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RESUMEN 
 

Los hongos de la podredumbre blanca han demostrado ser capaces de remover 

tintes recalcitrantes y tóxicos a través del proceso de adsorción y/o la biodegradación 

enzimática. El desarrollo de procesos industriales requiere la utilización de 

organismos eficientes y el establecimiento de condiciones que permitan una elevada 

remoción del tinte en tiempos cortos a fin de reducir los costos del proceso. En este 

trabajo se establecieron las condiciones para la decoloración del índigo usando 

biomasa muerta y viva de Trametes hirsuta Bm2. Se evaluaron algunos parámetros 

como el pH, la temperatura, la concentración del inóculo y el tamaño de la esfera 

(pellets). Las mejores condiciones con micelio muerto fueron: pH3, 30°C, 1 g de 

inóculo y pellets de 48 horas de cultivo. De esta manera se logó remover 78% de 

tinte en 1.5 horas. Durante el cultivo de las esferas del hongo vivo se estableció que 

las mejores condiciones fueron pH6, 30°C, 0.5g de inóculo y pellets de 48 horas de 

cultivo. También se evaluó la capacidad del micelio vivo para ser reutilizado. Se 

determinó que los pellets pueden ser usados durante cuatro ciclos de (12 horas) con 

una eficiencia de remoción del tinte de hasta 74%. Bajo estas condiciones también 

se detectó la actividad de lacasas cuyos niveles de actividad se incrementaron 8 

veces con los ciclos del reuso. Finalmente se realizaron pruebas de citotoxicidad 

antes y después del tratamiento fúngico empleando células de riñón MCDK. El tinte a 

concentración 100 mg/L sólo inhibió el crecimiento del 15% de las células y el 

extracto proveniente del tratamiento con micelio muerto no inhibió el crecimiento. Sin 

embargo, los extractos obtenidos después del tratamiento con micelio vivo 

aumentaron el índice de toxicidad hasta 90%, lo que representa un nivel de toxicidad 

aguda. El incremento en la toxicidad podría ser ocasionada por la acumulación de 

intermediarios tóxicos durante la biotransformación del tinte. Por lo anterior, en el 

sistema vivo será necesario evaluar procesos mixtos o el uso de mezclas de 

mediadores redox que permitan la degradación más eficiente del tinte sin la 

acumulación de compuestos tóxicos. De esta manera se podría garantizar no sólo la 

remoción de color sino el desarrollo de un producto inocuo.
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1. INTRODUCCIÓN  

Los efluentes textiles contienen diversos tintes que se descargan en grandes 

cantidades en el mar, ríos y lagos. Estos efluentes representan un riesgo ambiental 

ya que los tintes que contienen resultan ser tóxicos, mutagénicos y cancerígenos 

(Weisburger, 2002). Además, reducen la penetración de luz solar en los cuerpos 

naturales de agua, lo que conduce a una disminución tanto de la actividad 

fotosintética como de la concentración de oxígeno disuelto. 

El tratamiento de efluentes resulta difícil debido al origen sintético y las complejas 

estructuras moleculares aromáticas de los colorantes, que son químicamente 

estables y por lo tanto no son biodegradables fácilmente.  

En la actualidad existen diferentes métodos físico-químicos como la adsorción, 

precipitación química, floculación y la fotólisis que han sido empleados para la 

eliminación de los colorantes en residuos textiles, aunque la naturaleza poco 

amigable de estos procesos con el medio ambiente representa una limitante para su 

uso (Sandoval, 2006).  La adsorción, es el método más empleado, debido a su 

efectividad en la remoción de tintes aunado a su facilidad de operación. El carbón 

activado es el adsorbente más estudiado, sin embargo, su utilización se ve limitada 

debido al elevado costo de manufactura y su difícil regeneración. 

Por lo tanto, se requiere desarrollar procesos alternativos inocuos que a su vez sean 

más redituables para el tratamiento efectivo de los efluentes.  

Una alternativa es el uso de la biomasa de hongos debido a que el micelio fúngico es 

una fuente de quitina. En este sentido la quitina es el componente principal de la 

pared celular de hongos conformado de unidades de N-acetilglucosamina con 

enlaces β-1,4, que se caracteriza por poseer grandes propiedades adsorbentes para 

remover metales, tintes y otros contaminantes peligrosos (Khedry col, 2013). 
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Además los hongos ligninolíticos como los de la podredumbre blanca han 

demostrado una gran capacidad para remover tintes mediante un complejo 

enzimático donde la enzima lacasa ha mostrado un papel importante (Quintero, 

2009). 

Actualmente se necesita el desarrollo de tecnologías eficientes para reducir y 

eliminar el impacto de estos contaminantes en el medio ambiente. Por lo tanto el 

presente estudio se evaluó el potencial del micelio vivo y muerto sobre la 

decoloración de un tinte textil.  
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1.1 ANTECEDENTES 

 

1.1.1 Efluentes textiles  

La industria textil consume grandes cantidades de agua que se devuelven al medio 

ambiente como aguas residuales teñidas (Andleeb y col, 2010). 

Los efluentes derivados de la industria textil varían en función de la tela, tipos y 

mezclas de tintes; estos efluentes contienen altas concentraciones de sólidos 

disueltos, además de sodio, cloro, sulfatos, fenoles y tintes (Tabla1) (Al-Kdasi y col, 

2004; Savin y Butnaru 2008).). 

 

Tabla 1. Características de un efluente textil 

Parámetros Valores  

pH 7.0 - 9.0 

Demanda Bioquímica de Oxígeno (mg/L) 80 - 6,000 

Demanda Química de Oxígeno (mg/L) 150 – 12,000 

Sólidos Totales Suspendidos (mg/L) 15 – 8,000 

Sólidos Totales Disueltos (mg/L) 2,900 – 3,100 

Nitrogeno Total Kjeldahl  (mg/L) 70 -80 

Cloruros (mg/L) 1000 – 1600 

Color  (Pt-Co) 
             50-2500 

             
            Tomado de Al-Kdasi y col, 2004 
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Durante los procesos comúnmente se usan mezclas de tintes que difieren en sus 

características químicas y suelen ser recalcitrantes y cancerígenos (Selvam, 2012; 

Kim, 2004). 

La presencia de los tintes o sus productos de degradación en el agua, incluso en 

concentraciones muy bajas pueden causar trastornos en la salud humana, tales 

como náuseas, hemorragias, ulceraciones de la piel y membranas mucosas; también 

pueden causar graves daños al riñón, sistema reproductivo, cerebro, hígado y 

sistema nervioso central (Prigione y col, 2008). Cuando los efluentes se vierten a los 

mantos acuíferos, los tintes reducen la penetración de luz solar en los cuerpos 

naturales de agua, lo que conduce a la disminución de la actividad fotosintética y la 

concentración de oxígeno disuelto. 

Además de la industria textil, otras industrias como la del cuero, plástico, y papel 

descargan aguas coloreadas donde los tintes cambian químicamente, de manera 

que  consumen el oxígeno disuelto y pueden causar efectos cancerígenos y 

genotóxicos  (Imran y col. 2015). Las aguas residuales son difíciles de tratar debido a 

que los tintes contienen estructuras moleculares complejas que los hacen estables 

en el ambiente y difíciles de degradar (Kim, 2004). 

1.1.2 Tintes 

El color es el primer contaminante que se evidencia en aguas residuales. Este efecto 

se produce debido a los colorantes, sustancias capaces de conferir color a otras 

sustancias. Entre los colorantes podemos encontrar tanto a tintes como a pigmentos. 

Ambos se diferencian por sus características de solubilidad. Los tintes son 

compuestos solubles, que se aplican principalmente a fibras textiles en disolución 

acuosa, mientras que; los pigmentos son compuestos insolubles, que se adicionan a 

productos tales como pinturas, tintas de imprenta o plásticos (Christie, 2003).  

Existen más de 100,000 tintes comerciales con una producción anual de 7 x 105 

toneladas/año. La industria textil consume más de 10,000 toneladas/año de tintes y 
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aproximadamente 100 toneladas / año se descargan en las corrientes de agua 

(Yagub y col, 2014). Entre el 10% y el 15% de los tintes usados en el proceso textil 

no se enlaza a las fibras y se libera al medio ambiente en los procesos de teñido 

(Campos y col, 2001, Moussavi y Mahmoudi, 2009). Los tintes son moléculas 

orgánicas complejas compuestas por dos grupos funcionales, el cromóforo, que es 

un grupo insaturado responsable de dar color al compuesto; el auxocromo que le da 

intensificación del color y / o mejora la afinidad del tinte por el sustrato (Figura 1) 

(Moussavi y Mahmoudi, 2009). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1.Tintes textiles y clases de cromóforos (color rojo): (a) antraquinona (b) azo 

(c) triarilmetano (d) nitro y (e) índigo (Modificado de Días y col, 2007) 
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Existen diferentes formas para clasificar a los tintes; éstas pueden ser de acuerdo al 

color, a su estructura química (Tabla 2), a su aplicación a la fibra (ácidos, básicos, 

directos, dispersos, reactivos sulfuros o de tina) y de acuerdo a su carga puede ser 

catiónicos (tintes básicos), aniónicos (tintes directos, ácidos y reactivos) y no iónicos 

(tintes dispersos) (Yagub y col, 2014). 

Tabla 2. Clasificación de los tintes de acuerdo a su estructura química. 

 

                                 Fuente:  Yagub y col, 2014 
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Los tintes empleados con mayor frecuencia a escala industrial son: los azo, 

antraquinonas, indigoides, trifenilmetilos y ftalocianinas (Forgacs y col, 2004).  

El índigo carmín (2,2’-bis-índigo) también llamado tinte de tina es uno de los tintes 

más antiguos e importantes que usan en estos procesos. Este tinte representa un 7% 

del mercado mundial en donde se usan anualmente cerca de las 120,000 toneladas 

(Quintero y Cardona, 2010). 

Es un polvo cristalino azul oscuro con fórmula química   C16H8O8N2S2Na2  (Figura 2) 

es insoluble en agua , alcohol o éter debido a las fuerzas intermoleculares fuertes 

ocasionadas por los puentes de hidrógeno, soluble en cloroformo, nitrobenceno  o 

ácido sulfúrico concentrado. En estado sólido forma un polímero en el cual cada 

molécula de índigo se une a cuatro moléculas a su alrededor (Zollinger, 2003). Está 

formado por el grupo H-cromóforo que consiste de un simple enlace doble entre 

carbonos sustituidos por dos donadores NH y dos aceptores CO. 

 

Figura  2. Molécula de índigo carmín (Quintero y Cardona, 2009) 

 

El índigo carmín ha sido utilizado como agente de teñido durante muchas décadas, 

su principal aplicación industrial es el teñido de mezclilla (Li y col, 2015).  Es un 

compuesto mutagénico, cancerígeno, de alta toxicidad que puede producir irritación 

en los ojos y piel del ser humano, hipertensión severa, efectos cardiovasculares y 

respiratorios; además el consumo del tinte en madres embarazadas puede causar en 
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los fetos daños en su naturaleza reproductiva, en su desarrollo mental o 

intoxicaciones (Quintero y Cardona, 2010).  

1.1.3 Tratamientos para la remoción de tintes 

Se han empleado diferentes procesos para el tratamiento de efluentes textiles, sin 

embargo, representan altos costos de tratamiento, los contaminantes químicos no 

son destruidos sino simplemente removidos de los efluentes y relocalizados en otro 

sitio donde el problema persiste. 

En procesos donde se utiliza el cloro para la decoloración, se pueden producir 

compuestos organoclorados que son altamente tóxicos y recalcitrantes, en ciertos 

tratamientos químicos se produce ruptura del anillo aromático del colorante 

generando sustancias aún más tóxicas. En atención al deterioro ambiental, 

actualmente existe un gran interés en el tratamiento de efluentes textiles industriales. 

El tratamiento de efluentes textiles por métodos convencionales es difícil debido a la 

estructura aromática compleja de los tintes de origen sintético los que se hace 

difíciles de degradar (Cortazar y col, 2012). 

 Los tratamientos físicos requieren mucha energía y pueden causar la formación de 

subproductos peligrosos (Saraswathi y Balakumar, 2009). Algunos procesos incluyen 

la filtración de membrana (nanofiltración, ósmosis inversa, electrodiálisis inversa) y 

técnicas de adsorción. 

Los métodos químicos son eficaces, sin embargo requieren altas concentraciones de 

productos químicos; estos procesos incluyen la coagulación o floculación combinada 

con flotación y filtración, precipitación-floculación con Fe (II) / Ca (OH)2, 

electroflotación, métodos de oxidación convencionales de agentes oxidantes (ozono), 

irradiación o procesos electroquímicos. Mediante estas técnicas se logra eliminar el 

color, sin embargo, son caros, se acumulan grandes cantidades de lodo concentrado 

que representan un problema para su eliminación y requiere el uso excesivo de 

químicos contaminantes (Selvam, 2012). 
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Por otro lado, los tratamientos biológicos con comunidades de organismos son una 

alternativa más económica en comparación con los tratamientos físicos y químicos.  

Los métodos de biodegradación se aplican comúnmente para el tratamiento de 

efluentes industriales, debido a que muchos microorganismos, como bacterias, 

levaduras, algas y hongos son capaces de acumular y degradar diferentes 

contaminantes (McMullan y col, 2001). Sin embargo se requiere de grandes 

superficies, poca flexibilidad en el diseño además de que algunos productos 

químicos son tóxicos, lo que limita la eficiencia del proceso (Bhattacharyya y Sarma, 

2003). Es por esto que los tratamientos biológicos aún no son del todo satisfactorios 

en los procesos de biodegradación (Robinson y col, 2001). Además, aunque muchas 

moléculas orgánicas se degradan, muchas otras son recalcitrantes debido a su 

estructura química compleja y origen orgánico sintético (Ravi y col, 1998).  En 

particular, debido a su naturaleza de xenobióticos, los colorantes azoicos no son 

totalmente degradados.  

Aunque las bacterias anaeróbicas podrían utilizarse en la decoloración de tintes, las 

desventajas de este método incluyen la producción de aminas aromática que suelen 

ser tóxicas y cancerígenas, además que las bacterias aeróbicas por lo general 

tienden a ser específicas hacia un tinte particular (Selvam, 2012).   

La decoloración y la degradación microbiana se han usado como una alternativa 

ambiental a los procesos de descomposición química. Los procesos biológicos tienen 

el potencial de convertir o degradar el contaminante en agua, dióxido de carbono y 

diversas sales de naturaleza inorgánica. 

De acuerdo a la literatura, la adsorción en fase líquida es un método eficiente para la     

eliminación de contaminantes de aguas residuales ya que el diseño adecuado del 

proceso de adsorción producirá un efluente tratado de alta calidad. Este proceso 

ofrece una alternativa atractiva para el tratamiento de aguas contaminadas, 

especialmente si el adsorbente es barato y no requiere una etapa de pre-tratamiento 

adicional antes de su aplicación. 
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En los últimos años se ha propuesto el uso de la biomasa microbiana, en especial la 

biomasa fúngica como potencial adsorbente para la eliminación de los tintes de las 

aguas residuales industriales (Fu y Viraraghavan, 2002; Tatarko y Bumpus, 1998;). 

Los microorganismos más eficientes en la descomposición de tintes sintéticos son 

los hongos basidiomicetos o sus enzimas que degradan la lignina. Por lo tanto, es 

necesario explorar el uso de esta biomasa de bajo costo, renovable y disponible 

localmente para la remoción de los colorantes.  

1.1.4 Adsorción  

La adsorción es un proceso de separación de equilibrio bien conocido y un método 

eficaz para aplicaciones de descontaminación de agua (Dabrowski, 2001). Se ha 

encontrado que es superior a otras técnicas para la reutilización del agua en términos 

de costo inicial, flexibilidad, simplicidad del diseño, facilidad de uso y la falta de 

sensibilidad a los contaminantes tóxicos. La adsorción no da lugar a la formación de 

sustancias nocivas; se lleva a cabo por separación de una sustancia de una fase y se 

produce por acumulación o concentración en la superficie de otra sustancia. La fase 

de adsorción es el adsorbente y el material concentrado o adsorbido en la superficie 

es el adsorbato. 

El proceso de adsorción puede ser químico o físico: la adsorción química se produce 

cuando los enlaces  presentes entre el adsorbato y el adsorbente son fuertes debido 

a un intercambio de electrones donde se forman enlaces iónicos y covalentes;  por 

otro lado  la adsorción física se produce cuando existen enlaces débiles  entre 

partículas del  adsorbato y el adsorbente, como  son los enlaces de Van der Waals, 

puentes de hidrógeno y dipolo-dipolo, en  este tipo de adsorción la mayoría de los 

casos es reversible.   

La adsorción genera efluentes de alta calidad, aunque presentan una serie de 

desventajas que los hace ineficaces para el tratamiento de efluentes coloreados. El 
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carbón activado es el adsorbente más estudiado por su alta capacidad de adsorción 

aunque su aplicación es limitada por su alto costo y difícil regeneración. 

En estudios para la decoloración de tintes por adsorción, se utilizan como 

adsorbentes la quitina, quitosano y lignocelulosa. La adsorción depende de varios 

factores como por ejemplo; las condiciones de cultivo usados para la preparación de 

la biomasa, la estructura y composición de las paredes celulares de hongos. Se sabe 

que el pH, temperatura, la concentración iónica de los medios de cultivo y el tamaño 

de partícula afectan la eficiencia de decoloración por hongos, ya que éstos son 

factores importantes en estudios de adsorción (Seyis y col, 2008).  

El pH de la solución del tinte juega un papel importante en la adsorción; influye en la 

carga de la superficie del adsorbente, el grado de ionización del material presente en 

la solución, la disociación de los grupos funcionales en los sitios activos del 

adsorbente y la química de la solución del tinte (Kyzas y col, 2013).  

La capacidad de adsorción de colorantes por quitina es dependiente de pH. El 

biopolímero tiene grupos funcionales OH, NHCOCH3 y NH2. Los grupos hidroxilo del 

polímero son fuertemente hidratados y son prácticamente incapaces de formar 

enlaces de hidrógeno con colorantes. Sin embargo, otros grupos como los amino 

pueden adsorber tintes por la formación de un enlace de hidrógeno, interacciones de 

van der Waals y también por intercambio iónico; dependiendo del pH en el agua. Los 

polímeros que contienen los grupos amino son neutrales (-NH2) o catiónicos (NH3+). 

A pHs ácidos estos grupos químicos se protonan y se adsorben iones aniónicos para 

mantener la neutralidad, este proceso ocurre a través de un intercambio iónico 

favoreciendo la remoción del tinte lo que permite la decoloración. Por otro lado, a pH 

alcalino los grupos aminos se desprotonan y los tintes aniónicos ya no pueden 

adsorberse (Razak y col, 2015; Longhinotti y col, 1998) 

Longhinotti y col, (1998) reportaron una tendencia hacia una mayor adsorción de 

colorantes aniónicos (en el rango de pH de 3-4). A un pH por debajo de 2, los 

aniones en la solución compiten con el colorante aniónico, disminuyendo de ese 
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modo la adsorción. Esto también se observó a pH alcalino ya que se desprotonan los 

grupos amino del polímero.  

La adsorción depende de la relación entre la concentración inicial del tinte y los sitios 

disponibles en la superficie del adsorbente; en general el porcentaje de eliminación 

del tinte disminuye con un aumento en la concentración inicial del tinte; que puede 

ser debido a la saturación de los sitios de adsorción en la superficie del adsorbente 

(Yagub y col, 2014). De igual manera, un aumento en la concentración inicial del tinte 

provoca un aumento en la capacidad del adsorbente, lo cual puede ser debido a la 

elevada fuerza de conducción para la transferencia de masa. 

El efecto de la temperatura es otro parámetro significativo, porque modifica la 

capacidad de adsorción del adsorbente. Si la adsorción aumenta al aumentar la 

temperatura es un proceso endotérmico, pero si la adsorción disminuye con el 

aumento de la temperatura es un proceso exotérmico 

La adsorción de contaminantes se incrementa con el aumento de la temperatura, 

debido a que aumenta la solubilidad del tinte y existe una mayor difusión de las 

moléculas del adsorbente y el adsorbato; sin embargo las temperaturas altas también 

influyen ocasionando la desorción del adsorbato. El incremento en la adsorción se 

pude atribuir a que al aumentar la temperatura, se generan más sitios activos sobre 

el adsorbente debido a la protonación o desprotonación de sus grupos funcionales 

(Kyzas y col, 2013).  Los efectos de la temperatura sobre la capacidad de adsorción 

varían entre los diferentes adsorbentes  

También se ha reportado que la adsorción es dependiente del tamaño de partícula, 

debido a que las partículas pequeñas aumentan la capacidad de adsorción ya que 

proporcionan  una mayor superficie de contacto y una mejor difusión del adsorbato y 

el adsorbente (Razak y col, 2015). Las técnicas de adsorción para tratamiento de 

aguas residuales se han vuelto más populares en los últimos años debido a su 

eficacia en la eliminación de contaminantes, que son tratados con dificultad en los 

métodos biológicos.  
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1.1.5 Hongos de la podredumbre blanca 

Los hongos de la podredumbre blanca han demostrado ser potencialmente útiles en 

biorremediación, debido a su crecimiento filamentoso permiten una colonización y 

una exploración más eficiente en los suelos contaminados, son capaces de 

mineralizar  la lignina y simultáneamente degradar los compuestos de  la madera a 

CO2 y H2O (Arana y col, 2002). Además, estos hogos poseen un importante grupo de 

enzimas con capacidad para oxidar diversos sustratos entre ellos una amplia 

variedad de contaminantes ambientales (Pointing, 2001) y varios tipos de colorantes 

sintéticos como azo, poliméricos, y colorantes heterocíclicos (Couto y col, 2002).  

Los hongos de la podredumbre blanca en cultivos sumergidos tienden a agregarse y   

crecen en forma de esferas compactas de micelio conocidas como pellets; estos 

están formados por una capa exterior de hifas creciente y una masa interna de 

micelio no crecido (Pirt, 1966; Papagianni, 2004)  

La pared celular de los hongos es una estructura que protege a la célula de los 

cambios adversos, incluyendo la presión osmótica; permite a la célula fúngica 

interactuar con su entorno ya que algunas proteínas son adhesivas y receptoras.  

El micelio fúngico en su pared celular contiene exopolímeros como el glucano y 

quitina que son muy hidrofílicos y tienen la capacidad de formar geles (Figura 3) 

(Smith y col, 2002). Los grupos reactivos de la superficie actúan como 

intercambiadores iónicos (Gadd, 2009) y las proteínas se asocian a polisacáridos 

formando las glicoproteínas. 
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Figura 3. Estructura de la pared células de los hongos 

 

Las proteínas representan del 20 al 30% de peso seco de la pared de los hongos 

filamentosos. Estas moléculas tienen varias funciones, participan en los procesos de 

adhesión, mantenimiento de la forma celular, protegen a la célula de sustancias 

extrañas, participan en la absorción de las moléculas, transmiten señales al 

citoplasma, sintetizan y remodelan los componentes de la pared celular.  

Por otro lado el glucano es el polisacárido estructural más importante de la pared 

celular, representa el 50-60% del peso seco. Está compuesto de unidades de 

glucosa con uniones β- 1,3. El β- 1,3- D- glucano es el componente al cual se unen 

otros componentes por medio de enlaces covalentes. El ß-1,3-D-glucano se sintetiza 

por las enzimas glucano sintetasas. Estas enzimas catalizan la formación de 

cadenas lineales de glucano compuestas por aproximadamente 1500 residuos de 

glucosa unidos por enlaces ß-1,3. En estas cadenas, cada 40-50 residuos de glucosa 

se unen nuevas unidades de glucosa por enlaces ß-1,3 para dar lugar a una 

estructura ramificada. Estas ramificaciones pueden unirse a otros glucanos, a la 

quitina o a las manoproteínas, proporcionando a la pared una gran resistencia 

mecánica esencial para mantener la integridad celular. 
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La quitina representa el 1-2% de peso seco de la pared celular de las levaduras 

mientras que en los hongos filamentosos puede llegar al 10-20%. Este biopolímero 

es un polisacárido blanco, duro, inelástico, compuesto de unidades de N- 

acetilglucosamina   (N-acetil-D-glucos-2-amina) unidas entre sí mediante enlaces β-

1,4, como las unidades de glucosa que componen la celulosa, pero tiene grupos 

acetamida  (-NHCOCH3) en lugar de los grupos hidroxilo (Figura 4). La presencia de 

estos grupos es muy importante ya que proporciona funciones distintivas de 

adsorción, es capaz de atrapar iones de metales pesados, proteínas y colorantes; 

debido a que su estructura molecular le permite la formación de fibras y películas 

biodegradables. 

 

Figura 4.Estructura de la quitina 

En la naturaleza se han detectado tres estructuras alomórficas denominadas α, β y γ 

la diferencia entre ellas es la disposición de sus cadenas (Ramirez y col, 2006). La 

configuración α posee microfibrillas antiparalelas de quitina unidas entre sí mediante 

puentes de hidrógeno intramoleculares; es la forma más abundante en la naturaleza 

y se encuentra en el caparazón de crustáceos como los camarones y los cangrejos. 

La β-quitina está integrada por cadenas paralelas de quitina unidas entre sí mediante 

puentes de hidrógeno débiles que la hacen más inestable y se encuentran en los 

calamares. Por último la γ presenta dos cadenas paralelas en el mismo sentido y la 

siguiente en el sentido opuesto, ha sido la menos estudiada y se puede decir que es 

una mezcla de la α y β- quitina. (Ramírez y col, 2006; Zhang y col, 2000).  
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Este polímero se encuentra en el exoesqueleto de los crustáceos, las cutículas de los 

insectos, y la pared celular de los hongos, es el aminopolisacárido más abundante en 

la naturaleza (Rinaudo, 2006). Se sintetiza a partir de N-acetilglucosamina por las 

quitina sintetasas, que depositan los polímeros de quitina en el espacio extracelular 

próximo a la membrana citoplásmica (Kumar, 2000).  

 

El principal derivado de la quitina es el quitosano formado por residuos de N- 

glucosamina unidos por enlaces β-(1,4) y se obtiene de la N-desacetilación de la 

quitina, tras la eliminación de los grupos acetilo (Lárez, 2006). 

 

La presencia de quitina en la pared fúngica permite la adsorción de compuestos 

tóxicos de alto impacto ambiental, así como colorantes o metales pesados, lo que 

hace de los hongos de la podredumbre blanca una alternativa biotecnológica muy 

eficaz en la remoción de contaminantes.  

El micelio fúngico ha demostrado tener una alta capacidad de adsorción en el 

tratamiento de efluentes textiles (Seyis y col, 2008; Slockar y col, 1998). Pencillium 

oxalicum  removió el 91% del azul reactivo 19 en 80min (Zhang y col, 2003), así 

mismo Trametes versicolor logró remover 63%  de 800mg/L de azul directo 1 en 6 

horas (Bayramoglu y Arica, 2009). 

La decoloración de efluentes textiles con hongos se puede llevar a cabo a través de 

dos sistemas de acuerdo a su estado de vida; micelio vivo que adsorbe y biodegrada 

tintes y micelio muerto que únicamente adsorbe tintes (Knapp y col, 1995). Ambos 

sistemas presentan ventajas y desventajas que se muestran en la Tabla 2. La 

eficiencia en estos procesos depende del hongo utilizado y el establecimiento de las 

mejores condiciones de decoloración. 
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Tabla 3. Ventajas y desventajas del micelio vivo y muerto en la decoloración. 

 

Micelio muerto Micelio vivo 

 

 

 

Ventajas 

No requiere nutrientes  

Los grupos químicos quedan 

más expuestos por la 

esterilización 

Es inocuo 

Resistente a iones y fenoles 

de efluentes 

Se pueden mejorar 

condiciones de cultivo 

Producción de enzimas 

Mineralización de tintes 

Uso en cultivos continuos 

 

Desventajas 

Los tintes se almacenan 

Desorción  

No se reutilizan 

Requiere nutrientes 

Enzimas sensibles a iones  

Puede contaminarse cultivo 

 Fuentes: Maurya y col, 2006; Kalaiarasi y col, 2012 

 

1.1.6 Micelio vivo  

La decoloración con micelio vivo se lleva a cabo a través de dos procesos, adsorción 

y degradación enzimática. Un gran número de hongos de la podredumbre blanca han 

demostrado ser capaces de degradar la lignina ya que contienen un sistema 

multienzimático formado por lacasas, lignina peroxidasas (LiP), y manganeso 

peroxidasa (MnP). La lacasa ha demostrado tener un papel predominante en estos 

procesos (Nyanhongo y col, 2002).  

La enzima lacasa  (bencenediol oxígeno oxidorreductasa (E.C.1.10.3.2) contiene 

varios átomos de cobre por lo que se le llama enzima multicobre y cataliza la 
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oxidación de compuestos fenólicos, no fenólicos, anilinas y algunos compuestos 

inorgánicos (Nyanhongo y col, 2002) mediante la transferencia de un electrón, lo que 

produce un radical libre, que espontáneamente reacciona consigo mismo o con otros 

compuestos reduciéndose y recuperando así el electrón perdido para alcanzar su 

estabilidad (figura 5) (Arana y col, 2002).  

 

 

Figura 5. Mecanismo de acción de las lacasas. 

Estas lacasas son secretadas como parte del metabolismo secundario de muchos 

hongos (Shi y col, 2012).  

En los últimos años un gran número de estudios han demostrado que los hongos de 

podredumbre blanca, como Phanerochaete chrysosporium, Bjerkandera adusta, 

Trametes versicolor, o Phlebia radiata entre otros, son capaces de degradar diversos 

tintes (Kaushik y Malik 2009). Mediante estos tratamientos se ha logrado la 

decoloración de tintes azo, antraquinónicos, heterocíclicos, trifenilmetano y 

poliméricos, así como la mineralización parcial por parte de los sistemas enzimáticos 

de estos hongos. (Ferreira y col, 2000; Swamy y col, 1999).  

Los hongos de la podredumbre blanca se han usado para la decoloración de 

efluentes provenientes de industrias, algunos ejemplos incluyen a Coriolopsis gallica 

y Trametes sp. I-62 que fueron capaces de decolorar y disminuir la DQO (Demanda 

Química de Oxígeno) de efluentes provenientes de la industria cervecera y de 

destilerías respectivamente (Yagüe y col, 2000; González y col, 2000). Anjaneya y 

col, (2009) alcanzaron remover el Azul Remazol, Brillante R (RBBR) 93%, azul de 
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bromofenol 100%, Cu-ftalocianina 98%, Rojo de metilo 56%, rojo Congo 58% durante 

el cultivo del hongo Irpex lacteus en medio líquido. Tian y col, (2013) removieron el 

92% del índigo carmín con Ganoderma weberianum en 1 hora.  En otro estudio 

Balam y Monteiro (2001) reportaron la remoción del 94 -100% de Índigo carmín con 

P. gilvus, P. chrysosporium, P. sanguineus, P. sanjor-caju respectivamente en un 

periodo de 4 días. En estos estudios las lacasas demostraron estar involucradas en 

la decoloración ya que el micelio no presentó color.  

Mediante análisis por espectroscopía FT-IR, HPLC y resonancia magnética nuclear 

(NMR C13) se han logrado identificar los productos de la transformación del índigo 

carmín (IC) durante el tratamiento enzimático y microbiano. El principal metabolito 

formado durante la oxidación del IC por lacasas fúngicas es la isatina (ácido isatin 

sulfónico) compuesto que se genera a partir de la ruptura del enlace C=C y la 

formación de un enlace C=O (Flox y col.2006; Ramya y col, 2008; Zaied y col, 2011; 

Ben Younes y Sayadi, 2013); posteriormente por descarboxilación puede generarse 

el ácido antranílico, como producto estable final (Campos y col, 2001). También se 

ha reportado en un estudio con lacasas bacterianas purificadas, que el IC se 

transforma en ácido antranílico vía isatina (Singh y col, 2007). Asimismo, se reportó 

que el grupo sulfónico enlazado al anillo aromático es causante de la recalcitrancia 

del ácido antranílico debido a su estabilidad química (Caraplash y Sharma, 1992). 

Durante la degradación del IC por biomasa liofilizada de Trametes versicolor se 

detectó la formación del ácido isatín sulfónico sin la formación de ácido antranílico. 

Esta acción fue atribuida a la lacasa intracelular del hongo que se mantuvo activa 

aún después de la deshidratación del hongo. Estos estudios han corroborado que el 

índigo carmín es un sustrato de la enzima lacasa. 

1.1.7 Micelio muerto 

La adsorción usando micelio fúngico muerto es independiente del metabolismo, se 

lleva a cabo por medio de los grupos funcionales presentes en la pared celular como 

son: amino, carboxilo, tiol y fosfatos, responsables de la adhesión del colorante. 
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Varios autores han reportado que ciertas modificaciones a nivel de pared fúngica 

aumentan la capacidad de adsorción de los hongos (Prachi y Anushree, 2008).  

Zhang y col, (2003) usaron pellets Penicillium oxalicum que lograron remover el 60% 

de azul reactivo 19 en 10 min y 91 % en 80 min. Ambrósio y col, (2012) encontraron 

que el micelio inactivo de Cunninghamella elegans en 120 h adsorbió el 70% naranja 

reactivo II, 85% negro reactivo, 93% reactivo de color rojo y 88% presentes en un 

efluente sintético (mezcla de tintes).  Asma y col, (2006) determinaron el potencial de 

Phanerochaete chrysossporium y Funalia troggii para decolorar el azul de astrazone 

y evaluaron el efecto de diferentes parámetros como el pH, temperatura, agitación y 

concentración de tinte en la decoloración; ellos reportaron que P. chrysosporium fue 

más efectiva que F. troggi logrando remover el 85% del azul de 50mg/ L de 

astrazone en 60 minutos, a pH 8,9 y 10 con 1g/50ml de biomasa y 150 rpm. Mientras 

tanto Razak y col (2006) lograron remover el 90% de azul remazol 19 y 95% de rosa 

bengal en 20 min con micelio muerto de Aspergillus niger a pHs ácidos, 50°C, 15 

rpm; demostrando que el pH, la temperatura, la concentración de adsorbente y el 

tamaño del pellet son parámetros pueden afectar la decoloración. 

1.1.8 Ensayos de Toxicidad  

Ha sido ampliamente evidenciado que los tintes que se descargan en los efluentes 

son tóxicos, carcinogénicos y mutagénicos. Entre los daños que ocasionan incluyen 

daños genéticos que pueden conducir a diversos problemas de salud e incluso 

afectar futuras generaciones (Igbal y col, 2014). Por lo tanto es importante realizar 

ensayos de toxicidad de los tintes y de los metabolitos formados después de los 

tratamientos. 

La toxicidad aguda de tintes especialmente azo y amino sustituidos ha sido 

ampliamente demostrada en plantas, bacterias y líneas celulares (Rajaguru y col, 

1999). Para medir la fitotoxicidad de los tintes se han utilizado ensayos con semillas 

de lechuga, melón y rábano, ya que los tintes pueden reducir la germinación de 
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semillas y el crecimiento radicular de las plantas (Rehman y col, 2008). Las pruebas 

de genotoxicidad que muestran el efecto mutagénico de tintes, ha sido evaluada 

usando bacterias como Vibrio fisheri, Salmonella thyphimurium (Bae y col, 2005; 

Chhabra y col, 2008, Chhaya y col, 2007). A través de análisis epidemiológicos se ha 

demostrado que algunos tintes están asociados al desarrollo de cáncer de hígado 

(Gago-Domínguez y col, 2002) y que la toxicidad puede ser ocasionada por los 

derivados que se generan durante la transformación de tintes (Soares-Graca y col, 

2002).   

 

La ingestión de agua o alimentos contaminados con tintes puede permitir el contacto 

directo con células de mamíferos por lo que se han desarrollado ensayos de 

citotoxicidad usando líneas celulares como las epiteliales de intestino (Caco-2), de 

hígado y de riñón. En estos sistemas los tintes pueden ser absorbidos y 

transformados ocasionando daños a la célula. El efecto tóxico se mide determinando 

la EC50 (concentración necesaria para reducir 50% de la viabilidad celular). Mathur y 

col, 2003 reportaron el efecto tóxico de efluentes textiles en células de hígado y 

testículos de ratas albinas, encontrando cambios en el contenido total de lípidos y 

colesterol; lo que revela una disminución en la función testicular. Así mismo, se 

encontró la disminución de las proteínas en el hígado como resultado de la acción 

necrótica del efluente con colorante. Recientemente, Bilal y Asgher, 2015, reportaron 

la disminución significativa en la citotoxicidad (glóbulos rojos) ocasionada por tintes 

reactivos sandal cuando fueron tratados con manganeso peroxidasa de Ganoderma 

lucidum. Ramsay y col, 2002 determinaron la EC50, después del tratamiento de tintes 

con Trametes versicolor donde encontraron que también los productos de la 

degradación del tinte pueden ser tóxicos, lo que resalta la necesidad de evaluar la 

toxicidad antes y después del tratamiento. En otro estudio se encontró que los tintes 

azul ácido 62 y azul ácido 628 fueron completamente decolorados por seis hongos 

de la podredumbre blanca, sin embargo encontraron diferencias en la reducción de la 

toxicidad medida con ensayos VITOTOXTM y células Caco-2 que varió entre 44% a 

99% dependiendo de la cepa (Vanhulle, 2006). 
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De esta manera las pruebas de toxicidad pueden verificar la eficiencia de enzimas o 

microorganismos no sólo para remover el color sino también para disminuir la 

toxicidad. La pérdida de toxicidad junto con la pérdida de color permitirán que el 

efluente pueda ser descargado al ambiente de manera segura (Gavril y Hodson, 

2007; Ulson de Souza y col, 2007).  

1.1.9 Trametes hirsuta Bm2 

El hongo T hirsuta Bm2 se aisló de desechos de madera en el estado de Yucatán 

(Medina, 2000). En estudios previos con este hongo se evaluó la producción de 

lacasas en medios definidos y sustratos lignocelulósicos (Ireta, 2010). También se 

reportó que el cobre y el hierro estimulan la producción de estas enzimas en cultivos 

(Burgos, 2010) demostrándose que son las responsables de la decoloración de tintes 

y efluentes (Zapata, 2010). Por otro lado se logró mejorar el porcentaje de 

decoloración hasta un 95% con la adición de mediadores naturales como el ácido 

vaníllico, (Acosta, 2011). Así mismo se logró la remoción completa del color de un 

efluente en 48 h de cultivo con la inmovilización del hongo en poliuretano (PUFI) 

(Castellanos, 2013).  
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1.2 JUSTIFICACIÓN  

La generación de grandes volúmenes de efluentes apremia el desarrollo de 

tecnologías eficientes para reducir y eliminar el impacto de tintes tóxicos en el medio 

ambiente. La biomasa de hongos contiene quitina que es un polímero natural e 

inocuo con gran capacidad de adsorción; además posee lacasas que tienen la 

capacidad de degradar compuestos fenólicos, no fenólicos, anilinas y algunos 

compuestos como los tintes. Estas fuentes representan una alternativa amigable con 

el medio ambiente para el desarrollo de procesos para la remoción de tintes. En este 

estudio se evaluó el potencial del micelio vivo y muerto en la decoloración de un tinte.  

 

HIPOTESIS 

El micelio fúngico de T. hirsuta tiene la capacidad de remover el color del tinte índigo 

carmín. 
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1.3  OBJETIVOS  

1.3.1 Objetivo general 

Desarrollar un tratamiento para remover el Índigo carmín usando micelio fúngico de 

T. hirsuta Bm2. 

 

1.3.2 Objetivos específicos  

 Obtener pellets de diferentes edades de cultivo para usarlos como 

adsorbentes en la remoción de tintes. 

 Establecer las condiciones de decoloración usando micelio muerto. 

 Establecer las condiciones de decoloración usando micelio vivo. 

 Cuantificar la cantidad de biomasa y la actividad lacasa. 

 Establecer los ciclos de reuso del micelio vivo en la decoloración de un tinte.  

 Comparar la eficiencia de la remoción del tinte en los diferentes procesos 

evaluados. 

 Determinar la toxicidad del tinte antes y después del tratamiento microbiano 

usando línea celulares de riñón 
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2. MATERIALES Y MÉTODOS    

2.1  Microorganismo    

Se usó Trametes hirsuta Bm-2 una cepa aislada en Laboratorio de Fisiología y 

Bioquímica Microbiana del Instituto Tecnológico de Mérida (Tapia-Tussell, 2011).La 

cepa se inoculó en medio de cultivo al 2 % (p/v) de extracto de malta (EM) y 2 % de 

agar bacteriológico. El medio se esterilizó durante 15 minutos a 121 °C y 15 psi. La 

inoculación se llevó a cabo adicionando al medio una superficie de 1 cm2 de micelio y 

se incubó a 35 °C por 4 días y se almaceno a 4 °C.    

2.2  Inóculo  

Para la producción del inóculo se usó medio YMPG que contenía: glucosa 10 g, 

extracto de malta 10 g, peptona 2 g, extracto de levadura 2 g, KH2PO4 2 g, MgSO4. 

7H2O 1 g, Tiamina 1 mg. Se ajustó el pH a 4.5 con una solución concentrada de HCl. 

Se transfirieron 50 mL del medio en matraces de 250 mL, se esterilizaron a 121°C 

por 15 minutos en autoclave. En cada matraz se depositaron dos porciones de 1 cm2 

del micelio propagado en el medio sólido y se incubó durante 4 días a 35°C y 150 

rpm. El micelio se homogenizó durante 2 minutos con un homogenizador ultraturrax y 

posteriormente se empleó como inóculo.   

2.3  Obtención de biomasa microbiana viva y muerta (pellets). 

Se adicionó 1 mL del medio homogenizado a matraces Erlenmeyer de 250 mL con 

50 ml del medio líquido YMPG. Los matraces se incubaron a 35 °C y 150 rpm. Se 

obtuvieron los pellets en diferentes tiempos 48, 72 y 96 h, seguidamente se midió el 

tamaño promedio de 100 pellets. Para obtener la biomasa muerta los pellets se 

esterilizaron 15 min a 121 °C y 15 psi. Se usaron los pellets vivos y muertos para 

evaluar la decoloración del tinte. 
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2.4  Establecimiento de las condiciones para decoloración del tinte con micelio 

fúngico muerto y vivo. 

La decoloración del tinte con micelio muerto se realizó en matraces Erlenmeyer de 

125 mL que contenían buffer 60 mM. La decoloración con micelio vivo se llevó acabo 

en 2 medios el primero fue medio YMPG (inciso 2.2) en buffer 60 mM y el segundo 

medio YMPG (inciso 2.2) en buffer 60mM suplementado con 2% de salvado de trigo. 

En todos los casos la solución de índigo carmín (0.01%) se agregó en la 

concentración y condiciones señaladas en cada experimento. El control se realizó 

con el tinte y la solución del medio correspondiente sin la adición del inóculo, se 

midió la absorbancia a 600 nm. 

Adicionalmente en las muestras de micelio vivo se cuantificó la biomasa por peso 

seco y en los extractos la actividad lacasa.  

2.4.1 Efecto del pH 

Los pellets de diferentes edades se transfirieron a matraces de 125 mL con 50 mL de 

buffer citratos-fosfatos pH 3, buffer acetatos pH 4 y 5, buffer fosfatos pH 6 y 7 (60 

mM) y 0.01 % de índigo carmín. Los matraces se incubaron a temperatura ambiente 

con agitación de 150 rpm. Se tomaron muestras cada tres horas durante 24 h en las 

que se midió la absorbancia. 

2.4.2 Efecto de la temperatura  

Los pellets obtenidos de diferentes edades (0.5 g) se transfirieron a matraces de 125 

mL con el buffer de citrato-fosfato 60 mM, pH 3 para el micelio muerto y buffer de 

fosfato 60 mM, pH 6 para el vivo; posteriormente se incubaron a diferentes 

temperaturas entre 30, 35, 40, 45 y 50°C a 150 rpm. Se tomaron las muestras cada 3 

h durante 24 h y se midió la absorbancia.  
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2.4.3 Efecto de la concentración del inóculo 

Se transfirieron pellets (0.25, 0.5, 0.75, 1 y 1.25 g) de diferentes edades a matraces 

de 125 mL con buffer de citrato-fosfato pH 3 (micelio vivo) y buffer de fosfatos pH 6 

(micelio muerto); se incubaron a 30 °C y 150rpm. Se tomaron muestras cada 3 h 

durante 24 h y se midió la absorbancia. 

2.4.4  Cuantificación de biomasa  

Las muestras de 24 h de incubación se filtraron en papel filtro Whatman No 1 y se 

secaron durante 24 h a 60°C. La biomasa se determinó por la diferencia de peso 

entre el papel filtro y el papel filtro con biomasa. 

2.4.5 Actividad de la enzima lacasa  

Las muestras obtenidas durante el cultivo se centrifugaron a 3,000 rpm por 30 min. 

En los sobrenadantes o extractos libres de células se determinó la actividad lacasa 

por espectrofotometría midiendo la oxidación del ABTS (2,2´-azino-bis [ácido 3-

etilbenzotiazolina-6-sulfónico]) (Coll y col, 1993). El sistema de reacción de 1 mL 

contenía: 100 μL de amortiguador de acetatos 1 M pH 4.5, 770 μL de agua destilada 

y 30 μL de extracto enzimático. Los tubos se preincubaron durante 5 minutos a 45°C. 

Después se adicionaron 100 μL de la solución ABTS 5 mM y se incubaron 20 

minutos más. Posteriormente se leyó la absorbancia a una longitud de onda de 

420nm. El coeficiente de extinción molar del ABTS es de 36,000 M-1 cm-1 (Coll y col, 

1993). El blanco se preparó sustituyendo la enzima por 30 μL de agua destilada. Una 

unidad de actividad de lacasa se definió como la cantidad de la enzima que oxida 1 

µmol de ABTS mL-1min-1, bajo las condiciones de ensayo. 

2.4.6 Efecto de la concentración de tinte. 

Se evaluó el efecto de la concentración de tinte (50, 100 y 150 mg/L) en matraces de 

125 mL. Se transfirieron 1 g de pellets a matraces con buffer de citrato-fosfato pH 3 
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(micelio muerto) y 0.5 g de pellets a matraces con buffer de fosfatos pH 6 (micelio 

vivo); se incubaron a 30 °C y 150 rpm. Se tomaron muestras cada 3 h durante 24 h y 

se midió la absorbancia. 

2.4.7 Decoloración del tinte  

La decoloración se midió por la pérdida de absorbancia a 600 nm. El % de 

decoloración se determinó utilizando la siguiente fórmula. Es importante mencionar 

que a las muestras se les resta la decoloración del control para obtener una 

decoloración real. 

 

2.4.8 Reutilización de micelio vivo. 

Para determinar los ciclos de reutilización de los pellets (micelio vivo) se adicionaron 

0.5 g de pellets a matraces con medio YMPG en buffer de fosfatos pH 6 y otros con 

medio YMPG suplementado con 2% de salvado de trigo, 100 mg/mL de tinte y se 

incubaron a 30 °C y 150 rpm. Después de 12 h de cultivo las esferas se recuperaron 

en un colador y se transfirieron a un medio fresco en condiciones estériles. Al término 

de cada cultivo se determinó la decoloración y la actividad de lacasa. 

2.4.9 Línea celular  

Se empleó la línea celular de epitelio de riñón canino (MDCK), las células fueron 

cultivadas en medio de cultivo Eagle modificado por Dulbecco (DMEN) suplementado 

con 10% de suero fetal bovino (FBS), 1% ampicilina estreptomicina (10000 U de 

penicilina y 10000 μg de estreptomicina) y 1% de glutamina en cajas de cultivo 

estériles, de 75 cm2 y se incubaron a 37°C y 5% CO2. Para el mantenimiento de los 

cultivos se cambió a medio fresco cada dos días, lavando las células dos veces con 

1ml de solución salina con bufer de fosfatos (PBS) y pH7. 
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Los cultivos con 90% de confluencia se lavaron dos veces con PBS y dos veces con 

solución de tripsina al 0.025% y se incubaron durante 4 min a 37°C y 5% CO2, 

obteniendo una suspensión celular que se contó en cámara de Neubauer mediante el 

método su exclusión con azul de tripano. 

2.4.10  Ensayo de citotoxicidad 

Las células se inocularon a una densidad aproximadamente de 10,000 células/pozo 

en microplacas de 96 pozos en un volumen de 100μL de DMEN suplementado con 

SFB, se incubaron 24 horas a 37°C y 5% CO2 para permitir la adhesión celular a la 

superficie del pozo. Posteriormente se inoculó por triplicado diferentes 

concentraciones de tinte (25, 50, 75, 100, 125 y 150 mg/L), así como las muestras 

antes y después del tratamiento con micelio vivo y muerto. Todas las muestras se 

incubaron durante 72 horas a 37°C y 5% CO2 

2.4.11  Ensayo MTT 

Para cuantificar el efecto citotóxico se aplicó el método MTT (Metil tiazol tetrazolio). 

Después del tiempo de tratamiento se eliminó el medio de cultivo y las microplacas 

de cultivo se lavaron con PBS, para evitar la interferencia de las proteínas 

provenientes del SFB en la dilución final del formazán. Posteriormente se añadió 

100μL de MTT en una concentración de 0.25mg/mL en medio sin suplementar y las 

placas se incubaron durante 4 horas en condiciones estándar. Después se desechó 

cuidadosamente el sobrenadante y se adicionó 100μL de DMSO (dimetilsulfóxido) 

para disolver el formazán producto del metabolismo de MTT. Las placas de cultivo se 

leyeron a 550nm y el porcentaje de inhibición se determinó comparando la viabilidad 

celular en ausencia y presencia de las muestras tratadas de acuerdo a la fórmula: 
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2.4.12   Análisis estadístico de los resultados 

Se realizó un análisis de varianza ANOVA con un 95 % de confianza. La significancia 

estadística se determinó con la prueba de Tukey’s con un nivel p≤ 0.05, con la ayuda 

del programa estadístico SPSS (Statistics Product for Service Solutions).         
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3. RESULTADOS Y DISCUSIONES   

 

3.1  Obtención de la biomasa. 

Durante el crecimiento de hongos en cultivo sumergido, el micelio se desarrolló en 

forma de pellets cuyo tamaño se varió en función del tiempo de cultivo. En este 

estudio se obtuvieron aproximadamente 500 pellets por cada 50 mL de medio de 

cultivo, de donde se tomaron aleatoriamente 100 pellets para medir su diámetro a las 

48, 72 y 96 horas. Estos se denominaron M1, M2, y M3 respectivamente para su 

posterior identificación.  

En el análisis, se observó que durante el cultivo se incrementó el tamaño de los 

pellets en función del tiempo en un rango de 2 a 4 mm a las 48, 72 y 96 horas 

respectivamente como se muestra en la figura 6 y 7. Este hecho fue atribuido a que 

las condiciones a lo largo del cultivo favorecieron el crecimiento del hongo. 

 

 

 

Figura 6. Pellets del cultivo de T. hirsuta BM2 en medio YMPG. 

 M1 (micelio de 48h), M2 (micelio de 72h) y M3 (micelio de 96h). 

M1 M2 M3 
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Figura 7. Diámetro de pellets (mm) de T. hirsuta BM2 producidos en YMPG. 

 

3.2  Determinación de las condiciones de decoloración con micelio muerto. 

El uso de la biomasa microbiana en especial la biomasa fúngica como potencial 

absorbente para la eliminación de tintes de aguas residuales industriales ha sido 

propuesta como una alternativa prometedora.  Se ha reportado que la capacidad de 

adsorción es dependiente de varios factores como: tipo de biomasa, pH, temperatura 

concentración de tinte y concentración de adsorbente (Maurya y col, 2006), por lo 

que en este estudio se realizó una cinética de decoloración a diferentes valores de 

pH, temperaturas concentración de micelio y tiempo para determinar la mayor 

eficiencia en la decoloración. 

3.2.1 Efecto del pH 

El pH de la solución del tinte juega un papel importante en todo el proceso de 

decoloración y en particular sobre la capacidad de adsorción. Este parámetro influye 

en la carga de la superficie del adsorbente, el grado de ionización del material 

presente en la solución, la disociación de grupos funcionales en los sitios activos del 
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adsorbente y la química de la solución de colorante. Se evaluó el efecto del pH en un 

rango de 3 a 7 en la remoción del índigo carmín con biomasa muerta a temperatura 

ambiente y una concentración inicial de tinte de 100 mg/L. 

En la tabla 4 se muestra los resultados donde se observa que al incrementar el pH 

(3-7) disminuye la eficiencia de la decoloración. A pH 3 se detectó la máxima 

decoloración que fue de 60,52 y 36% en M1, M2 y M3 respectivamente a las 24 

horas de tratamiento. Este comportamiento puede ser atribuido a la concentración de 

iones de hidrógeno presentes en el medio y las interacciones electrostáticas ya que a 

pH ácidos los grupos químicos presentes en la pared celular del hongo se protonan 

adquiriendo una carga positiva y para mantener su neutralidad contra iones 

negativos se adsorben; por otro lado al aumentar el pH del medio estos grupos 

químicos se desprotonan y la adsorción disminuye (Garg y col, 2004; Yesilada y col, 

2003) 

Estos resultados coinciden con los reportados por Razak y col, (2015) quienes 

lograron remover del 90-95% de Rosa de Bengal y Azul de Remazol 19 

respectivamente a pHs bajos (2-4) con micelio muerto de A. niger, mientras que 

Kahraman y col, (2012) reportan la remoción del 90% de 50mg/L del tinte índigo 

carmín a pH 2 en un período de tiempo corto (60min). Similarmente Wang y col, 

(2008) reportaron que le pH óptimo en la adsorción de un tinte azo con A. fumigatus 

fue de 2. En la Tabla 4 también se observan diferentes niveles de decoloración en 

función de la edad del micelio. M1 alcanzó el mayor porcentaje de decoloración 

(60%), seguido de M2 (52%) y M3 (36%). 
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Tabla 4. Efecto del pH en la decoloración del índigo carmín 0.01% por T. hirsuta. 

 

Decoloración (%) 

pH M1 M2 M3 

3 60a 52a 36a 

4 23b 14b 18b 

5 11c 11bc 5bc 

6 0.7d 0.5cd 0.9c  

7 0.6d 0 d 0.5c 

Índigo carmín 0.01% Temperatura ambiente, 150 rpm y 24 h. Las medias con  

letras diferentes en la misma columna son significativamente diferentes (p≤ 0.05) 

3.2.2 Efecto de la temperatura 

La temperatura es otro factor importante en el proceso de decoloración, se sabe que 

la temperatura aumenta la energía cinética de las moléculas favoreciendo la difusión 

e interacción del adsorbato (tinte) y el adsorbente (micelio), sin embargo a 

temperaturas altas se produce la desorción del tinte (Kyzas y col, 2013). Por lo tanto 

se evaluó el efecto de la temperatura en la decoloración de índigo carmín en un 

rango de 30 a 50 °C a pH3  

En la figura 8, se presentan los resultados de la evaluación de este parámetro, donde 

se puede observar que la máxima remoción del color se detectó de 30 a 40 °C, 

después de 3 horas de tratamiento, y aunque los tres micelios presentan el mismo 

comportamiento durante el experimento, el micelio M1 alcanzó el mayor porcentaje 

de remoción (75 y 76%), seguido de M2 (64%) y M3 (51%). A partir de 45°C se 

observa una disminución en la decoloración, que podría ser atribuido al efecto de la 

desorción, ya que al aumentar la temperatura las fuerzas electrostáticas se rompen 

liberando el tinte. Datos similares fueron reportados por Kalaiarasi y col, (2012) 
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donde removieron el 90% del color en un efluente textil a 30 °C con Aspergillus 

fumigatus, además mencionan que con el incremento de la temperatura, la eficiencia 

de decoloración disminuye. 

 

Figura 8. Efecto de la temperatura en la decoloración del índigo carmín 0.01% por T. 

hirsuta en buffer de citrato-fosfato 60 mM, pH 3, 150rpm y 3 h. 

 

3.2.3 Efecto de la concentración de Inóculo  

Para estudiar el efecto de la concentración de inóculo se usaron concentraciones de 

0.25 a 1.25 g con micelio de diferentes edades M1, M2 y M3. Se usaron los valores 

de pH y temperatura seleccionados anteriormente (pH 3 y 30 °C). El tiempo de 

tratamiento fue de 3 horas donde se observó que el porcentaje de decoloración se 

incrementó de acuerdo al tamaño de inóculo. El mayor porcentaje de remoción de 

color (82%) se obtuvo con un gramo del micelio más joven (M1), que se mantuvo al 

aumentar la concentración a 1.25g (Figura 9). Este incremento fue atribuido al 

aumentó en la superficie adsorbente y la disponibilidad de más sitios de adsorción 

(Razak y col, 2015). Asma y col. (2006), también encontraron que el incremento en la 
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concentración del inóculo favorece la adsorción en la decoloración del Azul astrazone 

con P chysosporium donde logran remover el 80% del tinte en 60 min. Del mismo 

modo Verma y Banik, en 2005 evaluaron el efecto de la concentración del inóculo de 

Phanerochaete chrysosporium en un rango de 0.05 a 1 mg/100mL para decolorar el 

tinte verde malaquita logrando una decoloración de 78.2% con 0.2 mg/mL de 

biomasa viable y no viable. 

 

Figura 9. Efecto de la concentración de inóculo en la decoloración del índigo carmín 

0.01% por T. hirsuta en buffer de citrato-fosfato 60 mM, pH 3, 35 °C, 150 rpm y 3 

horas de tratamiento. 

 

3.2.4 Efecto de la concentración de tinte  

Se realizó una cinética donde se evaluó el efecto de la concentración de tinte de 50 a 

150 mg/L a pH 3, 30 °C, 1 g de inóculo y 150 rpm. Los resultados muestran que la 

remoción del tinte con biomasa muerta es dependiente de la concentración inicial de 

mismo (Figura 10). La mayor eficiencia en la remoción de color ocurrió a 50 y 100 

mg/L de índigo carmín (74 y 68%) a las 1.5 horas de tratamiento y al aumentar la 

concentración del tinte disminuye la eficiencia del proceso. 
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Figura 10. Cinética de decoloración del índigo carmín por T. hirsuta en buffer de 

citrato-fosfato pH 3, 30 °C, 1g inóculo, 150 rpm 

Estos resultados podrían ser relacionados con la saturación de los grupos químicos 

presentes en pared celular del hongo a una concentración de 150 mg/L. Cabe 

mencionar que el control no presentó decoloración lo que permite confirmar que la 

decoloración no fue afectada por ninguna variable externa a las ya controladas en el 

periodo donde se observaron los cambios en la remoción del color. Un 

comportamiento similar fue observado por Kahraman y col (2012)) en la decoloración 

del índigo carmín con P. ostreatus reportando una reducción en la decoloración de 93 

- 64% cuando incrementaron la concentración del tinte de 50-500mg/L. Además ellos 

mencionan que la concentración de tinte presente en aguas textiles es menor a 

500mg/L (aproximadamente10-50 mg/L). Por otro lado Binupriya y col (2007) 

reportan un decremento el porcentaje de adsorción cuando se incrementa la 

concentración de tinte.  

Como se mostró en los experimentos con diferentes edades de micelio, el más joven 

(M1) alcanzó el porcentaje más alto de decoloración. Lo anterior puede ser debido a 

que los pellets, son más pequeños y hay mayor cantidad de éstos por gramo de 
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inóculo. Este hecho ha sido estudiado por Weber, (1972) quien reportó que el 

incremento en la superficie de contacto favorece la adsorción del tinte. Asimismo, 

durante el crecimiento del hongo podrían ocurrir modificaciones en la pared celular 

en relación a la estructura y concentración de la quitina que es el principal 

adsorbente. Los grupos acetamida proporcionan funciones distintivas de adsorción y 

de acuerdo a su concentración en el polímero quitina podrían favorecer la capacidad 

de atrapar iones de metales pesados, proteínas y colorantes. Por otra parte, la 

quitina posee microfibrillas antiparalelas unidas entre sí por puentes intermoleculares 

cuya compactación podría aumentar con la edad del micelio. Aunque no se han 

encontrado reportes al respecto, es posible que la estructura de la quitina en el 

micelio joven sea menos compacta dejando más disponibles los grupos químicos que 

favorecen la adsorción del tinte. Las figura 11a y 11b muestran los pellets antes y 

después del tratamiento donde se observa claramente la coloración azul de los 

pellets después del tratamiento.                                                                    

  A            B     

Figura 11. Pellets de T. hirsuta antes (A) y después (B) de 1.5 horas de tratamiento 

con micelio muerto a pH3, 30°C y 150 rpm 
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3.3 Determinación de las condiciones de decoloración con micelio vivo. 

En los últimos años se ha centrado más la atención en el desarrollo de nuevas 

tecnologías de tratamiento que nos ayuden a completar la degradación del tinte. Los 

hongos de la podredumbre blanca han sido muy estudiados en la decoloración de 

tintes y si bien el mecanismo primario es la adsorción del tinte también producen 

enzimas lacasas que son capaces de degradarlos y eliminarlos. En este estudio se 

realizó una cinética de decoloración para evaluar el pH, temperatura y concentración 

de tinte; se presenta el tiempo en el que se obtuvo la mayor decoloración. 

3.3.1 Efecto del pH 

El pH es un factor importante que afecta el crecimiento del hongo, la decoloración, la 

síntesis y actividad de las lacasas. Los cultivos se realizaron en un rango de pH de 3 

a 7 (con el buffer correspondiente) a temperatura ambiente en medio YMPG. En la 

figura 12 se observa que la mayor decoloración se detectó a pH 6 y 7 siendo esta del 

80% y 73% a las 10 horas. Este cambio de coloración fue atribuido a que a estos 

valores de pH se detectó un mayor crecimiento del hongo (adsorción) y/o la 

presencia de las enzimas lacasas que produce, mientras que en el control no se 

observaron cambios significativos de color. A diferencia a pH 3, 4 y 5 el nivel de 

decoloración fue similar al control, lo que sugiere que la remoción de color fue debida 

a un efecto por pH. 
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Figura 12. Efecto del pH en la decoloración del índigo carmín 0.01% por T. hirsuta a 

temperatura ambiente, 150 rpm y 10 h de incubación.  

 

La tabla 5 muestra los resultados de la biomasa que fue medida como indicador del 

crecimiento del hongo y la producción de lacasas a los diferentes pHs. No se detectó 

correlación entre la actividad lacasa y la biomasa ya que el hongo tuvo un 

crecimiento similar a pH 3, 6 y 7 pero la actividad de lacasa varió significativamente 

dependiendo del pH (197, 114 y 57 U/mL respectivamente). Se ha evidenciado que 

los hongos de la podredumbre blanca son capaces de crecer en un amplio rango de 

pH, sin embargo este parámetro ha demostrado tener un papel predominante en la 

inducción de enzimas ligninoliticas que se ha evidenciado incluso a nivel 

transcripcional  (Fernández y col, 2014). El mejor pH para inducir las lacasas puede 

variar con la cepa y las condiciones de cultivo.  

Los resultados de este estudio mostraron que aunque a pH 3 se produjo la mayor 

actividad de lacasas (197 U/mL), no hubo decoloración ya que los niveles de 
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decoloración fueron similares al control. Este comportamiento puede ser atribuido al 

efecto de este pH en la síntesis de isoenzimas lacasas que pueden tener diferencias 

en sus propiedades, como la afinidad al sustrato, lo que podría indicar que las 

lacasas producidas no tienen afinidad por el índigo carmín. Cabe recordar que 

durante el tratamiento con micelio muerto (producido a pH6) se detectó una alta 

eficiencia en la remoción de tinte a pH3, sin embargo cuando se usó micelio vivo no 

fue así, probablemente debido a que durante el cultivo a pH3 ocurrieron cambios en 

la estructura del micelio que modificaron su capacidad de adsorción.  

A pH 6 se encontraron 114 U/mL de actividad lacasa con las cuales se obtuvo el 80% 

de decoloración y a pH 7 se produjeron 57 U/mL y 72% de decoloración. Estos 

resultados nuevamente muestran la ausencia de correlación entre los niveles de 

actividad y la eficiencia en la remoción del tinte, por lo que es probable que la 

decoloración esté relacionada con un efecto combinado con la afinidad de las 

lacasas producidas a un determinado pH y la afinidad de las lacasas sobre el índigo 

carmín.  En base a los resultados obtenidos se seleccionó el pH de 6 para continuar 

con los estudios en micelio vivo. 

Tabla 5. Efecto del pH en la actividad lacasa y biomasa de T. hirsuta 

pH Biomasa 
(mg/mL) 

Lacasa 
(U/mL) 

3 0.935
a

 197
a

 

4 0
b

 0
d

 

5 0
b

 0
d

 

6 0.910
a

 114
b

 

7 1.006
a

 57
c

 

Temperatura ambiente, 150 rpm y 10 h de tratamiento. Las medias con letras  

diferentes en la misma columna son significativamente diferentes (p≤ 0.05) 
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3.3.2 Efecto de temperatura. 

Posteriormente se evaluó el efecto de la temperatura en un rango de 30-50 ºC a pH6.   

A 30 y 35 °C el micelio vivo produjo la mayor decoloración a las 10 horas (figura 13).  

Se observó que al incrementar la temperatura hubo decoloración en el control. Como 

se puede apreciar, la decoloración del tinte en el control aumentó al incrementar la 

temperatura. 

En este experimento, también se evaluó la biomasa y la actividad enzimática, los 

resultados indican que de 30 - 40 °C se obtuvo la mayor cantidad de biomasa (1.359-

0.899 mg/mL) y de actividad lacasa (25 - 23 U/mL). Sin embargo a partir de 45ºC se 

afectó el crecimiento y producción de lacasas hasta desaparecer a 50 ºC (Tabla 6). 

Tian y col, (2013) reportaron que 33 ºC fue la mejor temperatura de Ganoderma 

weberianum para remover 92% de índigo carmín usando 20 mg/L. 

Este efecto se puede atribuir a que a temperaturas altas se afectan las reacciones 

enzimáticas, provocando la inactivación de la enzima por el calor o la 

desnaturalización de la misma. Tal como sugiere Nyanhongo y col, (2002) en la 

decoloración de ocho tintes con T. modesta quien además menciona que los ocho 

tintes se decoloraron a diferentes temperaturas. Por lo tanto la temperatura que se 

usó en este trabajo para los siguientes experimentos fue 30 °C. 



43 

 

Figura 13. Efecto de la temperatura en la decoloración del índigo carmín 0.01% por 

T. hirsuta a pH 3, 150 rpm y 10 h de tratamiento.  

 

Tabla 6. Efecto de la temperatura en la actividad lacasa y biomasa de T. hirsuta, 

T (°C) Biomasa 
(mg/mL) 

Lacasa 
(U/mL) 

30 1.359ª 25a 

35 0.930ab 23a 

40 0.899ab 17a 

45 0.587b 5.2b 

50 0c 0b 

pH 3, 150 rpm y 10 h de incubación. Las medias con letras diferentes 

en la misma columna son significativamente diferentes (p≤ 0.05) 
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3.3.3 Efecto de la concentración de inóculo 

 El tamaño del inoculo es un factor que ha mostrado tener un efecto en los procesos 

de decoloración de tintes con micelio vivo, de tal manera que se evaluaron 

concentraciones de inoculo de 0.25. 0.50, 0.75, 1 y 1.25 g a pH 6 y 30 °C. Los 

resultados obtenidos se presentan en la figura 14, donde se observa una elevada 

remoción de tinte (70%) a partir de 0.5 g, después de los cuales no hay un cambio 

significativo en decoloración con respecto a los demás tamaños de inoculo, por lo 

que esta concentración, fue seleccionada como la mejor en este proceso. 

De igual manera Verma y Banik en 2005 evaluaron el efecto de la concentración de 

inoculo de Phanerochaete chrysosporium en un rango de 0.05 a 1 mg/100ml y 

lograron decolorar el 78.2% del verde malaquita con 0.2 mg/mL de biomasa viable y 

no viable. 

Por otro lado, Shahvali y col, (2000) han informado que un tamaño de inóculo del 

10% es suficiente para la decoloración de las aguas residuales textiles y que por 

encima de este no existe ningún cambio apreciable en el porcentaje de decoloración.  

 

Figura  14. Efecto de la concentración de inóculo en la decoloración del índigo 

carmín 0.01% por T. hirsuta a pH 3, 30 °C, 150 rpm y 10 h de incubación.  
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También se observó un incremento entre la cantidad de inóculo, la cantidad de 

biomasa y la actividad de lacasa (Tabla 7). 

 

Tabla 7. Efecto de concentración de inóculo en la lacasa y biomasa de T. hirsuta 
 

Inóculo 

(g) 

Biomasa 
(mg/mL) 

Lacasa 

(U /mL) 

0.25 0.7575
c

 17
d

 

0.50 1.498
bc

 48
cd

 

0.75 1.472
bc

 76
bc

 

1.00 1.8915
ab

 117
b

 

1.25 2.6365
a

 173
a

 

pH 3, 30 °C, 150 rpm y 10 h de tratamiento. Las medias con letras 

diferentes en la misma columna son significativamente  diferentes (p≤ 0.05) 

 
 

3.3.4 Efecto de la concentración de tinte con micelio vivo 

 El efecto de la concentración inicial de tinte depende de la relación inmediata entre 

la concentración del tinte y los sitios disponibles en una superficie adsorbente.  

Para evaluar el efecto de la concentración de tinte (entre 50-150 mg/L), se realizó 

una cinética bajo las siguientes condiciones pH 6, 30 °C, 0.5 g de inóculo y 150 rpm; 

los resultados demuestran que la mayor eficiencia de decoloración fue con 50 y 100 

mg/L (figura 15b).  Lo cual indica que un aumento en la concentración inicial de tinte 

provoca un aumento en la capacidad del adsorbente y esto puede ser debido a la 

elevada fuerza de conducción en la transferencia de masa a una alta concentración 

inicial de tinte. Por otro lado cuando si se aumenta la concentración de tinte a 150 
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mg/L la eficiencia en la decoloración disminuye probablemente por la saturación o 

inhibición de la lacasa. Datos similares han sido reportados por Binupriya y col 2008; 

en otro estudio Verma y Banik (2005) encontraron un comportamiento semejante 

cuando evaluaron el efecto de la concentración de tinte de 100mg/L a 1000mg/L en 

la decoloración del violeta de cristal y el verde de malaquita.  

   

a) 

 
b) 

 Figura  15. Cinética de decoloración del índigo carmín por T. hirsuta en buffer de 

fosfatos pH 3, 30 °C, 0.5 g inóculo, 150 rpm; control sin inóculo (figura a) y micelio 

(figura b). 
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También se pude observar en la figura 15a la decoloración del control (medio sin 

inóculo) a partir de las tres horas de tratamiento, esto podría ser atribuido al tiempo y 

a luz. Por lo tanto la decoloración real (decoloración del micelio- decoloración del 

control) del índigo carmín en 100 mg/L de tinte es aproximadamente del 53%. 

Las figura 16 muestra los pellets al inicio y al final del tratamiento es importante 

mencionar que el tinte se adsorbe inicialmente al pellet, pero el color desaparece, lo 

que indica que la decoloración fue ocasionada por las lacasas que produce el hongo. 

Un comportamiento similar fue reportado por Quintero y col, (2013) en la degradación 

del Orange II después de días de tratamiento. También Yesilada y col (2010) 

reportaron un comportamiento similar en la decoloración del diferentes tintes (Negro 

astrazon, rojo cibacron FN-3R, azul remazol brillante R, rojo de remazol BS, azul 

turquesa remazol G) donde obtuvieron una decoloración del 87 al 94% con F. trogii y 

T versicolor; ellos mencionan que la decoloración puede atribuirse primeramente a la 

adsorción y luego a la degradación enzimática, debido a que los pellets no se tiñen al 

final del tratamiento. De igual manera Aretxaga y col, (2001) y Enayatzamir y col 

(2009) reportaron un comportamiento similar. 

            A)                                                              B) 

          

Figura 16.Pellets de T. hirsuta antes (A) y (B) después del tratamiento con micelio 
vivo a pH6, 30°C, 150 rpm y 10 horas de tratamiento. 
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3.4  Reuso de los pellets   

Una de las principales ventajas del micelio vivo es que se puede recuperar y reutilizar 

por esta razón se llevaron a cabo ciclos de reuso de los pellets cada 12 horas bajo 

las condiciones encontradas en los experimentos anteriores en medio YMPG y en 

medio YMPG suplementado con el 2% de salvado de salvador de trigo debido a que 

se reportado que el salvado de trigo favorece el crecimiento del hongos además que 

es un inductor de las lacasas. 

La figura 17 muestra los ciclos de reuso de los pellets en medio YMPG, se puede 

observar una decoloración del 58 al 70% respectivamente en los dos primeros ciclos 

y que al aumentar estos la eficiencia en la decoloración disminuye hasta 30%. Por 

otro lado tenemos el medio YMPG suplementado con 2% salvado trigo y se puede 

ver que obtiene una decoloración del 53 al 74% lo cual nos permite usar el micelio 

vivo hasta 4 ciclos. También se determinó la actividad lacasa en los ciclos de reuso 

los resultados se presentan en la tabla 7 en donde se observa que la actividad 

aumenta en función del tiempo y que la mayor actividad se detectó en el tercer ciclo 

(36h) en el medio YMPG suplementado con salvado de trigo siendo de 1981 U/mL 

ocho veces mayor que en medio de solo YMPG.  

 

Figura  17. Ciclos de reuso en la decoloración del índigo carmín por T. hirsuta Bm2 a 

pH 6 y 30˚C . 

0

20

40

60

80

100

1 2 3 4

%
 D

ec
o

lo
ra

ci
ó

n
 

Ciclos de reuso 

YMPG YMPG mas salvado



49 

Tabla 7. Actividad lacasa en los ciclos de reuso  

Activida Lacasa (U/mL) 

Reuso YMPG YMPG + salvado  

1 66
b

 145
c

 

2 128
b

 900
b

 

3 246
a

 1981
a

 

4 205
a

 1363
b

 

pH6, 30°C, 150 rpm, 10 horas de tratamiento. Las medias con letras  

diferentes en la misma columna son significativamente diferentes (p≤ 0.05) 

 

3.5 Comparación de la decoloración con micelio vivo y muerto. 

En la tabla 8 se comparan los tratamientos en la decoloración del índigo carmín con 

micelio vivo y muerto. Se puede observar que ambos tratamientos demostraron ser 

capaces de eliminar el tinte logrando remover altos porcentajes del índigo carmín. La 

máxima decoloración con micelio vivo se obtuvo a las 10 horas de tratamiento. En 

este sistema la cantidad de inóculo fue menor que el muerto, además, se produjeron 

enzimas lacasas que podrían ser usadas en otros procesos y los pelltes fueron 

reutilizados 4 ciclos. Por otro lado, con el micelio muerto se requirió un tiempo muy 

corto (1.5 h) para remover eficientemente el tinte (68%). Es importante señalar que 

aunque el tinte se almacena en los pellets, éstos podrían ser desorbidos para la 

reutilización el tinte. La selección del tratamiento adecuado a escala industrial 

depende de la economía, la viabilidad y la inocuidad de las aguas tratadas. 
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Tabla 8.Tabla comparativa del tratamiento del tinte con micelio muerto y vivo. 

Micelio pH T  

(°C) 

Inóculo  

(g) 

Tinte  

(mg/L) 

Decol. 

(%) 

Tiempo  

(h) 

Lacasas  

(UmL
-1

) 

Ciclos  

Muerto 3 30-35 1 100 68 1.5 0 1 

Vivo 6 30-35 0.5 100 70 10 48 4 

 

3.6  Pruebas de Citotoxicidad  

Los hongos de la podredumbre blanca son capaces de decolorar tintes a través de 

las enzimas oxidativas extracelulares que producen. Sin embargo, la decoloración no 

implica que los metabolitos resultantes de la transformación del tinte sean menos 

tóxicos que las moléculas iniciales. En este estudio el tinte índigo carmín fue tratado 

con células vivas y muertas de Trametes hirsuta y posteriormente se midió la 

citotoxicidad de los extractos tratados. Los ensayos de toxicidad se llevaron a cabo 

con células de riñón, los cuales son un modelo que ha sido validado ―in vitro” por lo 

que representa una herramienta pa ra el estudio de toxicidad de contaminantes 

(Bondy y Amstrong, 1998).  

 

Los resultados de la figura 18 muestran que la toxicidad celular por el índigo carmín 

fue del 15.6 %, lo cual representa un nivel bajo de toxicidad de acuerdo a la escala 

reportada por (Coleman y col, 1985; Ramsay y col, 2002). Después del tratamiento 

del tinte con micelio muerto se logró remover el tinte y la sobrevivencia de las células 

se recuperó al 100% debido a que el tinte fue eliminado por el proceso de biosorción. 

Por otro lado el carácter citotóxico fue mucho mayor durante la biotransformación del 

índigo carmín con el micelio vivo.   En todas las muestras obtenidas después del 

crecimiento del hongo en medio YMPG y con salvado, la toxicidad celular fue de 79 a 

90%, lo que implica un nivel de toxicidad aguda.  
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Figura  18. Citotoxicidad antes y después del tratamiento del tinte índigo carmín con 

micelio vivo y muerto de T. hirsuta Bm2.  

 

 

La tabla 8 muestra una comparación de los porcentajes de remoción del tinte, las 

lacasas producidas y la actividad citotóxica. El tinte sin tratamiento y tratado con 

micelio muerto desarrollaron un color purpura en la reacción, que de acuerdo a su 

intensidad es indicador de baja o ausencia de toxicidad, mientras que la disminución 

del color se relaciona con el nivel de toxicidad de la muestra. Los resultados 

muestran claramente que no hubo una correlación directa entre el nivel de 

decoloración del índigo carmín y la citotoxicidad detectada. Después del tratamiento 

con YMPG y YMPG con salvado, la decoloración fue de 70 y 74% y el nivel de 

citotoxicidad de 78 a 87% respectivamente, mientras que, en los extractos obtenidos 

durante el reuso, la decoloración fue de 37 y 53% y la toxicidad de 90 y 89% 

respectivamente.  Tampoco hubo correlación entre los niveles de actividad de lacasa, 

la decoloración y la toxicidad. En el medio YMPG aun cuando la actividad fue baja 

(66 U/mL), se obtuvieron altos porcentajes de decoloración (70%) y citotoxicida 
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(78%). También se observó que después del reuso la actividad de lacasas aumentó 

a 205 U/mL, sin embargo la decoloración fue de 37% y la toxicidad 90%. Lo anterior 

indica que aun cuando las lacasas están involucradas en el proceso de 

biotransformación, otros factores podrían estar involucrados en el proceso, como la 

liberación de otros metabolitos producidos por el hongo. 

 

Tabla 9. Decoloración y citotoxicidad antes y después de los 

tratamientos del índigo carmín. 

Muestra  Decoloración 
         (%)  

Act. Lacasa 
(U/mL) 

 

Citotoxicidad 
(%) 

 

Tinte  0  0 15.61  

 
MM  

 
68  

 
0 

 
0  

 

 
MV/YMPG 

 
70  

 
66 

 
78.75 

 

MV/YMPG 
reuso  

37  205 90.31  

MV/S 
 

74  145 87.62  

MV/S 
reuso  

53  1362 89.06  

                MM: micelio muerto, MV: micelio vivo, medios YMPG y Salvado (S) 

 

Estos resultados coinciden con los reportados por Ramsay y col, (2002) quienes 

evidenciaron el incremento en la toxicidad después del tratamiento de los tintes, 

Amarillo Brillante Cibacron 3B-A y Rojo Congo con Trametes versicolor. 
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La degradación enzimática de los tintes vía lacasas requiere diversos pasos para la 

biotransformación a moléculas no tóxicas. Se ha mencionado que las lacasas 

podrían causar separación de los anillos aromáticos del tinte a través de la 

incorporación de átomos de oxígeno (biohidroxilación) resultando en ácidos 

carboxílicos. El índigo carmín puede ser transformado en isatina y por 

descarboxilación puede formar el ácido antranílico que es muy tóxico para la células 

(Quintero y Cardona, 2010).  También Campos y col, (2001), encontraron que la 

degradación de Indigo es más rápido en presencia de las lacasas de la cepa de T. 

hirsuta de hongos que las lacasas de la cepa bacteriana Sclerotium rolfsii, pero los 

mismos productos de degradación (ácido antranílico e isatina) se crearon después de 

la biodegradación por ambas lacasas. 

 

La toxicidad de tintes después del tratamiento microbiano ha sido escasamente 

estudiada y se han realizado empleando modelos bacterianos, algas, organismos 

marinos, plantas y líneas celulares. El índigo carmín fue eficientemente decolorado y 

detoxificado por lacasas de Scytalidium  thermophillum, usando Escherichia coli y 

Bacillus megaterium  para medir la toxicidad (Younes y Sayadi, 2013). En otros 

estudios se reportó la decoloración y detoxificación del amarillo de ranomil y rojo A 

con lacasas de Cyuthus bulleri usando como modelo de toxicidad a Bacillus subtillis 

(Mishra y Bisaria, 2007). También, la lacasa purificada de T. hirsuta fue capaz de 

decolorar tintes triarilmetano, indigoides, azo y anatraquinónicos y reducir la toxicidad 

que se midió por la velocidad de consumo de O2 de Pseudomona putida (Abadulla et 

al, 2010).  En otro estudio, la toxicidad del tinte medida con Daphnia magna y líneas 

celulares de cáncer fue eliminada completamente después del tratamiento con 

Coriolus versicolor (Srikanlayanukul y Kitwechkun, 2008).  

 

En un estudio más amplio, Vanhulle y col (2008) llevaron a cabo el tratamiento de 8 

tintes con seis hongos y compararon el efecto tóxico usando sistemas bacterianos y 

líneas celulares Caco-2.  La eficiencia en la decoloración varió en función de la cepa 

y no hubo correlación entre la decoloración y el nivel de toxicidad.  Cuando se usó 
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Pycnoporus sanguineus, el tinte indigoide azul ácido mostró ser pobremente 

detoxificado en el sistema de células Caco-2 mientras que fue eficientemente 

detoxificado con el sistema de Salmonella. A diferencia, el rojo ácido fue detoxificado 

por células Caco-2 mientras que se observó un incremento en la toxicidad usando el 

sistema Vibrio fisherii. Lo anterior muestra que la evaluación de la toxicidad es 

complicada, ya que los resultados varían dependiendo de hongo, del tinte y el 

sistema utilizado (bacterias, o células), es decir, diferentes modelos pueden conducir 

a diferentes resultados. 
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4. CONCLUSIONES  

Se establecieron las mejores condiciones de decoloración con el micelio muerto 

30°C, pH 3, 1 g inóculo, 150 rpm y 100 mg/L de tinte en un tiempo de 1.5 horas y se 

logró remover el 68% del índigo carmín. 

Se establecieron las mejores condiciones de decoloración en el micelio vivo 30°C, 

pH6, 0.5 g inóculo, 150 rpm y 100 mg/l de tinte en un tiempo de 10 horas y se logró 

remover el 70% del índigo carmín en 10 horas. 

La adición de salvado de trigo permitió la reutilización del sistema vivo durante 4 

ciclos. En estas condiciones se incrementó la actividad de las lacasas 8 veces. 

El tratamiento con micelio vivo mostró un severo efecto citotóxico en las células de 

riñón MDCK. Mientras que con el uso de micelio muerto no presentó un efecto 

citotoxico. 

Los resultados obtenidos contribuyen a resaltar la importancia de evaluar el efecto 

citotóxico después del tratamiento fúngico para establecer la seguridad de la 

tecnología de tratamiento de tintes o aguas residuales.  

El mejor tratamiento fue con micelio muerto ya que se obtiene una decoloración del 

68% en un tiempo corto y se reduce la citotoxicidad en las células MDCK. 
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5. RECOMENDACIONES 

Los resultados de este estudio mostraron que en las condiciones empleadas para el 

tratamiento del índigo carmín con el micelio vivo de T. hirsuta Bm-2 se logró remover 

el tinte pero se generaron compuestos que incrementan la toxicidad medida en 

células de riñón. Por lo anterior es importante realizar análisis por HPLC acoplado a 

masas para identificar los compuestos que se acumulan durante la 

biotransformación.  

Una alternativa para mejorar el proceso es el uso de tratamientos mixtos y/o la 

adición de mediadores redox que aumentan el potencial redox de las lacasas y le 

permitan ampliar el espectro de sustratos (como los intermediarios) sobre los que 

puede actuar la lacasa a fin de transformarlos a compuestos no tóxicos.   
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