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RESUMEN 

Euglena gracilis Z fue cultivada en medio anaerobio y expuesta a diferentes 

concentraciones de CdCl2. Se determinó el consumo de las fuentes de carbono, la actividad 

fotosintética y la respiración celular. Se cuantificó la remoción y acumulación del metal por 

espectrofotometría de absorción atómica (AAS) y el contenido de moléculas con grupos tiol 

por cromatografía líquida de alta resolución (HPLC).  

El estudio toxicológico indicó que E. gracilis fue capaz de crecer y duplicarse en 

medio de cultivo anaerobio. Se obtuvo una densidad celular hasta de 8x106 células/mL lo 

que generó un ambiente de microaerofilia. En estas células expuestas a CdCl2, el 

crecimiento celular presentó un retraso en la fase exponencial con respecto a las células 

cultivadas en aerobiosis. En altas concentraciones de CdCl2 (100, 175 y 300 µM) se observó 

una baja tasa de duplicación celular. La IC50 fue de 60-75 µM y 45 µM en células en 

microaerofilia y aerobias, respectivamente. El malato y glutamato fueron consumidos 

preferentemente (> 90%) en ambas condiciones; sin embargo, la glucosa no fue un buen 

sustrato ya que el consumo fue menor al 55%. Las actividades específicas de enzimas 

involucradas en el consumo de sustratos presentaron modificaciones por la microaerofilia y 

la exposición celular a cadmio.  

La presencia de cadmio generó fluctuaciones en los niveles de CO2 y O2 

posiblemente por modificaciones en el metabolismo. La actividad fotosintética en 

condiciones aerobias fue aproximadamente dos veces mayor en el control y 4 veces mayor 

en la condición de 25 µM Cd, con respecto a las condiciones correspondientes de 

microaerofilia. En microerofilia se determinó un patrón de inhibición de la respiración 

celular en presencia de cadmio. 

 En cuanto a los mecanismos de resistencia estudiados, se determinó que los niveles 

de cisteína aumentaron proporcionalmente en células tratadas con CdCl2 y en altas 

concentraciones del metal se indujo también la síntesis de fitoquelatinas. En condiciones de 

microaerofilia, la adhesión del metal a la superficie celular resultó ser el mecanismo 

predominante de remoción de cadmio en comparación con la acumulación intracelular.  

Bajo estas condiciones de crecimiento,  E. gracilis fue capaz de contender con el 

efecto tóxico del cadmio, así como de remover el metal pesado. Se propone que debido a las 

condiciones de cultivo, las principales especies químicas que entran a la célula y que 

provocan los efectos descritos en este trabajo son el cisteínato de cadmio y el sulfuro de 

cadmio. Asimismo, se concluye que la plasticidad metabólica de E. gracilis le confiere gran 

capacidad de adaptación a diferentes condiciones de estrés, tales como cambios en la 

concentración de oxígeno y presencia de cadmio. 
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1. INTRODUCCIÓN 

1.1. Euglena gracilis como modelo biológico  

Euglena gracilis, un protista de vida libre, ha sido usado como modelo en diferentes 

estudios biológicos debido a su remarcable plasticidad metabólica y su capacidad de 

adaptación a ambientes contrastantes. Cuando crece en presencia de luz es verde y 

fotosintética (Figura 1.1), en cambio, cuando crece en obscuridad es blanca y 

heterotrófica (Buetow, 1989) y bajo esta última condición puede utilizar una gran 

variedad de sustratos, tales como: los ácidos glutámico, málico, L-láctico, D-láctico, 

acético y succínico, así como glucosa, peptona y etanol, entre otros (Buetow, 1989; 

Jasso-Chávez & Moreno-Sánchez, 2003; Rodríguez-Zavala et al., 2008). Este 

organismo puede sobrevivir a cambios considerables en el pH, en un intervalo de 3.5 a 

7.8, valor que suele cambiar a lo largo del tiempo de cultivo. Además, en condiciones 

de laboratorio puede sobrevivir en condiciones de baja tensión de oxígeno por periodos 

de tiempo relativamente largos (hasta 30 días) (Buetow, 1989).  

 

 

Figura 1.1. Euglena gracilis vista al microscopio óptico (40x) 

  

E. gracilis es un organismo muy interesante desde el punto de vista biológico, 

debido a que comparte características con las células animales, vegetales, de 

tripanosomátidos (protistas) e incluso presenta características que son exclusivas del 

grupo y que no comparte con ninguno de los anteriores, tales como la capacidad de 

fermentar ésteres de cera o la síntesis de paramilo como polisacárido de reserva 

(Buetow, 1989). Tiene clorofilas a y b como las plantas, pero carece de pared celular.  
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En su lugar, posee una película proteica de protección (Figura 1.2) cuya 

composición y estructura cambia de acuerdo a la condición de cultivo (heterotrófica, 

autótrofa, mixotrófica), según estudios evolutivos y de biología comparada del género 

Euglena (Leander et al., 2007). La mitocondria de E. gracilis presenta una cadena 

respiratoria alterna con componentes sensibles e insensibles a rotenona, antimicina y 

cianuro, como las plantas y bacterias (Devars et al., 1992; 1998), la cual bombea 

protones y genera un potencial transmembranal (Moreno-Sánchez & Raya, 1987) de 

magnitud suficiente para impulsar el transporte de calcio al interior de la mitocondria 

(Uribe et al., 1994).  

 

 

Figura 1.2. E. gracilis vista en el microscopio electrónico 

Fuente: http://www.pmbio.icbm.de/mikrobiologischer-garten/eng/eneug03a.htm 

 

Sus mecanismos de adaptación a ambientes contrastantes y su plasticidad 

metabólica han convertido a E. gracilis en un excelente modelo para estudios de 

biología de células eucariontes (Foltinova & Grones, 1997; Leedale, 1982; Price, 1989). 

 

1.2. Contaminación por metales pesados 

Algunos metales son necesarios para diversos procesos metabólicos en los seres vivos, 

sin embargo, su papel fisiológico y metabólico no es completamente conocido. Los 

metales pueden ser clasificados de diversas maneras, de acuerdo a sus propiedades 

físicas y químicas, así como sus aplicaciones. Son de particular importancia ecológica y 

económica los denominados metales pesados. De manera general se acepta que los 

metales pesados son aquellos elementos cuya densidad es mayor a 5 g/ml. De acuerdo 

con Nieboer & Richardson (1980) los metales pueden dividirse en 3 clases según su 

http://www.pmbio.icbm.de/mikrobiologischer-garten/eng/eneug03a.htm
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reactividad con los grupos funcionales de las biomoléculas y sus características 

fisicoquímicas, dichos elementos se pueden agrupar de la siguiente manera:  

 

Tabla 1.1. Clasificación de los metales pesados  

Grupo Afinidad Ejemplos 

Clase A Reaccionan más con el oxígeno (O>N>S) Al, Ca, Sr, Ba y La 

Clase B Reaccionan más con el azufre (S>N>O) Cu, Hg y Pb 

Clase C Afinidad intermedia  Fe, Co, Ni, Zn, Cr, Cd 

FUENTE: Nieboer & Richardson (1980).  

  

Los metales de la clase A pueden diferenciarse fácilmente por sus propiedades 

fisicoquímicas respecto a los de las clases B y C, mientras en estas dos últimas las 

diferencias no son tan evidentes.  

 Históricamente también se ha relacionado el término “metal pesado” con la 

toxicidad biológica y el daño ambiental, sin embargo, es importante aclarar que no 

existe relación directa entre el grado de toxicidad de un elemento o el riesgo para un 

ecosistema y la densidad o “peso” de un elemento (Duffus, 2002).  

Basados en la densidad y afinidad a grupos funcionales, actualmente 40 

elementos químicos son clasificados como metales pesados. Muchos de estos elementos 

son esenciales para el crecimiento celular de procariontes y eucariontes y se requieren 

en bajas concentraciones (V
2+

, Cr
2+

, Mn
2+

, Fe
2+

, Co
2+

, Cu
2+

 Ni
2+

, Zn
2+

). Algunos de los 

metales pesados como son: Hg
2+

, Cd
2+

, Pb
2+

, etc., no son esenciales para el crecimiento 

celular y son extremadamente tóxicos aún en bajas concentraciones (Martell, 1975; 

Trevors, 1986).  

El incremento en la concentración de los metales pesados en la biósfera es el 

resultado de perturbaciones en el medio ambiente ocasionadas por el hombre o por 

eventos geológicos. La contaminación de la atmósfera, hidrósfera y litósfera por metales 

pesados se ha incrementado en las últimas décadas como consecuencia de la actividad 

industrial y la explotación minera (Nriagu & Pacian, 1988). Con la magnificación 

trófica de estos contaminantes el problema se agrava, poniendo en riesgo la adecuación 

de los seres vivos y la salud humana (Vasquez-Alarcón et al., 2001).  Los organismos 

fotosintéticos son una de las principales vías de acceso de los metales pesados hacia los 

animales y el ser humano, ya que estos son utilizados comúnmente como alimentos.  



 
 

5 

Los metales pesados no pueden ser eliminados fácilmente de los cuerpos de agua 

por lo que suelen persistir por mucho tiempo en los sedimentos lacustres y marinos y 

son liberados lentamente.  

 

1.3. Efecto tóxico del cadmio 

El cadmio es un metal de transición perteneciente a la clase C (afinidad intermedia con 

grupos funcionales de las biomoléculas que contienen azufre, nitrógeno u oxígeno), 

cuya densidad es de 8.64 g/mL por lo que es considerado un metal pesado (Nieboer & 

Richardson, 1980).  

En el año 2011, el cadmio fue colocado en el séptimo lugar de la lista de 

compuestos de alto riesgo de la Agencia de Sustancias Tóxicas y Riesgo de 

Enfermedades (ATSDR, por sus siglas en inglés: 

http://www.atsdr.cdc.gov/SPL/index.html), la cual clasifica a los compuestos con base 

en su toxicidad, abundancia y riesgo de exposición en humanos. En esta lista se 

encuentra arsénico, plomo, mercurio, cloruro de vinilo, policlorobifenilos y benceno en 

los primeros 6 lugares. 

 El cadmio se encuentra en la  naturaleza en bajos niveles (Iverson & Brickman, 

1978) formando parte de la corteza terrestre en una concentración promedio de 0.18 

ppm (Babich & Stotzky, 1978).  

La intoxicación por cadmio en humanos puede ocurrir al respirar aire 

contaminado con este metal (por ejemplo en  fábricas de baterías), ingerir alimentos 

contaminados (principalmente crustáceos, hígado y riñón de animales intoxicados), 

respirar el humo de cigarrillo o aire contaminado proveniente de la quema de 

combustibles fósiles o de la basura. La exposición continua a este metal es 

extremadamente tóxica, ya que los iones Cd
2+

 penetran a la célula a través de los 

sistemas de transporte celular que utilizan los iones fisiológicamente activos, como el 

Zn
2+

  (Nieboer & Richardson, 1980), además de que interaccionan con grupos SH y 

carboxilo de proteínas y otras biomoléculas y promoviendo la desnaturalización de 

proteínas, peroxidación de lípidos y ruptura de cadenas de DNA (Valle & Ulmer, 1972). 

La toxicidad del Cd
2+ 

está estrechamente relacionada con la concentración usada 

y el tiempo de exposición. Los principales efectos descritos en E. gracilis son: 

inhibición del crecimiento, disminución de la fotosíntesis, de la respiración y de la 

división celular; multinucleación, aumento en el contenido de DNA, cambios en la 

estructura del cloroplasto y de la mitocondria, acumulación de paramilo, inducción de 
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proteínas de estrés, aumento en los tioles solubles en ácido (Cys, γ-EC, GSH, FQs) y 

generación de especies reactivas de oxígeno (Mendoza- Cózatl et al., 2002). 

 

1.4. Mecanismos de resistencia y tolerancia a metales pesados 

E. gracilis se encuentra entre las especies más abundantes y frecuentes en hábitats 

dulceacuícolas contaminados por metales pesados, además es la única especie 

fotosintética detectada en efluentes industriales y mineros (Fernández-Leborans & 

Novillo, 1996).  

Este microorganismo fotosintético ha sido ampliamente utilizado para el estudio 

de los mecanismos bioquímicos involucrados en la resistencia a metales pesados, tales 

como Hg
2+

 (Figura 1.3), Cd
2+

, Cu
2+

, Cr
6+

, Cr
3+

 y Pb
2+

 (Avilés et al., 2003; Bariaud et 

al., 1985; Cervantes et al., 2001; Coppellotti 1989; Devars et al., 1998, 2000; Einicker-

Lamas et al., 2003; García-García et al., 2008; Harada et al., 2002; Jasso-Chávez et al., 

2010; Lira-Silva et al., 2011; Mendoza-Cozatl et al., 2002, 2006; Navarro et al., 1997). 

 

 

Figura 1.3. Micrografía electrónica de E. gracilis expuesta a Hg
2+

 

Se observan daños en la estructura celular (Devars, 1998) 

 

En general, la resistencia de organismos fotosintéticos y no fotosintéticos a Cd
2+

 

ha sido correlacionada con el incremento en la producción de metabolitos con azufre, 

tales como la cisteína (Cys), el glutatión (GSH) y las fitoquelatinas (FQs), 

incrementando la transcripción y la actividad de las enzimas relacionadas con la vía de 

asimilación de azufre (Harada et al., 2002). En otros organismos se induce la síntesis de 

metaloproteínas o quelatinas, las cuales son moléculas compuestas por proteínas de bajo 

peso molecular ricas en grupos tiol (Coppellotti, 1989). Estas proteínas juegan un papel 
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muy importante en la desintoxicación al tener la capacidad de secuestrar metales 

pesados por unión a sus grupos tiol (Hamer, 1986). Estas moléculas impiden que el 

metal se una a grupos sulfhidrilo de enzimas, proteínas estructurales y aminoácidos 

(Bruins et al., 2000; Wong & Klaassen, 1981). Existen otras proteínas involucradas en 

la protección contra la intoxicación por metales pesados, tales como la glutatión 

reductasa, tripanotión reductasa  (Montrichard et al., 1999) y las P-glicoproteínas 

(Einicker- Lamas et al., 1995). 

E. gracilis  es capaz de crecer en aguas contaminadas por Cd
2+ 

(Hernández-

Navarro et al., 2003). Estudios bioquímicos en los que se analizan los mecanismos por 

los cuales E. gracilis resiste la presencia de Cd
2+

 muestran que existen incrementos en 

los niveles de Cys, GSH (Avilés et al., 2003; Rodríguez-Zavala et al., 2007) y FQs 

(Devars et al, 1998, 2000) y que el Cd
2+

 puede compartimentarse tanto en el cloroplasto 

(Mendoza-Cozatl, et al., 2002, 2006a, b) como en la mitocondria (Avilés et al., 2005). 

Uno de los aspectos más importantes de la acumulación de metales pesados es el 

que se refiere al proceso de complejación. En este mecanismo, algunos ligandos 

presentes en el medio se unen al metal pesado  para formar complejos que lo inactivan y 

así disminuyen su efecto tóxico. De esta manera, el metal queda inmerso en una 

interacción química que lo mantiene en equilibrio electrónico (acomplejado) dentro de 

la célula,  aunque sigue siendo potencialmente tóxico, ya que no ha sido eliminado. Los 

metales pesados muestran gran afinidad por determinados grupos funcionales, tales 

como sulfhidrilo, radicales amino, fosfato, carboxilo e hidroxilo. Los ligandos que unen 

metales pesados son básicamente aminoácidos (histidina, cisteína) y ácidos orgánicos 

(por ejemplo fitoquelatinas y metalotioneinas). (Navarro-Aviño et al, 2007).  

En E. gracilis se ha descrito la inactivación de cadmio mediante la formación de 

complejos de alta masa molecular (HMWC: high molecular mass complexes) formados 

por tioles, Cd
2+

 y sulfuro, alrededor de un núcleo de sulfuro de cadmio (CdS). Este 

proceso tiene lugar tanto en el citoplasma como en el estroma del cloroplasto y tiene 

una importante participación en la resistencia a cadmio (Mendoza-Cózatl, 2006b).  

La resistencia a Cd
2+

 en E. gracilis ha sido evaluada bajo diferentes condiciones 

de cultivo y se han encontrado diferencias importantes en el efecto tóxico y la capacidad 

de las células para resistir y tolerar al metal. Por ejemplo, células fotosintéticas 

cultivadas en ciclos de luz-obscuridad tienen una remarcable resistencia (IC50=100 µM)  

y capacidad de acumulación de cadmio (Devars et al., 1998), mientras células 
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cultivadas bajo iluminación constante presentan una baja resistencia (IC50 = 10.6 µM)  

(Einicker-Lamas et al., 1996).  

La pre-exposición de E. gracilis a bajas concentraciones de mercurio (1.5 µM) 

modifica de manera significativa la capacidad de acumulación del cadmio y disminuye 

su efecto tóxico sobre las capacidades fisiológicas de las células (Avilés et al., 2005). 

En cambio, el pre-tratamiento de E. gracilis a altas concentraciones de Cd
2+

 (20-50 μM) 

genera una cepa resistente tanto a Cd
2+

 como a  Zn
2+

 y Co
2+

, posiblemente mediante la 

disminución en la capacidad de captación del metal. Este mecanismo no conduce a la 

acumulación del metal por lo que no podría ser aplicado para procesos de 

biorremediación (Cervantes et al., 2006).  

Debido a estos resultados, E. gracilis ha sido propuesta para procesos 

biotecnológicos de biorremediación de cuerpos de agua contaminados por metales 

pesados (Devars et al., 1998; Mendoza-Cózatl et al., 2002).  

 

1.5. Procesos de biorremediación y fotobiorreactores  

En las últimas décadas han surgido diferentes métodos físicos y químicos de remoción 

de metales pesados de cuerpos de agua contaminados, proceso que es conocido como 

remediación. La remoción de metales pesados de cuerpos de agua a través del uso de 

plantas y microorganismos es un proceso llamado biorremediación y de acuerdo a 

diferentes estudios, esta tecnología ofrece grandes ventajas respecto a métodos físicos y 

químicos (Salt et al., 1995; Dhankher et al., 2002). 

 

Tabla 1.4.1. Ventajas y desventajas de las tecnologías de remediación. 

Tratamiento Ventajas Desventajas 

 

 

 

Biológicos 

- Bajo costo operativo  

- Tecnologías amigables con el 

ambiente 

- Los contaminantes pueden ser 

destruidos 

- Se requiere un mínimo o ningún 

tratamiento posterior.  

- Requieren largos periodos de 

tratamiento 

- Es necesario verificar la toxicidad de 

intermediarios y/o productos 

- No pueden emplearse si el tipo de 

suelo o las propiedades del agua no 

favorecen el crecimiento microbiano 

 

 

 

- Pueden realizarse en periodos de 

tiempo cortos 

- El equipo es accesible y no se 

- Los residuos generados deben tratarse 

o disponerse: aumentando los costos y 

la necesidad de permisos 
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Fisicoquímicos necesita de mucha energía ni 

ingeniería 

- Los fluidos de extracción pueden 

aumentar la movilidad de los 

contaminantes: necesidad de sistemas 

de recuperación 

Tomado de Volke-Sepúlveda & Velasco-Trejo, 2002.  

 

De manera natural existen organismos que pueden resistir y sobrevivir en 

presencia de metales pesados. Algunos de estos organismos han sido propuestos para 

procesos de biorremediación y como biomonitores de contaminación ambiental por 

metales pesados. Dichos organismos están incluidos en casi todos los grupos 

taxonómicos.  

En los últimos años, una gran cantidad de grupos de investigación se han 

dedicado a estudiar y determinar los mecanismos relacionados con la resistencia y la 

acumulación de metales. Para esto es necesario primero entender los mecanismos 

bioquímicos y fisiológicos por los cuales los organismos resisten y acumulan cantidades 

significativas de metales, para posteriormente manipular genéticamente a organismos de 

rápido crecimiento para que adquieran características de organismos hiperacumuladores 

(Mendoza-Cózatl et al.,  2006).  

La mayor parte de los estudios sobre resistencia a metales se han llevado a cabo 

en plantas con la idea de sanear suelos contaminados (Cunninghanm & Ow, 1996). De 

la misma forma se aplica a cuerpos de agua mediante el uso de plantas u otros 

organismos acuáticos. A fin de mejorar los procesos de biorremediación, diversos 

grupos de trabajo han estudiado la habilidad de bacterias, plantas, levaduras, microalgas 

y macroalgas para tolerar, unir y acumular metales pesados (Dhankher et al., 2002; 

Hamdy, 2000; Nedelkoska & Doran, 2000).   

Los estudios de biorremediación no solo se han realizado en ensayos de 

laboratorio, sino también se han probado a diferentes escalas, pasando de matraces 

pequeños a fermentadores o biorreactores de gran capacidad, donde generalmente se 

utilizan microorganismos acumuladores para el tratamiento de aguas residuales, 

detoxificación biológica y control de metales pesados en aguas naturales o en aguas 

industriales contaminadas (Flores et al., 2003). 

El cultivo intensivo de microalgas ha sido posible en gran medida gracias al 

desarrollo de nuevos diseños de biorreactores. Existen dos diseños básicos para la 

producción de microorganismos fotoautotróficos (Grobbelaar, 2000), los sistemas 
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abiertos en los que el cultivo está expuesto a la atmósfera y los sistemas cerrados, 

comúnmente denominados fotobiorreactores, en los que el cultivo tiene poco o ningún 

contacto con la atmósfera.  

En los últimos años, se han generado gran cantidad de diseños de biorreactores 

para el cultivo de microorganismos fotosintéticos con fines biotecnológicos. Los 

avances en el diseño de estos sistemas han permitido mejorar notablemente la densidad 

celular, la productividad y por ende la economía de los cultivos.  

Los primeros fotobiorreactores fueron propuestos por Pirt et al. (1983), Gudin y 

Chaumont (1983) y Torzillo et al.  (1986), construidos con materiales transparentes 

como vidrio, policarbonato y otros materiales. En la última década los fotobiorreactores 

han recibido mucha atención, ya que permiten establecer cultivos de alta densidad 

celular, tres o más veces en comparación con los biorreactores usados actualmente. 

Además ofrecen ventajas operativas, tales como: facilidad para cosechar la biomasa,  

mantenimiento del cultivo sin contaminación, mejor control de las condiciones de 

cultivo y menor inversión de capital en la construcción del fotobiorreactor. Este último 

factor es un elemento importante en el costo de producción de compuestos derivados de 

microalgas. 

Independientemente de la configuración del fotobiorreactor se deben considerar 

los factores que afectan su correcto funcionamiento y productividad, tales como: el 

suministro de luz, el mezclado (no siempre necesario, dependiendo del producto que se 

quiera obtener), la obstrucción de la luz en las células, el suministro de nutrientes 

(incluyendo CO2), el control de la temperatura y la remoción del O2 producido 

fotosintéticamente (Flores et al., 2003).  

Algunos requerimientos del cultivo, como el suministro de nutrientes y el 

control de la temperatura, son relativamente fáciles de cubrir y controlar en 

comparación con otros, como el suministro de luz (Morita et al., 2002).  

Las microalgas y otros organismos fotosintéticos han sido propuestos para el 

tratamiento de aire (fijación de CO2 y NOx) y de aguas (remoción de metales pesados) 

en fotobiorreactores (González et al., 1997; Prakash et al., 1999). 

 El principal impulsor de los avances en el diseño de fotobiorreactores ha sido la 

producción de compuestos químicos tales como enzimas, vitaminas, biocombustibles 

(Figura 1.4) y otros metabolitos de interés biotecnológico y biomédico y no la ya 

comprobada capacidad para convertir desechos orgánicos (agroindustriales, aguas 
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municipales, etc.) en insumos de alto valor agregado (Oswald, 1988; Prosperi, 2000; 

Rovirosa et al., 1995; Sylvestre et al., 1996). 

 

     

Figura 1.4. Fotobiorreactores industriales utilizados para la producción de 

biocombustibles. FUENTE: http://www.cci-calidad.com/ 

 

El uso sistemático de estas capacidades en sistemas intensivos se convertiría en 

un hito ecológico pues las microalgas, al ser la base de la cadena trófica acuática, son 

los microorganismos apropiados para cerrar el ciclo ecológico con el aprovechamiento 

de compuestos inorgánicos que las normatividades actuales consideran como peligrosos 

cuando están libres en el ambiente. 

De igual manera, el conocimiento del metabolismo de las especies utilizadas en 

los procesos de biorremediación permitiría la construcción de biorreactores mejor 

diseñados y adecuados para cada especie o grupo taxonómico, a fin de potenciar sus 

capacidades de acumulación y remoción y así obtener un mayor rendimiento en estos 

procesos biotecnológicos.  

 

1.6. Metabolismo energético de Euglena gracilis  

El metabolismo energético de E. gracilis ha sido ampliamente estudiado bajo diferentes 

condiciones de cultivo (Buetow, 1989). La presencia de una ruta convencional Embden-

Mayerhof-Parnas ha sido demostrada en Euglena (Hurlbert & Rittenberg, 1962) para la 

degradación de la glucosa exógena y endógena. La presencia de enzimas de la vía 

pentosas fosfato para la oxidación de la glucosa también ha sido reportada en E. gracilis 

(Smillie, 1989). La evidencia experimental para la operación de esta vía  en Euglena es 

mínima, sin embargo, esta vía podría ser importante fuente de equivalentes reductores 

para la síntesis consecuente de ácidos grasos (Cheniae, 1963).          
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El metabolismo de E. gracilis puede modificarse por diferentes condiciones de 

estrés, por ejemplo, cuando la fuente de carbono externa se encuentra limitada se induce 

la degradación de paramilo (polisacárido de reserva) y se produce D- y L-lactato. Por 

consiguiente, la oxidación de ambos isómeros es catalizada por deshidrogenasas unidas 

a la membrana mitocondrial, como parte de la cadena respiratoria (Jasso-Chávez et al., 

2001, 2005).  

La fotosíntesis y la fijación de CO2 en Euglena son similares a las reportadas en 

microalgas y plantas vasculares. En Euglena este proceso ocurre en el cloroplasto el 

cual contiene fotosistemas I y II, pigmentos (clorofila a y b), el complejo b6f y enzimas 

del ciclo de Calvin-Benson (Buetow, 1989). La fotosíntesis es una secuencia de 

reacciones impulsadas por la luz en las que se acopla el flujo de electrones a la síntesis 

de ATP y NADPH, los cuales son utilizados como fuente de energía para fabricar 

glúcidos y otros componentes orgánicos a partir de CO2 y H2O y que de forma 

simultánea liberan O2. Como sucede en la mayoría de organismos fotosintéticos, cuando 

no hay suministro de luz solar las mitocondrias de Euglena generan ATP, oxidando 

glúcidos producidos anteriormente en los cloroplastos en presencia de luz (Nelson & 

Cox, 2004).  

 

Figura 1.6.1. Reacciones generales de la fotosíntesis en el cloroplasto 

 

Los análisis filogenéticos revelan una relación evolutiva muy cercana entre 

Euglénidos y Tripanosomátidos, cuyos caracteres compartidos han llevado a 
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proponerlos como los protistas con mitocondrias más basales (antiguos) en la escala 

evolutiva (Nordnes et al., 1994; Linton et al, 1999). A través de la teoría endosimbiótica 

se ha propuesto un origen monofilético de las mitocondrias; sin embargo, las 

mitocondrias de E. gracilis presentan características metabólicas y estructurales no 

compartidas con otros organismos actuales, por lo que se han sugerido eventos 

evolutivos alternos para explicar dichas convergencias.  

E. gracilis no tiene la capacidad de oxidar piruvato para la síntesis de acetil CoA 

cuando se cultiva en condiciones aeróbicas, ya que no posee al complejo piruvato 

deshidrogenasa (Buetow, 1989). El piruvato puede ser transformado a acetil CoA por el 

complejo piruvato: NADP
+
 oxidorreductasa (PNO), el cual es inactivado por O2 (Inui et 

al., 1984). En cambio, tiene la capacidad de acoplar la oxidación de D- y L-lactato a la 

fosforilación oxidativa por medio de enzimas isómero específicas. Estas 

deshidrogenasas lácticas que reducen a la poza de quinonas, están unidas a la membrana 

interna mitocondrial y son independientes de NAD
+
, por lo que se les conoce como 

lactato deshidrogenasas independientes de pirídin nucleótidos (D-iLDH y L-iLDH) 

(Jasso-Chávez & Moreno-Sánchez, 2003).  

 

Figura 1.6.2. Cadena respiratoria de Euglena gracilis. SHD, succinato deshidrogenasa; 

iLDH, lactato deshidrogenasa independientes de NAD
+
; bc1, quinol citrocromo c 

oxidorreductosa (sensible a antimicina); Q. cit. c red., quinol citrocromo c oxidorreductasa 

(insensible a antimicina y sensible a mixotiazol); aa3, citocromo c oxidasa; AOX, oxidasa 

alterna insensible a cianuro. Modificado de Moreno-Sánchez et al, 2000.  

 

E. gracilis lleva a cabo la fosforilación oxidativa en asociación con el ciclo de 

los ácidos tricarboxílicos y la respiración mitocondrial. El ciclo de los ácidos 

tricarboxílicos de E. gracilis presenta diferencias al descrito en mitocondrias de células 

de mamífero. Este ciclo contiene una α-cetoglutarato descarboxilasa dependiente de 
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pirofosfato de tiamina, que produce succinato semialdehído a partir de α-cetoglutarato, 

así como dos deshidrogenasas de succinato semialdehído, una dependiente de NAD
+
 y 

otra de NADP
+
, las cuales catalizan la conversión de succinato semialdehído a succinato 

(Buetow, 1989).  

Además de los componentes clásicos, la cadena respiratoria de E. gracilis tiene 

complejos respiratorios alternos, tales como una NADH deshidrogenasa externa 

insensible a rotenona  (Uribe & Moreno-Sánchez, 1992) y una oxidasa alterna resistente 

a cianuro (Castro-Guerrero et al., 2005; Moreno-Sánchez et al., 2000) la cual podría 

tener una participación importante en la respuesta contra el estrés oxidativo de la 

mitocondria (Castro-Guerrero et al., 2008).   

 El metabolismo del etanol también ha sido ampliamente estudiado en E. gracilis. 

Se ha reportado la presencia de enzimas alcohol y aldehído deshidrogenasa citosólicas y 

mitocondriales (Ono et al., 1995; Palma-Gutiérrez et al., 2008; Rodríguez-Zavala et al., 

2006; Yoval-Sánchez et al., 2011).  

De esta forma, se ha establecido que el mejor sustrato oxidable externo es el 

etanol y cuando éste se agota, la degradación de paramilo por la glucólisis produce altas 

cantidades de D- y L-lactato, los cuales alimentan a la cadena respiratoria para la 

síntesis de ATP.  

La mitocondria de E. gracilis fotosintética es un organelo que produce ATP en 

presencia o ausencia de O2 (Buetow, 1989; Kitaoka et al., 1989). En anaerobiosis, la 

piruvato NADP
+
 oxidorreductasa (PNO) es la enzima clave para la fermentación de los 

ésteres de cera. El acetil CoA producido por la PNO es usado como precursor y como 

donador de carbono para la síntesis de ácidos grasos en la mitocondria, consumiendo los 

electrones provenientes del catabolismo de la glucosa (Inui et al., 1985; Kitaoka et al., 

1989). Los ácidos grasos son reducidos y esterificados, generando ceras que se 

acumulan en el citosol (Buetow, 1989). Cuando las condiciones aeróbicas regresan, los 

ésteres de cera se catabolizan por β-oxidación y fosforilación oxidativa para sintetizar 

paramilo. Bajo condiciones aeróbicas, alcoholes y aldehídos alifáticos son producidos a 

partir de la degradación de ésteres de cera en el citosol (Inui et al., 1986). Posiblemente 

las diferentes aldehído y alcohol deshidrogenasas expresadas por Euglena podrían estar 

involucradas en el metabolismo de alcoholes alifáticos, producidos durante la 

degradación de esteres de cera. Los alcoholes y aldehídos grasos son poco solubles en 

agua, por lo que interactúan preferentemente con la membrana. La presencia de estas 

enzimas (ADHs y ALDHs) en la membrana mitocondrial interna podría favorecer la 
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utilización de etanol y acetaldehído, previniendo su efecto tóxico en la cadena 

respiratoria (Yoval-Sánchez et al., 2011).   

El metabolismo mitocondrial ha sido ampliamente estudiado, sin embargo, se 

conoce muy poco sobre el metabolismo del cloroplasto. ¿Quién aporta más ATP cuando 

E. gracilis se cultiva fotoheterotróficamente, el cloroplasto o la mitocondria? La 

respuesta a esta pregunta aún no es clara, para conocer la respuesta, se requiere regresar 

al estudio del cloroplasto bajo condiciones de cultivo no óptimas.  

 

Figura 1.6.3. Esquema del metabolismo energético en E. gracilis. 

PDC, piruvato descarboxilasa; ALDc, alcohol deshidrogenasa citosólica; nLDH, lactato 

deshidrogenasa dependiente de NAD
+
; iLDH, lactato deshidrogenasa independiente de 

NAD
+
; ALDHc, aldehído deshidrogenasa citosólica; mtxADH, alcohol deshidrogenasa 

de la matriz mitocondrial; mtxALDH, aldehído deshidrogenasa de la matriz 

mitocondrial; mmADH, alcohol deshidrogenasa de la membrana mitocondrial; 

mmALDH, aldehído deshidrogenasa de la membrana mitocondrial; PDHC, complejo 

piruvato deshidrogenasa; AT, acetato tiocinasa. A: Reportada por Hurlbert & Rittenberg 

(1962). B: Descrita por Jasso-Chávez & Moreno-Sánchez (2003). C: Caracterizada por 

Rodríguez-Zavala et al. (2006). D: Reportada por Ono et al. (1995). Modificado de 

Yoval-Sánchez et al. (2011).  
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2. JUSTIFICACION 

En las últimas décadas, las diferentes actividades humanas han provocado un 

aumento considerable en los niveles de metales pesados en el ambiente, generando así 

un grave problema de contaminación ambiental, con grandes repercusiones en la 

economía y en la salud pública.  

Debido a esto, en diferentes partes del mundo han surgido nuevos proyectos 

enfocados en los procesos de biorremediación, donde a partir del estudio de los 

mecanismos de resistencia y tolerancia a metales pesados se han propuesto gran 

cantidad de microorganismos con capacidad de remover contaminantes de la hidrósfera, 

litósfera y atmósfera.  

A fin de mejorar estos procesos biotecnológicos, los mecanismos de resistencia 

y tolerancia a metales pesados en E. gracilis han sido ampliamente evaluados en 

condiciones aeróbicas; sin embargo, poco se sabe acerca de su metabolismo en ausencia 

de cantidades significativas de oxígeno, aún cuando hay evidencias que sugieren la 

presencia de un metabolismo energético anaerobio alterno o posiblemente simultáneo, 

como parte de su plasticidad metabólica intrínseca.  

Los estudios de laboratorio no siempre se ajustan a la realidad, siendo el 

principal impedimento para la correcta aplicación de procesos biotecnológicos de nueva 

generación. Un matraz de laboratorio no es igual a un biorreactor de grandes 

dimensiones, por lo que es conveniente tomar en cuenta estas diferencias operacionales 

a fin de asemejar las condiciones reales de los procesos biotecnológicos e industriales. 

En gran cantidad de estudios recientes se sugiere una serie de experimentos en forma de 

escalafón para minimizar estas brechas operacionales.  

Se considera que las condiciones de luz-obscuridad así como la presencia de 

varias fuentes de carbono y cambios en la concentración de oxígeno propuestas en este 

proyecto, son semejantes (en mayor grado) a las existentes en biorreactores y 

fotobiorreactores utilizados para el tratamiento de aguas residuales y la obtención de 

metabolitos de interés biotecnológico.  

Por otro lado, uno de los principales efectos tóxicos del cadmio es el aumento 

del estrés oxidativo, como consecuencia de la disminución de metabolitos y enzimas 

antioxidantes, principalmente en los niveles de glutatión, lo que favorece un daño 

celular en presencia de especies reactivas del oxígeno (EROs).  
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La producción de EROs es común en condiciones aeróbicas, debido al 

metabolismo de los complejos bc1 y b6f de mitocondrias y cloroplastos, 

respectivamente, pero ¿la resistencia y tolerancia a cadmio es dependiente de la 

concentración de oxígeno? ¿La disminución de EROs ayudará a contrarrestar el efecto 

tóxico de los metales? ¿Existe una disminución de EROs cuando el oxígeno libre 

disminuye? ¿En una cepa fotosintética existe una disminución considerable de oxígeno 

suficiente para generar cambios metabólicos? En este trabajo se pretende responder 

algunas de estas interrogantes.  

Las células serán expuestas a cadmio, ya que este metal posee características 

químicas (principalmente estabilidad electrónica) que confieren ventajas experimentales 

en las condiciones de cultivo propuestas en este proyecto, en comparación con otros 

metales con más de un estado de oxidación.  

En este proyecto se pretenden abordar aspectos bioquímicos y microbiológicos 

involucrados en la plasticidad metabólica de E. gracilis y su comprobada capacidad 

para resistir y tolerar el efecto tóxico de los metales pesados.  
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3. HIPÓTESIS  

Debido a su plasticidad metabólica Euglena gracilis será capaz de resistir y 

remover el cadmio en condiciones de microaerofilia.  

 

 

4. OBJETIVOS 

4.1. Objetivo general  

 Determinar el efecto del Cd
2+

 en Euglena gracilis fotoheterotrófica 

cultivada en medio anaerobio 

 

4.2.  Objetivos particulares  

 Definir la fuente de carbono más adecuada para el crecimiento de 

E. gracilis en medio anaerobio  

 Determinar el efecto del Cd
2+

 sobre el crecimiento celular 

 Cuantificar el consumo de sustratos (malato, glutamato y glucosa) 

 Cuantificar la actividad de enzimas involucradas en el consumo de 

sustratos (enzima málica, malato deshidrogenasa y glutamato 

deshidrogenasa) 

 Evaluar el efecto del Cd
2+

 en la actividad fotosintética y la 

respiración celular 

 Determinar la acumulación y remoción de Cd
2+

 

 Determinar el efecto del Cd
2+

 en el contenido de moléculas con 

grupos tiol 
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5. Materiales y métodos 

5.1. Preparación de medio de cultivo  

Se preparó medio de cultivo en presencia y ausencia de oxígeno. La composición 

química de este medio se muestra en la tabla 5.1.  

 

Tabla 5.1. Composición química del medio anaerobio y aerobio (pH inicial 3.5) 

Componentes  

tipo 1 

Fórmula 

química 

Concentración  Componente  

tipo 2 

Fórmula 

química 

Concentración  

Fosfato de amonio NH4HPO4  1.5 mM  Glucosa C6H12O6 110 mM 

Sulfato de magnesio MgSO4*7H2O 1.0 mM Malato C4H6O5 15 mM 

Fosfato de potasio KH2PO4  1.5  mM Glutámato C5H9NO4 34 mM 

Sulfato de Zinc ZnSO4*7H2O 0.14 mM Dióxido de carbono CO2 15%  

Minerales traza A   Componentes tipo 3   

Sulfato de manganeso MnSO4* H2O 0.24 mM Cisteína C3H7NO2S 0.2 g/L  

Molibdato de sodio Na2MoO4*2H2O 0.04 mM Sulfuro de sodio  Na2S*9H2O 0.05 g/L 

Cloruro de cobalto CoCl2* 6H2O 0.003 mM Rezasurina C12H6NNaO4 0.001% 

Minerales traza B   Componentes tipo 4   

Sulfato de Cobre CuSo4* 5H2O 0.032 mM Cloruro de calcio CaCl2*2H2O 0.002 

Ácido bórico H3BO3 0.097 mM Vitaminas - 1.0% 

 

Los componentes del medio han sido clasificados en cuatro tipos de acuerdo a su 

naturaleza química y su función en el medio de cultivo. Los componentes tipo 1 son 

metales y minerales traza esenciales para el crecimiento de Euglena gracilis. Su 

concentración ha sido modificada por Jasso-Chávez et al. (2010) a partir de la 

composición del medio reportado por Hutner (1954).  Los componentes tipo 2 son las 

fuentes de carbono. Los tipo 3 son componentes característicos de los medios 

anaerobios. La cisteína y el sulfuro de sodio son agentes reductores (reaccionan con el 

oxígeno y generan un ambiente reductor) y la rezasurina es un indicador de estado 

oxido-reducción.  La concentración fue tomada de Lira-Silva (2011).  Los componentes 

tipo 4 son una mezcla de tiamina 0.03 mM, cianocobalamina 0.2 µg/mL, FeCl3 0.2 mM 

y CaCl2 necesarios para el crecimiento de E. gracilis. 
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5.1.1. Medio anaerobio 

El medio anaerobio se preparó dentro de una cámara de anaerobiosis (COY laboratory 

products, Grass Lake, Michigan, USA), la cual contiene 80% N2, 15% CO2 y 5% H2. 

Los componentes tipo 1 y tipo 2 fueron mezclados en agua milli Q (Ver Anexo 11.2). 

Se ajustó el pH a 3.5 con NaOH y se dejó en constante agitación y burbujeo con una 

bomba peristáltica durante 2 horas. Pasado el tiempo, se agregó la cisteína y 30 minutos 

después el sulfuro de sodio anaerobio. Inmediatamente, 50 mL de medio fueron vertidos 

en frascos con 100 mL de capacidad, los cuales fueron sellados herméticamente con un 

tapón de hule y anillo metálico. Los frascos fueron esterilizados en la autoclave a 20 

libras de presión y 125 °C por 45 minutos y almacenados a temperatura ambiente, en un 

lugar alejado de la luz solar.  

Nota aclaratoria: La cantidad de CO2 dentro de cada frasco es igual a la cantidad 

presente en la cámara de anaerobiosis (15% v/v).    

 

Figura 5.1.1. Elaboración de medio de cultivo. (A) Cámara de anaerobiosis. (B) 

Frasco con medio aerobio y (C) frasco con medio anaerobio. La resazurina es 

utilizada para monitorear el estado redox del medio de cultivo (rosa= oxidado, 

incoloro= reducido).  

 

  5.1.2. Medio aerobio  

El medio aerobio se preparó fuera de la cámara de anaerobiosis. En agua mili Q se 

mezclaron los componentes 1 a 3 y se ajustó el pH a 3.5 manteniendo una agitación 

constante sin burbujeo. Posteriormente, 100 mL de medio fueron vertidos en matraces 

con capacidad de 250 mL los cuales fueron cerrados con tapones de algodón y papel 

aluminio. Los frascos fueron esterilizados en la autoclave a 20 libras de presión y 125 

°C por 45 minutos y almacenados a temperatura ambiente, en un lugar alejado de la luz 
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solar. La cantidad de CO2 dentro de cada frasco es igual a la cantidad presente en el 

ambiente (trazas).    

 

 5.2. Crecimiento celular y exposición a cadmio 

Se utilizaron cultivos axénicos de  Euglena gracilis (Klebs) fotosintética (Cepa Z).  Para 

evaluar el efecto del metal, en matraces con medio aerobio o anaerobio se añadieron 

diferentes concentraciones de cadmio (2, 25, 100, 175 y 300 µM) a partir de un stock 

calibrado de CdCl2 (anaerobio y estéril). Todos los cultivos se iniciaron a partir de un 

inoculo de 2x10
5
 células por mL y fueron incubados durante 17 y 10 días (cultivos con 

medio anaerobio y aerobio) respectivamente, con un fotoperiodo de 12 horas (luz blanca 

de 60-70 µmol quanta m
-2

 s
-1

) a 25 ± 2 º C. El metabolismo activo de las células generó 

oxígeno fotosintético transformando el medio de cultivo anaerobio a uno 

microaerofílico, sin embargo, la concentración de oxígeno nunca llegó a ser más alta de 

2% (ver resultados). De esta forma, en adelante se nombrará como cultivos 

microaerofílicos a aquellos que se prepararon inicialmente como anaerobios. 

Para evaluar el crecimiento celular se siguieron tomando alícuotas del medio de 

cultivo a diferentes tiempos bajo condiciones de esterilidad. Las células fueron contadas 

con un hemocitrómetro (Cámara de Neubauer) después de una dilución apropiada e 

inmovilización con 10 µL de HCl (5 % v/v).  

La viabilidad celular fue determinada después de la incubación con 0.025% 

(w/v) de azul tripano por 10 minutos a temperatura ambiente. En las células viables, el 

azul tripano no es absorbido, pero éste sí atraviesa la membrana de células muertas.  

 Una vez que las células llegaron a la fase estacionaria de crecimiento, se 

cosecharon por centrifugación a 5,000 rpm durante 10 minutos. Del sobrenadante se 

midió el pH (final) y se tomó una alícuota para medir metabolitos y cadmio. El botón de 

células fue resuspendido y lavado con buffer KME pH 7.2 (120 mM KCl, 10 mM 

MOPS y 1mM EGTA). El MOPS (ácido 3-(N-morpholino)propanesulfónico) permite 

amortiguar cambios en el pH en sistemas biológicos con pH cercano al neutro. Además, 

se utilizó un agente quelante de metales (EGTA: ácido etileno glicol tetraacético) para 

eliminar las trazas de metales utilizados en el medio de cultivo.  

 Nuevamente, del sobrenadante se tomó una alícuota para cuantificar el cadmio 

(primer lavado); las células fueron resuspendidas con KME y almacenadas a -72º C en 

presencia de 1 mM de DTT (ditiotreitol), el cual mantiene reducidos los grupos tiol y 

permite la conservación y estabilidad de las muestras por un lapso de tiempo largo.  
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5.3. Cuantificación de metabolitos  

Se evaluó el consumo de las fuentes de carbono por diferentes técnicas. Para ello, se 

tomaron alícuotas del medio de cultivo en diferentes etapas del crecimiento. Las células 

fueron eliminadas por centrifugación y las muestras (sobrenadantes) fueron 

almacenadas a -72º C hasta su uso.  

 

5.3.1. Malato 

El malato fue cuantificado enzimáticamente por espectrofotometría a 340 nm añadiendo 

1.8 mL de buffer de glicina-hidracina (500 mM- 400 mM) pH 9.0, 10 µL de NAD
+
, 10 

µL de la enzima malato deshidrogenasa comercial (dilución 1:10 U) y 25 µL de la 

muestra. En este sistema se cataliza la oxidación del L-malato a oxaloacetato en 

presencia de NAD
+
, generando NADH, el cual absorbe a 340 nm.  

El equilibrio de esta reacción está desplazado en gran medida hacia la izquierda 

bajo condiciones termodinámicas estándar, pero favorecerse la formación de NADH 

mediante la remoción de los productos de la reacción. Se utiliza un medio alcalino para 

disminuir la concentración de H
+
 y el oxaloacetato es atrapado como un derivado de 

hidracina.  

    Malato deshidrogenasa
  
 

L-malato + NAD
+      

Oxaloacetato + NADH
 

 

 5.3.2. Glucosa 

La glucosa fue cuantificada utilizando glucosa oxidasa midiendo el consumo de oxígeno 

polarográficamente. La glucosa oxidasa cataliza la oxidación de la glucosa formando así 

el peróxido de hidrógeno y D-glucono-lactona.  

 

    Glucosa oxidasa 

D-glucosa + O2
    

D-glucono-lactona + H2O2
 

 

Se utilizó un buffer de acetato 50 mM, pH 5.1. La solubilidad del oxígeno a 37º C a una 

altitud de 2240 msnm es de 340 natg de oxígeno en un volumen de 1.7 mL de buffer.  

 

 5.3.3. Glutamato 

El glutamato fue cuantificado por HPLC en una columna C18 de fase reversa (4.6 x 250 

mm, Waters Spherisorb). La columna se equilibró con un buffer de fosfatos 20 mM, pH 
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7.8 (fase acuosa) y un buffer compuesto por metanol 45% (v/v), acetonitrilo al 45% 

(v/v) y agua 10% (v/v) (fase orgánica). La etapa de separación consistió en un gradiente 

que va de 10% a 90% fase orgánica durante 15 minutos. Las muestras fueron 

derivatizadas post-columna y el glutamato detectado por absorbancia a 338 nm, después 

de 3 minutos de reacción con 0.1 µM de OPA (orto-ftaldehído). Este compuesto 

amarillo se utiliza como un reactivo fluorescente muy sensible para ensayar aminas o 

sulfhidrilos en solución, principalmente en la identificación de aminoácidos. Se 

utilizaron  estándares internos de glutamato para elaborar una curva estándar e 

identificar cada uno de los picos obtenidos de las muestras, basados en el tiempo de 

retención.  

 

5.4. Cuantificación de la actividad especifica de enzimas  

Se utilizaron extractos celulares para la cuantificación de las actividades enzimáticas. 

Para la elaboración de los extractos se utilizaron células cosechadas y lavadas con 

buffer KME pH 7.2, las cuales se rompieron por sonicación mediante 3 ciclos de 10 

segundos con 1 minuto de reposo. Los sonicados se centrifugaron en una 

microcentrífuga refrigerada por 5 min a 14, 000 rpm. Los sobrenadantes fueron 

colectados para la cuantificación las actividades enzimáticas.  

 

 5.4.1. Enzima málica 

La actividad de la enzima málica fue cuantificada por espectrofotometría, añadiendo 0.9 

mL de buffer de KME, pH 7.2, 5 µL de NADP
+
, 50 µL del extracto celular y 30 µL de 

un stock 1 M de malato. En este sistema, la enzima málica cataliza la descarboxilación 

oxidativa del L- malato a piruvato en presencia de NADP
+
, generando NADPH, el cual 

absorbe a 340 nm: 

       Enzima málica 

L-malato + NADP
+    

piruvato + CO2 + NADPH 

  

5.4.2. Glutamato deshidrogenasa catabólica 

La actividad de la glutamato deshidrogenasa fue cuantificada por 

espectrofotometría añadiendo 0.9 mL de buffer de Tris- hidracina (50 mM-400mM) pH 

9.0, 10 µL  de NADP
+
, 50 µL del extracto celular y 30 µL de un stock 1 M de 

glutamato.  
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En este sistema la glutamato deshidrogenasa cataliza la oxidación del L- 

glutamato a 2-oxaglutarato en presencia de NADP
+
, generando NADPH el cual absorbe 

a 340 nm de acuerdo con la siguiente reacción:  

 

Glutamato deshidrogenasa 

L-glutamato + H2O + NADP
+    

2-oxoglutarato + NH3 + NADPH
 

 

 5.4.3. Malato deshidrogenasa 

La actividad de la malato deshidrogenasa fue cuantificada por 

espectrofotometría añadiendo 0.9 mL de buffer de glicina- hidracina (500 mM-400mM) 

pH 9.0, 10 µL de NAD
+
, 50 µL del extracto celular y 30 µL de un stock 1 M de malato.   

En este sistema, la malato deshidrogenasa cataliza la oxidación del L-malato a 

oxaloacetato en presencia de NAD
+
, generando NADH el cual absorbe a 340 nm: 

 

    Malato deshidrogenasa 

L-malato + NAD
+       

oxaloacetato + NADH
 

 

5.5. Cuantificación de oxígeno  

El oxígeno fue cuantificado por cromatografía de gases en un equipo Shimadzu 

GC2010, el cual cuenta con una columna capilar  HP-MOLESIEVE de 30 metros de 

longitud, 0.32 mm D.I., película de 25 µm (Agilent Technologies, USA)  y un detector 

de  tipo TCD. La muestra fue tomada a diferentes tiempos de cultivo del espacio vacío 

del matraz (headspace) con una jeringa, y tras varias purgas, se inyectaron 5 µL de  gas 

de cada matraz. Estándares de O2  (oxígeno medicinal a diferentes concentraciones) 

fueron inyectados para hacer la identificación de cada componente por su tiempo de 

retención. 

 

5.6. Medición de fotosíntesis y respiración  

Los parámetros fueron medidos con un electrodo de oxígeno tipo Clark (YSI, modelo 

53) en suspensiones celulares (1 mL de muestra) incubadas a 25º C en 1.7 mL de buffer 

KME, pH 7.2 saturado con aire. La evolución del oxígeno fue medida después de la 

exposición de la suspensión celular a luz actínica (1,000 μmol quanta m
-2

 s
-1

) 

proporcionada por la lámpara de un proyector de diapositivas (150 W) durante 

aproximadamente 5-6 minutos. El estímulo de la luz fue detenido cuando la 
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concentración del oxígeno disuelto llegó al 90-95% de la escala de medición. La tasa de 

respiración fue medida durante 5-6 minutos y se adicionó 10 mM azida de sodio para 

detener la actividad mitocondrial por inhibición de la citocromo c oxidasa (complejo IV 

de la cadena respiratoria mitocondrial). Asimismo, se adicionó 10 mM de n-propil-

galato para inhibir la actividad de la oxidasa alterna, la cual podría estar consumiendo el 

oxígeno remanente (Moreno-Sánchez et al., 2000). Los valores fueron estimados 

considerando una solubilidad del oxígeno de 420 n átomos gramo de oxígeno por 

mililitro (210 μM) a 25º C y 2240 metros de altitud  (Jasso-Chávez & Moreno-Sánchez, 

2003).  

 

5.7. Cuantificación de clorofila  

El contenido de clorofila fue medido espectrofotométricamente a 645 y 662 nm en 

extractos de acetona al 80% (v/v), a partir de 200 µL de muestra. La clorofila total fue 

determinada utilizando la ecuación de Marker   

Clorofila total (µg) = [20.29 * (645 nm) + 8.05 * (662 nm)] 

 

La ecuación de Marker et al (1980) permite convertir los valores de absorbancia en 

concentración utilizando el coeficiente de extinción molar.  

 

5.8. Cuantificación de proteína 

El contenido de proteína total fue determinado en extractos celulares. Para la 

obtención de los extractos se utilizaron células cosechadas y lavadas con buffer KME 

pH 7.2, las cuales fueron rotas mediante 3 ciclos de 10 segundos de sonicado y 60 

segundos de descanso. Los sobrenadantes fueron colectados para la cuantificación de la 

proteína total. Cantidades conocidas de la muestra (50 µL) fueron incubadas a 

temperatura ambiente con 1 mL del reactivo de Biuret durante 10 minutos. Las muestras 

se leyeron en el espectrofotómetro a 540 nm. Se elaboró una curva estándar de albúmina 

sérica de bovino (BSA 10%, p/V) para la determinación de la concentración de proteína 

por interpolación de los valores.  

 

5.9. Cuantificación de metales pesados  

Para la determinación de cadmio acumulado se utilizaron células cosechadas por 

centrifugación y almacenadas a -72º C con 1mM DTT.  Después del lavado con KME 

pH 7.2 se tomó 1 mL del sobrenadante para cuantificar el cadmio adherido a la 
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membrana. Además se tomaron alícuotas para cuantificar el tiempo cero (medio antes 

de inocular) y tiempo final (sobrenadante de la primera centrifugación). Las muestras 

fueron almacenadas a -72 ºC y se procesaron digiriéndolas con 3 mL de una mezcla 

(1:3) de H2SO4 + HNO3 y calentandolas durante 2 horas a 100º C. Al enfriarse las 

muestras se aforaron a 5 mL con H2O miliQ. El cadmio se midió por espectrofotometría 

de absorción atómica en el equipo Varian Spectra AA 640 a una longitud de onda de 

357.9 nm y usando una mezcla de aire: acetileno con un flujo de 13.5/4.5 L/min (Lira-

Silva et al, 2012). Se utilizó una lámpara de cátodo hueco con la que se puede 

cuantificar plata, cadmio, plomo y zinc. La concentración de las muestras se obtuvo por 

interpolación en una curva patrón construida con 0.5, 1.0, 1.5 y 2.0 ppm de cloruro de 

cadmio comercial (Sigma, México).  

 

 5.10 Cuantificación de moléculas con grupos tiol 

 A partir de células descongeladas y estabilizadas con 1 mM DTT, se tomó una 

alícuota de aproximadamente 1x10
6
 células, se añadió el 0.1% (p/v) de Tritón X-100 y 

se incubaron con un exceso de brorohidruro de sodio (NaBH4) durante 10 minutos. El 

borohidruro de sodio fue añadido para reducir los grupos tiol de las muestras. Después, 

se adicionó PCA al 3% (p/V). Los lisados se centrifugaron a 14,000 rpm durante 5 

minutos a 4º C. El sobrenadante se filtró utilizando una membrana de PVDF Durapore  

(Millex®-HV) de 0.45 µm de poro y se inyectaron 50 µL del sobrenadante a un equipo 

de HPLC con una columna C18 de fase reversa (4.6 x 150 mm, Alltech Derfiel, II, EE. 

UU.) La columna se equilibró con un buffer compuesto por ácido trifluoracético al 99% 

(v/v) y acetonitrilo al 1% (v/v). Los compuestos tiol fueron derivatizados post-columna 

con 0.1 mM de DTNB y detectados a 412 nm. El coeficiente de extinción molar del 

DTNB a pH 8.0 fue de 13.2 mM
-1

 cm
-1

 (Lira-Silva et al., 2011). El Reactivo de Ellman 

(5,5 '-ditiobis-(2-nitrobenzoico) o DTNB) es un químico usado para cuantificar el 

número o la concentración de grupos tiol en una muestra, ya que los tioles reaccionan 

con este compuesto rompiendo el enlace disulfuro.  

Se utilizaron  estándares internos de cisteína y de GSH-γEC para hacer la 

identificación  de cada uno de los picos obtenidos de las muestras basados en el tiempo 

de retención. 
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Figura 5.1.2.  Esquema general de los métodos y técnicas   
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6.  RESULTADOS  

Los resultados han sido agrupados en dos partes, la primera corresponde al efecto tóxico 

del cadmio y la segunda a los mecanismos de resistencia y tolerancia. 

  

Primera parte: Toxicidad del cadmio 

 

6.1. Efecto del cadmio sobre el crecimiento celular de Euglena gracilis en 

microaerofilia 

Se evaluó el efecto del cadmio sobre el crecimiento celular de E. gracilis cultivada en 

medio anaerobio y medio aerobio. A continuación se muestra la curva de crecimiento de 

células cultivadas en medio anaerobio: 
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Figura 6.1.1. Efecto del cadmio en el crecimiento celular de E. gracilis en 

microaerofilia. Los puntos representan la media ± desviación estándar (n=6). Las 

medias son estadísticamente diferentes con p<0.01 (análisis de varianza de una vía)  

 

En la gráfica anterior se observa que E. gracilis fue capaz de crecer y duplicarse en 

medio de cultivo anaerobio. En células control se obtuvo una densidad superior a 8x10
6
 

células/mL, un valor mayor a lo reportado para condiciones aerobias (5.3 ± 0.9 

células/mL) (Mendoza-Cózatl et al., 2002). Se ha reportado el crecimiento de E. gracilis 
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en efluentes anaerobios de agua procedente de plantas de tratamiento de desechos 

animales, donde la densidad células máxima es de 0.118x10
6 

 células/mL (Park et al, 

2009).   

Así mismo, se registró una disminución en la densidad celular en presencia de 

cloruro de cadmio; sin embargo, las células se duplicaron al menos en una ocasión en 

concentraciones elevadas del metal. Lo anterior demuestra que a pesar del efecto 

inhibitorio del cadmio, E. gracilis posee los mecanismos necesarios para duplicarse aún 

en condiciones de microaerofilia. La IC50 calculada para células en la fase estacionaria  

(día 17) fue de 60-75  µM de cloruro de cadmio.   

 Las células cultivadas en medio y condiciones aerobias presentaron cambios en 

la cinética de crecimiento, así como diferencias en la toxicidad del cadmio en 

comparación con la condición anterior.  

0 3 6 9

0

2

4

6

8

 

 

 0 µM Cd

 2 µM Cd

 25 µM Cd

 100 µM Cd

 175 µM Cd

 300 µM Cd

D
en

si
d

ad
 c

el
u

la
r 

(x
1

0
6

cé
ls

/m
L

)

Tiempo (días)  

Figura 6.1.2. Efecto del cadmio en el crecimiento celular de E. gracilis 

fotoheterotrófica en aerobiosis. Los puntos representan la media ± desviación 

estándar (n=3). Las medias son estadísticamente diferentes con una p<0.05 

(análisis de varianza de una vía).  

 

En células control se obtuvo una densidad celular similar a la reportada para E. gracilis 

fotosintética de 6x10
6
 células/ mL y la  inhibición de la duplicación celular en presencia 

de cloruro de cadmio (Mendoza-Cózatl et al., 2002). La IC50 calculada para células en 

fase estacionaria (día 12) fue de 45 µM de cloruro de cadmio. 
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 Si las cinéticas de crecimiento celular son comparadas, se observa que la 

condición de microaerofilia generó un retraso en la fase exponencial del crecimiento 

celular.  Las IC50 indicaron que el cadmio fue igualmente tóxico para células en 

aerobiosis y microaerofilia. A pesar de estos cambios en el crecimiento, la viabilidad 

celular se mantuvo mayor al 86% para células expuestas a cadmio y 99 % en células 

control.   

 

6.2. Consumo de sustratos  

A continuación se presentan los resultados del consumo de sustratos en condiciones 

aerobias y microaerofílicas.  
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Figura 6.2.1. Consumo de malato por E. gracilis fotoheterotrófica. Los puntos 

representan la media ± desviación estándar (n=3). Las medias son estadísticamente 

diferentes con una p<0.05 Microaerofilia vs aerobiosis (análisis de varianza una vía) 

 

El malato fue consumido en mayor proporción en la condición de aerobiosis, lo cual 

indica que posiblemente su degradación depende de la presencia de oxígeno. De igual 

manera, en presencia de cadmio (condición de estrés), el malato se consume en mayor 

proporción en aerobiosis. En todas las condiciones este sustrato es consumido en los 

primeros días de cultivo y en gran proporción, por lo que podría ser considerado como 

la principal fuente heterotrófica de carbono.  
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 El consumo de glutamato se muestra a continuación:  
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Figura 6.2.2. Consumo de glutamato por E. gracilis fotoheterotrófica. Los 

puntos representan la media de dos muestras independientes.   

 

El glutamato fue consumido de forma similar en aerobiosis y microaerofilia, por lo que 

su degradación podría no estar relacionada con la presencia de oxígeno. Este sustrato 

fue consumido en los primeros días de cultivo y en gran proporción, por lo que podría 

ser considerado como una de las principales fuentes heterotróficas de carbono y 

nitrógeno. Debido a esto, el glutamato podría tener gran importancia en la formación de 

biomasa, junto con el malato.  

 En el análisis solo se muestra una n=2 en condiciones control debido a 

complicaciones en la técnica de cuantificación del glutamato.  
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El consumo de glucosa en las diferentes condiciones de cultivo se muestra a 

continuación:  

0 4 8 12 16

30

45

60

75

90

105

120

 

 

 Microaerofilia

 Aerobiosis

 Microaerofilia + 25 µM Cd

 Aerobiosis + 25 µM Cd

G
lu

co
sa

 (
m

M
)

Tiempo (días)
 

Figura 6.2.3. Consumo de glucosa por E. gracilis fotoheterotrófica. Los puntos 

representan la media ± desviación estándar (n=3). Las medias son estadísticamente 

diferentes con una p<0.05 (análisis de varianza de una vía)  

 

La glucosa fue consumida de forma diferente en microaerofilia y aerobiosis, siendo 

mayor el consumo en células expuestas a 25 µM de cadmio. Los resultados anteriores 

sugieren que la glucosa es consumida preferentemente en condiciones de estrés; sin 

embargo, si el consumo es comparado con el obtenido para malato y glutamato, la 

glucosa no fue un buen sustrato. 

 

6.3. Actividad especifica de enzimas involucradas en el consumo de 

sustratos 

A fin de determinar las vías de degradación de los sustratos,  se evaluó la actividad de 

algunas enzimas involucradas en la degradación de malato y glutamato. A continuación 

se muestra una tabla comparativa de las actividades específicas de estas enzimas, 

determinadas a partir de extractos de células:  
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Tabla 6.3. Actividad específica de enzimas citosólicas 

Enzima Microaerofilia 
Microaerofilia 

+ 25 µM Cd 
Aerobiosis 

Aerobiosis 

+ 

25 µM Cd 

Aerobiosis 

£ 

Málica 859 ± 451 223 ± 131 77 ± 26 9.2 ± 4.8 100 

Malato 

deshidogenasa 
14 ± 3 46 ± 12 50 ± 20 48 ± 26 80 

Glutamato 

deshidrogenasa 
2346 ± 916 3299± 423 605 ±  161 129 ± 26 N.D. 

£ Actividades especificas reportadas por Lira-Silva (2010) para E. gracilis 

heterotrófica cultivada en aerobiosis. Media ± desviación estándar (n=4). 

Unidades: nmol/min*mg proteína.  

 

La actividad específica de estas enzimas presenta diferencias importantes en las 

diferentes condiciones de cultivo.  

La actividad de la enzima málica fue mayor en células en microaerofilia, por lo 

que posiblemente el consumo de malato sea por medio de esta enzima. Aunque en 

presencia de cadmio la actividad de esta enzima se ve reducida, ésta sigue siendo mayor 

en microaerofilia. La actividad en células en aerobiosis es menor a la reportada 

anteriormente para células heterotróficas. .  

La actividad de la enzima malato deshidrogenasa fue mayor en células expuestas 

a cadmio, independientemente de la condición de microaerofilia o aerobiosis. En 

aerobiosis no hay diferencia en presencia o ausencia de cadmio. En células control se 

muestra una disminución importante (-5.7 veces y -16 veces, respectivamente) con 

respecto a la reportada anteriormente para células heterotróficas.  

La glutamato deshidrogenasa resulto ser la enzima más activa, ya que su 

actividad fue mayor a todas las anteriores. Dicha enzima presenta su mayor actividad en 

células cultivadas en microaerofilia. En aerobiosis, la actividad de esta enzima 

disminuye en presencia de cadmio y este efecto no se observa en condiciones de 

microaerofilia. 
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6.4. Concentración de oxígeno a lo largo del cultivo 

La concentración de oxígeno en los medios de cultivo fue cuantificada al inicio y 

durante el crecimiento celular. A continuación se muestra un cromatograma 

representativo de varias inyecciones.  

 

 

Figura 6.4.1. Cromatograma representativo de la concentración de 

oxígeno presente en los medios de cultivo. Trazos representativos de 

muestras de: A) Oxígeno en aire. B) Nitrógeno en aire. C) Oxígeno en 

medio de cultivo sin células. D) Nitrógeno en medio de cultivo sin células.  

 

En la figura anterior se puede observar un cromatograma representativo de 

inyecciones realizadas en el cromatógrafo de gases. En los pico A y B se observa la 

proporción de oxígeno y nitrógeno presentes en una muestra de aire. Los picos C y D  

representan la cantidad de oxígeno y nitrógeno presente en el espacio libre (headspace) 

del matraz que contenía medio de cultivo sin células (tiempo 0). La cantidad de oxígeno 

siempre fue menor a la presente en el  aire (<5 µM), por lo que los medios de cultivo 

fueron considerados anaerobios o microaerofilicos. La cantidad de nitrógeno se 

mantuvo constante.  
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Figura 6.4.2. Concentración de oxígeno a través del tiempo de cultivo. Los 

valores de área bajo la curva (UA) están normalizados a 1x10
6
 células. Los puntos 

representan la media de tres preparaciones independientes  ± desviación estándar.  

 

En la figura anterior se muestran los cambios en la concentración de oxígeno a 

través del tiempo en cultivos de células expuestas a cadmio y células control. El medio 

de cultivo fue considerado anaerobio debido a que en el tiempo cero, el oxígeno estuvo 

prácticamente ausente, en comparación con el oxígeno ambiental, cuya área bajo la 

curva fue de 27590± 1248.  En general, se pudieron observar ciclos de producción y 

consumo de oxígeno debido al metabolismo fotosintético y respiratorio, 

respectivamente. La presencia del cadmio modificó estos ciclos, posiblemente por 

cambios en el metabolismo energético de las células. En todas las condiciones, el 

oxígeno se encontró en una concentración menor al 2%, si son comparadas con el valor 

que representa a la concentración presente en el ambiente, aún en el pico más alto (día 

10, 100 µM Cd).  

 

6.5. Actividad fotosintética y respiración celular 

A fin de medir el efecto de la microaerofilia y el cadmio en el metabolismo energético, 

se cuantificó la actividad fotosintética y la respiración celular. A continuación se 

muestra una tabla comparativa de estas actividades.  
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Muestra 

Fotosíntesis 

nat g O/ min x10
7
 células 

Respiración 

nat g O/ min x10
7
 células 

Microaerofilia Aerobiosis Microaerofilia Aerobiosis 

0 µM Cd 120 ± 48 319± 68 109 ± 34 190 ± 20 

2 µM Cd 129± 61 214± 83 162 ± 45 119± 27 

25 µM Cd 91 ± 17 462± 98 108 ± 15 272 ± 63 

100 µM Cd 119± 49 202 ± 34 65 ± 33 162 ± 27 

175 µM Cd 119 ± 33 332 ± 31 ND 229 ± 47 

 

Tabla 6.5. Efecto de la microaerofilia y el cadmio en la actividad fotosintética 

y la respiración celular. Media ± desviación estándar. ND. No detectable 

 

En general, en microaerofilia no se observaron cambios en la actividad 

fotosintética debido a la presencia de cadmio y el efecto es similar en aerobiosis. La 

actividad fotosintética en condiciones aerobias fue aproximadamente dos veces mayor 

con respecto a las condiciones de microaerofilia e incluso hasta de 4 veces en la 

condición 25 µM Cd.  

En microerofilia se determinó un patrón de inhibición de la respiración celular 

en presencia de cadmio. En aerobiosis no hubo inhibición de la respiración celular. 

Mendoza-Cozatl et al (2006) reportaron una inhibición de la actividad 

fotosintética y la respiración celular en presencia de cadmio, sin embargo, en estos 

experimentos se utilizó un medio de cultivo modificado,  al cual se le adicionó cisteína 

y sulfuro, compuestos que podrían estar provocando una disminución del efecto tóxico 

del metal, promoviendo la formación de complejos de cisteínato de cadmio y sulfuro de 

cadmio.   
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Segunda Parte. Mecanismos de resistencia y tolerancia  

Como mecanismos de tolerancia y resistencia a cadmio, se evaluó la bioadsorción y 

acumulación del cadmio, así como su efecto en el contenido de moléculas con grupos 

tiol.  

 

6.7. Acumulación y remoción de cadmio  

A continuación se muestran los resultados obtenidos para la remoción de cadmio 

en condiciones de microaerofilia. 

 

Tabla 6.7. Remoción de cadmio por E. gracilis en microaerofilia  

 

Muestra 

Cadmio 

teórico 

(nmoles) 

Cadmio 

acumulado 

(nmolesx10
7
cels) 

Cadmio 

total  

acumulado 

(nmoles) 

Cadmio 

bioadsorbido 

 (nmoles) 

Cadmio 

removido 

(nmoles) 

 

% 

Remoción 

0 µM Cd 0 0 0 0 0 0 

2 µM Cd 30 1.9 ± 0.13 13± 1.4 24.3 ± 8.6 37 ± 5.2 120 ± 17.2 

25 µM Cd 375 21 ± 7.8 139 ± 7.4 52 ± 27.8 191 ± 33 51 ± 8.7 

100 µM 

Cd 

1500 60 ± 10.2 275 ± 24 284 ± 12.3 

560 ± 26 

37 ± 1.7 

175 µM 

Cd 

5250 50.7 ± 8.5 165 ± 21 1373 ± 194 

1538 ± 185 

29 ± 3.5 

300 µM 

Cd 

15000 12 ± 2 25 ± 4 ND 25 ± 4 0.17 ± 0.03 

Los valores son el promedio de tres experimentos independientes  ± desviación 

estándar.  ND: No determinado 

 

En la tabla anterior, la primera columna hace referencia a las muestras analizadas en 

cultivos control y la concentración de cadmio añadida en células tratadas.     

 La segunda columna muestra la concentración de cadmio teórico añadida a los 

medios de cultivo. Este valor se obtiene considerando el volumen de la solución 

calibrada de cloruro de cadmio añadida y el volumen total del medio de cultivo en el 

que fueron crecidas las células. Para los cultivos control, 2, 25 y 100 µM de Cd se 

utilizaron 15 mL de medio. Para el cultivo con 175 µM de Cd se utilizaron 30 mL de 
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medio y para el cultivo de 300 µM de Cd se utilizaron 50 mL de cultivo. Los volúmenes 

utilizados del medio fueron ajustados para obtener cantidades similares de células al 

final del cultivo. 

 La tercera y cuarta columna presentan los valores de cadmio total acumulado 

intracelularmente, expresados en nmoles*10
7
 de células y nmoles por cultivo total.  

 En la quinta columna se muestran los valores de cadmio total bioadsorbido, 

expresado en nmoles por cultivo total. Estos valores representan al cadmio que se unió a 

la superficie celular y que fue removido por el EGTA durante el primer lavado con 

buffer KME pH 7.2 para cosechar las células. El cadmio del tiempo cero, del tiempo 

final y del primer lavado fueron medidos y considerados para el rendimiento y la 

remoción total. 

 En las últimas dos columnas se muestra el cadmio total removido expresado en 

nmoles por cultivo total y en porcentaje de remoción.  

En condiciones de microaerofilia, E. gracilis fue capaz de remover cadmio. Una 

parte importante de cadmio total se acumuló intracelularmente, posiblemente en el 

cloroplasto y la mitocondria. El cadmio bioadsorbido parece ser el mejor mecanismo de 

remoción, ya que este se pegó a las células en mayor proporción, obteniendo un 

porcentaje de remoción mayor que si solo se considera el cadmio acumulado 

intracelularmente. 

  

6.8. Efecto del cadmio en el contenido de moléculas con grupos tiol.  

A continuación se muestran cromatogramas representativos de HPLC donde se 

evaluaron los cambios en el contenido celular de moléculas con grupos tiol.  



 
 

39 

 

Figura 6.8. Cromatogramas representativos del efecto del cadmio en 

moléculas con grupos tiol. En las cuatro figuras se muestran los valores obtenidos 

directamente de la inyección. El pico no señalado es el DTT en la muestra.  

 

Tabla 6.8. Efecto del cadmio en el contenido de moléculas con grupos tiol en microaerofilia 

 

Muestra Cisteína GSH+γEC Fitoquelatinas totales 

0 µM Cd 18.8 ±  8.3 3.1 ± 1.1 0.33 ± 0.1 

2 µM Cd 21.1 ± 16.6 4.9 ± 3.0 1.32 ± 0.6 

25 µM Cd 31.8 ± 18.7 5.8 ± 4.3 1.70 ± 0.6 

175 µM Cd 80.5 ± 48.1 30.2 ± 16.3 2.33 ± 0.9 

300 µM Cd 84.5 ± 55.7 7.2 ± 5.3 17.2 ± 4.3 

 Media ± desviación estándar (n=3). Unidades: nmol tiol/10
7
 células. 

 

La técnica permitió cuantificar el contenido de moléculas con grupos tiol 

involucradas en la respuesta celular frente a una exposición a cadmio, según resultados 

previamente descritos.  

 El contenido de cisteína aumentó en presencia del cadmio, en comparación con 

células control. La GSH+γEC presentó un aumento en células expuestas a 2, 25 y 175 
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µM de Cd y una disminución importante en células expuestas a 300 µM de Cd. La 

técnica no permitió la separación de estas dos moléculas, por lo cual el valor fue 

expresado como la suma. La síntesis de fitoquelatinas se indujo en presencia de cadmio. 

Debido a la ausencia de estándares para cada una de las fitoquelatinas, los picos fueron 

identificados por los intervalos de los tiempos de retención anteriormente reportados por 

Mendoza-Cózatl et al (2006) y agrupados como fitoquelatinas totales.  

 Se observó una disminución en los niveles de glutatión en  células expuestas a 

300 µM de cadmio debido a que esta molécula es un precursor de las fitoquelatinas.   
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7.  DISCUSIÓN GENERAL 

 

Crecimiento celular y consumo de sustratos 

En este trabajo se ha evaluado el efecto del cadmio y la microaerofilia en Euglena 

gracilis fotoheterotrófica, desde una perspectiva microbiológica y bioquímica.  

 La exposición a cloruro de cadmio y el crecimiento en microaerofilia generaron 

cambios en el crecimiento y la duplicación celular de E. gracilis, sin embargo, su 

viabilidad celular no se afectó de manera significativa (>85%).   

El retraso en la fase exponencial de crecimiento celular en células en 

microaerofilia podría deberse a cambios en el metabolismo celular, principalmente a la 

actividad fotosintética y el consumo de sustratos (figuras 6.1.1 y 6.1.2).  

Las células fueron expuestas a cloruro de cadmio, debido a que es la especie 

química evaluada con mayor frecuencia; sin embargo, en la naturaleza el cadmio no 

solo se encuentra en forma de cloruro, en ambientes dulceacuícolas, está íntimamente 

asociado con la materia coloidal y está presente como CdCl2 y CdSO4. En el mar el 66% 

de este metal esta presente como ión Cd
2+

 junto con CdCO3 (26%), CdOH2 (5%), CdCl2 

(1%) y CdSO4 (1%). (Whitfield et al., 1981).  

Basado en estudios previos (Devars et al., 1998, 2000; Mendoza-Cozatl et al., 

2002, 2006), la disminución en la densidad celular se atribuye al efecto tóxico del 

cadmio, sin embargo, no se descarta la posibilidad de que la microerofilia posea un 

papel importante en la disminución de la densidad y la duplicación celular, ya que en 

condiciones heterotróficas, el oxígeno es un factor metabólico limitante. Para este 

trabajo, E. gracilis fue cultivada con  una mezcla de sustratos oxidables y no oxidables, 

por lo que su consumo no es completamente dependiente de la presencia de oxígeno. 

Se ha reportado que los requerimientos de oxígeno para el crecimiento óptimo 

de Euglena dependen de la fuente de carbono utilizada; por ejemplo, el crecimiento con 

acetato o etanol consume de tres a cinco veces más oxígeno durante la fase logarítmica, 

en comparación con el crecimiento con glucosa, soportando la misma tasa de 

crecimiento (Cook & Heinrich, 1965). Experimentos de Boehler & Danforth (1964) 

sugieren que la glucosa reduce el consumo de oxígeno por represión catabólica. 

Asimismo, la degradación de algunos sustratos no estimula la respiración celular a 

niveles significativamente mayores que la tasa endógena (Cook & Carver, 1966; Wilson 

et al., 1959).  
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Wilson et al. (1959) han sugerido que las fuentes anaerobias de energía pueden 

ser importantes durante el crecimiento en sustratos que no estimulan la respiración 

celular. De aquí la importancia de cultivar a E. gracilis con una mezcla de sustratos, 

tanto oxidables (glutamato-malato), como sustratos cuyo consumo sea independiente de 

la concentración de oxígeno (glucosa, vía Embden-Mayerhof-Parnas).  

Por otro lado, Cook & Heinrich (1966) reportaron que en E. gracilis la tasa de 

división celular cambia sutilmente cuando se genera anaerobiosis por flujo constante de 

nitrógeno a 30º C; sin embargo, las condiciones de cultivo no son comparables, ya que 

en este trabajo la sustitución de gases (O2 por mezcla de N2-H2-CO2) no es constante, se 

realiza en una sola ocasión antes de la inoculación. Además, se ha reportado que E. 

gracilis es sensible a la temperatura (crecimiento óptimo a 25º C), por lo que un  

incremento en este parámetro podría tener un efecto importante en la división celular y 

no necesariamente por la ausencia de oxígeno.  

En este trabajo, la densidad celular alcanzada supera el valor reportado para E. 

gracilis fotoheterotrófica cultivada en ausencia de cantidades de oxígeno. La densidad 

de células del cultivo en aerobiosis es similar a la reportada anteriormente por 

Mendoza-Cózatl et al. (2002). En estudios previos se han obtenido densidades 

superiores a 30x10
6
 células/mL  para células cultivadas en obscuridad y aerobiosis 

utilizando glutamato-malato- etanol como fuentes de carbono (Rodríguez-Zavala et al, 

2006, 2010; Lira-Silva et al., 2011). Resulta difícil comparar la densidad celular en 

condiciones de microaerofilia, debido a la carencia de valores reportados. Aún en 

condiciones de aerobiosis resulta complicado comparar la densidad celular, debido a 

que este valor está íntimamente relacionado con las condiciones de cultivo y los 

sustratos utilizados (fotoheterotrofía vs. heterotrofía).  

E. gracilis posee gran plasticidad metabólica, lo que le permite sobrevivir en 

condiciones adversas. Su mixotrofía le permite consumir gran cantidad y variedad 

química de sustratos, inclusive realizar fotosíntesis.  

Los resultados de este trabajo sugieren que E. gracilis tiene la capacidad de 

utilizar los sustratos de diferente manera. El malato es consumido preferentemente en 

los primeros días de cultivo (Figura 6.2.1) tanto en aerobiosis como en microaerofilia; 

sin embargo, si este consumo es ajustado con la densidad celular en un tiempo t se 

observa que no es consumido en la misma proporción (consumo real= mM malato 

consumido/10
6 

células). Esta relación también es aplicable para el consumo de 

glutamato y glucosa (figuras 6.2.2 y 6.2.3).  
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En aerobiosis, el malato y el glutamato son consumidos en mayor proporción, 

por lo que se infiere que estos sustratos están favoreciendo la duplicación celular y el 

aumento de la biomasa. En microaerofilia estos sustratos son consumidos en menor 

proporción.   

Por otro lado, la glucosa no es buen sustrato ya que se consume preferentemente 

en condiciones de estrés (presencia de cadmio) y en menor cantidad con respecto al 

malato y glutamato. Resulta importante realizar un análisis del contenido y actividad de 

enzimas involucradas en el metabolismo glucolítico, así como evaluar la degradación de 

su principal reserva de energía, el paramilo.  

Los resultados no permiten concluir si el cadmio genera cambios en el consumo 

de sustratos, ya que solo se evaluaron células control y una concentración de cadmio. Si 

el cadmio tiene un efecto en la densidad celular, posiblemente también genere cambios 

a nivel metabólico.  

La actividad específica de las enzimas que intervienen en el consumo de 

sustratos fue inferior a la reportada previamente para E. gracilis, aunque cabe 

mencionar que la metodología utilizada en este trabajo para obtener los extractos 

celulares podría haber modificado los resultados, ya que el protocolo de sonicación fue 

suave en comparación con otras reportados. Posiblemente las actividades enzimáticas 

dependerán del estado metabólico de la célula, es decir, el día de cultivo/ fase de 

crecimiento y la presencia del sustrato. Además, se ha reportado que la localización 

subcelular y la actividad de enzimas involucradas en el consumo de malato esta 

regulada en gran medida por las condiciones de cultivo (pH y concentración de fuentes 

de carbono). A pesar de esto, se encontraron cambios importantes en las actividades 

enzimáticas de células cultivadas en microaerofilia y en células tratadas con cadmio, 

con respecto a los controles (Tabla 6.3).  

Bajo las condiciones de cultivo evaluadas en este trabajo, E. gracilis presentó un 

metabolismo fotoheterotrófico, al usar fuentes de carbono orgánico y energía luminosa 

como fuente de electrones. Lo anterior resulta importante, ya que a nivel industrial, la 

productividad de los cultivos de organismos fotosintéticos se ve afectada por la 

heterótrofía, fotoautrofía y mixotrofía. Se ha reportado que Haematococcus pluvialis 

(microalga) puede sintetizar astaxantina en heterotrofía y mixotrofía utilizando acetato 

de sodio como fuente de carbono, en ambos casos la concentración del pigmento es 

mayor a la obtenida en condiciones de fotoautotrofía, debido en parte a que el acetato 

promueve la obtención de un mayor rendimiento celular (Kobayashi et al., 1992). 
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También se ha estudiado la producción de α-tocoferol con E. gracilis usando etanol 

como sustrato y la producción de este compuesto antioxidante aumentó hasta 2,9 veces 

con relación a lo obtenido en fotoautotrofía (Ogbonna y Tanaka, 1998). La 

investigación acerca de la capacidad de las microalgas y otros organismos fotosintéticos 

para utilizar diferentes fuentes de carbono orgánico es importante, debido a que 

permitiría su cultivo en biorreactores más convencionales, en los que el 

aprovechamiento óptimo de la energía luminosa se encuentra limitada, ya sea técnica o 

económicamente; sin embargo este es un campo de la biotecnología que se encuentra en 

su fase de desarrollo inicial.  

Otro punto importante en el estudio de microorganismos cultivados en altas 

densidades, es la tolerancia a cambios en el pH a través del tiempo de cultivo. Se ha 

demostrado que E. gracilis puede sobrevivir en un amplio intervalo de pH (2.3 a 11), 

pero presenta cambios principalmente en el crecimiento celular y la motilidad (Buetow, 

2011). Por una parte, el pH modifica la disponibilidad de algunos sustratos (malato y 

glutamato) debido a sus valores de pKa. Por otro lado, el pH se ve afectado por la 

presencia de CO2 (a mayor concentración menor pH). En un sistema cerrado (cultivo en 

microaerofilia), la actividad fotosintética modifica la cantidad de H
+
 libres debido a los 

ciclos de consumo y producción de CO2. A nivel industrial, el pH y la concentración de 

CO2 pueden ser fácilmente monitoreados y controlados (Camacho et al., 1999). 

 

Actividad fotosintética y respiración celular 

En este trabajo se demostró que E. gracilis puede crecer en microaerofilia, pero 

¿el medio de cultivo se mantuvo en microaerofilia a pesar de la actividad fotosintética? 

Para responder esta pregunta se determinaron los niveles de oxígeno en el headspace de 

matraces sin células y matraces con células y si bien hay una diferencia en la 

concentración de oxígeno, en todas las condiciones de cultivo el oxígeno se encontró en 

una concentración menor al 2%, pudiéndose observarse ciclos de producción y consumo 

de oxígeno debido al metabolismo fotosintético y respiratorio, respectivamente. 

La acumulación de O2 disuelto puede representar un fuerte obstáculo para el 

crecimiento de microrganismos fotosintéticos.  Altos niveles de O2 disuelto en el medio 

de cultivo provocan inhibición de la fotosíntesis (Camacho et al., 1999) y en 

condiciones extremas pueden incluso causar la muerte de las células por daño oxidativo.  

A nivel industrial, en cultivos de microalgas mantenidos en exteriores en 

reactores planos inclinados, se pueden alcanzar concentraciones de O2 de hasta 9,5mg/l 
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durante las horas de mayor energía radiante, lo que representa 30% más que la 

concentración de saturación de O2 (Hu et al., 1996a). En los reactores tubulares 

horizontales, la concentración alcanzada puede ser aún mayor (Camacho et al., 1999), 

por lo que usar la longitud de la tubería como único parámetro de escalamiento de 

fotobiorreactores puede conducir a una falla total de las plantas diseñadas (Richmond, 

2000). La remoción del O2 producido fotosintéticamente es una necesidad al escalar 

reactores cerrados. En los reactores tubulares horizontales, una estrategia común es 

instalar etapas de aireación para remover por adsorción el O2 del medio de cultivo. 

Después de estar en contacto con el medio de cultivo, el aire enriquecido con O2 puede 

separarse del líquido con un desgasificador. El tiempo entre etapas de aireación depende 

de la velocidad lineal de crecimiento del medio de cultivo, de la distancia entre etapas 

de aireación y de la velocidad de fotosíntesis (Richmond et al., 1993). Sin embargo, 

estos procesos resultan altamente costosos e innecesarios cuando se cuenta con 

organismos facultativos.  

Debido a su plasticidad metabólica aquí demostrada, E. gracilis podría ser 

utilizada en cultivos masivos de microalgas sin necesidad de utilizar sistemas de 

aeración para remover el oxígeno generado, evitando así el posible daño mecánico a las 

células generado por los procesos de mezclado (Sánchez et al., 2000). 

Además, E. gracilis puede crecer y adaptarse fácilmente a microambientes con 

gradientes de concentración de nutrientes y condiciones ambientales generados 

comúnmente en biorreactores de grandes dimensiones.  

La densidad celular es importante en el metabolismo, ya que si esta aumenta es 

posible evitar la fotoinhibición, aún a altas intensidades de luz incidente, pero por otro 

lado los efectos de sombreado entre las células se vuelven más severos debido a que la 

luz penetra menos en cultivos densos que en cultivos de menor densidad. En 

organismos fotoheterotróficos, las altas densidades celulares solo son posibles mediante 

una combinación de alta intensidad de luz y gran cantidad de sustratos.  

 

Mecanismos de resistencia  

En la actualidad existen pocos estudios bioquímicos sobre la capacidad de E. 

gracilis para remover metales pesados a partir de cuerpos de agua, ya que gran parte de 

los estudios existentes solo se enfocan en el área microbiológica.  

En muchos experimentos relacionados con la remoción de metales pesados se 

utilizan organismos de vida libre y solo se prueba un metal pesado (Kaplan et al., 1995; 
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Carr et al., 1998; Matsunaga et al., 1999); sin embargo, si el organismo evaluado es 

propuesto para procesos de Biorremediación, resulta conveniente que este organismo 

sea sometido a condiciones que semejen la realidad, ya que comúnmente los cuerpos de 

agua están contaminados por una mezcla heterogénea de metales pesados y otros 

contaminantes que podrían afectar dichos procesos (Guerinot, 2000; Williams et al., 

2000). Se ha observado que la capacidad de transporte y unión a la célula es diferente 

cuando hay competencia de metales pesados o cuando hay modificaciones en la 

composición del medio (pH, temperatura, presencia de iones, presencia de materia 

orgánica, etc.).  

Las células pueden utilizar diferentes mecanismos de resistencia y tolerancia 

dependiendo de la concentración de metales pesados, además de presentar efectos 

antagónicos o sinérgicos. La presencia de un metal pesado específico puede producir un 

efecto negativo en la desintoxificación de otro, afectando la capacidad de un organismo 

de acumular ambos metales pesados simultáneamente. Por el contrario, la exposición de 

un metal pesado específico puede estimular la respuesta de defensa ante el estrés 

oxidativo inducido por otro metal tóxico, mejorando condiciones desfavorables (Devars 

et al., 1998; Tsuji et al., 2002). Debido a esto, resulta de gran importancia evaluar el 

efecto de otros metales pesados en cultivos microaerofílicos de E. gracilis.  

Para fines de biorremediación, resultan de mayor importancia los mecanismos 

relacionados con la acumulación e inactivación celular, ya que estos procesos 

minimizan el efecto tóxico del metal y permiten su posterior extracción y recuperación.  

Devars et al (1998) demostraron que células completas de E. gracilis Z 

cultivadas en fotoheterotrofía tienen la capacidad de acumular cantidades significativas 

de cadmio. Mendoza-Cózatl et al (2002) determinaron la distribución intracelular del 

cadmio y algunos otros metabolitos relacionados con la respuesta al estrés por cadmio 

en E. gracilis, cuyos resultados son similares a los valores reportados por Coppellotti 

(1989) y otros grupos (Devars et al., 1998). En dicho estudio se demostró la 

acumulación de cadmio en el cloroplasto y el efecto en su metabolismo, donde se 

remarca la inhibición de la fotofosforilación, principalmente. Además, se ha reportado 

la acumulación de cadmio en la mitocondria de E. gracilis cuando es cultivada en 

obscuridad, con glutamato y malato como fuentes de carbono (Áviles et al., 2001).  

En este trabajo se determinó el cadmio total acumulado intracelularmente, cuyos 

valores son menores a los reportados por Mendoza-Cózatl et al (2002); es decir, bajo 

estas condiciones de cultivo, E. gracilis acumula un menor porcentaje de cadmio 
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intracelularmente. Por el contrario, en este trabajo se comprobó que las células de E. 

gracilis tienen una mayor capacidad de adsorción del metal. Resulta de gran 

importancia evaluar el mecanismo de adsorción del cadmio, ya que posiblemente, la 

membrana celular o la película de E. gracilis está compuesta por elementos con 

capacidad de secuestrar al metal.  

Por otro lado, es posible que la síntesis de ésteres de cera en condiciones de 

microaerofilia tenga un papel importante en la remoción del metal pesado y no solo en 

la generación de reservas energéticas. Los ésteres de cera podrían estar modificando de 

manera importante el transporte intracelular del cadmio y la composición de la 

membrana, favoreciendo la bioadsorción del metal. Además, debido a la falta de 

estudios en la composición de estas moléculas no se descarta su capacidad para unir o 

quelar metales. 

El incremento en la síntesis de moléculas con grupos tiol es un mecanismo 

ampliamente descrito en E. gracilis frente a una exposición a cadmio y otros metales 

(Avilés et al., 2001; García-García et al., 2008). El cadmio y el cromo pueden formar 

enlaces coordinados con grupos químicos donadores de electrones, como la cisteína, el 

GSH, la γ-EC y T (SH)2 para inactivar al metal.  

Los niveles de cisteína y GSH-γ-EC en células cultivadas en microaerofilia son 

similares a los reportados por Lira-Silva (2011) para células cultivadas en glutamato-

malato-etanol, como fuentes de carbono (12.5±5 y 3.8±1.1 nmol tiol/10
7
 células, 

respectivamente), por lo que la presencia de oxígeno no esta relacionada con la 

formación de moléculas con grupos tiol.  

La síntesis de fitoquelatinas (PC) es un mecanismo propuesto para contrarrestar 

la toxicidad de los metales pesados en plantas, levaduras y algas (Gekeler et al., 1988; 

Clemens et al., 1999; Cobbett, 2000). La síntesis de PCs inducidas por cadmio en 

Euglena fueron descritas originalmente por Gekeler et al. (1988), pero su distribución 

subcelular no fue analizada. Mendoza-Cózatl et al (2002) reportaron la inducción por 

cadmio de péptidos con grupos tiol, presuntamente PCs, presentes tanto en el citosol 

como en el cloroplasto. La identidad de las moléculas con grupos tiol inducidas por 

cadmio no fue comprobada con estándares, sin embargo, por los tiempos de retención 

probablemente corresponda a fitoquelatinas 2 y 3 (Mendoza- Cózatl et al., 2002).  

 Este es el primer trabajó en donde se demuestra que el cadmio induce la síntesis 

de fitoquelatinas en condiciones de microaerofilia. Además, se propone que el cadmio 

no entra solo a la célula, sino que forma complejos con moléculas con grupos tiol, como 
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se ha reportado anteriormente. Debido a las condiciones de cultivo, las principales 

especies químicas que entran a la célula y que provocan los efectos descritos en este 

trabajo son el cisteínato de cadmio y el sulfuro de cadmio.  

Por sí sola, la microaerofilia genera cambios a nivel celular y modifica los 

mecanismos de defensa contra el efecto tóxico del metal, sin embargo, los componentes 

químicos adicionados al medio de cultivo podrían tener mayor relevancia en 

contrarrestar el efecto tóxico del cadmio.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

49 

 

 

8. CONCLUSIONES  

• Euglena gracilis cultivada en microaerofilia, fue capaz de contender con el 

efecto tóxico del cadmio, alcanzando una gran densidad celular.  

• El cadmio generó un retraso en la fase exponencial en células en microaerofilia 

con respecto a las células en aerobiosis.  

• El malato y glutamato fueron consumidos preferentemente (> 90%) y de manera 

similar en ambas condiciones, mientras que la glucosa parece no ser un buen 

sustrato.  

• La presencia de cadmio generó fluctuaciones en los niveles de CO2 y O2,  

posiblemente debido a modificaciones en el metabolismo.  

• La actividad fotosintética en condiciones aerobias fue aproximadamente dos 

veces mayor con respecto a las condiciones de microaerofilia e incluso hasta de 

cuatro veces en la condición 25 µM Cd. En microaerofilia se determinó un 

patrón de inhibición de la respiración celular en presencia de cadmio. 

•  Los niveles de cisteína aumentaron proporcionalmente en células tratadas con 

CdCl2 y en altas concentraciones de cadmio se indujo la síntesis de 

fitoquelatinas. 

• En condiciones de microaerofilia, la adhesión del metal a la superficie celular 

parece ser el principal mecanismo de remoción de cadmio en comparación con 

la acumulación intracelular.  

• La adaptación a diferentes condiciones de estrés (cambios en la concentración de 

oxígeno y presencia de cadmio) es una característica de E. gracilis.  

• Este es el primer reporte de un microorganismo fotosintético con capacidad de 

acumular metales pesados en presencia y ausencia de oxígeno 

• Euglena gracilis podría ser considerado como un microorganismo apto para 

procesos  de biorremediación de aguas contaminadas (cadmio) en bioreactores 

anaerobios.  
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9. PERSPECTIVAS 

En este trabajo se determinó el efecto del cadmio en E. gracilis fotoheterotrófica 

cultivada en medio anaerobio, desde una perspectiva microbiológica y bioquímica. Los 

resultados obtenidos permiten proponer un seguimiento de este trabajo en varios 

aspectos a fin de complementarlo y conocer más acerca de la plasticidad metabólica de 

E. gracilis y su capacidad para adaptarse a gran cantidad de ambientes adversos y 

contrastantes.  

 Con base en antecedentes de diversos grupos de trabajo, resultaría interesante 

enfocarse en un futuro próximo en los siguientes puntos:  

 Determinar el efecto de otros metales pesados (Hg
2+

, Pb
2+

, Co
2+

, Cu
2+

, Cr
3+

, 

Cr
6+

, entre otros) en Euglena gracilis fotoheterotrófica bajo condiciones de 

microaerofilia y dilucidar los mecanismos de tolerancia y resistencia 

involucrados, así como evaluar efectos antagónicos o sinérgicos de estos metales 

y su efecto en células pretratadas con ellos.  

 Probar otras fuentes de carbono para determinar cuál es la más adecuada para el 

crecimiento óptimo de E. gracilis en condiciones de microaerofilia, por ejemplo, 

etanol, acetato o lactato.  

 Evaluar la participación de los ésteres de cera en la adaptación a ambientes 

adversos y contrastantes, más allá de su utilización como reserva de energía. 

Estas moléculas posiblemente modifiquen la composición de la membrana 

celular o el transporte interno del metal a fin de inactivarlo o expulsarlo, debido 

a que en este trabajo se encontró que el mecanismo más importante de tolerancia 

a cadmio es su bioadsorción.  

 Caracterizar y evaluar la participación de los componentes de la película y la 

membrana celular de E. gracilis en los mecanismos de resistencia a metales 

pesados.  

 Evaluar a fondo la participación del cloroplasto en los mecanismos de resistencia 

a metales pesados, así como los cambios a nivel molecular y celular frente a una 

exposición.  

Existen muchos aspectos que podrían ser tomados en cuenta para estudios 

posteriores, los cuales podrían ayudar a comprender aspectos celulares y evolutivos de 

E. gracilis y generar aplicaciones biotecnológicas de grandes dimensiones.  
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11. ANEXOS 

 

 11.1. Abreviaturas 

γ-EC Gama glutamil cisteína Hg Mercurio  

µg Microgramos I Yodo  

µM Micromolar K Potasio  

As Arsénico  Kg Kilogramo  

ATP Adenosin trifosfato Mg Magnesio 

B1 Vitamina B1 mg Miligramos 

B12 Vitamina B12 mM Milimolar 

Ba Bario  Mn Manganeso  

Ca Calcio  Na Sodio  

Cd Cadmio  Ni Niquel 

Co  Cobalto ng nanogramo 

CoA Coenzima A nM nanomolar 

CO2 Dióxido de carbono N2 Nitrógeno  

Cu Cobre NOx Óxidos de nitrógeno 

Cys Cisteína  O2 Oxígeno 

DNA Ácido desoxirribonucleico  P Fósforo  

DTNB Ácido ditionitrobenzoico  Pb Plomo  

DTT Ditiotreitol PCA Ácido perclórico  

EGTA Ácido etil glicol-bis (β-aminoetiléter)-  ppm Partes por millón (mg/L) 

 N, N, N´, N´-tetraacético. ROS Especies reactivas del  

F Fluor   oxígeno (EROS) 

Fe Hierro  Se Selenio  

FQ Fitoquelatinas -SH Grupo sulfhidrilo  

g/mL  Gramos por militro  S-S Enlace disulfuro  

GMG Glutamato-malato-glucosa Sn Estaño  

Gly  Glicina  T (SH)2 Tripanotión reducido  

GSH Glutatión reducido  V Vanadio  

H Hidrogeno  Zn  Zinc 
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11.2. Componentes anaerobios  

El agua miliQ es agua destilada que se hace pasar por un filtro (diámetro de poro 0.22 

µm) con el fin de eliminar toda impureza química y biológica. El agua filtrada se vierte 

en un matraz de bola, el cual es sellado herméticamente con un tapón de hule y se 

esteriliza en la autoclave a 20 libras de presión por 45 minutos. Cuando la autoclave ha 

llegado a esas condiciones, la válvula se abre y se libera toda la presión necesaria para 

poder sacar el matraz. Con la debida precaución, del matraz con agua hirviendo se 

extrae todo el aire, utilizando una aguja de jeringa estéril y manteniendo una agitación 

manual constante. Cuando el aire deja de salir y se genera una presión negativa dentro 

del matraz, la aguja es retirada y se deja enfriar. El matraz es almacenado en la cámara 

de anaerobiosis.  

Los stocks de sulfuro de sodio y de CdCl2 fueron preparados con agua miliQ y 

almacenados en frascos sellados herméticamente. Para eliminar el oxígeno disuelto en el 

agua, se utilizó un sistema de reemplazo de gases. Se inyectó N2 y vacío durante 15 

ciclos de 5 minutos cada uno, en agitación manual. Los frascos fueron esterilizados en 

la autoclave a 20 libras de presión por 45 minutos y almacenados en la cámara de 

anaerobiosis.  
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