenada, los componentes de los flujos hidrotermales 

reductores y el exterior oxidativo de la Tierra se establece una interfaz redox, así como la 
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disponibilidad de ciertos minerales que permiten el establecimiento de comunidades 

biológicas. Por lo tanto, la energía química reemplaza a la energía solar como combustible 

que sustenta la producción primaria por bacterias quimiosintéticas, ubicadas en la base de la 

red trófica (Johnson et al., 1988; Van Dover, 2000; Baker y German, 2004; Dick, 2019). En 

contacto con el agua marina, los minerales de los flujos hidrotermales precipitan por 

diferencias en la temperatura y forman estructuras en forma de chimeneas que pueden ser a) 

chimeneas negras de alta temperatura (275–400 °C) compuestas por sulfuros polimetálicos, 

principalmente cobre y zinc, o b) chimeneas blancas, con fluidos de menor temperatura (100–

250 °C), alcalinas y ricas en sílice, bario y calcio (Rona et al., 1986; Tivey, 1998; Van Dover 

et al., 2018). En algunos sistemas hidrotermales también es posible encontrar sedimentos 

ricos en petróleo, así como la emanación natural de mezclas de hidrocarburos alifáticos y 

aromáticos que pueden producirse por la pirólisis o transformación química de la materia 

orgánica a alta presión y temperatura (Simoneit et al., 1992; Kawka y Simonet, 1994). 

 

   

Figura 1. Distribución global de ventilas hidrotermales de la base de datos InterRidge Vents 

Versión 2.0, tomado de Beaulieu et al. (2010). 
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En los sistemas hidrotermales la energía química remplaza a la energía solar como 

combustible que sustenta la producción quimioautotrófica microbiana (Van Dover, 2000), 

donde los compuestos reducidos de los fluidos hidrotermales son utilizados para fijar el 

dióxido de carbono del agua de mar (Ramirez-Llodra et al., 2007).  Las redes tróficas de los 

sistemas hidrotermales comprenden ocho grupos bien definidos: tres de productores 

primarios (bacterias simbiontes, bacterias de vida libre incrustantes y bacterias de vida libre 

en suspensión) y cinco de consumidores (organismos portadores de simbiontes, bacterívoros, 

suspensívoros, carroñeros/detritívoros y depredadores) (Tunnicliffe, 1991). Los procariotas 

quimiolitoautótrofos constituyen los principales productores primarios y se ubican en la base 

de la red alimenticia, comprendiendo a diversos grupos de mesófilos, termófilos e 

hipertermófilos, generalmente del Phylum Aquificae y las clases Deltaproteobacteria, 

Epsilonproteobacteria y Gammaproteobacteria (Dick, 2019; Espinosa-Asuar et al., 2020). No 

obstante, hoy en día también se consideran a los microeucariotas heterótrofos, 

particularmente a los hongos, que pueden proliferar e influir en los ciclos biogeoquímicos. 

Esta participación de los hongos en la circulación de nutrientes y energía a través de toda la 

red crea un bucle microbiano conocido como “mycoloop” (Kagami et al., 2014; Keeler et al., 

2021; Posadas, 2023). 

 

1.2 Hongos que habitan ambientes marinos 

Los hongos ocupan el tercer lugar de riqueza entre los eucariotas, con cerca de 145,000 

taxones descritos (Bánki et al., 2022), con un estimado de entre 1.5 y 5.1 millones de especies 

(Hawksworth, 2001; Blackwell, 2011; Hawksworth y Lücking 2017). La mayor parte de la 

diversidad fúngica ha sido estudiada en ambientes terrestres, pero el número de hongos 

asociados a ambientes acuáticos se ha incrementado de 530 especies en 321 géneros 

conocidos en el 2009 (Jones et al., 2009) a 1,857 especies en 769 géneros en el 2022 (Jones 

et al., 2019). Se estima que existen más de 10,000 especies de hongos marinos (Jones, 2011), 

pero sus patrones ecológicos, diversidad y distribución, particularmente en ambientes de mar 

profundo, permanecen poco explorados (Walker et al., 2017). 

Los hongos marinos han sido definidos con base en criterios fisiológicos como organismos 

capaces de crecer y reproducirse en un amplio rango de salinidad (Johnson y Sparrow, 1961). 

Sin embargo, existen levaduras, hongos de agua dulce y hongos terrestres que pueden 
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presentar osmotolerancia y halotolerancia, creciendo en salinidades incluso superiores a las 

del agua de mar (Gladfelter et al., 2019; Pang et al., 2016). Por su parte, Kohlmeyer y 

Kohlmeyer (1979) proponen a los hongos marinos como un grupo pequeño y ecológicamente 

definido de micromicetes filamentosos, sus anamorfos y levaduras que pueden catalogarse 

como: marinos obligados, en cuyo caso crecen y esporulan exclusivamente en un hábitat 

marino; o marinos facultativos, es decir, especies de origen terrestre o de agua dulce con la 

capacidad de crecer o esporular en un ecosistema marino. Es importante considerar que el 

aislamiento de un hongo a partir de un propágulo incrustado en un sustrato marino no indica 

necesariamente que el hongo dependa del sustrato como su hábitat y, por lo tanto, no 

confirma una afiliación ecológica o fisiológica del hongo al medio marino ni su actividad 

ecológica en dicho ambiente (Pang et al., 2016). Así, en una propuesta más reciente, Pang et 

al. (2016) definen a un hongo marino como “cualquier hongo que es posible recuperar 

repetidamente de un hábitat marino porque: 1) puede crecer y/o esporular en ambientes 

marinos, 2) establece relaciones simbióticas con otros organismos marinos y 3) es posible 

demostrar que se adapta y evoluciona a nivel genético y/o que es metabólicamente activo en 

ambientes marinos”. 

El registro de hongos en los entornos marinos explorados incluye sistemas hidrotermales 

(Van Dover & Lichtwardt, 1986; Van Dover et al., 2006; Gadanho y Sampaio, 2005; Bass et 

al., 2007; Burgaud et al., 2009, 2010, 2011, 2016; Le Calvez et al., 2009; Pan et al., 2017; 

Xu et al., 2018; Velez et al., 2022), zonas mínimas de oxígeno (Jebaraj et al., 2010), 

infiltraciones de metano (Nagahama et al., 2011), hielo marino (Rosa et al., 2019), fosas 

profundas (Takami et al., 1997), tapetes microbianos (Carreira et al., 2020), esqueletos de 

ballenas (Nagano et al., 2020), aguas superficiales, manglares, marismas y playas arenosas 

(Gladfelter et al., 2019; Velez et al., 2021). Con relación a los sustratos, los hongos marinos 

pueden encontrarse en una amplia gama como madera sumergida, granos de arena, fauna 

marina, algas, plancton (Overy et al., 2019), nieve marina (Bochdansky et al., 2017) e incluso 

plásticos (Kettner et al., 2017), representando estos últimos ecosistemas artificiales 

formalmente descritos como plastísfera (Zettler et al., 2013; Lacerda et al., 2020). 

La micobiota marina constituye un grupo filogenéticamente diverso, diferenciado por 

geografía, sustrato y condiciones ambientales (Amend et al., 2019). Los principales grupos 

de hongos que se han aislado de ecosistemas marinos son Ascomycota, Basidiomycota, 
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Chytridiomycota, Blastocladiomycota y Mucoromycota (Jones et al., 2015), mismos que 

incluyen organismos parásitos, saprótrofos, endosimbiontes y mutualistas. La participación 

de estos grupos en la producción, reciclaje y circulación de nutrientes y energía a través de 

distintos niveles tróficos abre una nueva vía de configuración en los ecosistemas acuáticos 

como parte del bucle microbiano denominada “mycoloop” (Gladfelter et al., 2019).  

 

1.2.1 Diversidad fúngica en mar profundo y sistemas hidrotermales  

El mar profundo constituye un ambiente extremo dominado por condiciones de oscuridad 

permanente, oligotrofia, altas presiones hidrostáticas, ausencia de fotosíntesis, altas 

concentraciones de salinidad, bajo aporte de materia orgánica y temperaturas 

predominantemente bajas que pueden oscilar entre 1.8 y 4.0°C (Danovaro et al., 2017). A 

pesar de ser considerado un ambiente inhóspito, su exploración ha revelado una diversidad 

insospechada de hongos, tanto taxonómica como funcional, siendo predominante el filo 

Ascomycota y otros linajes aún no descritos. La mayoría de los aislados estudiados 

corresponden a organismos heterótrofos-aerobios-halotolerantes y sólo algunas especies de 

géneros como Aspergillus y Penicillium han sido descritas como ubicuas de estos entornos 

(Edgcomb et al., 2002; Sauvadet et al., 2010; Nagano y Nagahama, 2012; Danovaro et al., 

2014; Vargas-Gastélum y Riquelme, 2020). Entre los hongos marinos obligados descritos 

para mar profundo destacan Bathyascus vermisporus, Oceanitis scuticella, Allescheriella 

bathygena, Periconia abyssa, Alisea longicolla y Abyssomyces hydrozoicus (Zvereva y 

Borzykh, 2022). 

Los sistemas hidrotermales de mar profundo representan puntos críticos de diversidad 

microbiana. Los primeros estudios de micobiota hidrotermal se centraron en describir la 

diversidad cultivable de hongos filamentosos del subreino Dikarya y micromicetes 

levaduriformes, de los géneros Rhodotorula, Rhodosporidium, Candida, Debaromyces y 

Cryptococcus asociados a macrofauna; en dichos estudios se reporta una presencia 

compartida de grupos como Agaricomycotina y Dothideomycetes en sitios geográficamente 

distantes, así como evidencias de un antiguo linaje de Chytridiomycota (Van Dover et al., 

2007; Burgaud et al., 2009; Le Calvez et al., 2009; Burgaud et al., 2010). En muestras de 

sedimento hidrotermal se ha observado que el gremio funcional predominante corresponde a 

hongos saprótrofos (Velez et al., 2022), con géneros bien representados como Aspergillus, 
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Aureobasidium, Candida, Cladosporium, Cystobasidium, Devriesia, Knufia, Nigrospora, 

Penicillium, Rhodotorula y Sarocladium (Wei et al. 2018; Xu et al., 2018). 

 

1.3 Plásticos 

1.3.1 Características generales  

El término polímero deriva del griego poly (muchos) y meros (partes) y hace referencia a una 

macromolécula formada por la unión química de un gran número unidades repetitivas 

llamadas monómeros. Los polímeros se denominan “orgánicos” si contienen carbono en la 

columna vertebral principal de la cadena molecular, o bien “inorgánicos” si no lo contienen. 

Los polímeros orgánicos se dividen a su vez en naturales (p. ej., almidón, celulosa, pectina, 

ADN, ARN, entre otros) o sintéticos, cuyo ejemplo más notable corresponde a los llamados 

plásticos (Chanda y Roy, 2008; Gad, 2014). Por su parte, la palabra plástico, cuya raíz griega 

plastikos significa “moldeable”, describe un conjunto químicamente diverso de polímeros de 

origen sintético o semisintético (Galloway et al., 2017). Estos materiales poseen una 

naturaleza compleja debido a que sus propiedades pueden modificarse antes, durante y 

después de su síntesis mediante procesos químicos o físicos que incorporan aditivos, creando 

variaciones en su composición química, estado sólido, solubilidad, cristalinidad, tamaño, 

forma, color, porosidad, permeabilidad y resistencia (Hartmann et al., 2019). El resultado es 

una serie de mezclas químicas complejas, con materiales fáciles de fabricar, livianos, 

flexibles, duraderos y con bajos costos de producción. Los aditivos más utilizados por la 

industria son los plastificantes, aditivos de relleno, colorantes, agentes biocidas, 

estabilizadores térmicos, antioxidantes, estabilizadores UV y retardantes de llama. Todos 

estos aditivos prolongan la vida útil de los plásticos y promueven un retraso en su 

degradación (Bittner et al., 2014; Carmen, 2020). Los principales bloques de construcción de 

los plásticos son productos petroquímicos como el carbón, el gas natural y el petróleo, con 

cerca del 8% de la extracción global de crudos destinada a su fabricación (Thompson et al., 

2009). 

De acuerdo con su tamaño, los plásticos pueden clasificarse como macroplásticos (> 1 cm), 

mesoplásticos (1 a <10 mm), microplásticos (MP) primarios y secundarios (1 a < 1000 μm) 

y nanoplásticos (1 a < 100 nm) (Alimi et al., 2018; Hartmann et al., 2019). Los MP primarios 

son subproductos de las emisiones de partículas liberadas por la producción industrial y 
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suelen fabricarse originalmente en un tamaño pequeño (Van Cauwenberghe et al., 2015), 

mientras que los MP secundarios son material particulado que se ha fragmentado a partir de 

artículos de plástico más grandes (Andrady, 2011; Alimi et al., 2018).  

El consenso general también reconoce a los plásticos como polímeros termoplásticos (p. ej., 

polietileno, poliestireno, polipropileno) y polímeros termoestables (p. ej., poliuretanos). Los 

primeros existen como sólidos a temperatura ambiente y son reciclables debido a que pueden 

ablandarse para volverse flexibles y reprocesarse más de una vez a altas temperaturas. Los 

segundos no pueden reciclarse debido a la presencia de reticulaciones y enlaces cruzados 

altamente estables entre sus moléculas, que no les permiten reprocesarse ni fundirse incluso 

a altas temperaturas (Gad, 2014; Sánchez, 2020). 

 

1.3.2 Polietileno (PE) 

En su forma más simple, una molécula de polietileno (PE) consta de un esqueleto lineal de 

átomos de carbono unidos covalentemente con átomos de hidrógeno y grupos metilo en sus 

extremos (Peacock, 2000). La categoría “polietileno” agrupa a un conjunto diverso de resinas 

sintéticas y termoplásticas, cuyo principal constituyente petroquímico corresponde al etileno 

orgánico. Las resinas de PE químicamente puras consisten en alcanos con la fórmula 

C2nH4n+2, donde n es el grado de polimerización, es decir, el número de monómeros de 

etileno polimerizados para formar la cadena (Peacock, 2000). Las principales categorías de 

resinas de polietileno corresponden al polietileno de alta densidad (HDPE), polietileno de 

baja densidad (LDPE) y polietileno lineal de baja densidad (LLDPE) (Tabla 1). Estas resinas 

pueden diferenciarse de acuerdo con su densidad, grado de ramificación y disponibilidad de 

grupos funcionales en la superficie. Los polietilenos son altamente recalcitrantes y resistentes 

a diferentes tipos de degradación biótica y abiótica debido a su insolubilidad en agua, 

superficie inerte e hidrófoba, una estructura molecular altamente estable, la ausencia de 

grupos funcionales y un alto peso molecular (Nowlin, 2014; Restrepo-Flórez et al., 2014; 

Gewer et al., 2015; Spalding y Chatterjee, 2017; Ghatge et al., 2020). Los principales 

contribuyentes a los desechos plásticos son el polietileno de baja densidad, con un 23% y el 

polietileno de alta densidad, con un 17.3 % (Puri et al., 2013; Patel, 2017). Junto con el 

polipropileno (PP), el PE representa alrededor del 92% de los plásticos sintéticos producidos 

a nivel mundial (Lee et al., 1991). En el 2010, su demanda fue de aproximadamente 70 
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millones de toneladas métricas, con un aumento a 84 millones en el 2014, posicionándose 

como el plástico con el mercado más grande en el mundo (Dobbin, 2017; Nerland et al., 

2014; Nowlin, 2014). 

Tabla 1. Características generales de las principales categorías de resinas de polietileno 

 Polietileno de alta 

densidad (HDPE) 

 

Polietileno de baja 

densidad (LDPE) 

Polietileno de lineal 

de baja densidad 

(LLDPE) 
 

 

Estructura 

molecular 

 

 
 

 

 

 

 

 

Clasificación 

macromolecular 

 

 

Homopolímero 

 

Homopolímero 

 

Copolímero 

 

Punto de fusión 

(°C) 

 

 

125-134 

 

106-120 

 

120-125 

 

Densidad 

(g/𝐜𝐦𝟑) 

 

 

0.940 – 0.967 

  

0.915 – 0.931  

 

0.915 – 0.940  

 

% Cristalinidad 

 

62 – 80  

 

 

45 - 56 

 

45 - 62 

 

Grupos R en 

ramificaciones 

 

 

Moléculas no ramificadas 

 

Etilo y butilo 

 

Etilo, butilo, hexilo 

 

Compuestos 

orgánicos 

volátiles 

 

Hidrocarburos alifáticos 

insaturados, aldehídos 

alifáticos 

 

 

Hidrocarburos alifáticos 

insaturados, aldehídos 

alifáticos 

 

NA 

 

1.3.3 Plásticos biodegradables y no biodegradables 

Las terminologías bioplástico, plástico de base biológica (BBP) o plástico biodegradable se 

han empleado de manera indistinta en la literatura a pesar de existir diferencias 

fundamentales entre cada una (Goel et al., 2021). Por ejemplo, no todos los materiales que 

provienen de materias primas renovables o de base biológica son biodegradables. Debido a 

lo anterior, conviene precisar estas terminologías.  
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Los plásticos de base biológica representan una categoría que agrupa a plásticos que pueden 

fabricarse total o parcialmente con polímeros derivados de fuentes vegetales como almidón, 

celulosa o lignina. Por su parte, la Organización Europea de Bioplásticos, define a un material 

como bioplástico si es biodegradable, de base biológica o presenta ambas propiedades 

(European Bioplastics, s.f.). Se trata de termoplásticos que pueden sintetizarse a partir de 

recursos renovables y fósiles o combinaciones de ambos. Aunque no todos los bioplásticos 

son biodegradables, la mayoría puede reciclarse y su ciclo de vida se asocia a una menor 

emisión de gases de efecto invernadero (Reddy et al., 2013).  

Todos los plásticos, independientemente de su origen fósil o biológico, son diseñados de 

manera tal que pueden agruparse como sigue:   

No biodegradables. 

 Plásticos que incluyen polímeros de origen fósil y de base biológica o combinaciones de 

ambos. Poseen altos pesos moleculares debido a la extensa repetición de pequeñas unidades 

monoméricas (Ghosh et al., 2013). Se consideran materiales estables y no entran fácilmente 

en los ciclos de degradación de la biósfera (Vijaya y Reddy, 2008). La mayoría de los 

plásticos convencionales como el polietileno (PE), poliestireno (PS), polipropileno (PP), 

cloruro de polivinilo (PVC) o el tereftalato de polietileno (PET) se obtienen a partir de 

derivados de hidrocarburos y petróleo y son considerados como no biodegradables debido a 

que presentan algún grado de resistencia a la degradación, o su velocidad es demasiado lenta 

para desintegrarse por completo. 

Biodegradables.  

Los plásticos biodegradables (BD) son materiales de origen fósil o de base biológica que 

están diseñados para degradarse en un entorno particular y en un periodo de tiempo definido 

por acción biológica, dando como resultado productos finales como agua (H₂O), biomasa y 

gases como el dióxido de carbono (CO₂) o el metano (CH₄). Debido a que están configurados 

para degradarse rápidamente no se pueden reciclar y su biodegradabilidad dependerá de la 

estructura química del polímero, las condiciones ambientales y los organismos involucrados 

en la biodegradación, no de la fuente de la cual provengan (Massardier-Nageotte et al., 2006). 
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1.4 Contaminación plástica e impactos ambientales 

La industria de los plásticos comenzó su desarrollo a gran escala en el siglo XX y desde 

entonces, la producción no ha cesado de crecer. En 1950, la producción anual promedio de 

plásticos era de 2 millones de toneladas métricas (Mt2) mientras que para 2018 esta cifra 

aumentó a 359 Mt2. En menos de un año esta cifra volvería a aumentar con un registro récord 

de 368 Mt2 en el 2019 (Geyer et al., 2017; Plastics Europe, 2020). La tasa de crecimiento 

anual promedio entre 1950 y 2017 fue del 8.3%, acumulando un estimado de 9.200 millones 

de toneladas de plásticos producidos en el mismo periodo (Geyer, 2020). Este incremento en 

la producción y uso de plásticos sintéticos agudizó el problema de la contaminación en 

entornos terrestres, aéreos y acuáticos debido a la generación de residuos plásticos, 

formalmente descritos como todos aquellos objetos que poseen como componentes 

principales polímeros sintéticos o naturales fuertemente modificados, que cuando están 

presentes en ambientes naturales, sin cumplir una función prevista, son sólidos e insolubles 

a 20ºC (Hartmann et al., 2019). Estos residuos son persistentes, acumulables, móviles e 

incluso ubicuos en el ambiente, incluyendo sitios urbanos, rurales y remotos (Hartmann et 

al., 2019; Thompson et al., 2009). La cifra más actual estima la generación de 

aproximadamente 7000 Mt2 de desechos plásticos entre 1950 y 2017 (Geyer, 2020), la 

mayoría de los cuáles han mostrado una tendencia a adoptar el océano como destino final. El 

flujo de ingreso anual en océanos oscila entre 4.8 y 12.7 Mt2, cifras que podrían triplicarse 

hasta 29 Mt2 para el 2040 (Derraik, 2002; Jambeck et al., 2015; The Pew Charitable Trusts 

[TPCT], 2020). Sin acciones globales coordinadas podría haber más plástico que peces en el 

océano, por peso, para 2050 (Jennings et al., 2008). Paralelamente, se ha estimado que cerca 

del 90% de todos los plásticos que ingresan al océano provienen de 10 ríos, ubicados todos 

en Asia y África (Schmidt et al., 2017) y, desde 1950 se encuentran almacenados por debajo 

de la capa superficial del océano (Koelmans et al., 2017). Un estudio reciente indicó que las 

corrientes termohalinas cercanas al lecho marino impulsan la deposición de plástico en 

puntos críticos para la biodiversidad en el océano profundo (Kane et al., 2020), con cerca de 

7.8 Mt2 de plásticos en forma de carbono plástico (Cplas) atrapados en el lecho marino 

(Smeaton, 2021). Por lo tanto, el océano profundo podría constituir el sumidero final de 

muchos de los desechos inicialmente flotantes. El hundimiento de estas partículas plásticas 

podría deberse a un aumento en su densidad, ya sea por la acumulación de sedimentos, la 
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formación de agregados plásticos o por la incrustación de una amplia variedad de formas de 

vida macroscópica y microscópica (Barnes et al., 2009). Estas últimas, son capaces de 

establecer en los desechos plásticos hábitats artificiales denominados plastísfera, 

contribuyendo al transporte de especies exóticas y potencialmente patógenas conforme los 

plásticos se trasladan a nuevos sitios geográficos (Zettler et al., 2013; Jacquin et al., 

2019Amaral-Zettler et al., 2020). 

El problema de los plásticos es tan grande que hoy en día se les considera como un indicador 

clave del Antropoceno (Zalasiewicz et al., 2016) y en 2014, el Programa de Naciones Unidas 

para el Medio Ambiente (PNUMA) identificó la contaminación plástica en los océanos como 

uno de los 10 principales problemas ambientales globales emergentes (UNEP, 2014). En un 

contexto de cambio climático, es posible que las emisiones relacionadas con el ciclo de vida 

de los plásticos aumenten de 1.0 gigatoneladas de dióxido de carbono equivalente (GtCO2e) 

según lo reportado en el 2016 a 2.1 GtCO2e para el 2040, lo que representa 19% en 

comparación al 3% actual de la cuota anual de emisiones permitidas si apuntamos a limitar 

el calentamiento global en 1.5ºC (Rogelj et al., 2018; TPCT, 2020). 

La contaminación por desechos plásticos produce impactos negativos en la vida silvestre, los 

ecosistemas y la salud humana (Gregory, 2009). De todo el plástico producido hasta ahora, 

sólo el 9% se ha reciclado, el 12% se ha incinerado, y el 79% se acumula en vertederos o en 

el ambiente (Geyer et al., 2017). Los métodos de disposición, tratamiento y gestión de 

residuos incluyen incineración, vertederos, reciclaje, tecnologías de conversión de energía o 

combustibles y, más recientemente, tecnologías de biodegradación (Hopewell et al., 2009; 

Jambeck et al., 2015; Hundertmaek et al., 2018; TPCT, 2020). A pesar de estos esfuerzos no 

existe una estrategia global eficiente y la mayoría de los países aún carece de un marco 

regulatorio, legislativo y ético para enfrentar el problema. Más aún, la mayoría de los 

plásticos suelen exportarse del primer mundo a los países en vías de desarrollo para su 

eliminación legal o ilegal, por lo que la responsabilidad del manejo y gestión de los residuos 

llega a recaer en los grupos que menos han contribuido al problema, creando un entorno de 

injusticia ambiental (Conlon, 2020). 
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1.5 Degradación de plásticos 

La degradación de los plásticos está influenciada por la estructura molecular del polímero y 

sus propiedades físicas y químicas (Shah et al., 2008). Hoy en día se reconocen dos 

principales rutas de degradación que pueden actuar de manera sinérgica en la naturaleza: por 

un lado, la ruta abiótica, impulsada por factores ambientales como la temperatura, pH, 

humedad, presencia o ausencia de oxígeno, luz solar (radiación UV) y salinidad. La mayoría 

de estos factores pueden controlarse en condiciones experimentales y suelen emplearse como 

pretratamientos que anteceden la degradación biótica. Por ejemplo, el tratamiento térmico, el 

tratramiento con luz UV o la combinación de ambos, puede promover una reducción en el 

tamaño de la cadena del polímero, formando grupos carboxilo, carbonilo e hidroxilo en la 

superficie del polímero, al tiempo que modifican la cristalinidad y la morfología superficial 

del polímero, facilitando su degradación (Gu, 2003; Massardier-Nageotte et al., 2006). La 

segunda ruta es la degradación biótica o biodegradación, un proceso mediado por la actividad 

biológica, es decir, por la acción directa o indirecta de microorganismos que transforman, 

descomponen y mineralizan materiales, empleándolos como una fuente de energía y 

nutrientes. Incluye procesos de biodeterioro, biofragmentación, despolimerización, 

asimilación y mineralización (Harrison et al., 2018). El biodeterioro hace referencia a la 

modificación y debilitamiento de las propiedades mecánicas, químicas y físicas del material 

plástico con cambios en su microestructura debido al crecimiento de microorganismos sobre 

su superficie o dentro de la matriz polimérica. La biofragmentación se relaciona con la acción 

de enzimas extracelulares o intracelulares liberadas por actividad biológica y que contribuyen 

a una reducción en el peso molecular de los polímeros. La despolimerización consiste en la 

conversión de los bloques de polímeros en oligómeros y monómeros, mismos que durante la 

asimilación son aprovechados por las células microbianas como una fuente de carbono y 

energía, aumentando así su biomasa. Finalmente, la mineralización, es el último paso de la 

biodegradación, que consiste en la excreción y conversión de moléculas producto del 

metabolismo aerobio o anaerobio de los microorganismos y de las reacciones que tienen lugar 

en etapas anteriores, produciendo biomasa, agua y compuestos como el dióxido de carbono 

(CO2), metano (CH4) y agua (H2O). En la naturaleza, los procesos de degradación biótica y 

abiótica pueden actuar de manera sinérgica sobre los sustratos plásticos dispuestos en el 

ambiente (Lucas et al., 2008; Dussud y Ghiglione 2014; Restrepo-Flórez et al., 2014; 

Harrison et al., 2018).  
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Dependiendo del ambiente, el proceso de biodegradación se puede clasificar en: 

a) Biodegradación aeróbica: descomposición microbiana de contaminantes orgánicos en 

presencia de oxígeno.  

Polímero + O2 → CO2 + H2O + biomasa + residuos 

 

b) Biodegradación anaeróbica: descomposición microbiana en ausencia de oxígeno, en 

la que se produce metano en lugar de dióxido de carbono.  

Polímero → CO2 + CH4 + H2O + biomasa + residuos 

De acuerdo con Restrepo-Flórez et al. (2014), existen siete grandes parámetros a considerar 

en los estudios de biodegradación para evaluar cambios en las propiedades de los polímeros: 

1) modificaciones químicas de los grupos funcionales de los polímeros, 2) cambios en la 

hidrofobicidad e hidrofilicidad, 3) cristalinidad, 4) propiedades mecánicas, 5) distribución 

del peso molecular, 6) modificaciones estructurales en la topografía superficial y 7) 

cuantificación de la masa de los polímeros. En este estudio nos centramos en los dos últimos 

parámetros.  Las principales técnicas utilizadas para dar seguimiento a estos cambios son la 

espectroscopía infrarroja transformada de Fourier (FTIR), microscopía electrónica de barrido 

(SEM) y espectrometría fotoelectrónica de rayos X (XPS) (Carmen, 2020). Se ha criticado 

que la pérdida de masa y los cambios en la topografía probablemente se deriven de la 

degradación de los aditivos químicos, por lo que se sugiere que muchos de estos estudios 

sean acompañados de análisis físicos, químicos, bioquímicos y moleculares más avanzados 

como la espectroscopia ATR-FTIR, cromatografía de permeación en gel y microscopía de 

fuerza atómica (Ghatge et al., 2020). 

Para mejorar la eficiencia de la biodegradación, algunas investigaciones suelen integrar un 

enfoque de pretratamiento abiótico para favorecer el desgaste prematuro de los plásticos 

mediante procesos químicos, térmicos o de radiación ultravioleta. Este último tipo de 

pretratamiento puede generar radicales libres de oxígeno, mismos que participan en la 

formación de moléculas de cadena corta, un blanco importante en el ataque por exoenzimas 

microbianas. Aunado a ello, la radiación UV también puede reducir la hidrofobicidad 

plástica, favoreciendo la adherencia y colonización microbiana (Taghavi et al., 2021). 
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1.5.1 Los hongos y su potencial micodegradador de plásticos 

Los plásticos representan sustratos artificiales novedosos, inertes, hidrofóbicos y duraderos 

que son física y químicamente distintos a otros sustratos naturales presentes en el ambiente. 

A pesar de su naturaleza compleja y resistencia al ataque microbiano, los materiales plásticos 

son susceptibles de ser colonizados y degradados por diferentes grupos de microorganismos 

incluyendo bacterias y hongos (Masó et al., 2003; Shah et al., 2008; Zettler et al., 2013; 

Amaral-Zettler et al., 2020).  

Los hongos representan un grupo de especial interés para la degradación de plásticos ya que, 

entre otras características: exhiben un amplio potencial metabólico, degradan una amplia 

gama de sustratos orgánicos e inorgánicos (p. ej., especies lignolíticas o celulolíticas), 

realizan procesos de nutrición por absorción, secretan mucílago (una sustancia que favorece 

la adhesión de esporas o micelio a diferentes sustratos), producen estructuras invasivas como 

los apresorios (que además de adherirse fuertemente a superficies, aseguran la penetración 

mediante fuerza mecánica o acción enzimática), poseen una capacidad destacable para 

formar complejas biopelículas fúngicas que impulsan la adherencia y secretan proteínas 

como las hidrofobinas, involucradas en la unión a superficies hidrofóbicas (Jones, 1994; 

Hadar y Sivan, 2004; Méndez et al., 2007; Vesentini et al., 2007; Carmen, 2020; Lacerda et 

al., 2020; Bhagwat et al., 2021; Gkoutselis et al., 2021). 

A diferencia de las bacterias, los hongos filamentosos forman hifas que crecen apicalmente, 

se ramifican y entrelazan tridimensionalmente, creando una red filamentosa multicelular. 

Esta estructura es muy eficaz ya que, en respuesta a la presencia de un determinado sustrato, 

permite la circulación de recursos a través de todo el micelio por medio de la producción de 

enzimas hidrolíticas a través de las paredes celulares (Isaac, 1992). Además, el micelio 

constituye una estructura exitosa en la exploración espacial del entorno debido a la capacidad 

de distribución y penetración de las hifas en diferentes matrices, esta última favorecida por 

la presión de turgencia interna y las pareces celulares rígidas (Daccò et al., 2020). Cuando 

las hifas encuentran un sustrato, colonizan su superficie y descomponen el material a través 

de la difusión de enzimas intra y extracelulares, solubilizando los componentes del sustrato 

mediante mecanismos de saprotrofía. Con ello, es posible transformar materiales rígidos y 

poco biodisponibles como los plásticos, convirtiéndolos de polímeros a monómeros (Fig. 2; 

Lindahl y Olsson, 2004; Raghukumar, 2004; Jobard et al., 2010; Appels et al., 2018; Sáenz 
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et al., 2019).  De acuerdo con todo lo anterior, los hongos representan buenos candidatos para 

estudiar procesos de adherencia, colonización, biodeterioro y biodegradación plástica.  

 

Figura 2. Esquema general de biodegradación de polímeros complejos por una hifa segmentada en 4 regiones: 

zona de crecimiento apical, zona de absorción, zona de almacenamiento y zona de senescencia. Las hifas liberan 

enzimas digestivas por exocitosis que descomponen los polímeros complejos en compuestos orgánicos más 

pequeños, liberando CO2 y H2O, momento en el que ocurre la mineralización en condiciones aeróbicas (tomado 

y editado de Carmen, 2020). 

 

2. ANTECEDENTES 

2.1 Exploración de sistemas hidrotermales en el Golfo de California 

México alberga diversos sistemas hidrotermales; el primero en ser descubierto y estudiado 

se encuentra en el Océano Pacífico Oriental, frente a las costas de Manzanillo, y es 

denominado 21°N (Lara-Lara et al., 2008). La primer ventila hidrotermal de alta temperatura 

descubierta en aguas nacionales se localizó en la Dorsal Rivera a 2,500 m de profundidad 

frente a la costa de Nayarit en 1979. A tal hallazgo seguiría el de la Cuenca de Guaymas en 

1982 (Pantoja y Gómez, 2004). Esta cuenca está situada a lo largo de la cordillera meso-

oceánica del Pacífico Oriental y alberga al menos 7 sitios con actividad hidrotermal que se 

han descubierto en profundidades promedio de 2,500 m (Soto y Estradas, 2013). Los recientes 

esfuerzos de exploración en el Golfo de California han revelado una mayor cantidad de sitios 

con hidrotermalismo, por medio del mapeo del alta resolución del fondo marino y el registro 
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de anomalías térmicas. En el año 2012 se descubrieron sistemas hidrotermales activos en 

aguas profundas al sur del Golfo de California, en la Cuenca de Pescadero (CP), en la Dorsal 

de Alarcón (DA), y en el 2015 en la Falla Transformante de Pescadero (FTP) (Goffredi et al., 

2017; Paduan et al., 2018). Goffredi et al. (2017) fueron los primeros en describir estas zonas, 

así como su composición faunística.  

Aunque en sus inicios la exploración del mar profundo en el Pacífico Mexicano estuvo guiada 

por la búsqueda de recursos geotérmicos, iniciativas como el proyecto TALUD sentaron un 

antecedente importante en el estudio de las comunidades biológicas epibentónicas, 

endobentónicas y pelágicas de aguas profundas cercanas a ventilas hidrotermales e 

infiltraciones frías (Zamorano et al., 2014). Desde entonces, las campañas oceanográficas en 

el Golfo de California han contado con el apoyo de los vehículos de operación remota “Jason” 

y “Doc Ricketts”, los sumergibles “MIR-1”, “MIR-2”, “Nautile” y “Alvin”, así como de los 

buques oceanográficos “ATLANTIS”, “KELDISH” y “Western Flyer”. Estos equipos de 

exploración han permitido caracterizar la fauna hidrotermal a partir de la composición de 

especies, densidad, distribución y hábitats, y han impulsado el descubrimiento y la descripción 

de nuevas especies (Mejía-Mercado et al., 2014).  

Los estudios de Salcedo et al. (2019, 2021) fueron los primeros en analizar la transferencia 

de energía y la estructura trófica de la macrofauna bentónica en CP, FTP y DA mediante el 

uso de isótopos estables de carbono (𝛿13C), nitrógeno (𝛿15N) y azufre (𝛿34S), revelando la 

asimilación de carbono derivado de los ciclos Calvin-Benson-Bassham (CBB) y el ciclo del 

ácido tricarboxílico inverso (rTCA) por parte de la macrofauna.  

Posteriormente, la secuenciación Illumina de alto rendimiento del gen 16S rRNA a partir de 

muestras recuperadas de sedimentos superficiales de la CP, FTP y DA ha revelado que los 

phyla más abundantes de bacterias son Proteobacteria, Actinobacteria, Chloroflexi y 

Bacteroidete, seguidos de Acidobacteria, Artribacteria y Patesibacteria, grupos que han sido 

reportados en otros sistemas hidrotermales como la Cuenca de Guaymas. También se registra 

la presencia de taxones bacterianos oxidantes del azufre/sulfuro y reductores del 

azufre/sulfato (Espinosa-Asuar et al., 2020). Entre estos grupos bacterianos y los hongos 

reportados en estos sistemas, las principales interacciones parecen ser de antagonismo y 

competencia (Hernández, 2019).  
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2.2 Diversidad de hongos marinos en los sistemas hidrotermales del sur del Golfo de 

California 

El estudio reciente de Velez et al. (2022) constituye el más completo sobre micobiota marina 

de los sistemas hidrotermales distribuidos al sur del GoC. Mediante el análisis de la región 

ITS1 acoplado a la secuenciación de alto rendimiento Illumina, se reveló que los sistemas 

CP, FTP y DA, poseen una diversidad taxonómica y funcional destacable de hongos 

microscópicos cultivables, así como filotipos no cultivados ampliamente distribuidos. En este 

mismo estudio se incluyó un análisis de estrategias tróficas, revelando la existencia de 

gremios funcionales característicos para cada sistema, con un predominio de saprótrofos 

indefinidos en la CP y endófitos en la DA. Hasta ahora, los aislados obtenidos de muestras 

de sedimento en estos tres sitios indican que la diversidad fúngica se concentra en los phyla 

Basidiomycota y Ascomycota, particularmente en las clases Eurotiomycetes, 

Dothideomycetes y Sordariomycetes (Hernández, 2019; Vélez et al., 2022).  

Entre los aislados fúngicos recuperados de la CP, algunos fueron identificados como 

Aspergillaceae sp. 2, Aspergillus sp. 2, Aspergillus sp. 3, Aspergillus sp. 4 y Aspergillus sp. 

5. A esta diversidad se suma la identificación de Aspergillus terreus y Pleosporales sp. Los 

Malasseziales también se presentan abundantemente en sedimentos de la CP. La 

micodiversidad en la FTP incluye una comunidad dominada por Dothideomycetes y 

Malasseziales, siendo abundantes Ramularia sp., Malassezia sp. y Fungi sp. 14 (Velez et al., 

2022). También se identificaron Penicillium miczynskii, Penicillium sp. 1 y Penicillium sp. 

3, así como Aspergillaceae sp. 4 y Eurotiomycetidae sp. y Eurotiales sp. (Hernández, 2019).  

 

3. JUSTIFICACIÓN 

La producción y uso de plásticos ha aumentado drásticamente en los últimos años debido a 

su durabilidad, practicidad y bajo costo. No obstante, su acumulación y permanencia en el 

ambiente los ha convertido en una fuente importante de contaminación y un peligro potencial 

para los ecosistemas. Aunado a ello, la reciente pandemia de COVID-19 ha generado una 

mayor demanda de plásticos, particularmente los de un solo uso, debido a su papel 

fundamental en el sector salud. Con ello, se ha intensificado la generación de residuos 

plásticos. La gran mayoría de los desechos presentes en el ambiente provienen de fuentes 



18 
 

terrestres y suelen adoptar el océano como destino final. Enfrentar el problema de 

contaminación plástica ha requerido esfuerzos de gestión, tratamiento y eliminación de 

residuos por medio de métodos físicos y/o químicos, los cuales han resultado ser prácticas 

insuficientes, costosas y generadoras de contaminantes secundarios. Debido a ello, resulta 

esencial considerar métodos alternativos como la biodegradación, abordada en este trabajo. 

Por otra parte, los hongos microscópicos son componentes clave de la biosfera debido a su 

participación en los ciclos biogeoquímicos, la circulación de nutrientes y la degradación de 

materia orgánica, incluyendo polímeros complejos como la celulosa o lignina. En entornos 

marinos extremos como las ventilas hidrotermales, las condiciones ambientales han sido 

impulsoras importantes en la aparición de metabolismos fúngicos novedosos y adaptaciones 

que no se observan en la micobiota terrestre. Es por ello por lo que la bioprospección, como 

la realizada en esta investigación, y también el estudio del potencial degradador de la 

micobiota proveniente de estos ambientes constituye un campo novedoso a través del cual es 

posible identificar especies fúngicas con capacidades destacables y potencialmente útiles en 

la biodegradación de materiales plásticos. 

Por lo anterior, este estudio representa una investigación innovadora en el campo de la 

micología marina y la micodegradación de polímeros. Su importancia radica en la evaluación 

del potencial de micromicetes provenientes de sistemas hidrotermales de mar profundo en el 

Golfo de California para degradar plásticos de base fósil y base biológica. Al mismo tiempo, 

constituye un antecedente importante en la comprensión de la micodegradación como una 

estrategia encaminada a reducir la contaminación plástica. 

 

4. OBJETIVOS 

4.1 Objetivo General 

Evaluar la capacidad de tres aislados fúngicos (Aspergillus terreus, Pleosporales sp. y 

Aspergillaceae sp. 2), obtenidos de sedimentos superficiales de ventilas hidrotermales en la 

Cuenca de Pescadero y la Falla Transformante de Pescadero) para degradar y deteriorar 

polímeros sintéticos y biodegradables. 
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4.2 Objetivos Particulares 

• Confirmar la viabilidad de tres aislados fúngicos provenientes de ventilas 

hidrotermales de la Cuenca de Pescadero y la Falla Transformante de Pescadero, 

resguardados en la colección de cultivos del laboratorio C-121 del Instituto de 

Biología, UNAM.  

• Analizar a través de bioensayos in vitro la sensibilidad y tolerancia de los 

micromicetes seleccionados a la presencia de plásticos sintéticos elaborados con 

polietileno para tres grandes categorías de resinas (LDPE, HDPE y LLDPE), así como 

para un plástico biodegradable elaborado con fécula de maíz. 

• Establecer los posibles efectos de biodeterioro sobre los sustratos plásticos mediante 

microscopía electrónica de barrido.  

• Determinar el grado de biodegradación evaluando cambios en el peso seco de los 

sustratos plásticos y la biomasa fúngica. 

• Examinar la capacidad de los micromicetes para usar dichos polímeros como única 

fuente de carbono. 

• Prospectar las posibles condiciones ideales para la degradación de plásticos en 

términos del pretratamiento de los sustratos con luz UV. 

 

5. HIPÓTESIS 

Los hongos aislados de los sedimentos superficiales de los sistemas hidrotermales de la 

Cuenca de Pescadero y la Falla Transformante de Pescadero son agentes potenciales para la 

degradación y deterioro de polímeros sintéticos derivados del petróleo y polímeros 

biodegradables, donde el pretratamiento con luz UV representa un catalizador para el ataque 

microbiano.  

 

6. MATERIALES Y MÉTODOS 

6.1 Localidades de origen de los aislados 

El material biológico seleccionado para el presente trabajo fue obtenido a partir de 

sedimentos superficiales de sistemas hidrotermales del Golfo de California muestreados por 

la Dra. Diana L. Salcedo durante la campaña oceanográfica Vents and Seeps (2015), lo cual 

fue posible gracias a un convenio de colaboración establecido con MBARI (Monterey Bay 
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Aquarium Research Institute). Los aislados obtenidos forman parte de la colección de 

cultivos del Laboratorio de Ecología Molecular de Micromicetes en Ecosistemas 

Amenazados, C-121 del Instituto de Biología, UNAM. La descripción de las localidades de 

origen de los aislados se detalla a continuación.  

 

6.1.1 Golfo de California  

El Golfo de California (GoC) es una cuenca oceánica de evaporación semicerrada ubicada 

en el noreste del Océano Pacífico, entre la Península de Baja California y los estados costeros 

de Sonora y Sinaloa. Posee una longitud de 1,100 km y un ancho variable de 150 km en 

promedio (Roden, 1964; Álvarez-Borrego, 1983; Lluch-Cota et al., 2007) y tiene un sistema 

de cuencas tectónicas escalonadas y separadas entre sí por cordilleras transversales 

(Lonsdale, 1989). Las cuencas activas en la región norte son someras (~ 200 m), se ubican 

dentro de una amplia zona de deformación entre las fallas transformantes Cerro Prieto y 

Ballenas, poseen límites difusos y su basamento está conformado, principalmente, por 

corteza continental. Destacan entre ellas las cuencas Wagner, Consag, Aldair-Tepoca, Delfín, 

Tiburón y Yaqui. Por su parte, las cuencas de la región sur y centro suelen superar los 2,000 

m de profundidad, están delimitadas por fallas transformantes y poseen pilas sedimentarias, 

en algunos casos mayores a 1 km, con un basamento formado por corteza transicional y 

oceánica, formando verdaderos centros de expansión. Las cuencas de Guaymas, Carmen, 

Fallarón, Pescadero, Cerralvo, Alarcón y Alfonso, son ejemplos de cuencas profundas en 

estas zonas (Londslade, 1989; Henyey y Bischoff, 1973; Aragón-Arreola et al., 2005). Este 

escenario tectónico complejo indica que el Golfo de California alberga un número 

indeterminado de centros de expansión cortos, con sistemas hidrotermales en diferentes 

etapas de desarrollo (Henyey y Bischoff, 1973). Entre los sitios que poseen actividad 

hidrotermal destacan la Cuenca de Guaymas, la Dorsal de Alarcón, la Falla Transformante 

de Pescadero y la Cuenca de Pescadero.   

 

6.1.2 Cuenca de Pescadero (CP) 

La Cuenca de Pescadero se localiza a 150 km al este de La Paz y representa un conjunto de 

tres fosas tectónicas entre los 24º de latitud Norte y los 109º de longitud Oeste (Fig. 3). Posee 

una extensión de 22.9 km2, sedimentos de origen terrígeno y biogénico calcáreo de más de 

50 m de espesor y una profundidad de ~3,800 m, la máxima registrada para una cuenca en el 
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Océano Pacífico Oriental (Goffredi et al., 2017). El sur de esta cuenca alberga sistemas 

hidrotermales en los que se encuentran grandes montículos con flujo hidrotermal a 3.670 km 

de profundidad. Estas estructuras son chimeneas blancas, poseen sulfuros polimetálicos y 

paredes externas ricas en anhidrita e internas ricas en calcita. Los fluidos hidrotermales son 

similares a los de la Cuenca de Guaymas, tienen contenidos elevados de zinc (Zn), litio (Li), 

rubidio (Rb), cesio (Cs) y boro (B), temperaturas de hasta 291ºC y un pH ~6.3. Tanto los 

sedimentos como los fluidos tienen altas concentraciones elevadas de CO2 e hidrocarburos 

alifáticos de orden superior como metano (CH4), etano (C2H6) y heptano (C7H16). Las 

mezclas ricas en compuestos de petróleo producido a altas temperaturas son una 

característica de la CP. Una lista más detallada de los orgánicos volátiles presentes en este 

sistema se incluye en el material suplementario tomado de Paduan et al. (2018) (Apéndice 

1). En cuanto a fauna, la CP alberga una red trófica compleja diferente a la registrada en otros 

sistemas hidrotermales (Goffredi et al., 2017; Paduan et al., 2018, Salcedo et al., 2019; 

Negrete-Aranda et al., 2021). 

 

6.1.3 Falla Transformante de Pescadero (FTP) 

La FTP se extiende por 60 km entre la CP y DA. Alberga ventilas hidrotermales de baja 

temperatura (5ºC), rodeadas por flujos de lava jóvenes y sedimento, con una profundidad 

promedio de 2,400 m (Goffredi et al., 2017; Clague et al., 2018 y Salcedo et al., 2019). 

 

Figura 3. Ubicación geográfica de la Cuenca de Pescadero y la Falla Transformante de 

Pescadero al sur del Golfo de California con referencia en Goffredi et al., 2017 y Goffredi 

et al., 2021. 
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6.2 Selección de aislados y ensayos de viabilidad 

Tres micromicetes caracterizados por Hernández (2019) y provenientes de sedimentos 

superficiales de ventilas hidrotermales al sur del GoC, integran el total de aislados fúngicos 

seleccionados: Pleosporales sp. y Aspergillus terreus de la Cuenca de Pescadero, y 

Eurotiales sp. de la Falla Transformante de Pescadero (Tabla 2).  

Estos microorganismos se seleccionaron porque presentaron características atractivas para 

su potencial empleo en bioensayos de degradación. Por ejemplo, mostraron un crecimiento 

más rápido respecto al observado en otros aislados provenientes de la colección de hongos 

de ventilas hidrotermales. Por otro lado, aislados pertenecientes al género Aspergillus han 

sido ampliamente reportados como agentes potenciales para la biodegradación de plásticos 

con diferentes composiciones químicas (Devi et al., 2015; D’Souza et al., 2021). En cuanto 

a Eurotiales sp., se ha evaluado exitosamente su capacidad para degradar compuestos 

complejos como los hidrocarburos, particularmente alcanos y alquenos (Olguin et al., 2022), 

lo cual representa un precedente importante del potencial degradador de este aislado.  

En el presente trabajo se consideró un último criterio de selección de los aislados, 

correspondiente al contexto fisicoquímico del sitio del cual fueron recuperados estos 

aislados, ya que todos los micromicetes fueron recuperados de sedimentos hidrotermales que 

presentan emanaciones naturales de hidrocarburos alifáticos (Apéndice 1), algunos de los 

cuales (p. ej., el etano) son utilizados en los procesos de producción de plásticos sintéticos. 

Las características de los sistemas hidrotermales y la posible exposición de los aislados 

fúngicos a compuestos de alto peso molecular como los hidrocarburos podría impulsar una 

capacidad micodegradadora poco conocida hasta ahora hongos de mar profundo.  

Con el fin de evaluar su viabilidad, los aislados fueron transferidos a cajas de Petri con medio 

sólido Agar Papa Dextrosa (PDA). La selección de los aislados se confirmó después de 15 

días, momento en el cual se corroboró su crecimiento activo. 
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Tabla 2. Aislados fúngicos seleccionados para los experimentos  

Clave e 

identificación 

𝐓𝐚𝐱𝐨𝐧𝐨𝐦í𝐚𝟏 Origen Morfología  

 

D 

Pleosporales 

sp. 

 

Dominio: Eukarya (Woese et al., 1990) 

Reino: Fungi (Bartling 1830) 

Phylum: Ascomycota (Caval. -Sm. 1998) 

Clase: Dothideomycetes (O. E. Erikss. y Winka, 1997)  

Orden: Pleosporales (Luttr. Ex M. E Barr 1987) 

 

 

Cuenca de 

Pescadero 

Ventila de alta 

temperatura 

 

 
 

 

 

43-B 

Aspergillus 

terreus 

 

Dominio: Eukarya (Woese et al., 1990) 

Reino: Fungi (Bartling 1830) 

Phylum: Ascomycota (Caval. -Sm. 1998) 

Clase: Eurotiomycetes (O. E. Erikss. y Winka, 1997) 

Orden: Eurotiales (G. W. Martin ex Benny y Kimbr. 1980) 

Familia: Aspergillaceae (Link 1826) 

Género: Aspergillus (P. Micheli 1729) 

Especie: Aspergillus terreus (Thom 1918) 

 

 

 

Cuenca de 

Pescadero 

Ventila de alta 

temperatura 

 

 

 
 

 

I 

Eurotiales sp. 

 

Dominio: Eukarya (Woese et al., 1990) 

Reino: Fungi (Bartling 1830) 

Phylum: Ascomycota (Caval. -Sm. 1998) 

Clase: Eurotiomycetes (O. E. Erikss. y Winka, 1997) 

Orden: Eurotiales (G. W. Martin ex Benny y Kimbr. 1980) 

 

 

Falla 

Transformante 

de Pescadero 

Ventila de baja 

temperatura 

 

 
 

1 Consultado en Index Fungorum (www.indexfungorum.org) 

6.3 Selección y preparación de sustratos plásticos 

Se seleccionaron tres productos plásticos de polietileno comercialmente disponibles, cada 

uno con una densidad de resina diferente. Dos de estos productos fueron identificados a partir 

del sistema de codificación establecido por la SPI (Society of the Plastics Industry) como un 
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plástico de polietileno de alta densidad (HDPE) con un código de resina 2 y un plástico de 

polietileno de baja densidad (LDPE) con un código de resina 4. La identidad precisa del 

tercer producto, cuyo código de resina correspondía al número 7, fue proporcionada por la 

empresa que comercializa el producto, como un plástico de polietileno lineal de baja densidad 

(LLDPE). Esto, debido a que la categoría 7 agrupa a un conjunto diverso de plásticos cuyas 

resinas pueden presentarse en combinaciones o ser diferentes a los grupos 1 a 6 según el 

código SPI. 

A fin de establecer un marco comparativo de los procesos de biodegradación y biodeterioro 

entre plásticos sintéticos derivados del petróleo, y plásticos de base biológica biodegradables, 

se integró un polímero compostable y biodegradable elaborado con fécula de maíz (BDFM; 

HappyDoggy Bolsa marca ECOalternativas) (Tabla 3). Los aditivos y las formulaciones 

químicas de los plásticos seleccionados se desconocen debido a que sus fabricantes no 

proporcionaron esta información.  

Previamente a su empleo en los bioensayos de tolerancia y degradación, se estandarizó el 

tamaño de muestra de los plásticos cortando cuadros de 1.5 x 1.5 cm de lado y se 

desinfectaron sus superficies con alcohol etílico al 70%. Estas muestras se sometieron a un 

proceso de esterilización, depositando cada tipo de plástico en un recipiente de vidrio y 

empleando calor, con un ciclo de 15 minutos de esterilización.  

Tabla 3. Productos plásticos sintéticos y biodegradables seleccionados para bioensayos de 

tolerancia y degradación 

𝐇𝐃𝐏𝐄1 

High density polyethylene 

Polietileno de alta densidad 

 

 

Recipiente de alimentos (embalaje) 

𝐋𝐃𝐏𝐄1 

Low density polyethylene 

Polietileno de baja densidad 

 

 

Bolsas para basura (película plástica) 
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𝐋𝐋𝐃𝐏𝐄1 

Linear-low density polyethylene 

Polietileno lineal de baja densidad 

 

 

Recipiente de alimentos (embalaje) 

 

𝐁𝐃𝐅𝐌2 

Biodegradable bio-based plastic  

Plástico biodegradable de fécula de maíz 

 

 

Bolsas para heces de mascota (película 

plástica) 

1 Plástico sintético “no biodegradable” derivado de petróleo. 

2 Plástico de base biológica, biodegradable y compostable. 

 

6.4 Bioensayos de tolerancia ante la presencia de sustratos plásticos 

Los bioensayos de tolerancia se desarrollaron bajo condiciones aeróbicas y en cajas de Petri 

empleando medio de cultivo marino sólido (Difco TM Marine Agar 2216). Se establecieron 

todas las combinaciones posibles entre los tres aislados fúngicos (Pleosporales sp. (D), 

Aspergillus terreus (43-B) y Eurotiales sp. (I)) y los cuatro sustratos plásticos (HDPE, LDPE, 

LLDPE y BDFM) incluyendo controles fúngicos (Tabla 4; Fig. 4). Las cinco grandes 

categorías de condiciones experimentales resultantes fueron: a) Condición 1: plásticos de 

polietileno de alta densidad (HDPE) inoculados con cada uno de los aislados fúngicos, b) 

Condición 2: plásticos de polietileno de baja densidad (LDPE) inoculados con cada uno de 

los aislados fúngicos, c) Condición 3: plásticos de polietileno lineal de baja densidad 

(LLDPE) inoculados con cada uno de los aislados fúngicos, d) Condición 4: plásticos de 

fécula de maíz biodegradables (BDFM) inoculados con cada uno de los aislados fúngicos y 

e) Condición 5 (Controles): aislados fúngicos inoculados en cajas de Petri sin muestras 

plásticas, donde los aislados fúngicos corresponden a Pleosporales sp. (D), Aspergillus 

terreus (43-B) y Eurotiales sp. (I) (Tabla 4). Cada una de las combinaciones plástico-aislado 

se realizó por triplicado. En todos los casos la muestra plástica, previamente esterilizada, se 

colocó al centro de las cajas de Petri y, sobre la superficie de estos plásticos se inoculó un 
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tapón de micelio de aproximadamente 1 cm del aislado correspondiente (Fig. 4). Las 

muestras se incubaron durante 15 días a temperatura ambiente de laboratorio (23ºC) y ciclos 

de luz/obscuridad de 12/12. 

 

Tabla 4. Diseño experimental de los bioensayos de tolerancia. La nomenclatura 

correspondiente a cada casilla incluye: a) números que indican el número de réplica (1, 2 o 

3), b) una sigla, que hace referencia a un sustrato plástico (HDPE, LDPE, LLDPE o BDFM), 

o a un control (CO) y, c) una letra que designa la clave del aislado en cuestión (Pleosporales 

sp. (D), Aspergillus terreus (43-B) y Eurotiales sp. (I)).  Las casillas marcadas con asterisco 

(*) indican las muestras que se seleccionaron para un análisis posterior con microscopía 

electrónica de barrido. Esta selección incluyó al menos una réplica para cada condición.  

Condiciones de  los bioensayos    

Condición 1  Condición 2  Condición 3  Condición 4  

Condición 5 

(CO=controles) 

1 HDPE D 1 LDPE D  1 LLDPE D  1 BDFM D * 1 CO D 

2 HDPE D 2 LDPE D 2 LLDPE D * 2 BDFM D 2 CO D  

3 HDPE D * 3 LDPE D * 3 LLDPE D 3 BDFM D 3 CO D  

1 HDPE 43-B 1 LDPE 43-B 1 LLDPE 43-B 1 BDFM 43-B 1 CO 43-B 

2 HDPE 43-B 2 LDPE 43-B 2 LLDPE 43-B 2 BDFM 43-B * 2 CO 43-B 

3 HDPE 43-B * 3 LDPE 43-B * 3 LLDPE 43-B * 3 BDFM 43-B 3 CO 43-B 

1 HDPE I  1 LDPE I 1 LLDPE I 1 BDFM I * 1 CO I  

2 HDPE I 2 LDPE I * 2 LLDPE I 2 BDFM I 2 CO I  

3 HDPE I * 3 LDPE I 3 LLDPE I *  3 BDFM I 3 CO I  
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Figura 4. Diagrama del trabajo experimental correspondiente a los bioensayos de 

tolerancia. 

Para dar seguimiento al crecimiento fúngico, se realizó un registro fotográfico de las colonias 

durante dos semanas en los días 1, 3, 5, 7, 9, 11, 13 y 15 bajo condiciones idénticas de luz y 

ajustes de cámara (ISO 200, 1/80 seg f/5 64 mm), empleando un equipo Canon EOS 70D. 

Las imágenes obtenidas se procesaron con el programa ImageJ (v 1.53a) a fin de cuantificar 

el área total del crecimiento radial para cada uno de los aislados en milímetros. Se 

construyeron curvas de crecimiento en el programa Excel calculando los valores promedio 

de las tres réplicas, incluyendo la desviación estándar, con el objetivo de evaluar las 

tendencias de crecimiento de cada uno de los aislados. Además, se obtuvieron las tasas de 

crecimiento correspondiente en porcentaje.  

Después de 15 días de incubación se seleccionaron muestras representativas de cada 

combinación plástico-aislado (Tabla 4) para analizar, mediante microscopía electrónica de 

barrido, los cambios a microescala en la morfología de las superficies de los plásticos, 

buscando señales de biodeterioro, así como el desarrollo de estructuras fúngicas y su 

interacción con la superficie de cada muestra. Para ello, las muestras seleccionadas se 

sometieron a un proceso de secado durante 5 días en alcohol al 70%. Las películas procesadas 

se cortaron en cuadros de 1 x 1 cm, recubriendo su superficie con oro paladio. Posteriormente 

se sometieron a vacío profundo para visualizarlas con un microscopio electrónico de barrido. 

Se obtuvieron al menos 5 imágenes de cada aislado. 
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6.5 Bioensayos de degradación in vitro de los sustratos plásticos 

Los bioensayos de degradación in vitro se desarrollaron considerando tratamientos y 

controles según la metodología descrita por Velez et al., (2020) de la siguiente manera: se 

establecieron todas las combinaciones posibles aislado-plástico (Tabla 5). Si bien se 

consideraron los mismos aislados fúngicos (Pleosporales sp. (D), Aspergillus terreus (43-B) 

y Eurotiales sp. (I)), y las mismas muestras plásticas (HDPE, LDPE, LLDPE y BDFM) 

empleadas previamente en los bioensayos de tolerancia, estas últimas se agruparon en dos 

categorías al integrar dos condiciones experimentales nuevas: la primera, utilizando sustratos 

plásticos que recibieron un pretratamiento abiótico de exposición a luz ultravioleta (UV) a 

una longitud de onda de 254 nm, con un ciclo de exposición de 60 minutos por cada una de 

las caras de las muestras (2 ciclos en total). La segunda condición experimental, utilizando 

los mismos sustratos plásticos, pero sin ser expuestos a un pretratamiento abiótico de 

radiación UV. Así, las combinaciones resultantes aislado-plástico incluyeron a estos dos 

grupos de plásticos (tanto los irradiados como los no irradiados) así como los controles 

experimentales, considerando tres réplicas por cada combinación (Tabla 5; Fig. 5). Anterior 

a su uso en los bioensayos de degradación, se cuantificó la masa inicial de todas las muestras 

plásticas en una balanza digital. Posteriormente, sobre la superficie de todos los plásticos se 

inocularon tapones de micelio de aproximadamente 1 cm correspondientes a cada uno de los 

aislados fúngicos considerando el diseño de combinaciones posibles aislado-plástico (Fig. 

5). Cada microcultivo resultante se colocó en un tubo Falcon de 50 mL que contenían medio 

líquido Sales de Vogel (Moltox; Vogel’s 50X Salt Solution 26-681) a una concentración de 

0.98% con un volumen final de 20 mL (Fig. 5). Los controles fúngicos consistieron en un 

tapón de micelio de cada uno de los aislados creciendo sin sustratos de plásticos en tubos de 

Falcon con el medio líquido antes mencionado (Tabla 5, condición 5). Por su parte, los 

controles plásticos irradiados y no irradiados (Tabla 5, condición 6), consistieron únicamente 

en sustratos plásticos sin un tapón de micelio, y se recuperaron directamente para un análisis 

de sus superficies empleando microscopía electrónica de barrido. A este mismo análisis se 

sometieron muestras representativas de cada combinación aislado-plástico (Tabla 5, casillas 

marcadas con un asterisco) con la finalidad de evaluar señales de biodeterioro superficial, así 

como la formación de estructuras fúngicas sobre los sustratos plásticos empleados. Se 

seleccionaron las micrografías más representativas del biodeterioro y el crecimiento fúngico. 
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Debido a que las Sales de Vogel carecen de una fuente de carbono orgánico, la única fuente 

de este elemento estaría representada por las muestras plásticas (HDPE, LDPE, LLDPE y 

BDFM). Todos los tubos se incubaron a temperatura ambiente durante 15 días en condiciones 

aeróbicas y ciclos de luz/obscuridad de 12/12. 

 

Tabla 5. Diseño experimental de los bioensayos de degradación. La nomenclatura 

correspondiente a cada casilla incluye: a) números que indican el número de réplica (1, 2 o 

3), b) una sigla, que hace referencia a un sustrato plástico irradiado o no irradiado (HDPE, 

LDPE, LLDPE o BDFM), o a un control (CO) y, c) una letra que designa la clave del aislado 

en cuestión (Pleosporales sp. (D), Aspergillus terreus (43-B) y Eurotiales sp. (I)).  Las 

casillas marcadas con asterisco (*) indican las muestras que se seleccionaron para un análisis 

posterior con microscopía electrónica de barrido. Esta selección incluyó al menos una réplica 

para cada condición.  

 

Condición 1  Condición 2  Condición 3  Condición 4  
Condición 5  

(controles hongos) 

Condición 6  

(controles 

plásticos) 

Muestras 1 HDPE D  1 LDPE D  1 LLDPE D * 1 BDFM D   1 CO D  HDPE 

que SI 2 HDPE D * 2 LDPE D  2 LLDPE D  2 BDFM D  2 CO D LDPE 

 recibieron 3 HDPE D  3 LDPE D * 3 LLDPE D  3 BDFM D * 3 CO D  LLDPE 

pretratamiento 1 HDPE 43-B  1 LDPE 43-B  1 LLDPE 43-B * 1 BDFM 43-B *  4 CO 43-B  BDFM 

UV 2 HDPE 43-B  2 LDPE 43-B *   2 LLDPE 43-B  2 BDFM 43-B  5 CO 43-B   

 3 HDPE 43-B * 3 LDPE 43-B  3 LLDPE 43-B  3 BDFM 43-B  6 CO 43-B   

 1 HDPE I * 1 LDPE I  1 LLDPE I  1 BDFM I  7 CO I   

 2 HDPE I  2 LDPE I  2 LLDPE I * 2 BDFM I  8 CO I  

 3 HDPE I  3 LDPE I *  3 LLDPE I  3 BDFM I * 9 CO I   

       

 

Condición 1  Condición 2  Condición 3  Condición 4  
Condición 5 

(controles hongos) 

Condición 6 

(Controles 

plásticos) 

Muestras 1 HDPE D * 1 LDPE D * 1 LLDPE D  1 BDFM D   1 CO D  HDPE 

que NO  2 HDPE D  2 LDPE D  2 LLDPE D * 2 BDFM D * 2 CO D LDPE 

recibieron 3 HDPE D  3 LDPE D  3 LLDPE D  3 BDFM D 3 CO D  LLDPE 

pretratamiento 1 HDPE 43-B * 1 LDPE 43-B *  1 LLDPE 43-B * 1 BDFM 43-B *  4 CO 43-B  BDFM 

UV  2 HDPE 43-B  2 LDPE 43-B   2 LLDPE 43-B  2 BDFM 43-B  5 CO 43-B   

  3 HDPE 43-B  3 LDPE 43-B  3 LLDPE 43-B  3 BDFM 43-B  6 CO 43-B   

 1 HDPE I 1 LDPE I  1 LLDPE I * 1 BDFM I  7 CO I   

 2 HDPE I * 2 LDPE I  2 LLDPE I  2 BDFM I *  8 CO I  

 3 HDPE I  3 LDPE I * 3 LLDPE I  3 BDFM I  9 CO I   
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Figura 5. Diagrama del diseño experimental correspondiente a los bioensayos de degradación. 

 

En la presente investigación se cuantificaron dos parámetros para evaluar la biodegradación: 

1) la cuantificación de una posible reducción en la masa de cada muestra plástica al término 

de los bioensayos de degradación (día 15) y, 2) la cuantificación de la biomasa fúngica 

producida para cada condición a través del peso seco del micelio recuperado al final de los 

bioensayos (día 15).  En relación con esta segunda variable, se recuperó el micelio adherido 

a la superficie de los plásticos considerando únicamente dos de tres réplicas para cada 

combinación aislado-plástico. Una vez separadas, la biomasa recuperada y la muestra plástica 

se colocaron cada una sobre cuadrados de papel filtro para su secado en un horno durante 

120 minutos a 55ºC. Esto, debido a que muchos plásticos de base biológica o bioplásticos 

son higroscópicos. Transcurrido ese tiempo, las muestras de biomasa y plásticos se pesaron 

en una balanza digital y los valores se registraron en un documento Excel.  

La pérdida de masa de las muestras plásticas se calculó como:  

𝑀𝑖 −  𝑀𝑓 = 𝑀𝑃 

Donde,  

𝑀𝑖 = Masa inicial muestra plástica 
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𝑀𝑓 = Masa final muestra plástica tras 15 días de incubación 

𝑀𝑃 = masa plástica perdida 

Mientras que la cuantificación de la biomasa fúngica de calculó como: 

𝑃𝑓1𝑀𝑟 −  𝑃𝑓2 =  𝑃𝑆𝑏𝑓 

Donde, 

𝑃𝑓1𝑀𝑟 = Peso del papel filtro con el micelio fúngico recuperado tras 15 días de incubación 

𝑃𝑓2 = Peso inicial papel filtro  

𝑃𝑆𝑏𝑓= Peso seco biomasa fúngica 

 

6.6 Análisis estadísticos  

6.6.1 Análisis de varianza con permutaciones PERMANOVA 

El análisis de varianza multivariado con permutaciones PERMANOVA es una herramienta 

estadística basada en la partición geométrica de la variación multivariada. Esta prueba 

semiparamétrica permite evaluar la respuesta simultánea de una o más variables, 

potencialmente independientes, a uno o más factores en un diseño experimental complejo. 

PERMANOVA calcula los valores p utilizando permutaciones y admite cualquier medida de 

disimilitud. Calcula el estadístico pseudo-F a partir de una matriz de distancia basado en la 

noción de expectativas de cuadrados medios y con ello, somete a prueba la hipótesis nula de 

no diferencias significativas en las posiciones de los centroides, siendo estos los niveles de 

cada factor o bien, cualquier fuente de variación (Anderson, 2001; 2005; 2014).  

Con el fin de analizar la varianza en términos de: a) la masa perdida de muestras plásticas de 

HDPE, LDPE, LLDPE y BDFM, y b) la biomasa fúngica producida por los tres aislados 

(Pleosporales sp. (D), Aspergillus terreus (43-B) y Eurotiales sp. (I)) en diferentes 

condiciones experimentales, se realizaron dos análisis de PERMANOVA. Ambos análisis se 

realizaron con el programa Primer v7 y PERMANOVA+ (PRIMER-e, Ltd. Plymouth, R.U.).  

A continuación, se describe el diseño experimental para cada conjunto de variables.  
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6.7 Diseño experimental 

6.7.1 PERMANOVA masa perdida de sustratos plásticos 

Para probar la hipótesis nula de que no hay diferencias significativas en la masa perdida de 

muestras de diferentes tipos de plásticos, se elaboró un diseño experimental (Tabla 6) que 

incluyó los siguientes factores fijos: tratamiento (2 niveles), plástico (4 niveles) y aislado (3 

niveles). Los valores fueron transformados empleando raíz cuadrada, y se partió de una 

matriz de distancias euclidianas. Para obtener los valores de pseudo-F y de significancia (≤ 

0,05), se seleccionaron 999 permutaciones bajo un modelo reducido.   

Los factores que mostraron diferencias estadísticas significativas fueron seleccionados para 

realizar una prueba por pares a posteriori, con el fin de determinar diferencias entre sus 

niveles.  

Tabla 6. Diseño experimental para el análisis de varianza PERMANOVA 1 

Factor  Niveles Fijo/aleatorio 

Tratamiento Con UV 

Sin UV 

Fijo 

Plástico HDPE 

LDPE 

LLDPE 

BDFM 

 

Fijo 

Aislado D 

43-B 

I 

Fijo 

 

6.7.2 PERMANOVA biomasa fúngica  

Para evaluar el efecto de los factores utilizados en el primer análisis (Tabla 6) sobre la 

biomasa fúngica producida, se implementó un segundo diseño (PERMANOVA 2). A 

diferencia del primer diseño, el factor plástico incluyó 5 niveles, debido a la incorporación 

del conjunto de datos de los controles. Los valores fueron transformados empleando raíz 

cuadrada y se partió de una matriz de similitud Bray-Curtis. Los valores de pseudo-F y de 

significancia (≤ 0,05) se calcularon a partir de 999 permutaciones bajo un modelo reducido. 

Al igual que en el primer análisis PERMANOVA, se realizaron pruebas por pares en aquellos 

factores que mostraron diferencias significativas.  
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 Tabla 7. Diseño experimental para el análisis de varianza PERMANOVA 2 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

RESULTADOS 

7.1 Tolerancia a la presencia de sustratos plásticos 

Con base en las curvas de crecimiento (Fig. 6), se observó que los aislados provenientes de 

la Cuenca de Pescadero (CP) (Pleosporales sp. y Aspergillus terreus) mostraron un patrón 

similar con relación al desarrollo de sus micelios sobre sustratos biodegradables (BD) y no 

BD. En ambos casos, el micelio de estos micromicetes presentó un mayor desarrollo en 

presencia del plástico sintético de polietileno de baja densidad (LDPE), en donde: 

- Pleosporales sp. tuvo un tamaño de micelio de 606.8 mm2 en el día 15 del 

experimento, superando el área total de crecimiento radial del control fúngico en un 

7.47% y con una tasa de crecimiento promedio de 77.6% durante 15 días. 

- Aspergillus terreus mostró un tamaño de micelio de 923.9 mm2 en el día 15 del 

experimento, superando el área total de crecimiento radial del control fúngico en un 

7.8% y una tasa de crecimiento promedio de 153.1% durante 15 días.  

El micelio del único aislado proveniente de la Falla Transformante de Pescadero presentó su 

mayor desarrollo en presencia del plástico biodegradable de fécula de maíz (BDFM), en 

donde: 

- Eurotiales sp. desarrolló un micelio con un tamaño de 3400.8 mm2 en el día 15 del 

experimento, superando el área total de crecimiento radial del control fúngico en un 

44.2% y una tasa de crecimiento promedio de 242.5% durante 15 días. Esto lo 

Factor Niveles Fijo/aleatorio 

Tratamiento Con UV 

Sin UV 

Fijo 

Plástico HDPE 

LDPE 

LLDPE 

BDFM 

CONTROL 

 

Fijo 

Aislado D 

43-B 

I 

Fijo 
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convierte en el aislado de mayor crecimiento fúngico observado sobre un sustrato 

biodegradable. 

El menor crecimiento fúngico de los aislados de la Cuenca de Pescadero (Pleosporales sp. y 

A. terreus) se registró sobre sustratos de polietileno de alta densidad (HDPE), mientras que 

Eurotiales sp. (FTP) registró su menor crecimiento sobre sustratos de polietileno de baja 

densidad (LDPE). A continuación, se presenta el crecimiento fúngico de los tres aislados 

sobre los distintos sustratos plásticos en orden ascendente durante etapas tempranas (15 días) 

de los bioensayos de tolerancia: 

a) Para Pleosporales sp. 

HDPE < BDFM < LLDPE < LDPE  

b) Para Aspergillus terreus: 

HDPE < BDFM < LLDPE < LDPE  

c) Para Eurotiales sp. 

LDPE < LLDPE < HDPE < BDFM 
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Figura 6. Curvas de crecimiento de los aislados fúngicos en presencia de diferentes sustratos plásticos 

durante 15 días. El área promedio de los aislados está en mm² y las barras de error representan la 

desviación estándar de los datos del área total según las réplicas analizadas. El eje “y” corresponde 

al crecimiento de los aislados en milímetros cuadrados (mm2) y el eje “x” al tiempo transcurrido en 

días.  

De acuerdo con las observaciones macroscópicas, no se registran cambios aparentes en las 

características morfológicas de los aislados en tratamiento respecto a los aislados controles 

(Fig. 7). Pleosporales sp. y A. terreus (CP), exhibieron un crecimiento pronunciado en las 
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zonas adyacentes al inóculo inicialmente depositado sobre la superficie de los sustratos 

plásticos, con una tendencia de crecimiento hacia la periferia de las muestras plásticas. 

Particularmente, Pleosporales sp. formó un micelio aéreo globoso abundante, color gris 

humo y márgenes blancos ondulados e irregulares en condiciones de tratamiento (Fig. 7a), 

mientras que A. terreus creció irregularmente, con un micelio color marrón-canela con bordes 

blancos y finamente granulado (Fig. 7b). Finalmente, Eurotiales sp. de FTP mostró un 

crecimiento radial, con un micelio blanco esponjoso que cubrió por completo la superficie 

de todos los plásticos (Fig. 7c). 
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Figura 7. Crecimiento y características macroscópicas de los aislados de a) Pleosporales sp., b) 

Aspergillus terreus y c) Eurotiales sp. en presencia de plásticos (HDPE, LDPE, LLDPE y BDFM) 

durante los bioensayos de tolerancia en los días 1, 7 y 15.   

7.1.1 Micrografías obtenidas con microscopía electrónica de barrido en los bioensayos 

de tolerancia   

El análisis topográfico de los plásticos controles mediante microscopía electrónica de barrido 

mostró diferencias estructurales en sus relieves superficiales, con superficies rugosas y 

granuladas en el plástico biodegradable (BDFM) (Fig. 8-1d), y superficies aparentemente 

lisas en los plásticos de PE (Figs. 8-1a, 8-1b y 8-1c). Las rasgaduras observadas en estos 

últimos plásticos podrían deberse al proceso de corte mecánico o manipulación experimental. 

En las muestras experimentales, los hongos filamentosos inoculados formaron redes de 

micelio, así como agregados de hifas (p. ej., Figs. 8-2a, 8-3b y 8-4c), esporas (Figs. 8-3a y 8-

4d) y, en algunos casos, estructuras de reproducción asexual (Figs. 8-3b, 8-3d y 9). En 

proximidad con algunas hifas se pudieron observar agrietamientos, levantamientos de capas 

superficiales plásticas y rasgaduras (p. ej., Figs. 8-2a, 8-2b, 8-2c, 8-4d y 8-5d). Estas señales 

de daño mecánico sugieren una unión reciente del hongo con la superficie del plástico, así 

como su adherencia a la matriz polimérica e interacción con los componentes del plástico. 

En esta misma línea, el crecimiento de Pleosporales sp. sobre plásticos de polietileno de baja 

densidad (LDPE) constituye un ejemplo representativo de adherencia fúngica, ya que algunos 

márgenes de las hifas se encontraron unidas a la capa más superficial del plástico (Fig. 8-2b), 

promoviendo la aparición de rasgaduras y el rompimiento mecánico de la matriz exterior del 

plástico, señales que son consideradas importantes como parte del proceso de biodeterioro.  
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De los tres micromicetes, A. terreus fue el único capaz de formar hifas y largas cadenas de 

conidios uninucleados y conidióforos con cabezas conidiales columnares sobre las 

superficies de plásticos LDPE (Fig. 8-3b) y biodegradables (BDFM) (Fig. 8-3d). Destaca la 

presencia abundante de estas estructuras en la matriz del plástico biodegradable, superficie 

en la cual se registró una compleja red de micelio que penetró, fragmentó y separó al plástico 

en diferentes capas, haciendo del plástico un material más biodisponible (Figs. 9a y 9c). 

Además, se observó la intrusión de esporas e hifas por debajo de la matriz más superficial, 

así como el desprendimiento de pequeñas partículas plásticas (Fig. 9b). Por su parte, 

Eurotiales sp. formó las redes hifales más extensas y abundantes en contacto cercano con 

sustratos de LLDPE y BDFM, con un desarrollo aéreo de las mismas. Por debajo de estas 

redes de micelio se observaron rasgaduras y cambios en la rugosidad del plástico (p. ej., Figs. 

8-4c y 8-5d).  

Las micrografías se seleccionaron de acuerdo con su representatividad tanto para el 

biodeterioro como para las estructuras fúngicas desarrolladas, y son un reflejo de aquellos 

casos en los que se produjo más biomasa y en los que se perdió una mayor cantidad de masa 

plástica, por ello, su escala no es la misma en todos los casos.  
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Figura 8. Micrografías de microscopía electrónica de barrido (SEM) que muestran la morfología 

superficial de plásticos biodegradables y no biodegradables después de 15 días de incubación en 
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cultivos sólidos. Las imágenes enumeradas como 1a, 1b, 1c y 1d corresponden a los plásticos 

controles que no fueron inoculados. El resto de las imágenes corresponden a las superficies de los 

plásticos que fueron inoculados con los micromicetes Pleosporales sp., Aspergillus terreus y 

Eurotiales sp. Las imágenes fueron seleccionadas de acuerdo con su representatividad, por lo que la 

escala varía entre cada una de ellas.  

 

Figura 9. Micrografías SEM donde se muestra la colonización fúngica sobre sustratos plásticos. Las 

flechas indican estructuras de reproducción asexual (conidióforos) por parte de Aspergillus terreus 

(43-B) sobre la superficie de plásticos biodegradables de fécula de maíz (BDFM) (Imágenes 9a y 9b) 
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y plásticos de polietileno de baja densidad (LDPE) (Imagen 9c). En la imagen b) se observa la 

intrusión de esporas fúngicas por debajo de la capa superficial del plástico biodegradable.  

 

7.2 Bioensayos de degradación in vitro 

Debido a que todos los aislados pudieron crecer en presencia de plásticos de polietileno y 

biodegradables durante los bioensayos de tolerancia, se probó su capacidad para deteriorar y 

degradar estos mismos sustratos empleándolos como única fuente de carbono. Así, en los 

bioensayos de degradación in vitro observamos el siguiente comportamiento de los aislados:  

Un crecimiento macroscópico disminuido de Pleosporales sp., particularmente sobre 

sustratos biodegradables irradiados (BDFM-UV) en un medio líquido pobre en carbono (Fig. 

10a), contrastante al micelio abundante que registró cuando se empleó medio marino sólido 

(Fig. 8-2d). Por otro lado, el micelio de A. terreus se desarrolló principalmente ante la 

presencia de sustratos de alta densidad no irradiados (HDPE) (Fig. 10g) e irradiados HDPE-

UV (Fig. 10b), con un marcado crecimiento hacia la periferia de estas muestras. En el resto 

de los sustratos el crecimiento fue prácticamente nulo. Finalmente, Eurotiales sp. destacó del 

resto de los aislados, ya que su micelio fue el más abundante, pudiendo crecer sobre todos 

los sustratos plásticos irradiados y no irradiados. Su mayor crecimiento se registró en los tres 

tipos de plásticos de polietileno, cubriendo por completo la capa superior de estos plásticos 

(Figs. 10-d, 10-e, 10-f, 10-i, 10-j y 10-k). Se omiten las descripciones y las imágenes de 

aquellos casos en los que el crecimiento fue incipiente o no detectable macroscópicamente.  

En cuanto a los controles de los hongos, su crecimiento micelial fue menor que en los 

tratamientos (Figs. 10l, y 10n), excepto para A. terreus, que pudo crecer bien incluso en 

ausencia de una fuente potencialmente aprovechable de carbono (Fig. 10m). 
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Figura 10. Crecimiento macroscópico de las colonias de Pleosporales sp., Aspergillus terreus y 

Eurotiales sp. en presencia de plásticos (HDPE, LDPE, LLDPE y BDFM) con y sin pretratamiento 

UV después de 15 días de incubación. Algunas muestras exhibieron una cierta flotabilidad debido a 

su densidad. 

 

7.2.1 Micrografías obtenidas con microscopía electrónica de barrido en los bioensayos 

de degradación 

De acuerdo con el análisis de microscopía SEM, encontramos una mayor erosión superficial 

en los plásticos controles irradiados con UV, cuya configuración estructural difería 
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notablemente de sus contrapartes no irradiadas (p. ej., Figs. 11-1g y 11-1h). Esta erosión se 

presentó principalmente en forma de una mayor rugosidad e irregularidad superficial en los 

plásticos expuestos a luz UV, señales que interpretamos como evidencia de un deterioro 

temprano y cambio en las propiedades de los plásticos promovido por un factor abiótico.  

Con relación a la colonización fúngica, esta se dio en todas las superficies plásticas, tanto las 

irradiadas como las no irradiadas con UV (Fig. 11, lámina 2), aunque de manera 

prácticamente nula y con la presencia de unas cuantas esporas en los sustratos irradiados y 

no irradiados de PE de baja densidad (LDPE) (p. ej., Figs. 11-2g y 11-2h). Asimismo, 

encontramos la presencia de diferentes morfotipos de hifas en interacción con la superficie 

inerte de los plásticos HDPE, LLDPE y BDFM, desde extensas redes filamentosas cubriendo 

total o parcialmente la superficie polimérica (p. ej., Figs. 11-4i, 11-4j, 11-4k y 11-4l), hasta 

hifas con patrones de ramificación casi nulos (p. ej., Fig.11-4e) e incluso, hifas que 

presentaron ramas laterales cortas (p. ej., Figs. 11-2j y 11-3j). Adheridos a la matriz plástica 

también se encontraron conidios (Figs. 11-3g, 11-3h y Fig. 12), algunos de ellos en 

germinación. La figura 11-4f, por ejemplo, muestra el crecimiento de una hifa por extensión 

apical a partir de un conidio.  

Se observó la intrusión de hifas (p. ej., Figs. 11-2e, 11-2f y 11-2i) y esporas (Figs. 11-3i y 

11-3e) por parte del aislado A. terreus por debajo de las capas superficiales de plásticos de 

PE de alta densidad y lineal de baja densidad. La agregación y aglutinamiento de hifas que 

extendieron su margen de crecimiento por debajo de estas primeras capas provocó, en 

algunos casos, el levantamiento y desprendimiento de pequeños fragmentos superficiales, 

siendo que estas señales de biodeterioro fueron más evidentes en plásticos irradiados con UV 

(Figs. 11-2k y 11-3k). Los agregados de hifas más abundantes se registraron en los plásticos 

de LLDPE y BDFM. Estas señales de biodeterioro fueron más evidentes en plásticos 

irradiados con UV. A diferencia de los bioensayos de tolerancia, en donde A. terreus formó 

conidios y conidióforos en plásticos de LDPE y BDFM, este aislado solamente formó dichas 

estructuras en presencia de sustratos irradiados y no irradiados de HDPE cuando estos se 

utilizaron como única fuente de carbono (Fig.11-3f; Fig. 12).  En todos los casos se debe 

tomar en cuenta que la selección de imágenes, a pesar de diferir en escala, se hizo 

considerando la representatividad de las señales de biodeterioro y crecimiento fúngico 

buscadas. 
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*Imagen 11, lámina 1. 
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*Imagen 11, lámina 2. 
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*Imagen 11, lámina 3. 
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*Imagen 11, lámina 4. 

Figura 11. Micrografías de SEM de la superficie de plásticos BD y no BD después de 15 días de 

incubación en cultivos líquidos. Las imágenes 1e, 1f, 1g, 1h, 1i, 1j, 1k, y 1L corresponden a los 
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plásticos controles expuestos y no expuestos a UV. El resto de las imágenes muestran la superficie 

de plásticos con y sin pretratamiento UV inoculados con Pleosporales sp., Aspergillus terreus y 

Eurotiales sp. Las imágenes fueron seleccionadas de acuerdo con una cierta representatividad, por lo 

que su escala no es la misma en todos los casos. 

 

Figura 12. Conidióforos producidos por Aspergillus terreus sobre la superficie de plásticos HDPE 

con y sin pretratamiento UV (Imagen a y b). 

 

7.2.2 Determinación de la pérdida de masa de las muestras plásticas y cuantificación de 

la biomasa fúngica 

Se cuantificó la masa pérdida por cada una de las muestras plásticas expuestas y no expuestas 

a un pretratamiento UV después de un periodo de incubación de 15 días considerando dos de 

las tres réplicas experimentales. Aunque todos los sustratos mostraron una reducción en su 

masa, destaca que los plásticos irradiados exhibieron una mayor pérdida en su masa (Fig. 

13). Algunas interacciones destacables en las cuales se registra dicho fenómeno, con 

diferencias significativas y los valores promedios más altos son: 

− HDPE–UV en interacción con Eurotiales sp. (I) perdió un promedio de 0.02 g. 1* 

− HDPE-UV en interacción con A. terreus (43-B) perdió un promedio de 0.01 g. 1* 

− BDFM–UV en interacción con A. terreus (43-B) perdió un promedio de 0.0035 g. 1*  

1* Incertidumbres asociadas incluidas en las gráficas de la Fig. 13. 



50 
 

En relación con los plásticos no irradiados, también es posible observar una pérdida 

significativa en su masa. Un ejemplo de ello es la interacción LDPE – no UV – I (Fig. 13b), 

en donde el sustrato no irradiado LDPE perdió una masa promedio de 0.003 gramos después 

de 15 días de incubación. De acuerdo con lo anterior, A. terreus y Eurotiales sp. promovieron 

una mayor pérdida de masa en los sustratos plásticos, principalmente en plásticos irradiados 

del tipo HDPE y BDFM.  

En cuanto a la biomasa fúngica producida, considerada aquí como un reflejo directo del 

crecimiento fúngico, se observaron variaciones en el peso seco del micelio recuperado (Fig. 

14). Contrario a los esperado, las diferencias significativas indican que los valores más altos 

del peso seco del micelio recuperado se registraron para los sustratos que no recibieron un 

pretratamiento de exposición a radiación ultravioleta. Los aislados de la Cuenca de Pescadero 

(Pleosporales sp. y A. terreus) exhibieron un crecimiento similar, ya que ambos hongos 

registraron los mayores valores de biomasa sobre sustratos plásticos no irradiados en el orden 

siguiente: HDPE > LDPE. La condición experimental que favoreció la mayor cantidad de 

biomasa de entre todas fue la interacción de Pleosporales sp. (D) con el plástico HDPE- no 

UV (Fig. 14a), en cuyo caso el peso seco de la biomasa recuperada registra el valor más alto 

de 0.011 gramos.  No obstante, aun cuando que encontramos la mayor cantidad de biomasa 

se produce sobre sustratos no irradiados, al momento de observar las micrografías SEM 

encontramos que la mayor complejidad y diversidad de estructuras fúngicas se encuentran 

sobre los sustratos que si recibieron dicho pretratamiento abiótico. El aislado de la Falla 

Transformante de Pescadero (Eurotiales sp.), mostro diferencias significativas únicamente 

en interacción con el sustrato LLDPE- no UV, registrando el segundo valor promedio más 

alto del peso seco del micelio, con 0.0055 gramos.  

Finalmente, observamos una relación positiva entre la pérdida de masa de las muestras 

plásticas y la producción de biomasa fúngica, ya que, en algunos casos como la interacción 

Aspergillus terreus (43.B) – polietileno de alta densidad (HDPE), se observaron valores altos 

en el peso seco de la biomasa fúngica, así como una gran pérdida de masa plástica. Cabe 

resaltar que esto no ocurre siempre, ya que hay casos en los que, independientemente de la 

producción escasa o no de biomasa fúngica, ocurre una pérdida significativa de masa en los 

sustratos plásticos.  
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Figura 13. Pérdida de masa de plásticos después de 15 días de incubación con los aislados D 

(Pleosporales sp.), 43-B (Aspergillus terreus) e I (Eurotiales sp.). El eje “y” corresponde a la masa 

promedio perdida de las muestras plásticas en gramos y el eje “x” corresponde a los aislados fúngicos. 
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a)  

b)  

c)  

 
Figura 14. Representación de la biomasa fúngica producida después de 15 días de incubación. Las 

barras de error representan la desviación estándar de los datos. El eje “y” corresponde a la biomasa 

fúngica promedio producida en gramos y el eje “x” corresponde a los aislados fúngicos. 

 

7.2.3 Análisis PERMANOVA 

El uso de una prueba estadística como PERMANOVA permitió evaluar el efecto simultáneo 

de los siguientes tres factores 1) la exposición o no a un pretratamiento abiótico UV, 2) el 
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tipo de plástico empleado como sustrato y 3) la acción de tres aislados fúngicos, sobre dos 

variables: a) la masa promedio perdida de los distintos sustratos plásticos y b) la biomasa 

fúngica producida. 

De acuerdo con el primer diseño PERMANOVA (Tabla 6) realizado con los datos de la masa 

promedio perdida de las muestras plásticas, los factores tratamiento (p=0.026) y plástico 

(p=0.001) mostraron diferencias estadísticamente significativas (Tabla 8), contribuyendo a 

la variación de la masa que perdieron los plásticos después de ser sometidos a los bioensayos 

de degradación. Adicionalmente, la interacción plástico-aislado, también fue significativa 

(p=0.044). Los valores de significancia del análisis por pares que evaluó la contribución de 

cada nivel del factor “plástico” a la variación de la masa perdida plástica se resumen en la 

tabla 8.1. Cuatro niveles del factor mostraron valores de significancia ≤ 0.05. 

Tabla 8. Análisis de varianza PERMANOVA (p ≤ 0.05) de la masa perdida en los 

plásticos. Los valores estadísticamente significativos se resaltan en cursivas. 

Factor  MS Pseudo-F P 

Tratamiento 1 0.0017513 5.9553 0.026 

Plástico 3 0.0046718 15.887 0.001 

Aislado 2 0.000057295 1.9484 0.144 

Tratamiento x Plástico 3 0.00064494 2.1932 0.116 

Tratamiento x Aislado 6 0.00030594 1.0404 0.367 

Plástico x Aislado 6 0.00082383 2.8015 0.044 

     

 

Tabla 8.1 Análisis por pares (masa perdida en los plásticos). 

Grupos t P 

HDPE, LDPE 4.9328 0.001 

HDPE, LLDPE 1.5203 0.149 

HDPE, BDFM 5.3334 0.001 

LDPE, LLDPE 3.9311 0.005 

LDPE, BDFM 0.52436 0.595 

LLDPE, BDFM 4.4308 0.001 

   

 

De acuerdo con el segundo diseño de PERMANOVA (tabla 7), los factores tratamiento 

(p=0.001) y plástico (p=0.022) también mostraron diferencias significativas, contribuyendo 

a la variación de la biomasa fúngica en los tres aislados (Tabla 9). Cabe resaltar que en este 

segundo análisis la interacción tratamiento-plástico fue significativa. En cuanto al análisis 
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por pares de la categoría plástico, los distintos tipos de polímeros mostraron valores de 

significancia, aun cuando tres de estos pertenecen a la misma categoría de plástico sintético 

(PE) (Tabla 9.1). En ambos análisis, los factores más importantes que explican la variación 

de las dos variables con las que cuantificamos la biodegradación (pérdida de masa y la 

biomasa fúngica) fueron el tratamiento y el tipo de plástico.  

 

Tabla 9. Análisis de varianza PERMANOVA (p ≤ 0.05) biomasa fúngica. Los valores 

estadísticamente significativos se resaltan en cursivas. 

Factor df MS Pseudo-F P 

Tratamiento 1 1557.1 12.208 0.001 

Plástico 4 406.04 3.1834 0.022 

Aislado 2 248.81 1.9507 0.139 

Tratamiento x Plástico 4 429.45 3.3669 0.02 

Tratamiento x Aislado 8 394.5 3.093 0.057 

Plástico x Aislado 8 261.62 2.0512 0.055 

 

Tabla 9.1 Análisis por pares biomasa fúngica 

Grupos t P 

HDPE, LDPE 2.47 0.021 

HDPE, LLDPE 2.4556 0.018 

HDPE, BDFM 2.46 0.014 

HDPE, Control 3.2203 0.004 

LDPE, LLDPE 0.42136 0.754 

LDPE, BDFM 0.52547 0.631 

LDPE, Control 1.3876 0.198 

LLDPE, BDFM 0.38676 0.756 

LLDPE, Control 1.1147 0.287 

BDFM, Control 0.76673 0.464 
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8. DISCUSIÓN 

La contaminación plástica es ubicua en el sistema terrestre y constituye una preocupación 

ambiental debido a que los plásticos, también denominados “entidades nuevas” según el 

marco de los límites planetarios, constituyen sustancias químicas peligrosas que se acumulan 

y persisten en el ambiente, circulan a diferentes escalas, son resistentes a la degradación y 

ocasionan impactos negativos en todos los niveles de organización biológica, así como en 

procesos vitales del planeta, convirtiéndose en un marcador estratigráfico del Antropoceno 

(Rockström et al., 2009; Rochman et al., 2013; Corcoran et al., 2014; Reed, 2015; Steffen et 

al., 2015; Zalasiewicz et al., 2016; Villarrubia-Gómez et al., 2018; Haram et al., 2020; 

Persson et al., 2022). Desde 1950 se han producido cerca de 9,200 millones de toneladas de 

plásticos (Geyer et al., 2020), el equivalente a 1.15 millones de toneladas plásticas 

producidas, en promedio, por cada persona viva en la actualidad. La producción excesiva, la 

generación creciente de residuos y la gestión ineficiente de los residuos plásticos constituyen 

la base de la crisis de la contaminación plástica (Walker y Fequet 2023). Debido a lo anterior, 

resulta esencial considerar estrategias eficientes de eliminación de los residuos plásticos. 

Como parte de la exploración de recursos biológicos con el potencial degradar total o 

parcialmente plásticos de base fósil y biológica, la presente investigación hace un énfasis 

especial en la micobiota de sedimentos de ventilas hidrotermales en mares mexicanos 

profundos al sur del Golfo de California. Los resultados obtenidos constituyen el primer 

registro en su tipo, y resaltan la importancia de este grupo de microorganismos como 

potenciales agentes micodegradadores de plásticos.  

En este estudio se demostró la capacidad de los micromicetes Pleosporales sp. y A. terreus 

de la cuenca de Pescadero (CP), así como Eurotiales sp., de la Falla Transformante de 

Pescadero (FTP), para crecer y desarrollarse en presencia de plásticos de polietileno con 

diferentes densidades de resina (HDPE, LDPE y LLDPE) y un plástico biodegradable 

(BDFM) (Fig. 6), así como para deteriorar y degradar dichos plásticos cuando estos fueron 

empleados como única fuente de carbono. Esta capacidad podría estar impulsada por la 

presencia de metano e hidrocarburos alifáticos de orden superior, principalmente alcanos y 

alquenos, en los sedimentos a partir de los cuales se recuperaron dichos aislados (Paduan et 

al., 2018; Apéndice 1). Se sabe que la exposición a estas condiciones fisicoquímicas 

constituye una presión de selección a largo plazo, en la cual, los organismos han desarrollado 
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una tolerancia relativamente alta a estos compuestos (Al-Nasrawi, 2012; Edgcomb et al., 

2022), con mecanismos de eliminación y adaptaciones metabólicas ante la presencia de 

fuentes de petróleo y mezclas de hidrocarburos de origen natural en entornos marinos 

(Kvenvolden y Cooper, 2003; Kumar et al., 2011; Barnes et al., 2018). Las comunidades 

microbianas previamente expuestas a estas moléculas orgánicas exhiben altas tasas de 

degradación, así como “aclimatación cruzada”, mediante la cual, pueden metabolizar 

compuestos de estructuras similares a los hidrocarburos (Bauer y Capone, 1988; Leahy y 

Colwell, 1990; Jeon y Kim, 2015).  

Previamente se ha demostrado el potencial de la micobiota hidrotermal para degradar 

hidrocarburos poliaromáticos (Edgcomb et al., 2022) y alifáticos como alcanos y alquenos 

(Olguin, 2022), siendo Aspergillus y Penicillium los géneros más reportados (Prenafeta-

Boldú et al., 2018). Los hongos de ventilas hidrotermales también exhiben un metabolismo 

críptico, con un arsenal de moléculas bioactivas nuevas y potencialmente útiles en diversas 

áreas como la biomedicina y la biorremediación (Ding et al., 2016). Sin embargo, el estudio 

de la micodegradación de productos derivados de los hidrocarburos como los plásticos, es 

aún incipiente (Jacquin et al., 2019).  

En los bioensayos de tolerancia, Pleosporales sp. y A. terreus de la Cuenca de Pescadero, 

registraron su mayor crecimiento sobre sustratos de polietileno de baja densidad (LDPE), con 

un tamaño de micelio de 606.8 y 923.9 mm2, respetivamente, superando a los controles, de 

la misma manera, en un 7.46 y un 7.8%. Por su parte, Eurotiales sp. registró el valor más 

grande de crecimiento reportado en los bioensayos de tolerancia sobre sustratos 

biodegradables (BDFM) con un tamaño de micelio de 3400.8 mm2, seguido de los sustratos 

de polietileno de alta densidad (HDPE), con un tamaño de micelio de 2405.3 mm2. De 

manera general, los micromicetes exhibieron una preferencia por los plásticos de PE, 

particularmente del tipo LDPE y HDPE (Figura 6). Algunos estudios sugieren una mayor 

eficiencia de la degradación de los plásticos de HDPE respecto a los del tipo LDPE debido, 

principalmente, a las diferencias de densidad y al grado de ramificación en su estructura 

química (Skariyachan et al., 2017).  

De los diecinueve phyla de hongos conocidos, Chytridiomycota, Rozellomycota, 

Glomeromycota, Aphelidiomycota, Blastocladiomycota y Zoopagomycota se asocian 
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recurrentemente con los residuos plásticos, y son considerados colonizadores oportunistas 

que no necesariamente degradan los plásticos, mientras que Ascomycota, Basidiomycota y 

Mucoromycota constituyen tres phyla ampliamente descritos como micodegradadores de 

plásticos  (Oberbeckmann et al., 2016; De Tender et al., 2017; Kettner et al., 2017; Lacerda 

et al., 2020; Zeghal et al., 2021; Zimmermann, 2021; Ekanayaka et al., 2022). El Phylum 

Ascomycota concentra los principales géneros de hongos degradadores de plásticos, 

incluyendo Aspergillus, Penicillium, Cladosporium y Fusarium (Ghatge et al., 2020; Zeghal 

et al., 2021). A su vez, Aspergillus exhibe una cierta especificidad de sustrato, principalmente 

en plásticos de polietileno (Ghatge et al., 2020; Lacerda et al., 2020; Zeghal et al., 2021).  

En los bioensayos de degradación, todos los plásticos mostraron una reducción en su masa, 

principalmente los sustratos pretratados con radiación ultravioleta (UV). El análisis de la 

pérdida de masa es la forma más sencilla y directa de cuantificar el grado de degradación de 

los plásticos (Chamas et al., 2020). Después de 15 días, A. terreus y Eurotiales sp. 

promovieron la mayor pérdida de masa plástica, principalmente en sustratos de polietileno 

de alta densidad irradiado (HDPE-UV), con una reducción promedio del 7.7% (0.012 

gramos) y el 12% (0.02 gramos), respectivamente. En estudios previos, aislados identificados 

como A. terreus provenientes de manglares (Ameen et al., 2015) y agua marina (Alshehrei, 

2017) del Mar Rojo, así como de la rizosfera de manglares en la India (Sangale et al., 2019), 

han demostrado una capacidad destacable para reducir la masa de plásticos de polietileno 

hasta en un 41.82% (Sangale et al., 2019). No obstante, nuestros resultados constituyen el 

primer registro de un aislado de A. terreus proveniente de ventilas hidrotermales con el 

potencial de degradar plásticos de polietileno (PE).  

El PE es un polímero sintético elaborado a partir de la polimerización del etileno, cuyo 

principal precursor es el etano (Zimmermann, 2021). Este último compuesto se encuentra 

presente en la Cuenca de Pescadero (Apéndice 1), por lo que aislados provenientes de este 

sitio, tal y como se demostró con A. terreus, podrían exhibir una habilidad notable para 

reducir el peso de compuestos derivados de este hidrocarburo alifático como los plásticos de 

polietileno de alta densidad. Este hallazgo resulta favorable en el contexto de la 

contaminación por plásticos, ya que el polietileno constituye el residuo más abundante (Auta 

et al., 2017), con una alta resistencia a la degradación debido a su alto peso molecular, 

hidrofobicidad y ausencia de grupos funcionales susceptibles al ataque de enzimas 



58 
 

microbianas (Chamas et al., 2020). Por otro lado, se debe considerar que, a pesar de 

pertenecer a la misma categoría, los distintos tipos de plásticos de PE se degradan de manera 

diferente (Fontanella et al., 2010). 

La mayor pérdida de masa en sustratos plásticos irradiados con UV (Figura 13) sugiere la 

importancia de este pretratamiento abiótico, considerado el mecanismo más importante de 

degradación ambiental (Masry et al., 2021). En condiciones experimentales, dicho 

pretratamiento simula la exposición natural de los residuos plásticos a la luz solar cuando 

estos se depositan en el ambiente. Sin embargo, un estudio realizado por Doğan (2021), 

reveló una mayor eficiencia de la degradación por efecto de la luz ultravioleta artificial 

respecto a la luz solar. Trabajos previos han demostrado que la fotooxidación impulsada por 

la luz ultravioleta es el mecanismo más importante que afecta el peso molecular de los 

plásticos, ya que desencadena reacciones que escinden la cadena polimérica (Fontanella et 

al., 2010; Gewert et al., 2015). Una vez reducido el tamaño de la molécula, los procesos de 

oxidación impulsan la metabolización microbiana de los plásticos a través de la beta-

oxidación, el ciclo de Krebs o el ciclo del ácido tricarboxílico (TCA) (Albertsson et al., 1987; 

Restrepo-Flórez et al., 2014). Esta oxidación comienza en la superficie y alcanza capas más 

profundas con la exposición continua, generando radicales libres de oxígeno dentro de la 

estructura polimérica del plástico que pueden formar compuestos de cadena más corta, así 

como grupos funcionales (cetonas, aldehídos, alcoholes, ácido carboxílico, cetoácidos y 

esteres) que participan en las vías de despolimerización, (Lee et al., 1991; Ghosh et al., 2013; 

Gewert et al., 2015; Gewert et al., 2018; Erdmann et al., 2020). 

Las reacciones generadas en los plásticos por efecto de la exposición a radiación UV 

provocan su rápida meteorización, debilitando y haciendo frágil la estructura del polímero 

(Andrady et al., 2022). Este contraste pudimos observarlo en las micrografías de los plásticos 

controles irradiados con UV (Figura 11), que exhibieron una mayor alteración en su 

topografía superficial respecto a los sustratos no pretratados. Los controles plásticos LDPE 

y BDFM pretratados mostraron el mayor biodeterioro (Figs. 11-1g, 11-1h, 11-1k y 11-1L). 

Los plásticos en tratamiento también exhibieron cambios morfológicos en su superficie 

incluyendo rasgaduras, grietas, perforaciones, una mayor rugosidad y el desprendimiento 

superficial de fragmentos plásticos pequeños. Estas señales son comúnmente reportadas en 

la literatura (Taghavi et al., 2021). Un registro similar ha sido reportado en muestras de 
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polipropileno pretratadas con UV inoculadas con A. terreus (Samat y Abbas, 2023), y la 

mayoría de los trabajos publicados sobre Aspergillus spp. sugieren la implementación de un 

pretratamiento con UV para modificar las propiedades de los polímeros (p. ej., cristalinidad, 

densidad, hidrofobicidad, etc.) (Balasubramanian et al., 2014).  

Contrario a lo esperado, los valores más altos del peso del micelio seco recuperado, es decir, 

la mayor cantidad de biomasa fúngica se produjo sobre sustratos que no recibieron un 

pretratamiento de exposición a radiación ultravioleta (Figura 14), aun cuando estos tendieron 

a perder más masa (sección 7.2.2). A pesar de que en la literatura se ha comprobado en 

múltiples ocasiones una mayor producción de biomasa fúngica en muestras plásticas 

pretratadas con UV (Gu, 2003; Samat y Abbas, 2023), nuestros resultados son un reflejo de 

la habilidad de los micromicetes estudiados para crecer en materiales que no han sido 

expuestos a ningún pretratamiento. Solo en algunos casos se ha observado el crecimiento y 

la formación de complejas biopelículas fúngicas sobre HDPE sin ningún pretratamiento 

empleando a los hongos marinos Aspergillus flavus y Aspergillus tubingensis (Devi et al., 

2015). 

Pleosporales sp. y A. terreus desarrollaron la mayor cantidad de biomasa sobre sustratos de 

polietileno de alta densidad no irradiados (HDPE-noUV), con un promedio de 0.011 y 0.0035 

gramos, en cada caso, seguido del crecimiento en sustratos de polietileno de baja densidad 

no irradiados (LDPE-noUV), con un promedio de 0.0025 y 0.003 gramos, respectivamente. 

Ambas condiciones superaron el tamaño de los controles fúngicos. Esto es congruente con el 

crecimiento mejorado reportado de los hongos cuando estos se encuentran en medios 

suplementados con plásticos como única fuente de carbono (Gaon et al., 2022).  A diferencia 

de los bioensayos de tolerancia, el crecimiento fúngico se cuantificó considerando el peso 

seco de la biomasa fúngica producida, y no el tamaño del micelio.  

A nivel macroscópico observamos micelios con tamaños diferentes y márgenes irregulares 

(Figura 7 y Figura 10). Estos sutiles cambios en la forma del micelio podrían deberse a que 

los hongos perciben un cambio en las condiciones de su entorno y modifican su dinámica de 

crecimiento, alterando así la forma de la red fúngica (De Ulzurrun et al., 2017). Con relación 

a las estructuras fúngicas observadas en las micrografías, observamos tres principales: 

conidios, conidióforos e hifas (Figs. 9, 10, 11 y 12). Esta última estructura confiere a los 
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hongos un modo de crecimiento vegetativo muy eficaz ya que permite la traslocación interna 

de nutrientes y la exploración de sustratos sólidos sin necesidad de una fase líquida 

(Prenafeta-Boldú et al., 2018).  

A nivel microscópico, las micrografías SEM mostraron que la complejidad del micelio 

fúngico no está estrictamente relacionada con la cantidad de biomasa que se produce. Esto 

es particularmente relevante para A. terreus, que a pesar de exhibir un desarrollo 

macroscópico escaso (Figs. 10-B y 10-G), fue el único aislado que formó exitosamente 

estructuras de reproducción asexual (conidios), así como hifas con diferentes morfologías. 

Este registro no se había reportado antes para hongos marinos provenientes de ventilas, pero 

sí para aislados de A. terreus provenientes de manglares (Sáenz et al., 2019).  Aunado a ello, 

A. terreus mostró una mayor afinidad con los sustratos de mayor densidad (HDPE), tanto 

irradiados como no irradiados. En contraparte, Eurotiales sp. (proveniente de la FTP) formó 

los micelios más abundantes y extensos, pero la complejidad de su desarrollo se limitó sólo 

a la formación de redes de hifas que crecieron superficialmente, con preferencias por los 

sustratos LLDPE y HDPE. En concordancia con los resultados anteriores, se sabe que la clase 

Eurotiomycetes, y el orden Eurotiales, agrupan a los principales degradadores de plásticos 

(Aspergillus y Penicillium) de polietileno de alta y baja densidad, cloruro de polivinilo, 

poliestireno y poliuretano (Ekanayaka et al., 2022). 

El único plástico en el cual no crecieron hifas fue en los sustratos de LDPE, tanto irradiado 

como no irradiado. Este resultado es diferente al reportado por otros autores, quienes han 

observado la habilidad de A. terreus, A. niger, A. flavus y A. fumigatus para degradar crecer 

en películas de LDPE y degradarlas en condiciones mínimas de nutrientes (Alshehrei, 2017; 

Sáenz et al., 2019). Esto podría deberse a que el LDPE presenta un elevado grado de 

ramificaciones, y a que el crecimiento fúngico en este sustrato representa un costo energético 

elevado, sobre todo considerando que los hongos de ambientes extremos como las ventilas 

exhiben un crecimiento lento, debido en parte a que desvían grandes cantidades de energía 

hacia mecanismos que permiten la supervivencia en condiciones hostiles, el bajo contenido 

de nutrientes en el sistema, los requerimientos energéticos empleados en adaptaciones 

extremotolerantes y morfología compleja (Gostinčar et al., 2015; Gostinčar et al., 2022).  

 



61 
 

Por otra parte, las señales de biodeterioro superficial observadas en las micrografías sugiere 

un efecto combinado del pretratamiento con UV y la acción de los micromicetes en donde 

las capas superficiales, al permanecer expuestas constantemente, representan un sustrato 

disponible para el ataque químico o enzimático, generando pequeños fragmentos plásticos 

que son propensos a degradarse más rápido debido a que poseen una mayor relación 

superficie-volumen, y una estructura más frágil (Gewert et al., 2015), como lo observado en 

la interacción del plástico HDPE con Pleosporales sp. (Fig. 11-2e).  

El potencial de penetración de las estructuras fúngicas (Fig. 11-2f) es facilitado por la 

producción de polisacáridos y polímeros extracelulares que contribuyen a la colonización, 

así como por la producción de enzimas lacasas, peroxidasas de manganeso y lignina 

peroxidasas, que rompen la cadena del polímero en monómeros, o bien, por las adhesinas, 

que favorecen la adherencia fúngica en diferentes superficies (Tronchin et al., 2008). Las 

hidrofobinas son otro grupo importante de proteínas que favorecen la unión de las hifas a 

superficies hidrofóbicas (Zimmermann, 2021). 

Las observaciones anteriores son congruentes con los resultados del análisis PERMANOVA, 

el cual sugiere que la degradación de plásticos de base fósil y base biológica, a través de la 

cuantificación de dos variables, es decir, la masa plástica perdida (Figura 13) y la biomasa 

fúngica producida (Figura 14), está influenciada por dos de los tres factores analizados: la 

exposición a un pretratamiento abiótico y el tipo de sustrato sobre el cuál han sido inoculados 

los micromicetes (Tabla 8 y Tabla 9). Por lo tanto, las variaciones en la masa plástica perdida 

y la biomasa fúngica pueden explicarse a partir de la contribución de estos dos factores. 

En cuanto a la biomasa fúngica producida, las variaciones en la producción de micelio están 

influenciadas fuertemente por el tipo de plástico sobre el cuál crecen los hongos. A pesar de 

que las resinas plásticas de polietileno pertenecen a la misma categoría, promueven un 

crecimiento diferencial de los hongos cuando estas son empleadas como única fuente de 

carbono, siendo el sustrato HDPE el que más favorece la producción de biomasa. De acuerdo 

con nuestro análisis de PERMANOVA, la interacción de los factores “tratamiento-plástico” 

fue significativa. Esto podría explicar las diferencias en la producción de biomasa no sólo en 

términos del tipo de plástico, si no también, de si este recibió o no radiación UV, en donde 

los sustratos no irradiados, presentaron la mayor complejidad de estructuras fúngicas 



62 
 

producidas. Finalmente, la masa plástica perdida, también está influenciada por la interacción 

de los factores “tratamiento-plástico”. A diferencia de la biomasa fúngica producida, los 

sustratos irradiados favorecieron la mayor cantidad de masa plástica perdida.  

Cabe destacar que en todos los bioensayos empleamos el enfoque de monocultivos “un 

aislado – un plástico” a partir de cepas puras provenientes una colección. La realidad es que 

ninguna especie puede expresar toda la gama de enzimas necesarias para degradar y 

mineralizar sustratos complejos eficientemente (Jobard et al., 2010), por lo que se ha sugerido 

el uso de consorcios microbianos que incluyan la participación sinérgica de dos o más 

microorganismos en un intento por mejorar las tasas de biodegradación (Restrepo-Flores et 

al., 2014).  

 

10. CONCLUSIONES 
 

Los micromicetes analizados en esta investigación crecieron en presencia de plásticos de 

polietileno y de base biológica, mostrando una capacidad destacable para tolerar, deteriorar 

y degradar estos sustratos cuando fueron empleados como única fuente de carbono. La 

biomasa fúngica producida y la masa plástica que perdió cada sustrato, constituyeron los 

principales criterios para evaluar la degradación. Los polímeros de polietileno pretratados 

perdieron la mayor cantidad de masa plástica, mientras que el grupo de plásticos de 

polietileno no irradiados promovieron la mayor cantidad de biomasa fúngica. De acuerdo con 

un análisis de PERMANOVA, ambas variables parecen estar fuertemente influenciadas por 

el factor tratamiento, que incluye o no la exposición de los plásticos a radiación ultravioleta, 

y el factor plástico, que agrupa 3 plásticos de polietileno (HDPE, LDPE y LLDPE) y un 

plástico biodegradable (BDFM).  

A. terreus fue el único micromicete que desarrolló estructuras de reproducción asexual y 

promovió la mayor pérdida de masa plástica, principalmente en sustratos de HDPE 

irradiados, mientras que Eurotiales sp. presentó los mayores valores de crecimiento fúngico, 

tanto en los bioensayos de tolerancia como en los de degradación.  

Estos hallazgos constituyen un precedente importante para el estudio de las capacidades 

biosintéticas, poco exploradas, de micromicetes provenientes de ambientes extremos como 

las ventilas hidrotermales. Nuestros resultados constituyen el primer registro para la 
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micobiota hidrotermal, y destacan a este grupo como potenciales micodegradadores de 

plásticos.  
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12. Apéndice 

 

Apéndice 1. Volátiles extraídos de núcleos de sedimentos en el campo de ventilación Auka 

de la Cuenca de Pescadero (Modificado de Paduan et al., 2018) 

 

Volátiles orgánicos presentes en muestras de sedimentos en Auka  
Núcleo   D757-PC45 D757-PC48 D757-PC56 D757-PC76 

Latitud  23.957211 23.957218 23.957015 23.957083 

Longitud  -108.862132 -108.862119 -108.861908 -108.862123 

Profundidad m 3680 3680 3681 3679 

CH4 ppm 7630 2680 4900 5330 

C2H6 ppm 594 263 409 340 

C3H8 ppm 734 275 380 335 

isoC4H10 ppm 365 184 102 111 

C4H10 ppm 648 324 191 106 

neoC5H12 ppm 5.58 4.09 3.73 1.91 

isoC5H12 ppm 260 218 78.0 57.5 

C5H12 ppm 177 148 58.9 34.4 

cC5H10 ppm 0.00 14.2 0.00 0.00 

2,2MC4 ppm 19.7 17.6 6.69 8.99 

2MC5 ppm 49.9 296 22.6 34.0 

3MC5 ppm 13.6 130 28.3 18.9 

C6H14 ppm 432.2 225 12.1 74.4 

McC5 ppm 0.00 23.5 0.00 0.00 

C7H16 ppm 260 267 3.23 68.1 

McC6 ppm 450 248 2.11 45.0 

CH4/C2H6+C3H8  5.74 4.98 6.21 7.90 

isoC4H10/C4H10  0.56 0.57 0.53 1.05 

isoC5H12/C5H12  1.47 1.47 1.32 1.67 

δ13CH4   -31.36 -30.45 -28.73 -28.56 

O2, N2, Ar y CO2 no fueron medidos; los alquenos estaban por debajo 

de la detección   
c=ciclo; M=metilo     

 

 

 




