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RESUMEN  
 

Los hidrocarburos aromáticos policíclicos son un grupo de tóxicos de amplia distribución ambiental, 

producidos por procesos de combustión incompleta antropogénica, estos compuestos representan 

un riesgo para los organismos acuáticos debido a su potencial para producir fototoxicidad cuando 

se exponen a la radiación solar UV. Los arrecifes de coral están localizados en áreas, donde la 

transparencia de sus aguas permite que la radiación solar UV penetre en la columna de agua y la 

intensa actividad turística libera HAPs en el sistema. En México el mar Caribe representa un área 

natural de un valor incalculable  en cuanto a su biodiversidad, pero el rápido desarrollo turístico 

pone en riesgo este ecosistema. En el presente estudio se eligió como área de estudio la laguna 

Bojorquez-Nichupté y la zona arrecifal de Puerto Morelos Quintana Roo, México, por su gran 

actividad turística. Se realizaron bioensayos agudos con antraceno benzo[a]pireno y fluoranteno en 

el laboratorio con Artemia franciscana para calcular la CL50 y bioensayos subletales para evaluar el 

daño en el ADN, así como bioensayos en presencia de radiación solar probando concentraciones 

de µg/L a ng/L en organismos arrecifales, entre ellos: Tozeuma carolinense, Strombus gigas, 

Cladonema radiatum, Acartia spinata, Leander tenuicornis, Pachygrapsus gracilis, Hippolythe 

zoostericola, Thor mannigi, Porites divaricata y como organismo control Artemia franciscana. Se 

observó que las especies más sensibles a fluoranteno fueron Tozeuma carolinense (15.2 µg/L), 

Strombus gigas CL50 (17.75 µg/L) y Cladonema radiata (20.6 µg/L). Las especies más sensibles 

para benzo[α]pireno fueron las larvas de Strombus gigas con una CL50 de 17.05 ng/L, Acartia 

spinata (1.8 µg/L) y Porites divaricata (2.7 µg/L). Los resultados demostraron que la exposición de 

los organismos marinos del Caribe a la presencia conjunta de HAPs y RSUV puede ser dañina y 

provocar su muerte. La evaluación de riesgo ecológico por exposición a HAPs disueltos, demostró 

que en la actualidad no existe riesgo por fototoxicidad en el complejo lagunar Bojorquez-Nichupté y 

la zona arrecifal de Puerto Morelos, debido a que las concentraciones de HAPs en la columna de 

agua estuvieron por debajo del límite de detección. 

Palabras clave: fototoxicidad, HAPs, Caribe Mexicano, Artemia franciscana, arrecifes coralinos.  
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ABSTRACT 

 

Polycyclic aromatic hydrocarbons are a group of toxins that are widely distributed in the 

environment. They are produced naturally as well as by and in the incomplete combustion of fossil 

fuels. These compounds represent a risk for aquatic organisms due to their phototoxic potential 

when exposed to solar UV radiation. Coral reefs are located in areas where high water 

transparency allows for the penetration of solar UV radiation whereas intense touristic activities 

introduce PAHs into the environment. In Mexico, the Caribbean Sea due to its biodiversity is a 

natural area of immeasurable value however, the rapid development of tourism has put this 

ecosystem at risk. In this work the Puerto Morelos coral reef lagoon in Quintana Roo, Mexico was 

chosen as a study area due to its wide spread tourism industry. Acute bioassays with anthracene, 

benzo[a]pyrene and fluoranthene were run in laboratory-reared Artemia franciscana to calculate 

their LC50 values and sublethal bioassays were run to evaluate DNA damage. Another series of 

acute bioassays were run in the presence of solar radiation, testing µg/L to ng/L PAHs 

concentrations with reef associated organisms like Tozeuma carolinense, Strombus gigas, 

Cladonema radiatum, Acartia spinata, Leander tenuicornis, Pachygrapsus gracilis, Thor mannigi, 
Hippolythe zoostericola, Porites divaricata as well as Artemia franciscana as the control organism. 

The most sensitive species to fluoranthene were Tozeuma carolinense (LC50 15.2 µg/L), Strombus 

gigas (LC50 17.75 µg/L) and Cladonema radiatum (LC50 20.6 µg/L).   The most sensitive species to 

benzo[a]pyrene were Strombus gigas larvae with an LC50 of 17.05 ng/L, Acartia spinata (LC50 1.8 

µg/L) y Porites divaricata (LC50 2.7 µg/L). Results showed that the exposure of Caribbean coral reef 

organisms to PAHs and solar UV radiation can be harmful and may result in mortality. The 

ecological risk assessment of dissolved PAHs showed that at the present time there is no risk due 

to phototoxicity in the Bojorquez-Nichupte lagoon complex and the coral reef zone of Puerto 

Morelos, because the concentrations of PAHs in the water column are below the limits of detection. 

 

 

Keywords: phototoxicity, PAHs, Mexican Caribbean, Artemia franciscana, coral reefs. 
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INTRODUCCIÓN 
  

En el Caribe mexicano se ubica el segundo sistema arrecifal más grande del mundo, el llamado 

Sistema Arrecifal Mesoamericano (SAM), que se extiende desde la isla Contoy en el norte de la 

Península de Yucatán hasta las Islas de Bahía en Honduras (Principios de manejo para las áreas 

marinas protegidas, 2003). En este ecosistema se han identificado alrededor de 45 especies de 

corales con asociaciones simbióticas de flora y fauna como son algas, anémonas, esponjas, 

moluscos, crustáceos, peces y corales blandos. Además el SAM es un recurso invaluable para las 

comunidades vecinas.   

 Los arrecifes de coral representan un importante recurso desde el punto de vista 

económico, pesquero y turístico, se localizan en zonas donde existen complejos hoteleros muy 

grandes que ofrecen a los visitantes actividades recreativas como el buceo, navegación con 

veleros, renta de motos acuáticas, pesca deportiva, etc. La conservación de estos ecosistemas es 

de fundamental importancia por su gran biodiversidad, alta productividad, porque  tienen una alta 

retención de nutrientes, su riqueza y abundancia de especies son comparables a una selva 

tropical. 

 Las actividades antropogénicas han liberado al ambiente diversas sustancias tóxicas, entre 

éstas se han identificado los compuestos conocidos como hidrocarburos aromáticos policíclicos 

(HAPs). Algunos HAPs exhiben un aumento en su toxicidad cuando el organismo que está en 

contacto con ellos se expone a la radiación ultravioleta (280 a 400 nm). Esta toxicidad está 

directamente relacionada con la dosis de HAPs y la intensidad de la radiación ultravioleta (Bowling 

et al., 1983; Frank et al., 1986; Newsted y Giesy, 1987; Ankley et al., 1994 y 1995). La fototoxicidad 

solo ocurre si la radiación ultravioleta penetra el agua como es el caso de las áreas superficiales 

intermareales (Pelletier et al., 1997). Debido al efecto de la toxicidad fotoinducida es importante 

realizar estudios en zonas donde la penetración de la radiación solar es mayor y donde existe gran 

actividad de embarcaciones tanto turísticas como pesqueras ya que estas producen y arrojan al 

ambiente HAPs.  

En teoría, el efecto fototóxico de los HAPs puede representar un riesgo para los 

organismos de latitudes tropicales debido a la mayor penetración de radiación total que reciben 

anualmente estas áreas debido a una mayor temperatura promedio, que puede influenciar la 

disociación, solubilidad y estabilidad de estos contaminantes, así como la tasa metabólica de los 

organismos. Los estudios ecotoxicológicos son importantes porque sirven de base para diseñar 

acciones preventivas o dar soluciones a los problemas generados por estos compuestos.  
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MARCO TEÓRICO  
 
Hidrocarburos aromáticos policíclicos (HAPS) 
 
Los hidrocarburos aromáticos policíclicos (HAPs), también conocidos con el nombre de 

hidrocarburos aromáticos polinucleares, son un grupo de sustancias de amplia distribución 

ambiental, producidos por procesos de combustión incompleta o pirólisis de materiales orgánicos 

(HAPs, pirogénicos) como la quema de carbón, la industria metalúrgica (producción de acero y 

hierro), la generación de energía y calor y las emisiones de vehículos. Los HAPs pueden formarse 

lentamente (millones de años) por el rearreglo y transformación de materiales orgánicos biogénicos 

a temperaturas moderadas de 100 a 300 °C para formar combustibles fósiles (HAPs, 

petrógenicos). También pueden formarse a través de procesos relativamente rápidos (días o años), 

por la transformación de ciertas clases de compuestos orgánicos en suelos y sedimentos (HAPs, 

diagénicos) y la biosíntesis directa por organismos (HAPs, biogénicos); estos procesos han 

elevado la concentración de estos compuestos en el ambiente excediendo las fuentes naturales 

(Fazio y Howard, 1983). Se ha estimado que las descargas globales en el ambiente acuático, tanto 

de fuentes naturales como de origen antropogénico son de 80,000 a 230,000 toneladas por año.  

Estos compuestos están constituidos de carbón e hidrógeno arreglados en forma de dos o 

más anillos aromáticos fusionados, algunos tienen un anillo ciclopentano y/o heteroátomos, como 

el nitrógeno o el azufre (Neff, 1979). Entre los HAPs se pueden mencionar el naftaleno, fenantreno, 

fluoreno, benzo[α]antraceno, benzo[α]pireno, benzo[e]pireno, di-benzo[c,d,m]pireno, perileno y 

coroneno. Los hidrocarburos de importancia ambiental están arreglados de acuerdo a su peso 

molecular del naftaleno (C10H8, PM 128.16) al coroneno (C24H12 PM 300.26). Los HAPs más 

abundantes son los compuestos de bajo peso molecular y la abundancia tiende a disminuir con el 

aumento del peso molecular. Los hidrocarburos de alto peso molecular son poco volátiles y poco 

solubles. 

Los HAPs entran al medio acuático y pueden permanecer en la columna de agua o ser 

rápidamente adsorbidos por la materia orgánica particulada que se sedimenta y así pueden ser 

asimilados por los organismos bentónicos a través de la ingestión del detritus en el sedimento 

(Frank et al., 1986). La temperatura y la salinidad tienen efecto en la solubilidad de los 

hidrocarburos. Está tiende a disminuir en forma lineal con el aumento de la salinidad. Cada 

hidrocarburo puede tener una respuesta diferente ante el contenido de sales y pueden ser más 

solubles en agua dulce que en agua salada. 

Debido a que algunos de estos compuestos son carcinogénicos, se ha despertado el 

interés por entender su comportamiento en el ambiente. Pueden acumularse en la biota acuática y 
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llegar afectar a los seres humanos. Landrum (1982), planteó que es necesario desarrollar modelos 

predictivos del comportamiento de los HAPs para conocer su destino en el ambiente. Las rutas de 

remoción de los hidrocarburos del ambiente acuático incluyen: la volatilización de la superficie del 

agua (principalmente los de bajo peso molecular), la foto-oxidación, la oxidación química y la 

transformación biológica por bacterias, hongos y otros organismos. Los mecanismos naturales de 

transformación oxidativa de estos compuestos requieren oxígeno molecular, radiación solar o 

ambos, y por ello son bastante estables y persistentes una vez que se incorporan a sedimentos 

pobres en oxígeno. 

La agencia de Protección Ambiental de los Estados Unidos (USEPA; por sus siglas en 

inglés) reconoce 129 HAPs como contaminantes prioritarios, de los cuales solo 16 se evalúan con 

más frecuencia. Algunos de ellos tienen la característica de ser fototóxicos, es decir aumentan su 

toxicidad debido a los cambios foto-inducidos por la radiación solar o por la presencia de radiación 

UV. Se reconocen seis HAPs fototóxicos: antraceno, benzo(a)antraceno, benzo(b)fluoranteno, 

benzo(a)pireno, fluoranteno y pireno. En el presente trabajo se probaron tres de los HAPs 

fototóxicos: antraceno, benzo(a)pireno y fluoranteno. 

El antraceno (tabla 1, fig. 1), es un hidrocarburo de bajo peso molecular de tres anillos. 

Este se encuentra en los productos del petróleo en grandes concentraciones, es ubicuo en el 

ambiente acuático, ha sido detectado en efluentes industriales, en agua superficial, en sedimentos, 

en agua subterránea y en agua potable. Se libera al ambiente por la combustión incompleta, por 

fuentes naturales y antropogénicas (Irwin et al., 1997).  

El benzo[α]pireno (BaP) (tabla 1, fig. 1), es un hidrocarburo de alto peso molecular de cinco 

anillos. La USEPA lo clasifica como un contaminante carcinogénico, es ubicuo en el ambiente, se 

encuentra en el petróleo y sus derivados; además es un producto de la combustión incompleta. Se 

reportan grandes concentraciones cerca de la fuente de origen, su presencia en lugares distantes 

de las fuentes indica que es estable en la atmósfera y capaz de transportarse a grandes distancias. 

Se ha observado que organismos de laboratorio desarrollan tumores por exposición dérmica o 

inhalatoria, además causa efectos a nivel endócrino y reproductivo. El BaP es lipofílico cuando los 

organismos son expuestos a altas concentraciones (Irwin et al., 1997).   

 El fluoranteno (tabla 1, fig. 1), es un hidrocarburo de alto peso molecular de cuatro anillos. 

Es catalogado como pro-carcinogénico, es irritante, se libera en el agua y en el aire, es un producto 

de la combustión de la materia orgánica, está presente en petróleo y sus derivados, se produce por 

actividades antropogénicas en grandes concentraciones. Cuando es liberado en aire se asocia con 

la materia orgánica particulada y se bioconcentra en los organismos acuáticos (Irwin et al., 1997).  

 La toxicidad de la sustancia está en función de diversos factores físicos, químicos y 

biológicos. Diversas sustancias tienden a acumularse en los tejidos de los organismos 

(bioconcentración), para calcular la bioconcentración se utilizan algunos índices como el 
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coeficiente de partición n-octanol/agua (Kow) que se determina como el cociente de la solubilidad 

del tóxico en (n-octanol) entre la solubilidad del mismo en agua. 

 El logaritmo de Kow, es la medida de la afinidad de la sustancia por los lípidos, ya que el 

(n-octanol, es una sustancia lipofílica o liposoluble) y es de uso nivel Internacional.  

 

Tabla 1. Características fisicoquímicas del antraceno, fluoranteno y BaP. 

HAP Característica Peso 
molecular 

(g/mol) 

Solubilidad a 
25 OC (mg/L) 

Punto de 
fusión (ºC) 

Punto de 
ebullición 

(ºC)  

Log. Kow

Antraceno Fototóxico, 

procarcinogénico 

178.24 0.043-0.075  216-219 340  4.54 

Fluoranteno Fototóxico 

procarcinogénico 

202.26 0.1 + 0.06  107-110 375  4.7-6.5 

Benzo[α]pireno Fototóxico 

carcinogénico 

252.3 0.000172-0.0080 179-179.3 >360 a 760 

mmHg 

4.05-8.5 

Log. Kow: logaritmo del coeficiente de partición n-octanol/agua 

  



5 

 

 

 

 
Benzo[α]pireno (BaP)    Fluoranteno (FL) 

 

 
Antraceno  (Ant) 

Figura 1. Estructura química de los hidrocarburos aromáticos policíclicos: Benzo[α]pireno 
(BaP), Fluoranteno (FL) y Antraceno  (Ant).  Empleados en el presente trabajo.  
 

El destino del químico, es decir la acumulación y la excreción, así como la acción tóxica o 

adaptativa se llevan a cabo a nivel celular. Las respuestas celulares demuestran ser herramientas 

útiles para la detección de la exposición a un químico. Actualmente, las reacciones celulares se 

han empleado como biomarcadores de exposición. Su uso, sin embargo, es todavía limitado 

debido que existe un vacio del conocimiento de los mecanismos que intervienen en los cambios 

celulares inducidos por sustancias tóxicas, así como de las condiciones en que estas 

modificaciones se convierten en alteraciones a nivel biológico superior.  

Se ha demostrado que los HAPs provocan alteraciones y rupturas en la cadena de ADN y 

también que estos compuestos pueden unirse a esta molécula produciendo aductos. Se ha 

empleado la electroforesis unicelular también conocida como el ensayo Cometa en estudios de 

daño y reparación, biomonitoreo y toxicología genética por su facilidad de realización (Singh et al., 

1988;  Mc Kelvey-Martin et al., 1993).  

 

El efecto de la fototoxicidad en los HAPs. 
 

Los HAPs representan un riesgo para los organismos acuáticos debido a su potencial para 

producir fototoxicidad. La toxicidad de estos compuestos aumenta varios órdenes de magnitud con 

la presencia de radiación solar ultravioleta (RSUV) (280 a 400 nm). Esto puede ocurrir como 
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resultado de las transformaciones estructurales inducidas por la radiación solar. La toxicidad 

también puede presentarse a través de la fotosensibilización causada por la activación de químicos 

bioacumulados en los tejidos (Barrón et al., 2000). Así la radiación solar UV puede interactuar 

directamente con el compuesto en la columna de agua o bien, puede afectar a los organismos que 

han acumulado los compuestos químicos. Por lo anterior, los hábitats superficiales como las áreas 

intermareales pueden estar en mayor riesgo de que este fenómeno ocurra (Pelletier et al., 1997). 

 La naturaleza fotodinámica de los HAPs resulta de su habilidad para absorber la energía 

de la radiación solar ultravioleta produciendo moléculas excitadas de uno o tres radicales (Oris y 

Giesy, 1986; Mekenyan et al., 1994). La toxicidad ocurre cuando la radiación solar ultravioleta 

excita los electrones en los HAPs, fotoactivándolos. La molécula fotoactivada puede transferir la 

energía al oxígeno molecular, lo que resulta en la formación de radicales libres de oxígeno y 

especies oxígeno reactivas (aniones superóxidos e hidroxilos) que pueden dañar las membranas 

biológicas y provocar daño oxidativo en los organismos (Ankley et al., 1995; Monson et al., 1995; 

Barata et al., 2002). Estos productos oxidantes (radicales libres, oxígeno y nitrógeno reactivo) 

pueden producir alteraciones en las macromoléculas de las células ya que provocan en los 

sistemas de defensa antioxidante de la célula, una condición llamada “estrés oxidativo”, que 

conlleva una toxicidad subsecuente (Pompella, 2001). El efecto fototóxico de los HAPs puede 

representar un mayor riesgo para los organismos de latitudes tropicales, debido a que estas áreas 

presentan anualmente mayor penetración de la radiación solar UV total y temperatura promedio. 

Estas condiciones pueden influenciar la disociación, solubilidad y estabilidad de estos 

contaminantes, así como las tasas metabólicas de los organismos.  

Con relación a la toxicidad fotoinducida en organismos bénticos, se han realizado estudios 

para demostrar que los HAPs aumentan su toxicidad al ser expuestos a la radiación solar UV. Al 

respecto, Oris et al., (1984) dieron evidencias de que el antraceno es solo uno de los HAPs que 

puede causar toxicidad fotointensificada en la mojarra Lepomis spp. Así, es necesario definir su 

impacto, ya que con el uso de combustibles fósiles como fuente de energía se espera que se 

incremente la carga ambiental de HAPs, junto con el aumento en la intensidad de la radiación UV 

debida al deterioro de la capa de ozono. (Landrum et al., 1987). 

Los HAPs ejercen fototoxicidad aguda en concentraciones tres órdenes de magnitud 

menores a las que se requieren para la toxicidad aguda en ausencia de radiación solar ultravioleta 

(Landrum et al., 1987). La fototoxicidad es aparentemente mayor en los HAPs con mayor peso 

molecular y en los que tienen grupos alquilos. Las concentraciones de HAPs fototóxicos y la 

penetración de la radiación solar UV son suficientes en los Grandes Lagos (EEUU) para predecir 

fototoxicidad, especialmente para las larvas de peces y zooplancton que viven cerca de la 

superficie (Landrum et al., 1987) 
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Por otro lado se ha determinado que las tasas de fotomodificación de tres HAPs (fluoreno, 

pireno y naftaleno) son bastante rápidas. Los compuestos formados contribuyen también a la 

toxicidad siendo más tóxicos los HAPs modificados que los compuestos parentales (Ren et al., 

1994). 

 
El uso de Artemia franciscana como un organismo bioindicador. 

 

El interés principal del género Artemia surgió por su empleo como alimento vivo en el cultivo de 

algunas especies de importancia comercial como camarones y peces. En México se encuentran 

poblaciones de esta especie, las cuales se han identificado en los siguientes sitios: Baja california: 

Guerrero Negro, Pichilingue e Isla del Carmen; Sonora: Yavaros; Sinaloa: Bahía de Ceuta; 

Oaxaca: Salina Cruz; Chiapas: Sistema Lagunario, Laguna del Mar Muerto, La Joya, Buenavista, 

Los Palos, Solo Dios, Carretas, Pereyras, Chanchuta y  Panzacola; San Luis Potosí; Las Salinas 

yYucatán: San Crisanto (Castro et al., 1991). 

Mediante la utilización de técnicas bioquímicas, se ha podido confirmar la taxonomía 

establecida por diversos autores. Por lo anterior, se reconocen cuatro especies bisexuales de 

Artemia, las cuales son: A. franciscana, A. monica, A. urmiana y A. persimilis. 

El género Artemia forma parte de los crustáceos braquiópodos, anostráceos caracterizados 

por estar dotados de apéndices torácicos en forma de hoja, portadores cada uno de una branquia y 

por la ausencia de un caparazón rígido. Se subdivide en seis especies bisexuales y un gran 

número de poblaciones partenogenéticas. Las características en común de este género son su 

adaptabilidad a amplios intervalos de salinidad (5-250 g/L), un corto ciclo de vida, una alta 

adaptabilidad a condiciones adversas y alta fecundidad. Tienen dos estrategias reproductivas, la 

bisexual y la partenogenética (con la producción de nauplios o quistes) (Nunes et al., 2006). La 

Artemia es un crustáceo filtrador no selectivo, basa su alimentación en la captura de bacterias 

(Halobacterium, Halococus), algas unicelulares (Dunaliella salina y D. viridis) y pequeños protozoos 

y detritos en el medio ambiente en que vive.  

En términos generales, su umbral de sobrevivencia es de 6 oC y 35 oC, aunque estos 

límites no son fijos, y están íntimamente ligados a las características de cada raza, variedad o cepa 

geográfica (Amat, 1985).  

La Artemia debido a que es un organismo que se localiza en ambientes acuáticos salinos y 

marinos, juega un papel importante en la cadena alimenticia. Los huevos o quistes permiten 

obtener nauplios, que debido a su rápido crecimiento y fácil mantenimiento en el laboratorio (Amat, 

1985), permiten tener una población de edad y condición fisiológica estable. Además con los 

trabajos mencionados anteriormente se demuestra que puede ser usado en bioensayos para 
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probar diferentes compuestos tóxicos y así evaluar los efectos adversos asociados a esas 

sustancias. 

Por lo tanto, las características intrínsecas de este género lo hacen un organismo 

conveniente y confiable, en la práctica de la investigación ecotoxicológica (Nunes et al., 2006), y 

adecuado para ser empleado en pruebas de toxicidad. 

 
Importancia del Caribe Mexicano. 

 

Debido a todo lo anteriormente mencionado, es importante realizar estudios en zonas 

donde la penetración de la radiación solar es mayor y donde existe gran actividad de 

embarcaciones tanto turísticas como pesqueras, ya que éstas producen al quemar el combustible 

HAPs y los arrojan al ambiente. Un ejemplo de este tipo de zonas es el Caribe Mexicano.  

En el Caribe mexicano se ubica el segundo sistema arrecifal más grande del mundo: el 

Sistema Arrecifal Mesoamericano, que comienza en la Península de Yucatán y termina en el Golfo 

de Honduras. En este ecosistema se han identificado alrededor de 45 especies de corales con 

asociaciones simbióticas de flora y fauna como son algas, anémonas, esponjas, moluscos, 

crustáceos, peces y corales blandos.    

Los arrecifes de coral representan un importante recurso desde el punto de vista 

económico, pesquero y turístico, se localizan en zonas donde existen complejos hoteleros muy 

grandes que ofrecen a los visitantes actividades recreativas como el buceo, navegación con 

veleros, renta de motos acuáticas, pesca deportiva, etc. La conservación de estos ecosistemas es 

de fundamental importancia por su gran biodiversidad y alta productividad, porque tienen una alta 

retención de nutrientes, y una riqueza y abundancia de especies que los hacen comparables a una 

selva tropical. 

Esta área por lo tanto se encuentra sujeta a las presiones ambientales propias del 

desarrollo urbano y las producidas por el uso de este ecosistema para diversas actividades 

recreativas. Se generan sustancias que son arrojadas al ambiente, así como la quema de 

combustibles fósiles que producen HAPs que podrían poner en riesgo a este hábitat.  Debido a la 

importancia de este ecosistema, como en virtud de la inminente alteración que el Caribe Mexicano 

y en particular de la zona conocida como la “Riviera Maya”, donde se incluye la zona de estudio, se 

realizó esta investigación para evaluar una de las muchas sustancias que pueden ponerlo en 

riesgo. 

La caracterización química no es suficiente para evaluar el impacto biológico y para establecer 

medidas de protección al ambiente, es necesario reforzar estos análisis con la evaluación 

toxicológica. En la actualidad se realizan además de los análisis físicos y químicos, pruebas 

biológicas conocidas como bioensayos. Estos se definen de manera general de acuerdo con: 
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 Su duración: corto, mediano o largo plazo. 

 El método usado para incorporar la muestra al sistema de ensayo: estático, con 

renovación, de flujo continuo.  

 El propósito para el cual son utilizados: control de calidad de vertidos, evaluación de 

compuestos específicos, toxicidad relativa, sensibilidad relativa, etc. (Ronco et. al., 2004).     

Los bioensayos son herramientas de diagnóstico adecuadas para determinar el efecto de 

agentes físicos y químicos sobre organismos de prueba bajo condiciones experimentales 

específicas y controladas. Entre los efectos que se evalúan con los bioensayos se incluyen la 

muerte, el crecimiento, la proliferación y los cambios morfológicos, fisiológicos o histológicos 

(Ronco et al., 2004).  

Por lo anterior, se determinó realizar bioensayos que nos permiten evaluar las condiciones 

ambientales y proponer los requerimientos de la calidad del agua que garanticen condiciones 

adecuadas para la vida acuática. Con los bioensayos se puede evaluar los efectos de la acción 

conjunta de los HAPs con la radiación solar con especies de la zona de estudio. 

 

Evaluación de riesgo ecológico (ERE). 

 

La evaluación de riesgo ecológico es un procedimiento científico útil en la toma de decisiones en 

materia ambiental, que evalúa y asigna probabilidades a los posibles efectos de las actividades 

humanas sobre el medio ambiente (Chapman, 2006). El objetivo de la evaluación de riesgo 

ecológico (ERE) es predecir las consecuencias de las diversas actividades antropogénicas en los 

ecosistemas.  

 La evaluación de riesgo ecológico se define como un proceso que evalúa la probabilidad 

de los efectos ecológicos adversos que pueden ocurrir o están ocurriendo como resultado de la 

exposición a uno o más estresores (USEPA, 1992), es decir identifica las interacciones de los 

múltiples estresores en el sistema y de los procesos que influyen sobre sus componentes. Además 

ayuda, a identificar problemas ambientales, establecer prioridades y proporciona una base 

científica para acciones regulatorias o la instrumentación de programas de restauración.  

 En los últimos años la ERE se ha convertido en una herramienta útil para desarrollar 

programas de protección ambiental, pues sirve para apoyar la toma de decisiones para el manejo 

del ambiente (Evans et al., 2003). La ERE contribuye al desarrollo de criterios de calidad de agua, 

criterios de calidad de sedimento y uso de análisis de alcances. El proceso se aplica para evaluar 

los riesgos asociados a las actividades antropogénicas. 

 Como parte de la ERE, se desarrollan los modelos conceptuales que resumen los 

resultados de la formulación del problema, etapa de la evaluación en la que se examinan los 

factores causantes de estrés ambiental y los posibles efectos ecológicos, así como las 
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características del ecosistema en riesgo (Evans  et al., 2003). Los causantes del estrés y los 

efectos servirán de guía para la fase analítica de la evaluación de riesgo, en la que se elabora la 

descripción del sitio, se seleccionan los indicadores apropiados y se desarrollan las hipótesis que 

tratarán de ser demostradas a lo largo de la evaluación.  

 El modelo conceptual es una descripción gráfica o verbal del escenario de evaluación, 

incluye la descripción de la fuente de contaminación, del medio ambiente aledaño y de los 

procesos por los cuáles los receptores pueden estar expuestos directa o indirectamente a los 

contaminantes.   

 En el presente trabajo se propuso una evaluación de riesgo ecológico a través del método 

del cociente de peligro, en un sitio donde se sabe que las embarcaciones de transporte y 

recreativas requieren de combustibles de origen fósil, que al ser quemados se disponen en el 

ambiente hidrocarburos aromáticos policíclicos. El fluoranteno, el benzo[α]pireno y el antraceno 

son los hidrocarburos más abundantes producidos por la quema de combustibles, y pueden 

representar un riesgo para los organismos acuáticos debido a su potencial para producir 

fototoxicidad en presencia de radiación solar ultravioleta (UV). Es por ello que se seleccionaron 

como sustancias de interés potencial para este estudio. 

 Los organismos de ambientes arrecifales superficiales están expuestos a altos niveles de 

radiación UV y no existe información de la acción conjunta de los HAPs y la radiación UV sobre la 

biota arrecifal de México, es por ello que los organismos de estos sistemas se seleccionaron como 

adecuados para esta evaluación de riesgo.  

 La agencia de de protección de Estados Unidos (USEPA, por sus siglas en inglés) 

reconoce tres pasos generales para evaluar el riesgo ecológico (USEPA, 1998): 

 Formulación del problema.  

 Análisis.  

 Caracterización del riesgo. 

 

Formulación del problema. 

 

En esta fase se define el problema del sitio a evaluar y el objetivo de la evaluación. Se realiza una 

búsqueda de  información del sitio de estudio que comprende: fuentes de contaminación, tipos de 

receptores, tipos de contaminantes presentes y sus concentraciones en los diferentes medios. El 

producto final en esta etapa, es un modelo conceptual que identifica los valores ambientales a ser 

protegidos y las rutas de exposición (USEPA, 1998).  

 Para la caracterización ambiental es necesaria la búsqueda de información acerca del sitio 

(ubicación, fuentes de contaminación), así como el muestreo y el análisis de los medios afectados 

para poder conocer los contaminantes presentes y sus concentraciones. Por lo tanto es necesario 
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también establecer con toda la información, cuáles son los medios afectados, las rutas de 

exposición de los contaminantes, los tipos de receptores y la vías de exposición para cada 

receptor, obteniendo un modelo conceptual, el cual es una representación gráfica de lo descrito 

anteriormente. 

 
Análisis (caracterización de la exposición y caracterización de los efectos ecológicos). 

 

En esta etapa se recaba información de aspectos relacionados con la exposición ambiental y 

características relacionadas con el contaminante y su respuesta. Con respecto a la exposición se 

indica cómo puede ocurrir la exposición de los receptores a los contaminantes y en que magnitud 

así como los aspectos relacionados con el contaminante y su respuesta indican los potenciales 

efectos ecológicos que pueden esperarse si ocurre la exposición. 

 Para la caracterización de los efectos es recomendable obtener concentraciones o dosis 

toxicológicas propias de las especies del sitio de estudio, por medio de experimentos que 

relacionen las diferentes dosis con el o los efectos adversos, para así encontrar la dosis o 

concentración en la que no se presentan efectos. 

 

Caracterización del riesgo. 

   

En esta última etapa se relacionan la caracterización de los efectos y la exposición. El riesgo 

puede estimarse de una manera cuantitativa o cualitativa, dependiendo de la información con la 

que se cuente. 

 Para caracterizar el riesgo ecológico se empleó el método del cociente de peligrosidad 

(USEPA 1998). Que consiste en comparar exposiciones puntuales y estimaciones de los efectos, 

mediante a la aplicación del cociente de peligro (CP). Este cociente se expresó como la división de 

la concentración o dosis de exposición, dividida entre una dosis de referencia llamada valor 

toxicológico de referencia  (USEPA, 1998). 

 En México existen diferentes leyes encargadas y normas oficiales mexicanas (NOM) de 

sitios contaminados o de sitios remediados, que establecen límites máximos permisibles para el 

ambinete pero no existen muchos trabajos acerca de las concentraciones máximas permisibles  

adecuadas a los ecosistemas mexicanos y mucho menos lo relacionado a evaluaciones de riesgo 

ecológico. En la Guía técnica para orientar la elaboración de estudios de evaluación de riesgo  

ambiental de sitios contaminados, se explica que los estudios de riesgo ambiental tienen como 

objetivo definir si la contaminación existente en un sitio representa un riesgo tanto para el medio 

ambiente como para la salud humana, así como los niveles de remediación específicos del sitio en 

función del riesgo aceptable. En esta guía se explican los diferentes niveles en la evaluación de 
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riesgo ecológico. En el presente trabajo se realiza una evaluación nivel 1, la cual se elabora 

cuando se trata de áreas naturales protegidas o áreas no urbanas con actividad agropecuaria 

(agrícola/ ganadera/piscícola), donde los posibles receptores de la contaminación puedan ser: 

 Especies de uso o valor económico. 

 Especies protegidas.  

 Ecosistemas valiosos. 

y no existe la información toxicológica necesaria para realizar la evaluación de riesgo ecológico 

(Ruíz, 2006).   
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ANTECEDENTES  
 
Hidrocarburos aromáticos policíclicos (HAPS). 
 
La investigación de los HAPs se ha dirigido a cuantificar su contenido en suelo y sedimentos 

(Blumer y Youngblood, 1975; Brannon, et al., 1993), determinar el contenido de hidrocarburos en 

alimentos (Fazio y Howard, 1983), el desarrollo de técnicas para cuantificar e identificar su 

presencia (Landrum et al., 1984), evaluar su entrada a sistemas acuáticos, depuración, 

biotransformación, biodisponibilidad y toxicocinética asociados a sedimentos (Eadie et al., 1982; 

Landrum, 1982; Frank, et al., 1986; Landrum, 1988; Landrum, 1989 y Oikari y Kukkonen, 1990), 

entre otros. 
En México, los estudios sobre hidrocarburos se han enfocado a investigar los mecanismos 

de degradación de hidrocarburos saturados o parafinas y de HAPs (Lee, 1977; Oppenheimer, 

1980), la eliminación o metabolismo por organismos marinos (Gould y Koons, 1980), la interacción 

con otros factores tales como salinidad, pH, materiales suspendidos y temperatura (Baker, 1980); 

los efectos en la sobrevivencia de organismos marinos, crustáceos, poliquetos, equinodermos, 

corales y una amplia variedad de invertebrados de agua dulce (Botello et al., 2005). 

 
El efecto de la fototoxicidad de los HAPs. 
 

Boese et al. (1997) confirmaron  que la exposición a la radiación UV intensifica la toxicidad del 

fluoranteno en cinco especies bentónicas (Rhepoxynius abronius, Eohaustorius estuaris, 

Leptocheirus plumulosus, Grandidierella japonica y Corophium insidiosum). Las especies que de 

manera natural están expuestas a la radiación solar (Excirolana vancouverensis y Emerita analoga) 

fueron menos sensibles; así concluyeron que la sensibilidad al fluoranteno de los organismos de 

prueba está inversamente relacionada con la exposición potencial a la radiación solar en la 

naturaleza, y que los organismos tienen mecanismos de protección contra el efecto directo de la 

radiación UV, estos tienen pigmentos que reflejan o absorben la radiación UV permitiendo que 

entren en acción los mecanismos de reparación del ADN. 

Oris et al. (1998) realizaron dos experimentos en el Lago Tahoe para valorar el impacto de 

las emisiones de embarcaciones sobre el zooplancton y larvas de peces. El agua se colectó 

diariamente de lugares cercanos y otros lejanos a la orilla en sitios que representaban áreas de 

alta y baja actividad de lanchas. Entonces realizaron pruebas de toxicidad con el agua colectada 

de los diferentes sitios empleando Ceriodaphnia dubia y larvas de peces (Pimephales promelas). El 

análisis químico reveló una buena correlación entre el pico de actividad de las embarcaciones y las 
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concentraciones en el lago (rango de 5-70 ng HAPs/L). Los autores concluyeron que los materiales 

fototóxicos están presentes en el lago Tahoe en niveles suficientes para observar impactos 

negativos sobre el crecimiento de los peces y sobre la sobrevivencia y reproducción del 

zooplancton; demostrando así que los HAPs representan un riesgo ecológico, aún cuando sus 

concentraciones en agua sean del orden de los ng/L. 

Existe poco conocimiento sobre el impacto combinado de los hidrocarburos y la RSUV 

sobre organismos arrecifales. A la fecha existe un trabajo realizado en la bahía de Kaneohe en la 

Isla de Oahu, Hawaií, realizado por Peachey y Crosby (1996). En este estudio se efectuaron 

pruebas de toxicidad en el laboratorio y en el exterior con nauplios de Artemia salina, Callispongia 

diffusa, plánulas de Fungia scutatia, Montipora verrucosa, Pocillopora damicornis y Porites 

compressa, el zoosantido Zoanthus pacificus, el poliqueto Platynereis dumeralii, el camarón 

Alpheopsis sp., el anfípodo Amphilocus likelike, el gasterópodo Bittum parum y juveniles de peces 

Chanos chanos. Los resultados demostraron que el antraceno y el pireno eran fototóxicos para la 

mayoría de las especies de prueba, aunque no eran tóxicos en la obscuridad; también se demostró 

que los organismos traslúcidos o de coloración clara eran más sensibles que los que tenían 

coloración oscura. Así concluyeron que la bioacumulación de los hidrocarburos y la absorción de la 

radiación UV son necesarios para que la fototoxicidad ocurra, demostraron que esta toxicidad es 

dependiente de la concentración del hidrocarburo, de la intensidad y de la longitud de onda de la 

radiación UV. Así, el petróleo disuelto o compuestos como los HAPs, pueden ser peligrosos para la 

biota de aguas superficiales que están expuestas a la RSUV.  

Diversos agentes físicos como la radiación solar, rayos X, y una gran variedad de 

sustancias químicas pueden dañar la cadena de ADN en las células de los organismos. Si estas 

lesiones en la moléculas de ADN no son reparadas pueden iniciar una cadena de consecuencias 

biológicas a todos los niveles del organismo (celular, órganos y tejidos) y finalmente a nivel de la 

población y la comunidad (Lee y Steinert 2003). Por este motivo es necesario desarrollar métodos 

sensibles y seguros para evaluar el impacto de estos compuestos a nivel celular y prevenir así los 

efectos a niveles superiores (Mitchelmore et al., 1998). 

Los HAPs y la intensidad de la radiación ultravioleta producen fototoxicidad (Bowling et al., 

1983; Frank et al., 1986; Newsted y Giesy, 1987; Ankley et al., 1994 y 1995; Monson et al., 1995). 

Así, el mecanismo involucrado para producir daño implica la fotoionización del compuesto 

aromático produciendo un radical catión. Este puede unirse directamente a la cadena de ADN, 

dañándola, o pueden producirse especies de oxígeno reactivas (ROS) que pueden dañar el ADN al 

unirse a éste.  

Se han desarrollado diferentes métodos para detectar daño en la cadena de ADN como el 

ensayo de micronúcleos, el cual se basa en detectar fragmentos de cromosomas produciendo 

hebras de ADN las cuales no se reincorporan al núcleo hijo y se transforman en núcleos o 
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micronúcleos. En el ensayo de intercambio de cromátidas hermanas hay una evaluación del 

intercambio de fragmentos de cromosoma entre hermanas después de la formación de hebras en 

el ADN. Uno de los primeros métodos para medir el rompimiento de la cadena de ADN empleado 

para animales acuáticos es la desnaturalización en condiciones alcalinas determinado por la 

incorporación de un colorante fluorescente en la doble cadena de ADN.  

El método empleado más reciente es el llamado electroforesis en gel de células 

individuales (single cell gel electrophoresis) o ensayo cometa. Esta técnica detecta rompimientos 

de las hebras del ADN y sitios alkali lábiles midiendo la migración del ADN de núcleos 

inmovilizados en un gel. El ensayo cometa ha sido ampliamente usado en estudios con mamíferos 

incluyendo el hombre, por sus ventajas sobre otros métodos citogenéticos (bajo costo, rapidez, 

simplicidad de método, número pequeño de células <10,000) y se ha demostrado que está técnica 

es un buen biomarcador de daño de la cadena de ADN (Singh et al., 1988; McKelvey-Martin et al., 

1993; Fairbairn et al., 1995). Esta técnica se ha empleado en organismos acuáticos, principalmente 

en moluscos como ostras, mejillones, ostiones y en crustáceos; por ejemplo se ha evaluado el 

daño en embriones del cangrejo azul Callinectes sapidus, y del camarón de pastos  Palaemonetes 

pugio (Steinert et al., 1998; Mitchelmore et al., 1998; Wilson et al., 1998; Lee y Kim, 2002;  Pruski y 

Dixon 2002; Hook y Lee 2004, Lee y Steinert, 2003; Lee, 2004). 

 Después de una amplia búsqueda bibliográfica no se encontraron publicaciones donde se 

aplique el ensayo cometa con ninguna especie del género Artemia como organismo experimental. 
 
El uso de Artemia franciscana como un organismo bioindicador. 

 

Los diferentes estadios del ciclo de vida del género Artemia se han empleado en diversos estudios 

toxicológicos que incluyen la evaluación de la calidad de agua en el Golfo Thermaikos, el Golfo 

Pagassitikos y la isla Skiathos en el Norte del Mar Egeo en Grecia; la calidad del agua (agua 

marina y de agua dulce) con A. franciscana se evaluó en Magnesia, Grecia  (Podimata, Koutseris y 

Tsiropoulos, 2004; Kungolos et al., 2003). Se probó la toxicidad de extractos algales solubles en 

agua como aldehídos 2E,4 E-decadienal, decanal, undecanal y el ácido graso eicosapentanoico, 

sobre el éxito reproductivo y el crecimiento larval de Artemia salina (Caldwell et al., 2003). Se 

evaluó en el experimento “Biostack” a bordo del Apolo 16 (Ruther W, et al., 1974; Graul, et al., 

1975).  Bucker y Horneck, (1975) utilizaron A. salina para evaluar la respuesta de las partículas de 

alta energía (HZE por sus siglas en inglés) de radiación cósmica durante el vuelo espacial del 

Apolo 16 y 17 y se observó la muerte de los organismos en los diferentes estadios de desarrollo 

así como malformaciones en el abdomen y en las extremidades de los nauplios al ser expuestas a 

estas partículas. Jiménez et al., (2006), observaron las respuestas letales a diferentes metales 

como níquel y zinc. Se han realizado bioensayos con A. franciscana para probar la actividad de 
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insecticidas como compuestos de cianohidrinas y monoterpenoides. También se ha utilizado A. 

franciscana para evaluar fungicidas (Guida, Inglese y Meric, 2008; Peterson, et al., 2000) así como 

en la evaluación de la toxicidad y bioacumulación de compuestos organotinos (Kungolos et al., 

2001). Se han evaluado los efectos del espectro de la radiación sobre la toxicidad fotoinducida de 

tres hidrocarburos aromáticos (Diamond et al. 2000). La utilidad de A. franciscana para pruebas de 

toxicidad estándar es tal que, la empresa MicroBioTests vende un kit para realizar pruebas de 

toxicidad aguda con A. franciscana que permite evaluar la toxicidad de diferentes matrices como 

agua y sedimento.  

En México existe un proyecto para usar esta especie en la evaluación de la toxicidad 

aguda para cuerpos de aguas salobres y marina así como en aguas residuales industriales, 

municipales y agrícolas, lixiviados, sustancias puras o combinadas y extractos acuosos con 

salinidades mayores a 10 g/L (Norma mexicana NMX-AA110-1995-SCFI análisis de agua. 

evaluación de toxicidad aguda con A. franciscana Kellogs (crustacea-anostraca). Método de 

prueba. 
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Estudios de fototoxicidad en el Caribe Mexicano. 

 

Para el Caribe Mexicano existe solo un estudio sobre los efectos fototóxicos de los HAPs 

en la laguna arrecifal de Puerto Morelos, Quintana Roo, México, el cual fue resultado del presente 

trabajo, en este se observaron los efectos de la relación conjunta de la radiación solar UV y el 

hidrocarburo aromático policíclico, fluoranteno empleando el coral Porites divaricata, el cual se  

expuso a diferentes concentraciones nominales de fluoranteno, se observó que los simbiontes 

fotosintéticos del coral disminuyeron su eficiencia fotoquímica conforme a incrementos en la 

concentración de fluoranteno así que en la mayor concentración 60 µg/L se observó una 

disminución significativa de esta hasta causar mortalidad. Sin embargo en la misma concentración 

pero sin radiación UV los organismos no murieron aunque si hubo corales blanqueados. Los 

resultados de este trabajo demostraron que la fototoxicidad de los HAPs constituyen un factor de 

estrés que necesita estudiarse con más detalle en los ecosistemas arrecifales (Guzmán-Martínez 

et al. 2007). 

 

Estudios de evaluación de riesgo ecológico.  

 

En la actualidad no existe ningún estudio de riesgo ecológico para el Caribe Mexicano ni para la 

evaluación de riesgo por fototoxicidad.    
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AREA DE ESTUDIO 
 
Se seleccionaron dos zonas para el estudio de campo: a) la zona arrecifal de Puerto Morelos, 

Quintana Roo, la cual forma parte de la barrera arrecifal denominada “El Gran Cinturón de 

Arrecifes del Atlántico Occidental” considerada como la segunda barrera arrecifal más grande del 

mundo y b) el complejo lagunar Bojorquez-Nichupté (Fig. 2). 

 

Zona arrecifal de Puerto Morelos, Q.R. 

 

 Las principales formaciones arrecifales se desarrollan en el suroeste de la plataforma insular, 

formando parte del Sistema Arrecifal Mesoamericano, el cual se inicia en la Península de Yucatán 

y termina en el Golfo de Honduras. La laguna arrecifal de Puerto Morelos forma parte del Mar 

Caribe, se extiende al norte hasta la colindancia con el parque nacional Costa Occidental de Isla 

Mujeres, Punta Cancún y Punta Nizuc, abarcando la laguna arrecifal, que se sitúa entre la playa y 

las formaciones de coral, la propia barrera de arrecife coralino y la parte marina al este de la 

misma, hasta una profundidad aproximada de 35 metros.  

Se ubica a una latitud de 21o 00´00´´ y 20º 48´33´´ Norte y una longitud de 86o 53´ 14.4´´ y 

86º 46´ 38.94´´ Oeste, a 35 kilómetros  al sur de la Ciudad de Cancún, Quintana Roo. Tiene una 

anchura de entre 550 y 1500 m, una profundidad promedio de 3 m (Merino y Otero, 1991) y una 

extensión aproximada de 9066 hectáreas (INE-SEMARNAP, 2000).  

 

Complejo lagunar Bojorquez-Nichupté, Q. R. 

 

El complejo lagunar Bojorquez-Nichupté está ubicado entre los 86° 46' y 86º 50' de longitud oeste y 

los 21° 02' a los 21º 06' de latitud norte. El sistema comprende principalmente las lagunas 

Bojorquez esta se comunica con la Cuenca norte por dos canales, ubicados en su margen 

occidental (Canal Norte y Canal Sur) (González et al., 1992) y Nichupté. Además existen otras dos 

lagunas más pequeñas (Somosaya y río Inglés), las cuales se caracterizan por sus numerosos 

cenotes sumergidos, estos aportan cantidades considerables de agua dulce al sistema. 
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Figura 2. Ubicación geográfica de la zona de estudio: a) zona arrecifal de Puerto Morelos y 
b) complejo lagunar Bojorquez-Nichupte, en Quintana Roo.  
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JUSTIFICACIÓN 
 

Debido al aumento de sustancias de origen antropogénico que son liberadas al ambiente, es 

necesario realizar investigaciones de los efectos de los contaminantes como los hidrocarburos 

aromáticos policíclicos (HAPs) para construir una base de datos para los corales y organismos 

asociados a este tipo de ambientes y así poder establecer normas y regulaciones que protejan 

estos ecosistemas.  

 En México no existen estudios sobre los efectos fototóxicos de los HAPs en ambientes 

tropicales ni evaluaciones de riesgo ecológico, por lo que en este trabajo se evalúo la fototoxicidad 

y el riesgo ecológico en el Caribe Mexicano. Los resultados pudieran hacer necesario legislar las 

embarcaciones que generan los hidrocarburos aromáticos policíclicos para controlar las 

concentraciones en el ambiente.  
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HIPÓTESIS  
 
Los organismos presentes en la zona arrecifal de Puerto Morelos y el complejo lagunar Bojorquez-

Nichupté expuestos al antraceno, el benzo[α]pireno y el fluoranteno en presencia de radiación solar 

UV, presentarán efectos de fototoxicidad  (daño al ADN  y mortalidad), y si los niveles ambientales 

son suficientes, entonces estos ecosistemas podrían estar en riesgo.  
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OBJETIVOS.  

Objetivo general. 
 

• Evaluar el efecto fototóxico y el riesgo ecológico de los hidrocarburos aromáticos policíclicos: 

antraceno, benzo[α]pireno y fluoranteno utilizando como organismos indicadores a Artemia 

(Artemia franciscana) y diversos organismos de la zona arrecifal de Puerto Morelos y del 

complejo lagunar  Bojorquez-Nichupte en Quintana Roo, bajo condiciones de laboratorio. 

 

Objetivos particulares. 
 

 Evaluar la toxicidad letal media (CL50) de los hidrocarburos aromáticos policíclicos antraceno, 

fluoranteno y benzo[α]pireno mediante el uso de radiación ultravioleta artificial (RUVA) en 

metanauplios y adultos de Artemia franciscana. 

 

 Evaluar los efectos subletales de la toxicidad fotoinducida de los hidrocarburos aromáticos 

policíclicos antraceno, fluoranteno y benzo[α]pireno a través de la cuantificación del daño en el 

ácido desoxirribonucleico (ADN) empleando el ensayo Cometa. 

 

 Evaluar la toxicidad letal media (CL50) de los hidrocarburos aromáticos policíclicos antraceno, 

fluoranteno y benzo[α]pireno en organismos asociados a la zona arrecifal de Puerto Morelos y 

complejo lagunae Bojorquez-Nichupté, Quintana Roo, México, en  presencia de radiación solar 

ultravioleta. 

 

 Analizar el riesgo ecológico por fototoxicidad en el zona arrecifal de Puerto Morelos y el 

complejo lagunar Bojorquez-Nichupte Quintana Roo, México.  
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MATERIALES Y MÉTODOS. 
 

Bioensayos con Artemia franciscana.  
 

Obtención de metanauplios y adultos de Artemia franciscana. 

 
Para la obtención de los metanauplios se utilizaron quistes (0.5 g) de Artemia franciscana (Salt 

Creek, Salt Lake City, USA), se hidrataron con agua dulce en un vaso de precipitado de 50 ml 

(Pyrex) por 30 minutos. Posteriormente los quistes se  remojaron en una solución 1:4 de cloro 

(Cloralex), mientras se agitaron con una palita en la solución de cloro; después se transfirieron a un 

tamiz con una malla de 50 micras, donde se lavaron con agua corriente hasta que se perdió el olor 

a cloro. En seguida se vaciaron a un embudo de 600 ml de capacidad y se agregaron 500 ml de 

agua marina artificial (Coral Life, Carson Calif.) con una salinidad de 35 + 1 g/L y se aplicó 

aireación continua, moderada y radiación. Después de 24 horas se obtuvo la eclosión máxima y se 

les suministró alimento para alevines (Wardley, small fry premium). Los nauplios se colectaron a 

las 48 horas de nacidos para su uso en los bioensayos. En la tabla 2 se resumen las condiciones 

de eclosión para A. franciscana, las cuales también son las especificadas en  (Norma oficial 

mexicana NOM, proyecto de norma). 

 

Tabla 2. Condiciones de eclosión de quistes de A. franciscana. (NOM, Evaluación de 
toxicidad aguda con Artemia franciscana (Kellogg, 1906 Crustacea-Anostraca) – Método de 
prueba). 
 

Parámetros Condiciones 

Temperatura 27 ± 3 oC 

Salinidad 34 a 36 g/L 

Oxígeno disuelto  No menor al 80% de saturación 

pH 8.5 ± 0.5 

 
 Los adultos de Artemia se compraron en el mercado de animales Emilio Carranza. De 

acuerdo con el proveedor los organismos provienen de una salina en Mérida, Yucatán, donde 

fueron embolsados en una atmósfera saturada de oxígeno y transportados en avión a la Cd. de 

México. Una vez en el laboratorio, estos organismos fueron transferidos a un acuario de diez litros 

de capacidad con agua marina artificial (Coral Life, Carson Calif.) con una salinidad de 35 ± 1 g/L, 

donde estuvieron en aclimatación por una semana, antes de ser usados para los bioensayos. En la 

tabla 3 se muestran las condiciones de cultivo para juveniles y adultos de A. franciscana. 
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Tabla 3. Condiciones de cultivo para juveniles y adultos de A. franciscana. 
 

Parámetros Condiciones 

Temperatura 27 ± 3 oC 

Salinidad 34 ± 2 0/00 

fotoperiodo 12:12 hrs 

radiación/oscuridad 

 

Ensayo de toxicidad aguda con metanauplios de A. franciscana. 

 
Para determinar el efecto de fluoranteno, benzo[α]pireno y antraceno sobre los metanauplios de A. 

franciscana se realizaron pruebas de toxicidad estáticas en presencia de radiación UV artificial. 

Cada experimento se trabajó por cuadriplicado en placas de cultivo de tejidos (Nunc multidish) con 

pozos de 2 ml de capacidad; en cada pozo se colocaron de 20 a 40 organismos (metanauplios) en 

agua marina artificial (Coral Life, Carson Calif.) a 34 ± 2 g/L. 

 El fluoranteno, el benzo[α]pireno y el antraceno (grado HPLC, Sigma USA) se disolvieron 

en acetona (HPLC, J.T. Baker) para preparar una solución madre de cada hidrocarburo, con la cual 

se prepararon las diferentes diluciones. Se realizaron bioensayos presuntivos para determinar las 

concentraciones que se iban a probar en las pruebas de toxicidad de 48 horas. Se probaron las 

siguientes concentraciones nominales: para fluoranteno 24, 72, 120 y 216 µg/L, para 

benzo[α]pireno 66, 198, 330 y 396 µg/L y para antraceno 320, 640, 960, 1280 µg/L. 

 Cuatro pozos de la caja se emplearon para el grupo control con acetona, (10 µl de 

solvente). Otra fila de 4 pozos se usó para el grupo control de manipulación el cual solo contenía 

agua marina artificial (Coral Life, Carson Calif.). Una vez adicionado el hidrocarburo 

correspondiente, las placas de cultivo se transfirieron a la cámara de experimentación, la cual es 

una caja sellada (60 x 80 x 40 cm) con dos lámparas de radiación blanca (Vitalite, Duro de México 

de amplio espectro) las cuales tienen el 91% de la distribución espectral de la radiación natural 

(Ozaki y Wurtman, 1979) estas se encuentran montadas en el techo de la cámara a una distancia 

de 34 cm. El periodo de exposición al contaminante fue de 48 horas con un fotoperiodo de 12:12 

(radiación: oscuridad), la temperatura se mantuvo entre 28 ± 3 OC. Al término de las 48 horas se 

registró la mortalidad con la ayuda de un microscopio estereoscópico (Zeiss). El criterio para 

aceptar los resultados de las pruebas fue que la mortalidad de los controles no excediera el 10 %. 

Se evaluó la mortalidad de los organismos considerando muertos aquellos que no se movían al ser 

tocados con una aguja. 
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 Determinación de la CL50. 

 
Para la determinación de la CL50-48h para los metanauplios de A. franciscana se empleó el 

programa multi—method LC50 program el cual determina la CL50-48h mediante el modelo probit. 

 
Toxicidad aguda con adultos de Artemia. 

 

Para establecer el efecto de fluoranteno, benzo[α]pireno y antraceno sobre los adultos de A. 

franciscana se realizaron pruebas de toxicidad estáticas, en presencia de radiación UV artificial. 

Cada lote experimental se trabajó por triplicado en frascos de 100 ml de capacidad en los que se 

expusieron de 16 a 18 organismos. Las diferentes diluciones se realizaron a partir de la solución 

madre como se explicó en la sección anterior. Para antraceno se probaron 5 concentraciones: 320, 

960, 1920, 4800 y 8000 µg/L, para fluoranteno se probaron 4 concentraciones: 24, 72, 120 y 216 

µg/L, y para el benzo[α]pireno también se probaron cuatro concentraciones: 66, 198, 330 y 528 

µg/L; en todos los casos se incluyeron dos tratamientos control uno con solvente (acetona) y el otro 

de manipulación (solo con agua marina artificial). Los frascos se transfirieron a la cámara de 

experimentación anteriormente descrita. La exposición al contaminante tuvo una duración de 48 

horas con un fotoperiodo de 12:12 (horas de  radiación: oscuridad), la temperatura se mantuvo 

entre 28 + 3 OC. Después de las 48 horas se evaluó la mortalidad de los organismos considerando 

muertos aquellos que no se movían al ser tocados con una aguja. 

 

Determinación de la CL50. 

 

Para la determinación de la CL50-48h en los adultos de A. franciscana, se empleó el programa 

Multi—Method LC50 program  el cual determina la CL50-48h mediante el modelo probit. 
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Evaluación de los efectos subletales  empleando el ensayo cometa en metanauplios de A. 

franciscana.  
 

Para establecer el efecto subletal del fluoranteno, benzo[α]pireno y antraceno sobre los 

metanauplios de A. franciscana se realizaron pruebas de toxicidad estática en presencia de 

radiación UV artificial. 

Se obtuvieron metanauplios de A. franciscana de la manera descrita anteriormente. Los 

bioensayos se realizaron en placas de cultivo de tejidos (Nunc multidish). Se formaron dos lotes de 

8 pozos de 2 ml en los que se colocaron 100 organismos en cada pozo, estos fueron expuestos a 

las siguientes concentraciones nominales: 24 y 48 µg/L para fluoranteno, para benzo[α]pireno 4.8 y 

9.6 µg/L y para antraceno 82 y 820 µg/L. Las concentraciones probadas se eligieron, por los 

resultados obtenidos en las pruebas de toxicidad aguda. Se tomaron dos concentraciones por 

debajo de la CL50 donde los organismos no se murieron por la exposición a cada hidrocarburo.  

Para cada hidrocarburo se preparó un control de manipulación (4 pozos) con agua marina 

artificial y un control de solvente con acetona (4 pozos). Las placas de cultivo se transfirieron a la 

cámara de experimentación, (Fig. 3) donde permanecieron por 24 horas con un fotoperiodo de 

12:12 (horas de  radiación: oscuridad), una intensidad de radiación UV nominal de 55 µW/cm2 y 

una temperatura que se mantuvo a 28 ± 3 OC. 

 

Caja de cultivo 

     A)           B)  

      Cm     Ca     C1   C1R      C2    C2R    

Figura 3. (A) Cámara experimental (B) Cm= control de manipulación, Ca= control de 
solvente, C1= concentración 1 (fluoranteno o BaP o antraceno), C1R= repetición de la 
concentración 1 C2= concentración 2  (FL o BaP o Ant) C2R= repetición de la concentración 
2.    
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Ensayo Cometa. 

 

En el presente trabajo se empleó el método de Singh et al. 1988 con algunas modificaciones 

adaptadas para la obtención de las células de la A. franciscana. 

 
Obtención de la suspensión celular.  

 

Al concluir el periodo de exposición a los hidrocarburos antes mencionado, todos los organismos 

de cada lote experimental se maceraron con agua marina (4 ml) para lo que se uso un mortero de 

cerámica. La suspensión celular  se transfirió a tubos de ensayo de 10 ml y se centrifugaron a 1500 

rpm durante 10 minutos, posteriormente se retiró el sobrenadante. El lavado con agua marina se 

repitió y el paquete celular se resuspendió en 0.5 ml de agua marina.   

 

Preparación de los geles.  

 

Se colocaron 110 µl de agarosa de punto de fusión normal 0.5 % (Sigma) a 37 oC en portaobjetos 

de superficie totalmente esmerilada (Fisher) previamente etiquetados. Una vez que se solidificó la 

capa de agarosa se mezclaron 50 µl de la suspensión celular de cada uno de los lotes con 150 µl 

de agarosa de bajo punto de fusión y se distribuyó en dos de los portaobjetos previamente 

preparados. Se colocó un cubreobjetos para extender la mezcla de manera uniforme y se dejaron 

solidificar sobre bloques de hielo. Una vez que se solidificó la segunda capa se retiró el 

cubreobjetos y finalmente, a cada preparación se le añadió una tercera capa de agarosa de bajo 

punto de fusión y se cubrió con un cubreobjetos de 30 X 24 mm y se dejó solidificar. 

 

Lisis.  

 

La solución de lisis se preparó al inicio del experimento en un frasco coplin para ocho muestras 

cuya composición era: 2.5 M de NaCl (J.T.Baker) 100 µM de ácido etilendiaminotetracetico (EDTA) 

y 10 µM de tris (Hycel de México), tritón-X100 al 1 % (J.T.Baker) y dimetilsulfoxido (DMSO) al 10 % 

(J.T.Baker) a pH 10 en un volumen total de 50 ml. Se retiraron los cubreobjetos de los geles 

solidificados y se incubaron en la solución de lisis, por al menos una hora, a 4 oC.  

 

Electroforesis. 

 

Después de la lisis, las muestras se colocaron en una cámara de electroforesis horizontal (BioRad), 

se les agregó el amortiguador que contenía NaOH 10 N (J.T. Baker) y 200 µM de EDTA (J.T. 
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Baker), a pH 10 y se dejaron reposar en la cámara por 20 minutos para permitir el 

desenrrollamiento de la cadena de ADN. En seguida se aplicó una corriente de 25 V y 300 mA  por 

20 minutos. 

 

Lavado de las muestras.  

 

Las preparaciones se sacaron de la cámara de electroforesis y se lavaron tres veces con 

amortiguador de neutralización (Tris, Hycel de México) 0.4 M, pH 7.5, con intervalos de cinco 

minutos para retirar el álcali. 

 

 Tinción de las Muestras. 

  

A cada uno de los geles se les agregó 50 µl de bromuro de etidio (Sigma) (20 µg/ml) y se les 

colocó un cubreobjetos. Los geles se almacenaron en una cámara húmeda a 4 oC en oscuridad 

hasta su revisión.  

 

 Análisis de las preparaciones. 

  

Las observaciones se realizaron con un microscopio óptico (Olympus) equipado con un filtro de 

excitación de 515-560 nm y un filtro de barrera de 590 nm. El microscopio se encontraba 

conectado a una computadora que tenía instalado el software VIDS, el cual permite medir la 

longitud en micras de la migración del ADN (cola del cometa). Para estimar el nivel de daño en el 

ADN los resultados de longitud se dividieron en intervalos de 20 µm o más para así determinar la 

categoría del daño. Asimismo se tomaron fotografías de todas las células control y de las 

expuestas a los hidrocarburos aromáticos policíclicos al mismo tiempo que se observaban y 

median las células con una cámara Sony DSC-S600 de seis mega pixeles. 

 

Análisis estadístico. 

 
Las mediciones se expresaron como longitud en micras y se reportó la media de la población ± el 

error estándar para cada tratamiento experimental. Se aplicó la prueba no paramétrica de rango 

múltiple de Kruskall-Wallis, la cual se aplica para datos que tienen una distribución normal, donde 

los tamaños muestrales no son iguales y sea ni, i= 1, ...,k, el tamaño de la muestra de la i-ésima 

población. Con la hipótesis nula (H0): todas las distribuciones poblacionales son idénticas y como 

hipótesis alternativa (Ha): al menos dos de las distribuciones poblacionales son diferentes respecto 
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al control de manipulación para así detectar si había diferencias significativas entre los lotes 

experimentales. Se utilizó el programa STATISTICA 6.0. (Anexo I “estadística del ensayo cometa”).  
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Bioensayos con radiación solar UV. 
 
En estanques de fibra de vidrio (0.7 x 2.0 x 0.6 m) de 800 litros de capacidad con flujo continuo, se 

colocaron acuarios de acrílico de 9 litros; que a su vez tenían flujo continuo. En estos acuarios se 

colocaron los contenedores experimentales de diferentes capacidades, de acuerdo al tamaño del 

organismo experimental (Fig. 4). Estos contenedores se suspendieron dentro de los acuarios para 

mantener la temperatura deseada de 28 ± 2 oC. Se calculó la concentración letal 50 o media (CL50), 

que es la concentración del material en agua, suelo o sedimento que se estima letal al 50 % de los 

organismos del ensayo. La CL50 y sus límites de confianza (95 %) son usualmente derivados de 

análisis estadístico. Se determinó la CL50 a diferentes tiempos debido a que se observó que los 

organismos morían al cabo de algunos minutos después de ser expuestos a la acción conjunta de 

los HAPs y la radiación solar por lo tanto no se realizaron bioensayos con duración de 24, 48 o 96  

horas como se establece en los protocolos de bioensayos. Los plazos probados fueron de 0.5, 1, y 

96 h. Solo se realizaron bioensayos de 96 horas de duración, con el coral Porites divaricata.  

 Los HAPs que se probaron en campo fueron el fluoranteno y el benzo[α]pireno para todos 

los organismos excepto para el coral P. divaricata que además se trabajó con antraceno. Los 

bioensayos se realizaron en función de la cantidad de organismos disponibles para realizar los 

experimentos.  
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Figura 4. Sistema experimental para el desarrollo de los bioensayos empleado para la 
exposición de los organismos a la radiación solar.   
 

Las especies que se seleccionaron fueron las de mayor abundancia después de que se 

realizaron las diferentes colectas.  

Así se trabajó con las siguientes especies: larvas de caracol rosado Strombus gigas, 

Cladonema radiata (medusas), Tozeuma carolinense (camarón de pastos), Hippolythe zoostericola, 

Thor mannigi (camarón de pastos), Leander tenuicornis (camarón de pasto), Pachygrapsus gracilis 

(cangrejos), Acartia spinata (copépodos), Porites divaricata (coral) y A. franciscana. 

Para las especies A. franciscana (metanauplios), larvas de S. gigas y C. radiata se 

emplearon cajas de cultivo de tejidos de 2 ml. Para los camarones de pastos (T. carolinense, T. 

mannigi,  L. tenuicornis) y los cangrejos (P. gracilis), se utilizaron cristalizadores de vidrio; mientras 

que para los copépodos (A. spinata) se emplearon cajas de cultivo de 8 ml. Finalmente, para el 

coral (P. divaricata) se emplearon acuarios de 3 litros de capacidad. 

Cada grupo experimental se trabajó por cuadruplicado. Se colocaron entre 60 y 80 

organismos (metanauplios) en cada pozo (2 ml) de las placas de cultivo de tejidos (Nunc multidish) 

(Fig. 4). Se probaron cuatro concentraciones nominales: para fluoranteno 24, 72, 120 y 216 µg/L y 

10 concentraciones para benzo[α]pireno 0.24, 2.4, 2.88, 3.96, 4.94, 6, 7.2, 10, 12  y 21.6 µg/L. Los 

organismos estuvieron expuestos al contaminante en la obscuridad para permitir la bioacumulación 

de este por una hora, al final de este periodo, las placas se transfirieron al sistema experimental 

Acuarios de 800 litros de 
capacidad 

Acuarios de acrílico de 9 
litros de capacidad 

Cristalizadores de 
vidrio de 300 ml de 

capacidad 

Cajas de cultivo 
de tejidos de 2 ml 

de capacidad 

Acuarios de 3 
litros de 

capacidad 

Sistema experimental para el desarrollo de  los bioensayos   

Cajas de cultivo de 
tejidos de 8 ml de 

capacidad 
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como se describió anteriormente, los organismos estuvieron expuestos a la radiación solar por 30 

minutos. 

 

 Bioensayos con Larvas de Strombus gigas (Linneo, 1758). 

 

Para las larvas de S. gigas (caracol rosado) se trabajó en presencia de radiación solar y en 

ausencia de radiación, con exposición a fluoranteno y benzo[α]pireno. Cada grupo experimental se 

trabajó por cuadriplicado en placas de cultivo de tejidos (Nunc multidish) en los que se colocaron 

entre 30 y 50 larvas en cada pozo de 2 ml de capacidad. Una de las cajas fue cubierta con una 

hoja de plexiglas de 6 mm de espesor la cual transmite el 92 % de la radiación UV (50 % de 

amplitud media máxima en 282 nm) y la radiación fotosintéticamente activa (PAR, 400 a 700 nm) y 

la otra caja fue cubierta por una lamina de plexiglás G UF-3 de 4 mm de espesor (50 % de amplitud 

media máxima en 390 nm) la cual transmite el 91 % de PAR y una pequeña fracción de RSUV 

(>380 nm). El empleo de las placas de plexiglás se usó únicamente con el fluoranteno porque se 

tuvo un número de larvas suficiente para realizar los bioensayos con toda la radiación solar y sin 

esta. Se probaron las siguientes concentraciones nominales: para fluoranteno 2.4, 14.4, 24, 40, 72 

y 120 µg/L y para benzo[α]pireno 2.4, 12, 24 y 240 ng/L. Al final del periodo de incubación, las 

placas se transfirieron al sistema experimental descrito anteriormente, los organismos estuvieron 

expuestos a la radiación solar por 30 minutos (Fig. 5).  
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Figura 6. Obtención de medusas de la especie Cladonema radiatum y los copépodos 
(Acartia spinata) con red de arrastre. (A)  Red de zooplancton. (B) Arrastre de la red. (C y D) 
lavado de la red, separación del copo para recolectar los organismos y transportarlos al 
laboratorio. 
 

 Diseño de pruebas experimentales. 

 

Para las medusas (Cladonema radiatum), cada grupo experimental se trabajó por cuadruplicado. 

Se colocaron entre 6-12 organismos en pozos de 2 ml de capacidad en placas de cultivo de tejidos. 

Solo se realizaron bioensayos con fluoranteno porque se obtuvieron muy pocos organismos que 

permitían realizar bioensayos solo con un hidrocarburo. Se probaron cuatro concentraciones 

nominales para fluoranteno 18.7, 24, 29.3 y 34.6 µg/L. Las medusas tuvieron un periodo de 

bioacumulación de 30 min a 1 hora, es decir, se permitía la entrada del contaminante sin radiación 

solar. Al final del periodo de bioacumulación las placas se transfirieron al sistema experimental. 

(Fig. 7). Se observaron cada cinco minutos para ver si estaban activos con una aguja de disección, 

se decidió que permanecieran expuestos por más tiempo hasta que hubo una disminución en el 

movimiento y los organismos comenzaban a morir. 

A B

C D
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Figura 7. Diseño de pruebas experimentales para S. gigas y C. radiatum C=control de 
manipulación agua marina, Ca= Control con solvente (Acetona), 1, 2, 3, 4= Concentraciones 
nominales del hidrocarburo aromático policíclico  (fluoranteno o benzo[α]pireno). 
 

 
                Foto de Michael Stierwald 

      S. gigas (Larva de caracol rosado)              C. radiatum (medusa, adulto)            
 

 

  

C Ca 1      2      3      4 Agua de mar filtrada con Millipore 
45 µm

Estanque de 800 litros 
donde los organismos 
estuvieron expuestos 

a los HAPs y a la 
radiación solar

Caja de cultivo de
tejidos donde las
especies pequeñas
estuvieron expuestas
al hidrocarburo
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Acartia spinata (Esterly, 1911). 

 
Obtención de organismos.  

 

Los organismos se obtuvieron de la manera descrita en la sección anterior.  

 

Diseño de las pruebas experimentales.  

 

Para los copépodos (A. spinata), cada grupo experimental se trabajó por duplicado. Se colocaron 

entre 15 a 30 organismos en placas de cultivo de tejidos (Nunc multidish) en pozos de 8 ml de 

capacidad. Se probaron las siguientes concentraciones nominales: para fluoranteno 18.7, 24, 29.3 

y 34.6 µg/L, y para benzo[α]pireno 0.78, 1.32, 1.59 y 2.13 µg/L. Al final del periodo de incubación, 

las placas se transfirieron al sistema experimental (Fig. 8). 
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Caja de cultivo de tejidos de 8 ml de 
capa de 8 ml de capacidad. 
Empleada para el bioensayo con A. 
spinata. 

Agua de mar filtrada con millipore 
45 µm 

Tanques de fibra de vidrio 
de 800 litros de capacidad 
donde los organismos 
estuvieron expuestos a los 
HAPs 

 

 

 
Tomado de http://www.der-nordfahrer.de/images/Bilder%20des%20Zooplanktons/Acartia.jpg 

Figura 8. Diseño de pruebas experimentales para A. spinata.  
 

Leander tenuicornis  (Say, 1818) y Pachygrapsus gracilis (De Saussure, 1858).  

 
Obtención de organismos y aclimatación. 

 

Para obtener los camarones (L. tenuicornis) y los cangrejos (P. gracilis) se utilizaron colectores 

para postlarvas de langostas instalados a lo largo de la laguna arrecifal junto al arrecife (Briones 

Fourzán et al., 2003). Después de cada luna llena los colectores se revisaron. Estos se sacaron del 

agua sacudiéndolos in situ para desprender todos los animales adheridos al contenedor, todos los 

organismos se recolectaron en una tina, se seleccionaron al pasarlos por un bastidor con radiación 

de malla de 5 mm. Los animales se vaciaron a una cubeta de 20 litros llena de agua de mar del 
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Diseño de las pruebas experimentales (Tozeuma carolinense, Hippolythe zoostericola y Thor 

manningi). 

 
Para los camarones de pastos (T. carolinense, H. zoostericola y T. manningi), cada grupo 

experimental se trabajó por duplicado en cristalizadores de vidrio (Pyrex) de 300 ml de capacidad. 

En cada cristalizador se colocaron entre 6 y 12 organismos. Se probaron dos concentraciones 

nominales para fluoranteno: 6 y 60 µg/L, y dos para benzo[α]pireno: 1.9 y 3.8 µg/L, con un tiempo 

de bioacumulación de una hora. Los organismos estuvieron expuestos a la radiación solar por 30 

minutos. (Fig. 12).  

 
 
Figura. 12. Diseño experimental para Tozeuma carolinense, Thor mannigi, Hippolythe 
zosterricola. C=control de manipulación, Ca= Control con solvente (Acetona), 1, 2 = 
Concentraciones nominales de fluoranteno y benzo[α]pireno. C1R y C2R= Concentraciones 
nominales de fluoranteno y benzo[α]pireno (replica). 
  

Tozeuma carolinense                     Thor manningi                          Hippolythe zoostericola

C         C1 C2
Ca C1R C2R

Contenedores de 
vidrio en los 

acuarios 

Tanques de fibra de 
vidrio de 800 litros 

de capacidad 
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Porites divaricata (Le Sueur 1821). 

 

 Colección y mantenimiento de las muestras. 

 

El coral (Porites divaricata) es una especie que habita zonas someras, su tejido vivo solo crece en 

la punta, lo que permite obtener pequeñas colonias de 1 a 2 cm sin dañar al organismo. Las 

muestras de coral P. divaricata (Le Sueur 1821) se colectaron por buceo libre en la laguna 

superficial a una profundidad de 1 m aproximadamente, en el sitio llamado “El Islote” en un arrecife 

cercano a Petem Pich, (20º 56´ Norte, y 86º 50´ Oeste), (Fig. 13). Los organismos fueron 

transportados en agua de mar, cubiertos con una malla negra para evitar la sobreexposición a la 

radiación solar hasta llegar al laboratorio donde los corales se colocaron en los estanques de 800 

litros con flujo continuo. Para permitir su aclimatación, se cubrieron con un bastidor de malla negra 

y se procesaron después de 36 horas de ser recolectados.  

 

 
Figura 13. Sitio de muestreo, e imagen obtenidas in situ del coral Porites divaricata.  
 

 Generalidades de las pruebas experimentales para P. divaricata. 

 

Para P. divaricata, se realizaron bioensayos probando los tres hidrocarburos aromáticos policíclicos 

fluoranteno, benzo[α]pireno y antraceno, sin embargo las condiciones de las pruebas 

experimentales cambiaron con cada compuesto, porque al realizar el primer experimento se 

optimizaron las condiciones, la manipulación de las muestras, así como la hora para medir las 

eficiencias fotoquímica efectiva y máxima. Además, se hicieron pruebas con placas de plexiglas 

una de ellas permite el paso de la radiación solar total y otra que corta la radiación UV, para probar 

la acción conjunta de la radiación y el hidrocarburo y así demostrar el efecto sobre los corales. Al 

final del experimento se tomaron fotografías de los corales para tener un registro visual de los 

diferentes tratamientos para revisarlos y dar seguimiento al estado fisiológico del coral P. 

divaricata. Para las pruebas experimentales de benzo[α]pireno y antraceno se tomaron fotografías 

de los corales P. divaricata a través de un filtro amarillo para verificar el estado fisiológico y así 
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tener un registro visual de los diferentes tratamientos para dar seguimiento del estado fisiológico. 

Se identificaron tres etapas: en el coral sano, que presentaba los pólipos extendidos, fluorece en 

rojo lo que demuestra la presencia del alga, y fluorece en verde; blanqueado, los pólipos carecián 

de la presencia de algas, no hay fluorescencia roja y solo fluorece en verde, lo que demuestra la 

ausencia del endosimbionte); y muerto, que no fluorece y el tejido se observa necrosado (tabla 4; 

Fig. 14).  

 
Tabla 4. Estado fisiológico del coral después de la exposición al hidrocarburo. 
 

Condición fisiológica del coral Característica del estadio 

Sano Pólipos extendidos con la presencia de algas 

Blanqueado Pólipos extendidos sin la presencia de algas 

Muerto No se observan pólipos y el tejido esta necrosado 
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    A                         B 
Figura 14. Porites divaricata expuesto al hidrocarburo, se identifican las diferentes etapas. 
(A) Radiación blanca; (B) Radiación fluorescente. 

Diseño de las pruebas experimentales con fluoranteno. 

 

En el coral P. divaricata se realizaron pruebas de toxicidad con renovación de agua en presencia 

de radiación solar y en ausencia de radiación UV. Se colocaron 120 ramas de coral de 1-2 cm en 

portaobjetos y se fijaron con plastilina (cuatro por portaobjetos) para que no se estresaran debido 

al manejo durante el bioensayo. Los organismos experimentales se dividieron en 10 acuarios de 3 

litros de capacidad. El fluoranteno (grado HPLC, Sigma, USA), se disolvió en acetona (J.T.Baker) y 

a cada acuario se les agregaron 2 litros de agua de mar filtrada. Seis acuarios se emplearon para 

probar las siguientes concentraciones nominales: 15, 30 y 60 µg/L, dos acuarios se emplearon 

como control con solvente (acetona HPLC, J.T.Baker) y dos acuarios se emplearon como controles 

de manipulación sin acetona ni contaminantes, solo con agua de mar. Las muestras de coral se 

mantuvieron en los acuarios para permitir bioacumulación del contaminante por un periodo de 4.5 
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horas. Al final del periodo de biacumulación se realizó un recambio de agua para dejar a los 

organismos en agua sin contaminante, los acuarios se transfirieron a estanques de fibra de vidrio 

de 800 litros de capacidad con flujo continuo para mantener la temperatura a 28 oC en la noche y 

31 oC durante el día. Cinco acuarios se cubrieron con una hoja de Plexiglás de 6 mm de espesor la 

cual transmite el 92 % de la radiación solar UV (50 % amplitud media máxima en 282 nm) y la 

radiación fotosintéticamente activa (PAR 400 a 700 nm). Los otros cinco acuarios se cubrieron con 

una lámina de Plexiglás G UF-3 de 4 mm de espesor (50 % amplitud media máxima en 390 nm), la 

cual transmite el 91 %  de PAR y una pequeña fracción de RSUV (>380 nm).  

 Se tomaron medidas de fluorescencia, in situ al mediodía y al atardecer empleando un 

fluorómetro portátil de pulso de amplitud modulada (Diving-PAM, Walz, Germany), como un 

indicador de la condición fisiológica del endosimbionte fotosintético, para lo que se eligieron los 

siguientes parámetros: medida de intensidad = 8, amplitud de saturación= 0.8, damping = 2, 

ganancia = 9. Al final del experimento se tomaron fotografías de los corales para tener un registro 

visual de los diferentes tratamientos para revisarlos y dar seguimiento al estado fisiológico de 

Porites divaricata, asimismo se hizo una inspección visual calificando a los corales de acuerdo con 

su apariencia visual, así se identificaron tres categorías de estado fisiológico: sano, blanqueado y 

muerto.  

 Las mediciones de las eficiencias efectiva y máxima (ΔF/Fm´y Fv/Fm, respectivamente), 

automáticamente son calculadas por el fluorómetro. El experimento duró 96 horas, después de las 

cuales los corales se observaron para determinar la condición de los organismos. En la tabla 4 

(Fig. 14) se explican los diferentes estadios identificados. Las mortalidades se registraron después 

del término del experimento (96 hrs). Pasado este tiempo se calculó la concentración letal 50 (CL50) 

empleando el programa Multi-Method CL50 que emplea el método PROBIT.  

 Se realizó un análisis de varianza (ANOVA) de una vía para detectar diferencias 

significativas entre los tratamientos con una significancia de (p<0.05) empleando los programas 

estadísticos (Statistica, versión 6) y JMP statistical discovery (SAS Institute).  

 
 Diseño de pruebas experimentales para benzo[α]pireno y antraceno.  

 

Para el coral P. divaricata se realizaron pruebas de toxicidad con renovación de agua en presencia 

de radiación solar y en ausencia de radiación UV. Se colocaron 120 ramas de coral de 1-2 cm en 

láminas de plástico. Los organismos experimentales se dividieron en 10 acuarios de 3 litros de 

capacidad. El benzo[α]pireno y el antraceno (grado HPLC, Sigma, USA), se disolvieron en acetona 

(J.T Baker)  y a cada acuario se les agregaron 2 litros de agua de mar filtrada, seis de los cuales se 

emplearon para probar las concentraciones nominales que se indican a continuación. Para 

benzo[α]pireno 0.95, 1.9 y 3.8 µg/L y para antraceno: 15, 30 y 60 µg/L. Dos acuarios se emplearon 
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como control con solvente y dos acuarios se emplearon como controles de manipulación, sin 

acetona ni contaminante, solo con agua marina. Los corales se mantuvieron en los acuarios para 

permitir la bioacumulación por un periodo de 9 horas. Al final del periodo de biacumulación se 

realizó un recambio de agua para dejar a los organismos en agua sin contaminante. Los acuarios 

se transfirieron a estanques de fibra de vidrio de 800 litros de capacidad con flujo continuo para 

mantener la temperatura a 28 oC en la noche y 31 oC durante el día. Cinco acuarios se cubrieron 

con una hoja de Plexiglás de 6 mm de espesor la cual transmite el 92 % de la radiación solar (50 % 

amplitud media máxima en 282 nm) y la radiación fotosintéticamente activa (PAR 400 a 700 nm). 

Los otros cinco acuarios se cubrieron con una lámina de Plexiglás G UF-3 de 4 mm de espesor (50 

% amplitud media máxima en 390 nm), la cual transmite el 91 % de PAR y una pequeña fracción 

de RSUV (>380 nm).  

 Al final del experimento la fluorescencia del tejido se excitó con radiación azul (450 nm). Se 

tomaron fotografías de los organismos con una cámara Sony DSC-W5 a través de un filtro amarillo 

para verificar el estado fisiológico del coral para tener un registro visual de los diferentes 

tratamientos para dar seguimiento del estado fisiológico de P. divaricata. Se consideró según su 

respuesta como (los pólipos están extendidos fluorece en rojo lo que demuestra la presencia del 

alga, el coral fluorece en verde), blanqueado (los pólipos sin la presencia de algas, fluorece en 

verde lo que demuestra la ausencia del endosimbionte) o muerto (no fluorece y el tejido se observa 

necrosado) (Tabla 4).  

 Las mediciones de eficiencias fotoquímica máxima (6:00 am) y efectiva (12:00) (ΔF/Fm´y 

Fv/Fm, respectivamente) como se explicó en el diseño experimental para fluoranteno.  

 

  

Medidas de exposición de radiación UVA, UVB y PAR. 

 

Se modelaron los espectros de radiación UVA, UVB y PAR para Puerto Morelos en el verano 

determinar la cantidad de radiación a la que fueron expuestos los organismos. 

 
 Evaluación de riesgo ecológico (ERE). 

 

En el presente trabajo se propuso una evaluación de riesgo ecológico, a través de cociente de 

peligro. El área de estudio que se seleccionó comprende el complejo  lagunar Bojorquez-Nichupté 

y la zona arrecifal de Puerto Morelos, localizados en la Península de Yucatán (Fig. 2). Se eligió 

esta zona de estudio como un ejemplo representativo del Caribe Mexicano, ya que existen 

actividades relacionadas al turismo donde se emplean embarcaciones de uso recreativo y de 
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transporte además es una zona que se caracteriza por la transparencia de sus aguas que permite 

una mayor penetración de la radiación UV.  

 Para realizar la ERE como primer etapa se desarrollo la formulación del problema 

(identificación del peligro), posteriormente se realizó una fase de análisis que comprende por un 

lado la evaluación de la dosis-respuesta (evaluación de los efectos) obtenidos de los bioensayos 

realizados con algunas especies representativas de la zona de estudio y con A. franciscana. Y por 

otro lado se realizó la evaluación de la exposición que comprendió las concentraciones de HAPs 

presentes en el agua del sitio. (Fig. 15). 

 

 

 
 

Figura. 15. Diagrama de flujo del método que se empleó para realizar la evaluación de riesgo 
ecológico (ERE) a través del método del cociente de peligro en la laguna Bojorquez-
Nichupte y en la zona Arrecifal de Puerto Morelos.  
 
Para el presente trabajo se empleó la guía técnica para orientar la elaboración de estudios de 

riesgo ambiental de sitios contaminados (2006).  

 

  

Formulación del problema 
(Identificación del Peligro)

Evaluación dosis-respuesta 
(evaluación de los efectos) 

Evaluación de la Exposición
(evaluación de concentraciones)

Caracterización del Riesgo 

Manejo de riesgo
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Selección de contaminantes críticos.  

 

La caracterización de los contaminantes en los medios tiene como objetivo establecer la magnitud 

y distribución espacial de los contaminantes presentes en un sitio (Flores Serrano, 2005). Para la 

determinación de los contaminantes críticos se analizaron muestras de agua tomadas a  lo largo 

del complejo lagunar Bojorquez-Nichupte y la laguna arrecifal de Puerto Morelos (Fig. 2) (Anexo II 

“parametros  fisicoquímicos”,  Anexo III “materiales y método” y IV “cromatogramas del las 

muestras de agua”). En ellas se determinaron los 16 hidrocarburos aromáticos policíclicos que la 

EPA los clasifica como contaminantes  prioritarios.  

 Se seleccionaron como contaminantes críticos aquellos que estuvieron presentes en el 

agua, y de los que además, existieran antecedentes de efectos tóxicos en la biota acuática. Se 

seleccionaron tres de los HAPs fototóxicos (antraceno, fluoranteno y benzo[α]pireno).   

 

 Selección de especies críticas u organismo blanco. 

 

Durante el estudio de toxicidad fotoinducida en la que se realizaron muestreos para identificar la 

fauna y vegetación de la laguna Bojorquez-Nichupté y la zona arrecifal de Puerto Morelos, se 

eligieron las especies de prueba por su importancia ecológica, (larvas de caracol, S. gigas), y por 

su resistencia a la manipulación en condiciones de laboratorio. Se eligieron especies que después 

de los muestreos fueran las de mayor abundancia y asociados al arrecife de coral. 

 Se intentó trabajar con un tipo pez que por su abundancia sería adecuado para la pruebas 

de fototoxicidad; sin embargo, la captura generaba estrés por la manipulación y morían al cabo de 

algunos minutos.  

  
 Evaluación de las rutas y vías de exposición. 

 

Para que una sustancia o compuesto químico provoque un efecto adverso o sea tóxico para los 

organismos, éste debe estar en contacto y reaccionar con un sitio blanco apropiado a una 

concentración y por un tiempo suficiente. Este contacto-reacción entre el organismo y la sustancia 

química se conoce como exposición. Las rutas de exposición más conocidas son: 

1.- Dérmica. 

2.- Oral, la que ocurre a través del alimento. 

3.- Respiratoria o branquial, la que ocurre a través de las vías respiratorias. 

 La exposición a una sustancia química se puede medir de manera directa en los tejidos de 

los organismos, o de una manera indirecta, con la información de las concentraciones ambientales 

del tóxico, y de los patrones de actividad de los organismos (Evans, et al., 2003). 
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  En esta evaluación, se hizo un análisis de las posibles rutas de exposición a los 

contaminantes, se colocaron los tóxicos en el agua, ya que si un compuesto se presenta en este 

medio, entonces está biodisponible y sus principales vías de entrada serán la oral y la branquial 

(White 2005; Pérez et al., 2007 Barata et al., 2002). Debido a que la mayoría de los organismos 

empleados en este trabajo son pequeños crustáceos que tienen una cubierta quitinosa que los 

protege de la exposición por la vía de la piel la principal, la vía principla de entrada es la branquial.  

 
 Evaluación dosis-respuesta (evaluación de los efectos).  

 

Los efectos se evaluaron con bioensayos con especies endémicas de la zona de estudio bajo 

exposición a los HAPs. Se tomaron las concentraciones letales medias que se obtuvieron en el 

presente trabajo (CL50). Y como se describió en materiales y métodos, para el diseño de pruebas 

experimentales con organismos expuestos a fluoranteno y BaP se trabajó radiación solar.  

 
 Caracterización del riesgo. 

 

Se realizó una caracterización de riesgo etapa 1 en la que se contó con información obtenida de 

los bioensayos de toxicidad aguda realizados en el presente trabajo y las concentraciones de agua 

que se obtuvieron mediante la técnica de cromatografía líquida de alta resolución.  

 Con estos resultados se calculó el cociente de peligro (CP) donde se compararon la dosis 

estimada o medida (CL50) y el límite de detección del método. En el presente trabajo se empleó 

este valor porque de acuerdo al análisis de agua realizado por HPLC no se detectaron HAPs. Por 

lo general se emplea la concentración de exposición presente en el medio. Si el cociente de peligro 

calculado es menor que 1  el riesgo es insignificante, y si es mayor que 1, significa que se rebasó 

una dosis o concentración segura y por lo tanto es posible que se presenten los efectos adversos 

conocidos a la sustancia.  

 COCIENTE DE PELIGRO (CP)  = LDM/CL50 

Donde: 

CL50  = Concentración letal media  

LDM = límite de detección del método 

CP < 1 riesgo insignificante 

CP > 1 posible riesgo 

Este enfoque ha sido ampliamente utilizado para evaluar el riesgo de estresores químicos (Univ. de 

la Concepción Chile 2007; Mejía et al., 2002) y depende en gran medida del juicio profesional. 
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RESULTADOS  
 

Bioensayos de laboratorio con A. franciscana. 

 

En todos los casos los organismos del grupo control de manipulación no presentaron mortalidad, 

por lo tanto la radiación UV artificial de las lámparas (Vitalite) no produjo efectos dañinos a los 

metanauplios y adultos de A. franciscana expuestos solo a la radiación de estas lámparas. 

 Los metanauplios, adultos y juveniles de A. franciscana presentaron mortalidad a las 48 

horas después de ser expuestos a los hidrocarburos y a la radiación UV. Así, las CL50-48h 

calculadas  para adultos y juveniles de A. franciscana expuestos a fluoranteno (FL) fueron de 43.35 

µg/L, para benzo[α]pireno (BaP) fue 141.56 µg/L y para antraceno (Ant) fue de 1730 µg/L (Tabla 5). 

Para los metanauplios las CL50-48 fueron, para fluoranteno de 75.45 µg/L, para BaP de 216.5 µg/L y 

para antraceno de 932 µg/L (Tabla 5). 

 La sensibilidad de los metanauplios de A. franciscana se comportó de la siguiente manera:  

FL (75.45 µg/L) < BaP (216.5 µg/L) < Ant (932 µg/L) (Tabla 4). Para el caso de los adultos y 

juveniles: FL (43.35 µg/L) < BaP (141.56 µg/L) < Ant. (1730 µg/L). 

 

Tabla 5. Concentración letal 50 (CL50) para adultos y metanauplios de A. franciscana 
expuestos a fluoranteno, benzo[α]pireno y antraceno, con una intensidad de radiación UV de 
55 µW/cm2. El número en paréntesis representa la desviación estándar. 
  

Estadio de 
desarrollo  

HAP CL50-48  (µg/L) Tiempo de 
exposición 

(horas) 
Adultos Fluoranteno 43.35 

(20.13-65.13) 
48 

Metanauplios Fluoranteno 75.45 48 
Adultos Benzo[α]pireno 141.56 

(105.3-178.3) 
48 

Metanauplios Benzo[α]pireno 216.5 
(194.5- 238.3) 

48 

Adultos  Antraceno 1730 
(1060-2710) 

48 

Metanauplios  Antraceno  932 
(735.09-1539.7) 

48 
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 Ensayo cometa A. franciscana. 

 

En la tabla  6 se muestran las diferentes categorías de daño en la cadena de ADN con base en la 

longitud promedio, en la figura 16 se presentan los diferentes niveles de daño que se identificaron 

visualmente. 
 
Tabla 6. Clasificación del daño en la cadena de ADN con base en la longitud promedio de la 
migración del ADN. 
 

Estadio Longitud promedio 
(µm) 

Categoría del daño 

1 0 Sin daño 
2 1-20 Bajo 
3 21-60 Medio 
4 60-80 Alto 
5 80-140 Total 

 

 

 
Figura  16. Ejemplos de los diferentes niveles de daño del ADN: valoración cualitativa 
(visual) de la longitud del cometa de A. franciscana expuesta a fluoranteno, benzo[a]pireno y 
Antraceno. 
 
  

1 2 3

4 5

Sin daño 
(0 µm)

Daño bajo 
(1-20 µm)

Daño Medio 
(21-60 µm)

Daño alto 
(61-80 µm)

Daño total 
(81-140  µm)
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Porcentaje de daño. 

 

En los organismos expuestos a benzo[α]pireno el mayor porcentaje de daño para la concentración 

de 4.8 µg/L fue de 48 %, correspondiente a un daño medio (21-60 µm); para la concentración de 

9.6 µg/L el 60 % de las células presentaron daño medio (21-60 µm). El 37.7 % y el 31.2 % de las 

células presentaron daño alto (60 a 80 µm) en los tratamientos de 4.8 µg/L y 9.6 µg/L, 

respectivamente (tabla 7).  

 En los organismos expuestos a antraceno con una concentración de 82 µg/L solo el 24 % 

presentaron daño medio, pero para la concentración de 820 µg/L el 46 % de las células 

presentaron esta misma categoría de daño.  

 
Tabla 7. Porcentaje de las células por categoría de daño, de los organismos expuestos a 
diferentes concentraciones de HAPs.   
 

Tratamiento Concentración 
(µg/L) 

Bajo 
(1-20 µm) 

Medio 
(21-60 
µm) 

Alto 
(61-80 µm) 

Total 
(81-140 

µm) 
CTL de 
manipulación 

----- 76.4  21 2.7 ----- 

CTL acetona* ----- 50.34 43.15 4.11 2.4 
Fluoranteno 1* 24 28.12 62.5 3.9 5.47 
Fluoranteno 2* 48 35.2 49.81 10.49 4.49 
Benzo(α) 
pireno 1 * 

4.8 6.35 48.41 37.7 7.54 

Benzo(α) 
pireno 2 * 

9.6 0.97 60.49 31.22 7.32 

Antraceno 1 * 82 34.6 24 2 ---- 
Antraceno 2 * 820 25 46 6 ---- 

CTL= control de manipulación, CTL acetona= control con solvente, * Demuestra diferencias 
significativas con respecto al grupo control  (X 2, P < 0.05). 
 
 Longitud promedio. 

  

En la tabla 8 se presentan los datos de longitud promedio obtenidos para cada uno de los 

tratamientos experimentales; el lote control de manipulación registró el menor daño (17.1 + 0.82 

µm), mientras que el control con acetona, provocó más daño (50 %, tabla 7) con una longitud 

promedio de 26.2 + 0.11 µm. El análisis de Kruskall-Wallis demostró que existen diferencias 

significativas (p<0.05) entre los organismos expuestos a los tóxicos y al solvente, respecto a los 

controles sin solvente (Anexo I). Los metanauplios expuestos a fluoranteno y antraceno tuvieron 

una longitud promedio que fue dos veces mayor (fluoranteno 35.95 µm y 37.97 µm; antraceno 

37.07 y 36.02 µm), y en el caso del benzo[α]pireno tres veces mayor (4.8 µg/L = 56.25 micras + 
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1.24 y 9.6 µg/L = 59 micras + 0.99) que la de los controles representando esto diferencias 

significativas (p< 0.05). Fig. 17. 

 

Tabla 8. Longitud promedio  de la cola del cometa (µm), desviación y estándar, error 
estándar medido para cada tratamiento experimental.  

 Control 
agua 

marina 

Control* 
acetona 

Fluoranteno* 
 24 µg/L 

Fluoranteno* 
 48 µg/L 

Benzo[α] 
pireno*  
4.8 µg/L 

Benzo[α] 
pireno*  
9.6 µg/L 

Antraceno* 
82 µg/L 

Antraceno* 
820 µg/L 

Promedio  17.09 26.2 35.95 37.97 56.25 58.96 37.07 36.02 

Des. Std 12.3 19.05 21.2 23.31 19.66 14.22 9.25 20.71 

Error Std 0.822 1.11 1.32 1.42 1.24 0.99 3.04 4.55 

Des. Std= desviación estándar, Error Std= error estándar.  
*representa diferencias significativas entre los tratamientos con respecto al control de 
manipulación. 
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Figura 17. Respuesta de los metanauplios de A. franciscana expuestos a fluoranteno (F) 
benzo[α]pireno (B). Datos compilados de más de 200 células. CTL ACE = control de acetona; 
F1= fluoranteno a 24 µg/L; F2= fluoranteno a 48 µg/L; B1= benzo[α]pireno a 4.8 µg/L; B2= 
benzo[α]pireno a 9.6 µg/L. 
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Bioensayos con radiación solar en el Caribe Mexicano. 

 

 A. franciscana expuestas a fluoranteno.  

 

La CL50-0.5h para fluoranteno calculada para 30 min de exposición fue de 55.47 µg/L los intervalos 

de confianza calculados por el programa fueron de 46.6 µg/L a 66.2 µg/L. Cuando los organismos 

estuvieron expuestos a la radiación solar, el tiempo de muerte estuvo en función de la 

concentración de fluoranteno.  

 
 A. franciscana expuesta a benzo[α]pireno. 

 

La concentración en la que se presentó el 50 % de mortalidad por exposición a benzo[α]pireno 

calculada para 30 min de exposición con radiación solar (CL50-0.5h) aplicando el modelo probit fue 

de 3.75 con el intervalo de 1.56 µg/L a 6.07 µg/L. (Tabla 9).  

 

Tabla 9. CL50 para Artemia franciscana expuestas a fluoranteno y BaP. 

HAPs CL50-0.5h 

 (µg/L) 
Tiempo de 

acumulación (min) 
Tiempo de exposición 

(min) 
Fluoranteno  55.47 

(46.6 – 66.2) 

30 30 

BaP  
 

3.75 

(1.56 – 6.07) 

30 30 

 
 
 S. gigas expuestas a fluoranteno y benzo[α]pireno. 

 
En la tabla 10 se observan las concentraciones letales media por exposición a fluoranteno (CL50-

0.5h) calculada para 30 minutos de exposición a la radiación solar, la cual fue de 17.75 con un 

intervalo al 95 % de 0 µg/L - 79.1 µg/L con un tiempo de acumulación de una hora. Se determinó el 

tiempo de exposición en treinta minutos porque al cabo de algunos minutos las larvas comenzaban 

a morir.  

La CL50 de mortalidad por exposición a BaP calculada para 30 minutos con radiación solar (CL50-

0.5h) fue de 17.05 (10.91-26.25) ng/L con un tiempo de acumulación de 25 minutos  y un tiempo de 

exposición de 30 minutos. (Tabla 10).  

En la tabla 10 se observa que el hidrocarburo más fototóxico fue el BaP, porque los efectos se 

observaron con una concentración de un orden de magnitud menor al del fluoranteno. Se 
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demuestra así que la toxicidad está en función de la concentración del hidrocarburo y el tipo de 

hidrocarburo, así como de la presencia de radiación UV.  

 

Tabla 10. CL50-0.5h para las larvas de caracol rosado S. gigas expuestas a fluoranteno y BaP. 

HAPs CL50 (µg/L) Tiempo de 
acumulación (min) 

Tiempo de exposición 
(min) 

Fluoranteno con 
RSUV 

17.75  
(0-79.1) 

60 30 

BaP  
con RSUV 

17.05 ng/L 
(10.91-26.25) 

25 30 

 
 C. radiatum expuesta a fluoranteno.  

 

La CL50 para fluoranteno calculada para una hora de exposición con radiación solar (CL50-1h) fue de 

20.6 µg/L (12.8-23.6). (Tabla 11). 

 

Tabla 11. CL50-1h para las medusas expuestas a fluoranteno. 
 

HAPs CL50 (µg/L) Tiempo de 
acumulación (min) 

Tiempo de exposición 
(min) 

Fluoranteno  20.6  
(12.8-23.6) 

30 a 60 60 

 

 A. spinata expuesta a fluoranteno. 

 

La concentración en la que se presentó el 50 % de mortalidad por exposición a fluoranteno 

calculada para una hora de exposición con radiación solar (CL50-1h) fue de 23.7 µg/L con un 

intervalo de 21.6 µg/L - 25.6 µg/L con un tiempo de exposición con radiación solar de treinta 

minutos (Tabla 12).  

 

Tabla 12. CL50 para las A. spinata expuesta a fluoranteno. 
 

HAPs CL50-1h (µg/L) Tiempo de 
acumulación (min) 

Tiempo de exposición 
(min) 

Fluoranteno  17.75  
(0-79.1) 

40 30 

 

  

  



56 

 

A. spinata expuesta a benzo[α]pireno. 

 

La concentración en la que se presentó el 50 % de mortalidad por exposición a fluoranteno 

calculada para una hora de exposición con radiación solar (CL50-1h) fue de 1.8 µg/L con un intervalo 

de 1.63 µg/L - 2.46 µg/L con un tiempo de exposición con radiación solar de treinta minutos (Tabla 

13).  

 
Tabla 13. CL50 para las A. spinata expuesta a fluoranteno. 
 

HAPs CL50-1h (µg/L) Tiempo de 
acumulación (min) 

Tiempo de exposición 
(min) 

benzo[α]pireno 1.8  
(1.63 - 2.46) 

60 30 

 

 L. tenuicornis expuesto a fluoranteno.  

 

La concentración en la que se presentó el 50 % de mortalidad por exposición a fluoranteno 

calculada para una hora de exposición con radiación solar (CL50-1.0h) fue de 60 µg/L con un tiempo 

de exposición con radiación solar de una hora. Los intervalos de confianza que se calcularon, sin 

embargo, fueron muy grandes debido al escaso número de organismos que se emplearon para los 

bioensayos, se consideró que el tamaño de la muestra no fue representativo. Pese a la poca 

representatividad de la muestra, estos resultados pueden ser útiles ya que al menos dan un indicio 

de la magnitud que puede tener la CL50 (tabla 14).  
 
Tabla 14. CL50-1h para L. tenuicornis expuesto a fluoranteno. 
 

HAPs CL50-1h (µg/L) Tiempo de 
acumulación (min) 

Tiempo de exposición 
(min) 

fluoranteno 60  24 60 
 
 
  



57 

 

 L. tenuicornis expuesto a benzo[α]pireno. 

 

La concentración en la que se presentó el 50 % de mortalidad por exposición a fluoranteno 

calculada para una hora de exposición con radiación solar (CL50-1.0h) fue de 1.9 µg/L con un tiempo 

de exposición con radiación solar de 1:05 hora (Tabla 15). Los resultados para los camarones son 

poco confiables ya que solo se colectaron algunos organismos (en este caso la muestra tampoco 

fue representativa). 

 
Tabla 15. CL50 para L. tenuicornis expuesto a benzo[α]pireno. 
 

HAPs CL50-1h (µg/L) Tiempo de 
acumulación (min) 

Tiempo de exposición 
(min) 

Benzo[α]pireno   1.9  60 65 
 

 P. gracilis expuesto a fluoranteno. 

 

La concentración en la que se presentó el 50 % de mortalidad por exposición a fluoranteno 

calculada para una hora de exposición con radiación UV (CL50-1.0h) fue de 60 µg/L con un tiempo de 

exposición con radiación solar de 1:15 hora (Tabla 16). Los intervalos de confianza que se 

calcularon fueron extremos debido al pequeño tamaño de muestra, la cual no fue representativa 

 

Tabla 16. CL50 para P. gracilis expuesto a fluoranteno. 
 

HAPs CL50 (µg/L) Tiempo de 
acumulación (min) 

Tiempo de exposición 
(min) 

fluoranteno 60  60 75 
 

Los resultados para L. tenuicornis, P. gracilis demuestran que el número de ejemplares que se 

emplearon para determinar la CL50 fue muy pequeño debido y por lo tanto la variabilidad fue muy 

grande, sin embargo estos resultados son útiles porque nos dan una idea de la concentración que 

mata al 50 % de la población es un análisis presuntivo del cálculo de la concentración. 

 
 H. zoostericola - T. manningi expuestos a fluoranteno. 

 

Los resultados para estas dos especies se presentan juntos porque al realizar los experimentos se 

consideraron de la misma especie, sin embargo su posterior identificación permitió determinar que 

los organismos pertenecían a  dos especies diferentes. 
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La CL50 para fluoranteno calculada para 30 min de exposición con radiación solar (CL50-0.5h) fue de  

75.6 µg/L con un intervalo de 95 % de 26.98 µg/L -1453267 µg/L (Tabla 17). Los intervalos de 

confianza son muy amplios y esto se debe a que el número de organismos y de concentraciones 

empleados para el análisis, no fueron representativos. 

 
Tabla 17. CL50 para H. zoostericola T. manningi expuestas a fluoranteno. 
 

HAPs CL50 (µg/L) Tiempo de 
acumulación (min) 

Tiempo de exposición 
(min) 

Fluoranteno 75.6  
(26.98 – 1453267) 

60 30 

 
 H. zoostericola -T. manningi expuestos a benzo[α]pireno. 

 

La CL50 por exposición a benzo[α]pireno calculada para 30 min de exposición con radiación solar 

(CL50-0.5h) fue de = 51.7 µg/L con un intervalo al 95 % de 21.6 µg/L -- 112.75 µg/L (Tabla 18).   

 
Tabla 18. CL50 para H. zoostericola T. manningi expuestas a benzo[α]pireno. 
 

HAPs CL50-0.5h (µg/L) Tiempo de 
acumulación (min) 

Tiempo de exposición 
(min) 

benzo[α]pireno 51.7  
(21.6-112.75) 

60 30 

 

 T. carolinense expuestos a fluoranteno.  

 

La CL50-0.5h calculada para 30 min de exposición a RSUV para esta especie fue de 15.2 µg/L (6.73-

30.12) (Tabla 19). 

 
Tabla 19. CL50 para T. carolinense expuesto a fluoranteno. 
 

HAPs CL50 (µg/L) Tiempo de 
acumulación (min) 

Tiempo de exposición 
(min) 

fluoranteno 15.2  60 30 
 

 T. carolinense expuesto a benzo[α]pireno. 

 

La concentración en la que se presentó el 50 % de mortalidad por exposición a fluoranteno 

calculada para 30 min de exposición con radiación solar (CL50-0.5h) fue de 3.8 µg/L (2.71-595991.9) 

(Tabla 20). Los intervalos de confianza son extremos porque el número de organismos fue 
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pequeño, no se contó con un tamaño adecuado de la muestra y esto generó una amplia 

variabilidad en los datos.  

 

Tabla 20. CL50 para T. carolinense expuesto a benzo[α]pireno. 
 

HAPs CL50-0.5h (µg/L) Tiempo de 
acumulación (min) 

Tiempo de exposición 
(min) 

benzo[α]pireno 3.8  
(2.71-595991.9) 

60 30 

 

Los resultados H. zoostericola T. manningi y T. carolinense demuestran que el número de 

ejemplares que se emplearon para determinar la concentración letal 50 (CL50) fue muy pequeño y 

por lo tanto la variabilidad fue muy grande, sin embargo estos resultados don útiles porque 

proporciona una primera aproximación de análisis de la CL50.   

 
Porites divaricata Le Sueur, 1821.  

 

 P. divaricata expuestos a fluoranteno.  

 

La concentración letal 50 (CL50-96h) calculada por el método probit fue de 31.4 µg/L con un intervalo 

al 95 % de  22.4 µg/L - 44.9 µg/L, sin embargo la CL50 para los corales expuestos solo al 

hidrocarburo sin radiación solar fue de 435 µg/L (72.4 µg/L – α) (Tabla 21).  

 La exposición del coral P. divaricata al fluoranteno, causó una disminución en la eficiencia 

fotoquímica que denota el estdo fisiológico del coral a partir del tercer y hasta el sexto día de 

exposición, además se observó la ocurrencia de blanqueamiento y mortalidad, con lo que se 

demuestra que la fototoxicidad está en función de la concentración del hidrocarburo y la 

exposisción de radiación. En la tabla 21 se observan las diferentes respuestas de este coral a la 

exposición a fluoranteno y la radiación UV. En las figuras 18, 19, 20 y 21 se observa el 

comportamiento de la eficiencia fotoquímica durante el curso del experimento. En la figura 22 se 

observa que los controles de manipulación y con solvente se identificaron como sanos porque 

presentaron los pólipos extendidos. Solo se observan corales muertos en la máxima concentración 

(60 µg/L) porque no hay presencia de pólipos y el tejido estaba necrótico. En la  figura 23 se 

observa que los corales expuestos al hidrocarburo sin radiación solar estaban sanos ya que se 

apreciaron los pólipos extendidos.  

  



60 

 

Tabla 21. Número de organismos de P. divaricata por estado fisiológico observado después 
de la exposición a fluoranteno. Con radiación solar y sin radiación.  
         

Número de organismos por estado fisiológico observado 
Tratamiento Normal Blanqueado Muerto 

 SIN RUV Con RSUV Sin RUV Con RSUV Sin RUV Con RSUV
Control de 

manipulación 
6 9 5 3 1 ----

Control 
solvente 

(Acetona) 

11 8 1 2 ---- 2

15 µg/L 12 4 2 6 3 2
30 µg/L 7 4 ---- 4 ---- 4
60 µg/L  11 ---- ---- 1 1 11

RUV= con radiación solar sin radiación UV  
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Figura 18. Eficiencia fotoquímica efectiva del coral Porites divaricata expuestos a 
fluoranteno y radiación UV. 
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Figura  19. Eficiencia fotoquímica máxima del coral Porites divaricata expuestos a 
fluoranteno y radiación UV. 
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Figura 20. Eficiencia fotoquímica efectiva del coral Porites divaricata expuestos a 
fluoranteno y con radiación solar sin UV.  
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Figura 21. Eficiencia fotoquímica máxima del coral Porites divaricata expuestos a 
fluoranteno y con radiación solar sin UV. 
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Figura 22. Porites divaricata expuestos a diferentes concentraciones de fluoranteno y 
radiación solar. Los corales se observan con los pólipos extendidos y con la máxima 
concentración se observa la ausencia de los pólipos y el tejido esta necrosado. 
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Figura 23. Porites divaricata expuestos a diferentes concentraciones de fluoranteno y con 
radiación solar sin UV. En la presente figura se observan que en todas las concentraciones 
y en los corales la presencia de pólipos (corales sanos). 
 
 Porites divaricata expuestos a benzo[α]pireno. 

 

El valor de concentración letal 50 (CL50) calculado para el coral Porites divaricata expuesto a 

benzo[α]pireno y radiación solar UV fue de 3.78 µg/L con un intervalo al 95 % de (2.36 µg/L y 218.4 

µg/L. La CL50 para los corales expuestos al hidrocarburo con radiación solar sin UV fue de 81.6 

µg/L con un intervalo de 4.87 µg/L y el infinito. 

 Existieron diferencias significativas en la eficiencia fotoquímica en aquellos organismos 

expuestos a 1.9 y 3.8 µg/L. En las figuras 24, 25, 26 y 27 se observa el comportamiento de los 

Control de manipulación 

Control de solvente (acetona) 

15 µg/L 

30 µg/L 

60 µg/L
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corales durante el curso del experimento, graficando la eficiencia fotoquímica a lo largo de los seis 

días de exposición a benzo[α]pireno así se identifica que después del segundo día no se 

apreciaron diferencias significativas. Además se observó blanqueamiento y mortalidad, lo que 

demuestra que la fototoxicidad está en función de la concentración del hidrocarburo y la cantidad 

de radiación UV, como lo demuestran los resultados. En la tabla 22 se presentan las diferentes 

respuestas de la exposición a benzo[α]pireno y la radiación UV los corales tuvieron apariencia 

física normal, blanqueado y muerto. En la figura 28 y 29 se muestran los resultados visuales del 

estado fisiológico del coral en presencia de radiación solar y con radiación solar sin UV. 

 

Tabla 22. Número de organismos de P. divaricata por estado fisiológico observado después 
de la exposición a benzo[α]pireno. Con radiación solar y sin radiación. Número de 
organismos por estado fisiológico observado. 
 

Número de organismos por estado fisiológico observado 

Tratamiento Normal Blanqueado Muerto 
 SIN RUV CON RSUV SIN RUV CON RSUV SIN RUV CON RSUV 

Control de 
manipulación 

6 4 6 7 ---- 1 

Control 
solvente 
(Acetona 

6 7 5 7 1 2 

0.95 7 7 4 2 1 3 
1.9 7 8 4 ---- 1 4 
3.8 9 2 ---- 4 3 6 

RUV= con radiación solar sin UV  
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Figura 24. Eficiencia fotoquímica máxima del coral Porites divaricata expuestos a 
benzo[α]pireno en presencia de radiación UV. 
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Figura 25. Eficiencia fotoquímica efectiva del coral Porites divaricata expuestos a 
benzo[α]pireno en presencia de radiación UV.  
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Figura 26. Eficiencia fotoquímica máxima del coral Porites divaricata expuestos a 
benzo[α]pireno con radiación solar sin UV. 
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Figura 27. Eficiencia fotoquímica efectiva del coral Porites divaricata expuestos a 
benzo[α]pireno con radiación solar sin UV. 
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 A    B 
Figura 28. Fotografías de Porites divaricata empleando una lámpara azul y filtro amarillo 
expuestos a benzo[α]pireno, con radiación solar. (A) Radiación blanca; (B) radiación 
fluorescente. En la figura se observan corales blanqueados y muertos por exposición al 
hidrocarburo. 
 

 

Control de manipulación 

Control de solvente (acetona)
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     A         B 
 

Figura 29. Fotografías de Porites divaricata empleando una lámpara azul y filtro amarillo 
expuestos a benzo[α]pireno, con radiación solar sin UV. (A) Radiación blanca; (B) radiación 
fluorescente. Los corales se observan blanqueados por exposición al hidrocarburo.  
  

 Los corales expuestos a 1.9 y 3.8 µg/L de benzo[α]pireno mostraron diferencias 

significativas en la eficiencia fotoquímica efectiva en las primeras mediciones. Después del 

segundo día no se detectaron más diferencias, pues al parecer las algas se aclimataron o se 

movieron a la parte sombreada del coral (la parte de abajo). Estos resultados fueron publicados 

(Guzmán-Martínez et al, 2007) con anterioridad pero forman parte de este trabajo.  

 

Control de manipulación 

Control de solvente (acetona) 

0.95 µg/L

1.9 µg/L

3.8 µg/L
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 Porites divaricata expuestos a antraceno. 

 

La concentración letal media según el método binomial se ubica por arriba de 60 µg/L. En la tabla 

23 se presentan los resultados de P. divaricata expuestos a antraceno con radiación solar sin UV y 

con radiación solar. Se observan las diferentes respuestas de la exposición a antraceno y la 

radiación UV en el número de corales con apariencia normal, blanqueado y muerto. En los  

experimentos de la exposición del coral Porites divaricata a antraceno no se evaluó la eficiencia 

fotoquímica porque el fluorómetro se descompuso; sin embargo, al final del experimento se 

tomaron fotografías de los corales para verificar visualmente el estado fisiológico del coral 

aplicando radiación azul y empleando un filtro amarillo colocado en la cámara (figuras 30 y 31), 

para llevar un registro visual de los diferentes estados físicos del coral después de la exposición a 

antraceno. 

 

Tabla 23. Número de organismos de P. divaricata por estado fisiológico observado después 
de la exposición a antraceno. Con radiación solar y sin radiación. 
 

Número de organismos por estado fisiológico observado 

Tratamiento Normal Blanqueado Muerto 
 SIN RUV CON RSUV SIN RUV CON RSUV SIN RUV CON RSUV 

Control de 
manipulación 

11 5 1 7 0 0 

Control 
solvente 
(Acetona 

6 6 6 6 0 0 

15 µg/L 2 6 4 5 6 1 
30 µg/L 5 5 7 6 0 1 
60 µg/L 2 4 10 7 0 1 

RUV= con radiación solar sin UV  
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 A        B 
Figura 30. Fotografías de Porites divaricata empleando una lámpara azul y filtro amarillo 
expuestos a antraceno y con radiación solar. (A) Radiación blanca; (B) radiación 
fluorescente. Los corales se observan sanos y  blanqueados. 
 

  

Control de manipulación 

Control de solvente (acetona)

15 µg/L

30 µg/L

60 µg/L
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  A   B 
Figura 31. Fotografías de Porites divaricata empleando una lámpara azul y filtro amarillo 
expuestos a antraceno y con radiación solar sin UV. (A) Radiación blanca; (B) radiación 
fluorescente. Los corales se observan sanos y  blanqueados.  
 

 Exposición a la RSUV de los organismos expuestos a fluoranteno. 

En la tabla 24 se observan las diferentes exposiciones de radiación que recibieron los organismos 

durante la exposición de estos a los hidrocarburos, para A. franciscana, el tiempo de exposición a 

la radiación UV fue de 30 minutos y la hora de exposición entre las 12:45 del día a las 15:00 horas. 

Los resultados expresados en energía y fotones (cuanta) aplicando el modelo Zenith A que nos 

Control de manipulación 

Control de solvente (acetona)

15 µg/L

30 µg/L 

60 µg/L  
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indica que la exposición de radiación UVB, UVA que recibió cada experimento, en promedio para 

radiación UVBQ, fue de 358.35 µmol/m2 y para UVAQ fue de 6223.52. µmol/m2. En S. gigas la 

exposición fue de 30 minutos y la hora de exposición entre las 15:15 del día a las 15:40 horas, la 

exposición de radiación  UVBQ, UVAQ, fue de 154.27 y 3114.05 µmol/m2/experimento 

respectivamente. 

 Para A. spinata la cantidad de fotones que recibieron los experimentos (la exposición) en 

promedio fue de 358.35 µmol/m2/experimento de UVBQ y 6223.52 µmol/m2/experimento de UVAQ, 

el tiempo de exposición a la radiación UV en promedio de 32 minutos y la hora de exposición entre 

las 13:44 del día a las 14:15 horas.   

 Para L. tenuicornis el tiempo de exposición a la radiación UV fue de 30 minutos y la hora 

de exposición entre las 13:43 del día a las 14:40 horas. Aplicando el modelo Zenith A los 

resultados fueron expresados en energía y fotones (cuanta) estos valores nos dan la exposición de 

radiación UVBQ, UVAQ que recibió cada experimento, de radiación UVBQ 308.43 µmol/m2 y de  

UVAQ 5246.92 µmol/m2/experimento. 

 Para Hippolythe zoostericola--Thor manningi el tiempo exposición para estas especies fue 

de 27.5 minutos, la hora de exposición fue de las 13:00 a las 13:40 horas, la exposición de que 

recibieron fue de 635.96 µmol/m2/experimento para UVBQ y 11055.05 µmol/m2/experimento para 

UVAQ. 

 Para Tozeuma carolinense  manningi el tiempo exposición para estas especies fue de 92.5 

minutos, la hora de exposición fue de las 13:35 a las 15:15 horas, la exposición de que recibieron 

fue de 732.85 µmol/m2/experimento para UVBQ y 6729.38 µmol/m2/experimento para UVAQ. 

Estos valores nos indica que la radiación solar es varios ordenes de magnitud mayor que en el 

laboratorio. 
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Tabla 24. Exposición a RUV de los organismos expuestos a fluoranteno  
 

µmol/m2/ experimento 
Especie Tiempo de 

exposición sin 
UV 

(min) 

Tiempo de 
exposición con 

UV 
(min) 

UVBQ UVAQ 

Artemia franciscana 40 27.5 358.35 6223.52 

Strombus gigas 25 30 154.27 3114.05 

Acartia spinata 40 30 358.35 6223.52 

Leander tenuicornis 24 60 308.43 5246.92 

Hippolythe 
zoostericola, Thor 

manningi 

27.5 65 635.96 11055.05 

Tozeuma 
carolinense 

92.5 45 732.85 6729.38 

  



75 

 

Exposición a la RSUV de los organismos expuestos a BaP. 

En la tabla 25 se observan los resultados de la exposición a la radiación UV y la exposición que 

recibieron los organismos al estar expuestos al hidrocarburo durante el bioensayo. Se trabajó en la 

hora que el sol estaba en el Zenith para que recibieran la mayor cantidad de radiación, Hippolythe 

zoostericola-Thor manningi fueron los organismos que recibieron la mayor exposición de radiación 

expresada en cuantas (cantidad de fotones por experimento) 430.69 µmol/m2/experimento para 

UVBQ y 8115.04 µmol/m2/experimento para UVAQ. 

Estos valores nos indica que la radiación solar es varios ordenes de magnitud mayor que 

en el laboratorio. 

Tabla 25. Exposición de RUV de los organismos expuestos a BaP. 

µmol/m2 / experimento 

Especie Tiempo de 
exposición sin UV 

(min) 

Tiempo de 
exposición con 

UV 
(min) 

UVBQ UVAQ 

Artemia franciscana 52.71 28.28 271.46 4758.96 

Strombus gigas 25 30 146.43 3010.54 

Acartia spinata 37.5 32.5 270.58 4961.06 

Hippolythe 
zoostericola, Thor 

manningi 

52.5 65 430.69 8115.04 

Tozeuma 
carolinense 

92.5 45 732.85 6729.38 

 

Evaluación de riesgo ecológico (ERE). 

 Modelo conceptual  

 

En la figura 31 se describe el modelo conceptual propuesto para el presente caso de estudio. Se 

identificaron como posibles fuentes de contaminación por HAPs a las embarcaciones recreativas 

(lanchas y motos acuáticas) y de transporte (cruceros, transbordadores y buques de transporte), ya 

que estos requieren el uso de gasolina y diesel para su funcionamiento. Se sabe que la combustión 

incompleta de combustibles produce HAPs (Neff, 1979). Una vez en el medio acuático, una 

fracción importante de los hidrocarburos se asocia a la materia orgánica particulada y se deposita 

en los sedimentos, sin embargo, otra fracción permanece disuelta en la columna de agua donde 

los compuestos pueden sufrir fotodegradación (fotolisis o fotooxidación), Está porción es órdenes 
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de concentración menor que la que se deposita en los sedimentos y tanto los HAPs asociados al 

sedimento, como los que permanecen en la columna de agua y sus foto productos pueden ser 

bioacumulados por los organismos, identificando como receptores potenciales los organismos 

asociados a la zona arrecifal y los mismos corales. 

 Cuando la radiación solar ultravioleta A (280 - 400 nm) está presente en el hábitat de estos 

organismos puede producirse fototoxicidad. Debido a la foto activación de los HAPs y al 

metabolismo celular se pueden formar radicales libres y especies de oxígeno reactivas (ROS por 

sus siglas en inglés) que dañan las membranas y al ADN, provocando finalmente la muerte de 

aquellos organismos cuyos sistemas de reparación hayan sido rebasados.  
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Figura 32. Modelo conceptual desarrollado para el Complejo Lagunar Bojorquez-Nichupte y 
la laguna arrecifal de Puerto Morelos. 
 

 Caracterización del riesgo.  

 

Los resultados del cálculo de los cocientes de peligro, se presentan en las tablas 26 y 27, en ellos 

se observa que para todas las especies probadas los valores del cociente resultaron menores que 

Fuentes de contaminación

Embarcaciones para transporte

Embarcaciones para uso recreativo

Medios afectados Columna deagua Sedimentos

Crustáceos, peces, medusas
Corales, vegetación (pastos),
estrellas, erizos

Receptores potenciales
en agua y sedimentos

Bioacumulación 
Formación de especies de oxigeno
reactivas , lipoperoxidación, daño
genético y muerte de los organismos

Efectos
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1, lo que significa que el riesgo actual es insignificante para fluoranteno y BaP. Esto era de 

esperarse ya que para que el riesgo ocurra el estresor debe tener la capacidad de causar uno o 

más efectos adversos, además de que debe ocurrir en conjunto con un componente ecológico, con 

una duración y con una magnitud suficiente para provocar el efecto adverso identificado (Chapman 

2006). En los análisis de agua por HPLC no se encontraron HAPs o estaban en concentraciones 

muy bajas (de los 6 hidrocarburos fototóxicos solo se detectó uno en una localidad) (Anexo III).  
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Tabla 26. Cocientes de peligro para diferentes especies expuestas a fluoranteno y RSUV.   

Especie CL50  Cociente de peligro  

Strombus gigas  

Larvas de caracol rosado 

17.75  

(0-79.1) 

0.013 

Cladonema radiatum 

Medusa  

20.6 

(12.8-23.6) 

0.010 

Pachygrapsus gracilis  

Cangrejos  

60 0.0035 

Acartia spinata 

Copépodos 

23.7 

(21.6-25.6) 

0.009 

CAMARONES    

Leander tenuicornis  60 0.0035 

Tozeuma carolinense  

Camarón de pastos 

15.2 

(6.7-30.1) 

0.014 

Hippolyte zostericola 

Thor manningi 

75.6 

(26.98-1453267) 

0.003 

Porites divaricata  31.4 

(22.4 – 44.9) 

0.007 

Artemia franciscana  

Campo 

55.47 

(46.6 – 66.2) 

0.004 

*Límite de detección para fluoranteno: 0.21   
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Tabla 27. Cocientes de peligro para diferentes especies expuestas a benzo[α]pireno y RSUV.   

Especie CL50 Cociente de riesgo 

Strombus gigas  

Larvas de caracol rosado 

 0.0013 

Cladonema radiatum 

Medusa  

0 0 

Pachygrapsus gracilis  

Cangrejos  

0 0 

Acartia spinata 

Copépodos 

1.8 

(1.63 - 2.46) 

0.013 

CAMARONES    

Leander tenuicornis  1.9 

 

0.012 

Tozeuma carolinense  

Camarón de pastos 

3.8 

(2.7 – 595991.9) 

0.006 

Hippolyte zostericola 

Thor manningi 

29.7 

15.36 – 59.4 

0.0008 

Porites divaricata  2.7 

(1.86 – 5.7) 

0.008 

Artemia franciscana  

Campo 

3.75 

(1.56 – 6.07) 

0.006 

*Limite de detección para BaP: 0.023 
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DISCUSIÓN 

 
Se observó un efecto de la fototoxicidad del fluoranteno, benzo[α]pireno (BaP) y antraceno en los 

bioensayos realizados en el laboratorio y en el campo. Este efecto ha sido caracterizado, 

identificado y demostrado en diversos trabajos donde exponen a diferentes organismos como los 

peces (Barrón 2003; Barrón et al., 2000; Choi y Oris 2000a; Choi y Oris 2000b; Oris et al., 1990; 

Oris 1986; Goncalves et al., 2008; Little et al., 2000); crustáceos (Allred y Giesy 1985, Boese 1998; 

Barata et al., 2005; Barata et al., 2002, Bellas y Thor 2008; Bellas 2007; Diamond et al., 2000; 

Gomes et al., 2009; Lampi 2005; Lampi et al., 2005; Oberdortes et al., 2000; Peachey Jempe 2005; 

Ramírez 1997, Wernersson y Dave 1997); corales  (Guzmán-Martínez et al., 2007; Peachey 1995; 

Peachey y Crosby 1996; Peters et al., 1997); bivalvos (Kirby 2007; Lyons et al., 2002; Pelletier 

2000; Pelletier 1997; Weinsten 2001); plantas (Huang et al., 1997, Kummerova 2007; Petersen 

2008, anfibios Ankley 1998; Hatch y Burton 1998; Monson 1999); y otros organismos (Bellas et al., 

2008;  Pelletier 2006; Yu et al., 2006). Estos trabajos demuestran que existen efectos de 

fototoxicidad de los HAPs en presencia de radiación UV, esta toxicidad está en función de su 

concentración y de la radiación solar a la que se exponen los organismos. Este trabajo contribuye a 

ampliar la base de datos de fototoxicidad en organismos marinos, para los que existen pocos 

datos, especialmente para especies del Caribe donde prácticamente no existen reportes.  

 

 Bioensayos en laboratorio con A. franciscana.   

 

Los resultados del presente trabajo demostraron que los metanauplios fueron 1.7 veces más 

resistentes a la exposición de fluoranteno y 1.5 veces al efecto del BaP que los adultos de A. 

franciscana, no así para antraceno, siendo los adultos 1.8 veces más resistentes que los 

metanauplios. En este trabajo se demostró que los metanauplios resultaron más resistentes a la 

presencia de los hidrocarburos fluoranteno y BaP, a pesar de que se esperaba que los 

metanauplios fueran más sensibles por su intensa actividad celular y su desarrollo. Solo en el caso 

del antraceno se demostró que fueron más sensibles a este hidrocarburo.  

 Los adultos presentaron al parecer una condición fisiológica, baja tal vez provocada por la 

manipulación que se realiza para su obtención ya que fueron atrapados en una salina en Mérida 

Yucatán, embolsados, trasladados por avión y mantenidos en las bolsas saturadas de oxígeno 

hasta su venta en la Ciudad de México.    

 La toxicidad de los tres hidrocarburos, fluoranteno, BaP y antraceno así como la intensidad 

de la radiación UVA artificial que se probó en estos experimentos, con una lámpara de 55 µW/cm2 
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y expuestos por 48 horas, demostró que estos hidrocarburos aromáticos policíclicos se 

fotoactivaron.  

 Se realizaron bioensayos en la oscuridad para comprobar que los organismos al ser 

expuestos a los HAPs sin radiación UV no morían después de 48 horas de exposición (datos no 

presentados). Los resultados del presente estudio demostraron que la radiación UV intensifica la 

toxicidad de los HAPs, fluoranteno, benzo[α]pireno y antraceno y que esta toxicidad está en función 

de la exposición a la radiación UV y la concentración del contaminante tal como lo demuestra el 

trabajo de Allred y Giesy (1985). Ellos explicaron que al exponer a Daphnia pulex a antraceno en 

concentraciones por debajo del límite de solubilidad del compuesto, este produce fototoxicidad, y 

que cuando al usar radiación solar el tiempo de inmovilización de D. pulex estuvo en función de la 

concentración del antraceno, lo que ocurre en minutos.  

 En los bioensayos realizados en el laboratorio en este estudio, las concentraciones 

excedieron las solubilidades esperadas en agua en sitios contaminados y además rebasaron los 

límites de solubilidad de estos compuestos en agua marina. Los resultados son considerados 

razonables para cumplir el objetivo del establecimiento de la concentración letal 50 (CL50) en el 

laboratorio, para su posterior comparación con datos de campo.  

 La CL50-48h para metanauplios de A. franciscana fue ligeramente mayor (75.45 µg/L) que el 

límite de solubilidad del fluoranteno (60 µg/L en agua marina a 25 oC) y la CL50 para adultos fue 

menor (43.35 µg/L). Para el antraceno también se rebasó el límite de solubilidad, de 32 a 43 µg/L 

en agua marina a 25 oC, la CL50 fue de 932 µg/L para metanauplios, para adultos la CL50 fue de 

1730 µg/L. En el caso del BaP las concentraciones letales 50 fueron mucho mayores que el límite 

de solubilidad 3.8 µg/L (la CL50= 216.5 µg/L para metanauplios; y 141.56 µg/L para adultos).  

 Los resultados de laboratorio pueden crear incertidumbre ya que en el laboratorio se 

controlan algunas condiciones, mientras que en el ambiente natural existen variaciones que no se 

pueden controlar como la exposición de radiación UV, que en el campo es varios órdenes de 

magnitud mayor, la atenuación de la radiación y otras, tal como lo demuestra el trabajo de 

Diamond et al., (2000) que sugieren que la extrapolación de resultados de laboratorio introduce 

incertidumbres. La exposición en el laboratorio involucra el uso de fuentes artificiales de radiación 

UV, no hay atenuación de la radiación y los compuestos se prueban por separado. En contraste, 

en ambientes naturales la fuente de radiación UV es la solar y por lo tanto la exposición de 

radiación es mayor. Por otra parte, en la columna de agua puede haber factores de atenuación de 

la radiación UV (partículas suspendidas, absorción y reflexión). 

 Con la finalidad de comparar los resultados obtenidos en este trabajo para antraceno, se 

realizó una recopilación de los resultados de diferentes trabajos, demostrando que los valores de la 

CL50, para A. franciscana se reportan en un rango de 37 a 4.8 veces por debajo del valor calculado 

en esta investigación (tabla 28). Debe mencionarse  que las condiciones de exposición son muy 
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variables, así como los tiempos y las condiciones de bioensayo. Con respecto al ostión 

(Crassostrea gigas, Irwin 1997), la CL50 (5000 µg/L) para esta especie es 5.4 veces más alta que la 

que se obtuvó para los metanauplios de A. franciscana y es 2.9 veces más alta que en los adultos, 

(48 horas de exposición, no se detallan las condiciones de exposición para C. gigas. Irwin 1997).  

  

Tabla 28. CL50 de antraceno para diferentes especies obtenidas en el presente trabajo y en 
otras fuentes bibliográficas.  

Especie CL50 (µg/L) Tiempo de exposición 
(horas) 

 A. franciscana 

(metanauplios) para el 

presente estudio  

932  48 (lámpara vitalite) 

A. franciscana (adultos) para 

el presente estudio  

1730 48 (lámpara vitalite)  

Artemia salina (Irwin 1997)  20 1 

Crassostrea gigas (Irwin 1997) 5000 48 

Daphnia magna (Irwin 1997) 20 1 

Lepomis macrochirus (Oris et 

al., 1984) 
11.9 96 

Rana pipiens larvas  110 30 min de radiación solar 

Rana pipiens (kagan  y kagan 

1984) 
65 30 min de radiación solar 

Rana pipiens (kagan  y kagan 

1984)  
25 5 horas de radiación solar 

Hyallela azteca (Hatch y Burton, 

1999)   
5.6  

(4.3-6.7) 

---- 

Chironomus tentans (Hatch y 

Burton, 1999)   
6.0  

(3.9-7.7) 

---- 

Xenopus laevis 193 96 
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 En la tabla 29, se observa que la CL50-48 del fluoranteno para adultos y juveniles (43.35 

µg/L) es 74 veces menor comparada con la CL50 para Daphnia magna (3200 µg/L); también es 

42.4 veces mayor que la obtenida con los metanauplios de A. franciscana.  En algunos otros 

trabajos la CL50 para A. franciscana es menor comparada con los tiempos de exposición que en 

muchos trabajos es mayor como en el caso de Rana pipiens (96 horas de exposición; CL50= 366 

µg/L; Xenopus laevis, Ambistoma maculatum (Hatch y Burton, 1998), Tisbe battagliai (Barata., et 

al., 2002).  

 Con respecto al BaP, existen pocos registros de trabajos con este compuesto en 

condiciones de laboratorio. Irwin (1997) resume algunos trabajos donde exponen a Daphnia pulex 

y un poliqueto a BaP,  ambos con un tiempo de exposición de 96 horas en donde se observa que 

el poliqueto es el más resistente a la presencia de este compuesto, reportando un CL50 mayor a 

1000 µg/L; concentración 4.5 y 7 veces mayor que la obtenida en el presente trabajo para 

metanauplios, adultos y juveniles de A. franciscana, respectivamente.  

 El presente trabajo demuestra las diferentes sensibilidades de los organismos expuestos a 

los hidrocarburos aromáticos policíclicos antraceno, fluoranteno y benzo[α]pireno. Asimismo 

demuestra que la fototoxidad está en función de la concentración del hidrocarburo y de la 

intensidad de la radiación UV que reciben. 
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Tabla 29. CL50 de fluoranteno para diferentes especies obtenidas en el presente trabajo y 
otros trabajos. 

Especie CL50  Tiempo de exposición 
(horas) 

A. franciscana (metanauplios) 75.45 µg/L 48 (lámpara vitalite) 

A. franciscana (adultos) 43.35 µg/L 48 (lámpara vitalite) 

Artemia salina  

U.S.EPA, 1997. 

40 µg/L 1 

Ceriodaphnia dubia  

U.S.EPA, 1997.  

45 µg/L 24 

Daphnia magna 

U.S. EPA, 1997.  

4 µg/L 

1300 mg/L 

3200 mg/L 

1 

24 

48 

Rana pipiens larvas (Monson et 

al., 1999) 
6.99 µg/L 36 sin UV  

Rana pipiens  90 µg/L 24 

Hyalella azteca (Hatch y Burton, 

1999) 
7.3 (5.5-8.7) µg/L ----- 

Chironomus tentans (Hatch and 

Burton, 1999)   
7.3 µg/L 

(5.5-8.7) 

---- 

Rana pipiens (Hatch y Burton)  366 µg/L  (297-449) 96 

Ambistoma maculatum (Hatch 

y Burton) 
247 µg/L 

(CL no confiable)  

288 

Xenopus laevis (Hatch y Burton)  193 (153-243) 96 
Tisbe battagliai (Barata., et al., 

2002) 
Nauplios 68.3 µg/L 

Adultos 101.1 µg/L 

96 

144 
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En la tabla 30 se observan diferentes CL50 para BaP en A. franciscana y otros trabajos encontrados 

en la literatura con tiempos mayores de exposición. Se observa que A. franciscana es un 

organismo sensible a la presencia de este hidrocarburo, ya que la mortalidad ocurre 48 horas más 

rápido que en las otras dos especies citados en los estudios, aunque la concentración de 

exposición es 43 y 28.3 veces mayor para los metanauplios y adultos de A. franciscana que la 

concentración para Daphnia pulex.  

Tabla 30. CL50 para benzo[α]pireno para diferentes especies obtenidas en el presente trabajo 
y otros trabajos. 

Especie CL50 (µg/L) Tiempo de exposición 
(horas) 

A. franciscana (metanauplios) 216.5 

(194.5- 238.3)  

48 (lámpara  vitalite) 

A. franciscana (adultos) 141.56 

(105.3-178.3)  

48 (lámpara vitalite)  

Daphnia pulex (Irwin et al., 

1997) 

5 96 

Neanthes arenaceodentata 

(poliqueto) (Irwin et al., 1997) 

<1000 96 

 
 Los resultados de laboratorio demostraron que A. franciscana es una especie resistente al 

antraceno, al fluoranteno y al BaP, por lo que no es recomendable utilizarla en pruebas de 

toxicidad de hidrocarburos cuyo objetivo sea proteger a las especies presentes en los ecosistemas 

acuáticos, particularmente del la zona del Caribe Mexicano.  

 

Ensayo cometa Artemia franciscana. 
 

 Porcentaje de daño. 

 

Todas las células de todos los lotes experimentales mostraron daño. El control de manipulación 

(solo agua marina) tuvo el mayor porcentaje de daño más bajo (0-20 µm). Este daño posiblemente 

se deba al estrés de la manipulación para la obtención de los nauplios y a la eclosión de los 

quistes, la cual requiere cloro. Esto pudo afectar, a pesar de que se uso  en mínima concentración 

y pudo provocar alteraciones en el ADN. Lee y Steinert, (2003) proponen algunos factores que 

pueden influir en el daño basal ADN, depende del tejido y el animal, se incluyen la heterogeneidad 

del tipo celular, el ciclo celular, la frecuencia de cambio celular y las condiciones de cultivo y 
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crecimiento. Los diferentes tipos celulares pueden tener diferentes niveles de daño en el ADN 

debido a la variación en la actividad de ruptura y reparación, la actividad metabólica, las 

concentraciones antioxidantes u otros factores. Cuando se realiza el ensayo cometa se deben 

tomar en cuenta los diferentes tejidos, las diferencias morfológicas, las características de tinción. 

En la mayoría de los casos, el uso de poblaciones celulares homogéneas reduce la variabilidad 

entre las células. Por lo tanto, es importante obtener células por procedimientos que minimicen la 

disrupción. Otros estudios han demostrado un aumento en los niveles de sitios álcali-lábiles en 

ciertos tipos celulares que tienen alto contenido de cromatina condensada (Sigh et al., 1989), 

sugiriendo que este porcentaje de daño es una característica del empaquetamiento del ADN 

produciendo hebras endógenas, es decir, no es resultado del protocolo del ensayo cometa per se 

(Mitchelmore et al., 1998).  

 Se encontraron diferencias significativas (p<0.05) entre el control de manipulación y los 

diferentes tratamientos experimentales, incluyendo el control con solvente (acetona); sin embargo, 

este tuvo el 50 % de las células con daño bajo (0-20 µm), mientras que los organismos expuestos 

a fluoranteno (24 y 48 µg/L) presentaron un daño medio con un porcentaje de 62 y 50 %, 

respectivamente (21 a 60 µm). 

 Wilson et al, 1997 reportaron un daño basal en el daño al ADN en el mejillón Mytilus edulis 

explicando que los organismos aeróbicos, están constantemente expuestos a radicales de oxígeno 

(endógenos, exógenos y oxidantes relacionados que pueden inducir stress oxidativo) en todos los 

componentes celulares, incluyendo en el ADN (Pacifici y Davies 1991), esto puede explicar porque 

se encontraron altos niveles de daño basal en las células de la branquia del mejillón. Con el trabajo 

de Wilson se puede explicar porque los organismos control de manipulación  presentaron células 

con daño, aunque bajo, pueden producirse radicales oxígeno provocando estrés oxidativo y por lo 

tanto daño en la cadena de ADN. Otro factor de estrés para los organismos control es la radiación 

UV artificial a la que estuvieron expuestos, la cual provocó daño. Las células de todos los lotes 

mostraron algún tipo de daño fenómeno que ha sido observado en otros organismos marinos 

(Wilson et al., 1998). 

 El ensayo cometa resultó ser un método conveniente para evaluar el daño en el ADN en 

ejemplares de A. franciscana expuestos a benzo[α]pireno, fluoranteno y antraceno. Los resultados 

obtenidos en los experimentos descritos en esta tesis coinciden en la capacidad para detectar 

daño en el ADN en experimentos realizados con moluscos y crustáceos reportados por otros 

autores. (Mitchelmore, et al., 1998, Lee, et. al., 2000, Lee y  Kim, 2002, Lee y Steinert 2003), 

demostrando que esta técnica es un buen indicador de daño del ADN en organismos acuáticos. 

 Se demostró que el BaP más genotóxico que el fluoranteno y el antraceno; aún en las 

concentraciones bajas resultaron genotóxicas. En el caso del control de manipulación de A. 

franciscana, los organismos presentaron daño porque estuvieron expuestos a radiación UV artificial 
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la que provoca daño a los organismos. Además de la manipulación que sufrieron los organismos 

en el proceso de la extracción de las células (Aguilar-Santamaría, comunicación personal). 

 Hook y Lee (2004) observaron los efectos de la acción conjunta de la radiación UV, el BaP 

(0.2 µM) y Cd (5 µM) en embriones de Paleomonetes pugio  los resultados que obtuvieron 

incluyeron las lesiones del ADN por exposición a BaP y radiación UV, que provocaron un nivel alto 

de daño para las células de los embriones de estos organismos. Hook y Lee (2004) demostraron 

efectos de daño y reparación en el ADN  empleando el ensayo cometa, en embriones de estadio 4 

y 7 días de Paleomonetes pugio, expuestos a peróxido de hidrogeno, cromo hexavalente (26, 52, 

104, 260 y 520 ppb) y BaP (1, 3 10 ppb). Los embriones en el estadio 4 fueron más sensibles que 

los del estadio 7, los autores concluyeron que las hebras del ADN medidas empleando la técnica 

del ensayo cometa, representan tanto daño, como reparación. Al parecer los primeros estadios 

disminuyen la capacidad para reparar el ADN comparado con el estadio posterior.  Por otro lado 

Lee y Kim (2002) emplearon el ensayo cometa para evaluar el daño y reparación en embriones 

expuestos a compuestos fototóxicos (antraceno, azul de metileno y α-tiertenil) demostrando que el 

antraceno (3 µg/L) al ser expuesto a la radiación solar, tiene un momento de cola mayor  (14.7 ± 

3.6) que los que no están expuestos a la radiación solar (1.7 ± 0.9) y que disminuye cuando los 

organismos son transferidos a la oscuridad para permitir la reparación del ADN (6.7 ± 1.9). 

Concluyeron que los embriones expuestos a diferentes compuestos fototóxicos provocan daño en 

el ADN, dan la evidencia de que existe un proceso de reparación cuando son transferidos a la 

oscuridad, además que el ensayo cometa puede usarse para estudiar el daño y la reparación en 

animales estuarinos después de la exposición a químicos fototóxicos en el laboratorio y en el 

campo. Comparando los resultados de estos trabajos con los obtenidos en este estudio, se probó  

demuestran que, por un lado, la acción conjunta de la radiación UV y el hidrocarburo producen 

daño en la cadena de ADN, demostrando que los HAPs son genotóxicos para los organismos 

expuestos como A. franciscana.  

 Las concentraciones probadas son ligeramente mayores que las concentraciones que se 

pueden encontrar en sitios contaminados, donde se estima que A. franciscana es un organismo 

resistente. Sin embargo, los resultados hacen pensar acerca del impacto que estos compuestos, y 

otros contaminantes más, están ejerciendo sobre los organismos marinos que pueden ser más 

sensibles a concentraciones bajas que tal vez no los maten pero que disminuyan su condición 

fisiológica  y reproductiva, pudiendo afectar el ecosistema en su conjunto.  

 Sería recomendable la aplicación de esta experiencia para realizar un experimento de 

mesocosmos y ensayos in situ en áreas contaminadas con HAPs para así esclarecer la unión entre 

los biomarcadores y sus posibles implicaciones ecológicas. 

 Con las pruebas subletales fue posible medir daño en el ADN de esta especie, lo cual es 

novedoso, ya que existen reportes para otras especies de crustáceos y otros tóxicos; por lo que se 
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recomienda el ensayo cometa como un buen biomarcador de efecto para evaluar fototoxicidad por 

HAPs. (Hook y Lee 2004; Steinert 2003; Lee, et. al., 2000, Lee y Kim, 2002; Mitchelmore, et al., 

1998). 

 
Bioensayos realizados con radiación solar.  
 
Los resultados del presente estudio demuestran que los organismos expuestos a fluoranteno, 

benzo[α]pireno y antraceno presentaron efectos de fototoxicidad (Tabla 31). Las diferentes 

concentraciones nominales probadas en cada bioensayo están por debajo del límite de solubilidad 

de cada uno de estos hidrocarburos y estas concentraciones disminuyeron la sobrevivencia de los 

organismos en presencia de niveles ecológicamente relevantes de radiación UV (UVA y UVB). La 

cantidad de fotones recibida para cada experimento (exposición) fue suficiente para poder provocar 

fototoxicidad en los organismos expuestos a estos contaminantes. 

 En el presente trabajo se demostró que la exposición de radiación UV es muy importante 

para producir fototoxicidad. Al comparar los resultados de laboratorio con los resultados de campo 

se demostró que la fototoxicidad ocurre 96 veces más rápido en campo que en el laboratorio, ya 

que la exposición de UVA, UVB y PAR en campo es tres órdenes de magnitud mayor que en el 

laboratorio. Así, los experimentos realizados con S. gigas, donde se empleó la lámina de plexiglás 

G UF-3 de 4 mm de espesor, que corta una fracción de la radiación UV, la CL50-96h, fue menor que 

al ser expuestos a toda la radiación UV demostrando que estas láminas protegen a los 

organismos. Además  esto indica que la radiación solar UV aumenta los efectos fototóxicos, ya que 

reciben mayor exposición en el campo. 

 La atenuación de la radiación también es importante porque en el ambiente la materia 

orgánica disuelta, así como las nubes o los días de lluvia, disminuyen la penetración de la 

radiación UV.  

 Las CL50-96h obtenida para los organismos probados en el presente trabajo y el tiempo de 

bioacumulación no permite la comparación de las concentraciones letales para los organismos 

experimentados como lo sugiere Oris (comunicación personal), porque es necesario calcular el 

tiempo letal medio. Esto no fue posible de obtener, ya que la mortalidad en algunas especies fue 

muy rápida (A. franciscana, S. gigas, T. carolinense, A, spinata), pues comenzaban a morir al cabo 

de algunos minutos. Se observó que existen diferentes sensibilidades debido a que se emplearon 

organismos de diferentes etapas de desarrollo, con diferentes hábitos y hábitats que les permiten 

protegerse de los efectos de la radiación solar. Sin embargo, algunas especies fueron más 

resistentes se observó que las larvas de S. gigas con un tiempo de exposición de treinta minutos 

tuvieron una CL50-0.5h de 17.75 µg/L, los metanauplios de A. franciscana fueron los más resistentes 

a la exposición de fluoranteno. En contraste, para BaP las larvas de S. gigas fueron más sensibles 
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(CL50-0.5h de 17.05 ng/L) y la más resistente fue T. carolinense. Esto indica que, en el caso de las 

larvas S. gigas, por encontrarse en un estadio inicial de desarrollo son más sensibles a cualquier 

cambio que les pueda provocar daño; en el caso de A. spinata, copépodos que tienen hábitos 

nocturnos, el riesgo de que sufran fototoxicidad es nula porque no están expuestos a   radiación 

solar. 

 Diversos trabajos han probado que algunos HAPs absorben la energía solar UV (280 a 400 

nm) formando moléculas de estado excitado que a través de la perdida subsecuente de energía 

forman compuestos que pueden ser más tóxicos que las moléculas parentales. Barrón et al., 

(2002), demostraron que la toxicidad fotointensificada (aumento de la toxicidad con la exposición a 

la radiación UV) ocurre cuando el hidrocarburo ya está presente en el organismo 

(fotosensibilización); el grado de toxicidad se incrementa con la exposición a la radiación UV y con 

el aumento en la concentración del HAP (Ankley et al., 1994 y 1995). Gomes et al., (2009), 

realizaron bioensayos de fototoxicidad con antraceno exponiendo al anfípodo de aguas 

superficiales Gondogeneia antárctica, concluyendo que es importante diseñar experimentos para 

establecer protocolos y así realizar estudios de riesgo ecológico en áreas con gran tráfico de 

embarcaciones, ya que estas son fuente potencial de HAPs y de contaminación por derrames 

accidentales de petróleo. Con el adelgazamiento de la capa de ozono sobre la Antártida las aguas 

costeras del continente reciben altos niveles de RSUV, las pruebas de contaminantes fototóxicos 

deben ser considerados en los programas de monitoreo en donde se concentren actividades 

antropogénicas que puedan ser fuente de estos compuestos. También en las zonas tropicales o en 

zonas donde la penetración de la radiación UV es muy alta, como en el caso del área de estudio, 

los organismos están en riesgo no solo por la RSUV sino además por la presencia de muchas 

sustancias tóxicas que son arrojadas en estos ambientes por el hombre y que además son 

fototóxicas. 

 Otros trabajos han probado diferentes HAPs fototóxicos y expuesto a diferentes 

organismos acuáticos como el oligoqueto Lumbriculus variegatus, el crustáceo Hyalella azteca y 

Daphnia magna (Hatch, Burton, 1999), larvas de cangrejo (Peachey, 2005), larvas y juveniles del 

bivalvo Mulinia lateralis (Pelletier, et al., 1997) y del camarón Mysidopsis bahía y larvas de rana 

Rana pipiens (Bowling et al., 1983; Frank et al., 1986; Newsted y Giesy 1987), los cuales han 

demostrado que el aumento de la concentración y la radiación UV producen fototoxicidad. Diamond 

et al., (2000) demostraron también que solo aquellas longitudes de onda absorbidas por el 

compuesto tienen el potencial de iniciar los eventos fotoquímicos que provocan la fototoxicidad, y 

concluyen que la cuantificación de las características espectrales de los ambientes acuáticos 

contaminados por HAPs es importante en la evaluación del riesgo en estos sitios.   

 Para organismos marinos en la columna de agua existe poca información acerca de la 

fototoxicidad, generalmente todos los trabajos se enfocan a organismos asociados al sedimento 
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porque por lo general los HAPs se sedimentan y se asocian a la materia orgánica disuelta. Esto 

implica que los organismos asociados a estos ambientes están en mayor riesgo de sufrir 

fototoxicidad (Oris et al., 1990; Lyons et al., 2002). Existe solo un trabajo con organismos 

asociados a arrecifes (Peachey y Crosby, 1996), el cual se llevó a cabo en Hawaií con nauplios de 

Artemia salina, la esponja Callispongia diffusa, plánulas de coral Fungia scutatia, Montipora 

verrucosa, Pocillopora damicornis y Porites compresses, un zooantido Zoanthus pacificus, el 

poliqueto Platynereis dumeralii, el camarón Alpheopsis spp., el anfípodo Amphilocus likelike, el 

braquiópodo Artemia salina (nauplios), el molusco gasterópodo Bittum parum y peces juveniles 

milkfish Chanos chanos. Después de dos horas de incubación en la obscuridad con el 

hidrocarburo, los organismos se irradiaron con lámparas fluorescentes con una exposición de 

radiación UV en un rango de 975 a 1000 µW/cm2. Además, se realizaron bioensayos con radiación 

UV solar con una exposición de intensidad de radiación en un rango de 407 µW/cm2 a 1428 

µW/cm2. Los resultados de este trabajo demostraron que la fototoxicidad ocurre en F. scutaria, P. 

dumeralii y Alpheopsis y los autores concluyeron que la toxicidad está en función de la intensidad 

de la radiación UV y de la longitud de onda. Así, con los experimentos con A. salina no hay efectos 

a 375 nm pero si ocurre toxicidad en los 312 nm. La exposición al antraceno resultó al revés, es 

decir, fue fototóxico en la longitud de onda mayor a 375 nm. Los autores concluyeron también que 

la absorción de la radiación UV es necesaria para producir toxicidad. Los autores además 

observaron que algunas especies de coloración oscura son más resistentes que las especies con 

coloración clara a la fototoxicidad, sugiriendo que la absorción de la radiación UV y la fototoxicidad 

ocurre solo después de la entrada del HAP. 

 Para Porites divaricata, a pesar del corto periodo de acumulación para fluoranteno (4.5 

horas) y para benzo[α]pireno (9 horas) la eficiencia fotoquímica disminuyó provocando 

blanqueamiento y mortalidad en presencia de radiación solar UV. Para los diferentes tratamientos 

(sin radiación UV y con radiación UV), la fototoxicidad ocurre 14 y 21.6 veces más rápido 

respectivamente. Esto nos indica que la radiación solar UV acelera el proceso. 

 La toma de fotografías también fue una herramienta que permitió identificar la condición 

fisiológica por la exposición del coral al hidrocarburo y la radiación UV, D´Angelo et al., (2008) 

proponen que la regulación del pigmento del huésped es importante para la coloración del coral, ya 

que puede servir como un marcador óptico intrínseco de la condición fisiológica del coral.  

 Las diferencias en las sensibilidades pueden atribuirse también a que cada organismo 

tiene procesos metabólicos que les permiten degradar los HAPs como el sistema P450 o MFO 

(oxigenasas de función mixta) o pueden ser degradados por un sistema de reacciones enzimáticas 

de dos fases: principalmente las reacciones de la fase 1 que involucran la oxidación del compuesto 

orgánico en presencia de oxígeno molecular catalizado por monooxigensas. Los mecanismos de 

degradación en algunos casos no pueden actuar debido a que la fototoxicidad ocurre muy rápido 
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(30 minutos), entonces los mecanismos para degradar a los HAPs quedan rebasados por la 

rapidez con la que ocurre la toxicidad foto intensificada, ya que la exposición de RSUV es muy alta 

y ya nos es posible depurar el compuesto. En el caso de las especies probadas en el presente 

trabajo (A. franciscana, S. gigas, T. carolinense, A, spinata. Para P. gracilis y L. tenuicornis), se 

observó que los organismos tienen pigmentos obscuros que les protegen de la radiación UV, y que 

buscaban lugares sombreados para evitar la exposición a la radiación UV, escondiéndose en los 

corales, rocas y arena que les sirven de pantalla contra los efectos de la radiación; así, aunque 

bioacumulen los HAPs, el mecanismo de protección contra los rayos UV hace que disminuya la 

fototoxicidad. Asimismo, Peachey y Crosby (1996), observaron que algunas especies de 

pigmentación obscura son más resistentes que las especies con pigmentación clara, sugiriendo 

que la coloración oscura les sirve de protección contra la absorción de la radiación UV y la 

fototoxicidad ocurre sólo después de la entrada del HAP. 

 Existen otros mecanismos foto protectores. Wernersson (1998) demostró que los insectos 

pueden evitar los efectos de la fototoxicidad evitando la radiación y además presentan defensas 

bioquímicas representadas por enzimas antioxidantes como la superóxido dismutasa, la catalasa y 

el glutatión reductasa; o  bien, aumentan los niveles de antioxidantes (α-tocoferol, ácido ascórbico) 

y limpiadores de radicales libres (β-caroteno) en la dieta, o aumentan el metabolismo con la ayuda 

de enzimas de detoxificación. 

 Los hábitos nocturnos también protegen a los organismos del efecto de la radiación UV. 

Por ejemplo el copépodo A. spinata sale al atardecer (Almaral, comunicación personal) por lo tanto 

no está expuesto a la radiación UV. Debido a esto, fueron sensibles a la acción conjunta del 

hidrocarburo y la radiación UV, ya que los experimentos que se hicieron se realizaron con la 

radiación solar, aunque los organismos fueron capturados al atardecer.   

 Por otra parte Zagarese et al., (1998) demostraron que muchos organismos acuáticos son 

capaces de producir compuestos que tienen una función fotoprotectora como la Daphnia spp., que 

produce melanina. Otros ejemplos de moléculas protectoras son los carotenos, presentes en los  

copépodos, que actúan como antioxidantes, y un grupo de sustancias conocido como MAAs 

(aminoácidos tipo micosporina). Los carotenos y los MAAs son producidos exclusivamente por 

algas y cianobacterias. Los MAAs pueden ser sintetizados a gran velocidad por ciertas especies, 

dependiendo, en la mayoría de los casos, de la cantidad y calidad de radiación recibida. Algunos 

organismos que no son capaces de sintetizar sus propios compuestos protectores pueden 

incorporarlos a través de la dieta. Por ejemplo, los erizos de mar acumulan MAAs en sus gónadas 

y posteriormente los transfieren a sus larvas. Se ha observado que las larvas de erizos de mar, 

cuya dieta es pobre en MAAs, son más sensibles a la radiación ultravioleta. Además, algunos 

organismos desarrollan una "protección externa" -una cubierta calcárea o de celulosa, que en 

ciertos casos, ayuda a dispersar la radiación (Zagarese et al., 1998). 
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Tabla 31.  CL50 de organismos expuestos a fluoranteno y benzo[α]pireno. 

Especie Fluoranteno CL50 (µg/L) Benzo[α]pireno CL50 

Strombus gigas  

Larvas de caracol rosado 

17.75  

(0-79.1) 

17.05 ng/L 

(10.91-26.25) 

Cladonema radiatum 

Medusa  

20.6 

(12.8-23.6) 

No mostro señales de 
mortalidad  

Pachygrapsus gracilis  

Cangrejos  

60 ----- 

Acartia spinata 

Copépodos 

23.7 

(21.6-25.6) 

1.8 

(1.63 - 2.46) 

CAMARONES    

Leander tenuicornis  60 1.9 

 

Tozeuma carolinense  

Camarón de pastos 

15.2 

(6.7-30.1) 

3.8 

(2.7 – 595991.9) 

Hippolyte zoostericola 

Thor manningi 

75.6 

(26.98-1453267) 

29.7 

15.36 – 59.4 

Porites divaricata  31.4 

(22.4 – 44.9) 

2.7 

(1.86 – 5.7) 

Artemia franciscana  

Campo 

55.47 

(46.6 – 66.2) 

3.75 

(1.56 – 6.07) 

Artemia franciscana LAB. 

Metanauplios  

Adultos 

 

75.45 

 

 

43.35 

(20.13-65.13) 

 

216.5 

(194.5- 238.3) 

141.56 

(105.3-178.3) 
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Evaluación de riesgo ecológico  
 

Con los resultados de evaluación de efectos  (CL50) y  las concentraciones de HAPs (Anexo III y IV) 

en la columna de agua se realizó una caracterización de riesgo, empleando el método del cociente 

de peligro que permite observar si existe riesgo. Así se observó que los valores calculados fueron 

menores que 1 por lo tanto en este momento no existe riesgo por fototoxicidad en el complejo 

lagunar Bojorquez-Nichupte y la laguna arrecifal de Puerto Morelos. 
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CONCLUSIONES  
 

 La sensibilidad de adultos y metanauplios de A. franciscana no fue significativamente 

diferente, a fluoranteno y a antraceno sin embargo, los adultos fueron más sensibles al 

benzo[α]pireno (BaP).  

 Los resultados de la exposición con A. franciscana al antraceno, fluoranteno y 

benzo[α]pireno simultánea a la presencia de radiación ultravioleta artificial (RUVA) en el 

laboratorio puede resultar dañina y provocar su muerte. 

 Los resultados de laboratorio demuestran que A. franciscana es una especie resistente a 

antraceno, fluoranteno y BaP, por lo que no es recomendable utilizarla en pruebas de 

toxicidad de hidrocarburos, cuyo objetivo sea proteger a las especies presentes en los 

ecosistemas acuáticos como los del Caribe Mexicano.    

 El ensayo cometa es un método sensible para evaluar el daño en el ADN de A. franciscana 

expuesta HAPs y RUVA.  

 El fluoranteno, el benzo[α]pireno y el antraceno son genotóxicos para A. franciscana en las 

concentraciones empleadas en este trabajo. 

 La concentración letal 50 (CL50-24hrs) y los resultados del ensayo cometa confirman que la 

exposición a HAPs y RUVA dañan la cadena de ADN y puede ser letal para los 

metanauplios de A franciscana.  

 Las concentraciones de fluoranteno y benzo[α]pireno necesarias para producir 

fototoxicidad en el campo están en el orden de ng/L y mg/L, demostrando que la 

fototoxicidad puede ocurrir si el hidrocarburo está presente.    

 Los resultados de campo versus laboratorio para Artemia franciscana son similares, sin 

embargo la toxicidad ocurre 96 veces más rápido en campo, lo que demuestra la 

importancia de la radiación solar.  

 Existen diferencias en las sensibilidades de las especies expuestas a fluoranteno y 

benzo[α]pireno, así las larvas de Strombus gigas fueron las más sensibles a 

benzo[α]pireno con una CL50 de 17.05 ng/L.  

 Los resultados de este estudio mostraron que el coral Porites divaricata presentó una 

disminución en la eficiencia fotoquímica cuando se exponen a los HAPs en niveles 

ecológicamente relevantes de radiación UV, manifestada por el blanqueamiento y la 

mortalidad. 

 Aquellos corales que no se blanquearon o que murieron, presentaron una estrategia de 

aclimatación en la que las algas migran a las zonas sombreadas del coral.  
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 En este trabajo se demuestra que la fototoxicidad de los HAPs puede representar un factor 

de riesgo para el coral, debido al acelerado desarrollo económico, en la zona de estudio, la 

concentración de estos compuestos puede aumentar y su presencia puede deteriorar este 

ambiente y tener una acción conjunta con la RSUV. 

 La contaminación por HAPs puede ser considerada como un factor de riesgo en la 

susceptibilidad de los corales al blanqueamiento. 

 Las diferencias en la sensibilidad de los organismos dependieron de los patrones de 

conducta, de los mecanismos fotoprotectores la intensidad de la radiación UV y las 

concentraciones de HAPs. 

 Los bioensayos realizados con muestras de agua colectadas en zonas donde existe gran 

actividad de embarcaciones no demostró toxicidad en A. franciscana y larvas de S. gigas. 

 El análisis de las muestras de agua por HPLC demostró que existen concentraciones muy 

bajas o no se encontraron  HAPs.  

 En este momento no existe riesgo por fototoxicidad en el complejo lagunar Bojorquez-

Nichupte y la zona arrecifal de Puerto Morelos por la ausencia de HAPs fototóxicos en la 

columna de agua.  

 

  



97 

 

RECOMENDACIONES  
 

 La Artemia A. franciscana resultó ser un organismo resistente a la presencia de HAPs por 

lo que se recomienda el uso de especies más sensibles para la protección de la vida 

acuática. Se propone emplear larvas del caracol rosado S. gigas ya que fue la especie más 

sensible a la presencia de los HAPs.  

 

 Debido al aumento de sustancias de origen antropogénico que son liberadas al ambiente 

es necesario continuar con este tipo de investigaciones, para construir una base de datos 

para los corales y organismos asociados a este tipo de ambientes y así poder establecer 

normas y regulaciones que protejan estos ecosistemas. 

 
 Si bien en el presente estudio se determinó que no existe riesgo por fototoxicidad por la 

presencia de hidrocarburos aromáticos policíclicos en la columna de agua, es necesario 

evaluar la exposición que pudiera ocurrir vía los sedimentos, por lo que se recomienda 

realizar este tipo de estudios en este medio. 
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ANEXO I 
(Estadística cometa)    



ESTADÍSTICA COMETA  

 

1: Control de manipulación ( C ) 

2: Control con acetona (Ca) 

3: Antraceno 82 µg/L (A) 

4: Antraceno 820 µg/L (A) 

5: Benzo[α]pireno 4.8 µg/L (B) 

6. Benzo[α]pireno 9.6 µg/L (B) 

7: Fluoranteno 24 µg/L (F) 

8: Fluoranteno 48 µg/L (F) 



































 

 

 

 

 

ANEXO II 
(Parámetros fisicoquímicos) 



Parametros físico químicos muestras de agua
Estación Fecha Hora CoordenadasTemperatura 1Temperatura 2Salinidad 1 Salinidad 2 Oxi. Dis. 1 Oxi. Dis. 2 Oxi. Sat. 1 Oxi. Sat. 2 Cond. 1 Cond. 1 r Cond. 2 Cond. 2 r Nombre de Localidad

2 14-Feb-08 11:22 25.9 26 36.5 36.5 5.46 5.4 81.2 81.6 56.1 56.1 55.1 55.1 Boca norte nubosidad NE

3 14-Feb-08 11:54 05 24 80 26.5 26.5 32.4 32.4 4.54 4.54 68.2 66.9 51 51 49.6 49.6 Bojorquez nubosidad NE
23 36 512

4 14-Feb-08 12:06 05 24 08 26.5 26.5 32.4 32.4 5.11 5.15 75.4 76.6 51 51 49.6 49.6 Extremo sur de bojorquez
23 35 563

5 14-Feb-08 12:16 05 23 317 26.4 26.4 32.8 32.8 4.83 4.69 70.1 68.9 51.6 51.6 50.2 50.2 Nichupte frente a Bojorquez
23 35 551

6 14-Feb-08 12:34 05 21 682 26.9 26.8 33.1 33.1 4.95 4.78 72.7 71.1 52.3 52.3 50.6 50.6 Nichupte canal
23 30 891

7 14-Feb-08 12:48 05 22 115 26.9 26.9 33.6 33.6 4.1 4.85 67.5 75.7 52.8 53 51 51.2 Ensenada sur
23 26 862

8 14-Feb-08 13:09 05 21 486 26.8 26.8 36.9 36.9 5.8 5.68 89 87.7 57.6 57.6 55.7 55.7 Boca sur Punta Nizuc
23 25 214

9 14-Feb-08 13:30 05 18  090 26.5 26.4 36.8 36.8 5.62 5.75 85.7 87.8 57.1 57 55.6 55.6 Moon Palace
23 19 423

10 14-Feb-08 13:55 05 17 171 27.0 27.1 37 37 6.65 6.76 102.9 105 57.9 58.1 55.8 55.8 Punta Tanchacte Islote
23 13 966

11 14-Feb-08 14:28 05 15 046 26.7 26.7 36.8 36.8 5.73 5.66 87.6 86.8 57.4 57.4 55.5 55.5 Petempich bocana
23 10 020

12 14-Feb-08 14:47 05 13 003 27.0 27 36.8 36.8 5.13 5.03 78.8 76.8 57.7 57.7 55.5 55.5 Muelle de Pescadores 
23 05 183 Puerto Morelos

13 14-Feb-08 15:04 05 11 484 26.8 26.8 36.4 36.4 4.73 4.74 73.1 73.9 56.9 56.9 55 55 Marina el Cid
23 03 425



 
 
 
 
 

ANEXO III 
(Análisis de hidrocarburos aromáticos 

policíclicos,  HAPs). 

 
  



Análisis de hidrocarburos aromáticos policíclicos  (HAPs).  
  

Introducción. 

 

La cromatografía líquida de alta resolución (High performance liquid chromatography, HPLC por 

sus siglas en inglés) es una técnica para separar los componentes de una mezcla de sustancias 

cuyas ventajas son la rapidez y la alta resolución (Prado y Covarrubias, 1996) en la cromatografía 

de líquidos se pueden separar compuestos orgánicos, especies iónicas, macromoléculas, 

polímeros, productos lábiles naturales y polifuncionales de pesos moleculares entre los 102 y 104 

daltones.  

 Los métodos desarrollados para la purificación de compuestos pueden ser concebidos 

como operaciones en cascada. La base fundamental de una operación en cascada es el paso de 

una mezcla de sustancias a través de una ordenación secuencial de etapas de purificación. 

Cuando una mezcla se somete a una primera etapa, solamente se obtiene una pequeña 

separación cuantitativa de los componentes de la misma, pero cuando continua pasando a través 

de cientos o miles de etapas, la mezcla es separada en sus componentes y se consigue un alto 

grado de purificación. Puede considerarse a las moléculas contenidas en la mezcla como 

moviéndose a lo largo de un canal cuyo diámetro es pequeño comparado con su longitud. El 

solvente ocupa el espacio del canal que no es ocupado por las moléculas. Estos son sometidos a 

una fuerza F1, que las impulsa a lo largo del canal y actúa de la misma forma sobre cada molécula. 

Sin embargo, otras fuerzas F2 retardan las moléculas y actúan en dirección opuesta a la fuerza 

impulsora. Si las fuerzas de retardo son diferentes para las distintas moléculas contenidas en la 

mezcla, entonces cuando ésta pasa a lo largo de una distancia significativa del canal, comienza la 

separación y puede llegar a completarse si el proceso continúa (White et al., 1983). 

 Un sistema cromatográfico está formado por dos fases no miscibles una estacionaria 

(sólido o líquido impregnado en un soporte) y una móvil (disolvente o mezcla de disolventes). La 

fase estacionaria se encuentra empacada en una columna a través de la cual se hace fluir, en 

forma continua. En la fase móvil, los componentes de la muestra presentan un equilibrio así se 

determina la velocidad con la cual cada componente migra a través del  sistema.  

 Existen diferentes tipos de HPLC uno de ellos es la cromatografía de fase normal que fue 

el primer tipo de HPLC empleado, principalmente se caracteriza por separar compuestos con base 

en su polaridad, se emplea una fase estacionaria polar y una fase móvil no polar y se utiliza 

cuando el compuesto de interés es polar. El compuesto polar se asocia y es retenido con la fase 

estacionaria. 

 Otro tipo de HPLC es la llamada de fase reversa que consiste en una fase móvil no polar y 

una fase móvil de polaridad moderada. El tiempo de retención es mayor para las moléculas de 

naturaleza no polar, mientras que las moléculas de carácter polar eluyen más rápidamente. 



La cromatografía de exclusión molecular también conocida como cromatografía por filtración en gel 

separa las partículas de la muestra en función de su tamaño. Generalmente se trata de una 

cromatografía de baja resolución de forma que se suele utilizar en los pasos finales del proceso de 

purificación. También es muy útil para la determinación de la estructura terciaria y la estructura 

cuaternaria de las proteínas purificadas. 
 En la cromatografía de intercambio iónico (IEC): se utilizan columnas rellenas con resinas 

de intercambio iónico para separar y determinar iones. La retención se basa en la atracción 

electrostática entre los iones en solución y las cargas inmovilizadas en la fase estacionaria. Los 

iones de la misma carga son excluidos mientras que los de carga opuesta son retenidos por la 

columna. Algunos tipos de intercambiadores iónicos son: a) Resinas de poliestireno, b) 

intercambiadores iónicos de celulosa y dextranos (geles), c) Silica porosa o vidrio de tamaño de 

poro controlado. En general los intercambiadores iónicos favorecen la unión de iones de elevada 

carga y radio pequeño.  

 En la cromatografía de exclusión por tamaño (EC): la fase fija principalmente está formada 

por partículas de polímeros o de sílice que contiene una red uniforme de poros y llevan a cabo un 

fraccionamiento relacionado con el tamaño molecular, las moléculas de tamaño mayor son 

excluidas y eluyen primero, mientras que las más pequeñas penetran en los poros y son retenidas 

por más tiempo.  

 Para realizar una separación analítica se deben considerar los siguientes parámetros: el 

diámetro interno de una columna de HPLC determina la cantidad de muestra que se puede cargar 

en la columna y también influye en su sensibilidad. Las columnas de diámetro interno más grande 

(>10 mm) se utilizan normalmente en la purificación de compuestos para su posterior utilización. 

Para un análisis más sensible se emplean columnas de diámetro interno menor (4-5 mm). Estas 

columnas se llaman de rango analítico y normalmente están asociadas a un detector UV-VIS. La 

medida de las partículas de la fase estacionaria principalmente son esféricas de silica, las cuales 

pueden tener diferentes medidas, se utilizan con mayor frecuencia las de 5 mm de diámetro, las 

más pequeñas ofrecen una mayor superficie y una mejor separación, pero la presión que se 

requiere por obtener una velocidad lineal óptima aumenta de forma inversamente proporcional al 

cubo del diámetro de la partícula. Esto significa que disminuir la medida de las partículas a la 

mitad, aumentaría la resolución de la columna, pero a la vez, aumentaría la presión necesaria en 

un factor de ocho. El tamaño del poro es una característica importante de la fase estacionaria, los 

poros pequeños proporcionan una mayor superficie mientras que los poros de mayor medida 

proporcionan una mejor cinética. La presión de la bomba es un factor importante ya que el 

rendimiento de esta se mide en la capacidad para generar un flujo constante, reproducible y debe 

producir presiones estables hasta 6000 psi. 

  



 

MATERIALES Y MÉTODOS.  
 
Para cuantificar e identificar la presencia de los 16 hidrocarburos aromáticos policíclicos 

identificados por la agencia de protección ambiental de Estados Unidos (USEPA) como 

contaminantes prioritarios en la columna de agua se realizaron muestreos en áreas de alta y baja 

actividad de embarcaciones motorizadas a lo largo del complejo lagunar Bojorquez-Nichupté 

ubicado entre los 86° 46' y 86º 50' de longitud oeste y los 21° 02' a los 21º 06' de latitud norte. El 

sistema comprende principalmente las lagunas Bojorquez y Nichupté además existen otras dos 

lagunas más pequeñas (Somosaya y río Inglés), las cuales se caracterizan por sus numerosos 

cenotes sumergidos, estos aportan cantidades considerables de agua dulce al sistema. Asimismo, 

se tomaron muestras en la laguna arrecifal de Puerto Morelos en Quintana Roo México (latitud de 

21o 00´00´´ y 20º 48´33´´ Norte y longitud 86o 53´ 14.4´´ y 86º 46´ 38.94´´ Oeste). En cada estación 

seleccionada se colectaron dos litros de agua en frascos de vidrio color ámbar a una profundidad 

no mayor de 1.00 m. Asimismo se tomaron los siguientes parámetros fisicoquímicos: oxígeno 

disuelto, temperatura, conductividad y salinidad. Las muestras se transportaron en hieleras, con 

refrigerantes para mantenerlas en frío y evitar su degradación, se enviaron por avión al laboratorio 

ABC Química Investigación y Análisis S.A. de C.V., donde se guardaron en refrigerador (4oC) hasta 

su análisis. En el laboratorio las muestras fueron extraídas y concentradas empleando el método 

EPA 8310-1986. Las muestras fueron evaluadas empleando la técnica de HPLC. (Fig. 1).  

 

 

  



MÉTODO EPA 8310-1986 PARA LA EXTRACCIÓN DE HIDROCARBUROS 
AROMÁTICOS POLÍCICLICOS. 

 

 

 
 

Figura. 1. Método de evaluación de hidrocarburos aromáticos policíclicos empleando el 
método EPA 8310-1986. **K-D aparato Kuderna-Danish. 
 

 

Método Matriz Tipo de extracción Analitos 

*3510 Agua  Extracción con embudo de 

separación líquido-líquido  

Orgánicos semivolátiles y volátiles 

 

  

Elección del método apropiado 
para la extracción de la muestra 
(EPA 3510*)

Intercambio del solvente de 
extracción a acetonitrilo. 

Durante el procedimiento K-D**

Determinar las condiciones 
para el HPLC

Técnicas de calibración 
empleando las referencias del 

método EPA 8000 

Estandarización 
(estándares de 

calibración) 

Análisis por HPLC

Si la muestra tiene 
interferencias 

Limpiar la muestra empleando 
el método 3630

Terminación de análisis



Procedimiento 
 
 Extracción de la muestra. 

 

Para la preparación de la muestra se tomó un litro de cada muestra se ajustó a un pH dentro del 

intervalo de 5 a 9. Se sonicaron durante dos minutos. Este proceso se repitió tres veces. A cada 

matraz se le agregó 25 µl de surrogados, 0.2 p-terfenilo y 100 ml de cloruro de metileno (grado 

HPLC, Sigma USA) se agitó durante tres minutos, previamente se paso por un embudo de filtración 

con fibra de vidrio o papel filtro No. 41 y sulfato de sodio anhidro, después de la agitación se dejó 

reposar para permitir la separación de las fases se recuperó el cloruro de metileno en un matraz 

Erlenmeyer de 250 ml. La muestra se extrajo dos veces más con 50 ml de cloruro de metileno 

como anteriormente se explicó y los extractos se recuperaron en el mismo matraz Erlenmeyer, 

posteriormente estos se concentraron empleando un Kuderna-Danish en un baño maría a una 

temperatura entre 60 y 89 oC la muestra permaneció en el baño hasta que el volumen aparente del 

extracto fue de 1 ml; se le agregó 1 ml de acetonitrilo (grado HPLC,  Sigma USA), se concentró a 1 

ml posteriormente se retiró la columna snyder y con una pipeta Pasteur se recuperó el extracto en 

un vial de 2 ml que se utilizó para el análisis cromatográfico. 

 
 Método analítico. 

 

Para determinar la concentración de hidrocarburos aromáticos policíclicos se empleo un  

cromatógrafo líquido de alta resolución (HPLC), se evaporó la muestra con nitrógeno, añadiendo 

pequeños volúmenes de acetonitrilo ajustando el volumen final de la muestra a 1 ml, el HPLC está 

equipado con un automuestreador y dos detectores: el detector UV con o sin arreglo de diodos 

(DAD) el cual permite obtener el espectro UV del compuesto para su identificación y el detector de 

fluorescencia (FLD) permite detectar y confirmar simultáneamente los analitos de interés además 

es capaz de utilizar un rango de longitud de onda de excitación de 225 a 300 nm y de emisión de 

315 a 495 nm, así se tiene una mayor sensibilidad y es específico para la mayoría de los 

compuestos analizados por este método. 

 La muestra se inyecto con una jeringa de vidrio resistente al acetonitrilo de 3 ml, y se utilizó 

una columna de acero inoxidable Grace Vydac de fase reversa, C18 enlazados utilizando silica, con 

tamaño de partícula de 5 µm y tamaño de poro de 300 Ao, 25 cm de longitud y 4.6 mm de diámetro 

interno y micro jeringas de los siguientes volúmenes: 10, 50, 100 y 500 µl. 

 Todos los reactivos empleados y el agua fueron de grado reactivo (tipo ASTM 1) libre de 

compuestos orgánicos, la cual no presentó interferencia en la región UV, (acetonitrilo grado HPLC 

Sigma, USA), se preparó una curva de calibración con los 16 hidrocarburos aromáticos policíclicos 

clasificados por la US EPA como contaminantes prioritarios.  (naftaleno, acenaftileno, acenafteno, 

fluoreno, fenantreno, antraceno, fluoranteno, pireno, benzo[α]antraceno, criseno, 



benzo[b]fluoranteno, benzo[k]fluoranteno, Benzo[a]pireno, dibenzo[ah]antraceno, 

benzo[ghi]perileno y indeno[123-cd]pireno. 

 

 Control de calidad. 

 

Se analizó un punto de la curva para comprobar que los valores que se obtuvieron para cada 

hidrocarburo tuvieran el 15 % de variación con respecto a las concentraciones de la curva de 

calibración inicial, sino se cumplió lo anterior se preparaba y analizaba una nueva mezcla de 

verificación o curva de calibración. El blanco electrónico no presentó ningún tipo de contaminante 

que interfiriera con los HAPs medidos. Los resultados de los blancos de reactivos fueron menores 

al límite de detección del método y no se presentaron compuestos que interfirieran con la 

identificación y/o cuantificación de los analitos medidos. En la tabla 1 se identifican los 16 

hidrocarburos analizados así como el tiempo de retención el factor de capacidad de la columna y el 

límite de detección del método. 

  



 
Tabla. 1. Hidrocarburos aromáticos policíclicos clasificados por la US EPA como 
contaminantes prioritarios analizados por HPLC. 

 

 

Límite de detección del método

 (µg/L)

Compuesto Tiempo de 
retención 

(min) 

Factor de 
capacidad de 

la columna 
(K´) 

UV Fluorescencia 

1 Naftaleno 16.6 12.2 1.8  

2 Acenaftileno  18.5 13.7 2.3  

3 Acenafteno  20.5 15.2 1.8  

4 Fluoreno  21.2 15.8 0.21  

5 Fenantreno  22.1 16.6  0.64 

6 Antraceno  23.4 17.6  0.66 

7 Fluoranteno  24.5 18.5  0.21 

8 Pireno  25.4 19.1  0.27 

9 Benzo(a)antraceno  28.5 21.6  0.013 

10 Criseno  29.3 22.2  0.15 

11Benzo(b)fluoranteno 31.6 24.0  0.018 

12Benzo(k)fluoranteno 32.9 25.1  0.017 

13 Benzo(a)pireno 33.9 25.9  0.023 

14Dibenzo(ah)antraceno 35.7 27.4  0.030 

15Benzo(ghi)perileno 36.3 27.8  0.076 

16Indeno(123-cd)pireno 37.4 28.7  0.043 

   

 

 

  



RESULTADOS  
 

ANALISIS DE AGUA  

 
Como se observa en la tabla 2 las concentraciones de la mayoría de los HAPs fue menor que el 

límite de detección del método de cuantificación utilizado lo que significa que a pesar de la 

presencia de actividades humanas que generan HAPs, estos aún no alcanzan concentraciones de 

preocupación. Se detectó fenantreno en diez de las doce estaciones muestreadas, y naftaleno en 

la Ensena Sur, en la Boca Sur de Punta Nizuc, frente al Hotel Moon Palace y en Punta Tanchacte. 

Asimismo se detectó la presencia de antraceno el cuál es fototóxico solo en el canal Norte de 

Nichupté (tabla 1). 

  



Tabla 2. Concentraciones de hidrocarburos aromáticos policíclicos (HAPs) en la columna de agua 

en ng/L.  

Localización  Fenantreno  Antraceno* Naftaleno  HAPs fototóxicos* 
Benzo(a)antraceno, 
Benzo(b)fluoranteno  
Benzo(a)pireno,  
Fluoranteno, Pireno  

Boca norte  6.6 ND ND ND 

Bojorquez 6.97 ND ND ND 

Bojorquez río 2.93 ND ND ND 

Nichupte  6.26 ND ND ND 

Nichupte canal 
norte  

9.78 7.34 ND ND 

Ensena sur  ND ND ND ND 

Boca sur punta 
Nizuc 

4.58 ND ND ND 

Moon Palace ND ND  ND 

Punta Tanchacte  2.49 ND  ND 

Petempich 2.95 ND ND ND 

Muelle Puerto 
Morelos 

6.64 ND ND ND 

Marina del Cid 2.55 ND ND ND 

ND: no detectado, por debajo del límite de detección analítico.  



En la figura 2 se observan las posibles rutas, patrones y posibles destinos de los hidrocarburos 

disueltos en el agua y las posibles explicaciones de por qué las concentraciones de los 

hidrocarburos fueron tan bajas. Los HAPs disueltos tienen dos posibles rutas principales de 

degradación o transformación, por un lado pueden ser ingeridos, bioacumulados y liberados en el 

ambiente acuático donde pueden ser absorbidos o se asocian con la materia orgánica particulada 

formando hidrocarburos particulados y finalmente se convierten en sedimentados. Por el otro lado, 

sufren diversos procesos de degradación como la fotooxidación, se disuelven en el agua, sufren 

evaporación, tienen interacción con compuestos disueltos y finalmente, al degradarse, sufren una 

transformación y producen otras moléculas que son solubles.   

 

 
Figura 2. Esquema de los procesos de degradación de los hidrocarburos aromáticos policíclicos.  
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DISCUSIÓN 
 

ANALISIS DE AGUA 

 

Los resultados de la concentración de hidrocarburos en muestras de agua realizado por la técnica 

de cromatografía líquida de alta resolución (HPLC), no se detectaron concentraciones de HAPs, 

solo se encontró fenantreno en diez de las doce estaciones muestreadas, (tabla, 2) y naftaleno en 

la Ensena Sur (en la Boca Sur de Punta Nizuc, frente al Hotel Moon Palace) y en Punta Tanchacte, 

siendo estos compuestos marcadores de la gasolina. Solo se detectó la presencia de un 

hidrocarburo fototóxico (antraceno) en el canal Norte de Nichupte (tabla 2). La ausencia de 

hidrocarburos en la columna de agua sugiere que cuando estos son arrojados al ambiente 

acuático, se pierden inmediatamente por dilución y/o evaporación como lo sugiere el reporte de 

agua producida en pozos de extracción (OGP International Association of Oil and Gas Producers, 

2002).  

Los estudios sobre modelos de dispersión de hidrocarburos y medidas de campo del 

destino del agua producida en el Mar del Norte demostraron que existe una rápida dilución inicial 

de las descargas con un factor de 1000 dentro de los 50-100 metros del punto de descarga 

(Furuholt 1996, Riskheim y Johnsen 1994). En ambientes acuáticos los cambios en la 

concentración de HAPs también son un reflejo de la degradación biológica, oxidación fotoquímica y 

absorción a sólidos suspendidos con una subsecuente sedimentación. La sedimentación y la 

oxidación fotoquímica causan una disminución en la concentración de los hidrocarburos de alto 

peso molecular.  

La vida media de los hidrocarburos en ambientes acuáticos está en el rango de 1000 a 

3000 horas que equivalen a 41-125 días (Swietlik., et al., 2002). En este mismo trabajo se 

seleccionaron factores fisicoquímicos que influyeron sobre la degradación de los HAPs en agua de 

río y en agua destilada, observándose que en situaciones de obscuridad la degradación del 

fluoranteno fue de 83 días y para el benzo[α]pireno fue de 26 días. En condiciones de radiación 

con 3500 Lx y aireación con aire o nitrógeno aumenta la pérdida de los HAPs, así para fluoranteno 

fue de 26 días y para BaP fue de 4 días. Estos autores concluyeron que la mayor degradación de 

los hidrocarburos ocurre después de la radiación y la aireación; esto sugiere la existencia del 

proceso de foto degradación y demuestra que en condiciones naturales los hidrocarburos están 

expuestos a radiación solar y aireación continúa, lo que permite su rápida degradación en el 

ambiente y por lo tanto su ausencia en el ambiente.   

En el trabajo de Celis et al., (1987) se describen las rutas de destino de los hidrocarburos 

las cuales permiten explicar la falta de detección de estos compuestos en el presente trabajo. Los 

hidrocarburos disueltos sufren fotooxidación, evaporación, o pueden interaccionar con compuestos 

disueltos como ácidos húmicos, fúlvicos y orgánicos, formando complejos y la disolución de estos.  



Por otra parte los hidrocarburos también pueden ser transportados en el agua por las 

corrientes marinas, así Merino (1984) identificó para la zona del Caribe tres áreas: la primera 

corresponde al área dentro de la cual la deriva termina en la costa de Yucatán conocida como el 

área de circulación costera; la segunda región sigue el patrón de circulación oceánica y la tercera 

región forma parte de la corriente de Lazos. Así la influencia de las tres corrientes puede 

transportarlos a otros sitios lejos del punto de origen.  

Otro proceso que interviene en la degradación de los hidrocarburos y que puede afectar la 

concentración de estos en el agua es la degradación por algunas algas como lo describe el trabajo 

de Warshawsky et al., (1995) quienes demostraron como el metabolismo del Benzo[α]pireno (BaP) 

por el alga verde Selenastrum capricornutum produce diferentes productos, principalmente 

quinonas. Los datos de ese trabajo sugieren que la fototoxicidad del BaP se debe a la producción 

de quinonas. El 3,6-quinona de BaP es fototóxico y esto probablemente es el resultado de la 

producción de intermedios reactivos de vida corta por la interacción de luz con la quinona. Solo las 

algas verdes Selenastrum capricornutum, Scenedesmus acutus y Ankistrodesmus braunii 

metabolizan el BaP a dihidrodioles. Los autores concluyeronn que las algas son importantes por su 

capacidad de degradar a los HAPs pero la degradación es dependiente de la dosis de la energía 

de la luz emitida y absorbida, la dosis del hidrocarburo la fototoxicidad de los HAPs y sus 

metabolitos y el tipo de alga. Todos estos factores son importantes en la evaluación de los 

patrones de degradación y detoxificación de los hidrocarburos por las algas. Para la zona de 

estudio existe la posibilidad de que algún tipo de alga degrade los HAPs. 

Los factores explicados reducen el riesgo de fototoxicidad por HAPs para los organismos 

marinos en la columna de agua porque no se detectaron hidrocarburos en las muestras de agua 

tomadas en la zona de estudio. Para futuras investigaciones es necesario realizar estudios para 

identificar la presencia de estos compuestos asociados a sedimentos en el sistema lagunar 

Bojorquez-Nichupte y la Laguna arrecifal de Puerto Morelos. 

En este momento para el sistema lagunar Bojorquez-Nichupté y la zona arrecifal de Puerto 

Morelos no existen HAPs en la columna de agua.  

  



CONCLUSIÓN  
 

El análisis de la muestras de agua realizado a través cromatografía líquida de alta resolución HPLC 

demostró que existen concentraciones muy bajas de hidrocarburos o no se detectaron a lo largo de 

la laguna Bojorquez-Nichupte y la laguna arrecifal de Puerto Morelos. 

 

  

RECOMENDACIÓN  
 

En este momento las concentraciones de HAPs en la columna de agua no se detectaron, pero es 

necesario monitorear las concentraciones de estos en el sedimento y agua ya que debido al rápido 

crecimiento de la industria del turismo las condiciones pueden cambiar y aumentar la concentración 

de estos compuestos y producir efectos nocivos a estos ecosistemas invaluables.
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ANEXO IV 
(Cromatogramas de los HAPs) 
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Photoinduced toxicity of the polycyclic aromatic
hydrocarbon, fluoranthene, on the coral, Porites divaricata

MARÍA DEL CARMEN GUZMÁN MARTÍNEZ1, PATRICIA RAMÍREZ ROMERO1
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The synergistic effect of ultraviolet radiation (UVR) and a polycyclic aromatic hydrocarbon (PAH) was tested on the coral Porites
divaricata. Small branches were incubated in different concentrations of fluoranthene followed by exposure to ecologically relevant
levels of natural solar radiation, with and without UVR. Exposure to the highest concentration of fluoranthene (60 μg L−1) resulted
in decreased photochemical efficiency of corals exposed concomitantly to UVR but not in corals exposed to 60 μg L−1 fluoranthene
without UVR. After 6 days, most coral samples that were exposed to fluoranthene and UVR bleached or died (78%) on the upper side
of the branches. At 60 μg L−1 fluoranthene with UVR, 11 out of 12 samples died and the remaining sample bleached, much greater
than the number of samples that bleached in manipulation or solvent controls. On the under side of the same samples, where the coral
polyps are naturally protected from UVR, 11 out of 12 samples remained healthy and intact. The high UVR doses that shallow water
dwelling corals receive combined with the results of this study show that photoinduced toxicity of PAHs is a stress factor that needs
to be studied in more detail in coral reef ecosystems.

Keywords: Phototoxicity, PAH, Photochemical efficiency, UVR, Ultraviolet radiation, Coral reefs, Corals, Chlorophyll fluorescence,
Coral bleaching, Symbiotic dinoflagellates

Introduction

The photochemical conversion of polycyclic aromatic hy-
drocarbons (PAHs) in the presence of ultraviolet radiation
(UVR, 280 to 400 nm) enhances the toxicity of PAHs, such
that the same effects are produced by concentrations on
the order of parts per million (ppm) as the combination of
UVR with concentrations of PAHs on the order of parts
per billion (ppb).[1,2] The enhanced toxicity may be a result
of the increased solubility in water of the converted PAH
thereby increasing its bioavailability[3] or due to the for-
mation of triplet states and the subsequent transfer of the
energy to molecular oxygen with the formation of the very
reactive and toxic singlet oxygen molecules, hydroxyl rad-
icals and peroxides[4−7] that lead to membrane damage.[8]

A multitude of studies on freshwater organisms have
demonstrated effects that are dependent of the PAH con-
centration used and on the spectral quality and UVR

Address correspondence to Anastazia T. Banaszak, Unidad
Académica Puerto Morelos, ICMyL-UNAM, Apartado
Postal 1152, Cancún, Quintana Roo, 77500, Mexico. E-mail:
banaszak@mar.icmyl.unam.mx

doses received in many species of juvenile fish,[1,9−13] frog
larvae,[14] tadpoles,[15] mosquito larvae,[1]crustaceans,[16]

annelids,[17] and algae,[18] such that it is now widely accepted
that phototoxicity should be taken into account when as-
sessing the potential risk of PAHs in freshwater environ-
ments. This has not been the case for marine environments
because few studies exist that show a linkage between PAH
exposure and UVR-enhanced effects on marine organisms.
The effect of PAHs in marine systems has been largely ig-
nored except for early studies on cultured Artemia salina,[19]

and the only studies in which phototoxic effects in marine
systems have been conducted are on various species of crab
larvae[20] and of organisms, including some species of coral,
associated with coral reef flats in Hawai‘i.[21,22]

Environmentally relevant ultraviolet radiation (UVR,
280 to 400 nm) is an important abiotic stressor that has
affected the structure and distribution of coral reef com-
munities over evolutionary time scales.[23−25] Many coral
species live in the shallow waters of tropical reefs and are
potentially exposed to high UVR doses and dose rates
due to the low solar zenith angles, the natural thinness of
the ozone layer over tropical latitudes, as well as the high
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transparency of the water column.[26,27] UVR can pene-
trate to 25 m in coral reef environments[25,28] although this
value can change dramatically depending on the composi-
tion of the water column.[26,27] This means that much of the
coral reef environment, including the Caribbean region, al-
ready affected by bleaching events (the loss of the symbiotic
algae or their photosynthetic pigments)[29−31] and disease
outbreaks,[32−34] is exposed to solar UV dose rates known
to be responsible for PAH photoinduced toxicity.

The tourism industry in the wider Caribbean has accel-
erated over the last 50 years and since the 1960s has become
the leading economic sector in many parts of the Caribbean
with most tourism related to diving, fishing and boating.[33]

The extended fringing reefs (sensu Jordán-Dahlgren and
Rodrı́guez-Martı́nez[33]), characteristic of the northern sec-
tor of the Mesoamerican Barrier Reef System, are increas-
ingly exposed to petroleum-based and raw sewage as well as
over-exploitation and increased recreational activities due
to their proximity to the coast. The coral reef system off
Puerto Morelos has a shallow lagoon system (3 to 4 m
depth), which means that it is under the direct influence
of UVR and, as a result of the increase in boating and
personal watercraft activities, it is also potentially exposed
to PAHs. No studies to date have been published on the
effect of PAHs in Caribbean corals. In Hawai’ian corals,
the effect of the PAH, pyrene, was species dependent, rang-
ing from 100% mortality at concentrations of 48 μg L−1

on larvae of the oval mushroom coral Fungia scutaria to
no visible effects on the finger coral Porites compressa.[21]

Bleaching was observed in the rice coral Montipora verru-
cosa (=capitata) at all concentrations of pyrene, whereas
in the lace coral Pocillopora damicornis, bleaching was only
observed at the highest concentration used (48 μg L−1). The
species-dependent responses were postulated to be a result
of differing abilities to metabolize PAHs or could possibly
be due to varying concentrations of MAAs that attenuate
UVR in Hawai’ian coral species.[35]

The objective of this study is to present findings on the
effect of the PAH, fluoranthene, in the presence of natural
solar radiation on the common, shallow-water dwelling,
thin finger coral Porites divaricata Le Sueur 1821 in the
Mexican Caribbean.

Materials and methods

Collection and maintenance of samples

Samples of Porites divaricata were collected from a shallow
lagoon (approximately 1 m depth) at “El Islote” reef adja-
cent to Petem Pich, Quintana Roo on the northeast coast
of the Yucatan Peninsula, Mexico (20◦56′N, 86◦50′W). The
samples were transported in sea water, covered to prevent
over-exposure to solar radiation and to maintain the tem-
perature relatively constant at 28◦C and brought to the
laboratory within 30 minutes of collection. On arrival, the

samples were kept in a covered aquarium fitted with flow-
ing seawater and processed within 36 hours. P. divaricata
is a shallow-dwelling, branching species with, under some
conditions, live tissue limited to the growing tip, which al-
lows for many small pieces (2 to 3 cm long) to be trimmed
without damaging the live tissue.

Experimental procedure

To determine the effect of fluoranthene on the coral P. divar-
icata in the presence of UVR, 120 branches (1–2 cm long)
were anchored individually into Plasticine on glass slides
(4 per slide), which facilitated the movement of branches,
without undue stress. The branches were divided into 10,
3-L glass aquaria. Fluoranthene (HPLC Grade, Sigma,
USA), dissolved in acetone in 2 L of 0.45 μm Millipore fil-
tered sea water (FSW), was added to six of the aquaria, with
two aquaria each receiving 15, 30 or 60 μg L−1nominal con-
centrations of fluoranthene. Two other aquaria were used
as solvent controls with acetone in FSW added at an equiv-
alent volume to that used to dissolve the fluoranthene. The
last two aquaria were used as manipulation controls in FSW
without the addition of PAH or acetone. The coral samples
were maintained in the glass aquaria to allow for the up-
take of fluoranthene over a 4.5 h period (07:00 to 11:30
am). At the end of the incubation period the fluoranthene
enriched sea water was removed and replaced with fresh
filtered sea water and the glass slides were placed in their
appropriate groups in an outdoor seawater table within a
fiber glass tank (0.7 × 2.0 × 0.6 m) equipped with flowing
seawater to maintain the tanks at ambient seawater temper-
ature, between 28◦C at night and 31◦C during the day. One
group of each of the five different treatments was covered
with a sheet of 6 mm thick Plexiglas G UVT acrylic (50%
half width maximum at 282 nm), which transmitted UVR
and photosynthetically active radiation (PAR, 400 to 700
nm). The UVT acrylic transmitted 92% of the ambient so-
lar radiation (Fig. 1). The other 5 groups were covered by a
4 mm thick Plexiglas G UF-3 acrylic sheet (50% half width
maximum at 390 nm), which transmits 91% of the PAR and
a small fraction of UVR (>380 nm, Fig. 1).

Fluorescence measurements were taken to serve as in-
dicators of the physiological status of the photosynthetic
endosymbionts. In situ chlorophyll fluorescence measure-
ments were recorded at solar noon and after sunset using
a pulse amplitude modulated fluorometer (Diving-PAM,
Walz, Germany) with the following parameters chosen af-
ter optimization for this species of coral: measuring inten-
sity = 8, saturation width = 0.8, damping = 2, gain = 9.
Measurements of day-time and night-time photochemical
efficiencies (�F/Fm’ and Fv/Fm, respectively) were taken
over a 6 day period. After six days, the experiment was ter-
minated and the corals were observed for signs of bleaching
(live coral polyps without algae) or mortality (as evidenced
by tissue sloughing or lack of polyps). Using the mortal-
ities registered for the upper and the lower sides of the
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Fig. 1. Spectra of solar radiation in the water column as received
by the coral samples covered with a sheet of either 6 mm thick
UVT-transmitting acrylic (Plexiglas G UVT acrylic) or a 4 mm
thick Plexiglas G UF-3 acrylic sheet. The UVT acrylic transmit-
ted 92% of the ambient solar radiation whereas the UF-3 acrylic
transmitted 91%.

colony branches (Table 1), medium lethal concentrations
(LC50) were calculated with the Multi-Method LC50 Pro-
gram and the PROBIT method. Statistical analyses were
conducted using JMP statistical discovery software (SAS
Institute) and Statistica 6.0 (Statsoft).

Solar radiation measurements

Surface PAR measurements were made using the cosine-
corrected PAR sensor attached to the Diving-PAM and
calibrated with a LICOR cosine-corrected sensor. The
Diving-PAM sensor was also used to make measurements

underwater to determine the PAR values reaching the
corals. UVR and PAR measurements (280 to 700 nm) were
made with an Ocean Optics 2000 spectrometer both at the
surface using a 2 m fiber optic cable and underwater using
a 30 m submersible fiber optic cable.

Results and discussion

The results of this study show that the shallow water coral,
Porites divaricata suffers from diminished photochemical
efficiency leading to bleaching and mortality within 3 to 6
days when exposed to the PAH, fluoranthene, in the pres-
ence of ecologically relevant levels of UVR. Fluoranthene
toxicity has been shown to be a function of PAH dose
and light intensity, with UVR enhancing significantly the
toxic effect in the oligochaete Lumbriculus variegatus,[17] the
crustaceans Hyalella azteca and Daphnia magna,[36] crab
larvae,[20] larvae and juveniles of the bivalve Mulinia later-
alis and of the mysid shrimp Mysidopsis bahia,[2] and larvae
of the frog Rana pipiens[14] as well as phytoplankton assem-
blages from Lake Erie.[37]

The time allowed for the accumulation of fluoranthene,
in this experiment, was relatively short (4.5 h) compared
to some other studies, where aquatic organisms may be
allowed to accumulate PAHs for up to 96 h.[38] Despite the
short bioaccumulation period, fluoranthene at the highest
concentration of 60 μg L−1 and in the presence of UVR
had a lethal effect on the upper sides of 11 of the 12 samples
of the coral P. divaricata with the remaining sample having
bleached, an event that preceded mortality in the other
11 samples (P < 0.00001). The data in Table 1 register
the bleaching and mortality patterns as analyzed on the
6th day (at the termination of the experiment), however,
bleaching was noted within 72 hours of the initiation of

Table 1. The number of samples, exposed to different nominal concentrations of fluoranthene for 4.5 h and subsequently to ambient
solar radiation with or without UVR for six days, of the thin finger coral Porites divaricata that were normal in coloration and
appearance (normal), with coral polyps extended and no visual evidence of symbionts (bleached) or with no evidence of polyp
extension and evidence of tissue sloughing (dead)

Upper side of sample Under side of sample

Treatment Normal Bleached Dead Normal Bleached Dead

Without UVR
Manipulation control 6 5 1 12
Solvent control 11 1 12
15 μg L−1 fluoranthene 7 2 3 12
30 μg L−1 fluoranthene 12 12
60 μg L−1 fluoranthene 11 1 12

With UVR

Manipulation control 9 3 12
Solvent control 8 2 2 12
15 μg L−1 fluoranthene 4 6 2 12
30 μg L−1 fluoranthene 4 4 4 11 1
60 μg L−1 fluoranthene 1 11 11 1
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the experiment in the UVR and fluoranthene treatment.
The LC50 value for the upper side of the colony branch in
the presence of fluoranthene and UVR was calculated to
be 31.4 μg L−1 (95% confidence intervals range from 22.4
to 44.9) As a comparison, LC50 values calculated for other
coral reef dwelling organisms from Puerto Morelos using
fluoranthene and ambient summertime solar radiation are
16 μg L−1 for larvae of the queen conch Strombus gigas
(0.5 h exposure), 23.7 μg L−1for the copepod Arcatia
esspinata (0.5 h exposure), 67.5 μg L−1 for the brine shrimp
Artemia franciscana (0.5 h exposure) and 60 μg L−1 for the
Sargassum shrimp Leander tenuicornis and for the grapsid
crab Pachygrapsus gracilis (both with 1-hour exposures)
(Guzmán-Martı́nez and Ramı́rez-Romero, unpublished
data). The only published LC50 value for fluoranthene and
ambient solar radiation is 25.1 μg L−1 for larvae of the
blue crab Callinectes sapidus using a 4 hour exposure.[20]

In contrast to the upper sides, the LC50 value for the un-
der sides of the same P. divaricata branches was calculated
to be 435.1 μg L−1 (95% confidence intervals range from
74.2 to infinity). The under sides of the branches do not re-
ceive direct solar radiation and are shaded and, even though
the branches were exposed to the same concentrations
of fluoranthene, the LC50 value was orders of magnitude
higher than that for the upper sides of the same branches.

In almost all of the treatments there were a few repli-
cates that bleached or died most likely due to problems with
manipulation or due to differences in the doses of UVR
and PAR received, even though the light field was main-
tained as uniform as possible throughout the experiment.
For example, in the UVR solvent control treatment (no flu-
oranthene added), one colony was bleached by day 3 and
2 colonies were more pale than normal. In the UVR ma-
nipulation control treatment 1 sample died and 5 bleached.
Some bleaching (6 out of 60 samples) and death (1 out of 60
samples) also occurred in the presence of fluoranthene with-
out UVR treatment in the manipulation and solvent con-
trols as well as in the 15 μg L−1 fluoranthene treatment with
2 colonies bleached and 3 dead. One also has to consider
that some UVA wavelengths were not removed because the
UV opaque acrylic does not cutoff at 400 nm but rather at
approximately 380 nm (Fig. 1). Fluoranthene does not ab-
sorb at these wavelengths[39] so these should not have caused
a PAH-induced phototoxic effect but the presence of these
wavelengths could induce the production of reactive oxygen
species that account for some of the bleaching and deaths.

Bleaching can result from the expulsion of symbiotic al-
gae from the host, loss of algal photosynthetic pigments, or
by direct damage to host tissue.[29−31,40−43] However bleach-
ing occurs, it results in the loss of the normal pigmentation
of coral tissue and generally, the white calcium carbonate
skeleton of the coral is visible through the transparent
host tissue. The morphology of the coral skeleton plays
an important role in the amplification of the internal light
field of the coral and effectively increases the number of
photons delivered to the resident symbiont population.[44]

In the absence of the symbionts when the colony bleaches,
the porous nature of the Porites divaricata skeleton allows
photons to reach the symbiont population on the underside
of the coral branches. On the lower sides of the branches,
all of the samples appeared normal both in coloration
(Table 1) and polyp extension, with the exception of 2
samples that died in the presence of fluoranthene and
UVR.

There are also inherent differences in the shading
patterns of the coral branches. Shade has been shown to
be an important refuge for reef-dwelling motile animals
such as fish and larvae[21] and in this study shade is also
a very important refuge for corals. The upper and under
sides of the branches received significantly different doses
throughout the day such that the underside of the branch
can act as a shade refuge for the symbionts under high levels
of excitation pressure on photosystem II due to high light
conditions. There were very obvious differences in the night-
time photochemical efficiency of coral branches taken
directly from the field exposed directly to solar radiation
(upper side) versus those that were in shade (under side).
Values for the upper side and the lower side of the colonies
differed by 16%, being 0.541 ± 0.057 (Average ± SD, n =
43) for the upper side of the branches and 0.644 ± 0.030
(Average ± SD, n = 43) for the underside of the branches.

The reduction in the photochemical efficiency on the
upper sides of the colony could be an indication of
photoacclimation rather than photoinhibition. This has
also been noted between colonies of M. alcicornis naturally
growing in high light versus low light conditions[31] where
the nighttime photochemical efficiency was reduced in the
high light colony in comparison to the low light colony
by 37%. Maximizing the photochemical efficiency by the
high light colony, or in this case, by the upper side of
the P. divaricata branches, implies an additional cost of
recovery, which is unnecessary under high light exposure
and indicates photoacclimation to high light exposure in
P. divaricata colonies.

In addition, on the upper side, the morphological irregu-
larities in the structure of the branch resulted in variable
exposure along the branch with some patches receiving
less light than others. These slight differences in shading
result in refuges for the symbiotic algae as noted by the
variable photochemical efficiencies in shaded versus non-
shaded parts of the same side of branches with uneven mor-
phology (data not shown).

In vivo chlorophyll a fluorescence, as measured by the
quantum yield of charge separation of electrons at pho-
tosystem II (also known as photochemical efficiency), was
found to be a good bioindicator of the effect of fluoranthene
on the physiological status of the dinoflagellate endosym-
bionts of corals. Despite the high variability as indicated by
large standard deviations (not shown), there were signifi-
cant differences between the fluoranthene samples that were
subsequently exposed to UVR and PAR in comparison to
those that were exposed to PAR without UVR. Figure 2A
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Fig. 2. Percent change in photochemical efficiencies for UVR and
PAR treated samples relative to PAR only (no UVR) treated sam-
ples at solar noon (A) and after sunset (B) for the scleractinian
coral, Porites divaricata. The samples were exposed to differ-
ent nominal concentrations of fluoranthene for 4.5 h and sub-
sequently to ambient UVR and PAR or to PAR only over a six
day period. Symbols are � = manipulation control, ◦ = solvent
(acetone) control, ∇ = 15 μg L−1 fluoranthene, � = 30 μg L−1

fluoranthene and � 60 μg L−1 fluoranthene. The high photochem-
ical efficiencies for the night time values for the samples exposed
to 60 μg L−1 fluoranthene are probably an artifact and the more
likely values are indicated by a dashed line.

and B shows the percent change in photochemical
efficiencies of the coral samples exposed to UVR and PAR
relative to samples that were exposed in the absence of PAR.

Exposure to the highest concentration of fluoranthene
(60 μg L−1) resulted in a significant decrease in photochem-
ical efficiency within 24 hours (P < 0.0001) for the values
determined at solar noon (Fig. 2A) and in the evening
(Fig. 2B) and these same samples showed signs of bleaching
and tissue sloughing on the upper sides of the branches
within 3 days. On the third evening, the photochemical effi-
ciencies of these samples began to increase although during
the day the yields were extremely low (Fig. 2A). These
high nighttime readings are believed to be an artifact. The
skeleton of Porites is porous (hence the name). It is very
likely that the actinic pulse generated by the fluorometer
that is used to measure the maximal fluorescence, one of
the parameters with which the photochemical efficiency is

calculated, reaches the underside of the coral branch and
the high efficiencies are due to the signal from the algae
underneath the branch as the topsides of these samples con-
tained no visually detectable algae, or even coral polyps as
indicated by the lack of polyp extension and by the presence
of tissue sloughing. The symbiotic algae could also have
died, or perhaps, were expelled due to the tissue sloughing.
Another possibility is that the algae migrated to the under
side of the colony to protect themselves from the high light
conditions.

In the manipulation control exposed to UVR, the
noon-time photochemical efficiency values (�F/Fm’)
decreased initially and then increased to normal levels by
the 4th day similar to those obtained prior to exposure to
fluoranthene indicating that there was no lasting physio-
logical effect, at least on endosymbiont photochemistry.
There were significantly lower readings for these samples
when exposed to UVR and PAR versus PAR only during
the first day (P = 0.044) and night (P = 0.006). Our data
also indicate that UVR does not have long-term damaging
effects on the coral P. divaricata because there were no
significant differences between the samples during the day
or at night after the first day indicating that the samples had
recovered by the evening after exposure to UVR without
fluoranthene. In the UVR control, three colonies had lower
photochemical efficiencies, which increased the variability
of the quantum yields in the control treatment and were
the same 3 colonies that showed signs of bleaching at the
end of the experiment (Table 1).

In the solvent control exposed to UVR, 1 colony was
shaded by a wall of the glass aquarium during the fluoran-
thene incubation period and this colony had consistently
higher readings throughout the 6-day experiment that also
affected the standard deviations. Subsequent experiments
have been designed to time the PAH accumulation period
during non-daylight hours to reduce the problems associ-
ated with the shading by the walls of the aquaria. There were
significant differences between the solvent control samples
exposed to UVR and PAR versus no UVR on the first night
(P = 0.0019) and second day (P = 0.0469) and again on day
4 (P = 0.0397), night 4 (P = 0.0248), day 5 (P = 0.0013)
and again on night 6 (P = 0.0161). Of the solvent control
samples exposed to UVR and PAR, after 6 days, 2 bleached
and 2 died whereas in the samples exposed to PAR only 1
bleached and none died suggesting that UVR alone had a
significant effect on the samples but that most, but not all,
were able to recover. The same is true for the samples treated
with 15 μg L−1 and 30 μg L−1 fluoranthene when exposed
to UVR and PAR versus PAR only. There were intermittent
times when there were significant differences found (night
1 and day 3 for the lower concentration and days 1, 3 and
5 for the higher concentration) but in all cases most of the
samples appeared to recover photochemical efficiency. By
the end of the experiment there were more samples that
had bleached or died in the UV treated versus the non-UV
treated samples exposed to fluoranthene (Table 1).
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Particularly at night the values of photochemical
efficiency were very variable in the 60 and 30 μg L−1

treatments with UVR suggesting that the symbiotic algae
had variable recovery rates during the night from the UVR
stress incurred during the daylight hours. In subsequent
experiments this problem has been reduced by taking the
night-time measurements prior to sunrise rather than at
sunset. The opportunity to recover during the evening
lessens the variability in these measurements (Banaszak
and Guzman-Martinez, unpublished data).

Photochemical efficiency has been used previously as a
potential bioindicator of PAH stress in aquatic plants[45−47]

and in natural samples of phytoplankton from Lake
Erie.[37,48] The natural freshwater phytoplankton assem-
blages that were exposed to anthracene under natural solar
radiation conditions exhibited concentration-dependent
decreases in photosystem II (PSII) photochemical
efficiency[48] but only at concentrations (mg L−1) that
are orders of magnitude greater than those occurring
in surface waters.[49] Similar results have been found for
the effects of anthracene on Lemna gibba[45] and for the
effects of creosote on the aquatic plants Myriophyllum
spicatum and Lemna gibba[46,47] and of various PAHs on
phytoplankton.[37] PAHs have been shown to accumulate
preferentially in the thylakoids of the aquatic plant Lemna
gibba thus chloroplast membranes appear to be the most
at risk from PAH damage.[50] At these concentrations, the
photochemical conversion of anthracene possibly inhibits
electron transport at or near photosystem I (PSI) followed
by inhibition of PSII.[45]

Photochemical efficiency has also been used successfully
to test a variety of stressors on symbiotic corals including
thermal stress,[41−43] UV,[31] and PAR.[51,52] While the
mechanisms causing bleaching have not been completely
elucidated, there are a number of hypotheses as to how
bleaching is initiated. Studies of symbiotic dinoflagellates
in culture[40,53] and in hospite[41] have suggested that dam-
age to PSII may lead to bleaching as a result of exposure
to elevated temperatures or high levels of solar radiation.
Damage has been shown to specifically occur at the D1 pro-
tein of PSII[41,42] and to the primary carboxylating enzyme,
RUBISCO.[43] Measurements of quantum yield of charge
separation at PSII are therefore useful for the detection of
changes in the physiological status of the symbiotic algae of
corals. Our data indicate that photoinduced PAH toxicity
affects the efficiency of photosystem II electron transport in
the symbiotic algae of the coral P. divaricata, which in turn
leads to bleaching and in high concentrations, fluoranthene
in concert with UVR has lethal effects on corals.

Conclusion

Worldwide coral reef ecosystems are suffering from degra-
dation due to coral bleaching.[29,30] Although most coral
bleaching events have been related to sea water temperature

increases, some events cannot be directly related to thermal
stress but to higher UVR and PAR doses[25,30] a situation
that could exacerbate the phototoxic effect of PAHs. UVR
has been a forcing function over evolutionary time and
corals have adapted to the high levels of UVR in the
tropics with photoprotectants such as mycosporine-like
amino acids[35,54] and the host-derived green fluorescent
proteins,[55,56] however, PAH input to aquatic environments
is a relatively new stressor. The data presented here show
that shallow water corals, such as Porites divaricata are
likely to be affected by the presence of PAHs as corals in
their natural UVR environment exposed to PAHs, bleach
or die within 3 to 6 days. PAH contamination therefore
needs to be considered as a risk factor in the susceptibility
of corals to bleaching. In this experiment, the time allowed
for the accumulation of the PAH was relatively short
and fluoranthene is not as potent as other PAHs such as
anthracene and pyrene.[38] The high UVR doses that coral
reefs receive combined with the results of this study show
that photoinduced toxicity of marine pollutants such as
PAHs is a factor that needs to be studied in more detail in
coral reef ecosystems such as those found in the Mexican
Caribbean because the accelerated economic development
of the area signifies that higher quantities of PAHs can
enter this UVR-rich marine environment.
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