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Degradación de restos vegetales y nonilfenol etoxilado por hongos 

lignocelulolíticos de hojarasca 

 

 

RESUMEN 

Los hongos descomponedores de hojarasca (LDF) son un grupo ecofisiológico de hongos, 

mayormente basidiomicetes, que crecen sobre material vegetal muerto colonizando las capas superiores 

del suelo presentes en bosques y pastizales. Son numerosos los estudios existentes que apuntan a la 

búsqueda de enzimas lignocelulolíticas de interés industrial provenientes de hongos causantes de pudrición 

blanca. Contrariamente, los LDF son un grupo poco explorado con similar poder enzimático y, su 

habilidad para colonizar el suelo, sobrevivir durante largo tiempo y competir con otros microorganismos, 

les confiere ventajas para su utilización en procesos de biorremediación de suelos.  

Con el fin de colectar especímenes de hongos basidiomicetes LDF, se realizó un relevamiento en 

distintos sitios localizados dentro de la ecoregión del Delta del Río Paraná y Ribera Platense, con un total 

de 19 cepas aisladas e identificadas exitosamente. Las mismas, fueron evaluadas en función de su habilidad 

para producir sistemas enzimáticos extracelulares lignocelulolíticos. Además, se investigó la capacidad de 

Marasmiellus candidus (BAFC 4532), Leratiomyces ceres (BAFC 4533) y Marasmius haematocephalus (BAFC 4531) 

para descomponer in vitro la hojarasca de la especie nativa Celtis tala y la hojarasca de la especie exótica 

Ligustrum lucidum, dos representantes vegetales abundantes en la región de estudio. Sólo para L. ceres se 

registraron diferencias significativas entre los dos tipos de hojarasca, con una mayor pérdida de peso con 

la hojarasca exótica, lo que estuvo asociado principalmente a la producción de la enzima ligninolítica 

Manganeso peroxidasa y a la degradación preferencial de compuestos carbonados alquílicos y lignificados. 

Por otro lado, Hypholoma fasciculare (BAFC 4546) fue seleccionada en función de su mayor velocidad de 

crecimiento en un medio agarizado conteniendo 1 g/L del detergente NP10EO, la clase más común de 

nonilfenol etoxilado (NPnEO). En dicho medio, H. fasciculare removió hasta un 75% aprox. del detergente 

sin la formación de productos de degradación como el nonilfenol, más tóxicos y recalcitrantes. Por último, 

se evaluó el efecto del NP10EO en la descomposición de hojarasca de C. tala y L. lucidum. 
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Esta tesis aporta una contribución al conocimiento de la biodiversidad de hongos LDF 

pertenecientes a la ecoregión del Delta del Río Paraná y Ribera Platense y su potencial aplicación en 

procesos tecnológicos de bioconversión de biomasa vegetal y degradación de uno de los surfactantes no 

iónicos más ampliamente utilizados en el comercio y la industria, el nonilfenol etoxilado. 

 

Palabras claves: Basidiomicetes; Descomposición de hojarasca; Enzimas lignocelulolíticas; Biorremediación; 

Surfactante. 
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Degradation of plant debris and nonylphenol ethoxylate by 

lignocellulolytic litter fungi  

 

 

ABSTRACT 

Litter decomposing fungi (LDF) are an ecophysiological group of fungi, mostly basidiomycetes, 

growing on dead plant material and colonizing the upper layers of soil and humus in forests and grasslands. 

The search of novel enzymes for industrial applications produced by white-rot fungi has been the subject 

of numerous investigations. Conversely, LDF are an unexplored group of fungi, with similar enzyme 

potential but with the ability to colonize the soil, survive there over long periods, and compete with other 

microorganisms, features that can make them more suitable for soil bioremediation applications.  

A total of 19 basidiomycetes LDF strains were successfully isolated and identified from different 

sites located within the Delta of Río Paraná and Ribera Platense ecoregion. Their ability to produce 

extracellular lignocellulolytic enzyme systems was evaluated. In addition, the capacity of Marasmiellus 

candidus (BAFC 4532), Leratiomyces ceres (BAFC 4533) and Marasmius haematocephalus (BAFC 4531) to degrade 

in vitro leaf litter of two abundant and representative vegetable species in the studied region was 

investigated: the native Celtis tala and the exotic Ligustrum lucidum. Significant differences between the two 

litter types were found only for L. ceres, with a greater mass loss with the exotic leaf litter, which was 

associated mainly with ligninolytic Manganese peroxidase enzyme production and preferential degradation 

of alkyl and lignified carbon compounds. On the other hand, Hypholoma fasciculare (BAFC 4546) was 

selected based on its faster growth rate in an agarized media supplemented with 1 g/L of NP10EO, the 

most common type of nonylphenol ethoxylate surfactant (NPnEO). In this medium, H. fasciculare removed 

approx.75% of the detergent without the formation of more toxic or more recalcitrant by-products like 

nonylphenol. At last, the effect of NP10EO in L. lucidum and C. tala litter decomposition was evaluated. 

This thesis provides a contribution to increase the knowledge on the biodiversity of LDF belonging 

to Delta del Río Paraná and Ribera Platense ecoregion and their application in technological processes 



5 
 

such as plant biomass conversion and the degradation of one of the non-ionic surfactants most widely 

commercially and industrially used: the nonylphenol ethoxylate.  

 

Keywords: Basidiomycetes; Litter decomposition; Lignocellulolytic enzymes; Biorremediation; Surfactant. 
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Los hongos son un grupo muy diverso de organismos eucariotas de distribución cosmopolita. 

Constituyen un reino monofilético, el reino Fungi, con 10 phyla identificados hasta la fecha y un número 

total de especies comparable al de los animales y superior al de las plantas. Se han descripto cerca de 

99.000 especies hasta la fecha (Blackwell, 2011; Kirk et al., 2008) aunque estudios recientes basados en 

métodos de secuenciación de alto rendimiento estiman entre 3,5 y 5,1 millones el número total de especies 

existentes (O’Brien et al., 2005). 

Estos organismos, que incluyen levaduras y hongos filamentosos, son altamente versátiles, y 

pueden encontrarse en una gran variedad de hábitats, incluyendo ambientes terrestres y acuáticos, y 

muchos son capaces de sobrevivir en condiciones extremas (Carlile et al., 2001).  

Poseen una nutrición heterotrófica de naturaleza absortiva, es decir que se nutren de la materia 

orgánica presente en el medio ambiente y sólo son capaces de incorporar moléculas pequeñas a través de 

su degradación extracelular. Algunos son parásitos o simbiontes y obtienen su alimento a partir de 

organismos vivos. Otros hongos son saprótrofos, obteniendo sus nutrientes de materia orgánica muerta. 

Estos últimos son los principales responsables del reciclado de restos vegetales (Carlile et al., 2001). A 

través de la digestión enzimática, los nutrientes presentes en la materia orgánica pueden ser mineralizados 

y el carbono que fue fijado por la actividad fotosintética de las plantas vuelve a la atmósfera como CO2 

junto a la liberación de energía en forma de calor. La degradación de estos restos vegetales también es 

importante para el ciclo de otros elementos, como por ejemplo nitrógeno, fósforo y potasio. Sin 

descomposición, y considerando que existe una producción primaria anual de materia orgánica cercana a 

los 4 kg por m2 en los bosques tropicales, los ecosistemas más productivos (Berg y Laskowski, 2005), la 

superficie de la Tierra se encontraría cubierta de materia orgánica rápidamente. De esta cantidad, hasta 

un 25% se encuentra en forma de restos leñosos, que sólo pueden ser degradados por hongos 

especializados. Teniendo en cuenta esto, podemos afirmar que la actividad de estos organismos es 

esencial para la vida en la Tierra. 

 

1.1. La hojarasca y el proceso de descomposición 

La hojarasca es un recurso heterogéneo que comprende una mezcla de sustratos de alta calidad, 

como son las hojas verdes, flores, frutos, semillas, microorganismos y animales muertos, y sustratos de 

menor calidad, principalmente materiales leñosos (Dance, 2008). Estos sustratos se reconocen como 

hojarasca dado que se encuentran recientemente muertos, y en la mayoría de los casos, han sido liberados 

al suelo donde comienza su transformación y descomposición. Hay ocasiones en que ciertas estructuras 
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que hacen parte de la hojarasca, quedan adheridas al sustrato luego de haber muerto y comienzan a 

descomponerse antes de llegar al suelo.  

 

 

Figura 1. Principales grupos de materia orgánica en un bosque templado típico: biomasa vegetal (aérea y 
subterránea) y materia orgánica muerta (hojarasca y materia orgánica de los suelos). Adaptado de Berg y 

Laskowski (2005). 

 

En los bosques, la hojarasca representa el principal aporte de nutrientes a la formación del humus 

y a las demás capas orgánicas del suelo (Figura 1). La cantidad y calidad de la hojarasca varían 

ampliamente entre los ecosistemas forestales y determinan la calidad de la materia orgánica del suelo 

(Regina et al., 2005), así como la naturaleza de la microbiota asociada, incluyendo su tamaño, composición, 

función y propiedades fisiológicas. A su vez, la composición de la comunidad microbiana  influencia el 

curso de la descomposición y los cambios químicos de la hojarasca durante el proceso (Berg y 

McClaugherty, 2003).  

Se entiende por descomposición, al proceso por el cual la materia orgánica es convertida a formas 

más estables y, junto con la fotosíntesis, explican la mayor parte de la transformación del carbono del 

planeta (Berg y McClaugherty, 2003). Involucra numerosos procesos, físicos, químicos y biológicos, en 

los que compuestos orgánicos complejos son llevados a formas más simples y nutrientes minerales. Bajo 

ciertas circunstancias, no todos los elementos químicos regresan a su forma inorgánica natural (como las 

sustancias húmicas o los combustibles fósiles: carbón, petróleo y metano), e incluso, la descomposición 
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puede significar procesos opuestos a la degradación, como la polimerización o condensación de 

compuestos fenólicos o productos de degradación de la lignina, lo cual, combinado al importe de algunos 

nutrientes, resulta en la acumulación de nuevas sustancias formadas (Berg y Laskowski, 2005; Berg y 

McClaugherty, 2003). La descomposición puede ocurrir gradualmente y a distintos niveles, y es posible 

gracias a toda una comunidad de organismos, principalmente bacterias y hongos pero también 

organismos vertebrados e invertebrados así como a reacciones que son puramente fisicoquímicas. A lo 

largo de esta tesis, se considera como “descomposición” o “pérdida de masa de hojarasca” a la suma del 

CO2 liberado y la lixiviación de nutrientes y compuestos orgánicos degradados de forma incompleta y 

que se pierden como resultado del transporte por agua hacia afuera de la hojarasca remanente sin 

descomponer (Berg y McClaugherty, 2003). 

Los microorganismos sintetizan múltiples enzimas extracelulares, libres o asociadas a pared celular, 

para degradar la materia orgánica que les servirá como fuente de carbono y energía. Estos sistemas 

enzimáticos descomponen los sustratos que se encuentran insolubles en la naturaleza, convirtiéndolos a 

productos solubles que posteriormente serán transportados al interior celular. Por lo tanto, el carbono 

asimilado a partir de la descomposición de hojarasca foliar puede ser mineralizado a CO2 o ser convertido 

en biomasa microbiana. La hojarasca foliar consiste de distintos grupos de compuestos y las cantidades 

relativas de los mismos varían según la especie de planta de procedencia y el tipo de tejido (hojas, tallos, 

raíces, cortezas), así como también de las condiciones de su formación y deposición. De manera amplia, 

la hojarasca foliar está constituida principalmente por compuestos orgánicos solubles como azúcares, 

compuestos fenólicos de bajo peso molecular, hidratos de carbono y glicéridos, así como por los 

principales polímeros de pared celular de origen vegetal: celulosa, hemicelulosa, lignina y pectina. Además, 

polisacáridos vegetales de reserva como el almidón, y otros biopolímeros como las proteínas son otros 

componentes menores disponibles en algunos tipos de hojarasca (Berg y McClaugherty, 2003).  

Generalmente, la descomposición de la hojarasca foliar sigue un patrón secuencial con diferentes 

clases de compuestos orgánicos dominando el decaimiento a medida que procede en el tiempo. Los 

patrones y velocidades de descomposición (k) suelen estimarse utilizando una medida de la pérdida de 

peso acumulada en el tiempo o peso de hojarasca remanente. 

Se han definido tres modelos principales que describen la descomposición de hojarasca previa a la 

formación de humus: 

 1. El modelo exponencial simple, propuesto por primera vez por Jenny et al. (1949) y elaborado 

por Olson (1963), es un modelo cinético de primer orden basado en el precepto que el proceso de 



15 
 

descomposición ocurre a una tasa que es constante en el tiempo, independientemente de la cantidad de 

material remanente. Por lo tanto, la descomposición es total y procede como si se tratase de un único 

tipo de material a ser degradado. La función es descripta según la siguiente ecuación: Mt = M0 e-k t, la 

cual suele utilizarse en la forma linealizada ln (Mt/M0) = -k t, en donde Mt es la masa a un tiempo t 

(normalmente en años) y k es la constante o tasa de decaimiento (expresada en años-1), la cual es negativa 

debido a que la masa remanente disminuye con el tiempo. Este modelo, suele ser una buena primera 

aproximación a la función de degradación de materia orgánica, especialmente en las etapas tempranas del 

proceso (Berg y McClaugherty, 2003).  

2. El modelo doble exponencial (Bunnell et al., 1977; Lousier y Parkinson, 1976) se puede 

considerar como una variación del exponencial simple y surge de la observación de la existencia de tasas 

k más bajas en compuestos de tipo recalcitrante (por ej. lignina, Fogel y Cromack, 1977). Se representa 

mediante la ecuación Mt = M1 e-k1 t + M2 e-k2 t. Si bien este modelo también asume una descomposición 

total del sustrato, existen dos componentes o fases para la descomposición de hojarasca. Una primer fase 

o fase inicial, representa la fracción del sustrato que se encuentra más accesible y es más fácilmente 

degradada (con una tasa k1) dada por la lixiviación de compuestos solubles y la descomposición de 

materiales lábiles (principalmente azúcares, compuestos fenólicos de bajo peso molecular, iones 

inorgánicos, almidones y proteínas), y una segunda fase que presenta una descomposición más lenta (con 

una tasa k2 < k1), como resultado de la lenta descomposición de elementos recalcitrantes como celulosa, 

hemicelulosa, taninos y lignina.  

3. El modelo de tres fases (Figura 2), es una modificación realizada por Berg y Matzner (1997) del 

modelo de dos fases, al agregar una tercer fase con una tasa de descomposición extremadamente lenta. 

En la fase temprana se produce la descomposición de compuestos solubles y de celulosa y hemicelulosa 

no asociada a estructuras lignificadas. Esta etapa está fuertemente influenciada por el clima y por 

nutrientes como el nitrógeno, fósforo y azufre. En una segunda fase o fase tardía, la influencia del clima 

disminuye hasta no ejercer ningún efecto sobre la descomposición. El nitrógeno y la lignina causan un 

efecto negativo sobre la descomposición a través de la represión de la síntesis de novo de enzimas 

ligninolíticas y/o mediante la interacción entre la lignina remanente y el nitrógeno vía enlaces químicos 

que constituyen una barrera para la degradación (Berg y McClaugherty, 2003). Contrariamente, la 

descomposición de hojarasca se incrementa con el contenido de Mn en suelo (Berg et al., 2007). En la 

tercer y última fase, cercana a la formación de humus, la descomposición alcanza un valor límite. La 

función asume una disminución en las tasas de pérdida de masa a medida que procede la descomposición 

hasta eventualmente alcanzar un valor de cero. Esta asíntota representa un límite a la pérdida de masa 
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acumulada debido a la existencia de un residuo resultante que es recalcitrante o se encuentra estabilizado 

(Berg y Ekbohm, 1991; Howard y Howard, 1974; Wieder y Lang, 1982). Berg y Ekbohm (1991) 

definieron la función: Lt = m (1- e-t ki/ m), donde Lt es la pérdida de masa acumulada (en porcentaje), t 

es el tiempo y ki es la tasa de descomposición al inicio del proceso de decaimiento. La tasa k es máxima 

para ki y disminuye a medida que aumenta la pérdida de masa acumulada. Por último m, representa el 

nivel asintótico para la pérdida de masa, el cual normalmente está por debajo del 100%. Algunos estudios 

sobre descomposición de hojarasca realizados a campo por el método de “litter-bag” o bolsas de 

descomposición, han reportado una tasa constante para la descomposición, la cual fue seguida en el 

tiempo hasta alcanzar un 80% de pérdida de masa (por ej. Aber et al., 1990). Por el contrario, muchas 

hojarascas se descompusieron más rápido inicialmente y presentaron tasas k más bajas en estadios más 

avanzados, a medida que la hojarasca “envejeció”. La disminución en las tasas de descomposición puede 

ser lenta o relativamente rápida, creando diferentes patrones como lo reflejan los valores límites (Berg, 

2014). En algunos casos se encontraron valores límites muy bajos, cercanos al 40% (Faituri, 2002), 

mientras que en otros, los valores límites fueron de hasta el 100%, es decir que presentaron una 

descomposición completa de la hojarasca. Por lo tanto, existe una gran variación en los patrones de 

descomposición con valores límites que dependerán de las especies de hojarasca involucradas, su 

composición química y del ambiente (Berg et al., 2010). 

 

Figura 2. Modelo de descomposición de tres fases. Fuente: Berg (2014) 
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1.2. Estructura de la pared celular vegetal y principales 

constituyentes de la hojarasca  

La pared celular vegetal representa aproximadamente el 50% del peso seco de la biomasa vegetal. 

Es la estructura más externa de las plantas y, su principal función es la de conferirle rigidez, esencial para 

resistir el estrés mecánico y mantener su forma. A pesar de ello, la pared celular vegetal es una entidad 

dinámica y metabólicamente activa que juega un rol crucial en el crecimiento, protección, diferenciación 

y comunicación célula-célula (Kubicek, 2012).  

Consistente con la gran cantidad de funciones asociadas a la pared, su estructura es muy variada, 

no sólo entre las distintas especies de plantas sino también entre los distintos tipos de tejidos y durante 

la ontogenia de una misma célula vegetal, sin embargo en esta Tesis se presenta una estructura 

generalizada con el fin de dar un panorama del ambiente al que se enfrentan los organismos en el proceso 

de descomposición de la hojarasca. 

La pared celular se origina de novo durante la división celular y se deposita como una serie de capas, 

separando físicamente a las dos células hijas, con la presencia de angostas conexiones intercelulares 

citosólicas o plasmodesmos, integradas en su estructura. Todas las células vegetales poseen una pared 

celular primaria (P), que consta de una delgada capa en continua expansión producida por células en 

crecimiento, y una laminilla media (LM), una capa más externa que mantiene unidas a células adyacentes. 

Ciertas células depositan a su vez una pared celular secundaria (S), que forma una capa gruesa entre la 

pared primaria y la membrana plasmática (Figura 3). 

 

 

Figura 3: Pared celular vegetal. Adaptado de Lavoine et al. (2012) 
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La pared primaria está compuesta por celulosa, hemicelulosa y pectina (Rose et al., 2004). La 

celulosa forma microfibrillas, las cuales se encuentran covalentemente unidas a las cadenas de 

hemicelulosa formando así una red de celulosa-hemicelulosa embebida en una matriz de pectina. La pared 

secundaria se forma sólo en algunos tipos celulares y algunos taxones, como en las fibras de la madera, 

cuando se alcanza un tamaño o desarrollo crítico y provee a las células de una gran rigidez. Se entiende 

como una adaptación crucial que permitió a las plantas terrestres soportar y facilitar el crecimiento 

vertical. Está compuesta por celulosa, hemicelulosa (principalmente xilano) y lignina. Este último 

compuesto es un polímero aromático complejo que llena los espacios entre la celulosa, hemicelulosa y 

componentes pectínicos de la pared celular. Debido a su carácter hidrofóbico, expulsa el agua y fortalece 

la pared. Se pueden diferenciar tres capas dentro de la pared secundaria, llamadas S1, S2 y S3, ésta última 

localizada hacia el lumen celular. Estas capas resultan de las diferentes orientaciones de las microfibrillas 

de celulosa (Figura 4).  

 

 

Figura 4. Configuración de los tejidos vegetales. a. Células adyacentes. b. Pared celular vegetal; P: Pared 
celular primaria; S: Pared celular secundaria (abarcando las capas S1, S2 y S3); LM: Laminilla media. c. 

Distribución de la lignina, hemicelulosa y celulosa en la pared secundaria. Adaptado de Pérez et al. (2002). 
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Otros componentes como las proteínas estructurales (1-5%) forman parte de las paredes celulares 

vegetales. Se encuentran altamente glicosiladas, y se cree que a partir de estos motivos es que se unirían 

a polisacáridos presentes en la pared celular, contribuyendo a la fuerza mecánica (Albenne et al., 2009). 

Suelen clasificarse como glicoproteínas ricas en hidroxiprolina (HRGPs), proteínas arabinogalactanos 

(AGPs) y proteínas ricas en glicina (GRPs) (Albenne et al., 2009). Por ejemplo, las extensinas son HRGPs 

que estarían involucradas en la unión cruzada entre la lignina y la hemicelulosa.  

La composición relativa de carbohidratos, compuestos secundarios y proteínas varía entre las 

diferentes especies de plantas, tipos celulares y según la edad (Popper, 2008). Las paredes secundarias 

pueden contener capas adicionales de lignina, como ocurre en las células xilemáticas, y sustancias 

incrustantes como la cutina y suberina, que tornan impermeables las paredes, especialmente a aquellas 

expuestas al aire.   

 

1.2.1. Celulosa 

La celulosa es el principal componente estructural de la pared celular de las plantas y por ende, el 

biopolímero más abundante de la Tierra. También es producido por algunos animales (por ej. tunicados), 

hongos, algas y raramente por bacterias. Se trata de un polisacárido lineal de estructura molecular 

relativamente sencilla ya que consta de residuos de ᴅ-glucosa unidos por enlaces β-1,4-glicosídicos, sin 

formar cadenas laterales (Figura 5).  

 

 

Figura 5. Estructura química de la celulosa. Adaptado de Kovalenko (2010). 

 

El grado de polimerización de la celulosa nativa es altamente variable y dependiente del organismo, 

así como de su edad y estado metabólico (Chanzy, 1990), pudiendo contar con 1.000 y hasta 30.000 

residuos de glucosa, lo que corresponde a una longitud de polímero entre 500 y 15.000 nm. A pesar de 

las diferencias en la composición y estructura anatómica de la pared celular de los distintas taxones de 
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plantas, típicamente la celulosa conforma entre el 35 al 50% del peso seco de las plantas (Lynd et al., 

1999).  

El arreglo de las moléculas de celulosa en la pared celular de las plantas es jerárquico (Figura 6). A 

lo largo de la cadena de celulosa se establecen múltiples puentes de hidrógeno entre los grupos hidroxilo 

de la misma cadena o de distintas cadenas yuxtapuestas. En el lugar de biosíntesis de la celulosa, 

aproximadamente unas 30 moléculas lineales adyacentes se autoensamblan para formar una estructura 

conocida como protofibrilla; ésta a su vez se asocia con otras protofibrillas para formar la fibrilla de 

celulosa. Por último, las fibrillas se ensamblan entre ellas para formar las fibras de celulosa que son 

entrelazadas mediante interacciones no covalentes con la hemicelulosa y la lignina (Lynd et al., 2002). 

Dentro de las fibras de celulosa se distinguen zonas con propiedades cristalinas, donde las cadenas están 

unidas ordenadamente entre sí por formación de puentes de hidrogeno, y zonas de regiones amorfas o 

paracristalinas donde las cadenas se encuentran desorganizadas (Hon, 1994), por ello la celulosa se 

considera un polímero semicristalino.   

 

 

 
Figura 6. Estructura de la fibra de celulosa. Adaptado de Lavoine et al. (2012). 

 

Existen 7 polimorfos en los que se presenta la celulosa (Iα, Iβ, II, IIII, IIIII, IVI, y IVII), los cuales 

pueden ser interconvertidos. De ellos, sólo la celulosa I ocurre naturalmente, por lo que se la llama 

también celulosa nativa y presenta una forma cristalina. Las dos formas de celulosa I difieren en sus 

patrones de unión intramolecular y la proporción varía según la fuente de la cual provienen. La celulosa 

Iα predomina en bacterias y algas y la Iβ, forma más estable y mayoritaria, es la forma predominante en 

plantas superiores (Yamamoto et al., 1996). El resto de los polimorfos surgen de tratamientos artificiales 

y de ellas, la celulosa II presenta también una forma cristalina pero en este caso, las cadenas de glucosa 

son antiparalelas (Brown, 2004). 
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En contados casos, como en las fibras de algodón, la celulosa se encuentra en una forma 

prácticamente pura. En general, las fibras de celulosa están embebidas en una matriz junto a otros 

biopolímeros estructurales, principalmente hemicelulosa y lignina (Lynd et al., 1999). Esta conformación 

limita el grado y la tasa de utilización de los materiales lignocelulósicos sin tratar (Wilson y Hatfield, 1997). 

 

1.2.2. Hemicelulosa 

Las hemicelulosas son heteropolímeros complejos formados por monómeros de diversas hexosas 

(D-glucosa, D-manosa, D-galactosa, ácidos 4-O-metil-glucurónico, D-glucurónico y D-galacturónico) y 

pentosas (D-xilosa, L-arabinosa), unidos por enlaces β-1,4 y, ocasionalmente por enlaces β-1,3. Suelen 

estar ramificados y se clasifican según los azúcares residuales mayoritarios en: xiloglucano, manano y 

xilano (Van Den Brink y De Vries, 2011). Comprenden del 20 al 35% del peso seco de la madera con un 

peso molecular que es menor al de la celulosa. La similitud estructural que tienen con la celulosa resulta 

en una homología conformacional que puede llevar a una fuerte asociación no covalente, contribuyendo 

así a la integridad estructural de la pared celular.  

 

 

Figura 7. Estructura química de las hemicelulosas. A: O-acetil-4-O-metilglucuronoxilano de angiospermas. Siendo 
R un H o grupo acetilo. Las gimnospermas tienen la misma estructura básica pero carecen de grupos acetilo y 

residuos α-1,3-L-arabinosa. B: O-acetilgalactoglucomanano de gimnospermas. Las angiospermas contienen menor 
cantidad de glucomananos, los cuales nunca presentan una D-galactosa. Fuente: Pérez et al. (2002). 

 

En dicotiledóneas y monocotiledóneas no gramináceas, la hemicelulosa predominante en la pared 

celular es el xiloglucano, cuyo eje estructural está compuesto, al igual que el de la celulosa, por residuos 
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de β-D-glucosa unidos por enlaces β-1,4, pero en este caso hasta el 75% de dichos residuos está anexado 

a cadenas laterales mono-, di- o triglicosídicas. Se conocen dos tipos de xiloglucanos: tipo XXXG y tipo 

XXGG. El primer tipo consiste en unidades repetidas de tres residuos de D-glucosa sustituidos con D-

xilosa a través de un enlace α-1,6, las cuales están separadas entre sí por un residuo de glucosa sin 

sustituyentes. En el segundo tipo de xiloglucanos, la estructura es de dos residuos de glucosa sustituidos 

con xilosa, separados por dos residuos de glucosa sin sustituir. En ambos casos, a los residuos de xilosa 

pueden adherirse residuos de D-galactosa, a veces L-fucosa y grupos O-acetilos.   

En cereales y plantas leñosas la hemicelulosa predominante es el xilano. Éste tiene una cadena 

principal compuesta por D-xilosas unidas mediante enlaces β-1,4 a la cual pueden estar unidas cadenas 

laterales de diferentes estructuras resultando en una gran variedad de estructuras de xilano. El xilano 

presente en cereales a menudo contiene grandes cantidades de L-arabinosa (denominado arabinoxilano) 

en cambio, en las maderas duras, el xilano contiene mayor cantidad de ácido D-glucurónico 

(glucuronoxilano, Figura 7A; Scheller y Ulvskov, 2010). 

En gimnospermas, los galactomananos y galactoglucomananos son las hemicelulosas mayoritarias 

y consisten en un esqueleto de residuos de D-manosa unidas por enlaces β-1,4, que pueden estar ligados 

con D-galactosas en posición α-1,6, en una relación entre 1:1 y 5:1 según su origen (Figura 7B). 

 

1.2.3. Lignina 

La lignina es el segundo polímero más abundante de la naturaleza después de la celulosa. Suele 

representar entre el 15 y 40% del peso de la hojarasca pero, en algunos casos extremos, puede estar en 

muy baja proporción (por ej. 4% en la hojarasca foliar de Cornus florida) o muy elevada (valores cercanos 

al 50% han sido reportados en hojas de Fagus sylvatica; Berg y Laskowski, 2006). 

Se trata de un heteropolímero ramificado, insoluble en agua y ópticamente inactivo. Se caracteriza 

por tener una estructura compleja derivada de la unión oxidativa de tres hidroxicinamil-alcoholes: el 

coniferil-alcohol, y sus derivados metoxi-sustituidos, el sinapil-alcohol y p-cumaril-alcohol. Estos 

precursores originan en la molécula de lignina, los monómeros fenilpropanoides de unidades guayacil- 

(G), siringil- (S) y p-hidroxifenil- (H), respectivamente (Figura 8). La conversión de fenilalanina y tirosina 

a ácido cumárico por la amonio liasa en la vía metabólica shikímica es el punto de partida de la vía 

fenilpropanoide que lleva a la formación de monolignoles (monómeros de lignina y precursores 

monoméricos). 
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La proporción de las unidades G/S/H y, consecuentemente la composición de la lignina, varía 

entre diferentes especies de plantas. Las gimnospermas contienen el mayor contenido de lignina, cuya 

composición mayoritaria son las unidades G, con muy bajos niveles de S y trazas de H (G/S/H = 96: 4: 

t). En contraste, la lignina de la madera de angiospermas consiste de unidades G y S en similares 

cantidades y trazas de H (G/S/H = 50: 50: t), y la lignina de monocotiledóneas (por ej. pastos) contiene 

las tres unidades en una proporción aproximada G/S/H = 70: 25: 5 (Calvo-Flores y Dobado, 2010; 

Davin y Lewis, 2005). A su vez, la composición de la lignina entre los diferentes componentes celulares 

de la madera y capas de la pared celular también varía. Por ejemplo, la lignina de la laminilla media tiene 

típicamente una mayor relación G/S que la lignina de la pared secundaria (Faix, 1991; Kleinert y Barth, 

2008; Wong, 2009). 

 

 

Figura 8. Precursores primarios de la lignina y sus correspondientes monómeros estructurales 
en el polímero. Adaptado de Abdel-Hamid et al. (2013). 

 

La síntesis de lignina comienza por reacciones de polimerización que involucran el acoplamiento 

progresivo de radicales fenoxi presentes en los monómeros de la lignina, con la consecuente formación 

de dímeros, trímeros y oligómeros, hasta dar lugar a polímeros heterogéneos ramificados, que pueden a 

su vez reaccionar con otros polímeros, resultando en una estructura muy compleja, amorfa y variable 

(Figura 9; Pandey y Kim, 2011; Reale et al., 2004). Las uniones entre monómeros son catalizadas por 
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enzimas lacasas y peroxidasas (Barros et al., 2015; Vanholme et al., 2008) que, al generar radicales libres, 

provocan su activación dando lugar a una polimerización azarosa.  

 

 

Figura 9. Estructura modelo propuesta para la lignina de gimnospermas. Fuente: Paul (2007). 

 

Los enlaces presentes en la lignina se pueden dividir en dos grandes grupos: uniones éter C–O y 

uniones C–C (Figura 10). Las reacciones de acoplamiento de un monómero al polímero en crecimiento 

dan origen a estructuras con uniones β, incluyendo al más común de este tipo, el arilglicerol-β-aril éter 

(β-O-4), el cual representa cerca del 50% de las unidades fenilpropanoides en la lignina de gimnospermas 

y el 80% de la de angiospermas (Adler, 1977). La dimerización para originar una estructura β-β es un 

evento poco usual en la naturaleza, aunque ocurre frecuentemente en la síntesis de lignina sintética 
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(Wong, 2009). Las uniones β-5 y β-1 conforman el 10% y el 2% respectivamente de uniones en la lignina 

de gimnospermas (Brunow, 2001). Por otro lado, el acoplamiento de dos oligómeros/polímeros de 

lignina origina uniones del tipo 5-5 y 5-O-4, las cuales cuentan el 25% y 4% respectivamente en la lignina 

de gimnospermas (Brunow, 2001). Por último, la formación de grupos terminales se produce en 

reacciones de acoplamiento en zonas de la cadena que no están en posición β (Kubicek, 2012). 

 

Figura 10. Uniones típicas encontradas en la molécula de lignina. Fuente: Abdel-Hamid et al. (2013). 

 

Algunas ligninas tienen alta frecuencia de unidades acetiladas (por ejemplo 4-propoxi-sinapyl-γ-

acetato) y, los ácidos hidroxicinamínicos de la lignina de los pastos pueden estar esterificados en la 

posición γ de las cadenas propílicas. La abundancia relativa de los diferentes tipos de uniones depende 

de la contribución relativa de los monómeros al proceso de polimerización durante la biosíntesis de 

lignina (Kubicek, 2012). La lignina interactúa con las fibras de celulosa aumentando la rigidez de la pared 

celular. Además, forma tres tipos de uniones covalentes con la hemicelulosa: por formación de puentes 

de ácido diferúlico con arabinoxilanos, polímeros de pectina y xilano; por uniones éster con residuos de 

ácido glucurónico y participando de la unión, proteína y pH dependiente, de la pectina y 

glucuronoarabinoxilano al xiloglucano (De Vries y Visser, 2001). La naturaleza densa de la lignina, su 



26 
 

hidrofobicidad y su compleja estructura de carácter no específico hacen que este polímero sea 

extremadamente recalcitrante a la degradación (Himmel et al., 2007; Wong, 2009). 

 

1.3. Hongos saprótrofos descomponedores de sustratos 

lignocelulósicos 

Los hongos saprótrofos pueden clasificarse en cinco grupos según su ecofisiología: los hongos de 

pudrición blanca, hongos de pudrición castaña, hongos de pudrición blanda (subdivididos en tipo I y tipo 

II), los hongos descomponedores de hojarasca y los hongos coprófilos. Los primeros tres grupos 

colonizan la madera muerta compacta (árboles, troncos, tocones) mientras que los últimos dos colonizan 

las capas superficiales de los suelos (Blanchette, 1995; Dix y Webster, 1995; Hatakka y Hammel, 2010; 

Sutherland y Crawford, 1981). Debido a que la mayor parte de los trabajos que tratan sobre enzimología 

de hongos basidiomicetes saprótrofos se han realizado en especies de hongos de pudrición de la madera, 

una introducción sobre los mismos se expone más abajo. Cabe aclarar, que muchas especies de hongos 

no se encuentran estrictamente en un tipo de grupo y pueden facultativamente colonizar otros hábitats, 

como es el caso de Hypholoma fasciculare y Mycena crocata, especies ligninolíticas con superposición en los 

grupos descomponedores de madera y de hojarasca  (Šnajdr et al., 2010). A su vez, ciertas especies pueden 

causar una pudrición “inespecífica”, que no puede ser asignada inequívocamente a un tipo de pudrición, 

como ocurre con algunos hongos coprófilos creciendo sobre madera muerta parcialmente descompuesta 

(Dix y Webster, 1995). Se cree que todos los hongos tienen la habilidad de degradar sustratos 

lignocelulósicos, al menos hasta cierto punto. Sin embargo, utilizan diferentes mecanismos que se 

distinguen por la forma en que hacen accesible a la celulosa y hemicelulosa para su degradación, por las 

enzimas involucradas, y por el comportamiento y forma de ataque del sustrato (Kubicek, 2012).  

 

1.3.1. Hongos causantes de pudrición de madera 

Cuando el ataque se produce sobre la madera, estos diferentes mecanismos se clasifican como 

pudrición blanca, pudrición castaña y pudrición blanda, según el aspecto que adquiere la madera 

resultante (Tabla 2).  
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Tabla 2. Características estructurales y químicas de los diferentes tipos de pudrición de la madera. Basado en Baldrian, 2008. 

  
 
 

  Pudrición Blanca   
Pudrición Castaña 

  
Pudrición Blanda 

  Degradación Simultánea   Degradación Selectiva     

Propiedades de la madera 
atacada 

 

Apariencia de blanqueado, coloración más clara que la madera sana, húmeda, 
suave, esponjosa. Pérdida de  fuerza en estadios avanzados 

 

Marrón, seca, quebradiza, polvorienta, 
frágil, ruptura en forma de cubos. 

Pérdida drástica de la fuerza en 
estadios iniciales.  Ontogenia del 
decaimiento de la madera muy 

uniforme 

 
Consistencia suave en ambientes 

húmedos. En ambientes secos, marrón 
y quebradizo. Generalmente con una 
ontogenia uniforme del decaimiento 

de la madera 

 
 Fractura por fragilidad  Aspecto fibroso   

         

Hospedador 
 (Tipo de madera) 

 

Angiospermas, raramente 
gimnospermas 

 Angiospermas y gimnospermas  Gimnospermas, casi nunca 
angiospermas 

 

Generalmente angiospermas 
(gimnospermas muy levemente 

degradadas), ecosistemas boscosos, 
maderas anegadas 

         

Componentes de pared 
celular degradados 

 

Celulosa, lignina y hemicelulosa  
Ataque inicial selectivo de 

hemicelulosas y lignina, más tarde 
también celulosa 

 

Celulosa y hemicelulosa, lignina poco 
modificada, en algunos casos una 
extendida descomposición de la 

madera de angiospermas (incluyendo 
laminilla media) 

 Celulosa y hemicelulosa, lignina 
ligeramente alterada 

         

Características 
anatómicas 

 

Pared celular atacada desde el lumen 
hacia laminilla media. Surcos de 

erosión cercanos a las hifas  

 

Descomposición comienza desde 
laminilla media y pared secundaria. 

Laminilla media degradada por 
mecanismos de difusión (no en 

contacto con las hifas). Cavidades 
radiales en la pared celular 

 

Descomposición a una gran distancia 
de las hifas (difusión), pared celular 
entera atacada rápidamente, con 

grietas y hendiduras 

 

Pared celular atacada en la proximidad 
de las hifas empezando por el lumen, 
cavidades cilíndricas longitudinales en 

pared secundaria (tipo 1) o pared 
secundaria erosionada desde el lumen 

(tipo 2) 

         

Agentes causales   

Basidiomicetes (ej. Trametes 
versicolor, Irpex lacteus, 

Phanerochaete chrysosporium, 
Heterobasidion annosum) y algunos 

ascomicetes xylariales (ej. Xylaria 
hypoxylon) 

  

Basidiomicetes (ej. Ganoderma 
australe, Phlebia tremellosa, 

Ceriporiopsis subvermispora, Pleurotus 
spp., Phellinus pini) 

  

Basidiomicetes exclusivamente (ej. 
Gloeophyllum spp., Laetiporus 

sulphureus, Piptoporus betulinus, 
Postia placenta, Serpula lacrymans, 

Coniophora puteana) 

  

Mayormente ascomicetes (ej. 
Chaetomium globosum, Ustulina 
deusta) y algunas bacterias. Los 
basidiomicetes causan pudrición 

blanda facultativamente (ej. el hongo 
de pudrición blanca Inonotus hispidus 
y el de pudrición castaña Rigidoporus 

crocatus). 

 



 

28 
 

Los hongos que causan pudrición blanca son los más frecuentes dentro de los hongos de 

pudrición de la madera. Son los únicos que tienen la habilidad de degradar y mineralizar la celulosa, 

hemicelulosa y lignina, siendo la degradación extensiva de esta última la característica más apreciable, lo 

cual le da un aspecto de blanqueamiento a la madera (Figura 11A). Atacan tanto maderas blandas como 

duras y este tipo de pudrición es característico de los basidiomicetes, aunque también algunos ascomicetes 

miembros de las familias Diatrypaceae y Xylariaceae fueron reportados como agentes causales de 

pudrición blanca (Eriksson et al., 1990; Pointing et al., 2003). La pudrición blanca, al igual que la blanda, 

puede encontrarse extendida en la madera o estar confinada a ciertas zonas de la misma (Eriksson et al., 

1990). 

Se pueden distinguir dos patrones generales que se diferencian en el tipo de ataque y el orden de 

degradación de los diferentes compuestos: (i) delignificación simultánea y (ii) delignificación selectiva. 

Debido a que la mayoría de los hongos que degradan selectivamente lignina son capaces también de 

causar degradación simultánea, el sustrato o factores ambientales que regulan las actividades celulolítica 

y hemicelulolítica, serían los responsables en última instancia de la selectividad hacia la lignina observada, 

por ej. Phlebia chrysocrea causa una delignificación simultánea en Laurelia philippiana pero una selectiva en 

Eucryphia cordifolia (Barrasa et al., 1992). Incluso estos dos patrones pueden ser producidos por el mismo 

hongo, dependiendo del grado de decaimiento, en el mismo sustrato. 

Los hongos causantes de pudrición castaña atacan principalmente maderas blandas de coníferas 

y sólo degradan la celulosa y la hemicelulosa. No son capaces de despolimerizar la lignina, aunque algunas 

especies pueden modificarla por medio de reacciones de demetilación (Eriksson et al., 1990). Representan 

sólo el 7% de las especies de basidiomicetes que generan pudrición sobre madera (Gilbertson, 1980), de 

los cuales se sabe que los Gloeophyllales habrían surgido durante el periodo cretáceo, luego del origen de 

las coníferas Pinaceae, indicando una co-evolución planta-hongo (Garcia-Sandoval et al., 2011). En general 

se produce un primer ataque a la celulosa que debilita la madera, seguido por la degradación completa de 

la celulosa y la hemicelulosa. Como resultado de este proceso, la madera remanente consiste casi 

enteramente de lignina oxidada, la cual tiene una coloración marrón-rojiza, y suele partirse en piezas con 

forma cúbica (Figura 11B). Los hongos de pudrición castaña tienen un importante rol en los ecosistemas 

de coníferas ya que contribuyen significativamente a la formación de humus, que puede ser utilizado por 

otros microorganismos (Lundell et al., 2010). 

La habilidad para descomponer la madera y los tipos de pudrición ocasionada dependen no sólo 

de la gama de enzimas y especies reactivas producidas sino también de la localización en la que éstas 

actuarán (Baldrian, 2008a).  La movilidad de las enzimas está limitada al lumen celular y a poros formados 
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durante el proceso de degradación. Se sugiere que compuestos de bajo peso molecular son los que inician 

el ataque a la celulosa y la lignina ya que pueden difundir desde las hifas y atravesar la trama de la pared 

celular (Hammel et al., 2002; Reading et al., 2003). Debido a la limitada difusibilidad de las enzimas y a 

que muchas de ellas están asociadas a la pared de las hifas, la mayoría de las reacciones de degradación 

ocurren próximas a las hifas. En los hongos de pudrición blanca, la acción enzimática provoca zonas de 

erosión en la cercanía de las hifas, que resultan en un adelgazamiento gradual de la pared desde el lumen 

hacia la laminilla media. En los hongos de pudrición castaña, los carbohidratos son removidos desde la 

capa S2, pese a que las hifas se encuentran en el lumen sobre la capa S3.  

                     

 

Figura 11. Aspecto de la madera degradada. A. Pudrición blanca y B. pudrición castaña. 

 

La pudrición blanda es característica de ascomicetes e involucra la presencia de microhifas 

especializadas (0,3-0,4 μm). Se puede clasificar en dos tipos: (i) tipo 1, en la cual el hongo forma cavidades 

longitudinales paralelas a las microfibrillas de celulosa dentro de la pared secundaria (ii) tipo 2, en donde 

la pared secundaria es atacada en toda su extensión (con remoción selectiva y localizada de la capa S2 de 

la pared secundaria, dejando laminilla media y S3 intactas). Luego de ser degradada, la madera adquiere 

una apariencia blanda y débil, la superficie del material resultante tiene una textura esponjosa. Aunque 

existen trabajos donde afirman que este tipo de pudrición sólo se produce en ambientes húmedos, 

actualmente se sabe que también puede ocurrir en ambientes secos. En estos últimos, la apariencia 

macroscópica de la madera es indistinguible de la de una pudrición castaña. Dos son las principales 

diferencias con la pudrición blanca: en la pudrición blanda no es atacada la laminilla media y no están 

involucradas las ligninasas. Las únicas enzimas responsables de la degradación son celulasas y 

hemicelulasas (Kubicek, 2012). 

Actualmente, se cuestiona el paradigma de clasificación de hongos de pudrición en las categorías 

mencionadas anteriormente. Esto se debe a que el análisis de varios genomas fúngicos registró la 

existencia de incongruencias por ejemplo, la existencia de especies causantes de pudrición que no poseen 
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peroxidasas degradadoras de lignina (PODs) y por ende se asemejan más a especies de pudrición castaña, 

pero poseen todo el aparato de degradación de celulosa típico de los hongos de pudrición blanca y, más 

aún son capaces de degradar la lignina. Se propone entonces que este sistema de clasificación no es 

suficiente para describir toda la diversidad de hongos causantes de pudrición de maderas (Riley et al., 

2014), sin embargo, es el sistema más empleado en la actualidad. 

 

1.3.2. Hongos descomponedores de hojarasca (LDF) 

Los hongos asociados a la descomposición de la hojarasca foliar y materiales presentes en los suelos 

de los bosques son agrupados funcionalmente como hongos descomponedores de hojarasca. Sin 

embargo, hongos pertenecientes a otros grupos funcionales, como los hongos causantes de pudrición de 

madera y hongos micorrícicos, pueden tener también un rol en la descomposición de la lignocelulosa 

presente en la hojarasca (Osono, 2007). Por eso resulta importante aclarar que a lo largo de esta Tesis se 

trabajó con hongos basidiomicetes saprótrofos lignocelulolíticos descomponedores de hojarasca. 

Es escasa la información disponible sobre la fisiología de los hongos saprótrofos de hojarasca y 

suelos, en comparación con la existente acerca de los hongos degradadores de la madera. Menos 

información se tiene aún sobre los sistemas enzimáticos ligninolíticos involucrados en el proceso de 

degradación natural llevada a cabo por los LDF. Esto se debe principalmente a la dificultad de poder 

asociar la actividad enzimática detectada a especies particulares de hongos con habilidad para sintetizar 

estas enzimas así como a la heterogeneidad y complejidad del ambiente que representa el suelo y la 

hojarasca (Baldrian, 2008a). 

La habilidad de los LDF para descomponer la lignina presente en la hojarasca varía 

considerablemente (Osono, 2007).  En general, los LDF basidiomicetes se considera que poseen mayores 

habilidades ligninolíticas que los ascomicetes (Osono y Takeda, 2006, 2002). Esta mayor capacidad 

ligninolítica se asocia a mayores pérdidas de masa de la hojarasca. Sin embargo, durante la 

descomposición de hojarasca se produce una sucesión de microorganismos y por lo tanto, la contribución 

de los LDF basidiomicetes al proceso de descomposición puede no ser dominante durante ciertas fases 

del proceso (Osono, 2007; Voříšková y Baldrian, 2013). 

En los LDF, no se estableció aún una categorización de los diferentes mecanismos de 

descomposición, como sucede para los hongos que atacan madera. La selectividad en la descomposición 

de lignina resulta altamente variable entre las distintas especies de LDF. La descomposición de lignina y 

otros componentes como la holocelulosa, expresada como la relación entre la lignina y la pérdida de masa 
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de hojarasca, ocasionada por basidiomicetes, varía en proporción. Por ejemplo, algunas especies de 

Clitocybe y Collybia spp descomponen preferencialmente la lignina, mientras que especies de Mycena spp 

suelen causar la descomposición simultánea de lignina y otros componentes. Por otro lado, los LDF 

ascomicetes generalmente descomponen la celulosa selectivamente por sobre la lignina, aunque Coccomyces 

spp es capaz de descomponer la lignina selectivamente (Osono, 2007). 

Se ha reportado que la eficiencia en la descomposición de lignina por los LDF es menor para 

hojarasca proveniente de especies de coníferas respecto de especies de hoja caduca (Mikola, 1956; Osono 

y Takeda, 2006), con una diferencia más marcada para especies de ascomicetes. Esto se atribuyó, al menos 

parcialmente, a la presencia de unidades de lignina guayacil en gimnospermas, la cual es más recalcitrante 

que las unidades de lignina guayacil-siringil presente en angioespermas (Eriksson et al., 1990). 

En una revisión de la diversidad de especies de hongos ligninolíticos descomponedores de 

hojarasca y material presente en suelos de bosques realizada por Osono (2007), se encontraron 31 géneros 

reportados en la bibliografía (23 basidiomicetes y 8 ascomicetes) capaces de degradar lignina en 

condiciones de laboratorio y/o de campo. Los géneros más frecuentes incluyeron a Clitocybe, Collybia, 

Marasmius, y Mycena. También se han aislado desde micelio de hojarasca foliar especies de Xylaria y su 

anamorfo Geniculosporium, así como especies de Coccomyces, todos ellos considerados ligninolíticos 

vigorosos. A su vez, también fueron encontradas especies de hongos imperfectos como Aspergillus spp. y 

Penicillium spp. pero con una actividad ligninolítica mucho menor.  

En un trabajo experimental de laboratorio en el que se hizo una prospección de hongos de 

hojarasca con capacidad para mineralizar lignina sintética marcada (C14 DHP), se reportó que los géneros 

Stropharia y Agrocybe resultaron los más activos, pudiendo mineralizar hasta un 25% de la lignina a CO2, 

esto es la mitad de la eficiencia que se detecta comúnmente con los hongos de pudrición blanca más 

potentes (por ejemplo especies del género Phanerochaete; Steffen et al., 2000). Las principales enzimas 

ligninolíticas detectadas en hongos como Agaricus bisporus (Bonnen et al., 1994) Collybia dryophila (Steffen 

et al., 2002a) y Stropharia rugosoannulata (Steffen et al., 2002b) fueron la lacasa y Mn-peroxidasa (MnP). En 

muchos otros LDF se reportó la producción de lacasas pero no de peroxidasas ligninolíticas (Baldrian, 

2006). 

La actividad varía también en relación a la abundancia de micelio, incrementándose bajo los anillos 

de brujas de Marasmius oreades o Agaricus arvensis  (Gramss, 1997; Gramss et al., 2005), y disminuyendo a 

mayores profundidades del suelo (Luis et al., 2004). Además de su papel en la degradación de lignina, las 

actividades oxidorreductasas asociadas a suelos fueron relacionadas con la transformación de compuestos 
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húmicos como los ácidos húmicos (AH), fúlvicos (AF) y humina (Kästner y Hofrichter, 2001). La enzima 

MnP tendría un rol más importante que la lignina peroxidasa (LiP) en el proceso de descomposición, 

siendo capaz de despolimerizar y mineralizar los AH (Steffen et al., 2002a, 2000). A su vez, la interacción 

de las lacasas con sustancias húmicas llevaría no sólo a su descomposición sino a su síntesis a partir de 

precursores monoméricos (Zavarzina et al., 2004).  

 En cuanto a la producción de celulasas por LDF en suelos poco se sabe aún, sin embargo dicha 

actividad suele atribuirse a este grupo (Criquet et al., 2002). Se ha reportado la producción de lacasa, MnP, 

mananasa y xilanasa por Mycena galopus creciendo sobre hojarasca de Picea sitchensis (Ghosh et al., 2003), 

provocando la denominada pudrición blanca de hojarasca (Frankland, 1998). Lepista nuda fue capaz de 

producir lacasa, endoglucanasa, β-glucosidasa y β-xilosidasa en hojas enterradas de Fagus sylvantica 

(Colpaert y Van Laere, 1996). 

 

1.4. Degradación de los principales constituyentes de la hojarasca 

 

1.4.1. Descomposición de celulosa 

Las enzimas capaces de clivar enlaces glicosídicos entre carbohidratos o entre un carbohidrato y 

un motivo no-carbohidrato se denominan glicosil hidrolasas (GHs; EC 3.2.1.x; Recuadro 1). Las 

celulasas representan un subconjunto de enzimas GHs que clivan enlaces glicosídicos β-1,4, presentes en 

oligo- y polisacáridos, como los presentes en la celulosa. Al hacerlo, las celulasas forman un azúcar 

hemiacetal y la correspondiente aglicona libre. 

Las GHs pueden clasificarse según su modo de acción sobre el sustrato en: exo-GHs y endo-GHs 

(Figura 12A). Las primeras, clivan el sustrato en el extremo del polímero (generalmente en los extremos 

no reductores), mientras que las segundas, lo hacen dentro de la cadena. Así, las endo-GHs aumentan el 

número de oligómeros que pueden ser atacados por las exo-GHs, lo que se traduce en una acción 

sinérgica entre ambos tipos de enzimas (sinergismo exo-endo), aumentando las tasas de hidrólisis (Wood 

y McCrae, 1972). A su vez, las enzimas GHs se agrupan en glucanasas si actúan sobre polímeros o 

sustratos de alto peso molecular, mientras que son glucosidasas si lo hacen sobre oligómeros (Kubicek, 

2012). Esta clasificación trae problemas a la hora de diferenciar las exoglucanasas de las glucosidasas ya 

que pueden actuar sobre los mismos oligómeros solubles y desde el mismo extremo.  Se propuso que 

cuando ambas enzimas actúan sobre un mismo sustrato, la afinidad de las exoglucanasas será mayor a 
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medida que aumenta el largo de polimerización (menor Km), mientras que lo contrario ocurre con las β-

glucosidasas (Reese et al., 1968).  

 

 

En la mayoría de los casos, la hidrólisis enzimática del enlace glicosídico es catalizada por dos 

residuos aminoacídicos presentes en la enzima: un ácido (donor de protones) y una base o nucleófilo 

(Davies y Henrissat, 1995). Según la posición espacial de estos residuos catalíticos, la hidrólisis provoca 

una retención o una inversión de la configuración del grupo hidroxilo ubicado en el C1 (C anomérico) 

del azúcar (Figura 12B y C). En algunos casos, el nucleófilo catalítico no se encuentra en la enzima sino 

que es reemplazado por el grupo acetamida del C2 del sustrato (Terwisscha van Scheltinga et al., 1995). 

Un mecanismo totalmente independiente se demostró recientemente para dos familias de glucosidasas 

utilizando NAD+ como cofactor (Liu et al., 2007; Rajan et al., 2004). 

Tradicionalmente, la descomposición de la celulosa en hongos se atribuyó a la acción sinérgica y 

coordinada de tres tipos principales de enzimas: las endoglucanasas (EG, endo-1,4-β-glucanasas, EC 

3.2.1.4), las exoglucanasas (incluyendo a las celodextrinasas, EC 3.2.1.74 y celobiohidrolasas, las cuales 

pueden actuar sobre los extremos reductores (CBH-I, EC 3.2.1.176) o no reductores (CBH-II, EC 

3.2.1.91)) y las β-glucosidasas (EC 3.1.2.21).  

Recuadro 1 

Las enzimas son designadas según la Unión Internacional de Bioquímica y Biología Molecular (IUBMB) por 

los números de EC (de sus siglas en inglés “Enzyme Comission”), en base a la reacción que catalizan. Sin 

embargo, el número EC no distingue entre enzimas que son genéticamente o estructuralmente diferentes y, 

adicionalmente una determinada enzima puede ser multifuncional o bien, hidrolizar muchos sustratos 

relacionados. Por ello se desarrolló un sistema de clasificación alternativa que complementa la anterior. En 

este sistema, las enzimas son agrupadas en familias según la similitud de la secuencia aminoacídica (Henrissat 

et al., 1991). De esta manera, se reflejan mejor las características estructurales de las enzimas (no sólo por la 

especificidad de sustrato), pueden revelarse relaciones filogenéticas entre ellas y se tiene un mejor panorama 

del mecanismo de acción. La clasificación en familias se extendió a todas las enzimas que actúan sobre 

polisacáridos o en su síntesis, y se denominan enzimas CAZY (Carbohidrate Active enZYme). Toda la 

información sobre las mismas se encuentra disponible en una base de datos que es frecuentemente actualizada 

y se puede visitar en la página: http://www.cazy.org. Hasta la fecha, 135 familias de GHs, organizadas en 14 

clanes han sido determinadas.  

 

http://www.cazy.org/
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Las endoglucanasas producen rupturas al azar dentro de regiones amorfas localizadas en el interior 

de la cadena de celulosa, generando oligosacáridos de largo variable y por ende, nuevos extremos. Las 

exoglucanasas clivan de manera procesiva los extremos accesibles de la celulosa (como los generados por 

la acción de la endoglucanasa), reductores y no reductores, para liberar como productos mayoritarios 

celobiosa (CBH) o glucosa (glucohidrolasas). Los celo-oligosacáridos solubles resultantes o la celobiosa, 

son hidrolizados por las β-glucosidasas a glucosa. Tanto la celobiosa como la glucosa pueden ser 

absorbidas por la hifa fúngica para su posterior asimilación (Figura 13).   

 

 

Figura 12. Mecanismo de acción de las glicosil hidrolasas (GHs). A. Hidrólisis tipo exo-GH y endo-GH. 
B. Mecanismo de retención. C. Mecanismo de inversión. Fuente: Kubicek (2012). 

 

 

Las endoglucanasas son activas frente a diversos sustratos incluyendo la carboximetilcelulosa 

(CMC, un derivado de celulosa obtenido por modificación química de la celulosa natural), la celulosa 

amorfa y los celooligosacáridos, mientras que no atacan significativamente la celulosa cristalina, como las 

fibras de algodón o el avicel. Para el estudio de la actividad endoglucanasa suele utilizarse como sustrato 

CMC, que tiene por ventaja respecto de la celulosa, la de ser estructuralmente uniforme y por sobre todo, 

la de ser soluble en agua. Esta actividad se puede ensayar a través de la reducción en la viscosidad de la 
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solución de CMC o por un aumento en el número de extremos reductores. Pese a que algunos organismos 

que son incapaces de degradar celulosa pueden hidrolizar CMC vía enzimas β-glucano (Fields et al., 1998), 

es un sustrato ampliamente utilizado. Las exoglucanasas en cambio, son activas frente a la celulosa 

cristalina como el avicel, la celulosa amorfa, y los celooligosacáridos. Sin embargo, son inactivas frente a 

la celobiosa o las celulosas solubles sustituidas como el CMC. 

Actualmente, se conoce que otros mecanismos complementarios al sinergismo endo-exo 

mencionado anteriormente están involucrados en la degradación fúngica de celulosa, siendo claves en el 

proceso y generando un aumento de la eficiencia. Tal es el caso de enzimas rédox con actividades 

auxiliares (AA), como la celobiosa deshidrogenasa (CDH, EC 1.1.99.18). Las CDHs pueden oxidar 

celobiosa, celodextrinas y lactosa, utilizando diferentes aceptores de electrones entre los que se destacan 

las quinonas, los radicales fenoxi, el citocromo c, Fe3+ acomplejado, manganeso y oxígeno, produciendo 

como resultado peróxido de hidrogeno (Kremer y Wood, 1992). Las CDHs potencian la degradación de 

la celulosa al acoplar el ataque oxidativo de la celobiosa con la activación por reducción de las 

monooxigenasas polisacárido líticas dependientes de cobre (LPMOs; Phillips et al., 2011). Estas últimas 

pertenecen a una clase de enzimas recientemente descubiertas, por ejemplo AA9, que catalizan la 

inserción de oxígeno entre uniones C-H adyacentes al enlace glicosídico, resultando en la oxidación de 

terminaciones tanto reductoras como no reductoras de la cadena glicosídica, mecanismo que estaría 

ampliamente distribuido en el reino Fungi (Figura 13). Así, son capaces de degradar formas más 

recalcitrantes de la celulosa como la celulosa altamente cristalina (Langston et al., 2011) o celulosa que 

está fuertemente ligada a la lignina u otros constituyentes de la pared celular (Harris et al., 2010).  

Por otro lado, cuando los aceptores de la CDH son el Fe3+ o el Cu3+, los iones metálicos reducidos 

pueden reaccionar con el H2O2 (que puede formarse por la misma CDH o por otras enzimas productoras 

de peróxido) generando radicales hidroxilo que pueden modificar y despolimerizar distintos polisacáridos 

de pared vegetal por reacciones tipo Fenton (Baldrian y Valášková, 2008). Estas propiedades hacen de la 

CDH una enzima capaz de combinar la descomposición de celulosa con la de hemicelulosa y lignina 

(Peterbauer y Volc, 2010; Zamocky et al., 2006). Además, muchos de los aceptores utilizados durante la 

oxidación de la celobiosa son generados durante la degradación de la lignina (Zamocky et al., 2006). Por 

este motivo, se propone que la CDH tiene varias funciones como la de reducir la inhibición por sustrato 

dada por los productos de la celulólisis, impedir que las uniones β-1,4-glicosídicas se vuelvan a formar 

luego de haber sido clivadas por la acción de las endoglucanasas o la de remover productos finales que 

pueden provocar represión catabólica o inhibición de la actividad de las principales enzimas (Kubicek, 

2012). 
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Figura 13. Degradación enzimática de la celulosa. Fuente: Dimarogona et al. (2013) 

 

Otras proteínas que ejercen su acción potenciando la actividad de las celulasas (“cellulase enhancing 

proteins”), pero no exhiben actividad enzimática sobre la celulosa por sí mismas, también fueron 

involucradas recientemente en el proceso. Tal es el caso de la “endoglucanasa” no hidrolítica CEL61 

(Harris et al., 2010; Saloheimo et al., 2002) y de las proteínas tipo expansina, swolenina y lusenina, 

involucradas en un mecanismo de acción que se denominó “amorfogénesis” del sustrato. Estas proteínas 

alteran los enlaces puentes de hidrógeno entre cadenas de azúcares adyacentes, lo que provoca un 

desagregado de la matriz fibrilar de la celulosa, favoreciendo así el acceso de las celulasas a su sustrato.  

En general, las celulasas presentan una estructura modular en la que se incluye un dominio catalítico 

y un dominio de unión a carbohidrato (CBMs). El efecto del dominio CBM es el de unirse a la superficie 

de la celulosa y aproximar, mediante una bisagra flexible de aminoácidos hidroxilados y altamente 

glicosilados (Ser y Tre), el dominio catalítico al sustrato que es insoluble, facilitando y potenciando su 

hidrólisis (sinergismo intramolecular; Figura 14; Horn et al., 2012). La presencia del dominio CBM es 

particularmente importante en el modo de acción procesivo de las exoglucanasas (Teeri et al., 1998). 

Existen enzimas compuestas de varios CBM y dominios catalíticos. Los CBM se clasifican también en 

familias y los CBM fúngicos constituyen mayoritariamente la familia 1. Los CBM contienen desde 30 y 

hasta 200 aminoácidos, y se localizan normalmente hacia los extremos carboxi o amino terminal de la 

cadena polipeptídica, aunque ocasionalmente pueden hallarse en el centro. Cada familia de CBMs posee 
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cualidades únicas, sin embargo se sabe que la presencia de una superficie plana compuesta de aminoácidos 

aromáticos le proporciona hidrofobicidad, la cual le confiriere afinidad por la celulosa (Hildén y 

Johansson, 2004). 

Las enzimas celulolíticas están distribuidas en varias familias GH con muchos representantes para 

las endoglucanasas en las familias 5, 9 y 12, exoglucanasas en las familias 6 y 7 y β-glucosidasas en las 

familias 1 y 3. Algunas GHs consisten en más de un dominio catalítico pertenecientes a diferentes familias 

o están conectadas con otros dominios como los CBMs para el reconocimiento del sustrato. 

 

Figura 14. Modelo tridimensional de una celobiohidrolasa actuando sobre una cadena de celulosa. 
Se puede observar el dominio catalítico, en forma de túnel, liberando una molécula de celobiosa, la 

bisagra y el CBM unido a la celulosa. Fuente: Martínez-Anaya et al. (2008). 

 

El material celulósico resulta particularmente atractivo como fuente de carbono y energía debido a 

su bajo costo y gran abundancia. Sin embargo, sólo ciertos organismos son capaces de producir las 

enzimas necesarias para utilizarlo. Se han identificado dos importantes grupos con habilidades 

celulolíticas (Martínez-Anaya et al., 2008). El primero corresponde al grupo anaeróbico, que comprende 

especies bacterianas y fúngicas habitantes de aguas residuales y el rumen y tracto intestinal de animales 

herbívoros y algunos insectos como escarabajos y termitas. Entre las bacterias celulolíticas se encuentran 

especies de los géneros Clostridium y Ruminococcus, mientras que Anaeromyces mucronatus, Cyllamyces aberencis, 

Neocallimastix frontalis, entre otros, corresponden a ejemplos de especies fúngicas. El segundo grupo 

incluye especies aeróbicas habitantes de los suelos, especialmente los boscosos, tales como las bacterias 

(por ejemplo especies de Cellulomonas y Streptomyces), y hongos basidiomicetes responsables de pudrición 

de madera y hojarasca, estos últimos considerados como los degradadores de celulosa más potentes 

(Baldrian y Valášková, 2008). Los sistemas celulolíticos en hongos difieren respecto a los complejos 

sistemas de bacterias (celulosomas, aunque éstos también se identificaron en algunos hongos unicelulares 



 

38 
 

anaerobios) mientras que las diferencias entre grupos taxonómicos individuales son menos pronunciadas 

(Lynd et al., 2002). Los sistemas celulolíticos mejor estudiados remiten a ascomicetes, como Trichoderma 

reesei (Lynd et al., 2002). En hongos causantes de pudrición blanca los sistemas celulolíticos recibieron 

menor atención; sin embargo, los estudios existentes en P. chrysosporium demuestran que estos sistemas 

son análogos a los de T. reesei (Lynd et al., 2002). El estudio más exhaustivo del proceso de celulólisis en 

un organismo de pudrición castaña fue realizado en Gloeophyllum trabeum (Cohen et al., 2005).  

 

Endoglucanasas  

La actividad endo-1,4-β-glucanasa es común entre los basidiomicetes, existiendo probablemente 

en todos los hongos de pudrición, tanto blanca como castaña. También fue detectada en cultivos de 

hongos descomponedores de hojarasca (Steffen et al., 2007; Valášková et al., 2007) y de hongos 

ectomicorrícicos. Es una enzima monomérica, de peso molecular entre 22 y 45 kDa aunque casi hasta el 

doble de este peso molecular fue encontrado en Sclerotium rolfsii y Gloeophyllum sepiarium (Bhattacharjee et 

al. 1993; Sadana et al., 1984). Las endoglucanasas de clase 7 producidas por ej. por P. chrysosporium 

contienen un dominio catalítico largo y un dominio de unión a celulosa (CBD) mientras que ciertas 

endoglucanasas más pequeñas pueden no presentar CBD (Henriksson et al., 1999). Las endoglucanasas 

están típicamente glicosiladas (aunque hay excepciones) con una cantidad relativa de carbohidratos de 

entre el 1 y el 12% (Henriksson et al., 1999). El punto isoeléctrico es normalmente acídico, entre 2,6 y 

4,9, aunque en algunas especies se encontraron puntos isoeléctricos arriba de 7 (Ding et al., 2001). 

Múltiples endoglucanasas fueron halladas en varios hongos. Por lo menos tres enzimas diferentes fueron 

aisladas de G. trabeum, P. chrysosporium, S. rolfsii y Serpula incrassata. El pH óptimo se encuentra entre 4 y 5, 

cercano a los valores de pH encontrados en la madera colonizada por hongos (Suzuki et al., 2006; 

Valášková y Baldrian, 2006) y la temperatura óptima oscila entre los 50°C y 70°C (Valášková y Baldrian, 

2006). Una actividad significativa hacia la celulosa cristalina fue hallada sólo para casos puntuales por 

ejemplo, la celulasa de 65 kDa de I. lacteus (Kanda et al., 1978), Cel5A de G. trabeum (Cohen et al., 2005) y 

EG35 de Fomitopsis palustris (Yoon y Kim, 2005), las últimas dos denominadas endoglucanasas procesivas, 

ya que actúan como una combinación de endoglucanasa y celobiohidrolasa y fueron inicialmente 

encontradas en bacterias celulolíticas.  

 

Exoglucanasas  
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Las CBHs son enzimas usualmente monoméricas con muy poca o nula glicosilación, de peso 

molecular típicamente entre 39 y 65 kDa. La actividad catalítica óptima de la mayoría de CBHs de 

basidiomicetes ocurre entre pHs 4 y 5, y a una temperatura entre 37°C y 60°C, dependiendo de la 

isoenzima específica y el sustrato (Manavalan et al., 2015). Se han caracterizado CBHs en muchos hongos 

causantes de pudrición blanca como diferentes especies de Ganoderma, I. lacteus, Schizophyllum commune, P. 

chrysosporium, entre otros (Adav et al., 2012; Chukeatirote et al., 2012; Hamada et al., 1999). En hongos de 

hojarasca se ha aislado una CBH dimérica a partir de A. arvensis (Lee et al., 2011). La actividad 

exoglucanasa no fue hallada en hongos de pudrición castaña, salvo contadas excepciones en la familia 

Coniophoraceae (Nilsson y Ginns, 1979). 

 

β-Glucosidasas 

Estas enzimas están distribuidas ampliamente en la naturaleza, ocurriendo en todos los dominios 

de organismos vivos, Archaea, Bacteria y Eukarya, en los que tienen variadas funciones (Woodward y 

Wiseman, 1982). Representan un importante grupo de enzimas ya que pueden utilizarse en numerosos 

procesos biotecnológicos, entre los que se destacan la producción de bioetanol (Maehara et al., 2013), la 

liberación de compuestos aromáticos en la industria alimenticia (Ghorai et al., 2010), la síntesis de β-

glucósidos (Makropoulou et al., 1998) y la degradación de biomasa (Zaldívar et al., 2001). 

La deficiencia en actividad β-glucosidasa causa la acumulación de celobiosa, llevando a la represión 

de la biosíntesis enzimática y la inhibición por producto de enzimas que están río arriba, lo que resulta en 

una tasa de hidrólisis limitada (Zaldívar et al., 2001). Es por este motivo que las preparaciones comerciales 

de celulasas, como las de T. reesei, suelen ser suplementadas con β-glucosidasa (Chauve et al., 2010). 

Los principales productores de β-glucosidasas se consideran especies de hongos filamentosos de 

los géneros Aspergillus, Trichoderma y Penicillium (Jäger et al., 2001; Sørensen et al., 2011). Altas actividades 

han sido reportadas también para hongos causantes de pudrición blanca como Flammulina velutipes 

(Mallerman et al., 2015). Se han aislado y caracterizado β-glucosidasas a partir de hongos de pudrición 

como P. chrysosporium (Tsukada et al., 2006) y de hongos descomponedores de hojarasca (Steffen et al., 

2007).  

Las β-glucosidasas exhiben alta variabilidad estructural, reflejando en parte la localización tanto 

extracelular como de unión a pared celular y también intracelular. Los pesos moleculares reportados se 

encuentran entre los 35 y 640 kDa. 
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Celobiosa deshidrogenasa  

 La actividad CDH ha sido caracterizada en varios hongos de pudrición blanca como H. annosum, 

Pycnoporus cinnabarinus, S. commune y T. versicolor (Henriksson et al., 2000), en el hongo de pudrición castaña 

C. puteana (Schmidhalter y Canevascini, 1992) y en varios ascomicetes. 

 

Descomposición no enzimática de la celulosa 

Recientemente, sistemas de descomposicion de celulosa no enzimática se han reportado en hongos 

causantes de pudrición castaña. Esta vía degradativa está basada en una modificación de la reacción de 

Fenton (Fe2+ + H2O2 → Fe3+ + OH_ + OH●), por la cual el peróxido de hidrogeno se descompone en 

presencia de iones férricos, generando radicales libres reactivos (Goodell, 2003). Estos radicales tienen 

una vida media de nanosegundos (Eastwood et al., 2011) y son los agentes oxidantes más potentes de 

origen biológico. Además, ciertos estados hipervalentes del hierro a los que les permanecen asociados los 

radicales, también son considerados potentes oxidantes (Baldrian y Valášková, 2008). Los dos sistemas 

con mayor soporte experimental están basados en estudios con G. trabeum y C. puteana.  

Consistente al mencionado rol del hierro, se ha reportado que cuando P. placenta crece sobre 

celulosa, se inducen genes que codifican para reductasas del hierro, quinona reductasas y diversas oxidasas 

que podrían estar involcradas en la generación de Fe2+ (el cual no se encuentra normalmente en ambientes 

oxigenados y se produce por la reducción del Fe3+) y H2O2 (Martínez et al., 2009). Los radicales hidroxilo 

generados, pueden difundir a gran distancia de la hifa fúngica y abstraer átomos de hidrógeno a partir de 

las subunidades glucosídicas de la celulosa y otros polisacáridos, produciendo radicales transientes de 

carbono que pueden reaccionar rápidamente con el O2 para dar lugar a especies de peroxiradicales 

(ROO●, Ek et al., 1989). Si los ROO● llevan un hidroxilo en el mismo carbono, van a eliminar ●OOH 

(Halliwell y Gutteridge, 1999), mientras que si no hay un grupo α-hidroxilo presente, la molécula sufrirá 

una serie de oxidorreducciones, algunas de las cuales pueden resultar en el clivaje de la cadena de celulosa 

(Kirk et al., 1991). 

Otro compuesto de bajo peso molecular que juega un rol importante en la degradación no 

enzimática de la celulosa es el ácido oxálico, el cual es producido en grandes cantidades por hongos de 

pudrición castaña como P. placenta, probablemente por enzimas descomponedoras de oxalato (Shimada 

et al., 1997). Esto genera una gran acidificación de la madera colonizada (con un pH cercano a 2) que 

puede hidrolizar lentamente la celulosa por sí misma (Green et al., 1991) pero además puede funcionar 
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como dador de protones para la hidrólisis enzimática y no enzimática, y como quelante del sistema Fe2+- 

H2O2 para la generación de radicales hidroxilo (Shimada et al., 1997). 

 

1.4.2. Descomposición de hemicelulosas 

Las hemicelulasas son producidas por un amplio grupo de organismos pertenecientes a los tres 

dominios Archaea, Bacteria y Eukarya. Este último dominio incluye diversos tipos de hongos, protozoos, 

gasterópodos, artrópodos y plantas superiores (Beg et al., 2001; Dashtban et al., 2009; Kulkarni et al., 

1999). Entre ellos, los hongos son considerados los organismos más eficientes en la producción de 

hemicelulasas. 

Las hemicelulasas y, principalmente las xilanasas, han sido estudiadas extensivamente debido a su 

gran importancia biotecnológica. En la industria de la pulpa y papel, la hidrólisis del xilano facilita la 

liberación de lignina reduciendo los niveles de utilzación de cloro como agente blanqueador. Viikari et al. 

(1986) fueron los primeros en demostrar la aplicación de xilanasas para la delignificación en los procesos 

de blanqueo, y su uso se incrementa día a día, siendo hasta el presente más utilizadas que las ligninasas 

(Subramaniyan y Prema, 2002). Otras aplicaciones para las hemicelulasas incluyen la bioconversión de 

material lignocelulolítico y agroresiduos para la generación de bioetanol, clarificación de jugos y 

mejoramiento de la digestibilidad del alimento para ganado (Shallom y Shoham, 2003).  

Como se mencionó anteriormente, las hemicelulosas están compuestas por tres tipos de esqueletos 

principales que presentan residuos y enlaces glicosídicos específicos para cada tipo, y diferentes 

ramificaciones laterales. Por lo tanto, cada uno de los tres tipos de esqueletos es hidrolizado por un grupo 

específico de enzimas: β-1,4-endoxilanasa (EC 3.2.1.8) y β-1,4-xilosidasa (EC 3.2.1.37) para el xilano, β-

1,4-endomananasa (EC 3.2.1.78) y β-1,4-manosidasa (EC 3.2.1.25) para el manano, y β-1,4-endoglucanasa 

y β-1,4-glucosidasa para el xiloglucano (De Vries y Visser, 2001). Para la despolimerización de las cadenas 

laterales intervienen enzimas “desramificantes” tales como xilano esterasas (EC 3.1.1.6), feruloil-esterasas 

y p-cumaril esterasas (EC 3.1.1.73), β-arabinofuranosidasas (EC 3.2.1.55) y 4-O-metil glucuronidasas 

(3.2.1.139), entre otras (Kubicek, 2012). Todas ellas difieren en la especificidad respecto a los sustituyentes 

vecinos y al largo de la cadena (Figura 15).  
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Figura 15. Enzimas hemicelulolíticas que intervienen en la degradación de A. Xilano B. Manano y C. 
Xiloglucano. ABF: α-arabinofuranosidasa, AFC: α-fucosidasa, AGL: α-1,4-galactosidasa, AGU: α-glucuronidasa, 

AXE: acetil (xilano) esterasa, AXH: arabinoxilano α-arabinofuranosidasa, AXL: α-xilosidasa, BXL: β-1,4- 
xilosidasa, FAE: feruloil esterasa, LAC: β-1,4-galactosidasa, MAN: β-1,4-endomananasa, MND: β-1,4-

manosidasa, XEG: xiloglucano β-1,4-endoglucanasa, XLN: β-1,4-endoxilanasa. Fuente: de Vries et al. (2001). 

 

 

Las xilanasas, al igual que las celulasas cuando hidrolizan la celulosa, actúan sinérgicamente para 

convertir el polímero de hemicelulosa en unidades solubles. Las endoxilanasas hidrolizan enlaces β-1,4 

en el esqueleto de xilano liberando xilooligómeros, los cuales serán clivados por las β-xilosidasas a xilosa. 

Como resultado de la acción de las xilanasas, se liberan monosacáridos o disacáridos que pueden ser 

utilizados por los hongos, y ácido acético. Las endoxilanasas fúngicas pertenecen a las familias GH10 y 

11 (más de 300 secuencias génicas). Las endoxilanasas de la familia GH10 presentan generalmente un 

rango más amplio de sustratos que las endoxilanasas de la familia GH11. Las primeras, además de 

degradar cadenas lineales de residuos de 1,4-D-xilosa, pueden también degradar esqueletos principales 

con un alto grado de sustituciones, y pequeños xilo-oligosacáridos (Pollet et al., 2010; Vardakou et al., 

2003). La mayoría de las β-xilosidasas fúngicas pertenecen a la familia GH3 (Mozolowski y Connerton, 
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2009), aunque muchas también son asignadas a la familia GH43 (por ejemplo, en Penicillium herquei y 

Aspergillus oryzae; Ito et al., 2003; Machida et al., 2005). Las enzimas desramificantes son responsables de 

remover las cadenas laterales y actúan sinérgicamente con las xilanasas al permitir su acceso al esqueleto 

principal de xilano. Las α-L-arabinofuranosidasas hidrolizan los extremos no reductores de grupos de 

arabinanos, arabinoxilanos y arabinogalactanos. Esta actividad es típica de hongos filamentosos aunque, 

en hongos ligninolíticos, ha sido demostrada únicamente en Aureobasidium pullulans (Baldrian, 2008a). Las 

α-D-glucuronidasas hidrolizan las uniones glicosídicas α-1,2 entre la xilosa y el ácido D-glucurónico o 4-

O-metil glucurónico y representan el cuello de botella en la hidrólisis enzimática del xilano. Las 

acetilxilano-esterasas clivan los enlaces éster entre la xilosa y el ácido acético. Pertenecen a las familias de 

acetil esterasas CE1, 4, 5 y 16. Las feruloil-esterasas y cumaril-esterasas clivan residuos de L-arabinosa, 

un residuo muy común presente en las cadenas laterales, que se encuentran unidos a la lignina por enlaces 

éster con el ácido ferúlico y el ácido cumárico respectivamente, colaborando así con la remoción de la 

lignina. Pertenecen a la familia CE1. 

La despolimerización del esqueleto principal de galactoglucomananos involucra la acción de 

endomananasas, las cuales hidrolizan las uniones dentro de las cadenas de manano liberando oligómeros 

β-1,4-mananos y de β-manosidasas, que utilizan estos últimos dando lugar a manosa. La habilidad de las 

endomananasas de degradar el esqueleto de manano depende de varios factores tales como la distribución 

de los sustituyentes y la relación de residuos de manosa y glucosa (McCleary, 1991). Las endomananasas 

se encuentran en las familias GH 5 y 26, aunque las fúngicas pertenecen principalmente a la familia GH5, 

y han sido descriptas en T. reesei, Aspergillus aculeatus y A. bisporus, entre otros (Kubicek, 2012). Miembros 

de ambas familias tienen un mecanismo de desplazamiento doble con retención de la configuración del 

carbono anomérico. Las β-manosidasas pertenecen casi exclusivamente a las familias GH 1 y 2. 

Generalmente estas enzimas son capaces de catalizar también reacciones de transglicosilación. La 

hidrólisis completa de los galactomananos depende a su vez, de la participación de α y β-galactosidasas. 

En A. niger, la presencia de galactosa próxima a residuos de manosa disminuye la actividad de las β-

manosidasas entre un 18% y un 43%, dependiendo del largo del oligosacárido (De Vries y Visser, 2001). 

Para la despolimerización del esqueleto principal de xiloglucano, los hongos utilizan enzimas β-1,4-

endoglucanasas específicas e inespecíficas. Endoglucanasas con actividad xiloglucanasa pueden 

encontrarse en las familias GH5, 12 y 16 (Kubicek, 2012), mientras que una actividad xiloglucanasa 

especifica en hongos pertenece a la familia GH74 (muy baja actividad frente a CMC y  β-glucanos). El 

modo de acción de las diferentes xiloglucanasas fue recientemente dilucidado (Desmet et al., 2007; 

Powlowski et al., 2009). Por ejemplo, la xiloglucanasa GH12 de A. niger, a diferencia de la GH74 de T. 

reesei, no cliva residuos ramificados de glucosa, sino que muestra predilección por xiloglucooligosacáridos 
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que contengan más de seis residuos de glucosa con, al menos, un residuo de glucosa no ramificado 

(Desmet et al., 2007; Master et al., 2008). 

Las hemicelulasas fúngicas son enzimas monoméricas con pesos moleculares en el rango de los 18 

y 360 kDa, con funcionalidad en pHs acídicos a neutros (desde 2 hasta 8) y con temperaturas óptimas de 

37°C y 85°C (Conejo Saucedo et al., 2011). La expresión de hemicelulasas en Aspergillus sp. y Trichoderma 

sp. es inducible principalmente por fuentes carbonadas. En presencia de D-glucosa, la transcripción es 

suprimida mientras que una fuerte inducción tiene lugar en ausencia de D-glucosa o en presencia de 

hemicelulosa (Conejo Saucedo et al., 2011). Además, las enzimas hemicelulolíticas pueden ser co-

inducidas por muchos mono- y disacáridos como la soforosa, xilobiosa, lactosa, D-xilosa y L-sorbosa 

(Suto y Tomita, 2001). Sin embargo, se ha reportado que dicha inducción no se encuentra tan 

estrictamente controlada por sustrato como ocurre con la producción de celulasas (Valášková y Baldrian, 

2006).  Una expresión basal de hemicelulasas y permeasas ocurre de manera constitutiva permitiendo la 

incorporación de los inductores correspondientes. 

 

1.4.3. Descomposición de lignina 

La lignina es químicamente recalcitrante para la mayoría de organismos debido a su compleja e 

irregular estructura. Por un lado, los organismos son incapaces de producir especies nucleofílicas tan 

potentes en sus sitios activos enzimáticos ya que la gran reactividad de los mismos terminaría por 

dañarlos. Además, debido a la superficie variable de la lignina y a la gran diversidad de enlaces no 

hidrolizables presentes, la ligninólisis no puede ser llevada a cabo por enzimas hidrolíticas como ocurre 

con el resto de los componentes de pared celular, sino que requiere de mecanismos oxidativos poco 

específicos (Hammel y Cullen, 2008).  La lignina no representa una fuente fácilmente accesible de carbono 

y energía, sino que su degradación abre paso a la utilización de otros sustratos que están covalentemente 

ligados a ella y/o protegidos, como son la celulosa y hemicelulosa, que constituyen fuentes asimilables. 

Sólo organismos especializados son capaces de degradar lignina, dentro de los cuales, los hongos 

filamentosos y, particularmente los hongos causantes de pudrición blanca se consideran los más 

eficientes. 

La despolimerización de la lignina es posible gracias a la producción de enzimas modificadoras de 

lignina (LMEs), colectivamente denominadas “ligninasas”, las cuales son metalo-oxidoreductasas 

extracelulares, principalmente hemo-peroxidasas: lignina peroxidasa (LiP; EC 1.11.1.14), manganeso 

peroxidasa (MnP; EC 1.11.1.13) y peroxidasa versátil (VP; EC 1.11.1.16); y fenol oxidasas (lacasas; EC 

1.10.3.2). Las hemo-peroxidasas LiP, MnP y VP, pertenecen a la familia de peroxidasas fúngicas 

secretadas clase II, las cuales a su vez son miembro de la superfamilia de peroxidasas microbianas y de 
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plantas (que incluyen las peroxidasas clase I y III respectivamente; Hofrichter et al., 2010). Estas enzimas 

oxidan sustratos mediante transferencia monoelectrónica en múltiples pasos. Una segunda superfamilia 

de hemo-peroxidasas denominada DyPs (EC 1.11.1.19) ha sido identificada recientemente en hongos y 

bacterias (Sugano, 2009). Se reportó que las DyPs oxidan colorantes de alto potencial redox así como 

estructuras no fenólicas con uniones β-O-4 presentes en compuestos modelo de lignina (Liers et al., 2010). 

La degradación de lignina es estimulada por la acción cooperativa de enzimas oxidoreductasas accesorias, 

que incluyen a la glioxal oxidasa (GLOX; EC 1.2.3.5), aril alcohol oxidasa (AAO; EC 1.1.3.7), piranosa 

2-oxidasa (glucosa 1-oxidasa; EC 1.1.3.4), celobiosa/quinona oxidoreductasa (EC 1.1.5.1) y celobiosa 

deshidrogenasa (CDH; EC 1.1.99.18). La función de estas enzimas accesorias es la de reducir radicales 

metoxi generados por las LMEs. Además, la glioxal oxidasa, glucosa oxidasa y veratril alcohol oxidasa 

producen peróxido de hidrógeno (H2O2), el cual es necesario para el accionar de las peroxidasas (Ander 

y Marzullo, 1997) y/o la generación de reacciones tipo-Fenton (Guillén et al., 1990). En la Figura 16 se 

esquematiza el rol de las principales enzimas y los mecanismos no enzimáticos involucrados en la 

degradación de la lignina. 

Sólo 5-25% de las unidades fenilpropano en la macromolécula de lignina presentan su grupo 

hidroxilo libre (unidades de tipo fenólico) ya que la mayor parte de ellos participan en enlaces éter entre 

unidades monoméricas. Los oxidantes deben ser suficientemente fuertes para atacar las unidades de tipo 

no fenólicas de la lignina, con uniones aril éter que resultan más difíciles de oxidar que los fenoles 

(Hammel y Cullen, 2008). A su vez, los oxidantes deben ser especies pequeñas capaces de penetrar la 

pared celular secundaria lignificada de las plantas. Aunque cierta biodegradación ocurre por erosión de la 

superficie de la pared celular, la lignina también es removida desde el interior de la pared y la porosidad 

de la lignocelulosa es muy pequeña para permitir el ingreso de las enzimas extracelulares. 

Por lo tanto, las ligninasas inician, pero no dirigen, las reacciones oxidativas en la lignina. La 

degradación se produce de forma desordenada en el interior del polímero, oxidando al mismo tiempo 

anillos aromáticos y cadenas laterales propanoides, incrementando la solubilidad del núcleo y liberando 

fragmentos de tamaño variable. Las enzimas activan la lignina, superando un umbral energético a partir 

del cual comienza una fragmentación oxidativa, proceso que ha sido denominado “combustión 

enzimática” (Kirk y Farrell, 1987). Por tal motivo, participan además metabolitos que son secretados 

como compuestos fenólicos y otros compuestos aromáticos, péptidos pequeños, ácidos orgánicos, iones 

metálicos y especies reactivas del oxígeno (Lundell et al., 2010). 
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Figura 16. Principales mecanismos enzimáticos y no enzimáticos de la degradación de lignina. Lac: lacasa, LMS: 
sistema lacasa-mediador, LiP: lignina peroxidasa, MnP: manganeso peroxidasa, VP: peroxidasa versátil, H2O2-

GO: enzimas productoras de peróxido de hidrógeno, AAO: aryl alcohol oxidasa, GLOX: glioxal oxidasa, AAD: 
aril alcohol deshidrogenasa, QR: quinona reductasa. Fuente: Dashtban et al., 2010. 

 

 

Lignina peroxidasa (EC 1.11.1.14) 

Las lignina peroxidasas (1,2-bis (3,4-dimetoxifenil) propano-1,3-diol: peróxido de hidrógeno 

oxidoreductasa) fueron descubiertas por primera vez en el hongo de pudrición blanca P. chrysosporium a 

mediados de la década de 1980, y se consideran verdaderas ligninasas ya que catalizan directamente la 

oxidación de lignina, de forma H2O2 dependiente. Son relativamente inespecíficas por sus sustratos y 

pueden oxidar, sustratos aromáticos fenólicos, así como una variedad de compuestos de lignina modelo 

no fenólicos y un amplio rango de compuestos orgánicos con un potencial redox de hasta 1,4 V (Valli 

et al., 1990).  
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Estas proteínas forman una familia de enzimas extracelulares glicosiladas (hasta el 20-30%), 

monoméricas y contienen una protoporfirina IX conteniendo un átomo de hierro (hemo) por molécula. 

Existen diversas isoenzimas, de masa molecular entre 35 y 48 kDa, con punto isoeléctrico (pI) entre 3,1 

y 4,7. Una propiedad distintiva de las LiP es su bajo pH óptimo, cercano a 3.  

La primer estructura cristalina en conocerse fue la de la isoenzima H2 de P. chrysosporium (Poulos 

et al., 1993), la cual reveló una estructura globular en una organización de dos dominios, uno proximal 

(C- terminal) y otro distal (N-terminal), constituidos por ocho α-hélices mayores, 8 α-hélices menores y 

una pequeña hoja β-plegada (Figura 17).  

 

Figura 17. A. Estructura tridimensional de la Lignina peroxidasa de P. chrysosporium H2 
por difracción de rayos X (número de acceso en http://www.rcsb.org, PDB #1LLP). 

Fuente: Ruiz-Dueñas et al. (2009). 

 

Los dos dominios se encuentran unidos por cuatro puentes disulfuro y, en la hendidura formada 

entre ellos, se encuentra el sitio activo de la enzima. El mismo está compuesto por un grupo hemo 

conteniendo un átomo de hierro (Fe III), el cual está accesible desde el exterior por medio de dos 

pequeños canales. Como las clásicas peroxidasas, por ejemplo la peroxidasa del rabanito (HRP), el Fe III 

está pentacoordinado con cuatro átomos de nitrógeno que forman parte de una estructura tetrapirrólica 

y un átomo de nitrógeno presente en un residuo de histidina. La estructura tridimensional se encuentra 

estabilizada por dos iones de calcio (Ca2+), uno en cada dominio. Se ha reportado más recientemente, la 

hidroxilación post-traduccional de un residuo de triptofano (Trp171) (Blodig et al., 1998), que tiene un 

rol esencial en la actividad catalítica de la enzima, probablemente mediante la unión y oxidación del 

sustrato a través de transferencias electrónicas, aunque su función no está del todo clara. 

La reacción que cataliza la LiP es representada como: 

http://www.rcsb.org/
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1,2-bis (3,4-dimetoxifenil) propano-1,3-diol + H2O2 ↔ 3,4-dimetoxibenzaldehido + 1-(3,4-

dimetoxifenil) etano-1,2-diol + H2O. 

Esta reacción se desarrolla mediante un ciclo catalítico de una peroxidasa típica y sucede en dos 

pasos (Renganathan y Gold, 1986; Figura 18). La enzima es oxidada por el H2O2 y pasa a un compuesto 

intermediario deficiente en 2 electrones, el cual se llama Compuesto I (LiP-I), en el cual el hierro está 

presente en una forma oxiferril O ═ Fe (IV) con la formación de un aril catión radical libre, el cual puede 

estar localizado en el grupo hemo o en un residuo de la proteína, dependiendo de la isoenzima, dando O 

═ Fe4+─ P●+. En un segundo paso, LiP-I es reducido por 1 electrón que dona un sustrato reductor 

aromático (A), como el veratril alcohol (VA, sustrato preferido de la LiP), lo que provoca la formación 

del Compuesto II O ═ Fe4+─ P (LiP-II). LiP-II retorna a su estado primario Fe3+─ P por medio de una 

segunda oxidación que provoca otra molécula de sustrato, completando así el ciclo. En algunos casos, 

LiP-I puede volver a su estado nativo, mediante la reducción directa por 2 electrones.  

 

Figura 18. Ciclo catalítico de la LiP. Fuente: Sigoillot et al. (2012). 

 

En condiciones oxidativas extremas (exceso de H2O2 y ausencia de un sustrato reductor), el 

compuesto II reacciona con el H2O2 para dar un complejo férrico superóxido Fe(III)O2
●─, una forma 

catalíticamente inactiva de la enzima, llamada Compuesto III. LiP-III puede ser convertida a su forma 

nativa por autooxidación espontánea o por la oxidación mediante un radical aril catiónico (Ar●+), a través 

del desplazamiento del superóxido del sitio activo. Este mecanismo de protección de la LiP de la 

inactivación por exceso de H2O2 (Valli et al., 1990) se ha propuesto frente a la observación de que el VA 

es producido en P. chrysosporium concomitantemente con LiP (Fenn y Kirk, 1981). Por otro lado, también 

se ha propuesto que el radical catiónico VA y otros radicales aril catiónicos (Ar●+) actúan como 

mediadores redox en la oxidación no enzimática de la lignina, lo que genera numerosos productos como 
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el glicolato y oxalato. El decaimiento del radical catiónico depende de la naturaleza de los sustituyentes 

presentes en el anillo aromático del sustrato y se ha reportado que grupos donadores de electrones, como 

son los grupos alcoxi (R─O), favorecen su estabilización (Walling et al., 1984). 

La LiP es única en su capacidad de oxidar sustratos de alto potencial redox, lo cual se debe a que 

LiP-I almacena en sí mismo un alto potencial (E'o ≈1,2 V a pH 3), lo que le permite oxidar sustratos 

aromáticos no fenólicos sin la participación de mediadores para la oxidación. Estos sustratos no pueden 

ser oxidados por otras peroxidasas, por ej. la MnP, en ausencia de mediadores (Wong, 2009). Para la 

medición de la actividad LiP, se utiliza el sustrato VA (3,4-dimetoxibenzil alcohol) y se monitorea su 

oxidación a veratraldehido (VAD) por el aumento de absorbancia a 310 nm. La LiP, al igual que otras 

peroxidasas, puede oxidar sustratos fenólicos (guayacil, vainillil alcochol, catecol, ácido siríngico, 

acetosiringona, etc.). De hecho, la oxidación de compuestos fenólicos es catalizada a una tasa más rápida 

que la de los no fenólicos (Harvey et al., 1993) pero su oxidación está asociada a un rápido descenso en 

la actividad enzimática (Harvey y Palmer, 1990). Esto tendría que ver con una acumulación de LiP-III 

que no puede ser revertido a su forma nativa por los radicales fenoxi formados durante la reducción de 

LiP-I y LiP-II, a diferencia de lo que ocurre con el compuesto no fenólico VA. 

La producción de LiP se describió, en unos pocos hongos de pudrición blanca además de P. 

chrysosporium, incluyendo a T. versicolor, Trametes cervina, Phlebia radiata, Bjerkandera adusta, y Nematoloma 

frowardii (Miki et al., 2010; Morgenstern et al., 2008). La expresión en otros grupos, como en los LDF, 

parece estar limitada (Hofrichter et al., 2010). 

 

Manganeso peroxidasa (EC 1.11.1.13) 

Las Manganeso peroxidasas (Mn (II): peróxido de hidrógeno oxidoreductasa) utilizan Mn2+ como 

sustrato reductor del peróxido de hidrógeno mediante su oxidación a Mn3+, que a su vez podrá oxidar 

una gran cantidad de sustratos fenólicos monoméricos. Se describen como verdaderas ligninasas debido 

a su gran potencial redox. 

Las MnPs son glicoproteínas extracelulares (4-18% de glicosilación) con puntos isoeléctricos entre 

2,9 y 7,1, y con un peso molecular entre 38 y 62,5 kDa. Existe un gran número de isoenzimas detectadas, 

producto de modificaciones post-traduccionales.  La estructura de la MnP (Figura 19) fue dilucidada por 

primera vez en P. chrysosporium a mediados de 1980 (Sundaramoorthy et al., 1994). Tiempo después, la 
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actividad MnP fue reportada en más de 50 basidiomicetes de pudrición de madera y hongos de hojarasca 

(Hofrichter, 2002; Hatakka, 2001). 

 

Figura 19. Estructura tridimensional de la Manganeso peroxidasa de P. chrysosporium (PDB 
#1YYD). Fuente: Ruiz-Dueñas et al. (2009). 

 

Al igual que la LiP, la MnP posee dos dominios estructurales entre los cuales se encuentra un grupo 

férrico protohemo IX. En el caso de la MnP, estos dominios están compuestos por diez α-hélices mayores 

y una menor. Presenta un sitio de unión al Mn2+, desde donde el Mn2+ se coordina a moléculas de oxígeno 

presentes en: grupos carboxilatos de los aminoácidos Glu35, Glu39 y Asp179, del grupo hemo 

propionato y de dos moléculas de agua. Además, entre los dominios hay cinco puentes disulfuro (a 

diferencia de los cuatro que existen en la LiP), siendo el enlace adicional probablemente necesario para 

estabilizar el sitio de unión al Mn2+  (Wong, 2009). Se ha demostrado que cuando el sitio de unión al Mn2+ 

es introducido por mutagénesis sitio-dirigida en la LiP de P. chrysosporium, la enzima resultante tiene 

actividad MnP (Mester y Field, 1998), y contrariamente, cuando el residuo de triptófano hidroxilado 

involucrado en la interacción de LiP con VA se introdujo en la posición correspondiente al Trp 171 de 

la MnP, esta enzima adquirió actividad LiP (Timofeevski et al., 1998). 

El ciclo catalítico de la MnP (Figura 20) es similar al de otras hemo-peroxidasas con la cualidad 

única de que las MnP utilizan Mn2+ como donor único de electrones. El ciclo es iniciado mediante la 

reacción entre el hierro presente en la enzima nativa y el H2O2  para formar el compuesto I (MnP-I), el 

cual es un intermediario que consiste en un complejo radical catiónico Fe4+-oxo-porfirin P ─ Fe (IV) ═ 

O●+. Este compuesto se reduce mediante un electrón donado por el Mn2+ que pasa a Mn3+, para formar 

el compuesto II (MnP-II), P ─ Fe (IV) ═ O. Una segunda reducción restablece a la enzima nativa, P ─ 

Fe (III), a la vez que se produce otro ión Mn3+. Al igual que con la LiP, MnP-II puede reaccionar con 
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H2O2 adicional para formar un compuesto III inactivo, correspondiente a un complejo Fe(III) 

superóxido, sin embargo, el grado de inactivación es menor que en la LiP (Wariishi y Gold, 1990). La 

reactivación del compuesto III está mediada por el Mn3+, el cual interactúa oxidando el hierro superóxido 

coordinado  o bien, reaccionando con el H2O2, en una actividad tipo catalasa (Timofeevski et al., 1998). 

 

Figura 20. Ciclo catalítico de la MnP. Fuente: Sigoillot et al. (2012). 

 

Los iones Mn3+ generados actúan como mediadores difusibles, siendo capaces de penetrar la 

estructura lignocelulósica y permitiendo la oxidación de una gran variedad de sustratos fenólicos 

monoméricos como fenoles simples, aminas, colorantes y compuestos de lignina modelo (Hofrichter 

et al., 2010; Wariishi et al., 1991). Estos iones son estabilizados por ácidos orgánicos quelantes como el 

oxalato, fumarato y malato (Martínez et al., 2005). 

Debido al relativo bajo potencial redox del sistema Mn2+- Mn3+ (cercano a 0,8 V), la oxidación se 

produce en estructuras fenólicas presentes en la lignina. La oxidación de forma directa en estructuras no 

fenólicas se reportó recientemente con compuestos de lignina modelo.  Las MnPs fueron capaces de 

clivar enlaces Cα- Cβ y enlaces β-aril éter (Martínez et al., 2005), por oxidación indirecta mediante la 

acción de pequeños mediadores como son los radicales tiol o lipídicos. Este mecanismo estaría acoplado 

al rol que tiene la MnP en la peroxidación de lípidos, por ejemplo en la peroxidación MnP dependiente 

del ácido linoleico, a partir del cual se genera oxalato:glioxal que puede ser convertido por la glioxal 

oxidasa a oxalato y glioxalato (Watanabe et al., 2001). La asociación entre la peroxidación de lípidos y el 

clivaje de estos enlaces se observó también en cultivos líquidos del LDF Stropharia coronilla (Kapich et al., 

2005) y su participación en la ligninolisis fue demostrada en el hongo de pudición blanca Ceriporiopsis 

subvermispora (Enoki et al., 1999). Sin embargo, en contraste a la LiP, la MnP no es capaz de oxidar los 

compuestos no fenólicos más recalcitrantes. 
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Peroxidasa versátil (EC 1.11.1.16) 

Las peroxidasas versátiles (VP) son hemo-peroxidasas con una arquitectura molecular híbrida que 

combina diferentes sitios oxidativos característicos de otras típicas peroxidasas ligninolíticas (Ruiz-

Dueñas et al., 2009). Las VPs oxidan Mn2+, al igual que la MnP, pero en ausencia de Mn2+ pueden oxidar 

sustratos fenólicos y no fenólicos de alto potencial redox, como lo hace la LiP. Fue descripta por primera 

vez en 1996, en el hongo de pudrición blanca Pleurotus eryngii (Martinez et al., 1996), como una isoenzima 

de MnP, pero luego fue reconocida como representante de un nuevo tipo de peroxidasa. Posteriormente 

se aisló esta enzima a partir de otras especies de hongos, todos pertenecientes a los géneros Pleurotus y 

Bjerkandera (Heinfling et al., 1998a, 1998b; Mester y Field, 1998; Moreira et al., 2007).  

Las VPs son glicoproteínas producidas como diferentes isoformas, las cuales tienen un peso 

molecular entre 40 y 45 kDa, y un pI entre 3,4 y 3,9 (Mester y Field, 1998). La estructura molecular de la 

VP (Figura 21) consiste de 12 α-hélices, estabilizadas por cuatro puentes disulfuro y un bolsillo hemo 

conteniendo dos residuos de His, dos sitios de unión a Ca2+ y un sitio de unión a Mn2+. Este último 

contiene los residuos Glu/Glu/Asp, típicos de la MnP, y se encuentra cercano a un residuo propionato 

presente en el anillo III del grupo hemo, el cual es responsable de la fijación de Mn2+ y la transferencia 

electrónica directa desde el Mn2+ al compuesto I o compuesto II. 

 

Figura 21. Estructura tridimensional de la Peroxidasa versátil (PDB # 2BOQ). Fuente: 
Ruiz-Dueñas et al. (2009). 

 

Además, las VPs presentan un residuo de triptófano (Trp164) análogo al Trp171 de la LiP, 

involucrado en la interacción con VA y otros sustratos aromáticos de alto potencial redox (Camarero 

et al., 1999; Mester y Field, 1998). La oxidación de estos compuestos se produce en la superficie proteica 
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mediante transferencia electrónica de amplio rango hacia el grupo hemo por una vía proteica (Martínez 

et al., 2005). Este mecanismo es necesario ya que muchos sustratos aromáticos, incluyendo los polímeros 

de lignina, no pueden penetrar al interior del sitio activo de la proteína para ser oxidados directamente 

por el cofactor.  

Por lo tanto, las VPs tienen un ciclo catalítico que combina las actividades de LiPs y MnPs (Figura 

22). La versatilidad catalítica de las VPs hace posible la oxidación de sustratos compartidos por ambas 

enzimas, mediada por Mn2+ así como independientemente de él, aunque se ha reportado que la afinidad 

de las VPs por estos sustratos es menor que la de las LiPs (Higuchi, 2004). Las VPs pueden oxidar a su 

vez, hidroquinonas y fenoles sustituidos de manera directa, mientras que éstos no son oxidados 

eficientemente por las LiPs o MnPs cuando están ausentes VA o Mn2+, respectivamente (Sigoillot et al., 

2012). Se ha reportado también la oxidación directa de colorantes de alto potencial redox como el 

“Reactive Black 5” (Heinfling et al., 1998). El pH óptimo de las VPs es cercano a 5 cuando se produce la 

oxidación de Mn2+, mientras que para la oxidación de compuestos aromáticos el pH óptimo está cerca 

de 3, similar a los valores de pH óptimo de las MnP y LiPs (Martínez, 2002). 

Recientemente, se han encontrado otras peroxidasas híbridas clase II, como se observó en P. radiata 

(Hofrichter et al., 2010), mientras que los datos genómicos existentes predicen la presencia de estas 

actividades en Trametes spp. (Lundell et al., 2010), así como en especies de hongos basidiomicetes 

descomponedores de hojarasca (Hofrichter et al., 2010), por ejemplo A. bisporus, Agrocybe praecox y 

Stropharia coronilla. 

 

Figura 22. Ciclo catalítico de la VP. Fuente: Sigoillot et al. (2012). 
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Otras Peroxidasas 

En los últimos tiempos se han descubierto nuevas peroxidasas secretadas por hongos como por 

ejemplo las peroxigenasas aromáticas (APOs, EC 1.11.2.1; Hofrichter et al., 2010; Ullrich et al., 2004) y la 

peroxidasa inespecífica independiente de manganeso (MiP), designada también como peroxidasa 

decolorizante de tintes (DyPs, EC 1.11.1.19; Kim et al., 1995; Liers et al., 2010; Sugano, 2009). 

Las APOs catalizan diversas reacciones de transferencia de oxígeno que pueden resultar en el clivaje 

de enlaces éter (Hofrichter y Ullrich, 2010; Kinne et al., 2009). Se identificaron por primera vez en Agrocybe 

aegerira y posteriormente en otros hongos relacionados como Coprinellus radians, Coprinopsis cinerea y 

Marasmius rotula, hongos lignocelulolíticos de suelos, hojarasca y estiércol (Dau et al., 2007; Hofrichter 

et al., 2010; Pecyna et al., 2009). Las APOs son proteínas hemo-tiolato que combinan capacidades únicas 

de las monooxigenasas P450 y propiedades de las clásicas peroxidasas. Su función fisiológica no ha sido 

completamente elucidada, pero se cree que serían importantes en la bioconversión y detoxificación de 

químicos orgánicos y materiales con los que se encuentran los hongos en su hábitat natural. 

Recientes análisis de secuencias genómicas muestran que las DyPs predominan en bacterias, 

mientras que sólo un pequeño número se encuentra en hongos y eucariotas superiores. La primer DyP 

identificada en basidiomicetes, correspondió a la de B. adusta (Sugano, 2009) y posteriormente han sido 

descriptas otras DyPs en basidiomicetes incluyendo la de Pleurotus ostreatus (Faraco et al., 2007), la del 

hongo de hojarasca Mycetinis scorodonius (Scheibner et al., 2008) y la del hongo gelatinoso Auricularia auricula-

judae (Liers et al., 2010). Las DyPs poseen cualidades únicas: un rango muy amplio de especificidad de 

sustrato, falta de homología con la mayoría de las demás peroxidasas y capacidad de actuar a pH más 

bajo que el resto de peroxidasas. Oxidan todos los sustratos típicos de peroxidasas pero también 

colorantes sintéticos de alto potencial redox de tipo antraquinónico, lo que les valió su nombre de “dye 

peroxidasas” (Kubicek, 2012). Existen cerca de 5.000 DyPs registradas actualmente en la base de datos 

PeroxiBase (http://peroxibase.toulouse.inra.fr/). Aunque sólo hay unos pocos estudios caracterizando 

su estructura y función, estas enzimas parecen ser bifuncionales con actividad hidrolasa y oxigenasa, 

además de la típica actividad peroxidasa (Sugano, 2009).  

Si bien se describió la actividad ligninolítica de las DyPs y las APOs microbianas, su rol fisiológico 

aún no es claro y se requiren más estudios para comprender su producción en lignocelulosa natural 

(Sugano, 2009; Liers et al 2010). 

 

http://peroxibase.toulouse.inra.fr/
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Lacasas (EC 1.10.3.2) 

Las lacasas (bencenodiol: oxígeno oxidoreductasas) pertenecen a una pequeña familia de enzimas, 

las oxidasas multicobre. Su nombre proviene de la planta en donde fueron detectadas por primera vez en 

el año 1883: Rhus vernicifera, cuyo nombre vulgar en inglés es“lacquer tree”(Wong, 2009). Se encuentran 

ampliamente distribuidas en hongos y plantas superiores, y se han encontrado también en insectos y 

recientemente en bacterias (Dwivedi et al., 2011; Givaudan et al., 1993). Las lacasas fúngicas poseen 

potenciales redox mucho más altos (más de 800 mV), con respecto a las identificadas en otros organismos  

y son muy abundantes en los hongos causantes de pudrición, lo cual puede tener relación con un rol clave 

en la degradación de lignina y remoción de compuestos fenólicos potencialmente tóxicos generados 

durante el proceso (Thurston, 1994). Además, se ha demostrado que las lacasas fúngicas pueden también 

intervenir en otras funciones fisiológicas como en morfogénesis, catalizando la formación de pigmentos 

extracelulares; en la interacción hongo fitopatógeno/hospedador y en la defensa frente a estrés ambiental, 

a través de la producción de melaninas (Giardina et al., 2010; Henson et al., 1999).  

La mayoría de las lacasas son proteínas extracelulares monoméricas, aunque también se han 

reportado dímeros y trímeros en A. bisporus (Wood, 1980), Podospora anserina (Durrens, 1981) y Trametes 

villosa (Yaver et al., 1996). La primer estructura tridimensional en ser reportada fue una forma inactiva de 

Coprinus cinereus, en el cual un centro de cobre está ausente (Ducros et al., 1998). La organización se 

presenta en tres dominios compuestos por barriles β, los cuales se encuentran fuertemente asociados, 

típico de las proteínas conteniendo cobre (por ej. la azurina). Posteriormente, este tipo de estructura se 

confirmó por estudios cristalográficos en T. versicolor, P. ostreatus y Melanocarpus albomyces (Hakulinen et al., 

2002).  

El sitio activo de las lacasas se encuentra bien conservado. Está compuesto usualmente por 4 

átomos catalíticos de cobre, distribuidos en tres sitios distintos: tipo 1 (T1), tipo 2 (T2) y tipo 3 (T3), 

definidos según sus propiedades espectroscópicas. Uno de los cobres se encuentra en el sitio T1, y es 

responsable de la oxidación del sustrato y del alto potencial redox de la enzima. El sitio T1, tiene una 

absorbancia característica a 610 nm, lo que le confiere la coloración azul-verdoso en el estado de reposo, 

cuando los cuatro cobres se encuentran totalmente reducidos, en el estado de oxidación Cu2+ (Alcalde, 

2007). Los otros 3 átomos de cobre, están acomplejados en un centro tri-nuclear T2/T3, el cual permite 

la fijación y reducción del oxígeno molecular, que es el aceptor final de electrones. Los átomos de cobre 

se encuentran coordinados por 10 residuos de His y uno de Cys, que actúan como ligandos. Otras lacasas 

fúngicas “no azules” se han descripto, por ejemplo POXAW1w, la lacasa blanca de P. ostreatus, la cual 

contiene por molécula de proteína, sólo un átomo de cobre, dos átomos de zinc y un átomo de hierro. 
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Se han purificado lacasas blancas también de P. sanguineus, Trametes hirsuta y P. radiata. Además, se han 

encontrado lacasas llamadas “amarillas” debido al color que tomaban los sobrenadantes de hongos 

creciendo sobre sustratos lignocelulósicos naturales (Pozdniakova et al., 2006). Estas lacasas son muy 

similares bioquímicamente a las peroxidasas azules pero no presentan la banda de absorción a 610 nm y 

pueden oxidar estructuras no fenólicas presentes en compuestos de lignina modelo sin la necesidad de 

mediadores redox. Cuando estos mismos hongos crecieron en medio líquido produjeron las típicas 

lacasas azules, por lo que se sugirió que el crecimiento fúngico bajo fermentación en estado sólido puede 

implicar la oxidación de mediadores de lacasa naturales dando lugar a radicales que pueden interactuar 

con ciertos aminoácidos de la proteína globular modicando la enzima.  

Las lacasas catalizan la remoción directa de un único electrón a partir de grupos hidroxílicos 

fenólicos, presentes en un amplio rango de compuestos incluyendo, (di-) fenoles sustituidos y polifenoles 

(por ejemplo el vainillil-glicol o siringaldehído) así como (di-) aminas aromáticas, con la concomitante 

reducción de oxígeno molecular a agua y la formación de un radical libre (por ej. radical fenoxi en el caso 

de los fenoles). Estos radicales son inicialmente inestables y pueden experimentar una segunda oxidación 

enzimática o bien una serie de reacciones no enzimáticas como la polimerización vía el acoplamiento de 

radicales, la hidratación o demetilación, lo que produce la formación de una quinona y el clivaje del anillo 

(Figura 23A; Wong, 2009).  

 

 

Figura 23. A. Oxidación de estructuras fenólicas de la lignina por la lacasa. B. Ciclo catalítico de la lacasa. 
Fuente: Kubicek, 2012; Kunamneni et al., 2007. 
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Un ciclo catalítico de una lacasa corresponde a la transferencia de cuatro electrones desde el cobre 

T1 hacia el centro tri-nuclear vía el tripéptido His-Cys-His (Piontek et al., 2002). La reacción puede 

representarse como: 4 bezenodiol + O2 ↔ 4 benzosemiquinona + 2 H2O (Figura 23B).  

Las unidades de lignina fenólicas que pueden atacar directamente las lacasas, comprenden un bajo 

porcentaje del polímero. Si el rol de las lacasas estuviese limitado a este mecanismo, su papel en la 

delignificación resultaría improbable (Bourbonnais y Paice, 1990). Las lacasas son capaces de oxidar 

sustratos fenólicos de alto potencial redox y algunos sustratos no fenólicos en presencia de mediadores 

químicos via el sistema lacasa-mediador, incluyendo la activación del oxígeno (Collins y Dobson, 1997; 

Eggert et al., 1996; Martínez et al., 1994).  

Los mediadores son compuestos de bajo peso molecular que una vez que son oxidados por la 

enzima a formas estables, pueden abandonar el sitio activo y actuar como mediadores redox. Los 

mediadores extienden el potencial oxidativo de las lacasas a otros compuestos que no son sustratos 

enzimáticos, como por ejemplo el ABTS (ácido 2,2'–azino–bis–(3–etillbenzotiazolin–6–sulfónico), el 

HBT (1-hidroxibenzotriazol) o el HAA (ácido 3-hidroxiantranílico). Cuando hay mediadores presentes, 

las lacasas pueden atacar la lignina mediante cuatro tipos de mecanismos diferentes: clivaje β-eter, clivaje 

Cα-Cβ, oxidación Cα y clivaje del anillo aromático (Kubicek, 2012). De esta manera, los mediadores 

pueden crear rutas no enzimáticas de reacciones oxidativas que tienen un importante rol en la ligninolisis. 

El sistema lacasa-mediador se muestra en la Figura 24. El ABTS es primero oxidado al radical catiónico 

ABTS+ y luego al dicatiónico ABTS2+, el cual es responsable de la oxidación de sustratos no fenólicos. 

Existen también reportes de la oxidación directa de Mn+2 por lacasas, con la consecuente 

producción de Mn+3, el cual puede participar de eventos de oxidación no enzimáticos que conducen al 

ataque de estructuras no fenólicas de la lignina (Schlosser y Höfer, 2002).  

La masa molecular de las lacasas se encuentra en el rango de 54-80 kDa. Son proteínas glicosiladas, 

representando del 10-20% del peso, aunque pueden alcanzar hasta el 49% en Botrytis cinérea (Slomczynski 

et al., 1995). El alto grado de glicosilación protege a las lacasas contra la degradación térmica, 

convirtiéndolas en enzimas relativamente termoestables hasta los 70°C (Yaropolov et al., 1994). 

Las lacasas son clasificadas generalmente en tres grupos, según el potencial redox del cobre T1: 

bajo (0,4-0,5 V),  medio (0,5-0,6) y alto (0,7-0,8; Xu et al., 1996). Dentro de las lacasas de bajo potencial 

se encuentran las de C. cinereus y Myceliophthora thermophila, de potencial medio las de Scytalidium thermophilum 

y alto las lacasas de Pycnoporus, T. versicolor, T. villosa y P. ostreatus (Sigoillot et al., 2004; Uzan et al., 2010). 

Un mismo hongo puede tener lacasas de alto y bajo potencial redox, como es el caso de especies de 
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Trametes y Coriolopsis (Saparrat et al., 2010). Estas diferencias se cree que podrían deberse a variaciones en 

el ambiente electrónico del cobre T1 así como a la sustitución de una metionina por una leucina en el 

sitio activo (Garavaglia et al., 2004; Piontek et al., 2002). 

 

 
 

Figura 24. Oxidación de estructuras no fenólicas por el sistema lacasa-mediador. Fuente: Kubicek, 2012; 
Kunamneni et al., 2007. 

 

 

 

Los genomas fúngicos contienen muchos genes que codifican para lacasa, lo que produce diferentes 

isoenzimas que pueden ser constitutivas o inducibles. Muchas moléculas aromáticas son capaces de 

aumentar la actividad lacasa o de inducir su producción, incluyendo la vainillina, el ácido ferúlico (Chen 

et al., 2003; Muñoz et al., 1997) y el VA, colorantes industriales, principalmente xilidina (Minussi et al., 

2007; Quaratino et al., 2008; Revankar y Lele, 2006) y 2,6-dimetoxifenol (Myasoedova et al., 2008). El 
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metanol y los alcoholes alifáticos más grandes también son eficientes inductores (Lomascolo et al., 2003), 

determinados aminoácidos y vitaminas (Dhawan y Kuhad, 2002), y metales como cobre. Sin embargo, el 

efecto es dependiente de la cepa y el mecanismo de inducción no se encuentra del todo dilucidado.  

 

1.5. Las enzimas fúngicas aplicadas a la biorremediación  

Diariamente, distintas industrias: papeleras, textiles, petroquímicas, etc., vierten importantes 

volúmenes de agua residual, los cuales generan graves problemas de polución debido a su alto contenido 

en sustancias contaminantes muy peligrosas para la salud y el ambiente (Nicell et al., 1993; Rodriguez-

Couto, 2013). Estos efluentes deben ser tratados previamente a su descarga para eliminar o disminuir el 

nivel de sustancias tóxicas que contienen (Karam y Nicell, 1997). 

Los procesos físicos y químicos utilizados para este fin típicamente remueven contaminantes 

orgánicos en bajos niveles además de ser muy selectivos en términos del tipo de sustancias que pueden 

ser eliminadas. Otro problema que presentan es su excesivo costo. Resulta por ello imperativo desarrollar 

métodos más eficientes, seguros y económicos. La biorremediación es una tecnología atractiva que utiliza 

el potencial metabólico de los microorganismos para sanear ambientes (Watanabe, 2001). La mayoría de 

los tratamientos de biorremediación emplean organismos procariontes, siendo el sistema de barros 

activados uno de los más utilizados por su elevada eficiencia de degradación (Ahmed et al., 2016).  

La posibilidad de usar hongos ligninolíticos en la degradación de contaminantes atrajo la atención 

hace más de 50 años, cuando se encontró que un hongo causante de pudrición blanca fue capaz de 

degradar un contaminante aromático (Lyr, 1963) y posteriormente en la década del 80, se conectó dicha 

capacidad con el metabolismo ligninolítico, al estudiar a P. chrysosporium, el hongo modelo en ligninolisis 

(Bumpus et al., 1985; Šašek, 2003). A partir de ese momento, muchas investigaciones se enfocaron al 

empleo de los hongos de pudrición blanca con la finalidad de contribuir a la búsqueda de tecnologías 

sustentables que promuevan el saneamiento del ambiente mediante métodos biológicos.   

Los hongos de pudrición blanca y sus enzimas ligninolíticas han demostrado su capacidad para 

degradar eficientemente un amplio rango de contaminantes aromáticos presentes en suelos (Schauer y 

Borriss, 2004). Contaminantes orgánicos como hidrocarburos aromáticos policícliclos (HAPs), bifenilos 

policlorados (PCBs), nitroaromáticos, pesticidas, herbicidas, colorantes de distinta naturaleza química, 

entre otros, han sido degradados eficientemente por numerosos hongos de pudrición blanca (Grassi et al., 

2011; Rabinovich et al., 2004; Singh, 2006). Para lograr una significativa degradación y/o detoxificación, 
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estos hongos cuentan con un sistema ligninolítico extracelular, lo cual presenta la ventaja, por sobre otros 

sistemas de biorremediación, de permitirles tratar sustancias insolubles. Son capaces asimismo de tolerar 

concentraciones considerablemente altas de sustancias tóxicas (Reddy y Mathew, 2001). 

Existen dos estrategias para la aplicación de estos hongos en la degradación de compuestos 

recalcitrantes: utilizar directamente el cultivo activo o emplear las enzimas extraídas de él. El uso directo 

de los cultivos tiene un menor costo económico y la ventaja de contener no sólo las enzimas sino 

potencialmente todos los otros factores que pueden ser necesarios para mantener la actividad del proceso. 

Por otro lado, el uso de enzimas purificadas permite una mayor independencia con respecto a la 

composición del efluente contaminado, que puede afectar la actividad fúngica (por ejemplo, alta 

salinidad), pero los procesos de extracción y purificación incrementan el costo y afectan la estabilidad 

enzimática (Moreira et al., 2001). 

La mayoría de los trabajos realizados, no reflejan el hecho de que para lograr una aplicación real, la 

degradación debe ocurrir bajo condiciones no estériles en efluentes o suelos contaminados (Baldrian y 

Šnajdr, 2006; Pinedo-Rivilla et al., 2009). Cepas de P. ostreatus o T. versicolor, consideradas como los mejores 

competidores entre los hongos de pudrición blanca, no fueron capaces de crecer en ambientes no estériles 

(Baldrian y Šnajdr, 2006). Para solucionar esta limitación, suele recurrirse a diferentes estrategias de 

bioaumentación (Anastasi et al., 2013; Andersson et al., 2003; Baldrian, 2008b; Steffen et al., 2007b). 

Debido a que los suelos presentan menor contenido de nutrientes que la madera, el agregado de nitrógeno 

o carbono, preferentemente en forma de lignocelulosa (mazorcas de maíz, trigo, paja, corteza, etc.), 

resulta una condición necesaria (Baldrian, 2008b), los cuales suelen suministrarse con el hongo pre-

crecido, cumpliendo una función dual al servir también como transportadores o “carriers” en la 

inoculación del hongo (Covino et al., 2010). La bioaumentación ha resultado efectiva en la limpieza de 

sitios contaminados con varios compuestos orgánicos pero aun así enfrenta muchos problemas 

ambientales, siendo el principal la dificultad de supervivencia de las cepas de hongos de pudrición que 

son introducidas a los suelos, ambientes hostiles y diferentes a su hábitat natural, los sustratos leñosos 

(Anastasi et al., 2013). 

Por el contrario, los LDF presentan una serie de cualidades que hacen de ellos un grupo 

prometedor. Producen enzimas ligninolíticas tan activas como las de los hongos causantes de pudrición 

blanca (Steffen et al., 2003). Muchos trabajos reportan la producción de un amplio rango de 

oxidorreductasas por hongos LDF en su mayoría basidiomicetes, frecuentemente lacasas y MnPs que, al 

igual que en los hongos de pudrición de madera, resultaron claves en la degradación de diferentes 

contaminantes orgánicos persistentes (Casieri et al., 2010). El primer trabajo en demostrar la habilidad de 
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degradar un xenobiótico por un hongo LDF data de 1999 cuando Wunch y colaboradores (Wunch et al., 

1999) reportaron la degradación de benzo(a)pireno por Marasmiellus troyanus en cultivos líquidos.  

Por otro lado, dado que el ambiente natural de los LDF es un estrato superficial del suelo rico en 

materia orgánica con lignocelulosa, es de esperar que crezcan activamente en él y sobrevivan durante 

periodos prolongados, así como que sean capaces de competir con otros microorganismos del suelo y 

también co-existir con bacterias y levaduras que podrían estimular la degradación de contaminantes (Potin 

et al., 2004; Schneider et al., 1996). Así, la capacidad degradativa de M. troyanus se confirmó en condiciones 

de microcosmos de suelos contaminados no estériles (Nemergut et al., 2000). La aplicación de hongos 

LDF en estrategias de biorremediación de suelos contaminados fue también demostrada por Steffen et al. 

(2007b).  

Por último, en estudios previos se ha reportado que los LDF son capaces de degradar HAPs 

(Aranda et al., 2010a; Farnet et al., 2009; Steffen et al., 2003; Wunch et al., 1999), metilnaftalenos y 

dibenzofuranos (Aranda et al., 2010) y de degradar diferentes colorantes sintéticos (Baldrian y Šnajdr, 

2006; Jarosz-Wilkołazka et al., 2002). 

 

1.5.1. El nonilfenol etoxilado 

En nuestras vidas cotidianas, nos ponemos frecuentemente en contacto con distintos tipos de 

surfactantes (del inglés surface active agents, agentes activos de superficie), también llamados 

tensioactivos. En los alimentos existen surfactantes naturales que actúan como emulsificantes, tal es el 

caso de la caseína en la leche. En nuestros hogares, los surfactantes sintéticos forman parte de los 

ingredientes activos de los detergentes, cosméticos y productos farmacéuticos. En la industria, los 

surfactantes se utilizan en la manufactura de pulpa y papel, en la recuperación de aceites, y en muchas 

otras aplicaciones. La utilización de surfactantes se conoce desde los tiempos de la Antigua Babilonia (≈ 

2.800 años A.C), una mezcla de cenizas y grasa era hervida como método para la fabricación de jabón. 

Durante el siglo XIX, existió una producción de surfactantes a gran escala pero aún se basaban en cenizas 

y grasas. Con el tiempo, la búsqueda de surfactantes más eficientes se hizo necesaria y con el progreso en 

la industria química hacia 1950, fue posible la producción de surfactantes sintéticos y su empleo a nivel 

industrial. 

Los surfactantes comprenden un grupo de compuestos con una estructura química anfifílica, ya 

que combinan dentro de la misma molécula, una parte soluble en un medio polar o hidrofílica, y una 

parte soluble en un medio no polar o hidrofóbica (Figura 25A). Esta estructura les confiere propiedades 
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únicas frente a diferentes medios. Los surfactantes se caracterizan por disminuir la tensión superficial de 

líquidos o interfaces con líquidos. Otra propiedad, es el cambio de orientación de las moléculas en 

solución de manera de asociarse y formar micelas (Figura 25B; Tadros, 2005). Durante el proceso de 

formación de micelas, los surfactantes son adsorbidos en interfaces en donde remueven partes 

hidrofóbicas presentes en el agua, reduciendo la energía libre del sistema. Por este motivo, los surfactantes 

son utilizados en la formulación de detergentes, en los que la eliminación química de la suciedad se 

produce mediante el entrampado de partículas poco solubles en agua. Los detergentes pueden contener 

un único surfactante o una mezcla de ellos y pueden adicionarse con compuestos auxiliares de limpieza, 

que variarán según el uso del detergente. 

La principal clasificación de los surfactantes se basa en la carga que posee la parte hidrofílica de la 

molécula al disociarse en presencia de un electrolito: catiónica (con carga positiva, como las sales de 

amonio cuaternario por ej. cloruro de tetra alquil amonio), aniónica (con carga negativa, como el 

dodecilsulfato sódico o SDS y el alquil bencén sulfonato de sodio o ABS), no iónica (sin carga, como los 

alquilfenol etoxilatos o APEs, alcoholes etoxilados, tiol etoxilatos terciarios y dietanol cocoamida) y 

anfótera (con cargas positivas y negativas, como los anfocarboxi-propionatos).  

 

 

Figura 25. A. Esquema de una molécula anfótera de un estearato de sodio (jabón). B. Formación de una 

micela. 

 

Los surfactantes no iónicos corresponden al segundo tipo de surfactantes con mayor producción 

mundial y, dentro de éstos, los APEs son los más ampliamente utilizados con fines tanto domésticos 

como industriales y son incorporados en formulaciones de detergentes, pesticidas, agentes dispersantes, 
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emulsificantes, espumantes, tinturas, cosméticos, espermicidas y otros productos (Jiménez-González 

et al., 2003; Mao et al., 2012; Vazquez-Duhalt et al., 2006). Los más comunes en el mercado son los 

octilfenol etoxilatos (OPEs) y nonilfenol etoxilatos (NPEs), éstos últimos representan entre el 80 y 85% 

del volumen de APEs con una producción anual de 650.000 toneladas aproximadamente (Guenther et al., 

2002). Su estructura química se muestra en la Figura 26.  

 

 

Figura 26. Estructura general de un alquilfenol etoxilado.  

 

La parte no polar de la molécula corresponde al alquilfenol (AP), anillo fenólico al que se le adhiere 

un grupo alquilo de nueve carbonos, en el caso del nonilfenol (NP) y de ocho carbonos, en el caso del 

octilfenol (OP). La parte polar de la molécula corresponde a una cadena alquil éter o cadena etoxilada, la 

cual tiene un largo variable dado por el número de grupos etoxilos presentes, y que cuentan desde uno 

hasta cerca de cien. En general, cuánto más grupos etoxilos contiene, más hidrofílica es la molécula. 

Para la generación de NPEOs, el NP debe ser sintetizado, lo cual involucra la alquilación de 

fenoles, resultando en una mezcla de isómeros NP, ya que el nonil puede estar adherido al fenol en 

diferentes posiciones del anillo, típicamente en posición para (4-NP). Asimismo, el nonil puede ser lineal 

o estar ramificado en una amplia variedad de configuraciones, cada una de las cuales representa un 

isómero de NP diferente. La forma comercial más común del NP es el denominado NP técnico, el cual 

consiste en una mezcla de hasta 22 isómeros 4-NP (Thiele et al., 2004, 1997; Wheeler et al., 1997). Este 

compuesto suele utilizarse también en experimentación y en el análisis de muestras ambientales (Bokern 

et al., 1998; Ekelund et al., 1993; Giger et al., 1984; Sweetman, 1994). A su vez, la producción de NPEOs 

se realiza a partir de la reacción de polimerización entre el NP y el óxido de etileno (EO), con hidróxido 

de potasio o etanol como catalizadores. El grado de etoxilación y por ende, el largo de la molécula, 

depende de la relación molar entre el NP y el EO.  Por ejemplo, para la producción de NP10EO, se 

utiliza una relación de 1 NP: 10 EO, lo que da por resultado la generación de una mezcla de nonilfenol 
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con distintos grados de etoxilación, los cuales siguen una distribución gaussiana y que en promedio 

presentan 10 etoxilaciones (Figura 27). 

 

 

Figura 27. Síntesis de nonilfenol para la generación de nonilfenol polietoxilatos. Fuente: modificado de 
Vazquez-Duhalt et al. (2006). 

 

 

Una vez que estos compuestos son utilizados, los NPEOs se descargan en plantas de tratamiento 

de aguas residuales o se liberan directamente al ambiente (Gabriel et al., 2005; Langford et al., 2005), donde 

generan grandes problemas de polución. Uno de los principales problemas deviene de la natural 

degradación biológica que sufren los APEs, en condiciones tanto aeróbicas como anaeróbicas, lo que 

resulta en una serie de transformaciones que acortan la cadena etoxilada, generando compuestos de 

cadena más corta, como los mono- o dietoxilatos (NP1EO y NP2EO), nonilfenoxi ácido acético 

(NP1EC), nonilfenoxietoxi ácido acético (NP2EC) y alquilfenoles, como el nonilfenol (Figura 28). Estos 

productos de degradación presentan una mayor toxicidad, hidrofobicidad y persistencia que los 

compuestos que los originaron. En general, la toxicidad aumenta conforme se reduce el número de 

grupos etoxilo (De Voogt et al., 2000; Giger et al., 1984; John y White, 1998; Toyooka et al., 2012). Bajo 
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condiciones aeróbicas, el NPEO se acorta por eliminación secuencial de grupos etoxilados o bien, los 

grupos etoxilados, pueden carboxilarse. Al mismo tiempo, el grupo alquílico nonil puede carboxilarse 

dando lugar a compuestos doblemente carboxilados, los carboxi alquilfenoxietoxi carboxilatos, CAPECs. 

Bajo condiciones anaeróbicas, como las asociadas a la digestión en barros activados en plantas de 

tratamiento, el NP tiende a ser formado como producto final (Giger et al., 1984).  

 

Figura 28. Vías de degradación de los NPnEOs. Fuente: adaptado de Ying et al. (2002). 

 

Los productos de degradación de los NPEOs, los NPEOs de cadena corta y el NP tienen una 

comprobada toxicidad intrínseca con efectos reportados en peces, anfibios, aves, mamíferos, 

invertebrados como crustáceos y moluscos, algas, levaduras y plantas (Frassinetti et al., 2011; Rivero et al., 

2008; Sayed et al., 2012). Además, al ser compuestos lipofílicos, los metabolitos tóxicos son 

bioacumulados en diferentes tejidos de organismos acuáticos (Ahel et al., 1993; Vidal-Liñán et al., 2015). 
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Las algas tienen mayor capacidad de acumulación y se ha reportado un factor de bioconcentración de NP 

de hasta 10.000. Por otro lado, estos compuestos son considerados disruptores endócrinos químicos 

(EDCs) debido a que son capaces de alterar el equilibrio hormonal, pudiendo interferir con las glándulas 

endócrinas y sus hormonas, así como con los órganos donde estas actúan (Mao et al., 2012; Tanghe et al., 

1999). Los efectos estrogénicos, son inducidos debido a que el nonilfenol mimetiza la estructura que 

tienen las hormonas sexuales femeninas, los estrógenos (Gabriel et al., 2005; Ferguson et al., 2003; Figura 

29). Entre los efectos reportados se pueden mencionar la reducción en el número de espermatozoides, 

un aumento en el cáncer testicular y la feminización de especies acuáticas (John y White, 1998; Tanghe 

et al., 1998). 

Figura 29. Similitud estructural entre el NP y la hormona sexual estradiol. 

Los nonilfenoles y nonilfenol etoxilados tienen un origen exclusivamente antrópico, por lo que 

se definen como compuestos xenobióticos (del griego ‘xenos’, extraño y ‘bio’, vida). Se consideran 

sustancias ubicuas en el ambiente. Se han encontrado en muestras de agua de numerosas localidades de 

todo el mundo (Blackburn y Waldock, 1995; Kuch y Ballschmiter, 2001; Rudel et al., 1998), así como en 

una variedad de medios incluyendo sedimentos (Bennie et al., 1997; Marcomini et al., 1990), aire (Dachs 

et al., 1999; Van Ry et al., 2000), suelos (Chen et al., 2011; Gibson et al., 2010), organismos acuáticos 

(Ferrara et al., 2005; Keith et al., 2001; Lye et al., 1999) y hasta comida humana (Guenther et al., 2002). 

Generalmente, el NP y los NPEOs están presentes en bajas concentraciones en soluciones acuosas, con 

valores que abarcan desde lo indetectable hasta los 30 μg/L y 330 μg/L aprox., respectivamente (Di 

Corcia et al., 2000; Giger et al., 1984; Snyder et al., 1999). Esto es esperable basado en su baja solubilidad 
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y su alta hidrofobicidad (log Kow NP= 4.48). En cambio, los biosólidos y los sedimentos suelen mostrar 

mayores concentraciones. Las concentraciones de NP asociadas a los biosólidos se encuentran en el 

orden de los cientos de mg/kg hasta 1 g o más/kg (Giger et al., 1984; Sekela et al., 1999; Sweetman, 1994).  

En los suelos, el NP puede ser introducido por diferentes medios y actividades por ejemplo, a partir de 

la deposición atmosférica, debido a la aplicación de barros de desechos en la fertilización de suelos, por 

derrames accidentales, la utilización de herbicidas y pesticidas y en el relleno sanitario (Canadian Council 

of Ministers of the Environment, 2002; Chen et al., 2011; Dachs et al., 1999; Gibson et al., 2010). El 

lixiviado de esas fuentes terrestres constituye una vía adicional de ingreso de las sustancias al ambiente 

acuático (Scott y Jones, 2000). 

Debido a la demostrada toxicidad, efecto estrogénico y persistencia de los productos de 

degradación de los NPEOs, sumado al uso extendido y a la frecuente detección de los mismos en el 

ambiente, su empleo ha sido prohibido o voluntariamente restringido. La directiva número 2003/53/EC 

prohíbe el uso de NP y NPEOs en toda la Unión Europea (European Commission, 2003). La agencia de 

protección ambiental de los Estados Unidos ha señalado un plan de acción específico para apoyar e 

incentivar la eliminación gradual voluntaria de los NPEOs en la industria de los detergentes (U.S. 

Environmental Protection Agency, 2010). Sin embargo, la demanda de los mismos en dicho país se 

encuentra actualmente en aumento, a una tasa del 2% anual (Vazquez-Duhalt et al., 2006). Más 

preocupante es la situación en muchos otros países y específicamente en Latinoamérica, en donde el uso 

y la distribución de estos surfactantes se encuentra ampliamente extendida y no existe ningún tipo de 

prohibición o restricción (Soares et al., 2008). Su incidencia en el ambiente en estos países se encuentra 

poco estudiada. Un número reducido de reportes muestra la presencia de compuestos parentales y sus 

metabolitos tóxicos en sistemas de barros activados y aguas de México (Belmont et al., 2006; Gibson et al., 

2007) y Brasil (Araújo et al., 2006; Fiedler et al., 2007; Moreira et al., 2009). En Argentina, se han 

encontrado NP y NPEOs en muestras de agua (Babay et al., 2008; Di Marzio et al., 2005) y sedimentos 

(Romero-Ale et al., 2009).  
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1.6. Hipótesis 

- Las áreas forestales de la región del Delta del Río Paraná y la Ribera Platense son reservorio de 

una micobiota específica con representantes del phylum Basidiomycota claves en la descomposición de 

la lignocelulosa de la hojarasca disponible. 

 

- Es posible aislar cepas silvestres de LDF saprótrofos que degradan in-vitro selectivamente la 

hojarasca según su fuente botánica de procedencia. 

 

- Aislamientos específicos de LDF representan una fuente de sistemas enzimáticos extracelulares 

que pueden tener una aplicación en procesos tecnológicos sustentables implicados en la 

despolimerización de lignocelulosa y/o compuestos relacionados.  

 

- Aislamientos de LDF seleccionados son eficientes degradadores de nonilfenol polietoxilado, un 

compuesto modelo de contaminantes emergentes, bajo diferentes condiciones de cultivo in-vitro.  

 

 

1.7. Objetivos 

1.7.1. Objetivo general 

Contribuir al conocimiento de los hongos saprótrofos basidiomicetes de hojarasca asociados a 

áreas forestales de la región del Delta del Río Paraná y la Ribera Platense y su rol en la transformación de 

hojas senescentes de diferente procedencia botánica y en la degradación de nonilfenol polietoxilado. 

 

1.7.2. Objetivos específicos 

- Relevar representantes LDF asociados a la hojarasca disponible en áreas forestales localizadas 

dentro de la región del Delta del Río Paraná y la Ribera Platense (Argentina).  

 

- Aislar e identificar taxonómicamete los LDF a partir de basidiomas asociados al material de 

hojarasca bajo estudio. 
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- Evaluar mediante ensayos cualitativos en cultivos agarizados la actividad enzimática 

lignocelulolítica de los aislamientos obtenidos.  

 

- Analizar la habilidad de aislamientos seleccionados para degradar hojas senescentes de Celtis tala 

y de Ligustrum lucidum bajo condiciones de fermentación en estado sólido y monitorear los cambios de 

diferentes parámetros fisicoquímicos y enzimáticos relacionados con la transformación fúngica del 

material vegetal.  

 

- Evaluar la habilidad de aislamientos seleccionados para tolerar y degradar nonilfenol polietoxilado 

bajo diferentes condiciones de cultivo, y su relación con la producción de enzimas lignocelulolíticas.  
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CAPÍTULO 2 

 

“Relevamiento de hongos basidiomicetes degradadores de hojarasca 

del Delta del Río Paraná y Ribera Platense:  

 

Aislamiento, identificación y prospección de actividades enzimáticas” 
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2.1. INTRODUCCIÓN 

Los hongos son organismos reconocidos por su participación en la transformación y degradación 

de materia orgánica presente en los ecosistemas terrestres a través de la producción de complejos 

enzimáticos extracelulares. Entre ellos, los basidiomicetes son los principales organismos responsables 

de la degradación de lignocelulosa (Kirk y Farrell, 1987) y particularmente, los hongos de pudrición blanca 

y los hongos de hojarasca son los únicos capaces de mineralizar eficientemente la lignina (Hatakka, 2001). 

Las enzimas lignocelulolíticas de estos hongos además, tienen potencial aplicación en numerosos 

procesos industriales y biotecnológicos, entre los que se puede mencionar la degradación de una amplia 

variedad de compuestos xenobióticos (Grassi et al., 2011; Pointing, 2001; Pointing et al., 2005; Wesenberg 

et al., 2003), la bioconversión de residuos forestales y agroindustriales para producir productos de valor 

como el bioetanol (Isroi et al., 2011), el bioblanqueado y biopulpado en la industria papelera (Archibald 

et al., 1997), la elaboración de panificados, la extracción de jugo de frutas y el aumento de la digestibilidad 

del alimento para ganado, entre muchísimas otras aplicaciones (Ja’afaru, 2013). En este sentido, la 

descripción de nuevos aislamientos a partir de fuentes naturales asociadas a una rica biodiversidad, 

pobremente explorada, puede revelar capacidades enzimáticas innovadoras que pueden resultar en una 

potencial aplicación tecnológica (Fonseca et al., 2014; Levin et al., 2004; Saparrat et al., 2002).  

Existe un creciente interés en el estudio de las enzimas lignocelulolíticas producidas por hongos 

causantes de pudrición blanca, no sólo con el objetivo de incrementar el conocimiento acerca de los 

mecanismos involucrados en el proceso de degradación, sino con el objetivo de promover la búsqueda 

de mejores sistemas lignocelulolíticos para su aplicación con fines tecnológicos. Sin embargo, resulta 

escasa la información existente sobre la producción de oxidoreductasas por aislamientos autóctonos 

pertenecientes a otros taxones ecofisiológicos y taxonómicos (Dhouib et al., 2005). Los basidiomicetes 

descomponedores de hojarasca (LDF) son considerados eficientes productores de las enzimas 

ligninolíticas lacasa y MnP (Baldrian y Šnajdr, 2006; Hofrichter, 2002) y secretan además enzimas 

hidrolíticas involucradas en la degradación de celulosa y hemicelulosa (Baldrian, 2008b). Por lo tanto, 

resultan de suma relevancia, nuevas investigaciones orientadas al estudio de los mecanismos implicados 

en la fisiología de la producción enzimática y las características de sus sistemas enzimáticos en este grupo 

de hongos. 

La región del “Delta del Río Paraná y la Ribera Platense” llamada así en esta Tesis, es un fragmento 

de la Ecorregión Delta e Islas de los Ríos Paraná y Uruguay (Burkart et al 1999). Comprende la porción 
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terminal de la cuenca del Plata, incluyendo el corredor fluvial y las planicies aluviales del tramo inferior 

del Río Paraná, así como el cauce y la franja de la ribera del Río de la Plata (Bo, 2005; Burkart et al., 1999). 

En su límite norte se encuentra el sur de la ciudad de Diamante (provincia de Entre Ríos) y hacia 

el sur, por la ribera platense hasta el Sur de la Bahía de Samborombón, el límite se encuentra en una línea 

imaginaria que divide la localidad de Punta Rasa, en la Argentina, con Punta del Este, en la República 

Oriental del Uruguay. Estrictamente incluye sólo el cauce del río pero, debido a su cercanía, posee una 

interacción mutua con la costa de los partidos de la provincia de Buenos Aires que lo bordean (Morello 

et al., 2012).  

 

 
 

Figura 30.  Región del Delta del Río Paraná y Ribera Platense, indicando los sitios de muestreo 
que fueron considerados en la Tesis. Modificado de Bo (2005)  

 

 

Esta región se considera un importante macrosistema de humedales con características ecológicas 

y biogeográficas únicas dentro de Argentina (Malvárez, 1999; Quintana et al., 2002). Presenta una gran 

diversidad de especies (Kandus et al., 2006; Quintana et al., 2012; Ronchi-Virgolini et al., 2010), la cual se 

asocia a la particular ubicación geográfica, a las características climáticas únicas y a la elevada 

heterogeneidad ambiental que presenta la región (Quintana et al., 2002). El Río Paraná (y el Río Paraguay 

que hace a la Ecorregión del Delta), constituye un importante “corredor” es decir, una vía efectiva para 

la migración activa o pasiva de flora y fauna de linaje subtropical (especies de linaje paranaense) hacia 

zonas templadas (la región pampeana), permitiendo la coexistencia de especies típicas de ambas zonas. 

Aunque, dada la reciente génesis de la zona, se considera que no posee endemismos propios es decir, 

especies confinadas sólo a esta región (Burkart, 1957), existen escasos reportes que tratan sobre el estudio 

de los hongos en esta zona (Cabello y Arambarri, 2002; Quintana et al., 2012; Romano et al., 2013; Saparrat 
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et al., 2008, 2000), y no se registran datos respecto de la producción de enzimas lignocelulolíticas en 

hongos descomponedores de hojarasca. Es por este motivo que la prospección de aislamientos fúngicos 

provenientes del Delta del Río Paraná y la Ribera Platense, en cuanto a su rol en los procesos de 

descomposición y su capacidad de producir sistemas enzimáticos extracelulares de importancia 

tecnológica resulta atractiva. En la Figura 30 se muestran los sitios de muestreo que se realizaron durante 

la Tesis y que comprenden al Parque Nacional Pre Delta, la Reserva Ciudad Universitaria y la Reserva 

Parque Pereyra Iraola.  

Los ensayos cualitativos en placa constituyen una herramienta valiosa para detectar de forma rápida 

y sencilla cepas de hongos productoras de estas enzimas (Pointing, 1999; Saparrat et al., 2000; Thurston, 

1994). Una de las principales ventajas de esta metodología es que permite el análisis de un gran número 

de aislamientos para diferentes clases de enzimas en los que inicialmente no interesa una cuantificación 

de las mismas, reduciendo tiempo y costos frente a los ensayos cuantitativos. Aunque se han reportado 

limitaciones en estos métodos, especialmente de precisión (Ajijolakewu et al., 2015; Takano et al., 2001), 

tienen un importante rol en la selección primaria de microorganismos con potentes habilidades 

lignocelulolíticas para posteriormente analizar su producción enzimática en condiciones fisiológicas 

particulares.  
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2.2. HIPÓTESIS Y OBJETIVOS 

2.2.1. Hipótesis 

 Existen aislamientos específicos de hongos descomponedores de hojarasca (LDF) provenientes 

de áreas forestales de la región del Delta del Río Paraná y la Ribera Platense que presentan habilidades 

diferenciales para crecer sobre medios agarizados específicos y para producir enzimas extracelulares 

involucradas en la transformación de lignocelulosa. 

 

2.2.2. Objetivos 

- Relevar representantes de LDF en áreas forestales localizadas dentro de la región del Delta del 

Río Paraná y Ribera Platense (Argentina). 

  

- Obtener aislamientos de LDF a partir de la colección de basidiomas. 

 

- Identificar mediante el análisis de los caracteres morfológicos y/o utilización de técnicas 

moleculares, los LDF coleccionados. 

 

- Evaluar el crecimiento y la actividad enzimática lignocelulolítica de aislamientos de LDF 

cultivados sobre medios agarizados específicos. 
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2.3. MATERIALES Y MÉTODOS 

2.3.1. Área de estudio y planificación de muestreos 

Se realizaron salidas de muestreo dentro de la región del Delta del Río Paraná y Ribera Platense, 

con el fin de colectar basidiomas de hongos saprótrofos descomponedores de hojarasca (LDF) 

pertenecientes a la división Basidiomycota. Se registraron en todos los casos los respectivos datos de 

localidad, hábito y sustrato, además de las observaciones ecológicas pertinentes.  

 

2.3.2. Aislamiento de cepas   

Los organismos fueron aislados a partir de basidiomas que se encontraron creciendo en el área de 

estudio. Una porción de micelio de la parte interior del esporoma fue extraída en condiciones de 

esterilidad y transferida a cajas de Petri conteniendo 20 mL del medio de cultivo agarizado extracto de 

malta (MEA). Cuando los esporomas resultaron muy pequeños, el aislamiento se realizó por medio de la 

obtención de esporadas. Para ello, el estípite de los esporomas fue cortado al ras del píleo y éste se 

mantuvo con cinta doble faz en la tapa de una caja de Petri conteniendo MEA durante 24 hs. 

aproximadamente, hasta que la esporada se observó a ojo desnudo. Se realizaron sucesivos repiques hasta 

la obtención del cultivo axénico. El término cepa se utiliza según la definición de “strain” que propone 

Kirk et al. (2008) y que está basada en Yoder et al. (1986), y refiere a un grupo de individuos clonalmente 

relacionados.  

 

2.3.3. Mantenimiento de las cepas 

Las cepas fueron mantenidas a 4°C, mediante resiembras periódicas, en tubos de ensayo en pico 

de flauta con medio MEA y a temperatura ambiente en agua destilada estéril. Las cepas aisladas se 

depositaron en el Cepario BAFCcult de la Facultad de Ciencias Exactas y Naturales de la Universidad de 

Buenos Aires bajo las siglas y numeración detalladas en la Tabla 4. 

 

2.3.4. Identificación de las cepas  

 

Identificación morfológica 

- Estudio macroscópico: Los ejemplares fúngicos (basidiomas) colectados se fotografiaron con una 

cámara digital y se describieron macroscópicamente in situ según tamaño, forma, color, textura y 
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consistencia del basidioma. En el laboratorio, los ejemplares se secaron a 60ºC por 24 hs y seguidamente 

se sometieron a un pasaje por freezer (-20°C) por 72 h con el fin de matar insectos asociados o larvas. 

Posteriormente, estos materiales se conservaron en sobres de papel debidamente rotulados y fueron 

depositados en el herbario micológico BAFC de la Facultad de Ciencias Exactas y Naturales de la UBA 

(Tabla 4). Para la descripción de los ejemplares, se tomaron en cuenta las siguientes características 

estructurales que fueron visualizadas con lupa estereoscópica (Leica MS5): caracteres del píleo (tamaño, 

forma, superficie, margen y rasgos del contexto), caracteres de las laminillas (forma de inserción al estípite, 

espaciamiento entre laminillas, grosor y color), caracteres del estípite (tamaño, superficie, adhesión al 

sustrato, presencia o ausencia de velo o anillo, presencia o ausencia de rizomorfos, etc). 

 

- Estudio microscópico: Para la identificación microscópica, se realizaron cortes longitudinales a 

mano alzada de las diferentes partes de los basidiomas colectados y se montaron preparaciones 

temporales en soluciones de KOH al 3% y en Floxina al 1%. Los preparados fueron observados en un 

microscopio Olympus BX41. Sobre los preparados obtenidos se registraron datos morfológicos de 

importancia taxonómica tales como: presencia de fíbulas, morfología de los basidios, presencia y 

morfología de elementos estériles como cistidios y morfología de las esporas. Para la identificación de los 

ejemplares se utilizaron claves dicotómicas y literatura especializada. 

 

- Validación de nomenclatura: Para la validación de la sinonimia y nomenclatura de los taxones 

estudiados se consultó vía on-line el Index Fungorum (www.indexfungorum.org). 

 

Identificación molecular  

- Extracción de DNA genómico y amplificación de la región ITS: La identidad de los aislamientos 

obtenidos se confirmó por la amplificación de la región ITS (ITS1-5,8S- ITS2) mediante la técnica de 

reacción en cadena de la polimerasa (PCR) y su secuenciación utilizando DNA genómico como molde. 

Para ello, los organismos fueron previamente crecidos en MEA a 25°C en oscuridad hasta cubrir la caja 

y posteriormente, el micelio se utilizó como material de partida para la extracción de DNA. En los casos 

en el que el micelio no pudo ser desprendido fácilmente de las cajas de Petri por crecer inmerso en el 

medio agarizado, el micelio fue tomado a partir de cultivos realizados en medio líquido extracto de malta 

(ME). Por último, cuando los cultivos líquidos tampoco resultaron favorables, generalmente por la 

presencia de lipopolisacáridos que interfirieron en la extracción, este paso se hizo a partir de una porción 
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del pseudotejido de los esporomas secos. En todos los casos se utilizó el kit “UltraClean Microbial DNA 

Isolation” (MO BIO-USA), siguiendo las instrucciones del proveedor. 

Las reacciones de amplificación del DNA utilizaron los cebadores o primers universales específicos 

de hongos para la región ITS (Internal Transcribed Spacer) del DNA ribosomal (Tabla 3): 

 

Tabla 3. Primers utilizados para la amplificación de las regiones del DNAr ITS y 5,8S de los 
aislamientos fúngicos. 

        Primer             Secuencia     Referencia Marca 

  ITS1 (forward)   5’-TCCGTAGGTGAACCTGCGG -3’ White et al. (1990)   Invitrogen 

  ITS4 (reverse)   5’-TCCTCCGCTTATTGATATGC -3’ White et al. (1990)   Invitrogen 

 

 

Los parámetros empleados para los ciclos de PCR fueron los siguientes: desnaturalización inicial a 

94°C por 3 min., seguidos de 45 ciclos de desnaturalización a 94°C por 45 seg., alineamiento a 55°C por 

45 seg. y extensión a 72°C por 1 min., con una extensión final a 72°C durante 7 min.  

 

- Separación electroforética y purificación de productos de PCR a partir de geles de agarosa: Los 

productos de PCR fueron separados por electroforesis en geles de agarosa al 1,5% p/v en buffer TAE 

(Tris-Ácido acético-EDTA). Posteriormente, fueron purificados utilizando el kit “Charge Switch-Pro 

PCR Cleanup” (Invitrogen). La cuantificación del DNA se realizó con el kit “Qubit” (Life technologies).  

 

- Secuenciamiento de los productos de amplificación y análisis in sílico de las secuencias: La 

secuenciación fue llevada a cabo por el servicio de secuenciación del departamento de Ecología, Genética 

y Evolución de la Facultad de Ciencias Exactas y Naturales (UBA) utilizando los mismos primers que en 

la PCR. Las secuencias obtenidas se editaron mediante el programa BioEdit Sequence Alignment Editor 

versión 7.2.5 (Hall, 1999) para ser analizadas utilizando el algoritmo BLAST (Basic Local Alignment 

Search Tool) y se compararon con secuencias homólogas presentes en la base de datos de NCBI-

GenBank (National Centre for Biotechnology Information) (www.ncbi.nlm.nih.gov). Para la asignación 

taxonómica a nivel de especie se consideraron aquellas entidades taxonómicas que presentaron los 

mayores porcentajes de homología (> 97%) y que se encontraban publicadas en revistas reconocidas 

internacionalmente. 

 

2.3.5. Inóculos 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/
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Para la preparación del inóculo, se extrajo con sacabocados un taco de agar cubierto con micelio 

de 9 mm de diámetro del borde de una colonia en activo crecimiento en el medio indicado en cada caso.  

 

2.3.6. Temperatura óptima de crecimiento 

Las cepas fueron inoculadas en el centro de placas de Petri conteniendo 20 mL de medio MEA y 

se incubaron en oscuridad durante 30 días a las siguientes temperaturas: 10°C, 15°C, 20°C, 25°C, 28°C, 

33°C y 37°C.  Se realizaron mediciones diarias del diámetro de la colonia con calibre y a los 10 días de 

cultivo, cuando la fase de crecimiento fue lineal, se calculó el porcentaje de crecimiento como: diámetro 

de crecimiento de la colonia/ diámetro de la caja de Petri* 100%. Se tomaron dos mediciones por caja y 

las determinaciones se realizaron por duplicado. 

 

2.3.7. Velocidad de crecimiento en MEA 

Las cepas aisladas fueron sembradas en el centro de placas de Petri conteniendo 20 mL de medio 

MEA e incubadas a 25°C en oscuridad durante 20 días. Se realizaron mediciones diarias del diámetro de 

la colonia con calibre y se calculó la velocidad de crecimiento (mm/día) a partir de la fase de crecimiento 

lineal. Se tomaron dos mediciones por caja y las determinaciones se realizaron por duplicado. 

 

2.3.8. Bioprospección de enzimas extracelulares  

Las cepas aisladas fueron sometidas a los ensayos cualitativos para la detección de enzimas 

lignocelulolíticas. Para ello, se dispusieron 20 mL del medio de cultivo selectivo en placas de Petri de 90 

mm y en el centro de la misma se sembró el inóculo. Los cultivos se incubaron a 25°C en oscuridad. Se 

realizaron mediciones diarias del diámetro de crecimiento de la colonia y en la fase de crecimiento lineal, 

se calcularon las velocidades de crecimiento (mm/día). A su vez, se midieron los halos de actividad en 

los distintos medios y se calcularon las velocidades de producción enzimática en los distintos sustratos 

específicos (mm/día). En el caso de los ensayos para lacasa y MnP, el halo se observó como un 

precipitado que se fue registrando diariamente. En el resto de los ensayos, cuando la colonia alcanzó 

aproximadamente la mitad de la placa, se realizó el revelado de cada una de las actividades que se 

describen a continuación (métodos destructivos). Se calculó el índice enzimático (E) para cada aislamiento 

como el cociente entre el halo de actividad y el halo de crecimiento en el mismo medio (Fernandes et al., 

2012). Se tomaron dos mediciones por caja y las determinaciones se realizaron por duplicado. 
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Celulasas 

Para la detección de celulasas (endoglucanasas) se utilizó medio de cultivo agarizado (Asparagina 4 

g/L; Agar 20 g/L; Medio Basal 1 L), adicionado con carboximetilcelulosa (CMC) 0,1 % como principal 

fuente de carbono. La presencia del polisacárido residual en el medio se reveló con el colorante azoico 

Rojo Congo y la actividad celulolítica se detectó como un halo decolorado alrededor de la colonia. Para 

ello, se inundó la caja con solución de Rojo Congo 0,3% y luego de 10 min, se volcó el colorante y se 

lavó el exceso con solución de NaCl 1 N (Magnelli y Forchiassin, 1999). Cuando fue necesario, se realizó 

un lavado con ácido acético al 5% para aumentar el contraste (Hankin y Anagnostakis, 1977).  

 

Hemicelulasas  

El método de detección de xilanasas se realizó de la misma manera que para las celulasas excepto 

que el medio de cultivo fue adicionado con xilano 0,1% como fuente principal de carbono en lugar de 

CMC. 

 

Ligninasas 

Para detectar la presencia de actividad lacasa se utilizó como medio de cultivo MEA adicionado 

con 2,6-dimetoxifenol (DMP) 1 mM. Las cepas que exhibieron actividad lacasa se evidenciaron por la 

formación de un halo de precipitado color amarillo alrededor de la colonia, producto de la oxidación del 

DMP (Fonseca et al., 2010).  

Para detectar la presencia de actividad MnP se utilizó MEA como medio de cultivo adicionado con 

cloruro de manganeso (MnCl2.4H20) 1 mM. La actividad positiva para MnP se evidenció por la formación 

de un halo de precipitado color marrón oscuro producto de la oxidación del manganeso a óxido de 

manganeso (MnO2; Jarosz-Wilkołazka et al., 2002).  

 

2.3.9. Análisis estadístico 

Todos los resultados presentados corresponden a las medias obtenidas a partir de duplicados con 

una desviación estándar menor al 5%. Las diferencias entre las cepas para las velocidades de crecimiento, 

velocidades de producción enzimática e índices de eficiencia se pusieron a prueba mediante un test de 

ANOVA de una vía y fueron comparadas con la prueba post hoc de Di Rienzo, Guzmán y Casanoves 

(DGC; Di Rienzo et al., 2002) con un nivel de significancia del 5%. La asociación lineal entre las variables 

anteriormente mencionadas se evaluó calculando los coeficientes de correlación de Pearson (r) y las 
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probabilidades asociadas a la prueba de hipótesis de correlación nula entre variables. El análisis estadístico 

se realizó utilizando los software estadísticos STATISTICA 7.0 e INFOSTAT (Di Rienzo et al., 2013). 
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2.4. RESULTADOS  

2.4.1. Relevamiento de LDF en áreas forestales de la región del Delta del 

Río Paraná y la Ribera Platense 

Se realizaron salidas de muestreo durante el periodo 2012-2016 en la región del Delta del Río Paraná 

y Ribera Platense (Argentina), con el fin de colectar basidiomas de hongos descomponedores de hojarasca 

(LDF) pertenecientes a la división Basidiomycota. Las muestras recolectadas se identificaron 

morfológicamente. En la Tabla 4 se listan los taxones que pudieron aislarse con éxito. Adicionalmente, 

3 aislamientos anteriores a este trabajo, procedentes del cepario BAFC y que fueron aislados en zonas 

aledañas a la ecorregión de estudio, fueron caracterizados e incluidos en los ensayos, dando un total de 

19 aislamientos con los que se trabajó a lo largo de la Tesis. 

 

Tabla 4. LDF colectados en la región del Delta del Río Paraná y Ribera Platense y utilizados en la Tesis. 

Taxón Familia Región Colecta 
Núm.de 
Cepario 

(BAFCcult) 

Núm.de 
Herbario 
(BAFC) 

Agaricus sp.* Agaricaceae P.N. PreDelta, Entre Ríos 4557 52449 

Agrocybe aegerita* Strophariaceae R.N. Ciudad Universitaria, Bs. As. 4548 - 

Calvatia sp.* Agaricaceae P.N. PreDelta, Entre Ríos 4549 52629 

Coprinus comatus* Agaricaceae R.N. Ciudad Universitaria, Bs. As. 4547 52645 

Gymnopus luxurians** Omphalotaceae R.N. Santa Catalina, Bs. As. 2013 - 

Hypholoma fasciculare* Strophariaceae R.N. Pereyra Iraola, Bs. As. 4546 - 

Lepista nuda* Tricholomataceae R.N. Pereyra Iraola, Bs. As. 4543 52651 

Leratiomyces ceres* Strophariaceae R.N. Pereyra Iraola, Bs. As. 4533 - 

Leucoagaricus sp.** Agaricaceae Escobar, Bs. As. 2977 - 

Lycoperdon perlatum* Agaricaceae P.N. PreDelta, Entre Ríos                            - 52536 

Marasmiellus candidus* Omphalotaceae R.N. Pereyra Iraola, Bs. As. 4532 52648 

Marasmius haematocephalus* Marasmiaceae R.N. Pereyra Iraola, Bs. As. 4531 52646 

Marasmius oreades* Marasmiaceae R.N. Pereyra Iraola, Bs. As. 4558 52649 

Mycena sp. 1* Mycenaceae R.N. Pereyra Iraola, Bs. As. 4544 52650 

Mycena sp. 2* Mycenaceae R.N. Pereyra Iraola, Bs. As. 4545 52647 

Mycena sp. 3* Mycenaceae R.N. Pereyra Iraola, Bs. As. 4559 52652 

Rhodocollybia pandipes 1* Omphalotaceae P.N. PreDelta, Entre Ríos 4550 52630 

Rhodocollybia pandipes 2* Omphalotaceae P.N. PreDelta, Entre Ríos 4551 52631 

Xerocomellus chrysenteron** Boletaceae Vicente López, Bs. As. 1760 51513 
* Aislamientos realizados en esta Tesis 
** Aislamientos solicitados al BAFCcult 
 
 
 

http://www.indexfungorum.org/Names/families.asp?FamilyName=Tricholomataceae
http://www.indexfungorum.org/Names/families.asp?FamilyName=Marasmiaceae
http://www.indexfungorum.org/Names/families.asp?FamilyName=Marasmiaceae
http://www.indexfungorum.org/Names/families.asp?FamilyName=Boletaceae
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La identidad de la mayoría de los aislamientos fue corroborada con los resultados de los datos de 

secuenciación de la región ITS correspondiente (Tabla 5). Como excepción encontramos a Leucoagaricus 

sp. y X. chrysenteron, que crecieron totalmente inmersos en el medio de cultivo por lo que no pudo separarse 

el micelio para la extracción del DNA y, al ser solicitados al BAFC, tampoco presentaban material 

herborizado. Se trata de 18 aislamientos pertenecientes al grupo Agaricales, miembros de 6 familias 

distintas y 1 aislamiento que pertenece al grupo Boletales. Este último es X. chrysenteron (BAFC 1760), el 

cual es un hongo ectomicorricíco (ECM) que fue incorporado al estudio ya que es también un 

basidiomicete que se encuentra relacionado al ambiente de la hojarasca pero que no se considera como 

un degradador eficiente de lignina. Por lo tanto, resulta de utilidad como control negativo de actividad y 

para el análisis del rol de las enzimas ligninolíticas de los LDF en los procesos de degradación de restos 

vegetales y nonilfenol etoxilado.  

 

Tabla 5. Identificación molecular mediante ITS de los aislamientos obtenidos 

Taxón % Cobertura Valor E % Identidad 
Número de 

acceso Genbank 

Agaricus sp. 95 0,0 98 KY366488 

Agrocybe aegerita 98 0,0 100 KY366489 

Calvatia sp. 100 0,0 92 KY366490 

Coprinus comatus          100 0,0 98 KY366491 

Gymnopus luxurians 100 0,0 99 KY366492  

Hypholoma fasciculare 96 0,0 99 KY366493 

Lepista nuda 98 0,0 99 KY366494 

Leratiomyces ceres 100 0,0 100 KX423791 

Leucoagaricus sp. ND ND ND ND 

Lycoperdon perlatum 99 0,0 93                          KY579813 

Marasmiellus candidus 99 0,0 93 KX423793 

Marasmius haematocephalus 99 0,0 95 KX423792 

Marasmius oreades 97 0,0 100 KY366495 

Mycena sp. 1 100 0,0 100 KY366496 

Mycena sp. 2 99 0,0 99 KY366497 

Mycena sp. 3 98 0,0 99 KY366498 

Rhodocollybia pandipes 1 98 0,0 99 KY366499 

Rhodocollybia pandipes 2 99 0,0 97 KY366500 

Xerocomellus chrysenteron ND ND ND ND 

ND: No determinado 
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2.4.2. Temperatura óptima de crecimiento 

La mayoría de los hongos estudiados presentó una temperatura óptima de crecimiento a 25°C, con 

la excepción de A. aegerita, G. luxurians y L. perlatum que tuvieron su óptimo a 28°C (Figura 31). Por este 

motivo, en los subsiguientes ensayos se estableció en 25°C la temperatura de incubación de los 

experimentos. El rango de crecimiento fue similar para todas las especies, con una temperatura máxima 

registrada a 28°C en la mayoría de los casos y a 33°C sólo para las cepas de Agaricus sp., C. comatus. G. 

luxurians y Leucoagaricus sp. A 37°C ninguna cepa fue capaz de crecer. La temperatura mínima de 

crecimiento se encontró por debajo de los 10°C, excepto para Agaricus sp. que presentó una inhibición 

total del crecimiento a dicha temperatura.  

 

 

Figura 31. Rango de temperatura y temperatura óptima de crecimiento de las especies de hongos LDF 
aisladas en la región del Delta del Paraná y Ribera Platense. 

 

 

2.4.3. Ensayos cualitativos para la detección de enzimas extracelulares 

Se realizó una bioprospección de la capacidad que tienen los aislamientos de LDF relevados de la 

región Delta del Río Paraná y Ribera Platense para producir ligninasas (lacasa y MnP), xilanasas y celulasas 

en test en placa. Se determinaron las velocidades de crecimiento (mm/día) de cada uno de los aislamientos 

fúngicos en medio MEA y en los distintos medios selectivos ensayados. También, se valoró la producción 

enzimática medida como diámetro del halo de actividad (mm/día). Por último, se calcularon los índices 

enzimáticos (E) en cada medio selectivo como el cociente entre el diámetro de crecimiento radial y el 

diámetro del halo de actividad.  
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La mayor velocidad de crecimiento en MEA se registró en las cepas A. aegerita y G. luxurians, seguida 

por las cepas X. chrysenteron, C.comatus, H. fasciculare y Leucoagaricus sp. En el otro extremo, Calvatia sp., M. 

oreades y M. haematocephalus fueron las cepas de crecimiento más lento (Figura 32).  

 

 
 

Figura 32. Velocidades de crecimiento (mm/día) en medio MEA de los hongos estudiados. Las diferentes letras 
indican diferencias significativas a partir de comparaciones post hoc DGC (P < 0,05). Los valores representan la 

media de dos réplicas ± el desvío estándar. 

 

 

Cuando las cepas crecieron en el medio con CMC como principal fuente de carbono, el patrón de 

crecimiento anteriormente señalado se modificó ligeramente (Figura 33). En este caso, la cepa con mayor 

velocidad de crecimiento fue X. chrysenteron, ocupando el segundo lugar las cepas G. luxurians, C. comatus 

y A. aegerita. En el 84,2% de las cepas ensayadas se registró presencia de halo de hidrólisis de CMC, lo 

cual sugiere actividad extracelular celulasa, principalmente endoglucanasa (ya que parte de la hidrólisis 

puede deberse a la acción sinérgica con el resto de celulasas). Entre ellas, X. chrysenteron fue la cepa que 

presentó una mayor velocidad de producción enzimática, seguida por C. comatus. En cuanto a los índices 

de eficiencia celulolítica (E), R. pandipes 1 fue la cepa que presentó los valores más altos (3,33 ± 024), 

seguida por Calvatia sp. (1,93 ± 0,01) y Mycena sp. 2 (1,82 ± 0,16). Las cepas de menor eficiencia fueron 

X. chrysenteron, G. luxurians, C. comatus y A. aegerita, entre otras, contrariamente a lo hallado en los valores 

de velocidad de crecimiento para el mismo sustrato (Figura 33; Figura 34). Esto se condice con una 

asociación lineal negativa entre el índice de eficiencia para celulasas y la velocidad de crecimiento en el 

mismo medio (r = -0,31; P = 0,05).  
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Figura 33. Velocidad de crecimiento (mm/día), velocidad de producción enzimática (mm/día) e índices enzimáticos (diámetro del halo de actividad/ 
diámetro de crecimiento radial) de los hongos ensayados en los distintos medios para la detección de enzimas lignocelulolíticas. Los valores representan la 

media de dos réplicas ± el desvío estándar. 
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Figura 34. Ensayo cualitativo en CMC para detección de celulasas. A) G. luxurians, una de las cepas que presentó 
mayor velocidad de crecimiento y menor índice de eficiencia B) Agaricus sp., cepa de velocidad de crecimiento y 
eficiencia intermedia (con ácido acético para aumentar el contraste). C) Mycena sp. 1, cepa de lento crecimiento y 

alta eficiencia. 

 

 

En el caso del medio adicionado con xilano, otra vez X. chrysenteron se destacó por su velocidad de 

crecimiento (11,82 ± 0,45 mm/día). Casi la mitad de esta velocidad registraron las cepas G. luxurians, A. 

aegerita y Leucoagaricus sp., mientras que el crecimiento del resto de las cepas fue muy lento comparado con 

las anteriormente mencionadas. Estas cepas son también las que presentaron las mayores velocidades de 

producción enzimática. Al igual que sucedió para las celulasas, las cepas que presentaron mayores tasas 

de crecimiento resultaron ser las menos eficientes en la producción de enzimas xilanolíticas, mientras que 

las más eficientes fueron las de crecimiento más lento (r = -0,36; P = 0,03) (Figura 33; Figura 35).  

 

 

 

Figura 35. Ensayo cualitativo en xilano para detección de xilanasas. A) A. aegerita, una de las cepas que presentó 
mayor velocidad de crecimiento y menor índice E. B) R. pandipes 1, cepa de crecimiento y producción intermedia 

(con ácido acético). C) Calvatia sp., cepa con lento crecimiento y alta producción. 
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En el medio para la detección de MnP, las cepas G. luxurians y A. aegerita fueron las que 

presentaron mayor velocidad de crecimiento, seguidas por las cepas C. comatus, H. fasciculare y L. nuda. Por 

el contrario, L. perlatum y Calvatia sp. tuvieron un crecimiento muy lento. Agaricus sp. no presentó ningún 

tipo de desarrollo micelial por lo que el medio utilizado pudo haber tenido un efecto tóxico o inhibitorio 

sobre el hongo y no puede descartarse la producción de MnP en otras condiciones. Por otro lado, 

encontramos que sólo el 58% de los aislamientos fue capaz de precipitar el Mn2+ y en todos los casos, el 

halo de precipitado nunca superó el halo de crecimiento. Las velocidades de producción enzimática 

fueron mayores para L. nuda, seguido de G. luxurians y L. ceres, mientras que la mayor eficiencia de 

actividad MnP se registró con L. ceres, con un valor igual a 1. Para este medio, la velocidad de crecimiento 

fue independiente del índice de eficiencia de producción enzimática (P = 0,88) (Figura 32; Figura 36). 

 

 

 

Figura 36. Ensayo cualitativo para detección de MnP. A) L. ceres, cepa con la mayor eficiencia. B) M. 
haematocephalus, cepa de eficiencia intermedia. C) H. fasciculare, otra cepa de eficiencia intermedia. En este medio, 

la velocidad de crecimiento resultó independiente de la eficiencia (P < 0,01). 

 

 

En el medio adicionado con DMP, G. luxurians fue la cepa que presentó la mayor tasa de 

crecimiento, seguida por A. aegerita. La cepa que menos creció fue M. oreades. Por otro lado, en todas las 

cepas, excepto X. chrysenteron, se detectó un halo de precipitado como consecuencia de la oxidación del 

sustrato vía enzimas tipo-lacasa.  

En todos los casos el diámetro del halo de oxidación de DMP resultó mayor que el diámetro de 

crecimiento de la colonia. R. pandipes 1 (3,20 ± 0,18) y M. haematocephalus (3,51 ± 0,50) fueron las más 

eficientes en la producción de lacasas. Como se observó para las celulasas y xilanasas, existió una fuerte 

relación lineal negativa entre velocidad de crecimiento e índice enzimático (r = -0,52; P < 0,001) (Figura 
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33; Figura 37). En la tabla 6 se resumen las cepas que presentaron las mayores velocidades de 

crecimiento en MEA y producción enzimática.  

 

 

 

Figura 37. Ensayo cualitativo en DMP para detección de lacasas. A) A. aegerita, cepa con alto crecimiento y 
baja eficiencia de producción. B) M. candidus, cepa de crecimiento y eficiencia intermedios. C) R. pandipes 2, 

cepa de poco crecimiento y alta eficiencia. 

 

 

 

Tabla 6. Cepas que registraron las mayores velocidades de crecimiento en MEA y velocidades 
de producción enzimática en placa*  

Taxón MEA CMC Xilano MnCl2 DMP 

A. aegerita  +++ + ++  ++ 

G. luxurians +++ + ++ ++ +++ 

H. fasciculare ++ +  + ++ 

L. ceres  ++ +  ++ ++ 

Leucoagaricus sp. ++ + + + ++ 

X. chrysenteron ++ +++ +++     

 * Los signos se adjudicaron a las cepas que presentaron los mayores valores para los distintos 
tratamientos en el test de Anova.  El +++ equivale a una “a” en las comparaciones post hoc 
DGC, el ++ a una “b” y el + a una “c”. Las cepas con diferencias significativas distintas y 
menores a “c” no fueron computadas.  
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2.5. DISCUSIÓN  

Representantes de los géneros Agaricus, Agrocybe, Calvatia, Coprinus, Gymnopus, Hypholoma, Lepista, 

Leratiomyces, Leucoagaricus, Lycoperdon, Marasmiellus, Marasmius, Mycena, Rhodocollybia y Xerocomellus, 

fructifican en asociación al mantillo forestal del Delta del Rio Paraná y Ribera platense (Tabla 4). Todos 

los taxones estudiados presentan una distribución cosmopolita, creciendo asociados a hojarasca de 

distintas regiones del mundo.  

El crecimiento in-vitro de los hongos aislados a partir de los basidiomas desarrollados sobre mantillo 

del Delta del Río Paraná y Ribera platense fue diferente y estuvo condicionado por factores externos 

como la temperatura y la composición del medio de cultivo. 

La temperatura es un importante factor físico externo que afecta casi todas las funciones de los 

organismos y condiciona el nicho ecológico que los mismos ocupan (Hudson, 1986). La respuesta de un 

hongo a las diferentes temperaturas representa el efecto combinado de numerosas reacciones químicas 

(como las enzimáticas), cada una de las cuales presenta una relación característica a la temperatura (Rayner 

y Boddy, 1988). De acuerdo al óptimo de temperatura de crecimiento de los hongos ensayados (25°C-

28°C), así como sus temperaturas mínimas y máximas, se concluye que todos los hongos de hojarasca 

con los que se trabajó presentan un perfil de temperatura mesotérmico, resultados esperados para 

especies provenientes de regiones templadas (Figura 31; Griffin, 1994). 

Por otro lado, las tasas de crecimiento del micelio fúngico dependieron del tipo de medio empleado 

así como de las cepas fúngicas (Figura 32, Figura 33; Bilay et al., 2000). Al analizar el grado de asociación 

lineal entre las velocidades de crecimiento para el medio MEA y los medios específicos para las distintas 

actividades enzimáticas, se encontró que existió una fuerte asociación positiva en todos los casos (P ≤ 

0,01). Así, la capacidad de invasión de un medio de cultivo estaría determinada por la naturaleza del 

hongo. En general, las cepas LDF con mayor velocidad de crecimiento en los distintos medios resultaron 

siempre G. luxurians y A. aegerita. 

 Muchos de los taxones con los que se trabajó durante la Tesis han sido reportados con actividad 

de blanqueamiento del sustrato en campo, por ejemplo especies de Marasmius y Mycena (Hintikka, 1970), 

dos géneros de LDF basidiomicetes saprótrofos ampliamente estudiados. A su vez, otros trabajos dan 

información sobre la producción de enzimas ligninolíticas lacasa y MnP en condiciones de laboratorio 

por distintos aislamientos pertenecientes a los géneros de Agaricus, Hypholoma, Marasmius y Mycena, y 

también en Coprinus comatus, Lepista nuda y Agrocybe aegerita (Gramss et al., 1998; Liers et al., 2011; 

Soponsathien, 1998; Steffen et al., 2000). Por otro lado, la capacidad para degradar la lignina presente en 
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hojarasca se demostró en Agaricus sp. y Marasmius sp. (Miyamoto, 2000; Osono et al., 2006), mientras que 

la capacidad de mineralizarla en Agrocybe sp. La degradación de compuestos relacionados como los ácidos 

húmicos a partir de cultivos de hojarasca, se describió en Gymnopus sp., H. fasciculare y Rhodocollybia butyracea 

(Valášková et al., 2007), siendo la enzima MnP considerada clave en dicho proceso.  

En los ensayos de bioprospección de lignocelulasas, las cepas LDF A. aegerita, G. luxurians, H. 

fasciculare, L. ceres y Leucoagaricus sp. presentaron las mayores velocidades de producción enzimática en los 

sustratos específicos (Tabla 6). La presencia simultánea de MnP y lacasa ha sido descripta como una 

característica típica de los basidiomicetes ligninolíticos (Saparrat et al., 2002; Tekere et al., 2001), aunque 

estos hongos pueden producir una o ambas enzimas así como otras peroxidasas involucradas en la 

degradación de lignina reflejando la diversidad de estrategias que desarrollan los hongos para degradarla. 

X. chrysenteron presentó las mayores velocidades de producción de celulasas (CMCasa) y 

hemicelulasas (xilanasas) aunque que no se detectó producción de enzimas ligninolíticas en esta especie 

(Tabla 6). La ausencia de reacción en X. chrysenteron, corroboraría su rol como hongo ectomicorrícico, en 

los cuales, si bien se conoce que producen lacasas y otras polifenol oxidasas, éstas son producidas en 

menores niveles en comparación a aquellas de los hongos saprótrofos (Osono, 2007). Se encuentra bien 

establecido que la condición ectomicorrícica surgió por divergencia evolutiva a partir de numerosos 

linajes de ancestros saprotróficos, en los cuales la habilidad para degradar polímeros de pared vegetal 

asociados a estructuras en descomposición se fue perdiendo (Cairney y Burke, 1994; Hibbett et al., 1997). 

Sin embargo, muchas especies de hongos ectomicorrícicos pueden degradar parcialmente algunos 

componentes de pared y estudios recientes muestran que los genes de los sistemas enzimáticos 

hidrolíticos y oxidativos presentes en hongos saprótrofos están presentes en un amplio espectro de ECMs 

(Chen et al., 2001). A pesar de ello, el grado de funcionalidad de las proteínas codificadas por estos genes 

permanece aún incierto (Burke y Cairney, 2002) y la actividad no ha sido demostrada en campo (Osono, 

2007) 

En cuanto a los índices enzimáticos encontramos una gran variabilidad entre cepas, lo cual resulta 

probablemente a partir de diferencias en sus funciones fisiológicas y/o ecológicas (Eggert et al., 1996) 

pero puede ser también atribuible a distintos patrones de crecimiento en placa. En los procesos 

tecnológicos de conversión de material vegetal y compuestos orgánicos recalcitrantes es conveniente la 

utilización de cepas con una buena producción enzimática por unidad de biomasa fúngica. El índice 

enzimático permite una valoración aproximada de esta relación, teniendo en cuenta sus limitaciones. 

Cuando en distintos procesos industriales se utilizan cultivos fúngicos, el excesivo crecimiento puede 

resultar problemático debido principalmente a un menor transporte de gases y nutrientes en el biorreactor 

así como al menor porcentaje de recuperación del producto de interés formado que se pierde junto al 
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micelio durante su purificación (Berovic et al., 1991; Dhillon et al., 2011). Sin embargo, cuando la biomasa 

es escasa, y pese a que la cepa presente una elevada relación de producción enzimática vs. crecimiento en 

el medio en el cual se desarrolla, la producción de enzimas extracelulares neta puede no ser suficiente 

para alcanzar los altos títulos de actividad esperados.  

Para todos los ensayos cualitativos, excepto para MnP, se encontró que las cepas con mayores 

índices enzimáticos presentaron un muy bajo desarrollo micelial y, por el contrario, las cepas de mayor 

crecimiento presentaron índices bajos. Por ejemplo para las celulasas, Florencio et al. (2012), reportó que 

las cepas con valores de E mayores a 1,5 pueden considerarse como potenciales productoras de celulasas. 

En esta Tesis, 5 cepas (equivalente al 26,3% del total) presentaron valores E por encima de 1,5, sin 

embargo su crecimiento fue muy lento. Este mismo fenómeno fue reportado por Ruegger y Tauk-

Tornisielo (2004) en un ensayo de bioprospección de celulasas sobre la base de 80 hongos filamentosos 

aislados a partir de suelo, por lo que ellos concluyen que el índice enzimático no es un parámetro 

adecuado en la selección de cepas LDF productoras. Por el contrario, el índice enzimático puede ser útil 

para seleccionar entre cepas de una misma especie con potencial para la producción de enzimas 

lignocelulolíticas o como una metodología simple y rápida para la detección de mutantes para la 

producción de enzimas (Ruegger y Tauk-Tornisielo, 2004). Además, cuando el patrón de desarrollo 

micelial es muy diferente entre las cepas evaluadas se generan variaciones en la cantidad de micelio en 

áreas equivalentes de la placa agarizada (colonias de distinta densidad en superficie, que pueden crecer 

más o menos inmersas en la placa). En consecuencia, el diámetro de la colonia no representa una buena 

estimación de biomasa y por ende, el índice enzimático no funciona como una medida fiable de 

producción enzimática específica. Por lo tanto, como señalan otros autores (Montoya et al., 2014; Ten 

et al., 2004) el diámetro del halo de actividad (o la velocidad de producción enzimática) resulta útil en la 

selección de cepas que pueden degradar eficientemente polisacáridos y otros componentes de pared 

celular vegetal. 

A diferencia de lo mencionado anteriormente, la actividad MnP resultó independiente del 

crecimiento y por ende podrían existir aislamientos con buena producción de MnP y de extendido 

crecimiento (altas velocidades de producción y altos valores E). Sin embargo, hay que considerar que 

pueden aparecer aislamientos que se vean gravemente afectadas por el método empleado (por ej. Agaricus 

sp.), por lo que sería necesario el empleo de otro método de evaluación de actividad. 

Este estudio aporta datos sobre el crecimiento y la habilidad para producir enzimas 

lignocelulolíticas por 18 hongos degradadores de hojarasca (LDF) y 1 hongo ectomicorrícico (ECM), 

aislados a partir de basidiomas asociados a hojarasca del Delta de Río Paraná y Ribera Platense. Algunos 
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de estos aislamientos pueden resultar atractivos para promover futuras investigaciones relacionadas a su 

aplicación en fines biotecnológicos como la biorremediación. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

93 
 

 

CAPÍTULO 3 

 

“Descomposición in vitro de hojarasca de Celtis tala y Ligustrum 

lucidum” 
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3.1. INTRODUCCIÓN 

La invasión de los ecosistemas terrestres por plantas exóticas es un problema ambiental de gran 

relevancia. Genera disturbios y altera a las comunidades vegetales presentes con el consecuente impacto 

en la actividad de organismos autóctonos asociados, así como de sus relaciones bióticas y abióticas.  

La hojarasca presente en los suelos es la principal fuente de materia y energía en diversos ambientes, 

entre ellos los bosques. La calidad de dicho sustrato ejerce una marcada influencia sobre la composición 

microbiana y su actividad en los suelos (Ball et al., 2014; Hättenschwiler et al., 2005; Wardle et al., 2004). 

A medida que la hojarasca se descompone, los nutrientes son liberados al ambiente. Sin embargo, existen 

pocos reportes acerca del efecto del input de hojas senescentes de plantas invasoras sobre los procesos 

de descomposición y humificación asociados a la actividad enzimática de los suelos. Se ha observado que 

las tasas de degradación de hojarasca para distintas especies que se descomponen en idénticas condiciones 

medioambientales difieren ampliamente (Cornelissen, 1996; Wardle et al., 1997). Estas variaciones se 

atribuyen a cambios en características de la hojarasca tales como son la dureza de las hojas, el contenido 

de nitrógeno, lignina y polifenoles, así como la relación carbono/nitrógeno y lignina/nitrógeno (Perez-

Harguindeguy et al., 2000). La hojarasca consiste principalmente de los polisacáridos celulosa y 

hemicelulosa y del polímero aromático lignina, este último considerado como el compuesto más 

recalcitrante. Los hongos son los organismos descomponedores primarios en bosques templados y 

boreales (Hättenschwiler et al., 2005) y dentro de este grupo, los basidiomicetes saprótrofos son capaces 

de degradar los tres componentes principales de la hojarasca mediante la producción de una amplia 

variedad de enzimas extracelulares oxidoreductasas e hidrolasas (Purahong et al., 2014; Steffen et al., 

2000). Dado que estos hongos juegan un rol clave en la degradación de hojarasca, influyendo fuertemente 

sobre las tasas de decaimiento, resultan necesarios estudios comparativos sobre su capacidad para 

descomponer hojarasca de especies tanto nativas como exóticas, con el fin de evaluar si la calidad del 

sustrato puede modificar la actividad fúngica. 

En la actualidad, amplios sectores de las zonas bajas del Delta y principalmente de la Ribera 

Platense, se encuentran fuertemente alterados por la invasión de especies exóticas y urbanizaciones, con 

el consecuente reemplazo de las comunidades naturales y la degradación del hábitat (Quintana et al., 

2002). El Parque Pereyra Iraola, localizado en la Povincia de Buenos Aires, Argentina, fue declarado 

Reserva de Biósfera en 2007 por la UNESCO. La Reserva fue creada con el fin de proteger este espacio 

que funciona como un “pulmón verde” entre Buenos Aires y La Plata. El área presenta zonas mixtas 

pertenecientes al típico ecosistema costero rioplatense y zonas parquizadas de forestación con una 

importante introducción de especies exóticas. Las primeras forman parte de un mosaico de comunidades 
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naturales en las cuales se desarrollan juncales costeros, pajonal, ceibal matorral ribereño, pastizales, 

espartillares y selva marginal o en galería, consideradas reservorio de un amplio espectro de biodiversidad, 

en el límite sur de distribución de los bosques subtropicales de Sudamérica. Mientras que Celtis tala Gillies 

ex Planch (Celtidaceae) es un árbol nativo típico dentro de la Reserva, Ligustrum lucidum Ait. (Oleaceae), 

también conocido como ligustro, es una especie de árbol monodominante, nativa de China, que ha sido 

introducida en la región con fines ornamentales y ha aumentado su cobertura desde entonces (Bo, 2005; 

Kalesnik et al., 2013). 

 Estudios previos revelan la influencia de L. lucidum en la composición de la comunidad de especies 

vegetales invadidas y el efecto que ejerce en la degradación de su diversidad (Lichstein et al., 2004). En 

zonas fuertemente invadidas, L. lucidum puede componer hasta un 80% de la cobertura arbórea y por 

fuera de las mismas, esta especie se distribuye en forma de individuos aislados junto a individuos de 

especies nativas (Gavier-Pizarro et al., 2012). Se ha reportado que L. lucidum es tolerante a un amplio rango 

de suelos y condiciones de luz y además de reproducirse vegetativamente, produce un gran número de 

semillas, las cuales son fácilmente dispersadas por las aves. Estas características hacen de L. lucidum un 

invasor exitoso con una representación a nivel ecosistémico (Ayup et al., 2014; Marano et al., 2013). La 

invasión agresiva por parte de L. lucidum, ha sido reportada en otros países también, incluyendo a Australia 

y Nueva Zelanda (Cronk y Fuller, 1995). Sin embargo, el efecto de este material exótico en la actividad 

de hongos saprótrofos descomponedores de hojarasca y su rol en la degradación resulta aún desconocido.  

Tres aislamientos de LDF, Leratiomyces ceres, Marasmius haematocephalus y Marasmiellus candidus, fueron 

seleccionados para este estudio debido a que es muy frecuente su aparición dentro de la Reserva 

fructificando en cercanías o sobre hojarasca tanto de C. tala como de L. lucidum. Además, estos hongos 

revelaron en tests en placa la habilidad para producir enzimas extracelulares que han sido involucradas 

en la degradación de lignocelulosas (celulasas, hemicelulasas y las ligninasas MnP y lacasa).  

 

 

 

 

 

 

https://es.wikipedia.org/wiki/Gillies
https://es.wikipedia.org/wiki/Gillies
https://es.wikipedia.org/wiki/Planch.
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3.2. HIPÓTESIS y OBJETIVOS 

3.2.1. Hipótesis 

La calidad de la hojarasca de C. tala y L. lucidum condiciona la actividad lignocelulolítica de los LDF 

L. ceres, M. haematocephalus y M. candidus, y puede afectar marcadamente las tasas de descomposición (k). 

 

3.2.2. Objetivos 

- Evaluar el potencial de aislamientos de LDF seleccionados, en la transformación de hojarasca de 

C. tala y L. lucidum en sistemas de fermentación en estado sólido. 

 

- Evaluar el efecto de la composición química de la hojarasca foliar sobre la pérdida de masa de 

hojarasca y la actividad lignocelulolítica de los aislamientos seleccionados. 
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3.3. MATERIALES Y MÉTODOS 

3.3.1. Crecimiento en placa con extractos de hojarasca 

Las cepas L. ceres, M. candidus y M. haematocephalus fueron sembradas en el centro de placas de Petri 

conteniendo 20 mL de medio de cultivo: GA (control), GA en el que el agua destilada fue reemplazada 

por un extracto de hojas de L. lucidum (GAL), GA en el que el agua destilada fue reemplazada por un 

extracto de hojas de C. tala (GAT). Para la realización del extracto de hojas se siguió la norma Tappi 207 

om 93: a 10 g de hojarasca seca y cortada en pedazos de 1 cm2 aprox. se le agregó 300 mL de H2O 

destilada. La mezcla se mantuvo en agitación a 25°C durante 24 hs y posteriormente se centrifugó a 

máxima velocidad durante 5 min. Las cajas se incubaron a 25°C en oscuridad durante 20 días y 

diariamente se realizaron mediciones del diámetro de la colonia con calibre (mm). Se tomaron dos 

mediciones por caja y las determinaciones se realizaron por duplicado. 

 

3.3.2. Cultivos fúngicos sobre hojarasca en condiciones de fermentación 

en estado sólido (SSF)  

Se colectaron hojas senescentes de L. lucidum y C. tala (en etapa previa a la abscisión) a partir de 

varios individuos presentes en la Reserva Natural “Parque Pereyra Iraola”, Buenos Aires, Argentina 

(34°84'S 58°10'O). La hojarasca fue secada a temperatura ambiente y almacenada a 4°C hasta el momento 

de uso. Al comienzo del experimento, las hojas se cortaron en pedazos más pequeños (tamaño > 20 mm) 

y aproximadamente 2,5 g fueron colocados en frascos Erlenmeyer de 125 mL. Para calcular la masa inicial 

de hojarasca correspondiente, los frascos se secaron a 80°C en estufa hasta masa constante. La hojarasca 

se humectó con 20 mL de agua destilada (80% humedad final) y se autoclavó durante 20 min a 120°C. 

Una vez que los frascos se enfriaron, los mismos se inocularon en condiciones de esterilidad (apartado 

4.3.5.) con los LDF L. ceres, M. candidus y M. haematocephalus y se cerraron con tapón de algodón y Parafilm, 

con el fin de evitar la pérdida de humedad por exceso de evaporación. Erlenmeyers sin inocular fueron 

usados como control para estimar la pérdida de masa por evaporación durante el periodo de cultivo, 

volumen que fue repuesto con agua destilada en cada uno de los muestreos. Los cultivos se incubaron a 

25°C en oscuridad y se siguieron a lo largo de 200 días, en los que se tomaron 5 muestras cada 30 días y 

una última muestra al día 200.  Se realizaron tres réplicas por tratamiento (3 hongos y 1 control x 2 

hojarasca x 3 réplicas x 6 tiempos de muestreo).    
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3.3.3. Fracción soluble acuosa (WSF) y fracción sólida (SF) a partir de la 

hojarasca 

Para cada uno de los tiempos de muestreo se obtuvo una fracción soluble acuosa (WSF, por sus 

siglas en inglés Water Soluble Fraction) a partir de los cultivos SSF de la hojarasca tratada y la hojarasca 

sin inocular, según Saparrat et al., (2008). Para ello, se adicionó 20 mL de agua destilada en los Erlenmeyers 

y la mezcla se mantuvo en agitación a 150 ppm durante 1 h. El contenido luego se filtró a través de una 

gasa y centrifugó a 4˚C a 5000 × g por 10 min. Los sobrenadantes se separaron en alícuotas, las cuales se  

almacenaron a -20˚C para realizar posteriormente las determinaciones analíticas y la medición de las 

actividades enzimáticas extracelulares. El pellet fue secado a 80°C conformando la fracción sólida (SF, 

de sus siglas Solid Fraction), la cual fue utilizada para estimar la pérdida de masa de hojarasca (Saparrat y 

Guillén, 2005) y el análisis químico de la hojarasca por RMN C13 CPMAS. 

 

3.3.4. Tasas de descomposición   

Las constantes de descomposición (k) se estimaron calculando el porcentaje de masa seca 

remanente de hojarasca luego del periodo de cultivo (porcentaje de reducción de masa en los tratamientos 

tratados respecto del control) utilizando un modelo de decaimiento simple exponencial (Olson, 2008; 

Petersen y Cummins, 1974)  

Mt = M0.e –k t 

Donde M0 es la masa seca inicial, Mt es la masa seca remanente a tiempo t, k es la constante de 

descomposición (año-1) y t es el tiempo (años).  

 

3.3.5. Determinaciones analíticas  

3.3.5.1. pH 

Se midió el pH de medios de cultivo y soluciones buffers utilizando un pHmetro Photovolt Modelo 

110. 

 

3.3.5.2. Azúcares reductores  

Se determinaron mediante el método del ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS; Miller, 1959). A 0,5 mL 

de muestra se le agregó 0.5 mL del reactivo DNS y se llevó a ebullición durante 5 min. Inmediatamente 

después, se realizó un choque térmico con agua helada y se leyó la absorbancia a 540 nm. Para la curva 
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de calibración se utilizó glucosa o xilosa como patrón. Para la preparación del reactivo DNS se utilizó: 

Tartrato de sodio y potasio o Sal de Rochelle (KNaC4H4O6·4H2O) 15 g; Hidróxido de sodio 1M 0,9 g; 

Ácido 3-5 dinitrosalicílico 0,5 g; Agua destilada 50 mL. 

 

3.3.5.3. Amonio 

El contenido de amonio de los sobrenadantes de cultivo se determinó según los protocolos de 

Beecher y Whitten (1970) y Weatherburn (1967). Para ello, 0,1 mL de muestra se mezcló con 0,5 mL del 

Reactivo A (1% p/v fenol en 0,005% p/v de sodionitroprusiato) y 0,5 mL del reactivo B (0,5% p/v de 

hidróxido de sodio en 0,84% v/v de hipoclorito de sodio). Luego de 15 min a temperatura ambiente, se 

midió la absorbancia de la solución a 635 nm. La curva patrón se realizó con cloruro de amonio y los 

resultados se expresaron en mg de amonio por g de hojarasca (mg NH4+/g). 

 

3.3.5.4. Proteínas  

Las proteínas extracelulares se midieron en los sobrenadantes de cultivo utilizando el método de 

Bradford (1976) con el reactivo “BioRad protein assay” (Bio-Rad, Hercules, CA) y seroalbúmina bovina  

(BSA) como proteína estándar.  

 

3.3.5.5. Polifenoles 

La cuantificación de compuestos fenólicos se realizó según Box (1983) y American Public Health 

Association et al. (1999). A 1 mL de muestra en la dilución apropiada, se le agregaron 20 µL de reactivo 

de Folin-Ciocalteau y sucesivamente 0,2 mL de reactivo Carbonato-Tartrato. Luego de 30 min, se leyó la 

absorbancia a 700 nm. La curva de calibración se realizó con Fenol y los resultados se expresaron en mg 

equivalentes de fenol por g de hojarasca (mg fenol/g). 

 

3.3.6. Actividades enzimáticas 

En todos los casos las actividades enzimáticas se expresaron en unidades internacionales (U). Las 

actividades se calcularon según la siguiente ecuación: 

 

 

U/mL =    ΔA * V 

                   v * ε * t * d 
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donde: 

ΔA = Cambio de absorbancia registrado  

V= Volúmen total de reacción (mL) 

v = Volúmen de enzima (mL) 

ε = Coeficiente de extinción molar (mM-1 cm-1) 

t = Tiempo de incubación (min) 

d = Ancho de la cubeta (cm) 

 

3.3.6.1. Actividad Endo-β-D-1,4-glucanasa (EC 3.2.1.4)    

Para la mezcla de reacción se utilizó 0,1 mL de sobrenadante en 0,4 mL de una solución de 

carboximetilcelulosa (CMC) al 0,5% en buffer acetato de sodio 50 mM, pH 4,8 (Wood y Bhat, 1988). Se 

incubó a 50°C durante 30 min. Se cuantificaron azúcares reductores liberados por el método de DNS 

usando glucosa como standard.  Una unidad enzimática se definió como la cantidad de enzima que libera 

1 µmol de glucosa por minuto.    

 

3.3.6.2. Actividad β-glucosidasa (EC 3.1.2.21) 

La actividad β-glucosidasa se ensayó utilizando p-nitrofenil β-D-glucopiranósido (pNPG; Sigma) 

como sustrato (Wood y Bhat, 1988). Primero, 0,45 mL de pNPG (0,02% en 50 mM de buffer acetato de 

sodio; pH 4,8) se mezclaron con 0,05 mL de una solución de enzima apropiadamente diluida. La solución 

se incubó a 50°C por 30 min y la reacción se detuvo por la adición de 1 mL de buffer Clark y Lubs 0,1 

M (Clark y Lubs, 1916). El p-nitrofenol liberado se determinó espectrofotométricamente midiendo la 

absorbancia de la solución a 430 nm. Se definió una unidad de actividad enzimática como la cantidad de 

enzima necesaria para liberar 1 µmol de p-nitrofenol por minuto en las condiciones del ensayo.  

 

3.3.6.3. Actividad Endo-β-D-1,4-xilanasa (EC 3.2.1.8) 

Para la mezcla de reacción se agregó 0,1 mL de sobrenadante a 0,4 mL de una solución de xilano 

de madera de haya al 0,2% en buffer acetato de sodio 50 mM, pH 4,8 (Bailey et al., 1992). Se incubó a 

50°C durante 30 min. Se cuantificaron azúcares reductores liberados por el método de DNS usando 

xilosa como standard. Una unidad enzimática se definió como la cantidad de enzima que libera 1 µmol 

de xilosa por minuto.    
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3.3.6.4. Actividad Lacasa (EC 1.10.3.2)  

Se utilizó como sustrato 2,6-dimetoxifenol (DMP) 5 mM en buffer acetato de sodio 100 mM (pH 

3,6; Paszczynski y Crawford, 1991). Se midió el incremento en la absorbancia a 469 nm (ε= 27.5/mM 

cm) a 30ºC. Una unidad de actividad enzimática (U) fue definida como la cantidad de enzima requerida 

para oxidar 1μmol de sustrato en 1 min. 

 

3.3.6.5. Actividad Manganeso Peroxidasa (MnP; EC 1.11.1.13) 

Se determinó la actividad Manganeso peroxidasa por la oxidación de rojo fenol en presencia de 

peróxido de hidrógeno y sulfato de manganeso a 610 nm (ε= 22/mM cm) en 0,2 M de buffer succinato 

de sodio (pH 4,5) según Glenn y Gold (1985).  La medición se realizó a 30ºC. Una unidad de actividad 

enzimática se definió como la cantidad de enzima necesaria para oxidar 1 µmol de sustrato por minuto 

en las condiciones estándar del ensayo.  

 

3.3.7. RMN C13 CPMAS  

La técnica de Resonancia Magnética Nuclear (RMN) de C13 con polarización cruzada (CP) y giro 

al ángulo mágico (MAS), es una herramienta poderosa para la elucidación de estructuras a nivel atómico 

y molecular. Ha sido ampliamente utilizada para caracterizar los compuestos orgánicos presentes en la 

hojarasca (calidad de la hojarasca) y su grado de transformación debido a la actividad microbiana 

(Alarcón-Gutiérrez et al., 2009; Baldock y Preston, 1995; Kögel-Knabner et al., 1992; Wilson et al., 1983; 

y revisado por Cepáková y Frouz, 2015). Esta técnica presenta ventajas por sobre los análisis proximales 

usualmente empleados (Ryan et al., 1990; Waksman et al., 1928) en los que las fracciones operacionales 

son definidas según su susceptibilidad a la extracción o hidrólisis. Así, se define como lignina a la fracción 

o residuo ácido insoluble (también denominada lignina Klason). Sin embargo, esta fracción no se 

corresponde a una entidad química definida, e incluye otros componentes distintos de la lignina son 

incluidos (Berg, 1986; Gallardo y Merino, 1993; Waksman et al., 1928), como es el caso de la cutina y los 

taninos, biopolímeros presentes en la hojarasca en cantidades significativas (a diferencia de lo que ocurre 

con la madera). Sumado a esto, los análisis proximales consumen una gran cantidad de tiempo y trabajo. 

Por lo tanto, aunque muchos compuestos son difíciles de identificar, la técnica de RMN C13 CPMAS 

arroja valiosos resultados acerca de la composición química de los materiales vegetales. 

El espectro de RMN C13 CPMAS se obtuvo utilizando un espectrómetro 7T Bruker Avance II-300 

(Bruker Instruments Inc., Alemania). Las muestras de hojarasca se secaron y dispusieron en un rotor de 

zirconio de 4-mm y un giro al ángulo mágico de 10 kHz. Todos los experimentos de RMN se realizaron 



 

102 
 

a temperatura ambiente. La técnica de RMN C13 se realizó con la secuencia de pulsos de CPMAS con 

rampa durante un tiempo de contacto de 3 ms para obtener la mejor relación señal-ruido. El desacople 

1H se realizó durante la adquisición con una secuencia TPPM15 para mejorar la resolución. El registro 

de los transientes 1 K con un tiempo de reciclado de 3 s representó la condición estándar. Las frecuencias 

operativas para los protones y carbonos fueron de 300,13 y 75,46 MHz, respectivamente. La glicina fue 

usada como referencia externa para el espectro de C13 y para la calibración de la condición de Hartmann-

Hahn en los experimentos de polarización cruzada.  

Se analizaron las muestras de hojarasca en las condiciones iniciales (0 días) y finales (luego de 200 

días de descomposición). Las áreas relativas (porcentaje de intensidad total) se determinaron a partir de 

la integración de las curvas para las siguientes regiones del espectro para el carbono: C alquilo (0-45 ppm), 

C O-alquilo (45-110 ppm); C metoxilo (50-60 ppm); C aromático (110-140 ppm), C fenólico (140-160 

ppm), y C carboxilo (160-190 ppm). La deconvolución de los espectros de RMN se realizó utilizando el 

software DmFit (Massiot et al., 2002). El grado de humificación se calculó según Baldock et al. (1997) 

como la relación entre las áreas para los picos del espectro de C alquilo y C O-alquilo. La relación C 

alquilo y C carboxilo (Knicker et al., 2000), se determinó integrando las áreas (A) respectivas como A (0-

45 ppm)/ A (160-190 ppm). El índice de aromaticidad (IA) se calculó como IA = 100 [A (110-160 

ppm)/A (0-160 ppm)] (Lorenz et al., 2006). Por último, el contenido de lignina se estimó utilizando la 

ecuación establecida por Haw et al. (1984): % lignina = (100%) ((183/9:92) l´ lig / (183/9:92) l´ lig + 

(162/6) l´ carb), la cual se normaliza según la relación entre los pesos moleculares y el número de carbonos 

de las fórmulas promedio para las unidades repetitivas de la lignina y la de carbohidratos. 

 

3.3.8. Efecto del pH y la temperatura sobre la actividad y estabilidad de la 

β-glucosidasa 

El efecto del pH y la temperatura sobre la actividad y estabilidad de la β-glucosidasa se evaluó en 

los sobrenadantes de las muestras correspondientes a M. haematocephalus a los 120 días de la SSF creciendo 

sobre C. tala. 

Para evaluar el efecto del pH se incubó el extracto enzimático durante 30 min a 50°C en pNPG 

0,02% disuelto en 50 mM de buffer Universal modificado por Ostling y Virtama (1946) a pHs 4,8; 6,0; 

7,0; 8,0; 9,0 y 10,0. La temperatura óptima de actividad β-glucosidasa se examinó luego de incubar el 

extracto enzimático por 30 min a 30°C, 40°C, 50°C, 60°C y 70°C con pNPG 0,02% en 50 mM de buffer 

acetato de sodio (pH 4,8) como sustrato. La actividad enzimática relativa se calculó por comparación con 

los valores obtenidos para la actividad máxima (100%).  
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Para evaluar el efecto del pH en la estabilidad de la β-glucosidasa, se preincubaron los  

sobrenadantes de cultivo con el mismo volumen de buffer Universal a los diferentes pHs (4,8-10,0) a 

30°C durante 12 hs (Karnchanatat et al., 2007). Se comprobó que el pH fuese el indicado mediante papel 

tornasol. Luego de este tiempo, se cuantificó la actividad β-glucosidasa según lo descripto anteriormente. 

El efecto de la temperatura en la estabilidad enzimática se evaluó incubando el extracto a las distintas 

temperaturas (30°C-70°C) y a intervalos de tiempo indicados se tomaron alícuotas para ensayar la 

actividad residual en las condiciones normales. En los ensayos de estabilidad, la actividad enzimática 

relativa se calculó por comparación con muestras que no fueron preincubadas (100% de actividad 

relativa). 

 

3.3.9. Análisis estadístico 

El efecto causado por las distintas especies fúngicas y del tipo de hojarasca sobre las constantes de 

descomposición (k) se analizó mediante un análisis ANOVA de dos factores. Los datos fueron 

logarítmicamente transformados antes del análisis. Todas las comparaciones post hoc se realizaron con 

el test de Tukey con un nivel de significancia (α) de 0,05.  

Los cambios en las regiones analizadas para los carbonos en los espectros de RMN C13 CPMAS, 

así como los distintos índices calculados, se compararon a través de test t pareados, entre la hojarasca 

inicial y la hojarasca luego de 200 días de descomposición. Para evaluar las diferencias en las proporciones 

de las mismas categorías anteriormente mencionadas entre la hojarasca sin inocular y la inoculada con los 

LDF dentro de cada tipo de hojarasca, se realizó un análisis de ANOVA de un factor, seguido de un test 

de Tukey. Los análisis estadísticos se realizaron utilizando los software STATISTICA 7.0 e INFOSTAT 

(Di Rienzo et al., 2013).  

Para explorar las relaciones entre los componentes químicos (basado en las determinaciones 

analíticas de la WSF y el espectro de RMN de la fracción sólida) y las actividades enzimáticas de los 

tratamientos que incluyeron las distintas combinaciones hongo-hojarasca, en primer lugar se 

construyeron dos matrices con cada grupo de variables. Se realizó un Análisis de Componentes 

Principales (ACP) separado como método de ordenación para cada matriz de datos, de manera de 

encontrar ejes que maximicen la inercia. Dado que las variables tienen distintas unidades, los datos fueron 

estandarizados. Posteriormente, los resultados de la ordenación se conectaron mediante un análisis de 

Co-Inercia (CoiA), que correlaciona los primeros ejes de ordenación de las dos matrices. Este tipo de 

análisis de dos tablas de datos trabaja en matriz de covarianza y permite explorar las relaciones cuando 
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son consideradas muchas variables en pocas unidades experimentales (Dolédec et al., 2000). El análisis de 

CoiA se desarrolló utilizando el paquete R (R Development Core Team, 2008). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

105 
 

3.3. RESULTADOS  

3.3.1. Crecimiento en placa con extractos de hojarasca 

Todas las cepas pudieron crecer satisfactoriamente en el medio GA adicionado con extracto de L. 

lucidum (GAL) y C. tala (GAT).  En M. candidus no se encontraron diferencias significativas entre los tres 

medios ensayados. En cambio, M. haematocephalus creció con mayor velocidad en los medios GAT y GAL 

que en el medio GA, aunque no se observó un efecto diferencial entre los dos tipos de extractos de hoja. 

Se registró mayor velocidad de crecimiento de L. ceres en el medio GAL con respecto al resto de los 

medios ensayados (Figura 38). 

 

 

Figura 38. Efecto del extracto de hojas de L. lucidum (GAL ) y C. tala (GAT ) sobre el crecimiento de los 
hongos LDF M. candidus, L. ceres y M. haematocephalus en medio GA . 

 

 

3.3.2. Descomposición de hojarasca bajo Fermentación en estado sólido (SSF)  

Las cepas de hongos LDF M. candidus, L. ceres y M. haematocephalus fueron capaces de crecer y 

colonizar la hojarasca de L. lucidum y C. tala como únicas fuentes de sustrato en los cultivos SSF. El 

porcentaje de masa seca remanente calculada en cada tiempo de muestreo se muestra en la Figura 39.  

 



 

106 
 

 

Figura 39. Masas secas remanentes durante 200 días en SSF con hojarasca de (A) L. lucidum y (B) C. tala, 
inoculadas con M. candidus (círculos), L. ceres (cuadrados), y M. haematocephalus (triángulos). Los datos representan 

la media de tres replicas y error estándar. A la derecha se muestran los cultivos fúngicos de fermentación en 
estado sólido (SSF). 

 

 

 

La pérdida inicial de masa fue relativamente lenta durante los primeros 60 días de cultivo. 

Superado este tiempo, la descomposición del sustrato comenzó a acelerarse en M. haematocephalus y L. 

ceres, alcanzando el 31,46 ± 2,15% y 22,9 ± 1,79% de pérdida de masa respectivamente para el final del 

experimento. En M. candidus, se detectó una meseta en la tasa de descomposición a partir de los 90 días, 

con un 7,52 ± 1,49% de pérdida de masa final. En C. tala, la degradación fúngica comenzó más 
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rápidamente que en L. lucidum, con la excepción de L. ceres, que luego de los 90 días comenzó a mostrar 

una significativa pérdida de masa (P < 0,01). La descomposición de C. tala alcanzó el 24,11 ± 3,19% con 

M. haematocephalus, 10,97 ± 1,12% con M. candidus y 8,78 ± 3,64% con L. ceres hacia el final del periodo 

fermentativo. Se encontraron diferencias significativas en las constantes de descomposición entre las 

especies de hojarasca ensayadas sólo para L. ceres (Tabla 7), con una tasa de decaimiento más rápida en 

L. lucidum (0,51 ± 0,13 año-1) que en C. tala (0,19 ± 0,14 año-1).   

 

Tabla 7. Parámetros de la regresión lineal para la descomposición de L. lucidum y C. tala durante 200 días en SSF.  Los 
datos representan la media de tres réplicas ± el desvío estándar. Letras diferentes indican diferencias significativas entre 
las tasas de descomposición a partir de las comparaciones post hoc (Test de Tukey; P < 0,05). 

Parametros 
de Regresión 

L. lucidum  C. tala 

M. 
haematocephalus 

M. candidus L. ceres  M. 
haematocephalus 

M. candidus L. ceres 

Pendiente (k) 0,72 ± 0,06a 0,19 ± 0,02cd 0,51 ± 0,03ab 
 

0,52 ± 0,04ab 0,23 ± 0,03bc 0,19 ± 0,03d 

y-Intercepción 19,75 ± 6,35 3,76 ± 2,46 -5,69 ± 3,48 
 

0,46 ± 3,94 10,00 ± 3,80  -2,69 ± 3,24 

 R2  ajustado 0,90 0,78 0,93 
 

0,92 0,69 0,70 

Valor P <0,0001 <0,0001 <0,0001  <0,0001 <0,0001 <0,0001 

 

 

3.3.3. Composición química de la WSF   

La composición química de la fracción soluble acuosa (WSF) de L. lucidum y C.tala resultó 

notoriamente diferente, siendo la primera más acídica (5,08 ± 0,03 vs. 8,32 ± 0,01) y con mayor contenido 

de azúcares (45,07 ± 1,51 mg/g vs. 4,03 ± 0,59 mg/g), proteínas (11,13 ± 0,32 mg/g vs. 9,48 ± 0,88 

mg/g), amonio (0,25 ± 0,02 mg/g vs. 0,07 ± 0,01 mg/g) y polifenoles (8,30 ± 0,26 mg/g vs. 4,77 ± 0,31 

mg/g). Los cambios químicos en las características de la hojarasca durante la SSF se presentan en la 

Figura 40. En los cultivos de L. lucidum se detectó una fuerte alcalinización del sustrato, especialmente 

con M. candidus que incrementó su pH marcadamente en los primeros 30 días del experimento. A su vez, 

un aumento moderado en los valores de pH también se observó para C. tala cuando se incubó con L. 

ceres. El contenido inicial de azúcares reductores en L. lucidum fue unas 10 veces mayor que en C. tala y 

los mismos fueron consumidos rápidamente y casi agotados en los primeros 60 días de cultivo, tiempo 

luego del cual no se detectaron cambios cuantitativos. En C. tala, los niveles de azúcares disminuyeron 
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de una forma menos drástica e incluso, un significativo aumento se detectó para M. haematocephalus a partir 

del día 60.  

Los niveles de amonio detectados en la WSF mostraron una tendencia a aumentar con el tiempo. 

Para los tratamientos con L. lucidum, se observó una disminución inicial en los niveles de amonio, pero 

luego de los 120 días, las concentraciones comenzaron a incrementarse en los cultivos con M. 

haematocephalus y L. ceres. En el caso de C. tala inoculado con M. haematocephalus y M. candidus, el aumento 

ocurrió en la fase inicial del SSF, manteniéndose luego constantes estos valores máximos. En L. ceres, se 

detectó un pico al día 90 y luego de los 120 días los niveles también comenzaron a aumentar de forma 

exponencial. Las concentraciones de proteínas registraron un máximo al día 30 para los cultivos en L. 

lucidum y para M. candidus incubado en C. tala, aunque éste no resultó estadísticamente significativo. El 

mayor aumento en los niveles de proteínas se registró en M. haematocephalus creciendo sobre C. tala durante 

los estadios iniciales de la fermentación, manteniéndose constantes a partir del día 60 de incubación. Los 

polifenoles detectados en la WSF disminuyeron bruscamente en L. lucidum y, en menor medida, en M. 

haematocephalus incubado en C. tala. Contrariamente, la concentración de polifenoles no mostró cambios 

significativos durante la incubación de L. ceres en C. tala., y exhibió un aumento al día 200 cuando M. 

candidus creció en este sustrato. 

 

3.3.4. Actividades enzimáticas extracelulares   

Con el objetivo de comprender el rol de las enzimas lignocelulolíticas durante el curso de la 

fermentación de los distintos tipos de hojarasca, se evaluó la actividad de las enzimas extracelulares β-

1,4-endoglucanasa, β-glucosidasa, β-1,4-endoxilanasa, lacasa y Mn peroxidasa, enzimas relacionadas con 

la degradación de los componentes estructurales mayoritarios de la hojarasca: celulosa, hemicelulosa y 

lignina (Figura 41). La actividad endoglucanasa resultó significativamente diferente entre los sustratos 

para cada uno de los tiempos de muestreo (P < 0,05), con mayores actividades detectadas en las 

fermentaciones con L. lucidum, siendo L. ceres el mayor productor de esta enzima (7,55 ± 0,99 U/g). En 

la hojarasca de C. tala, M haematocephalus registró las mayores actividades de esta enzima.  Este tratamiento 

presentó además, una particular actividad β-glucosidasa que resaltó frente al resto de las combinaciones 

hongo-hojarasca, con valores máximos de 2,8 U/g aproximadamente, detectados al día 120. A su vez, M. 

haematocephalus y L. ceres creciendo en la hojarasca de L. lucidum, resultaron segundo y tercer productores 

de β-glucosidasa en orden de importancia.  
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Figura 40. Caracterización de la fracción soluble acuosa (WSF) obtenida de la SSF de M. candidus (círculos), L. 
ceres (cuadrados) o M. haematocephalus (triángulos), con L. lucidum (líneas sólidas) o C. tala (líneas discontinuas) 

como sustrato: (A) pH (B) Glucosa (C) Amonio (D) Proteínas (E) Polifenoles. Los datos representan la media de 
tres réplicas y un error estándar. 
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Figura 41. Producción de enzimas lignocelulolíticas durante la SSF de M. candidus (círculos), L. ceres (cuadrados) 
o M. haematocephalus (triángulos) en L. lucidum (líneas continuas) o C. tala (líneas discontinuas) como sustrato: (A) 
Endoglucanasa (B) β-glucosidasa (C) Endoxilanasa (D) MnP (E) Lacasa. Los datos representan la media de tres 

réplicas y un error estándar. 
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La actividad β-1,4-endoxilanasa mostró un pico al día 30 cuando se cultivó a M. haematocephalus en C. 

tala (6,09 ± 0,31 U/g), mientras que un continuo aumento se detectó para los otros tratamientos con 

una actividad máxima al día 200 registrada cuando L. ceres creció sobre L. lucidum. L. ceres se destacó con 

respecto a la producción de ligninasas. Cuando se lo incubó en L. lucidum, la producción de MnP fue 

notoriamente más alta que en el resto de los tratamientos. La producción de lacasa por L. ceres registró 

su máximo al día 30 en L. lucidum y disminuyó posteriormente. En C. tala, este pico de producción 

enzimática se detectó más tardíamente (alrededor del día 90 de cultivo) aunque los títulos enzimáticos 

valorados fueron mayores.  

 
Figura 42. Efecto del pH y la temperatura sobre la actividad (A, C) y sobre la estabilidad (B, D) de la β-

glucosidasa de M. haematocephalus creciendo en C. tala durante 120 días en SSF. La actividad se ensayó a 50°C 
durante 30 min en el rango de pHs 4,8-10 (A) o a pH 4,8 en el rango de temperaturas 30-70°C (C). Para el 

ensayo de estabilidad se incubó el extracto enzimático durante 12hs a 30°C en el rango de pHs 4,8-10 (B) o a 
50°C y pH 4,8 a distintos intervalos de tiempo (D) y luego se midió la actividad a 50°C durante 30 min a pH 4,8. 

Los datos representan la media de tres réplicas ± desvío estándar. 

 

Debido a la importante producción de β-glucosidasa detectada a los 120 días del SSF de M. 

haematocephalus sobre C. tala a los 120 días del SSF y dada la alcalinidad del cultivo a los 120 días, este 

extracto enzimático fue caracterizado bioquímicamente con miras a la detección de una actividad β-
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glucosidasa alcalino resistente con potencial para su aplicación industrial. Aunque la actividad 

registró su óptimo a pH 4,8 y 50°C, resultó estable en un amplio rango de pHs a 30°C, 

detectándose más de 50% de actividad luego de 12 hs de incubación a pH 10.  A temperatura y 

pH óptimos de actividad (50°C y pH 4,8) sin embargo,  la actividad decreció bruscamente, y no 

se registró actividad luego de 6 hs, detectándose sólo 20% de la misma a las 2 hs de incubación. 

(Figura 42). 

 

3.3.5. Composición química de la fracción sólida (SF)   

Los espectros de RMN C13 CPMAS de la hojarasca fresca de L. lucidum y C. tala y luego del periodo 

de incubación durante 200 días en condiciones SSF con cada uno de los tres hongos saprótrofos 

evaluados se muestran en la Figura 43.  Todos los espectros exhibieron el mismo patrón, difiriendo en 

las intensidades relativas de las regiones químicas para carbono. Se encontraron diferencias significativas 

entre los dos tipos de hojarasca sin inocular en todas las señales de las regiones del espectro consideradas 

para la integración y en todas las relaciones e índices, excepto para la región de C O-alquilo (P = 0,15, 

Tabla 2, Tabla 3). Una mayor proporción de C alquílicos se encontró en la hojarasca inicial de L. lucidum 

(33,67%) respecto de la de C. tala (24,22%). La intensidad de esta región puede atribuirse a componentes 

alifáticos, mayormente a estructuras metileno de lípidos, cutinas y ceras (Dignac et al., 2002; Quideau et al., 

2000), así  como a cadenas cortas de ácidos o aminoácidos (Dick et al., 2005). Para el final de la SSF, un 

aumento en su contenido relativo se observó con L. lucidum inoculado con M. haematocephalus y L. ceres. 

 Los carbonos metoxílicos, principalmente de la lignina, se encuentran en los 45-60 ppm, aunque 

aproximadamente el 10% corresponden a grupos metoxilo de las unidades menos comunes presentes en 

los monómeros de la hemicelulosa, específicamente del ácido glucurónico y xilano (Haw et al., 1984). El 

contenido de carbonos metoxílicos en la hojarasca fresca de C. tala fue cuatro veces mayor que en la de 

L. lucidum. En L. lucidum, un aumento significativo de los mismos se detectó para el final del SSF, sólo 

cuando la hojarasca fue inoculada con L. ceres. La señal de la región de los C O-alquilo constituyó la 

proporción más grande de las hojarascas al tiempo inicial (sin inocular) lo que se debió principalmente a 

la presencia de polisacáridos. Comprendió el 48,27% en L. lucidum y el 55,60% en C. tala. Se encontraron 

dos picos dominantes, uno más amplio a los 70-80 ppm, atribuido a un doblete aparente que se ha 

reportado que corresponde a los C-2, C-3 y C-5 de la celulosa (I), y un pico a los 105 ppm, que se asigna 

generalmente al C-1  de las unidades repetitivas de la anhidroglucosa de la celulosa (I) (Haw et al., 1984). 

El contenido relativo de los carbonos O-alquilo disminuyó hacia el final del SSF, principalmente en L. 
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lucidum inoculado con L. ceres (Figura 43, Tabla 8). A medida que la descomposición prosiguió, la 

relación C-alquilo/C O- alquilo, también conocida como grado de humificación, aumentó en M. 

haematocephalus, mayormente cuando creció en L. lucidum pero también en C. tala, y también en L. ceres 

creciendo en L. lucidum. No se registraron diferencias significativas en el índice C-alquilo/C O-alquilo con 

el resto de las combinaciones hongo-hojarasca (Tabla 9). 

 

Figura 43. Espectros RMN C13 CPMAS de las muestras de hojarasca a tiempo inicial (L.l y C.t) y luego de 200 
días en SSF con las especies de basidiomicetes seleccionadas (L.l-M.c, C.t-M.c, L.l-L.c, C.t-L.c, L.l-M.h y C.t-

M.h): L.l, Ligustrum lucidum; C.t, Celtis tala; M.c, M. candidus; L.c, L. ceres; M.h, M. haematocephalus. Los 
desplazamientos químicos de la hojarasca se caracterizaron según los siguientes picos dominantes: C alquilo (0-45 

ppm), C O-alquilo (45-110 ppm), C metoxilo (50-60 ppm), C aromático (110-140 ppm), C fenólico (140-160 
ppm) y C carboxilo (160-190 ppm). 
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Tabla 8. Intensidades relativas (%) derivadas de los espectros RMN C13 CPMAS de las muestras de hojarasca a tiempo 
inicial (0 días) y final (200 días) de los cultivos en SSF.  Los datos representan la media de dos réplicas ± error estándar 

Tiempo Hongo Hojarasca 

  Región del espectro (ppm)* 

 
C Alquilo  C Metoxilo C O-alquilo  C Aromático C Carboxilo  

 
0–45 45–60 45–110 110–140 160–190 

0 días   

L. lucidum 

  33,67 ± 1,81 1,65 ± 0,42 48,27 ± 2,51 4,75 ± 0,11 14,30 ± 0,81 

200 días 

   M. haematocephalus  49,95 ± 4,57 2,38 ± 0,13 38,66 ± 4,23 0,00 ± 0,01 11,38 ± 0,34 

   M. candidus  32,41 ± 3,00 2,60 ± 1,70 56,28 ± 1,50 2,15 ± 0,03 9,16 ± 1,49 

   L. ceres 
 

45,87 ± 1,18 6,48 ± 1,19 37,44 ± 1,21 3,61 ± 0,09 13,06 ± 0,12 

  
 

      
0 días  

C. tala 

 
24,22 ± 0,07 7,74 ± 0,18 55,60 ± 0,01 2,45 ± 0,06 17,71 ± 0,03 

200 días 

   M. haematocephalus  26,18 ± 1,00 4,21 ± 2,27 41,24 ± 4,81 2,09 ± 0,71 30,47 ± 3,12 

   M. candidus  20,73 ± 6,33 5,77 ± 1,94 59,95 ± 10,28 1,78 ± 1,67 17,52 ± 2,26 

   L. ceres   23,38 ± 5,08 5,33 ± 2,56 57,55 ± 6,96 1,77 ± 0,85 17,29 ± 1,00 

 

 
Tabla 9. Varias relaciones, contenido de lignina (%) y de aromaticidad (%) derivados del espectro de RMN C13 CPMAS 
en el tiempo inicial (0 días) y tiempo final (200 días) de cultivo en SSF. Los datos representan la media de dos réplicas ± 
error estándar. 

Tiempo  Hongo Hojarasca 

  Relaciones   % 

 C Alquilo/ C Alquilo/ C C O-alquilo/    

  C O-Alquilo Carboxílo C Aromático  Lignina Aromaticidad 

0 días  

L. lucidum 

 0,68 ± 0,07 2,28 ± 0,01 10,16 ± 0,29  8,99 ± 0,17 5,44 ± 0,10 

200 días 

   M. haematocephalus  1,31 ± 0,26 4,40 ± 0,53 ND*  0,00 ± 0,01 0,00 ± 0,01 

   M. candidus  0,58 ± 0,07 3,61 ± 0,92 26,17 ± 0,35  3,81 ± 0,18 2,30 ± 0,11 

   L. ceres   1,23 ± 0,07 3,51 ± 0,06 10,36  ± 0,07  6,40  ± 0,17 3,87  ± 0,10 

          

0 días   C. tala  0,43 ± 0,01 1,37 ± 0,01 22,65 ± 0,59  4,51 ± 0,13 2,73 ± 0,08 

200 días    M. haematocephalus   0,64 ± 0,10 0,86 ± 0,06 21,32 ± 9,57  4,71 ± 1,65 2,85 ± 1,00 

    M. candidus   0,36 ± 0,17 1,17 ± 0,21 64,89 ± 66,68  3,35 ± 3,15 2,03 ± 1,91 

    L. ceres   0,41 ± 0,14 1,35 ± 0,22 37,76 ± 22,12  3,32 ± 1,55 2,01 ± 0,94 

* Relación tendiendo a infinito dado que los C aromáticos estuvieron ausentes en este tratamiento.  

 

La intensidad en la región del espectro entre 110 ppm y hasta los 160 ppm se debe a los carbonos 

de los anillos aromáticos de la lignina. La señal de la región fenólica, entre los 140 y 160 ppm, es 

característica de los carbonos aromáticos sustituidos con oxígeno, y fue insignificante en los espectros de 

la hojarasca. Aproximadamente el doble del contenido de carbonos aromáticos se encontró en la 

hojarasca fresca de L. lucidum (4,75%) en comparación con la de C. tala (2,45%), lo cual es consistente 

con valores más grandes en los índices de aromaticidad y lignina. El contenido de C aromáticos disminuyó 

hacia el final del periodo de descomposición como consecuencia de la actividad ligninolítica de los hongos 
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ensayados y los valores máximos para los cambios químicos se registraron con M. haematocephalus, que 

delignificó por completo el sustrato L. lucidum. Por último, las señales a 160-190 ppm se debieron a grupos 

acetato, conocidos por su presencia en la hemicelulosa o a especies carbonílicas presentes también en la 

hemicelulosa (por ej. grupos CO2H de los ácidos urónicos). En C. tala inoculada con M. haematocephalus 

se observó un incremento, mientras que el contenido de carbonos carboxílicos disminuyó cuando se 

inoculó con M. candidus.   

 

3.3.6. Análisis de Co-inercia (CoiA)  

Debido a que la pérdida de masa fue significativa durante el curso de la descomposición entre los 

dos tipos de hojarasca y entre las especies fúngicas, con diferencias en la producción de enzimas 

lignocelulolíticas y en la composición química del sustrato hacia el final del experimento, se realizó un 

análisis de coinercia utilizando un ACP-ACP para testear las relaciones entre las variables mencionadas 

(Figura 44). El CoiA entre los dos grupos de variables (químicas y enzimáticas) fue significativo (P < 

0,01), lo que indica que la co-estructura descripta por los ejes del CoiA fue próxima a las estructuras 

descriptas en los análisis individuales de los dos grupos de variables. La inercia proyectada con los dos 

primeros ejes (Ax1 y Ax2) representó el 90,86% de la covarianza total. 

Los tratamientos inoculados con M. haematocephalus correlacionaron bien con la actividad β-

glucosidasa, los azúcares y las proteínas, mostrando la mayor pérdida de masa, mientras que L. lucidum 

inoculado con L. ceres correlacionó con la producción de MnP, bajos niveles de amonio y condiciones 

acídicas. Los tratamientos que fueron inoculados con M. candidus en general estuvieron correlacionados 

con bajas actividades enzimáticas y altos scores químicos.   
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Figura 44. Análisis de Co-inercia utilizando un ACP-ACP con los parámetros químicos (determinaciones 
analíticas de la WSF y resultados de RMN de la fracción sólida) y las actividades lignocelulolíticas luego de 200 

días en SSF. El análisis representa los tratamientos individuales (de 1 a 12) del sustrato (L.l, Ligustrum lucidum; C.t, 
Celtis tala) inoculado con las especies fúngicas (M.c, Marasmiellus candidus; L.c, Leratiomyces ceres; M.h, Marasmius 

haematocephalus). (A) Proyección de la inercia de los parámetros evaluados (B) Biplot mostrando la optimización 
de la covarianza por la coinercia (C) Eigenvalores mostrando la varianza total y eigenvalores considerados en el 
análisis (D) Cargas de los ejes X e Y (pesos canónicos) para el PC1 (parámetros químicos) y PC2  (parámetros 

enzimáticos). 
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3.4. DISCUSIÓN  

La descomposición de hojarasca en los suelos es controlada jerárquicamente por el clima, la 

composición química del sustrato y la biota del suelo (Aerts, 1997; Hättenschwiler y Gasser, 2005; 

Seastedt, 1984; Swift et al., 1979). En este estudio, las respuestas específicas sobre la descomposición de 

hojarasca dadas por las especies de microorganismos, como función de la química del sustrato, pudieron 

ser detectadas debido a que las mismas se analizaron separadamente en condiciones ambientales 

controladas. Las constantes de descomposición (k) obtenidas para la hojarasca de L. lucidum y C. tala se 

encontraron en el siguiente orden: M. haematocephalus > L. ceres creciendo en L. lucidum > M. candidus > L. 

ceres creciendo en C. tala (Tabla 7). Por lo tanto, las tasas para la descomposición de hojarasca fueron 

diferentes según el hongo empleado en los cultivos SSF y sólo para L. ceres se encontraron diferencias 

significativas dependiendo de la especie de hojarasca, con una tasa de degradación mayor para la hojarasca 

exótica proveniente de L. lucidum.  Este patrón de preferencia por un tipo de sustrato hallado con L. ceres 

se condice con las diferencias detectadas en el crecimiento en placa únicamente con esta cepa. La mayor 

degradación de la hojarasca de L. lucidum podría estar relacionada al mayor crecimiento promovido por 

este sustrato (Figura 38). 

Existen algunos estudios previos que registraron la descomposición de L. lucidum y C. tala, por 

ejemplo Marano et al. (2013) indicaron un valor k de 4.094 año-1 para L. lucidum descomponiéndose en la 

Reserva Natural ‘Selva Marginal Punta Lara” que superó el valor k de la hojarasca nativa de Pouteria 

salicifolia, lo cual relacionaron con una mejor calidad del sustrato (menos lignina y compuestos fenólicos, 

mayor relación C:N y C:L). Fernández y Aragón (2014), no encontraron diferencias en el valor medio de 

k entre especies exóticas (incluyendo a L. lucidum) y especies nativas luego de un año de incubación en 

una reserva natural ubicada en Tucumán, Argentina. Muchos estudios sugieren que las especies exóticas 

poseen características comunes que les permiten una descomposición más rápida respecto a las especies 

nativas con las que co-ocurren, contribuyendo con la invasión y el ciclado de nutrientes (Allison y 

Vitousek, 2004; Ehrenfeld, 2003; Liao et al., 2008). Sin embargo, no hay una regla general acerca de la 

descomposición comparativa entre especies exóticas y nativas, y al igual que con L. lucidum, otros estudios 

muestran resultados opuestos (Boon y Johnstone, 1997; Godoy et al., 2010; Knight et al., 2007). Hasta el 

presente, no hay trabajos que reporten constantes de descomposición para C. tala aunque Saparrat et al. 

(2008) reportaron el porcentaje de degradación de esta hojarasca por hongos anamorfos del phylum 

Ascomycota, revelando valores menores al 40 % de reducción de la masa foliar en ensayos in-vitro después 

de 30 días de incubación. 
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En este trabajo, las pérdidas de masa obtenidas al día 200 en los cultivos SSF se encontraron en el 

rango de 7,5-31,5% (Figura 39), porcentajes comparables a resultados previos con otros hongos 

saprotrófos: Osono et al. (2006) reportaron 27,6% de pérdida de peso para la hojarasca de Chamaecyparis 

obtusa luego de 18 semanas de incubación con Marasmius sp y un 16,6% de pérdida de masa promedio 

para diferentes basidiomicetes evaluados. Voříšková et al. (2011) encontraron entre 16 y 34% de pérdida 

de masa con Hypholoma fasciculare creciendo en diferentes tipos de hojarasca durante 12 semanas.  

Se asume que en los estadios tempranos de descomposición, la pérdida de masa resulta 

mayoritariamente de la degradación de sustancias solubles y de la holocelulosa que no está protegida por 

la lignina. Una proporción considerable de las sustancias solubles se pierden también por el lixiviado 

hacia los suelos. Al mismo tiempo, las tasas de degradación iniciales resultan afectadas positivamente por 

un aumento en los niveles de nutrientes claves como el azufre, fósforo y nitrógeno (Aber y Melillo, 1982; 

Berg, 2014; Kang et al., 2010), el último considerado un factor crítico para los basidiomicetes 

descomponedores de hojarasca (Ekblad y Nordgren, 2002). Simultáneamente, valores bajos de relación 

C:N (menores a 20), se asociaron a una rápida descomposición (Lambers et al., 2008). El contenido de 

azúcares en la fracción soluble acuosa (producto de la degradación de compuestos carbonados fácilmente 

accesibles) resultó 10 veces mayor en L. lucidum con respecto a C. tala (Figura 40). Sin embargo, el 

contenido de N en C. tala se estimó en valores cercanos al 1% y la relación C:N igual a 27 (Saparrat et al., 

2008), mientras que Aragón et al. (2014) informaron un 0,82% en el contenido de N para L. lucidum y una 

relación C:N de 53,72. Además, durante el cultivo fúngico sobre L. lucidum, no se detectó amonio en la 

WSF (excepto cuando se incubó con M. haematocaphalus, hacia el final de la SSF; Figura 40), sugiriendo 

que no hubo una mineralización neta del N inicialmente presente en la hojarasca (en forma de 

aminoácidos y proteínas) o que existió una inmovilización neta del N en la biomasa fúngica. Se reportó 

que cuando la relación C: nutriente es alta (como la de C:N), una fracción sustancial de los nutrientes 

presentes en la materia orgánica puede ser inmovilizada en las hifas y utilizada para el crecimiento (Swift 

et al., 1979). Estas variaciones en los niveles de amonio detectados pueden indicar una disponibilidad de 

N diferencial para los hongos dependiendo del tipo de sustrato y por lo tanto, el N puede ser considerado 

limitante en L. lucidum. Esto coincide con una mayor pérdida de masa en C. tala durante los estadios 

iniciales de la SSF, mientras que los azúcares iniciales en L. lucidum podrían estar involucrados en el 

crecimiento inicial (con una disminución rápida de más del 70% durante los primeros 60 días de la SSF y 

una mayor actividad endoglucanasa) a expensas de la degradación.  

En estadios avanzados de la descomposición, la pérdida de masa es más limitada y abarca la 

degradación de lignina y compuestos lignificados (Berg, 2014). L. lucidum mostró mayores valores en el 
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área relativa de los compuestos aromáticos y alifáticos que C. tala (Tabla 8), así como un mayor contenido 

de polifenoles en la WSF (Figura 40), compuestos que son recalcitrantes y son conocidos por retardar 

el proceso de decaimiento (De Marco et al., 2012; Kuiters, 1990). Los índices de lignina y aromaticidad 

(Tabla 9) y el contenido de polifenoles de la WSF (Figura 40) disminuyeron hacia el final del periodo 

de cultivo revelando la actividad de los hongos ligninolíticos. Por ende, la pérdida de masa fue mayor en 

L. lucidum durante los estadios finales del SSF. Además, el N pudo haber interferido con la degradación 

de lignina mediante la inhibición en la producción de enzimas ligninolíticas o debido a una posible 

reactividad frente a ciertos grupos químicos presentes en la fuente orgánica (como la lignina parcialmente 

degradada), generando compuestos que son menos susceptibles al ataque microbiano (Berg, 2014). El 

amonio detectado en C. tala al final de la SSF, derivado de la degradación de compuestos orgánicos 

nitrogenados, pudo estar involucrado en un retraso de la descomposición de la hojarasca. 

La relación C alquilo/ C O-alquilo se ha propuesto que aumenta durante el transcurso del proceso 

de descomposición de la materia orgánica del suelo, a medida que los C O-alquilo se convierten en C 

alquilo (Baldock et al., 1997; Rosenberg et al., 2003). En este trabajo, el índice funcionó como un predictor 

fidedigno ya que un aumento significativo se observó al final de los cultivos SSF que registraron los 

mayores porcentajes de degradación, específicamente M haematocephalus en L. lucidum y C. tala y L. ceres en 

L. lucidum (Tabla 9). En el resto de los tratamientos, no se encontraron cambios significativos en el radio 

C alquilo/ C O-alquilo respecto de la hojarasca sin inocular. 

Debido a que la pérdida de C O-alquilos se asocia principalmente a la degradación de celulosa y/o 

hemicelulosa, estos resultados sugieren que al menos M haematocephalus y L. ceres son activos degradadores 

de holocelulosa, siendo el primero menos selectivo en el tipo de sustrato. Por lo tanto, estos hongos 

pueden tener algún rol en la humificación debido a un aumento en el dominio de los C alquílicos el cual 

se asocia principalmente, a la acumulación de componentes estructurales recalcitrantes presentes en la 

hojarasca vegetal como ser ceras, cutinas, suberinas, lípidos y aminoácidos (Figura 43) (Kögel-Knabner 

et al., 1992). 

La actividad de enzimas extracelulares también resulta un indicador sensible de las tasas de 

descomposición y de los requerimientos nutricionales de los microorganismos en el crecimiento. La 

evaluación de los cambios producidos en dichas actividades se utiliza en el modelado de patrones de 

descomposición y de la dinámica de la materia orgánica (Sinsabaugh et al., 2008; Veres et al., 2015). En 

este trabajo, entre los cambios más notables en las actividades enzimáticas se encontró la gran producción 

de β-glucosidasa por M. haematocephalus creciendo en C. tala pero no en L. lucidum (Figura 41). La 

presencia de azúcares reductores en la WSF de L. lucidum en estadios iniciales de la SSF puede sugerir un 
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mecanismo de inhibición por producto de la actividad β-glucosidasa en este sustrato (Xiao et al., 2004) ya 

que cuando los niveles de azúcares disminuyeron, hacia el final del cultivo, la actividad β-glucosidasa 

comenzó a aumentar. Las bajas concentraciones de azúcares detectadas en la hojarasca de C. tala, 

permitirían que M. haematocephalus produzca una cantidad apreciable de β-glucosidasa (concordante con 

los altos niveles de proteínas presentes en la WSF) con un aumento consecuente en los niveles de glucosa 

luego de 60 días de cultivo. Saparrat et al. (2008) encontraron que la actividad β-glucosidasa se 

correlacionó con la descomposición de C. tala. Por otro lado, la actividad ligninolítica de M. haematocephalus 

creciendo en L. lucidum resultó muy potente, alcanzando una completa delignificación del sustrato, lo que 

pudo haber compensado los valores de k y de pérdida de masa entre los dos tipos de hojarasca. Debido 

a que no se detectó actividad lacasa ni MnP, en la degradación de lignina pudieron estar implicadas otras 

enzimas peroxidasas encontradas en LDF saprótrofos, como las peroxidasas decolorantes de tintes (DyP, 

EC 1.11.1.19) o la peroxigenasa inespecífica (UPO, EC 1.11.2.1) (Kellner et al., 2014). En cambio, la 

actividad lignina peroxidasa no se ha encontrado hasta el momento en estos hongos. La degradación 

pudo haber implicado otros mecanismos como la reacción de Fenton, en la cual se generan especies 

moleculares de bajo peso molecular fuertemente oxidativas (Regalado et al., 1999). En los cultivos con 

M. haematocephalus la delignificación de C. tala no fue significativa. 

En L. ceres, la producción de MnP se incrementó notoriamente sólo cuando el hongo creció sobre 

la hojarasca de L. lucidum (Figura 41). Como la MnP es una enzima oxidativa clave en la degradación de 

hojarasca (Purahong et al., 2014) y dado que el contenido de lignina es el componente generalmente 

identificado como factor limitante (Berg, 1986; Meentemeyer, 1978; Preston et al., 1997; Rutigliano et al., 

1996), la actividad MnP registrada en este tratamiento podría explicar los altos valores de pérdida de peso, 

como se muestra en el análisis de coinercia. La actividad lacasa también pudo ser detectada. Aunque una 

mayor actividad lacasa se registró con C. tala que con L. lucidum, la mencionada actividad puede estar 

asociada a otras funciones fisiológicas que se adjudican a las lacasas, diferentes de la ligninólisis, como la 

patogenicidad, pigmentación y formación de basidiomas (Mayer y Staples, 2002), por lo que no se observó 

en este estudio un patrón específico relacionado a la degradación.  

Las variables ambientales como el pH condicionan el crecimiento de los hongos. En la mayoría de 

los casos, el pH óptimo ronda los valores acídicos (Dix y Webster, 1995), pero algunas especies prefieren 

pHs neutros o ligeramente alcalinos, por ejemplo Fries (1956) comprobó que algunas especies de Coprinus 

crecían bien a pHs por encima de 8, esta característica asociada al pH de su hábitat natural. El pH inicial 

de C. tala fue 8,32 y los valores se mantuvieron alcalinos o algo más bajos durante todo la SSF. En cambio, 

el pH inicial de L. lucidum fue de 5,08 con una tendencia general hacia la alcalinización en el tiempo, 
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principalmente cuando se incubó con M. haematocephalus y M. candidus, este último aumentó el pH a 8,27 

en los primeros 30 días de cultivo (Figura 40). Estos resultados sugieren que el sistema enzimático de 

estos hongos es muy activo a pHs alcalinos. En este sentido, la actividad y estabilidad de la β-glucosidasa 

de M. haematocephalus creciendo en C. tala se ensayó en el rango de pHs 4,8-10,0 encontrándose una 

actividad muy poderosa y estable, con más del 50% de actividad relativa luego de 12 hs de incubación 

incluso a pH 10 (Figura 42A y B). Contrariamente, L. ceres podría ser sensible al pH básico y favorecido 

por la introducción de L. lucidum que proporciona un sustrato con valores de pH más ácidos. Las enzimas 

resistentes adaptadas a pHs alcalinos, como la hallada en M. haematocephalus, poseen un gran potencial 

para aplicaciones industriales tal como reportan Restuccia et al. (2011).  

A partir de los resultados anteriormente expuestos, se concluye que la introducción de L. lucidum a 

ambientes prístinos podría alterar la composición química del aporte de la hojarasca a los suelos de 

bosques. Datos preliminares del estudio de degradación in-vitro sugieren que un impacto en las tasas de 

descomposición de hojarasca debe esperarse, ya que algunos hongos saprótrofos basidiomicetes 

frecuentes, como L. ceres están presentes, conduciendo a un aumento en la descomposición de hojarasca. 

A pesar de que M. haematocephalus y M. candidus fueron menos sensibles a las alteraciones en la calidad de 

la hojarasca, los tres hongos ensayados mostraron cambios significativos en el patrón de producción de 

enzimas extracelulares lignocelulolíticas, con una concomitante modificación en la dinámica de 

nutrientes. Más investigaciones sobre este tema son necesarias con el fin de entender el rol que juegan 

los hongos basidiomicetes y sus sistemas enzimáticos en la degradación de la materia orgánica de los 

suelos así como para poder predecir el efecto potencial que tienen las invasiones de plantas en los 

procesos ecosistémicos.  

La degradación de hojarasca es el resultado de una sucesión funcional dinámica entre distintos 

grupos de organismos. Estudios recientes indican que las bacterias pueden contribuir significativamente 

a la descomposición. Con frecuencia se detecta habilidad celulolítica en bacterias habitantes de hojarasca. 

Se han encontrado enzimas involucradas en el catabolismo de celulosa, hemicelulosa, quitina y almidón 

en los proteomas bacterianos cuando se utiliza celulosa cristalina como única fuente de C para el 

crecimiento (López-Mondéjar et al., 2016). La capacidad ligninolítica bacteriana en cambio es limitada en 

comparación con la habilidad que presentan para degradar este sustrato los hongos saprótrofos, sin 

embargo las Actinobacteria podrían solubilizar compuestos fenólicos, particularmente los compuestos de 

bajo peso molecular (Větrovský et al., 2014). Por lo tanto, los co-cultivos entre bacterias y hongos podrían 

mejorar la hidrólisis de residuos lignocelulósicos y contribuir a definir su contribución a la 

descomposición de biomasa vegetal en los ecosistemas. Existe un creciente interés biotecnológico en el 
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estudio de las enzimas extracelulares de un amplio espectro de basidiomicetes, con el objetivo de 

encontrar sistemas de degradación más eficientes en la transformación de residuos lignocelulósicos para 

generar productos con valor agregado como el bioetanol. El presente trabajo explora la capacidad 

lignocelulolítica de especies fúngicas raramente investigadas hasta la fecha. 
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CAPÍTULO 4 

 

“Degradación fúngica de nonilfenol polietoxilado” 
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4.1. INTRODUCCIÓN 

Los polietoxilatos de nonilfenol (NPnEOs) se encuentran entre los agentes tensioactivos no iónicos 

más ampliamente empleados (Thiele et al., 1997; Ying et al., 2002). Entre sus principales aplicaciones se 

incluye la fabricación de detergentes y productos de limpieza, cosméticos, pinturas, espermicidas y su uso 

como agentes dispersantes o emulsionantes en pesticidas y herbicidas (Berryman et al., 2004; Smith et al., 

2001; Vitali et al., 2004). La mayor parte de los NPnEOs se introducen en el medio ambiente en forma 

de soluciones acuosas a través de efluentes industriales y domésticos y se descargan a las aguas 

superficiales, ya sea directamente o después de su paso por plantas de tratamiento de aguas residuales 

(Planas et al., 2002; Thiele et al., 1997). Se ha demostrado que los NPnEOs sufren transformaciones 

biológicas tanto en ecosistemas naturales como en plantas de tratamiento de aguas residuales, donde su 

eliminación no es completa. Los productos de degradación como son el alquilfenol dietoxilato (NP2EO), 

alquilfenol monoetoxilato (NP1EO) y el nonilfenol (NP) son más recalcitrantes al ataque microbiano y, 

debido a su fuerte carácter hidrofóbico, se acumulan en los sedimentos, las aguas subterráneas, los barros 

activados y los tejidos de organismos acuáticos (Giger et al., 1984; Maguire, 1999; Stephanou y Giger, 

1982; Uguz et al., 2003). Por lo tanto, el xenobiótico se transfiere del sistema acuático a una matriz 

ambiental diferente, sin llevarse a cabo su destrucción. 

Estos compuestos están recibiendo cada vez más atención debido a su demostrada toxicidad y a 

sus efectos perjudiciales sobre la biota, principalmente la perturbación del sistema endócrino en varias 

especies (Jonkers et al., 2010; Ying et al., 2002), incluso a bajas concentraciones, lo que plantea graves 

riesgos potenciales para el medio ambiente y la salud pública. Debido a sus efectos estrogénicos, su 

naturaleza ubicua, toxicidad y persistencia, el uso de los NPnEOs ha sido prohibido en Europa (European 

Parliament and the Council, 2003) y Canadá (Gazette, 2003). Sin embargo se mantiene su utilización 

debido al bajo costo y buen rendimiento que tienen los NPnEOs para numerosas aplicaciones, y la 

ausencia de regulación en la mayoría de los países. De esta manera, resulta de suma relevancia la búsqueda 

de organismos capaces de reducir su concentración en el medio ambiente (Babay et al., 2014; Sumpter y 

Johnson, 2008). 

Las tecnologías basadas en diferentes tipos de tratamiento biológico son las más utilizadas en la 

remoción de los disruptores endócrinos químicos (EDCs), incluyendo los barros activados, lagunas de 

tratamiento, distintos tipos de biorreactores (incluyendo biorreactor de membrana o MBR, aerobio, 

anaerobio, de microalga y fúngico), lechos o filtros de contacto, biodiscos o contactores biológicos 

rotativos, nitrificación, tratamiento enzimático y biosorción (Ahmed et al., 2016). 
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Existen grupos taxonómicos que, a pesar de no ser utilizados en tratamientos biológicos 

tradicionales, podrían ser útiles por sus capacidades catabólicas. Los hongos causantes de pudrición 

blanca de madera (WRF) o sus enzimas ligninolíticas han comenzado a aplicarse para eliminar un amplio 

rango de compuestos xenobióticos (Torres et al., 2003). La capacidad de remoción de NP por hongos 

ligninolíticos ha sido estudiada en basidiomicetes como P. chrysosporium, P. ostreatus, T. 

versicolor, Bjerkandera sp.  (Soares et al., 2005), Phanerochaete sordida (Tsutsumi et al., 2001) y Coriolopsis 

polyzona (Cabana et al., 2007a), en dos ascomicetes acuáticos (Junghanns et al., 2005) y otro aislado de suelo 

(Saito et al., 2004). Se evaluó la habilidad de degradación de NP utilizando extractos crudos (Cabana et al., 

2007a) o las enzimas lacasa (Saito et al., 2004; Tsutsumi et al., 2001) y MnP (Tsutsumi et al., 2001) parcial 

o totalmente purificadas.  La  utilización de mediadores de actividad lacasa como ABTS (Cabana et al., 

2007a) y HBT (Tsutsumi et al., 2001) incrementó significativamente la remoción de NP.  

Los LDF, al igual que los WRF, son capaces de producir enzimas extracelulares con baja 

especificidad que intervienen en la degradación de la lignina y compuestos relacionados, tales como MnP 

y lacasa. Se ha reportado que los LDF pueden atacar numerosos compuestos xenobióticos aromáticos y 

alifáticos, incluidos distintos contaminantes ambientales, tales como hidrocarburos aromáticos 

policíclicos (HAPs), bifenilos policlorados (PCBs), pesticidas y herbicidas (Aranda et al., 2010a; Nemergut 

et al., 2000; Steffen et al., 2003; 2007b). Sin embargo, no existen reportes en la literatura hasta el momento, 

que traten sobre la degradación de NPnEOs u otros detergentes por hongos LDF. La presente 

investigación sobre el rol de LDF en la remoción de este xenobiótico contribuiría a establecer nuevas 

estrategias potenciales para remediación ambiental, así como a esclarecer los mecanismos asociados a la 

degradación de este tipo de compuestos en un grupo de organismos poco estudiado.  

En el presente estudio, se realizó una prospección de hongos LDF con capacidad para crecer y 

degradar NP10EO -la forma más ampliamente utilizada de NPnEOs- en condiciones de cultivo. Además, 

se investigó si existe una posible relación entre la remoción de NP10EO por hongos seleccionados y la 

producción de enzimas ligninolíticas lacasa y MnP. 
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4.2. HIPÓTESIS y OBJETIVOS  

4.2.1. Hipótesis 

Existen hongos saprótrofos de hojarasca (LDF) con capacidad de degradar el surfactante NP10EO 

bajo diferentes condiciones de cultivo in-vitro. 

 

La degradación del detergente NP10EO por LDF seleccionados involucra la participación de 

enzimas ligninolíticas. 

 

4.2.2. Objetivos 

- Realizar una bioprospección de aislamientos de LDF con capacidad para tolerar el NP10EO 

presente en cultivos agarizados y seleccionar los que presenten las mayores velocidades de crecimiento. 

 

- Evaluar el potencial de degradación de NP10EO por los aislamientos LDF seleccionados, en 

distintas condiciones de cultivo, e investigar si guarda relación con la producción de enzimas ligninolíticas 

lacasa y MnP por dichos aislamientos.  

 

- Analizar el efecto del NP10EO sobre la degradación in-vitro de hojas senescentes de L. lucidum y 

C. tala por hongos seleccionados y sobre variables fisicoquímicas y enzimáticas indicadoras de la 

extensión de la transformación fúngica de las hojarascas bajo estudio. 
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4.3. MATERIALES Y MÉTODOS 

4.3.1. Crecimiento en GA-NP10EO  

Los aislamientos fúngicos (Tabla 4, 4.4.1.) se inocularon en condiciones estériles en el centro de 

una placa de Petri de 90 mm de diámetro, conteniendo 20 mL de medio agarizado GA-NP10EO 1 g/L. 

Los cultivos se incubaron a 25°C en oscuridad durante 20 días. Se midió el diámetro de la colonia 

diariamente con un calibre y se calcularon las velocidades de crecimiento a partir del intervalo de fase 

lineal (mm/día). Cultivos en medio GA sin surfactante se utilizaron como control para evaluar el efecto 

del NP10EO sobre el crecimiento fúngico. Todos los experimentos se llevaron a cabo por duplicado. 

 

4.3.2. Ensayos de toxicidad  

Los aislamientos seleccionados a partir del relevamiento con GA-NP10EO al 0,1% se inocularon 

en placas de Petri de 90 mm conteniendo 20 mL de GA suplementado con las siguientes concentraciones 

finales del detergente NP10EO (g/L): 0, 0,01, 0,1, 0,5, 1, 5 y 10. Las cajas fueron incubadas a 25°C en 

oscuridad durante 15 días. Las tasas de crecimiento se calcularon de manera semejante a la descripta 

anteriormente. Para cada aislamiento, se determinó la concentración efectiva 50 (CE50) es decir, la 

concentración a la cual el surfactante causa un 50% de inhibición en el crecimiento. 

 

4.3.3. Cultivos fúngicos sobre hojarasca con NP10EO bajo SSF  

Los cultivos bajo SSF se realizaron según el procedimiento detallado en el apartado 3.3.2. Se 

inoculó hojarasca de C. tala y L. lucidum con G. luxurians y H. fasciculare. Además, se sumó un tratamiento 

correspondiente al agregado de NP10EO 1 g/L a ambos tipos de hojarasca. Los cultivos SSF se siguieron 

a lo largo de tres meses con intervalos de muestreo cada 30 días. Se realizaron tres réplicas por tratamiento 

(2 hongos y 1 control x 2 hojarasca x 3 réplicas x 3 tiempos de muestreo x 2 NP10EO +/-). Para cada 

tiempo de muestreo, se obtuvo la fracción soluble acuosa (WSF) y la fracción sólida (SF), según lo 

detallado en 3.3.3. En la WSF se realizaron las determinaciones analíticas de pH, proteínas, amonio, 

azúcares reductores y polifenoles así como la medición de las actividades enzimáticas endoglucanasa, β-

glucosidasa, lacasa y MnP. En la SF se midió el peso seco (80°C) para la estimación de la pérdida de masa. 

Por último, se analizó la cantidad de NP10EO residual en cada una de las fracciones y se calculó el 

porcentaje de degradación de NP10EO por comparación con las muestras control sin inocular (100% de 

NP10EO) mediante cromatografía en cada delgada (CCD). 
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4.3.4. Extracción de NP10EO  

La extracción de los distintos etoxímeros que componen el NP10EO presente en las muestras fue 

realizada como paso previo a la cuantificación de la degradación del surfactante. La extracción se realizó 

en: 

- Los discos de agar de 9 mm de diámetro conteniendo micelio fúngico que fueron tomados del 

borde de una colonia proveniente de los ensayos de toxicidad al día 15 de cultivo (concentraciones 

0, 1, 5 y 10 g/L). 

- La fracción sólida (SF) obtenida a partir de los cultivos bajo SSF.  

- La fracción soluble acuosa (WSF) obtenida a partir de los cultivos bajo SSF 

 

Para cada uno de los métodos de extracción utilizados, se calcularon los porcentajes de 

recuperación del NP10EO, como parámetro de evaluación de la eficiencia de extracción de los 

compuestos estudiados. Para ello, se utilizaron muestras de las mismas características que las mencionadas 

más arriba pero que no fueron inoculadas con hongo ni incubadas. En el momento previo a la extracción, 

se agregó la concentración de NP10EO ensayada y se siguieron todos los pasos mencionados en el 

proceso de extracción. La recuperación fue calculada mediante la siguiente fórmula:  

 

Recuperación (%) = Masa de NP10EO en la muestra * 100 
                                 Masa de NP10EO teórica 
 

Además, se comprobó que el porcentaje de recuperación no varió según el etoxímero que compone 

la mezcla NP10EO. Por lo tanto, para cada método de extracción utilizado, se comprobó que la 

composición de oligómeros extraídos fue uniforme. 

 

Existen distintas técnicas para la extracción del NP y sus compuestos parentales a partir de muestras 

sólidas (suelos, sedimentos, barros, etc.) incluyendo la extracción por Soxhlet, extracción asistida por 

microondas y la extracción asistida por ultrasonido (sonicación), las cuales a su vez pueden combinar uno 

o más solventes extractantes tanto polares como no polares (revisado por Croce et al., 2003). Debido a la 

considerable reducción en el tiempo de extracción, consumo de solvente y energía, la extracción por 

sonicación resulta un método atractivo, que además ha sido idóneo en la extracción del NP y NPnEOs 
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(Núñez et al., 2007; Romero-Ale et al., 2009). Por lo tanto, esta técnica fue la elegida para la extracción del 

NP10EO a partir de las muestras provenientes de los tacos de agar y la SF. 

Para la extracción del detergente a partir de los tacos de agar, los mismos se dispusieron en un vial 

de vidrio de 2 mL y el NP10EO residual se extrajo mediante la adición de 0,5 mL de acetato de etilo 

(AcEt) y sonicación durante 30 min a temperatura ambiente. Se realizaron dos lavados del taco de agar 

con 0,5 mL de AcEt, volumen que fue agrupado en un mismo tubo colector. Los extractos se evaporaron 

a sequedad con una corriente suave de N2 y se guardaron en freezer a -20°C para su posterior análisis. El 

porcentaje de recuperación de NP10EO fue de 4,7 ± 0,8%.  

En el caso de la hojarasca seca proveniente de la SF de los cultivos bajo SSF, inicialmente la 

hojarasca se molió y, para la extracción del surfactante, se tomaron 0,5 g de muestra molida. Luego del 

agregado de 5 mL de AcEt, la mezcla se sonicó durante 20 min, se centrifugó por 10 min a máxima 

velocidad y el sobrenadante fue colectado en un tubo de vidrio. Se realizaron tres ciclos sucesivos en los 

que se combinaron los sobrenadantes y llevaron a sequedad (Petrović y Barceló, 2000). Debido a que el 

tubo colector era de un volumen muy grande, se realizaron dos resuspensiones con 0,75 mL del solvente 

de extracción y los mismos se colectaron en viales de vidrio de 2 mL. Las muestras se volvieron a evaporar 

y se reservaron a -20°C. El porcentaje de recuperación de NP10EO fue de 50,3 ± 2,2%.  

Para la extracción de analitos a partir de muestras acuosas (aguas, aguas superficiales, efluentes, 

etc), la técnica de extracción en fase sólida (SPE) es la que se utiliza con mayor frecuencia debido a su 

gran poder de concentración y recuperación, así como por su sencillez y menor consumo de solventes 

en comparación al método tradicional de extracción líquido-líquido. Por este motivo ha sido ampliamente 

utilizada en la extracción de NP y NPnEOs a partir de fases líquidas (Di Corcia et al., 2000; Lee et al., 

2005; Stasinakis et al., 2008).  

El procedimiento empleado para la extracción de las muestras provenientes de la WSF consistió 

en pasar 2,5 mL de la WSF a través de columnas empacadas con 0,5 g de sílica RP C18 (octadecil sílica) 

fase reversa de 18 a 32 µm, 60 Å (ICN, Bélgica). Las mismas fueron previamente activadas con 7,5 mL 

de metanol (solvente activo) y 7,5 mL de agua bidestilada (equilibrante) (Figura 44). Luego del pasaje de 

las muestras con vacío (8-10 mL/min) a través de las columnas, las mismas se enjuagaron con 7,5 mL de 

metanol: agua bidestilada (10:90, v/v) para eliminar restos solubles en agua.  La humedad se eliminó por 

aplicación de vacío durante 15 min. La elución de los analitos se realizó con 7,5 mL de AcEt. El solvente 

fue evaporado a temperatura ambiente con una corriente suave de N2. Las muestras fueron conservadas 

a -20°C hasta su posterior análisis (Babay et al., 2008). La recuperación de NP10EO a partir de una 
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solución 1 g/L fue de 92,6 ± 5,8%, mientras que la recuperación de NP10EO a partir de los extractos 

acuosos (WSF) provenientes de la hojarasca con NP10EO 1 g/L fue de 83,3 ± 2,7%.  

 

 

Figura 44. Muestras de la fracción soluble acuosa proveniente de los cultivos SSF 
pasando por las columnas C18.  

 

 

4.3.5. Biodegradación de NP10EO  

 

La degradación de NP10EO fue estimada en: 

- Los discos de agar (ensayos de toxicidad), mediante cromatografía en capa delgada (CCD) y 

cromatografía líquida de alta resolución (HPLC). 

- La fracción soluble acuosa y fracción sólida de los cultivos bajo SSF, mediante CCD.  

 

4.3.5.1. Cromatografía en capa delgada (CCD) 

La técnica de cromatografía en capa delgada (CCD) resulta útil para evaluar de manera rápida y 

semi-cuantitativa el patrón de etoxímeros que componen una mezcla comercial de NPnEOs así como 

para el seguimiento de la degradación primaria de dichos compuestos. Los cambios operados en las 

moléculas afectan la migración en la placa cromatográfica y los distintos metabolitos pueden ser 

visualizados con tinciones específicas. 

Se sembraron 10 µL de muestra en placas de sílica en soporte de aluminio (TLC Silicagel 60G F254; 

Merck Millipore) y se desarrollaron en una mezcla de acetato de etilo: ácido acético glacial: agua en una 
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proporción 70:16:15, para separar los distintos etoxímeros producidos por la degradación del NP10EO. 

Una vez evaporado el solvente de corrida, se revelaron las placas mediante spray con reactivo de Burger 

modificado (John y White, 1998), el cual es específico para homólogos con cinco o más unidades 

etoxílicas. Este reactivo se une a moléculas que contienen grupos etoxilados, formando complejos 

naranja-amarronados. Inmediatamente después del revelado, se capturaron electrónicamente las 

imágenes mediante escáner de escritorio. Las imágenes se procesaron con el programa de análisis ImageJ 

1.45s (NHI, Institutos Nacionales de Salud, EE.UU.) y se obtuvieron las curvas densitométricas para 

cada calle de la corrida cromatográfica. A partir de las mismas, se calcularon las relaciones de frente (Rf) 

correspondientes a cada banda (cada una definiendo un etoxímero diferente). Los porcentajes de 

degradación de NP10EO se calcularon mediante la integración y suma de las áreas correspondientes a 

los distintos etoxímeros y comparación con las muestras control sin inocular (100% NP10EO). 

En primer lugar se realizaron diluciones seriadas a partir de una concentración de NP10EO patrón 

de manera de poder calcular la masa límite de detección es decir, la masa mínima de una sustancia que 

puede ser detectada en una muestra. El límite de detección para el NP10EO en las placas de CCD fue 

hallado en 2 μg.  Por otro lado, se realizó una curva de calibración con el NP10EO patrón dentro de un 

rango de masa que permitió una buena visualización en las placas de CCD (0-30 μg), con el objetivo de 

poder realizar una cuantificación del NP10EO en las muestras. Se graficó el área total de los distintos 

etoxímeros en función de la masa de NP10EO patrón sembrada y la curva se aproximó a una regresión 

lineal la cual arrojó un coeficiente de determinación (R2) de 0,9996.  

En el caso de las muestras provenientes de los ensayos de toxicidad (día 15), los extractos 

evaporados a partir de los tacos de agar se redisolvieron con AcEt en un volumen final que varió en 

función de la masa de NP10EO teórica calculada según el volumen del taco (π * radio2 * altura) en las 

muestras sin inocular (100%).  

 

4.3.5.2. Cromatografía liquida de alta resolución (HPLC) 

Con esta técnica además de mejorar la resolución de la CCD, pueden revelarse los productos de 

degradación más cortos como el NP, NP1EO y NP2EO.  

El sistema de HPLC empleado consistió en una bomba binaria Spectra SERIES P200 (Thermo 

Separation Products, California, EE.UU). La detección se realizó con un detector de fluorescencia Linear 

LC-305 (Linear Instruments, Nebraska, EE.UU.). Las longitudes de onda de excitación y emisión fueron 

de 230 y 300 nm, respectivamente. Los datos fueron adquiridos y analizados con el software Konikrom 
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5.2 (Konik Instruments, Barcelona, España). La temperatura de las columnas se controló dentro de los 

0.1°C utilizando un calefactor de columnas Eppendorf CH-30 y un controlador Eppendorf TC-50 

(Alltech, Illinois, EE.UU.). Las soluciones estándar de t-NP, Igepal y NP10EO para el HPLC fueron 

preparadas por dilución de las soluciones stock de los compuestos individuales a 1 g/L con hexano: 2-

PrOH (96:4) para t-NP, aprox. 2 g/L para Igepal y 10 g/L para el NP10EO. 

Todas las soluciones se almacenaron a 4°C. Las separaciones se realizaron en una columna de 

aminopropil sílica (250 x 4,6 mm) con partículas de 5 µm y una columna guarda de 10 mm x 4,0 (Pinnacle 

II, Restek, EE.UU.).  La temperatura de la columna se fijó en 35°C y los volúmenes de inyección fueron 

de 50 µL. La columna se dejó equilibrar hasta alcanzar una línea de base estable (aprox. por 30 min), al 

comienzo de la operación del equipo. La medición simultánea de ambos tipos de oligómeros, los cortos 

y largos, se realizó mediante la elución en un gradiente binario. Las fases móviles fueron A: hexanos (95% 

de n-hexano/5% hexanos ramificados) y B: 2-propanol. El programa comenzó isocráticamente con 96% 

A - 4% B por 15 min, con un gradiente lineal a través de 50% A- 50% B durante 27 min; finalmente hubo 

6 min de espera isocrática con 100% B. La velocidad del flujo fue de 1 mL/min. La identificación de 

compuestos con menos de 3 unidades de óxido de etileno se realizó con los picos estándar de t-NP, 4-

NP1EO y 4-NP2EO, mientras que los etoxímeros más grandes fueron asignados según su secuencia de 

elución en NP10EO. 

Los extractos evaporados proveniente de los tacos de agar se redisolvieron en la mezcla de elución 

de HPLC. Los provenientes de los tacos de agar control, que no fueron inoculados con hongo, se 

redisolvieron con diferentes volúmenes de AcEt para lograr una concentración final única de 30 mg/L. 

El NP10EO residual se calculó como el porcentaje de área correspondiente a los picos cromatográficos 

para el surfactante en las muestras inoculadas con el hongo con respecto al control sin inocular (100% 

NP10EO). Se realizó una curva de calibración de t-NP, Igepal y NP10EO en las mismas condiciones del 

ensayo. 

 

4.3.6. Actividades enzimáticas en placa 

4.3.6.1. Actividad lacasa   

La actividad lacasa se midió mediante la oxidación de DMP a 469 nm (ε= 27.5/mM cm), según 

Paszczynski y Crawford (1991). La mezcla de reacción consistió en 1,5 mL de DMP 5 mM en buffer 

acetato de sodio 100 mM (pH 3,6) y la reacción se inició mediante la adición de un taco de agar de 9 mm 

de diámetro tomado del borde de una colonia. Se monitoreó la absorbancia durante 2 min bajo agitación 



 

133 
 

vigorosa continua. Una unidad de actividad enzimática (U) se definió como la cantidad de enzima 

requerida para oxidar 1 μmol de sustrato en 1 min. 

 

4.3.6.2. Actividad MnP 

Para la medición de actividad MnP, 2,5 mL de sustrato (sulfato de manganeso 1 mM y rojo fenol 

0,28 mM en 0,2 M de buffer succinato de sodio; pH 4,5), se mezclaron con un taco de agar de 9 mm de 

diámetro tomado del borde de una colonia y la solución se incubó a 30ºC. La reacción se inició por el 

agregado de 25 μL de peróxido de hidrógeno (0,003%). Luego de 10 min de agitación continua, la 

reacción se frenó con 80 μL de NaOH 5N. Inmediatamente se pasó a hielo y centrifugó durante 10 min. 

Se determinó la absorbancia a 610 nm. Una unidad de actividad enzimática (U) se definió como la 

cantidad de enzima necesaria para oxidar 1 µmol de sustrato por minuto en las condiciones estándar del 

ensayo.  

 

4.3.7. Análisis estadístico 

Se realizó un ANOVA de una sola vía para evaluar si existieron diferencias en las velocidades de 

crecimiento en el medio GA-NP10EO entre los aislamientos LDF. Las medias fueron comparadas 

mediante una prueba DGC con un nivel de significancia del 5%. Para poner a prueba las relaciones 

lineales entre el crecimiento de los distintos aislamientos en GA-NP10EO 1 g/L y la velocidad de 

crecimiento en MEA (apartado 2.3.7), se calcularon los coeficientes de correlación de Pearson (r). Para el 

análisis, se utilizaron los software estadísticos STATISTICA 7.0 e INFOSTAT (Di Rienzo et al., 2013). 

Las curvas de dosis-respuesta de los ensayos de toxicidad, se construyeron mediante el trazado de 

las velocidades de crecimiento frente a la concentración logarítmica de NP10EO. Los valores de CE50, 

se calcularon mediante una regresión no lineal utilizando el modelo “log (inhibidor) vs. respuesta 

normalizada – pendiente variable” incluido en el programa GraphPad Prism versión 5.01 (GraphPad 

Software, La Jolla, California, EE.UU). Se realizó un ANOVA para comparar las CE50 de los 

aislamientos ensayados en el test de toxicidad y las medias se compararon mediante la prueba de Tukey 

a un nivel de significancia del 5%. La degradación del NP10EO se analizó con un ANOVA de dos vías 

en el que la especie fúngica y la concentración de NP10EO fueron los factores principales. 
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4.4. RESULTADOS  

4.4.1. Crecimiento en GA-NP10EO  

El total de basidiomicetes descomponedores de hojarasca se evaluó en función de su capacidad 

de crecer en un medio adicionado con NP10EO 1 g/L (GA-NP10EO) (Figura 45). En la mayoría de los 

aislamientos (55% aprox.), el surfactante resultó fuertemente tóxico, inhibiendo completamente o casi 

por completo el crecimiento micelial.  X. chrysenteron presentó la tasa más alta de crecimiento radial (2,99 

± 0,10 mm/día), seguido de H. fasciculare, C. comatus, G. luxurians y M. candidus, y por lo tanto fueron 

seleccionados para los subsiguientes experimentos.  

 

 

Figura 45. Velocidades de crecimiento (mm/día) en medio GA-NP10EO 1 g/L de los aislamientos LDF del 
Bajo Delta del Río Paraná y Ribera Platense. Las diferentes letras indican diferencias significativas a partir de 

comparaciones post hoc DGC (P < 0,05). Los valores representan la media de dos réplicas ± el desvío estándar. 

 

 

La velocidad de crecimiento de los hongos en GA-NP10EO se correlacionó significativamente con 

la velocidad de crecimiento en un medio nutritivo común como MEA (r = 0,55; P = 0,0004). La inhibición 

en el crecimiento por el agregado del alquilfenol polietoxilato estuvo acompañada por cambios 

macroscópicos en la morfología de las colonias, como se puede observar en la Figura 46 con los 

aislamientos que presentaron las mayores velocidades de crecimiento. Entre ellos podemos mencionar 

una tendencia a la formación de cordones miceliales (hifas agregadas que corren en sentido paralelo) en 
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los LDF G. luxurians y H. fasciculare. En X. chrysenteron se produjo un cambio de coloración, de violáceo 

intenso a un crema con tintes violetas, y el micelio se volvió más denso y plano. 

 

 
Figura 46. Cambios morfológicos observados en las colonias de G.l (G. luxurians), H. f (H. fasciculare) y X.c (X. 

chrysenteron) debido al agregado de NP10EO sobre el medio GA.  
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4.4.2. Ensayos de toxicidad  

Con el fin de evaluar el efecto del surfactante sobre el crecimiento fúngico de forma más detallada, 

los aislamientos seleccionados fueron sometidos a diferentes concentraciones de NP10EO en el rango 

de concentración 0 - 10 g/L. Los valores de CE50 calculados a partir de las curvas de toxicidad se 

muestran en la Figura 47. 

 

 

 

Figura 47. A. Inhibición en el crecimiento (%) al día 7 de cultivo de los LDF seleccionados por el agregado de 
distintas concentraciones de NP10EO al medio GA. B. Valores de CE50. Las diferentes letras indican diferencias 
significativas a partir de las comparaciones realizadas con el test de Tukey (P < 0,0001). Los valores representan 

la media de tres réplicas. 

 

 

Los aislamientos más sensibles al agregado de NP10EO resultaron C. comatus y M. candidus, con 

CE50 de 0,024 y 0,016 respectivamente, y una inhibición total del crecimiento en presencia de una 

concentración ≥ a 5 g/L de surfactante.  H. fasciculare, G. luxurians y X. chrysenteron, resultaron los 

aislamientos más resistentes a la presencia de NP10EO, siendo capaces de crecer en todo el rango de 

concentraciones evaluado. Sin embargo, mientras que H. fasciculare y G. luxurians presentaron una 

inhibición gradual en el crecimiento, en presencia de concentraciones crecientes del xenobiótico, el 

crecimiento de X. chrysenteron se redujo marcadamente en presencia de una concentración de 0,1 g/L y 

luego se mantuvo constante, con valores cercanos al 60% de inhibición respecto del control (P < 0,05) 

(Figura 47A). Los valores de CE50 máximos se obtuvieron con X. chrysenteron, aunque el R2 fue muy 

bajo, probablemente debido al patrón de inhibición anteriormente señalado (Figura 47B). Con el fin de 
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reducir el número de aislamientos seleccionados para los estudios de degradación, tanto C. comatus y M. 

candidus fueron descartados debido a su mayor sensibilidad al surfactante.  

 

4.4.3. Biodegradación de NP10EO de los cultivos en placa 

Para comprobar si los hongos seleccionados a partir de los ensayos de toxicidad, además de tolerar 

el surfactante pudieron eliminarlo, se tomaron discos de agar de 9 mm de diámetro del borde de la colonia 

al día 15 de cultivo (GA-NP10EO a las concentraciones de 1, 5 y 10 g/L) y, luego de la extracción, se 

calculó el porcentaje del surfactante remanente. La biodegradación fue evaluada mediante cromatografía 

en capa delgada (CCD) por comparación entre el área correspondiente al patrón de bandas de las 

muestras inoculadas con los hongos seleccionados y las muestras control sin inocular (Figura 48).  

 

Figura 48. Cromatografía en capa delgada de las muestras a los 15 días de cultivo en cajas de Petri conteniendo 
GA-NP10EO 1 g/L, 5 g/L y 10 g/L con los LDF seleccionados. Se señala el espectro de corrida obtenido con 

el programa Image J para las muestras control y el tratamiento que presentó el mayor porcentaje de degradación. 
La migración diferencial de las bandas observadas en la placa cromatográfica (o los distintos picos del espectro) 

corresponden a los diferentes etoxímeros del NP10EO. A medida que el etoxímero es más corto se produce una 
migración más cercana al frente de corrida (Rf mayores). 
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En los tratamientos control, pudieron visualizarse nítidamente 10 bandas correspondientes a la 

separación de los homólogos del tensioactivo en la corrida cromatográfica, con valores de Rf que fueron 

desde 0,17 ± 0,01 hasta 0,82 ± 0,03. 

La mayor degradación fue observada con H. fasciculare a la concentración de surfactante de 1 g/L, 

con un valor cercano al 80% (Tabla 10). A 5 y 10 g/L, los porcentajes de eliminación fueron similares 

con valores próximos al 65%. G. luxurians también demostró eficiencia en la degradación presentando 

valores similares en todo el rango de surfactante evaluado (60-65%). En contraste, no se encontraron 

diferencias entre los controles y X. chrysenteron, por lo que este aislamiento no sería capaz de eliminar el 

surfactante en las condiciones ensayadas.  

 

Tabla 10. Porcentajes de degradación de NP10EO en placa por hongos 
seleccionados 

[NP10EO] 
g/L 

  NP10EO remanente (%) 

 G. luxurians H. fasciculare X. chrysenteron 

1  42,02 20,2 94,5 

5  37,41 35,5 124 

10   36,11 35,9 107,5 

 

 

Con el objetivo de obtener una cuantificación más precisa de la degradación y determinar si hubo 

formación de productos de degradación de cadena corta (que no se pueden visualizar nítidamente por 

CCD), los mismos tratamientos fueron evaluados por HPLC (Figura 49). Al igual que para la CCD, se 

encontró que H. fasciculare fue el aislamiento más eficiente en la eliminación del surfactante, con una 

remoción del 77,7 ± 1,67% a 0,5 g/L y 74,4 ± 4,43% a 1 g/L. A 0,1 g/L la degradación fue casi completa 

(88,8 ± 1,76%) (Figura 49).  

A medida que la concentración de NP10EO aumentó, H. fasciculare fue menos activo en la 

degradación del surfactante y por encima de los 5 g/L, ésta resultó comparable a la obtenida con G. 

luxurians. G. luxurians exhibió una eliminación promedio del xenobiótico de 31,8% sin encontrar 

diferencias significativas en la degradación en todo el intervalo de concentración evaluado. Finalmente, 

X. chrysenteron fue incapaz de degradar el NP10EO y no se detectaron diferencias en los porcentajes de 

NP10EO residual con respecto al control abiótico. 
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En la Figura 50 se observa el perfil de distribución de los distintos homólogos presentes en la 

mezcla NP10EO (curva control) analizados por HPLC. Este perfil presenta una distribución de Poisson 

con una intensidad máxima para los homólogos NP8EO y NP9EO y una disminución bilateral en la 

intensidad para el resto de homólogos. Se señala hasta el polietixilato NP13EO ya que a mayores tiempos 

de retención la resolución se volvió difusa y por lo tanto sus respectivas áreas no fueron tenidas en cuenta 

en los análisis de degradación. A modo de ejemplo, se muestra en la misma figura los cromatogramas 

obtenidos para H. fasciculare creciendo en un medio conteniendo distintas concentraciones del surfactante 

(0-10 g/L). Se puede apreciar que todos los etoxilatos presentes en el surfactante fueron biológicamente 

degradables. 
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Figura 50. Cromatogramas de NP10EO 30 mg/L para H. fasciculare luego de 15 días en cultivo en GA-NP10EO 
a las concentraciones indicadas. Las marcas encima de los picos indican el número (n) de grupos etoxi en el 

correspondiente oligómero NPnEO. 
 

 

 

Además, se observó una eliminación diferencial de oligómeros como una función de la 

concentración de NP10EO y el aislamiento fúngico empleado (Figura 51). A concentraciones más bajas 

de NP10EO, especialmente con H. fasciculare y G. luxurians quienes mostraron los más altos porcentajes 

de degradación, los etoxímeros con n ≤ 6 fueron completamente degradados, los etoxímeros con un largo 

intermedio 7 < n ≤ 9 fueron agotados con respecto al NP10EO patrón, y la proporción de los etoxímeros 

con n > 9 se incrementó. A concentraciones más altas de NP10EO, la composición de etoxímeros relativa 

fue similar a la del NP10EO patrón. Por lo tanto, en el presente estudio no se encontró una acumulación 

de metabolitos de alquilfenol de cadena corta (NP1EO-NP3EO) ni de nonilfenol (NP), como 

consecuencia de la transformación fúngica del NP10EO en ninguna de las concentraciones ensayadas. 
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4.4.4. Actividades enzimáticas en placa 

Las actividades enzimáticas extracelulares lacasa y MnP producidas por los hongos LDF 

seleccionados se analizaron al día 15 del periodo de cultivo (Figura 52). Tanto H. fasciculare como G. 

luxurians fueron capaces de producir lacasa, con títulos enzimáticos que resultaron dependientes de la 

concentración de NP10EO empleada. Para ambos aislamientos, la producción enzimática resultó 

significativamente mayor a la obtenida en el control sin surfactante a partir de los 0,5 g/L de NP10EO 

(P < 0,05), con títulos de actividad crecientes hasta la concentración de 1 g/L, manteniéndose luego en 

valores constantes cercanos a 1,1 U/mL en H. fasciculare, correspondientes a un aumento de 3 veces en 

la actividad registrada en el control; y a 1,2 U/mL en G. luxurians, con un incremento de 25 veces en la 

actividad. La actividad MnP fue muy baja en G. luxurians con un valor promedio de 0,013 ± 0,001 U/mL, 

sin encontrarse diferencias significativas entre los cultivos con y sin el agregado del surfactante (P < 0,05). 
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Por el contrario, la producción de MnP por H. fasciculare fue máxima a los 0,5-1 g/L (P < 0,05) y presentó 

un pico de actividad con un valor correspondiente a 0,157 ± 0,019 U/mL, equivalente a un aumento 

cercano a 20 veces en la actividad. En X. chrysenteron no se detectó actividad lacasa ni MnP. 

 

 

 

 

4.4.5. Crecimiento en placa con extractos de hojarasca 

Con el objetivo de pasar al sistema de fermentación en estado sólido (SSF), se estudió inicialmente 

el efecto del agregado de extractos de hojarasca de C. tala (GAT) y L. lucidum (GAL) sobre el crecimiento 

de los LDF seleccionados, G. luxurians y H. fasciculare, en el medio nutritivo GA agarizado. Dado que X. 

chrysenteron no es un LDF saprótrofo y que no fue capaz de degradar el NP10EO ni de producir las 

enzimas ligninolíticas lacasa o MnP en las condiciones testeadas, este aislamiento no se incorporó a los 

ensayos posteriores.  

Los dos hongos evaluados mostraron una respuesta diferencial al agregado de los dos tipos de 

extractos. El extracto de L. lucidum estimuló tanto el crecimiento de G. luxurians como el de H. fasciculare, 

con un aumento en el desarrollo micelial respecto al control GA de 34,8 ± 1,8% en G. luxurians y de 32,7 

± 4,9% en H. fasciculare a los 10 días de cultivo. Por el contrario, el extracto de C. tala causó una inhibición 

del 13,06 ± 0,6% en el crecimiento de G luxurians pero estimuló el crecimiento de H. fasciculare en un 32,0 

± 0,2% (Figura 53). 
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Figura 53. Efecto del extracto de hojas de L. lucidum (GAL ) y C. tala (GAT ) sobre el crecimiento de los 
hongos LDF G. luxurians y H. fasciculare en medio GA agarizado . 

 

4.4.6. Cultivos fúngicos sobre hojarasca bajo SSF  

Al pasar al sistema de fermentación en estado sólido con hojarascas de L. lucidum o C. tala como 

únicas fuentes metabólicas, se encontró que los cultivos con hojarasca de C. tala no permitieron el 

crecimiento fúngico ni de G. luxurians ni de H. fasciculare. Por lo tanto sólo los cultivos con extracto de L. 

lucidum fueron analizados. 

En cuanto a las determinaciones analíticas evaluadas en la WSF proveniente de los cultivos con 

ligustro, no se encontraron diferencias entre los tratamientos que tuvieron el agregado del surfactante 

respecto de los que no lo tuvieron (Tabla 11).  Las diferencias pudieron detectarse en todos los casos 

entre el tiempo inicial y final. El pH se acidificó ligeramente, pasando de 4,99 a cerca de 4,20. Tanto los 

azúcares reductores, como las proteínas y los polifenoles disminuyeron hacia el final del periodo de 

cultivo. Los azúcares fueron consumidos en mayor medida por H. fasciculare que por G. luxurians, con una 

reducción del 82,3 ± 4,3% y 62,1 ± 11,2% respectivamente. Las proteínas solubles disminuyeron un 21,8 

± 1,4%, sin detectarse diferencias significativas entre los aislamientos estudiados, mientras que los 

polifenoles fueron transformados casi en su totalidad, en mayor medida por G. luxurians (97,4 ± 1,3%) 

que por H. fasciculare (93,2 ± 2,4%). 

Algo similar ocurrió con las actividades enzimáticas determinadas en la WSF (Tabla 12). En ningún 

caso se observó un efecto significativo sobre la producción enzimática de estos hongos debido al 

agregado del surfactante. Las diferencias se registraron a nivel de especie fúngica empleada para la 

actividad endoglucanasa y β-glucosidasa. Los niveles de ligninasas fueron muy bajos en general. 
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Tabla 11. Determinaciones analíticas en la WSF de los cultivos fúngicos bajo SSF  

Tiempo Hongo 
NP10EO         

1 g/L 
pH 

Azúcares 
mg/g 

Proteínas 
mg/g 

Polifenoles    
mg/g 

inicial   4,99 ± 0,02 34,90 ± 3,17 11,25 ± 0,48 8,40 ± 0,65 

final G.luxurians - 4,23 ± 0,08 15,10 ± 4,47 8,65 ± 0,03 0,19 ± 0,08 

  + 4,35 ± 0,20 11,38 ± 2,65 8,48 ± 0,17 0,25 ± 0,14 

 H.fasciculare - 4,12 ± 0,05 7,23 ± 1,07 8,76 ± 0,10 0,65 ± 0,17 

    + 4,15 ± 0,26 5,14 ± 1,25 8,62 ± 0,21 0,49 ± 0,23 

 
Tabla 12. Actividades enzimáticas en la WSF de los cultivos fúngicos bajo SSF  

Hongo 
NP10EO      

1 g/L 
Endoglucanasa 

U/g 
β-glucosidasa 

U/g 
Mn-P          
U/g 

Lacasa         
U/g 

G.luxurians - 1,64 ± 0,24 (2)* 0,44 ± 0,09 (1) 0,03 ± 0,01 (1) 0,49 ± 0,29 (1) 

 + 1,97 ± 0,44 (2) 0,54 ± 0,05 (1) 0,05 ± 0,02 (1) 0,49 ± 0,28 (1) 

H.fasciculare - 4,54 ± 0,10 (3) 0,11 ± 0,03 (1) 0,07 ± 0,01 (1) 0,15 ± 0,18 (1) 

  + 5,15 ± 0,57 (3) 0,10 ± 0,01 (1) 0,05 ± 0,01 (1) 0,10 ± 0,21 (1) 

       *Entre paréntesis se indica el tiempo (mes) en el que se obtuvieron los mayores títulos de actividad 

 

4.4.7. Biodegradación de NP10EO de los cultivos bajo SSF 

Si bien los títulos de las ligninasas testeadas: de lacasa y en particular de MnP, fueron muy reducidos 

en todas las condiciones ensayadas durante la SSF, se evaluó la capacidad de ambos hongos de degradar 

el NP10EO en estas condiciones de cultivo. El contenido de NP10EO en las fracciones líquidas (WSF) 

y sólidas (SSF) de los cultivos fúngicos bajo SSF fue evaluado mediante CCD y comparados con los 

tratamientos sin inocular (Figura 54). La técnica de CCD, a pesar de ser semi-cuantitativa, arrojó 

resultados muy similares a los valores obtenidos por HPLC (sección 4.3.5.2.), por lo que resultaría una 

técnica confiable en la estimación de los porcentajes de degradación.  

Al analizar la presencia del surfactante en la SF de los tratamientos control, se encontró un 52,1 ± 

8,2% de la masa del NP10EO que fue adherida en los cultivos SSF al inicio del experimento. Teniendo 

en cuenta que la eficiencia de extracción de los polietoxilatos de nonilfenol en el sistema de SSF con 

hojarasca de L. lucidum fue de 50,3 ± 2,2% y que no se encontraron rastros de ningún etoxímero del 

surfactante en ninguna de las WSF analizadas (tampoco en los controles), es probable que el detergente 

haya sido adsorbido casi completamente a la hojarasca utilizada.   

Al comparar el NP10EO remanente en la fracción sólida de los cultivos SSF inoculados con H. 

fasciculare respecto de los cultivos sin inocular, se encontró que este aislamiento fue capaz de remover el 
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51,7 ± 22,1% al mes de incubación y el 96,3 ± 1,4% al tercer mes de incubación. Por su lado, G.luxurians 

degradó un 60,0 ± 0,1% del tensioactivo al mes de cultivo bajo SSF y un 71,3 ± 3,8% al tercer mes de 

cultivo (Figura 54). 

 

 

Figura 54. CCD de las muestras derivadas de la extracción del NP10EO a partir de la fracción sólida al 
tercer mes de cultivo bajo SSF conteniendo hojarasca de L. lucidum con y sin el agregado del surfactante al 
0,1% y que fueron inoculados con los LDF seleccionados. Las corridas cromatográficas se realizaron por 

duplicado. 
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4.5. DISCUSIÓN  

El crecimiento de los hongos de hojarasca que fueron aislados en la región del Delta del Río Paraná 

y Ribera Platense fue afectado considerablemente por el agregado del surfactante NP10EO 1 g/L al 

medio de cultivo agarizado. Sin embargo, aproximadamente la mitad de los aislamientos presentó un 

crecimiento considerable con una fuerte correlación positiva para el crecimiento en este medio de cultivo 

y el medio MEA, por lo que los aislamientos seleccionados según su velocidad de crecimiento fueron 

aquellos que presentaron un vigoroso crecimiento en general (Figura 45). De un total de 19 aislamientos, 

los LDF H. fasciculare y G. luxurians y el ECM X. chrysenteron fueron los de mayor velocidad de crecimiento 

así como los que tuvieron una mayor tolerancia al surfactante en un amplio rango de concentraciones 

(entre 0 y 10 g/L) (Figura 45; Figura 47).  La morfología de sus colonias presentó cambios apreciables 

debido al agregado del surfactante, tal como la formación de cordones miceliales (Figura 46), lo cual se 

relacionaría con la capacidad que tienen estos hongos para adaptarse a diversos ambientes. Esta 

agregación permite una mayor interconexión del micelio y, aunque resulta costosa en términos 

energéticos, proporciona rutas de transporte alternativo y por ende una mayor resiliencia frente al daño 

(Bebber et al., 2007; Fricker et al., 2007). Por otro lado, al igual que sucedió con X. chrysenteron, se han 

reportado cambios en la producción de metabolitos pigmentados cuando algunas especies fúngicas son 

sometidas a un estrés químico, como el generado por un xenobiótico, tal es el caso de Stereum hirsutum 

creciendo en presencia de cadmio que presentó una coloración anaranjada (Baldrian y Gabriel, 1997). En 

general, la melanización de las colonias o de diferentes estructuras como clamidosporas o rizomorfos, 

están asociadas a una mayor tolerancia al estrés y es de relevancia ecológica en diferentes situaciones, 

como puede ser la supervivencia en suelos contaminados (Gadd, 1993). 

La CE50 es una medida del efecto tóxico provocado por una sustancia sobre un organismo vivo. 

La toxicidad del NP10EO sobre los hongos seleccionados fue ensayada mediante la medición de la 

inhibición del crecimiento micelial, hallándose una CE50 de 583 mg/L para X. chrysenteron, 86 mg/L para 

H. fasciculare y 46 mg/L para G. luxurians (Figura 47). Lamentablemente no existen datos disponibles en 

la literatura de CE50 del NP10EO en hongos u otros organismos, sino que la mayoría de datos existentes 

reportan CE50 para el nonilfenol, metabolito más tóxico, que resulta de la degradación biológica natural 

del NP10EO. Por ejemplo, Karley et al. (1997) reportaron que el NP tiene efectos negativos sobre hongos 

filamentosos a concentraciones de 1,3 - 6,2 mg/L vía el desacople de la respiración y la inducción de 

múltiples efectos fisiológicos, mientras que Kollmann et al. (2003) reportaron que el NP no tiene efectos 

negativos sobre los hongos a concentraciones ambientales (0,08 – 1,45 mg/L), al ensayar la aplicación de 

barros activados sobre suelos para la agricultura. El crustáceo modelo utilizado en ensayos de 
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ecotoxicología Daphnia magna presentó una CE50 de 1,5 mg/L para el NPEO y 0,18 mg/L para el NP a 

las 48 hs de exposición. En cultivos celulares in-vitro de 14 especies diferentes de plantas se encontraron 

CE50 para el NP entre 11 y 220 mg/L (Bokern y Harms, 1997). Para tener una idea comparativa estimada, 

Canadá desarrolló un factor tóxico de equivalencia (TEF) entre el NP y los NPnEOS, y asumen en 0,005 

el factor para los polietoxilatos con n ≥ 9, es decir que estos últimos serían unas 200 veces menos tóxicos 

que el NP (Canada, 2002). Datos en los que se utilizan polietoxilatos de nonilfenol fueron reportados en 

los peces killi, con una toxicidad de 12 mg/L para el NP9EO (Canada, 2002), y en Pimephales promelas una 

letalidad del 50% (LC50) con 6,6 mg/L también de NP9EO a las 96 hs. 

Tanto G. luxurians como H. fasciculare resultaron eficientes degradadores del surfactante luego de 

15 días de ser cultivados en placa de Petri. Por el contrario, X. chrysenteron fue el aislamiento que resultó 

más tolerante al surfactante pero no fue capaz de eliminarlo (Tabla 10; Figura 49). Los mayores 

porcentajes de remoción se encontraron con H. fasciculare a 0,1 g/L (88,8 ± 1,76%) y, si bien la eficiencia 

de degradación disminuyó a concentraciones crecientes del surfactante, a 10 g/L la remoción fue de 38,3 

± 7,9% (Figura 50). Se encuentra bien establecido que los compuestos parentales alquilfenol etoxilatos 

(APEs) presentan una rápida biodegradación primaria, tanto aerobia como anaerobia, pudiendo ser 

llevado a cabo por diferentes grupos filogenéticos, como se demuestra en diferentes ensayos en los que 

se utilizan aguas de ríos, sedimentos, efluentes y suelos (Jonkers et al., 2001; Potter et al., 1999; Staples 

et al., 2001).  En plantas de tratamiento de efluentes se reporta entre 90 y 99% de eficiencia de remoción 

para estos compuestos, aunque también se han reportado valores entre 50 y 90% en plantas de 

funcionamiento más ineficientes (Maguire, 1999).  Sin embargo, que los aislamientos ensayados hayan 

presentado una alta remoción de NP10EO, incluso a elevadas concentraciones como las empleadas (10 

g/L), da una idea del potencial degradativo que presentan estos hongos. La capacidad de degradación de 

NP por hongos ha sido demostrada en T. versicolor y Bjerkandera sp., quienes luego de 25 días de incubación 

en presencia de NP 0,1 g/L, lo eliminaron casi por completo (≥ 97%) (Soares et al. 2005). Por su parte, 

Cabana et al. (2007) registraron una remoción de NP 0,005 g/L mayor al 95% luego de 4 hs. de incubación 

con una preparación enzimática del hongo Coriolopsis polizona. 

En el presente estudio, no se encontró una acumulación de metabolitos de alquilfenol (NP y 

NP1EO-NP2EO) como consecuencia de la transformación fúngica del NP10EO en ninguna de las 

concentraciones ensayadas y en ninguno de los tiempos de exposición al surfactante evaluadas, sino que 

se observó una tendencia a la eliminación de los homólogos con menor número de grupos etoxi (Figura 

51). Aunque no pueda descartarse la presencia de etoxicarboxilatos de nonilfenol (NP1EC, NP2EC, etc.), 

ya que los mismos no pueden visualizarse por HPLC o TLC en las condiciones ensayadas, estos 

compuestos son en general menos tóxicos que los correspondientes homólogos etoxilados (NP1EO y 
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NP2EO), mostrando grados de toxicidad aguda similares a los NPnEOs con n ≥ 9 (TEF = 

0,005)(Canada, 2002). 

Si bien no existen reportes sobre el mecanismo de degradación fúngica de polietoxilatos de 

nonilfenol que sustenten los resultados obtenidos en el presente trabajo, éstos son de relevancia ya que 

usualmente los compuestos intermedios producto de la degradación primaria, son más tóxicos y 

persistentes que los compuestos que los originan y suelen acumularse principalmente en las fracciones 

sedimentables de las plantas de tratamiento pero también en los efluentes tratados (Giger et al., 1984; 

Jonkers et al., 2001; Potter et al., 1999; Thiele et al., 1997). En contraposición con los resultados obtenidos 

en la presente investigación, en trabajos previos en los que se estudió la degradación aeróbica de los 

polietoxilatos de nonilfenol por cultivos microbianos mixtos y puros, se evidenció la formación de 

etoxímeros cortos (con n ≤ 4), etoxicarboxilatos de nonilfenol (NPnEC) y otras moléculas más solubles 

en agua como los etoxicarboxilatos con la cadena alquílica también oxidada a su forma ácida (CAPECs) 

(Di Corcia et al., 2000; John y White, 1998). Por ejemplo, Lozada et al. (2004) encontraron una 

acumulación del metabolito mayoritario NP2EO y de los metabolitos minoritarios NP1EO y NP3EO al 

ensayar la biodegradación de NP10EO 60 mg/L en sistemas aerobios de barros activados, mientras que 

Hayashi et al. (2005) encontraron, luego de 25 días de cultivo con un inóculo proveniente de un efluente, 

una formación cercana al 48% de NP2EO y 18% de NP3EO respecto del NP10EO inicial que fue 

adherido como único oligómero al sistema (purificado a partir de la mezcla comercial). 

En el presente trabajo, la composición de etoxímeros degradados varió en función de la 

concentración de NP10EO empleada (Figura 51). A menores concentraciones del surfactante, los 

etoxímeros cortos (n ≤ 6) fueron más fácilmente eliminados, a pesar de no ser los compuestos 

mayoritarios en la mezcla inicial de NP10EO mientras que hubo un enriquecimiento en los homólogos 

con mayor número de grupos etoxi (n > 9). Esta selectividad en la degradación de homólogos más cortos 

se vió reducida a medida que la concentración del surfactante aumentó, hasta encontrar muy pocas 

diferencias en los perfiles de distribución inicial de los distintos homólogos y luego de la degradación 

fúngica. Este comportamiento podría deberse a la hidrofobicidad diferencial que presentan los 

homólogos, siendo menor la lipoficidad a medida que aumenta el número de grupos etoxi (Kunieda et al., 

2000, 1997).  

La superficie de la pared celular externa de las células fúngicas presenta un alto número de sitios 

de unión potenciales exhibidos por grupos libres carboxilos, amino, hidroxilos, fosfato y mercapto 

(Strandberg et al., 1981), y por lo tanto ofrece una matriz para la interacción, principalmente con los 

etoxímeros más cortos, mediante la formación de complejos hidrofóbicos, en un mecanismo denominado 

biosorción, que no depende de la actividad metabólica del hongo. En un trabajo en el que se ensayó la 
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bioacumulación y biodegradación de una mezcla de NPnEOs (n = 1-12) por la microalga Chlorella vulgaris, 

se encontró que el NP1EO fue el oligómero que presentó la mayor retención intracelular y que la 

concentración intracelular de los distintos compuestos disminuyó gradualmente con el aumento en el 

número de grupos etoxi, hecho asociado principalmente a la diferente lipoficidad de los homólogos (Sun 

et al., 2014). La mayor biosorción de los homólogos cortos, podría favorecer la interacción de las enzimas 

lignininolíticas con estos sustratos, ya que las ligninasas, aunque son secretadas extracelularmente por los 

hongos, tienen una difusibilidad limitada en el medio agarizado, además de existir enzimás ligninolíticas 

que se encuentran unidas a la pared celular (Evans, 1991) y que podrían tener una participación en la 

degradación del surfactante. Por otro lado, se ha reportado que especialmente para los detergentes no 

iónicos, la solubilidad en agua tiene una influencia dominante en el grado de adsorción (Kuhnt, 1993), 

por lo que los homólogos con etoxímeros largos, al ser más polares, tendrían una mayor tendencia a 

permanecer disueltos en el medio acuoso agarizado. Sin embargo en presencia de una alta concentración 

del surfactante, gran cantidad de polietoxilatos largos quedarían espacialmente próximos a las hifas 

fúngicas, impidiendo estéricamente la acción degradativa de las enzimas y por ende, disminuyendo la 

probabilidad de que las mismas reaccionen con los etoxímeros más cortos.  

El agregado de NP10EO al medio de cultivo estimuló la producción de lacasa en los LDF 

evaluados con capacidad de remoción del surfactante, G. luxurians y H. fasciculare; e incrementó también 

la producción de MnP en H. fasciculare, mientras que no se detectó producción de ninguna de las ligninasas 

testeadas con X. chrysenteron, aislamiento que resultó incapaz de eliminarlo, aunque sí fue capaz de crecer 

en presencia de altas concentraciones de este xenobiótico (Figura 52). En G. luxurians y H. fasciculare, los 

títulos de lacasa valorados se incrementaron en presencia de concentraciones crecientes del surfactante. 

En G. luxurians, el aumento fue de 25 veces cuando se agregó NP10EO 10 g/L al medio de cultivo (1,2 

U/mL). En H. fasciculare los títulos de lacasa aumentaron al triple (1,1 U/mL) en presencia de NP10EO 

10 g/L y los de MnP al doble (0,16 U/mL) con 0,5 g/L del surfactante. Por lo tanto en este hongo, a 0,5-

1 g/L se encontró el máximo de actividad lacasa y MnP. Por su parte, los resultados obtenidos con X. 

chrysenteron sugieren que este hongo utiliza otros mecanismos que le permitieron tolerar la toxicidad 

causada por el surfactante y que no implicaron su transformación. Por ejemplo, un aumento en la defensa 

antioxidante, es una respuesta fisiológica que presentan los organismos al encontrarse con un 

xenobiótico, y es la encargada de neutralizar especies reactivas del oxígeno, previniendo a las células del 

daño oxidativo que éstas especies producen. Se ha reportado la inducción de estrés oxidativo debido a 

compuestos nonilfenólicos principalmente en células animales (Chitra y Mathur, 2004; Gong y Han, 

2006) pero también en plantas, incluyendo a las algas (Gao et al., 2017) y en la levadura S. cerevisiae (Okai 

et al., 2000). En general, la tolerancia al xenobiótico se correlacionó con cambios en la respuesta 
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antioxidante, tanto de sistemas enzimáticos como no enzimáticos, de manera especie-específica. Por otro 

lado, la respuesta generalmente es dependiente del tipo y magnitud del estrés. Por ejemplo, Zhang et al. 

(2016) encontraron que plántulas de trigo expuestas a NP aumentaron la actividad de superóxido 

dismutasa, peroxidasa y glutatión transferasa, con efectos menores frente al NP4EO, y sin efectos 

apreciables en las concentraciones ensayadas para el NP10EO (0 – 5 mg/L).  

La inducción de la actividad ligninolítica en hongos de pudrición y en hongos de hojarasca como 

respuesta a la presencia de xenobióticos ha sido reportada ampliamente en la literatura y es un atributo 

que sustenta la utilización de estos hongos o de sus sistemas enzimáticos para la remediación de estos 

compuestos (Asgher et al., 2008; Baldrian y Šnajdr, 2006; Steffen et al., 2003). En algunos trabajos esta 

inducción ha sido reportada frente al nonilfenol. Por ejemplo, Mougin et al. (2002) y Kollmann et al. 

(2003) reportaron un aumento de 14 veces en la actividad lacasa de T. versicolor luego de 3 días de 

incubación en un medio líquido conteniendo NP 0,5 mM (≡ 0,11 g/L), con títulos de hasta 2,2 U/mL, y 

también en T. versicolor,  Soares et al. (2006, 2005) registraron una inducción de 3,6 veces en la actividad 

lacasa al agregar NP 0,1 g/L, con un máximo de actividad de 0,21 U/mL a los 10 días de cultivo, en 

coincidencia con el pico de remoción del alquilfenol y un máximo de actividad MnP de 4 mU/mL al día 

12 de incubación. Aunque Cabana et al. (2007) encontraron que la eliminación del NP era promovida por 

el agregado de ABTS al preparado enzimático, sugiriendo la participación del sistema lacasa/mediador 

en el proceso, Saito et al. (2004) lograron la total remoción de NP (1,1 g/L) a las 24 hs de tratamiento con 

lacasa purificada (50 U/mL) proveniente de un hongo aislado de suelo.   

Las lacasas producen radicales libres que pueden llevar a reacciones de polimerización (Gianfreda 

et al., 1999).  En trabajos previos se ha reportado la formación de dímeros de NP debido a la 

transformación por lacasas fúngicas (Cabana et al., 2007b; Torres-Duarte et al., 2012). En nuestro trabajo 

no podemos descartar entonces, que a partir de la degradación de los homólogos con más unidades etoxi, 

se forme como producto de degradación NP, el cual pudo haber sido polimerizado por acción de la 

lacasa. Sin embargo, a medida que desaparecieron los NPEOs, no se observó la aparición de nuevos picos 

debidos a compuestos no identificados, esperables de observar si este fuese el caso.  

El análisis del potencial de los hongos seleccionados para remover el surfactante en matrices 

complejas como las hojas senescentes de L. ligustrum bajo SSF reveló que el NP10EO se recuperó 

principalmente desde estas matrices inertes (controles no inoculados), no resultando disponible en la 

fracción soluble acuosa asociada. Esto concuerda con los altos coeficientes de partición octanol/agua 

(log Kow) calculados para el NP (4,48) y, en menor medida para los NPnEOs (1 ≤ n≤ 9), con valores 

entre 4,3 y 3,59 (Ahel y Giger, 1993; Düring et al., 2002) y expresa que los mencionados compuestos se 

asocian fácilmente a la materia orgánica presente en suelos o sedimentos, proceso en el que intervienen 
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uniones tipo hidrógeno y de van der Waals y que son responsables de la fuerza de adsorción/desorción 

(Hower, 1970). Se ha reportado que la adsorción natural que tiene el NP en los sedimentos es el principal 

mecanismo de remoción de este tipo de xenobióticos (Ahel et al., 1994). Por lo tanto, aunque el sistema 

de hojarasca por sí solo sería útil en el tratamiento del surfactante NP10EO, al poder adsorberlo y 

concentrarlo en una matriz sólida, existen hongos degradadores de hojarasca que lo degradan, incluso 

cuando están inmovilizados en la hojarasca. La utilización de hongos con capacidad ligninolítica, como 

los LDF H. fasciculare y G. luxurians, resultó efectiva en la degradación del surfactante adsorbido en la 

hojarasca. Por lo tanto, el xenobiótico puede concentrarse en la hojarasca, un sustrato que se encuentra 

fácilmente disponible en el ambiente y además, existen organismos que crecen de forma natural y 

activamente sobre estos materiales, y que son capaces de degradarlo. Aunque no registramos en los 

cultivos SSF, un incremento en la producción de ligninasas asociada a la presencia del surfactante como 

sucedió en los cultivos en placa y los títulos de actividad ligninolítica fueron bajos (Tabla 12), la remoción 

del NP10EO a la concentración de 1 g/L (≡ 3,8 g/Kg de hojarasca seca) por estos hongos utilizando 

cultivos SSF fue mayor al 50% al mes de experimentación, mientras que a los 3 meses de cultivo fue 

cercana al 70% con G. luxurians y mayor al 95% con H. fasciculare (Figura 54).  

Hay que tener presente que algunas especies vegetales pueden no soportar el crecimiento de hongos 

degradadores como es el caso de la hojarasca de C. tala con los LDF G. luxurians y H. fasciculare. El extracto 

de hojarasca de C. tala adicionado al medio de cultivo GA (GAT), fue útil para predecir la inhibición en 

el crecimiento de G. luxurians, sin embargo, esto no sucedió con H. fasciculare (Figura 53), quien tuvo un 

mayor crecimiento en placa debido al agregado de la hojarasca respecto de GA sin extracto. 
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CONCLUSIONES GENERALES 

Los estudios sobre la descomposición de hojarasca han sido orientados mayormente hacia una 

cuantificación a escala ecosistémica (Berg y McClaugherty, 2003). Sin embargo, a partir de los mismos, 

han surgido interesantes interrogantes y descubrimientos que cambiaron los puntos de vista establecidos. 

En cuanto a los procesos implicados en la descomposición de lignocelulosa, se han descripto mecanismos 

no enzimáticos que ejercen su acción sobre los polisacáridos y también sobre la lignina (Baldrian y 

Valášková, 2008; Suzuki et al., 2006), y se descubrieron nuevas enzimas oxidativas que participan de la 

descomposición de lignina y celulosa (Dimarogona et al., 2012; Hofrichter et al., 2010). A su vez, el 

enfoque en el cual sólo los organismos saprótrofos basidiomicetes resultaban capaces de descomponer 

la lignina fue modificado cuando se encontró que muchos hongos Xylariales también presentaban esta 

habilidad (Liers et al., 2006; Osono, 2007), e incluso, que la lignina podía ser mineralizada hasta cierto 

punto en ausencia de enzimas ligninolíticas (Šnajdr et al., 2010). Asimismo, se comenzó a cuestionar el 

hecho de que no sólo los hongos saprótrofos tienen la habilidad de descomponer sustratos 

lignocelulósicos, ya que existe evidencia de actividad extracelular lignocelulolítica debida a hongos 

ectomicorrícicos (Baldrian, 2009; Talbot et al., 2008) avalada por el reciente descubrimiento de la 

presencia de genes para peroxidasas ligninolíticas en este grupo funcional (Bödeker et al., 2009). Por lo 

tanto, los nuevos hallazgos aportados a este área del conocimiento, no sólo contribuyen a una mayor 

información sobre la biología de los hongos de hojarasca y su contribución a los procesos ecosistémicos 

de descomposición de hojarasca sino que es de suma relevancia para sentar las bases sobre el rol que 

estos organismos cumplen en el ambiente y su contribución al reciclado de materia orgánica, aportando 

herramientas y criterios en la formulación de planes de manejo y/o conservación de bosques nativos y 

otras áreas forestales que requieren protección. Por otro lado, las investigaciones realizadas en este campo 

de estudio, son útiles también en la búsqueda de nuevos organismos o de sus sistemas enzimáticos, con 

interesantes capacidades lignocelulolíticas y que puedan ser de utilidad en el desarrollo de tecnologías 

para la biorremediación de suelos.  

A partir de los resultados obtenidos en este trabajo es posible concluir que: 

- El crecimiento in-vitro de aislamientos seleccionados y obtenidos a partir de basidiomas asociados 

al mantillo forestal del Delta del Rio Paraná y Ribera Platense es diferencial y está condicionado 

por factores como la temperatura de incubación y la química del medio de cultivo.  
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- Los LDF seleccionados son capaces de sintetizar enzimas extracelulares consideradas claves en 

la degradación de celulosa, hemicelulosa y lignina. Excepto por la actividad MnP, la velocidad de 

producción de endoglucanasas, xilanasas y lacasas por estos hongos se relaciona con su velocidad 

de crecimiento.  

- En base al análisis comparativo de los niveles de diferentes actividades enzimáticas extracelulares 

relacionadas a la degradación de lignocelulosa de cultivos agarizados de los hongos bajo estudio, 

el aislamiento Xerocomellus chrysenteron BAFC 1760 demuestra una habilidad superior para producir 

endo-β-1,4-glucanasas y xilanasas, mientras que una alta producción de enzimas ligninolíticas 

lacasa y MnP,  se registró principalmente con Gymnopus luxurians BAFC 2013 y Leratyomices ceres 

BAFC 4533, y en forma apreciable con Hypholoma fasciculare BAFC 4546 y Leucoagaricus sp. BAFC 

2977. 

 

- L. ceres BAFC 4533, Marasmiellus candidus BAFC 4532 y Marasmius haematocephalus BAFC 4531 son 

activos en la degradación y humificación de hojas senescentes de Celtis tala y Ligustrum lucidum. 

 

- El grado de descomposición in-vitro de hojas senescentes de C. tala y L. lucidum varía según el 

hongo inoculado mientras que, sólo para L. ceres se encuentran diferencias en el grado de 

descomposición entre ambos tipos de hojarasca, siendo éste más activo al crecer sobre hojarasca 

de la especie exótica L. lucidum, lo que estaría principalmente asociado a una mayor actividad 

MnP. 

 

- El cultivo de M. haematocephalus BAFC 4531 bajo condiciones en estado sólido (SSF) sobre hojas 

senescentes de C. tala es un sistema prometedor para la producción de β-glucosidasas. 

 

- La relación C alquilo/C O-alquilo es un predictor fidedigno de la extensión de la degradación de  

hojas senescentes de C. tala y L. lucidum por los LDF ensayados. 

 

- El reemplazo de comunidades vegetales nativas presentes en áreas forestales de la región del Delta 

del Río Paraná y la Ribera Platense por plantas invasoras como L. lucidum puede condicionar la 

composición química del mantillo de los suelos y alterar la actividad de la microbiota de estos 

ambientes asociada al proceso de degradación y humificación.  
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- Los LDF saprótrofos G. luxurians BAFC 2013 y H. fasciculare BAFC 4546, y el LDF 

ectomicorrícico X. chrysenteron BAFC 1760 toleran el surfactante NP10EO a concentraciones de 

hasta 10 g/L. 

 

- Mientras que G. luxurians BAFC 2013 y H. fasciculare BAFC 4546 resultaron eficientes en la 

remoción del surfactante luego de 15 días de ser cultivados en placa de Petri, X. chrysenteron BAFC 

1760 no fue capaz de eliminarlo. 

 

- Los mayores porcentajes de remoción se encontraron con H. fasciculare BAFC 4546 a 0,1 g/L de 

surfactante (88,8 ± 1,76%) con una eficiencia de degradación que disminuyó a concentraciones 

crecientes de NP10EO. Sin embargo, este aislamiento presentó una considerable remoción 

incluso a altas concentraciones del mismo (10 g/L; % de remoción: 38,3 ± 7,9). 

 

- El NP10EO estimuló la producción de lacasa en LDF seleccionados que demostraron capacidad 

de degradar este surfactante es decir, G. luxurians BAFC 2013 y H. fasciculare BAFC 4546, así como 

también incrementó la producción de MnP en H. fasciculare BAFC 4546. 

 

- Los polietoxilatos de nonilfenol son degradados por LDF seleccionados a través de mecanismos 

que involucran la eliminación de los homólogos con menor número de grupos etoxi. 

 

- Aunque la hojarasca de L. lucidum es un soporte de imnovilización del surfactante NP10EO, los 

LDF G. luxurians BAFC 2013 y H. fasciculare BAFC 4546 son capaces de removerlo de esta matriz, 

incluso después de un periodo de 30 dias de incubación. 
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PERSPECTIVAS FUTURAS 

En base a los resultados y conclusiones obtenidos en esta Tesis, se sugieren algunas ideas para 

futuros estudios: 

- Ensayar el crecimiento de los aislamientos LDF y la producción de enzimas extracelulares 

lignocelulolíticas en otras especies vegetales, tanto nativas como exóticas, en cultivos puros y en 

co-cultivo con otros organismos que participan del proceso de degradación y humificación de 

hojarasca (por ej. bacterias). 

 

- Con el fin de dilucidar los mecanismos involucrados en la remoción de NPnEOs por los LDF 

seleccionados, sería aconsejable la identificación de los productos de degradación por técnicas 

analíticas complementarias, como GC-MS. 

 

- Debido a la remarcable capacidad de remoción del NP10EO evidenciada por estos hongos, 

incluso en presencia de altas concentraciones del surfactante, sería importante evaluar el efecto 

que tiene el agregado de diferentes agentes químicos en el proceso, como pueden ser mediadores 

de la actividad lacasa (ABTS, HBT, ácido p-cumárico, ácido ferúlico, vainillina, entre otros). 

 

- Evaluar la toxicidad de los metabolitos generados durante la transformación de NP10EO por los 

LDF estudiados utilizando diferentes sistemas biológicos como bioindicadores (por ejemplo 

peces, lombriz de tierra, semillas de plantas hortícolas y hongos). 

 

- Por último, evaluar la capacidad de los aislamientos LDF seleccionados de crecer en condiciones 

de no esterilidad con miras de acompañar el sistema de hojarasca inoculada con hongo en otros 

sistemas de tratamiento tradicionalmente empleados, como son los barros activados. 
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ANEXO 

Medios de cultivo  

En todos los casos los medios fueron esterilizados con autoclave a 121°C durante 15 min. 

 

Agar extracto de malta (MEA) 

Extracto de malta 12 g/L; Glucosa 10 g/L; Agar 20 g/L; Agua destilada 1 L. 

 

Medio Basal 

MgSO4·7H2O 0,5 g/L; KH2PO4 0,5 g/L; K2HPO4 0,6 g/L; Tiamina 0,1 mg/L; Biotina 0,05 mg/L; 

CuSO4·5H2O 0,4 mg/L; MnCl2·4H2O 0,09 mg/L; H3BO3 0,07 mg/L; Na2MoO4·2H2O 0,02 mg/L; FeCl3 

1 mg/L; ZnCl2 3,5 mg/L; Agua destilada 1 L. 

 

Glucosa-Asparagina (GA) 

Glucosa 10 g/L; Asparagina monohidrato 4 g/L; Medio Basal 1 L (composición detallada en el 

Capítulo 1). Para la preparación del medio GA agarizado, se agrega Agar 20 g/L. 

 

Medio Glucosa Asparagina suplementado con NP10EO (GA-NP10EO) 

Al medio GA (5.3.9.1.), se le adicionó NP10EO a una concentración final de 1 g/L y 

posteriormente, se esterilizó con autoclave a 121°C durante 15 min  Para la preparación del medio GA-

NP10EO agarizado, se agregó Agar 20 g/L. 

 

Buffers 

TAE (Tris-Ácido acético-EDTA) 

Agarosa 1,8 g; TAE 1X 120 mL; Bromuro de Etidio 6 µL. 

 

Acetato de sodio  
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Ácido acético 0,2 M 20 mL; Acetato de sodio 0,2 M 30 mL; Agua destilada 100 mL; pH 4,8.  

Ácido acético 0,2 M 46,3 mL; Acetato de sodio 0,2 M 3,7 mL; Agua destilada 100 mL; pH 3,6. 

 

Buffer Universal 

20 mL de solución stock (8,9 g de fosfato disodio dihidrato; 7 g de ácido cítrico monohidrato; 3,54 

g de ácido bórico, 243 mL de hidróxido de sodio 1N; 1 L agua destilada) se le agrega un volumen de 

ácido clorhídrico 0,1 N según el pH deseado (Tabla 13), y se completa a 100 mL con agua destilada. 

 

Tabla 13. Preparación del Buffer Universal 

 

Clark y Lubs  

Ácido bórico 0,1 M y Cloruro de potasio 0,1 M 50 mL; Hidróxido de sodio 0,1 M 40,8 mL; Agua 

destilada 100 mL; pH 9,8. 

 

Succinato de sodio  

Ácido succínico 0,2 M 25 mL; Hidróxido de sodio 0,2 M 18,3 mL; Agua destilada 100 mL; pH 4,5. 

 

Tartrato de sodio 

Ácido tartárico 0,2 M 25 mL; Hidróxido de sodio 0,2 M; Agua destilada 100 mL; pH 3. 
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Carbonato-Tartrato 

Carbonato de sodio 200 g, Tartrato de sodio (dihidrato) 12 g, Agua destilada 1 L. 

 

Reactivos 

El NP grado técnico (85% 4-NP, Fluka, Suiza), una mezcla de 4-NP1EO y 4-NP2EO (Igepal CO-

210, Aldrich, EE.UU.) y el NP10EO (NPnEO con 10 unidades de óxido de etileno en promedio), fueron 

usados como analitos standard. El ciclohexano, hexanos (95% n-hexano/5% isómeros ramificados) y 2-

propanol fueron de calidad HPLC (J.T.Baker, NJ, USA). Metanol (MeOH), y acetato de etilo (AcEt) 

grado HPLC (Merck, Darmstadt, Alemania). Ácido acético glacial, (J. T. Baker, Estados Unidos).Ácido 

clorhídrico (36,5%), (Mallinckrodt-Baker, México). 

 

Reactivo de Burger 

El reactivo de Burger fue preparado con 1,7 g de oxinitrato de bismuto (Bi5O(OH)9(NO3)4) disuelto 

en 220 mL de ácido acético glacial (CH3COOH), 40 g de ioduro de potasio (KI) y posteriormente llevado 

a un volumen final de 1 litro con agua destilada. A 10 mL de esta solución madre se le agregaron 1 mL 

de ácido ortofosfórico (H3PO4), 10 mL de etanol (C2H5OH) y 5 mL de cloruro de bario (BaCl2) 20% 

(p/v). 
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