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RESUMEN

Miles de toneladas de tintes textiles son descargados anualmente en efluentes por la
ineficiencia de los procesos de tefiido ocasionando un severo problema ambiental. Estos
tintes son potencialmente carcinogénicos, toxicos. inhiben procesos biolégicos v ocasionan
cambios fisicos y quimicos perjudiciales en los cuerpos de agua. Debido a que son de alta
estabilidad quimica. encontrar un tratamiento efectivo y barato es un inmenso desafio por lo
que decoloracion biologica se presenta como la alternativa mas adecuada. En el presente
trabajo se propuso el emplco dec basidiomicetos. por ser los principales organismos
decoloradores, y el uso sistema de hiopeliculas por ofrecer resistencia al estrés, mayor
sobrevivencia y cooperacion metabdlica. Se aislaron basidiomicetos a partir de cuerpos
fructiferos y se seleccionaron las dos mejores a partir de un tamizado en medio sélido con
colorante v pruebas de hidrofobicidad para llevar a cabo los procesos de decoloracion en
medio liquido. Las cepas elegidas fueron "LMBTMI™ y "LMBTMS™ que mediante
identificacion molecular corresponden a los basidiomicetos ligninoliticos Ceriporia
lacerata y Trametes polyvzona respectivamente. Ocho tintes azoicos fueron evaluados en un
medio de decoloracién de condiciones limitantes previamente seleccionado con 400 ppm de
tinte azoico. Remazol Negro presentd una decoloracion espontanea atipica y Levafix Rojo
cambios quimicos que requieren estudios mas complejos v no se consideraron para
experimentos de cinética de decoloracion. Respecto a los otros tintes, los mayores
porcentajes de decoloracion se dieron en Azul Brillante y Svnozol Turquesa principalmente
y evidenciaron ademds cambios notorios en los espectros de absorcidn. En todos los
experimentos de decoloracion LMBTMS resultd ser superior a LMBTMI, y las
biopeliculas de 72 horas de crecimiento resultaron ser mejores decoloradoras que las de 48
horas en ambas cepas. Finalmente se evalud la decoloracion en efluentes simulados a
distintos pHs y efluentes reales, alcanzando los mayores porcentajes con biopeliculas de

LMBTMS.

Palabras claves: biopeliculas, basidiomicetos, decoloracion. tintes azoicos.



ABSTRACT

Thousands of tons of textile dves are discharged annually through effluents because of
inefficiency of dying process causing a severe environmental problem. These dyes are
potentially carcinogenic, toxic, inhibit biologic process and cause chemical and physical
changes in water bodies. Due to their stability. finding an efficient and low cost treatment is
a huge challenge and this is why biologic decolorization is the most adequate alternative.
The present work proposed the use of basiodiomycetes, because they are the most
important decolorizing organism. and the use of biofilms for offering resistance to stress,
higher surviving, and metabolic cooperation. Basiodiomycetes was isolated from fruit
bodies and the two best strains was selected, taking into account results of screenings and
hydrophobicity experiments, to carry out decolorization experiment in liquid media.
Selected strains “LMBTMI™ and “"LMBTMS™ were Ceriporia lacerata and Trametes
polyzona respectively according to molecular analysis. Eight azo dyes were evaluated in a
previously selected decolorization media with 400 ppm of dye. Remazol Black presented
spontancous decolorization and Levafix Red evidenced chemical changes which both
require deeper and more complex studies and were not considered for kinetic decolorization
experiments. Respect to other dyes, higher decolorization percentage was performed mainly
in Brilliant Blue and Synozol Turquoise and both evidenced visible changes on their
absorption spectrum. LMBTMS was superior among all the experiments and biofilms of 72
hours of growth were better than biofilms of 48 hours of growth. Finally, decolorization in
simulated effluent to different pHs and in real effluents were evaluated, performing higher

decolorization percentages in biofilms of LMBTMS.

Key words: biofilms, basiodiomycetes, decolorization, azo dyes.



I. INTRODUCCION

La industria textil se ha convertido en una preocupacion cada vez mds alarmante debido
a los problemas ambientales que ésta genera (Solis et al. 2012; Rodriguez-Couto 2013).
Esto es debido a que alrededor de [0 a 15 por ciento de los tintes sintéticos, que se
emplean en procesos de tefiidos. se pierden v se liberan como efluentes (Wesenberg et
al. 2003: Zaharia y Suteu 2010). Se calcula que a nivel mundial 280 000 toneladas de
tintes textiles son descargadas anualmente (Solis et al. 2012; Pereira y Alves 2012; Ali et
al. 2013). Los tintes azoicos son los mas usados en la industrial textil y representan el

60% de los tintes totales con una significativa diversidad estructural (Stolz 2001).

Estos efluentes textiles tienen impactos adversos en términos de carbono organico total
(COT), demanda biologica de oxigeno (DBO). demanda quimica de oxigeno (DQO),
solidos suspendidos, salinidad. color. rango de pH y concentracion de metales pesados y
de componentes orgdnicos recalcitrantes, como los tintes azoicos (Rybicki et al. 2004;
Chacko v Subramaniam 2011: Ratna y Padhi 2012; Solis et al. 2012; Pereira y Alves
2012). Estos aspectos traen consigo efectos perjudiciales como inhibicion de fotosintesis
de algas y plantas acudticas, problemas de reoxigenacion del agua, toxicidad para la
flora, la fauna y los seres humanos (Zaharia et. al. 2009; Zaharia y Suteu 2010; Solis et
al. 2012; Pereira y Alves 2012). Ademas. si los tintes se descomponen anaerobicamente
y ocurre una ruptura de los enlaces azo se generan aminas aromaticas que son muy
toxicas, carcinogénicas y mutagénicas como por la bencidina, naftaleno y otros
compuestos aromaticos (Wesenberg et al. 2003; Chacko y Subramaniam 2011; Zaharia y
Suteu 2010: Schneider et al. 2004). Esto ha sido confirmado mediante estudios en
especies Utiles para evidenciar mutaciones como Allium cepa, en donde se han
confirmado aberraciones cromosomicas ante la presencia de efluentes textiles (Carita y

Marin-Morales 2008; Ratna y Padhi 2012).



Debido a que estos tintes sintéticos han sido mejorados para proporcionar un alto grado
de estabilidad son resistentes a la degradacion por luz, agua, jabon, agentes quimicos
que incluyen agentes oxidantes, y agentes bioldgicos como la actividad microbiana

(Robinson et al. 2001; Keharia y Madamwar 2003).

Por esa razon se han propuesto distintos métodos fisico-quimicos y biologicos para la
remocion de los tintes a escala industrial (Solis et al. 2012; Bagewadi et al. 2011). La
seleccion del método més apropiado se basa en ventajas a nivel de economia, viabilidad
y eficiencia del mismo (Robinson 2001; Ratna y Padhi 2012). A pesar de que muchos de
los tratamientos fisicos y quimicos empleados son efectivos, resultan demasiado
costosos y dejan residuos, creando la necesidad de una disposicion final de los mismos y
costos adicionales de operacion (Ghoreishi 2003; Crini 2006; Chacko y Subramaniam
2011; Solis et al. 2012; Ratna y Padhi 2012: Rodriguez-Couto 2013). Frente a esto, la
degradacion biologica de los mismos es una alternativa amigable con el ambiente. Las
bacterias poseen azoreductasas para degradar los tintes. Sin embargo los productos
finales resultan ser toxicos y se requiere etapas adicionales para culminar el tratamiento
(Puvaneswari et al. 2006). Ante ello se han hecho evidentes las ventajas ofrecidas de los

hongos que llevan a cabo una degradacion aerdbica oxidativa (Martins et al. 2003).

De los hongos en general. los basidiomicetos de madera caida de pudricion blanca son
los microorganismos mas eficientes a la degradacion de tintes debido a que producen
varias isoformas de oxidasas extracclulares no especificas incluyendo lacasas,
peroxisadas dependiente de Mn y lignina peroxidasa, las cuales estan involucradas en la
degradacion de lignina (Selvam et. al. 2003: Wesenberg 2003; Rodriguez-Couto y Toca
2006; Rodriguez-Couto 2013). Este sistema ligninolitico esta directamente involucrado
en la degradacion de varios componentes xenobidticos y tintes similares a la estructura

de lignina (Wesenberg et al. 2003; Mendonga et al. 2010; Rodriguez-Couto 2013).

Es por todo lo anteriormente mencionado que el tratamiento de efluentes textiles se ha
convertido en un desafio enorme desde décadas pasadas, y hasta la actualidad se busca

un tratamiento y método mucho mas eficiente, economicamente atractivo y

ta



ambientalmente amigable (Solis et al. 2012). Surge asi la necesidad de continuar la
bisqueda de nuevas cepas y especies de hongos ligninoliticos aprovechando la gran
biodiversidad existente en el Per(, asi como desarrollar un proceso de fermentacion
mediante el cual se pueda optimizar la habilidad de estos hongos en beneficio del

ambiente.

Se plantea el uso de biopeliculas de basidiomicetos, como estrategia de tratamiento de
decoloracion de tintes azoicos. que tiene como propdsito aprovechar las ventajas
presentes en éstas (Ramage et al. 2012) para establecer un proceso innovador ain no

probado en el pais.

(9%}



OBJETIVOS

Objetivo general

Aislar y seleccionar una cepa de basidiomiceto capaz de decolorar tintes azoicos y

formar biopeliculas sobre un soporte solido.

Objetivos especificos

e Aislar basidiomicetos a partir de basidiocarpos obtenidos de distintas localidades
de la Selva.

¢ Realizar tamizado de basidiomicetos para evaluar la actividad decoloradora de
tintes azoicos.

e Desarrollar un protocolo de formacion de biopeliculas de basidiomicetos.

e Establecer cinéticas de decoloracion de medios coloreados.

o Identificar molecularmente las cepas seleccionadas.



II. REVISION DE LITERATURA

2.1 TINTES AZOICOS

Los tintes son compuestos organicos sintéticos que se adhieren a un sustrato dado y que son
usados en muchas industrias, especialmente en las textiles (Zollinger 2003; Pereira y Alves
2012). Desde hace varias décadas se han comercializado con nombres que se componen de
tres partes. La primera es el nombre que indica la clase de tinte y su manufactura. La
segunda es el color, por ejemplo rojo, azul o amarillo. La tercera parte pueden ser letras que
indican tonalidad, cualidades especiales o niimeros en porcentaje que indican intensidad

(Giles et al. 1989; Christie 2001).

De todos los tintes, los azoicos conforman la clase de colorantes organicos mas
importantes. Su importancia radica en que son capaces de proveer una alta intensidad de
color respecto a otros tintes y una gran variedad de tonalidades. Asimismo, por el método
de sintesis con el que se obtienen, resultan los mas efectivos en términos de costos. Es por
ello que son los mas empleados en aplicaciones. Como su nombre lo sugiere, éstos
contienen una estructura comun de enlace azo (-N=N-) y pueden contener un solo grupo

azo o muchos mas (Christie 2001).

La recalcitrancia y alta estabilidad quimica de estos tintes frente a agentes externos puede
explicarse por la caracteristica de generar una deficiencia de electrones, lo que hace el
compuesto menos susceptible al catabolismo oxidativo (@llgaard et al. 1998). Por ello, sin
un adecuado tratamiento. estos tintes pueden permanecer en el ambiente por un largo

periodo de tiempo (Zaharia y Suteu 2010; Rodriguez-Couto 2013).



2.2 DECOLORACION MICROBIANA

La biorremediacion es el uso de técnicas microbianas para enfrentar la polucién. Esta
propone la decoloracion microbiana como la alternativa mas amigable con el ambiente y
relativamente menos costosa (Saratale et al. 2011 Solis et al. 2012) como alternativa de
solucion frente al contexto actual en el que la contaminacién ambiental es un problema
global urgente (Wu et al. 2012). Este proceso de decoloracion puede ocurrir mediante dos
vias principales que juegan roles muy importantes: biosorcion o degradacion enzimatica, o
la combinacion de ambas (O’Neill 2000; Fu y Viraraghavan 2001; Ali et al. 2010; Solis et
al. 2012; Khan et al. 2012).

La biosorcion es la adsorcion que ocurre en biomateriales (Khan et al. 2012) y puede ser
definida como un proceso en el que solidos de origen natural son empleados para el

secuestro o separacion de solidos de efluentes (Bagewadi et al. 2011).

La biomasa de algas. levaduras. hongos filamentos y bacterias han sido usadas para
remover tintes por biosorcion. La capacidad de la biosorcion se atribuye a los
heteropolisacéridos y componentes lipidicos de las paredes de la célula, los cuales
contienen diferentes grupos funcionales que incluyen grupos amino, carboxilo, hidroxilo,
fosfato y otros grupos cargados causando fuerte atraccion entre los tintes azoicos y las

paredes celulares (Solis et al. 2012).

Por otro lado. la biodegradacion es el cambio quimico de materiales organicos por
microorganismos u otros agentes biologicos que ocurre por biotransformacion enzimatica

(Saratale et al. 201 1; Khan et al, 2012).

La capacidad de los hongos de adaptarse a fuentes variadas de carbono y nitrégeno, que es
importante para su sobrevivencia, se debe a que poseen enzimas capaces de degradar
complejas estructuras quimicas. El sistema enzimatico encargado de llevar a cabo la

biodegradacion de tintes azoicos es el sistema ligninolitico. (Saratale et al. 2011).



Ambos procesos, biosorcion y biodegradacion. pueden ocurrir acoplados permitiendo
alcanzar grandes eficiencias de decoloracion por actividad microbiana (Seyis y Subasioglu
2008). Se ha reportado que estos procesos se dan en etapas iniciadocon la biosorcion de los
tintes hasta alcanzar un equilibro y continuando con la degradacion de los mimos por varios
dias (Fu y Viraraghavan 2001: Ali et al. 2010). Este es un mecanismo evidenciado en
actinomicetos, ascomicetos y en hongos de pudricion blanca (Fu y Viraraghavan 2001,
Bagewadi et al. 2011). Asi mismo. los materiales organicos adsorbidos y depositados en
agregados microbianos son frecuentemente fuentes de nutrientes que son convertidas en

materiales celulares (Wu et al. 2012).

Los factores que influyen en las eficiencias de decoloracion son la cepa seleccionada (Khan
et al. 2012; Saratale et al. 2011) y la presencia de los mismos tintes, la salinidad, las

variaciones de pH y el contenido de componentes organicos (Osma 2010; Solis et al. 2012).

2.3 BASIDIOMICETOS DECOLORADORES

2.3.1 Basidiomicetos ligninoliticos

Los basidiomicetos son hongos filamentosos que forman cuerpos fructiferos. Durante la
mayor parte de su existencia viven como simple micelio. creciendo en el suelo, en los
desechos de hojas o en los troncos y desarrollan cuerpos fructiferos, llamados
basidiocarpos. cuando las condiciones del medio son favorables (Madigan et al. 2010).
Ellos poseen la habilidad de adaptarse a condiciones adversas en el entorno actuando como

degradadores de lignocelulosa naturalmente (Mendonga et al. 2010).

Los basidiomicetos incluyen grupos ecolégicos muy diferentes entre los que destacan los
hongos de pudricion de madera, también Ilamados hongos del decaimiento, que son los
principales descomponedores de la madera por su capacidad de degradar paredes de células
lignificadas. Salvo ciertos ascomicetos. todos los hongos que atacan la madera son

basidiomicetos que pertenecen principalmente a Agaricales, Hymenochaetales, Polyporales



y Russulales (Gherbawy y Voigt 2008). Debido a su sistema enzimatico se les divide como
hongos de pudricion blanca, de la pudricion parda y los hongos de hojarasca (Mendonga et

al. 2010).

La importancia de los basidiomicetos de decaimiento de madera radica en que son
degradadores de lignina o ligninoliticos y poseen enzimas de baja especificidad (Mendonga
et al. 2010) por lo que pueden utilizarse en la degradacion de tintes azoicos y de una
variedad de compuestos aromaticos refractarios (Ruiz-duefias y Martinez 2009). Por esta
razon, estos hongos son capaces de llevar a cabo la biodegradacion de compuestos

organicos recalcitrantes. lignina y otros compuestos aromaticos (Pércz et al. 2002).

La degradacion de lignina descrita ha sido ampliamente reportada por los hongos de
pudricion blanca por varias décadas. a tal punto de poder alcanzar la despolimerizacion e
incluso la mineralizacion de lignina a dioxido de carbono y agua (Ten Have y Teunissen
2001; Shah y Nerud 2002; Radha et al. 2005). La especie Phaneorochaete chrysosporium
es la que ha sido mas estudiada por su sistema ligninolitico bajo condiciones limitantes de
nitrégeno y carbono (Singd y Chen 2008; Fu y Viraraghavan 2001). Por tal razon, muchos
estudios se han encaminado a utilizar medios de cultivo que cumplan con estas condiciones.
Asi mismo, la busqueda de nuevos hongos de pudricion blanca con sistemas ligninoliticos
eficiente continta (Tekere et al. 2001) y han sido reportados diversos estudios entre los que
destacan Bjerkandera adusta (Lebrun et al. 2011), Pycnoporus sanguineus (Eugenio et al.
2009), especies de Trametes (Levin v Forchiassin 2001, Takamiya et al. 2008, Lebrun et al.

2011) y diversas especies de Pleurotus ( Martinez 2001; Santoyo et al. 2008).

Los basidiomicetos que causan el decaimiento de madera de pudricion parda pueden
también descomponer la lignina (Ali et al. 2010). Ellos degradan la celulosa y hemicelulosa
en la madera, dejando un residuo oscuro de lignina tipicamente pardo que les da el nombre
(Espejo et al. 1990; Schilling et al. 2013). Por lo tanto, son capaces de degradar tintes,

ofreciendo otra alternativa para el tratamiento de colorantes (Gomaa et al. 2009).



2.3.2 Enzimas ligninoliticas

Tres tipos de enzimas extracelulares pueden encontrarse en el sistema ligninolitico de
basidiomicetos: polifenoloxidasas, peroxidasas y una oxidasa generadora de H,O,. Dentro
de estos grupos. las principales enzimas son las lacasas, lignina-peroxidasa y peroxidasas

dependientes de Mn.

Las lacasas pertenecen a la familia de las oxidasas. Catalizan la oxidaciéon de varios
sustratos con la reduccion simultdnea de oxigeno molecular a agua (Mendonga et al. 2010).
Son generalmente las primeras enzimas ligninoliticas secretadas por el hongo que
normalmente oxidan solo los compuestos de lignina con un grupo fendlico libre, formando
radicales fenoxi de bajo peso molecular como mediadores (Rodriguez Couto y Toca 2006).
Por otro lado. las lignina peroxidasas pertenecen a la familias de las oxidorreductasas
(Martinez et al. 2005). Son dependientes de H,O- y capaces de oxidar una variedad de
sustratos reductores, incluyendo sustratos poliméricos (Mendonga et al. 2010). Por ultimo,
las peroxidasas dependiente de Mn, que pertenecen también a las oxidorreductasas, estan
presentes ¢n |a mayoria de los hongos de pudricion de madera (Hofrichter1 999; Martinez et

al. 2005).

Muchas especies de hongos ligninoliticos solo producen dos de ellas, siendo lo mas usual la
combinacion de las actividades de lacasa y peroxidasa dependiente de Mn (Rojas et al.

2010; Rodriguez et al. 1999).

2.3.3 Aislamiento de basidiomicetos ligninoliticos

El aislamiento de basidiomicetos ha sido siempre uno de los mayores desafios, ya que
dificilmente crecen en medio sintético pues dependen de factores muchas veces
inexplicables (Labeda 1990; Adam y Samson 2011). Este puede ser llevado a cabo a partir
del suelo con la posibilidad de encontrar estructuras miceliares, basidiosporas o partes del

cuerpo fructifero (Booth 1971; Fries 1987: Thorn et al.1996).



La coleccion de muestras de basidiomicetos debe considerar varios puntos. Por ejemplo, de
ser posible se debe colectar varios estadios de desarrollo de los cuerpos fructiferos, desde
botones hasta basidiocarpos maduros completos en la medida de lo posible. Dependiendo
del cuerpo fructifero, puede usarse un cuchillo muy fuerte para hongos de madera y tubos
o frascos para guardar los especimenes mas débiles. Incluso debe conservarse en la medida

de lo posible la parte basal para no destruir las estructuras (Booth 1971; Aneja 2003).

Figura 1. Principales partes de un cuerpo fructifero de basidiomicetos (Huffman et al

2008).

A Sombrero
, Velo unnversal -~

Respecto al aislamiento por cuerpo fructifero. éste debe ser cortado en pequefios trozos con
ayuda de un bisturi bajo las condiciones mas estériles posibles. Si el basidiomiceto
proviene de la madera es recomendable retirar la piel externa previamente. Respecto a los
basidiomicetos acuosos, es muy probable que contengan bacterias a pesar de emplear
similares métodos, ya que estan presentes internamente y crecen masivamente en el medio

de cultivo (Zhingiang 2005)

Se debe cultivar las zonas fisiologicamente mas activas. Un ejemplo son las estructuras
formadoras de basidiosporas (Booth 1971). Otra zona activa son los dpices del tallo o

estipite del basidiocarpo pues al estar conectado con la parte superior del cuerpo fructifero
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0 en la base, ya que pueden estar mas activas por el transporte de nutrientes (Aneja 2003;

Zhinqgiang 2005).

El medio de aislamiento empleado para el aislamiento de basidiomicetos es un medio
selectivo que evita el crecimiento de organismos no deseados. Para ello, el empleo de
benomil es necesario y ha sido ampliamente utilizado. Este, inhibe el crecimiento de
ascomicetos como Penicillium, Alternaria. Colletrotrichum, Rhizopus, Cladosporium
(Thorn et al. 1996). Adicionalmente se emplea lignina alcalina como compuesto que
promueva el crecimiento de organismos ligninoliticos y guaiacol. que actia como indicador
colorimétrico de las enzimas que actian sobre la lignina como las peroxidasas y las lacasas
produciendo un color marron rojizo (Mueller et al. 2004; Barrasa et al. 2009; Patrick et al.
2008; Theerachat et al. 2012; Hwang 2008). Se ha reportado incluso que el guaiacol puede
inducir la produccion de las enzimas ligninoliticas en Trametes versicolor y Pleurotus
sajor-caju (Patrick et al. 2008). Asi mismo se pueden usar antibidticos para evitar la
proliferacion de bacterias (Dietrich y Lamar 1990). Otro inductor de estas enzimas es el

etanol (Malarczyk, 2003).

Si se logra el desarrollo de micelio en medio sintético y se desea corroborar la presencia de
basidiomicetos se puede considerar caracteres diagnosticos como la presencia de hifas
septadas o de fibulas (Hood 2006). Las fibulas se generan cuando células dicarioticas
experimentan divisiones conjugadas y alcanzan un micelio dicaridtico (Karnataka 2001).
Sin embargo, estas estructuras no estan siempre presentes y los caracteres diagndsticos no
son fiables siempre por lo que la mancra mas segura de identificar un basidiomiceto es

mediante analisis moleculares (Hood 2006).



Figura 2. Diagrama de la formacion de fibulas en basidiomicetos (Swann 1999)

2.3.4 Tamizado de basidiomicetos decoloradores

Un aspecto importante es desarrollar procedimientos para evidenciar caracteristicas
metabolicas mediadas por enzimas. Uno de estos procesos es conocido como tamizado o

“screening” (Crueger y Crueger 1990).

Por décadas los métodos de seleccion de microorganismos degradadores de colorantes eran
cultivos liquidos (Rojas et al. 2010). Luego. se implementd un método rapido y eficiente: la
decoloracion en placa como método de seleccion primaria. Este mecanismo permite elegir
hongos capaces de degradar colorantes textiles, e incluso aquellos que se encuentren en el
suelo (Novotny et al.2001). Sin embargo. existen diferencias en la decoloracion, tiempo y
capacidad, las cuales son dependientes de la estructura de colorantes, la especie de hongos

y medios de cultivo utilizados (Rojas et al. 2010).



2.4 EFLUENTES TEXTILES

Los efluentes textiles representan un scrio problema que preocupa a grandes partes del
mundo (Osma et al. 2010). Su composicion estd determinada por los tipos de procesos
industriales involucrados, el tipo de fibra textil y los quimicos usados. Los efluentes
contienen generalmente un gran nimero de componentes como demostrd en un reporte en
el que se determind la presencia de 304 componentes, 94 estructuras parciales y 107
componentes desconocidos (Alaimo et al. 1990). Los principales contaminantes son
compuestos aromaticos, hidrocarburos halogenados y metales. Asi mismo, se pueden
encontrar efluentes de distintos pHs que pueden ir desde pH 4 hasta pH 12, y de distinta
concentracion de sélidos suspendidos, desde 30 ppm a 400 ppm y casos extremos poco

comunes de 1000 ppm (O’Neill et al. 1999).

Los tratamientos fisico o quimicos e incluso tratamientos biologicos convencionales han
resultado ineficientes en la remocion de tintes de los efluentes por lo que, se han estudiado
muchos hongos que pueden decolorar y/o biosorber diversos tintes (Fu y Viraraghavan
2001). Sin embargo, se ha reportado que la estabilidad y la capacidad catalitica de las
enzimas pueden decrecer considerablemente debido a una amplia variedad de condiciones
ambientales de los efluentes (Osma et al. 2010) lo cual hace necesario proponer nuevas

técnicas (Moilanen et al. 2010).

A nivel de laboratorio se han planteado el uso de efluentes simulados. El uso de éstos
facilita el analisis de los tratamientos sin interferencia de las mayores fluctuaciones de los
efluentes reales y considerando los principales componentes. Muchos cientificos los han
usado para investigar nuevas tecnologias de tratamiento (O'Neill et al. 1999). Estos son
formulados teniendo en cuenta especificaciones de las empresas textiles (Osma et al. 2010)
o considerando los componentes mas comunes como tintes azoicos hidrolizado, almidon

modificado, acido acético, sales traza y nutrientes (O'Neill et al. 2000; Martins et al. 2003).



2.5 BIOPELICULAS MICROBIANAS

2.5.1 Definicion y ventajas de las biopelicula

Las biopeliculas son definidas como comunidades de microorganismos adheridos a una
superficie bidtica o abidtica con caracteristicas fenotipicas distintas al estado plancténico,
que incluyen interacciones complejas de procesos fisicos y biologicos (O'Toole et al. 2000;

Donlan 2002; Gutiérrez-Correa v Villena 2003).

Las ventajas de las biopeliculas incluven proteccion del ambiente, resistencia a estrés
quimico y fisico y coopcracion metabdlica asi como capacidad de sobrevivencia frente a
condiciones adversas (Jabra-Rizk 2004; Ramage et al. 2012). Pueden tambi¢n establecer un
mejor contacto con el medio circundante. capturar eficientemente los nutrientes y evitar el
excesivo crecimiento de biomasa. Ademads, se han reportado caracteristicas fisiologicas
especiales en las biopeliculas asociadas a una mayor actividad metabdlica y mejor
comunicacion célula-célula. (Villena y Gutiérrez-Correa 2003; Prewitt et al. 2008; Villena

et al. 2010: Gutiérrez-Correa et al. 2012).

Los hongos filamentosos son por ejemplo microorganismos naturalmente adaptados al
crecimiento en superficies v en estas condiciones ellos muestran un comportamiento

fisiologico respecto al cultivo sumergido (Gutiérrez-Correa y Villena 2003).

2.5.2 Adhesidn a superficie e hidrofobicidad

La formacién de biopeliculas incluyen pasos que como la adhesion de células microbianas
a una superficie s6lida conocida como soporte (Lens et al. 2003; Villena y Gutiérrez-Correa
2007). Las propiedades fisicas del soporte como hidrofobicidad, carga electrostatica y
rugosidad son importantes en los pasos iniciales de adhesion para formar biopeliculas de

bacterias, levaduras y hongos filamentosos (Gutiérrez-Correa y Villena 2003).



La hidrofobicidad de los microorganismos es igual de importante que la del soporte para la
formacion de biopeliculas (Shunmugaperumal 2010). En hongos filamentosos, la adhesion
es mediada principalmente por una clase de proteinas anfipaticas pequefias Ilamadas
hidrofobinas que son producidas por ascomicetos, basidiomicetos y eventualmente por
zigomicetos. Adicionalmente se ha reportado que adhesivos que participan en la adhesion a
superficies (Gutiérrez-Correa y Villena 2003; Siqueira y Lima 2013). Con este aspecto es
importante determinar la hidrofobicidad de superficies fUngicas para seleccionar cepas

formadoras de biopeliculas (Borghi et al. 2011).

La hidrofobicidad ha sido medida de diversas formas pero muchas han estado sujetas a
criticas. Un ejemplo es el “método del angulo de contacto™ que ha sido ampliamente usado
y que expresa la hidrofobicidad en términos de angulo de contacto formado por una gota de
agua pura sobre una superficie. Sin embargo. es dificil establecer resultados reproducibles
y por lo tanto muchas veces se recurre a otras técnicas que permitan expresar

hidrofobicidad (Lens et al. 2003).

Otro método es “el tiempo de penetracion de la gota de agua™ que es una medida de la
persistencia de la hidrofobicidad y que toma en cuenta el tiempo que toma una gota en

penetrar o esparcirse sobre una superficic (Letey et al. 2000).

Un método alternativo fue usado por Stringer y Timberlake (1995) en el que las gotas
empleadas eran de detergentes. Partiendo de estc método, la hidrofobicidad en Aspergillus
niger y Trichodermu reesei fue analizada por Villena et al. (2001) para evaluar ambas
cepas como formadoras de biopeliculas y productoras de enzimas. Estos métodos se basan
en la resistencia que presentan las hifas del micelio a la expansion de la gota y que da una

medida cualitativa de hidrofobicidad.

Un método reciente para determinar hidrofobicidad en hongos es el “test del porcentaje de
alcohol”. Este se basa en que tedricamente cuando una gota penetra 0 moja una superficie
quiere decir que la tension superficial de ésta es menor que la de la superficie. Caso

contrario. si la tension superficial de la gota es mayor entonces se mantendra en la
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superficie. Por lo tanto, si una seric de soluciones que proveen diferentes tensiones
superficiales se preparan y se ponen en una superficie. aquellas con mayor tensién
superficial tenderdn a mantenerse v contribuir a un mayor grado de hidrofobicidad,
mientras que las soluciones de menor tension superficial tenderan a penetrar o esparcirse en
la superficie por el bajo grado de hidrofobicidad. Bajo esta premisa el “test de porcentaje de
alcohol™ se desarrollé teniendo en cuenta que el alcohol tiene menor tension superficial
(0.0219 N/m) que el agua (0.0719 N/m)} y que al colocar mezclas de estas soluciones con
diferentes concentraciones, se podria determinar aquella de concentracion mas baja de
etanol que penetra o que moja la superficie vy considerarla como indicador de
hidrofobicidad. A mayor concentracion de etanol que nopenetre la superficie, habrd un

mayor grado de hidrofobicidad (Letey et al. 2000; Chau et al. 2010).

2.5.3 Biopeliculas para el tratamiento de compuestos xenobioticos

Recientemente las biopeliculas han generado un gran interés para el tratamiento de
compuestos xenobidticos. Estas dan soporte a la gran densidad de biomasa microbiana lo
que facilita los procesos de mineralizacion gracias al mantenimiento de pH, la

concentracion de soluto localizada y el potencial redox de las células (Nilanjana 2012).

La remocion de tintes de los efluentes es hoy en dia una de las mayores preocupaciones
ambientales. Comparado a otros contaminantes, s6lo hay pocos reportes disponibles en la
remediacion de tintes sintéticos usando biopeliculas. Por ejemplo, en 1994 Jiang y Bishop
emplearon biopeliculas para la degradacion aerdbica de tres tintes azoicos. En 1995, Zhang
et al. emplearon la bacteria Methvlosinus trichosporium para tintes sintéticos usando un

reactor de biopelicula rotatorio.

Respecto a biopeliculas de basidiomicetos, en 1992, se cultivd Phanerochaete
chrysosporium en sistema de biopelicula (Venkatradi e Irvine 1993), obteniendo una mayor
actividad enzimatica de lignina peroxidasa en este sistema que en un reactor tanque
convencional. En otros estudios se empled a Coriolus versicolor en un reactor de biodisco

rotario para decoloracion de colorantes textiles (Kapdan y Kargi 2001). Recientemente
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El 28S (unidad grande) v 18S (unidad pequeiia) del gen ARNr permiten la identificacion a
niveles de género y familia. La contraparte de éste ultimo en bacterias (16S) es
ampliamente usada pero el gen 18S en hongos tiene menos dominios hipervariables

(Schoch et al. 2012).

ITS e IGS, por su parte, son mas variables que otras regiones del ARNTr, presentando pocas
o nada de homologias entre genomas divergentes. Los polimorfismos de la region ITS
permiten la identificacion entre especies. Ademas la amplia data que existe corresponde lo
obtenido mediantc cstas regiones. En algunas especies, la region IGS es mas variable y es
usado para identificar polimorfismos intraespecificos para otros tipos de estudios (Nautiyal

y Dion 2008).



II1. MATERIALES Y METODOS

3.1 MATERIALES

3.1.1 Material descartable

o Algodon.

o Bolsas de muestreo.

o Cinta de embalaje.

o Gorras.

o Guantes de latex.

o Guantes de nitrilo.

o Mascarilla.

o Microtubos de 1.5 mL.

o Papel filtro de paso rapido.
o Parafilm.

o Placas Petri descartables.

o Puntas de micropipeta de 1-10 pL, 10-200 pL, 100-1000 pL.
o Cubetas de espectrofometro

o Tubos de centrifuga conicos de 50 y 15 mL.

3.1.2 Instrumentos

o Asade siembra.
o Crioviales.

o Cronometro.



o Embudo Bushner.

o Matraces de 250 mL.

o Micropipetas.

o Mortero y pilon.

o Papel toalla.

o Perlas de vidrio de 3 y 12 mm de diametro.
o Perlas de vidrio.

o Pipetas del0 mL.

o Placas de vidrio de 10 cmx[5cm.

o Portatubos eppendorfde 1.5 mL

o Probetas de 50, 100, 500 y 1000 mL..
o Rack de policarbonato.

o Racks para tips

o Rotuladores y etiqueta.

o Sacabocados de 5 y 10 mm de diametro.
o Telade poliéster.

o Termoémetro

o Tubos de ensayo 25 x 250 mm.

o Vasos de precipitado.

o Pinzas.

o Bisturi.

o Beakers.

o Hoja de bisturi.

3.1.3 Medios de cultivo

o Agar Czapec Plus Modificado.
o Agar extracto de Malta.
o Medio de aislamiento de basidiomicetos.

o Medio de formacion de indculo o biopelicula



3.1.4 Soluciones

Alcohol al 70% y al 96%.
Solucion de tintes azoicos al 4%.

Suero fisioldgico 0.85%.

o O O O

Tetraciclina 10 mg/ml.

3.1.5 Reactivos de Biologia Molecular

o Agarosa.

o Agua DEPC Libre de Nucleasas.

o Alcohol Isoamitilico

o0 Buffer de corrida de ADN para electroforesis.
o Cebadores 18S rARN.

o  Cloroformo

o  Dinucleotidos Trifosfatados (ANTPS).
o  GoTaq Polimerasa.

o  Marcador de corrida.

o Nitrogeno Liquido.

o  RNAsa

o Tampdn de reaccion GoTagq.

o [(-mercapto-etanol

3.1.6 Equipos

o Agitador mecanico orbital DRAGON LAB.
o Autoclave.

o Balanza analitica OHAUS.

o Balanza de platillo.

o Bailo Maria

o Camara de flujo laminar.

o Camara fotografica digital SONY.
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o Camara fotografica MOTIC de microscopio.
o (Camaray peines de elcctroforesis.
o Congeladora de -20°C.

o Congeladora de -80°C.

o Equipo de Bafio Maria.

o Espectrofotometro HP.

o Fotodocumentador BIORAD.

o Horno de secado.

o Horno microondas.

o Incubadora de 28°C.

o Microcentrifuga.

o Micropipetas DRAGONLAB.

o Miscrocopio binocular NITLAB.
o Potenciometro.

o Refrigeradora.

o Shaker.

o Termociclador BIORAD.

o Vortex.

3.1.7 Material Biologico
o Cuerpos fructiferos colectados de localidades de Tingo Maria, Pucallpa y UNALM.

3.1.8 Efluente Textil Real

El efluente textil fue mucstreado en el Rio Huaycoloro ubicado en el distrito de San Juan de
Lurigancho. Este efluente proviene de una empresa textil que se encarga del tefiido y
lavado de prendas. Se colectaron de un tubo de descarga cuyas coordenadas geograficas son

12°0029"S y 76° 55°520.
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3.2 METODOS

Todos los experimentos fueron realizados en asepsia v esterilidad. Los materiales e
instrumentos autoclavables, asi como los medios de cultivo, fueron esterilizados mediante
autoclavado por 20 minutos a 121 °C y 15 libras de presion. Los ingredientes que son

agregados posteriormente al autoclavado, se especifican en cada experimento.

Las fotos presentadas en los anexos de los siguientes experimentos fueron tomadas son la

camara digital SONY empleando la opcion de colores reales.

3.2.1 Aislamiento y reactivacion de basidiomicetos

Se colectaron basidiocarpos de Tingo Maria, Pucallpa y UNALM. Estos fueron
desinfectados con lejia diluida en agua destilada en una proporcion 1:1 durante 10 minutos.
Posteriormente, fueron lavados cada 10 minutos con agua estéril hasta retirar toda la lejia
residual. Se cortaron fragmentos pequeiios de basidiocarpos v se sembraron en un medio de
aislamiento cuya composicion por litro fue la siguiente: extracto de malta 20 g, benomil
0.004 g, etanol 20 mL, tetraciclina 0.1 g y guayacol 0.4 mL. Se autoclavo el benomil
independientemente a 115° por 5 minutos. Este, al igual que etanol, la tetraciclina y

guayacol se agregaron previamente al plaqueo.

Asimismo, los basidiomicetos pertenecientes al cepario del Laboratorio de Micologia y

Biotecnologia fueron reactivados empleando el mismo medio de cultivo.

Del total de basidiomicetos aislados, cuyos basidiocarpos lograron desarrollar micelio, y de
los que fueron reactivados. se seleccionaron aquellos que formaron un halo marron-rojizo
en el medio de cultivo (reaccion guaiacol-positiva) para efectuar un posterior tamizado de

actividad decoloradora.

Estos experimentos fucron realizados por triplicado.
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Finalmente se tomaron microfotografias de los basidiomicetos aislados con una camara
MOTIC conectada a microscopio a un aumento de 40X del lente objetivo. El tiempo de

cultivo de las cepas utilizadas fue de cuatro dias.

3.2.2 Tamizado de basidiomicetos con actividad decoloradora

Se prepararon soluciones stock de tintes azoicos a 4 % (p/v) en agua estéril. Los tintes
empleados fueron Azul Brillante, l.evafix Amarillo, Levafix Rojo, Remazol Negro,

Remazol Rojo, Rojo Profundo. Synozol Amarillo y Synozol Turquesa.

Se siguieron los siguientes pasos por cada cepa de reaccion guaiacol-positiva y por cada

colorante:

a) La cepa sc cultivo en agar extracto de malta cuya composicion por litro fue: extracto
de malta 30 g, peptona de harina de sova 3 g. agar-agar 15 g. Se agrego tetraciclina
previamente al plaqueo a una concentracion de 0.1g/L..

b) Al cabo de 96 horas de crecimiento. con ayuda de un sacabocado de 5 mm de
diametro, se tomd un disco de agar con colonia y se coloco en el centro de un placa
petri (de 8 cm de didmetro) con medio de tamizado Agar Czapec Plus modificado
cuya composicion por litro fue: glucosa 10 g, (NH;)SO, 0.9429 g, FeS0,.7H,0
0.01g. K;HPO4 0.5 g. KCI 0.5 g, MgS04.7H-0 0.5 g. agar-agar 15 g; tinte azoico
0.4 g. Se agrego el tinte a este medio a partir de la solucion stock y en el momento
previo al plaqueo.

¢) Las placas sembradas fucron incubadas a 28 °C para basidiomicetos. La evaluacion

se realiz6 cada dos dias a partir de las 24 horas.

Estos experimentos de tamizado se realizaron por triplicado.



3.2.3 Pruebas de hidrofobicidad de las cepas decoloradoras

Esta prueba permitio evaluar el grado de hidrofobicidad de las cepas que presentaron
decoloracion en el tamizado para evaluarlas como potenciales formadoras de biopeliculas.
El experimento se llevd a cabo con colonias crecidas en medio agar extracto de malta. Con
ayuda del sacabocado fueron sembradas en medio agar extracto de malta en el centro de
una placa Petri, y la prueba de hidrofobicidad Ilevd a cabo a cabo el dia en el que la cepa
alcanzé el didmetro total de la placa (8 cm), o en su defecto, el dia en el que lleg6 al limite
de su crecimiento. Este criterio tuvo como proposito que la colonia tuviese un desarrollo
suficiente tal que permita evaluar la diferencia entre una zona de micelio joven (bordes de

la placa) v micelio de mas tiempo de cultivo (interior de la placa).

Cada experimento fue realizado por triplicado.

3.2.3.1 Prueba de hidrofobicidad con detergentes y agua destilada

Se basd en el método empleado por Villena et al. (2001) y se emplearon los detergentes
Tween 80 al 0.1 %, NaEDTA 50 mM, SDS al 0.2%, una combinacion de NaEDTA 50
mM/SDS al 0.2% y agua destilada con el proposito de evaluar la hidrofobicidad del

micelio.

El experimento consistio cn colocar una gota de 4 pL de estas soluciones en la colonia
crecida y observar el tiempo en que demora en ser absorbida por el micelio dentro de un
intervalo de dicz minutos. Se considerd como cepa hidrofébicas cuando el tiempo fue

mayor a cinco minutos. Se tuvieron en cuenta la zona central y los bordes de la placa.

3.2.3.2 Prueba de hidrofobicidad con soluciones de alcohol

Se baso en el método utilizado por Chau et al. (2010) y se emplearon soluciones de alcohol

que iban de 0 a 100% (v/v) con incrementos de 5 % entre solucion y solucién. El



experimento consistio en colocar una gota dc 4 pL de todas las soluciones y observar en la
colonia crecida y observar si dentro del intervalo de cinco a diez segundos la gota se
mantenia o no. Se determino la concentracion maxima de alcohol a la que la gota se seguia

manteniendo dentro de este intervalo de tiempo.

Finalmente, para todos los experimentos posteriores se seleccionaron las dos cepas que
presentaron mayor eficiencia de decoloracion en el tamizado (punto 3.2.2) y que resultaron

hidrofobicas seglin los protocolos detallados.

3.2.4 Estandarizacion de protocolo de formacion de biopeliculas de

basidiomicetos

El protocolo de formacion de biopelicula se baso en el protocolo empleado por Villena y
Gutiérrez-Correa (2003) para formacion de biopelicula de Aspergillus niger, con
modificaciones en la formacion de indculo pues. a diferencia de €ste donde se emplearon
esporas, se empled micelio fragmentado y homogenizado (Karapinar Kapdan y Kargi 2002;
Pesciaroli ct al. 2013) debido a que fos basidiomicetos casi nunca forman esporas en medio

sintético (Homolka 2013. Croan 2001, Adam v Samson 2011).

3.2.4.1 Nimero y tamaiio de perlas para formacion de indculo

Los basidiomicetos seleccionados se cultivaron por 96 horas a 28°C en medio agar extracto

de agar malta.

Con ayuda del sacabocado, de 10 mm de diametro, se extrajeron tres discos de agar
extracto de malta con la colonia crecida de los bordes de la placa y se incorporaron en 30
mL de medio liquido (en matraces de 250 mL) cuya composicién por litro fue de: glucosa 7

g. peptona 3, extracto de levadura 2 g. extracto malta 2 g.



Se realizaron cuatro tratamientos respecto al tamario de perlas empleadas y el numero de las

mismas usadas para fragmentar y disgregar la biomasa con el fin de formar propagulos. El

primer tratamiento contenia diez perlas de 5 mm de diametro. el segundo veinte perlas de

Smm de didmetro, el tercero tres perlas de 12 mm de diametro y el cuarto seis perlas de 12

mm de didmetro. Se llevo a agitacion a 175 rpm. por 72 horas a 28°C. Se escogio el

tratamiento que generd mayor disgregacion para generar el indculo a usarse.

Estos experimentos se realizaron por triplicado.

3.2.4.2 Inoculo de biopelicula

Se realizaron los siguientes pasos:

a)

b)

c)

d)

La biomasa formada, a partir de la biomasa disgregada con perlas, se colecto en un
tubo de centrifuga de 50 mL vy se centrifugd a 4000 r.p.m. por 12 minutos. Se
descartd el sobrenadante completamente y se conservo el pellet de biomasa obtenido
cuyo volumen fue determinado.

Se agregd un volumen determinado de suero fisiologico (0.85% NaCl en agua
destilada) al tubo de centrifuga en una relacion 2:1 respecto al volumen del pellet de
biomasa.

De igual forma, se afiadio un volumen de perlas de 3mm de diametro en relacion a
de 1:2 respecto al volumen de este mismo pellet.

Se llevo el tubo de centrifuga a vortex por minuto v medio, tiempo en el que el
pellet fue resuspendido en el suero con ayuda de las perlas de 3 mm de didmetro. Se
obtuvo finalmente una mezcla homogénea de biomasa resuspendida y disgregada en

suero fisiologico. Esto se considerd como indculo.

3.2.4.3 Protocolo de formacion de biopeliculas de basidiomicetos

Se emplearon dos soportes solidos: tela de poliéster y malla de metal.



El protocolo consistio en los siguientes pasos para cada soporte:

b)

d)

Se retiraron 2.5 mL del inéculo y fueron incorporados en matraces de 250 mL que
contenian 50 mL de agua destilada v un cuadrado de 2.6 cm de lado como soporte
para biopelicula para mantener una relacion 0.27 cm’/em® respecto al medio
(Villena 2006). Se llevo a agitacion a 175 r.p.m. a 28°C durante treinta minutos
(tiempo de contacto), con el proposito de generar interacciones entre los propagulos
del indculo y el soporte solido empleado.

Posteriormente se retird los 50 mL de agua con propagulos no adheridos y se
agregaron 50 mL de agua destilada al matraz. Se llevo nuevamente a agitacion a 175
rpm durante 15 minutos a la misma temperatura con e! propdsito de lavar
propagulos remanentes que no hayan sido adheridos al soporte solido.

Este lavado se repitio una vez mas por 15 minutos en las mismas condiciones.
Finalmente se descartd el agua destilada v se transfirio el soporte inoculado a un
medio liquido para formacion de biopelicula cuya composicion por litro fue la
misma que la del medio de formacion de inoculo.

Se incubaron los matraces a 175 rpm v a 28°C hasta 72 horas para evaluar el

crecimiento de biopelicula.

3.2.5 Cinética de crecimiento de biopelicula.

Se colectaron matraces de biopeliculas a 8, 16, 24. 36, 48, 60 y 72 horas en los cuales se

determing la biomasa adherida, biomasa no adherida, e inéculo empleado en el protocolo

tanto en la formacion de biopeliculas en soporte de poliéster como en soporte de metal.

Para determinar biomasa de la biopelicula, se realizaron dos lavados de 50 mL con agua

destilada para retirar todos los restos de medio vy se llevd al horno a 105°C hasta peso

constante.



Para determinar la biomasa no adherida se filtro el medio de formacién de biopelicula en
papel filtro de paso rapido pre-pesado, se enjuagd con agua destilada empleando la bomba
de vacio v se mando a secar. Para determinar el inoculo empleado. se agregd 2.5 mL del

mismo a un tubo pre-pesados y se coloco en horno a 105°C hasta peso constante.

Se evalud el porcentaje de adherencia considerando la biomasa de la biopelicula (biomasa

adherida) v la no adherida a partir de la siguiente formula.

Porcentaje de adherencia (%) =__ Biomasa adherida {g/L) x 100 %

Biomasa adherida (g/L) + biomasa no adherida (g/L)

Cada experimento se realizo por triplicado.

3.2.6. Cinética de decoloracion de biopeliculas de basidiomicetos

3.2.6.1 Estandarizacion de medio liquido para pruebas de decoloracion

A partir del protocolo de formacion (punto 3.2.4.3) se obtuvieron biopeliculas de 72 horas
de crecimiento de las dos cepas seleccionadas y empleado el soporte solide mas

conveniente segun resultados previos (punto 3.2.5).

Para cada biopelicula, el medio de formacién de biopelicula fue retirado y se agregaron 50
mL de suero fisiologico. con el proposito de retirar el medio remanente. Se llevd a
agitacion a 175 r.p.m. a 28°C por 30 minutos. Posteriormente se realizé un nuevo lavado a
las mismas condiciones y por ¢l mismo tiempo. Luego, el suero fisiolégico fue descartado

completamente y se transfirié la biopelicula al respectivo medio de decoloracion.

Se efectuaron tres tratamientos empleando tres medios distintos que tuvieron como
proposito evaluar qué cudl de estos medio seria el méas adecuado para cada cepa

seleccionada. La diferencia entre los medios fue la cantidad de glucosa y de extracto de



levadura. Las sales se basaron en el medio reportado por Moreira et al. (2013). Las

formulaciones fueron las siguientes:

o Medio [: glucosa 0.1g, extracto de levadura 0.1 g. KH.PO,, 0.2 g, MgS0O4.7H,0
0.05g, CuS0,4.5H-0 0.05 g, MnSO4.H,0 0.016 g, CaCl;.2H,0 0.013 g.

o Medio 2: glucosa 2.5 g, extracto de levadura 1.25 g, KH,PO,, 0.2 g, MgS04.7H,0
0.05¢g, CuS0,.5H,0 0.05 g, MnSO4.H-0 0.016 g, CaCl>.2H,0 0.013 g.

o Medio 3: 5 g, extracto de levadura 2.5 g, KH,PO,, 0.2 g, MgS04.7H,0 0.05g,
CuS04.51,0 0.05 g, MnSO4.H,0 0.016 g. CaCl,.2H-0 0.013 g.

Se ajustaron los tres medios a pH 6 y se les agregd una mezcla de tintes azoicos a una
concentracion de 0.4 g/L. La mezcla de tintes azoicos consistié en una mezcla 1:1 de los
dos tintes que evidenciaron mayor decoloracion en ¢l tamizado en solido de las dos cepas
seleccionadas: Azul Brillante y Synozol turquesa. Los matraces se llevaron a agitacion a

175 r.p.m. a 28°C.

Para determinar la biomasa inicial dos biopeliculas fueron lavadas a las cero horas de

decoloracion.

Se retiraron alicuotas de 400 pL cada 24 horas durante el tiempo de 96 horas, para
posteriores mediciones en espectrofotometro. El control de experimento sélo contuvo el

soporte solido y el medio de decoloracion con la mezcla de tintes.

Al cabo de las 96 horas. se colectd el medio de decoloracion pasandolo por papel filtro pre-
pesado para determinar cualquier resto de biomasa circundante. Este papel filtro fue lavado
y llevado al horno a 105°C hasta peso constante para determinar peso seco. Por altimo, la
biopelicula fue lavada dos veces con 50 mL de agua destilada y [levado al horno para

determinar la biomasa al final de la decoloracion.



La medicion de la decoloracion sc realizo siguiente el protocolo descrito en el punto

3.2.6.3. Finalmente se optd por el medio que presentd mas ventajas.

Cada experimento se realizo por duplicado.

3.2.6.2 Cinética de decoloracion de tintes azoicos

A partir del protocolo de formacion (punto 3.3.4.3) se obtuvieron biopeliculas de 48 y 72

horas de crecimiento de las cepas seleccionadas.

Se siguieron los siguientes pasos para cada biopelicula:

a)

b)

d)

Se descarto el medio de formacion de biopelicula y se agregaron 50 mL de suero
fisioldgico, con el proposito de lavar el medio de formacion remanente. Se llevo a
agitacion a 175 r.p.m. a 28"C por 30 minutos.

Se realizé un nuevo lavado, retirando los 50 mL de suero fisiologico anteriores y
agregando otros nuevos 50 mL. Se llevé a 175 rpm por el mismo tiempo.

El suero fisiologico fue descartado completamente y se transfirid la biopelicula al
medio de decoloracion cuya concentracion por litro fue: glucosa 0.1g, extracto de
levadura 0.1g,  KH,POs 0.2g, MgSO4.7H,O 0.05g, CuSO,.5H,O 0.05g;
MnSO4.H,0 0.016g. CaCl,.2H-0 0.013 ¢. tinte azoico 0.4 g. El pH fue ajustado a
6. El tinte fue agregado al medio autoclavado, previo a la transferencia de la
biopelicula.

Se llevo a agitacion a 175 r.p.m. a 28°C.

Para determinar la biomasa inicial dos biopeliculas fueron lavadas a las cero horas
de decoloracion y llevadas a hora a 85°C hasta peso constante.

Se retiraron alicuotas de 400 pL de los medio de decoloracion cada 24 horas durante
el tiempo 96 horas, para posteriores mediciones en espectrofotometro. El control de
experimento solo contuvo el soporte solido y el medio de decoloracion con el tinte

azotico.



g

Al cabo de las 96 horas. se colectd ¢l medio de decoloracion pasdndolo por papel
filtro pre-pesado para determinar cualquier resto de biomasa circundante. Este papel
filtro es lavado llevado al horno para determinar peso seco. Por ultimo, la
biopelicula fue lavada con 50 mL de agua destilada dos veces antes de llevar a
horno a 85°C hasta peso constante horas para determinar el peso seco de la misma al

final de la decoloracion.

Cada experimento se realizo por duplicado.

3.2.6.3 Medicion de decoloracion

Las alicuotas extraidas cada 24 horas, durante las 96 horas de la cinética de decoloracion,

tanto de los controles (que en vez de biopelicula contenian solo el soporte de tela de

poliéster) como de las muestras de medio de decoloracion con biopeliculas, fueron medidas

por espectrofotometria y analizadas siguiendo los siguientes pasos:

a)

b)

Se realizo un espectro de absorcion entre 190 y 820 nm para determinar la longitud
de onda de méxima absorcion de los tintes o. en el caso de la estandarizacion del
medio de decoloracion, la longitud maxima de la mezcla de tintes que se encuentren
dentro de la region visible (380 -780 nm). Esta longitud de onda méaxima se empled
para determinar concentraciones de tintes. La absorbancia en el tiempo de cero
horas de decoloracion correspondid al cien por ciento de la concentracion de tinte

inicial.

Para cada alicuota (tanto de los matraces controles como de los matraces con
biopeliculas) se realizaron diluciones con el fin de obtener lecturas medibles y
confiables. El espectro fue calibrado a cero de absorbancia con el medio de

decoloracidn sin colorante,

[§9]



c) Se determind la concentracion del medio de decoloracion empleando una curva
estandar absorbancia versus concentracion y multiplicando por la respectiva
dilucion como basandose en procedimientos de trabajos anteriormente reportados

(Isik y Sponza 2003: Chen et al.2003: Mitrovic et al. 2012; Perumal et al. 2012).

d) Para estimar el porcentaje de decoloracion se empleo la siguiente formula basado en

la reportada por Tripathi y Srivastava (2011) v Praveen y Bhat (2012):

Porcentaje de decoloracion (%) =(C,-C,) x 100%
(Co)

o C;: Concentracion de tinte de la muestra a unas horas especifica.

o Cg: Concentracion de tinte del control a las mismas horas que la muestra.

e) Finalmente se elabord una curva de porcentaje de decoloracion respecto al tiempo.

3.2.7 Efluentes simulados vy reales

3.2.7.1 Preparacion de efluentes simulados

Se elaboraron efluentes simulados a partir de la metodologia reportada por Manu y
Chaudhari (2001) y por O’Neill et al (2000) y considerando la misma cantidad de

nutrientes y sales empleados en el medio de decoloracion.

Los componentes por litro fueron: almidon previamente tratado 1 g, NaCl 0.15 g, NaHCO
0.15 g. acido acético 0.53 g. glucosa. 0.1 g extracto de levadura 0.1 g, KH,POs 0.2g,
MgS0,.7H,0 0.05g, CuS0,4.5H;0 0.05¢, MnSO4.H,0 0.016g, CaCl>.2H-0 0.013, mezcla

de tintes previamente tratada a una concentracion de 0.4 g/L de cada tinte azoico.



El pH fue ajustado a 6. 7.7 y 9.4 para simular 3 casos distintos de efluentes. El primer pH
corresponde al empleado en las cinéticas de decoloracién, el pH 9.4 corresponde al
empleado por O’Neill et al (1999) en un tratamiento de efluente simulado. EI pH 7.7

corresponde a un punto intermedio entre estos dos pHs.

Se empled 6 soluciones stock de tintes (40g/L) mezclandolos en iguales proporciones que
fueron: Azu! Brillante, Levafix Amarillo. Remazol Rojo, Rojo Profundo, Synozol Amarillo
y Synozol Turquesa. Esta mezcla fue tratada ajustando a pH 12 con NaOH | M y
calentandolo a 80°C por 2 h para simular la forma en la que se encuentran los tintes
normalmente un efluente industrial. Asimismo, el almidon fue hidrolizado para similares
razones mezclando una solucion de 100 g/l con una solucion de NaOH 1M vy dejandolo a

temperatura ambiente por toda una noche.

3.2.7.2 Efluente real

Al efluente muestreado de la empresa textil de San Juan de Lurigancho se le afiadieron los
nutrientes v sales empleados en el medio de decoloracion. Por litro se agregé: glucosa 0.1
g, extracto de levadura 0.1 g, KH,PO, 0.2 g. MgSO,.7H,0 0.05, CuSO4x5H,0 0.05 g,
MnSQ;.H>0 0.016 g, CaCl,.2H,0 0.013. El pH inicial fue 7.

El efluente era de color azul/turquesa y contenia particulas no solubles de color azul

intenso, provenientes de la actividad industrial de la empresa.

3.2.7.3 Protocolo de cinética de decoloracion en efluentes

a) Se obtuvo una biopelicula de basidiomiceto de 72 horas a partir del protocolo de
formacion.

b) El medio de formacion de biopelicula se retir6 y se lavo la biopelicula con 50 mL de
suero fisiologico dos vecesa 175 r.p.m. a 28°C por 30 minutos.

¢) Se transfiri6 la biopelicula a un matraz con 50 mL del efluente.



d) Selleva a agitaciona 175 r.p.m. a 28°C.

e) Para determinar la biomasa inicial dos biopeliculas fueron lavadas a las cero horas
de decoloracion v llevadas a hora a 85°C hasta peso constante.

f) Se retiraron alicuotas dc 400 uL cada 24 horas durante 96 horas de los efluentes
para posteriores mediciones en espectrofotometro. El control de experimento tiene
solo el soporte solido y el efluente.

g) Al cabo de las 96 horas, se colecto el efluente pasandolo por papel filtro pre-pesado
para determinar cualquier resto de biomasa no adherida. Este papel filtro fue llevado
al horno a 105°C para determinar peso seco.

h) La biopelicula fue lavada con 50 mL de agua destilada dos veces antes de llevar a

horno a 105°C para determinar el peso seco de la misma al final de la decoloracion.

Cada experimento se realizo por duplicado.

3.2.7.4 Protocolo de medicion de decoloracion en efluentes

3.2.7.4.1 Efluentes simulados

Las alicuotas extraidas cada 24 horas, durante las 96 horas de la cinética de decoloracion de
los efluentes, tanto de los controles asi como como de las muestras de efluentes con
biopeliculas fueron medidas por espectrofotometria y el porcentaje de decoloracion fue
medido segun el protocolo establecido en el punto 3.2.6.3. La longitud méaxima de
absorcion correspondio a la mezcla de tintes en el efluente como indica el protocolo de
Adonsinda ¢t al. (2003). El blanco muestra empleado fue el efluente simulado sin el tinte

afiadido.



3.2.7.4.2 Efluentes reales

Para el caso del efluente real, no fue posible elaborar una curva estandar de absorbancia vs
concentracion por lo que se empled un método alternativo para determinar el porcentaje de

decoloracion.

Debido a que los efluentes presentaban particulas solidas directas de la actividad de la
industria textil, tanto las alicuotas del control como de las muestras fueron centrifugadas
para emplear el sobrenadante en medicion en espectrofotometro. Se emple6 agua destilada

como blanco.

Se determino la longitud de onda de maxima absorcion (dentro del espectro visible) del
control mediante un escanco a distintas longitudes de onda para realizar todas las
mediciones. El porcentaje de decoloracion se hallé directamente partir de la siguiente
formula basandose en la reportada por Tripathi v Srivastava (2011) y Praveen y Bhat

(2012):

Porcentaje de decoloracion (%) = (Ag-A) x 100%
(Ao)

o Ay Absorbancia de la muestra a una hora especifica

o Ag: Absorbancia de la muestra en tiempo cero.

Finalmente se elabord una cinética de porcentaje de decoloracion respecto al tiempo.
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3.2.8 Analisis Molecular

3.2.8.1 Extraccion de ADN

Se cultivaron las cepas en agar extracto de malta por 96 horas. De estas placas, con ayuda
del sacabocado de 10 mm de diametro, se extrajeron tres discos de agar que fueron
inoculados en 50 mL de medio de cultivo liquido. cuyos componentes fueron los mismos
del medio de formacion de indculo por generar una cantidad considerable de biomasa. Este
medio contenia ademas seis perlas de 12 mm para disgregar la biomasa. Se llevo a
agitacion a 175 rpm a 28°C por 72 horas para todas las cepas, excepto para LMBU6 y
BAS! para las que se considerd 120 horas por su lento crecimiento. Esta biomasa fue
centrifugada en tubos conicos de 50 mL v fue lavada resuspendiéndola con 40 mL de agua
destilada y centrifugando nuevamente. Este lavado se repitio tres veces mds. El pellet de
biomasa fue molido con nitrogeno liquido hasta obtener un polvo muy fino y se llevo a
cabo la extraccion adaptando el protocolo de Prabha et al. (2013) incluyendo ademas el

empleo de f-mercaptoetanol.

A partir de 350 mg de biomasa molida colocada en un microtubo de 1.5 mL se siguio el

siguiente protocolo de extraccion.

a) Se Agregaron a cada tubo 600 puL de buffer de extraccion cuya composicion fue:
TrisHCI 50 mM (pH 7.2). EDTA 50 mM. SDS 3% (p/v), p-mercaptoetanol 1%
(v/v). El 2-mercaptoetanol fue agregado previamente a la extraccion.

b) Se agito con vortex por 10 minutos y se incubo a 65° por 60 minutos.

¢) Se agregd a cada tubo 600 uL de CHCl/alcohol isoamilico (24:1), se mezclé por
inversion y se centrifugé a 14000 rpm por 15 minutos. Se recupero el sobrenadante.

d) Se agregaron 0.5 volimenes de 3M acetato de sodio (pH 5.8), se mezcld por
inversion y se refriger6 por 30 minutos.

e) Se centrifugd a 14000 rpm por 15 minutos. Se recuper¢ el sobrenadante de cada

tubo.
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f) Se agregaron a cada tubo 2 volumencs dc etanol absoluto y se mezcld por inversion
y se refrigerd a -20°C por toda una noche.

g) Se centrifugd a 14000 rpm por 15 minutos v se descarto el sobrenadante.

h) Seagregd 300 pL de etanol al 70% al pellet obtenido, se centrifugd a 14000 rpm por
IS minutos y se descarto el sobrenadante.

i} Se secd el pellet a temperatura ambiente y, una vez seco, de eluyod en 40 pL de agua
DECP.

j) Seagregd 2.5 ul. de RNAsa 10 uM a cada tubo y se incubd a 37°C por 15 minutos.

k) Finalmente. mediante espectrofotometria se determino la concentracion del ADN a
260 nm, y se empleo las relaciones de absorbancias Abs260nm /Abs230nm y
Abs260 nm /Abs280 nm como indicadores de pureza de ADN extraido para
compuestos fendlicos y proteinas respectivamente (THERMO SCIENTIFIC 2014).
Valores en el rango de 2.0-2.2 y valores de alrededor de 1.8 para las respectivas
relaciones indican un alto grado de pureza de ADN. La calidad del ADN fue

determinada mediante electroforesis en gel de agarosa al 1% (80 v. por 45 minutos).

3.2.8.2 PCR

Las secuencias ITS “Internal Transcribed Spacer”™ fueron amplificadas mediante el empleo
de los primers ITS | (5 - TCCGTAGGTGAACCTGCGG-3") e ITS 4 (5" -
TCCTCCGCTTATTGATATGC'-3) reportados inicialmente por White et al. 1990 para
genes de ARN ribosomal por tener una remarcable robustez y funcionar en una amplia

diversidad de hongos (Seifert 2009).

Las reacciones de amplificacion (PCR). se realizaron en tubos de PCR de 200 uL y en un
termociclador BIORAD. Por cada 50 puL del volumen total de reaccion PCR contuvo lo
siguiente: 10 uL de buffer PCR al 5X, 5 pL de MgCl> 25 mM, 3 uL de NTPs 10 mM, Iul
de primer forward y 1pl de primer reverse, 0.4 uL de GoTaq polimerasa de Su/ul y 3 pL
de ADN de 5Ong/pl y agua DEPC hasta completar 50 pL.



Los ciclos de amplificacion fueron: desnaturalizacion inicial a 95°C por S minutos; 25
ciclos de desnaturalizacion a 95°C por | minuto. alineamiento a 57°C por 1 minuto,

extension a 72°C por 2 minutos y una extension final a 72°C por S minutos.

Los productos de amplificacion se evaluaron mediante electroforesis, cargando 3 uL del
amplificado en gel de agarosa al 1.0 % en huffer Tris-Acetato-EDTA (TAE) con bromuro
de ctidio 1X a 80 voltios durante | hora. Los productos de la amplificacion fueron
mezclados con 0.8 uL con el buffer de carga para electroforesis 6X Loading Dye Solution.
Un marcador l.ambda DNA/HindlIll fue incluido como referencia de pesos moleculares y
cargado al extremo izquierdo del gel. Posteriormente los geles fueron observados bajo luz

ultravioleta en unfotodocumentador de geles BIORAD, e inmediatamente fotografiados.

3.2.8.3 Secuenciamiento y analisis de secuencias de ADN

La purificacion de los productos de PCR y el secuenciamiento fue realizado por Macrogen

Inc., Seul, Korea del Sur (http://www.macrogen.com).

El ensamblaje y el andlisis computacional de las secuencias de ADN se realizaron

utilizando el programa BioEdit. V7. 2.5.

Las similaridades de las secuencias ARNr ITS fueron comparadas con las secuencias de la
base de datos del NCBI Genbank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/) utilizando la bisqueda

BLAST y se considero sélo aquellos con un 98% similaridad como minimo.

3.2.9 Analisis estadistico

Todos los analisis fueron llevados a cabo con el programa STATGRAPHICS.

Para los analisis estadisticos se considero lo siguiente:



Se empled un nivel de confianza de 95% («=0.05).

Se rechazo la hipotesis nula si el p-valor obtenido es menor a 0.05.

Se verificaron los supuestos necesarios antes de realizar las pruebas empleadas.

Para analizar dos muestras independicntes se empled la prueba de T de Student.

En caso de comparar mas de tres tratamientos se empled un analisis de varianza
(ANOVA) para evaluar la presencia o no de diferencias significativas entre los
mismos. De existir diferencias significativas se procedio a usar la prueba de
diferencias multiples de Duncan.

Las variables respuestas para comparar biomasas fueron los “g/L" en experimentos
de cinética de crecimiento, y para las comparaciones en cinéticas de decoloracion la
variable respuesta fue el “porcentaje de decoloracion™ para estandarizacion del

medio, tintes azoicos, eflucntes simulados y efluentes reales.
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IV- RESULTADOS Y DISCUSION

4.1 AISLAMIENTO Y REACTIVACION DE BASIDIOMICETOS

Se colectaron 75 cuerpos fructiferos de diferentes localidades de la Selva (Tingo Maria y
Pucallpa) y de UNALM. sin embargo diez lograron desarrollar micelio en el medio
aislamiento. Por otro lado, el cepario de basidiomicetos del laboratorio de Micologia y
Biotecnologia contaba con cinco cepas de basidiomicetos (anexo 1). Se verificd los
caracteres diagnosticos de las cepas como presencia de fibulas ¢ hifas septadas mediante
microscopia propios de los basidiomicetos (las microfotografias se muestran en el anexo 2).

El tabla 1 resume los resultados hallados.

Del total de basidiocarpos desinfectados solo el 17.3 por ciento lograron desarrollar micelio
en el medio de aislamiento. Ademas, muchos de los basidiocarpos tenian células activas
pues presentaron actividad guaiacol (reaccion guaiacol positiva en el medio de aislamiento)
pero no crecieron. Por lo tanto, todo esto evidencié que los basidiomicetos son muchas
veces dificiles o imposibles de cultivar en medio sintético como ha sido ampliamente

reportado (Kenji et al. 1998, Adam y Samson 2011, Zambonelli y Bonito 2012).



Tabla 1. Relacion dc cepas aisladas de basidiomicctos de diferentes localidades de la

selvay UNALM, y las correspondientes al cepario LMB

Dias para alcanzar

Cepa Procedencia Reaccion Guaiacol | . iiento maximo de
colonia
Basidiocarpo de Tingo S dias, crecimiento
LMBTMI Positiva
Maria completd toda la placa
Basidiocarpo de Tingo . 6 dias, crecimiento
LMBTM2 Positiva
Maria completd toda la placa
Basidiocarpo de Tingo 7 dias, crecimiento
LMBTM3 Positiva
Maria completé toda la placa
Basidiocarpo de Tingo 6 dias, crecimiento
LMBTM4 Positiva
Maria completé toda la placa
Basidiocarpo de Tingo 4 dias, crecimiento
LMBTMS Positiva
Maria completd toda la placa
Basidiocarpo de 12 dias, crecimiento
LMBU6 Positiva
UNALM completd toda la placa
Basidiocarpo de Tingo 17 dias, crecimiento
LMBTM7 Positiva
Maria completd toda la placa
Basidiocarpo de Tingo ‘ 15 dias, crecimiento
LMBTMS Positiva
Maria completo toda la placa
Basidiocarpo de Tingo 21 dias, crecimiento
LMBTM9 Positiva
Maria completd toda la placa
Basidiocarpo de Tingo 10 dias, crecimiento no
LMBTMI10 Positiva
Maria completo toda la placa
) N 7 dias, crecimiento
BAS1  |Cepario LMB- Pucallpa Positiva

completd toda la placa




. 17 dias, crecimiento no
BAS6 |Cepario 1. MB- Pucallpa Negativa
completo toda la placa
_ _ 4 dias, crecimiento
BAS7 |Cepario LMB- Pucallpa Negativa
| complet6 toda la placa
11 dias, crecimiento no
BASHIA |Cepario LMB- Pucallpa Positiva
completd toda la placa
N 17 dias, crecimiento no
BASHIC |Cepario LMB- Pucallpa Positiva
completd toda la placa

El hecho de que casi la totalidad de cepas aisladas sea guaicaol-positiva se debe a que la
coleccion de cuerpos fructiferos. incluyendo los de! cepario del LMB, se enfoco
principalmente en aquello que crecian en madera y que son conocidos por poseer sistema

ligninolitico (Solis et al. 2012).

42 TAMIZADO DE BASIDIOMICETOS DECOLORADORES DE TINTES
AZOICOS

Del total de trece cepas de reaccion guaiacol positivas solo siete resultaron decoloradoras:
LMBTMI, LMBTM2, LMBTM3, LMBTM4, LMBTMS LMBUG6 y BASI (las fotografias
se muestran en el anexo 3). Esto evidencié que a pesar de poseer enzimas ligninoliticas la
capacidad de decoloracion depende ademas de la cepa seleccionada y del tinte empleado

(Osma 2010) En la siguiente tabla se resumen los resultados:



Tabla 2. Tamizado de cepas de basidiomicetos de reaccion guaiacol positiva

Nombre

Tintes azoicos

decolorados

Tiempo de
inicio de

decoloracion

Tiempo final
de

decoloracion

Extension del halo de
decoloracion por el

didmetro de placa

(horas) (horas)
Azul Brillante 72 168 Totalidad de la placa
S
Levatix Rojo 120 312 Totalidad de la placa
LMBTMI | Remazol Negro 72 312 Totalidad de la placa
Remazol Rojo 360 552 Totalidad de la placa
Rojo Profundo 120 312 Totalidad de la placa
Synozol Turquesa 24 312 Totalidad de la placa
Azul Brillante 72 216 Totalidad de la placa
Remazol Negro 264 552 Totalidad de la placa
LMBTM2 ) ) Parcial, bordes
Rojo Profundo 216 408 .
gruesos sin degradar
Parcial, bordes
Synozol Turquesa 360 648 _
gruesos sin degradar
LMBTM3 |  Azul Brillante 120 360 Totalidad de la placa
Totalidad de la placa,
Azul Brillante 24 504
excepto bordes
Totalidad de la placa,
Levafix Rojo 24 408
excepto bordes
LMBTM4 Totalidad de la placa,
Remazol Negro 72 452
excepto bordes
. Totalidad de la placa,
Rojo Profundo 216 408

excepto bordes
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Totalidad de la placa,
Synozol Turquesa 120 360
excepto bordes
Azul Brillante 24 216 Totalidad de la placa
Levafix Rojo 72 264 Totalidad de la placa
Remazol Negro 24 216 Totalidad de la placa
. 5 .
L MBTM5 Remazol Rojo 120 408 Totalidad de la placa
_ Totalidad de la placa,
Rojo Profundo 72 264
excepto bordes
Totalidad de la placa,
Synozol Turquesa 24 264
excepto bordes
Parcial, pequefia
LMBU6 Azul Brillante 216 408 .
extension
Azu] brillante 120 504 Totalidad de la placa
Totalidad de la placa,
Levafix Rojo 264 648
excepto bordes
Parcial, pequefia
Remazol Negro 312 456
BASI extension
Parcial, bordes
Rojo Profundo 456 648 )
L gruesos sin degradar
Parcial. pequeria
Synozol Turquesa 168 408 .
' extension

Se concluyd que las cepas menos eficientes fueron LMBTM3 y LMBU6 ya que solo
decoloraron Azul Brillante en un tiempo incluso relativamente mayor que las otras cepas.
La cepa LMBTM2 dccoloré cuatro tintes pero en dos casos fueron sélo decoloraciones
parciales por lo que se le considerd poco eficiente. Asi mismo, BASI y LMBTM4

decoloraron cinco tintes. Sin embargo BASI solo presentd decoloraciones parciales y con
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tiempos relativamente altos. Por otro lado. LMBTM4 presentd una decoloracion limitada
pues en la mayoria de los tintes no pudo decolorar los bordes y en tiempos medianamente
altos. Por ultimo, LMBTMI y LMBTMS decoloraron seis tintes correspondientes al
maximo nimero de tintes decolorados en el presente tamizado. De otro lado, LMBTM1fue
la tnica cepa que present6 decoloracion en la totalidad de la placa en los seis tintes, y los
tiempos de decoloracion menores. Por su parte. LMTBMS generd decoloracién total de
placa salvo en Rojo profundo y Synozol turquesa v. aunque los tiempos que demoraron en
alcanzar la maxima decoloracion fueron casi iguales a los de LMBTMI, la actividad

decoloradora en la mayoria se cvidencié mas tempranamente.

Por lo tanto, mediante este tamizado inicial las cepas LMBTMI y LMBTMS presentaron

una mayor capacidad de decoloraciéon en medios sélidos.

43 PRUEBAS DE HIDROFOBICIDAD DE LAS CEPAS DECOLORADORAS
DE BASIDIOMICETOS

Dicha prueba corresponde a colonias de basidiomicetos con los dias de cultivo necesarios

para alcanzar crecimiento maximo en placa.

Tabla 3. Prueba de hidrofobicidad de micelio de cepas de basidiomicetos decoloradores de

tintes azoicos

(1) Prueba de hidrofobicidad con detergentes y agua (2) Prueba
Zona de de
SDS 0.2%/
Cepa NaEDTA " | Agua .
laplaca | Tween 80 SDS0.2% | NaEDTA porcentaje
50 mM destilada
50 mM de alcohol
Bordes >6min | >10min | >10min | > 10min | > 10 min 55%
LMBTMI
Interior >6min | >10min | >10min | >10min | > 10 min 55%
Bordes 2 min 6 min 4.3 min 5 min <9 min 42.5%
LMBTM?2 ;
Interior | >10min | > 10min | > 10min | >10min | > 10 min 45%
LMBTM3 | Bordes 2.7 min >[0min | >10min | >10min | > 10 min 40%
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Interior 4 min >10min | >10min | >10min | > 10 min 50%

Bordes | >10min | >10min | >10min | >10min | > 10 min 50%
LMBTM4

Interior | >10min | >10min | >10min | > 10min | > 10 min 60%

Bordes | >10min | >10min | >10min | > [0min | > 10 min 55%
LMBTMS

Interior | >10min | >10min | >10min | >10min | > 10 min 65%

Bordes 4 min >10min | >10min | >10min | > 10min 40%
LMBU6

Intertor | >10min { >10min | >10min | >10min | > 10min 45%

Bordes 0 min 0 min 0 min 0 min 0 min 42.5%

BASI
Interior 0,3 min 1 min 0.3 min 0,3 min 1,5 min 45%

(1) Se considerd como cepa hidrofobicas cuando ¢l tiempo fue mayor a cinco minutos

(Villena et al. 2001).

(2) Porcentaje minimo del alcohol en el cual una gota penetrd en la superficie de la

colonia del hongo.

Se pudo observar que hay diferencias en la hidrofobicidad presente entre las zonas del
borde y el centro de colonia. En todas los cepas el centro. es decir la zona con més dias de
edad, resultd mas hidrofobica salvo en LMBTMI cuyas zonas central y externa de la
colonia no evidenciaron diferencias. Eso concuerda con la literatura que afirma que las
hidrofobinas van decreciendo desde el punto de inoculacion hacia el exterior (bordes de
colonia). Las diferencias entre las zonas de crecimiento pueden deberse a que las zonas
internas de una colonia poseen menos nutrientes ya que éstos son consumidos mas
rapidamente. por lo que ocurre un metabolismo secundario en el que las hidrofobinas
aparecen (Smits et. al 2003). Otra explicacion es que a pesar de que los hongos tienden a
adquirir sus nutrientes mediante medios hidrofilicos, la ausencia de nutrientes produce la

formacion de estructuras hidrofobicas para adquirirlos (Chau et al. 2010)
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De todas las cepas. BAS! resulto ser la menos hidrofobica segin ambas pruebas. Por otro
lado, LMBTM2 no logré superar los cinco minutos en el caso del Tween 80 establecidos
segin la prueba de hidrofobicidad de detergentes v agua para considerarsele hidrofobica.
Por lo tanto esta cepa se considero de hidrofobicidad relativamente baja. Por su parte, las
cepas LMBTM2 y LMBUG6 pudieron superar los cinco minutos de no penetracion de gota
en el interior de sus colonias pero no en los bordes. Asi mismo, en las cuatro cepas
mencionadas, la prucba del porcentaje de alcohol reportd valores de 40% a 50% que son
inferiores a lo de las cepas restantes coincidiendo los resultados evidenciados en el primer

ensayo.

Las cepas LMBTMI. LMBTM4, LMBTMS superaron un intervalo de tiempo de 10
minutos de persistencia de gota en todas las pruebas con detergentes y agua, por lo que se
consideraron hidrofobicas tanto en las zonas internas de la colonia como en las zonas
externas. A partir de estc experimento se pudo inferir que estas altimas tres cepas serian
buenas formadoras de biopeliculas ya que la adherencia de los propégulos dependen las
interacciones  hidrofébicas  con el soporte (Gutiérrez-Correa 'y  Villena 2003

Shunmugaperumal 2010).

Finalmente, teniendo en cuenta que en el tamizado con colorantes destacaron las cepas
LMBTMI1 y LMBTMS como decoloradores y considerando que los ensayos de
hidrofobicidad calificaron a estas dos cepas como potenciales formadoras de biopeliculas,
ambas cepas fueron seleccionadas para los experimentos posteriores que tuvieron como

objetivo la decoloracidn de tintes azoicos mediante biopeliculas de basidiomicetos.
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4.4 ESTANDARIZACION DE PROTOCOLO DE FORMACION
DEBIOPELICULAS DE BASIDIOMICETOS

Segln trabajos anteriores (Karapinar Kapdan y Kargi 2002; Pesciaroli et al. 2013) los
sistemas de fermentacion como biopeliculas de basidiomicetos usan micelio trozado y
homogenizado como inoculo. Por lo tanto esta etapa tuvo como objetivo encontrar un

agente disgregador efectivo de biomasa y se propuso el empleo de perlas para tal propésito.

Se compararon los siguientes tratamientos: el primer tratamiento contenia diez perlas de 5
mm de didmetro, el segundo veinte perlas de Smm de diametro, ¢l tercero tres perlas de 12

mm de didmetro y el cuarto seis perlas de 12 mm de diametro.

Respecto al niimero y tamafio de perlas para formacion de indculo, el dnico tratamiento
donde se encontré micelio disgregado v pequefio fue aquel donde se emplearon seis perlas
de 12 mm. En los otros tratamientos se formaron grandes agregados de biomasa de distintos
tamafios (Tabla 4). Posteriormente. el micelio se homogenizd mediante vortex con perlas de
3mm. El micelio fragmentado y homogenizado de basidiomicetos puede utilizarse como
inéculo para la formacion de biopeliculas.

Los propdgulos fucron empleados siguiendo un protocolo de formacion de biopeliculas que
fue adaptado a partir del protocolo propuesto por Villena y Gutiérrez-Correa (2003). Se
obtuvieron exitosamente biopeliculas de LMBTMI y LMBTMS en telas de poliéster y en

mallas de metal por lo que el protocolo de formacién propuesto fue adecuado.
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4.5 CINETICA DE CRECIMIENTO DE BIOPELICULAS

Se realizo la cinética de crecimiento de biopeliculas durante 72 horas. Para realizar las
comparaciones respectivas entre biopeliculas formadas en soportes de tela de poliéster o
malla de metal se consideraron las 48 y 72 horas. Esto debido a que los posteriores

experimentos propusieron el empleo de biopeliculas con estas horas de crecimiento.

La cinética de crecimiento de biopelicula reveld que tanto la cepa LMBTMI1 como en el
caso de la cepa LMBTMS no se presentan diferencias significativas en biomasa adherida
al usar el soporte de metal respecto a las formadas en tela de poliéster a las 48 y 72 horas

(anexo 12.1.1).

Ademas se analizo las diferencias de biomasa adherida en ambos soportes y se concluyé

que no existieron diferencias significativas.

Se concluyd por lo tanto que para LMBTM! o LMBTMS el empleo de uno u otro
soporte no presenta diferencias en términos de biomasa adherida y de porcentaje de
adherencia. Por lo tanto la seleccion del soporte mas conveniente se baso en la
disponibilidad y costo del soporte. La tela de poliéster fue escogida por estas razones.

Dado que los indculos empleados fueron similares en estos experimentos no presentaron
diferencias tanto para LMBTMI| como para LMBTMS, lo que asegura que el
experimento fue llevado adecuadamente sin fuentes de variacion adicionales (anexo 4,

tabla A2).



Figura 4. Cinética de crecimiento en medio liquido de biopeliculas d¢ LMBTMI y
LMBTM 5 desarrollados en los soportes de tela de poliéster y malla de metal
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Tabla 6. Porcentaje de biomasa adherida durante la cinética de crecimiento de biopelicula

de LMBTMI y LMBTMS

Porcentaje de biomasa adherida a biopelicula (%)

Cepa Soporte
8 horas | 16 horas | 24 horas | 36 horas | 48 horas | 60 horas | 72 horas

Telade | 92.67 | 8835 | 89.92 | 89.89 | 88.47 | 91.21 89.93

Poliéster | £3.78 | +1.12 | £247 | +0.23 | +1.88 | £1.06 +2.26
LMBTMI

Mallade | 87.02 | 88.15 | 9223 | 91.00 | 90.54 | 9345 89.98
Metal | +4.86 | +0.58 | +0.85 | £2.00 | +0.57 | +1.43 +3.46

Telade | 97.61 | 89.51 89.51 | 96.16 | 96.58 | 96.15 91.72

Poliéster | £1.38 | +6.79 | +4.80 | +1.10 | £1.27 | £1.39 | +0.81
LMBTMS5

Mallade | 77.89 | 84.66 | 88.90 | 90.06 | 93.67 | 94.81 95.60
Metal | +7.40 | +4.34 | £3.14 | +4.47 | 021 | +1.34 | 097
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4.6 ESTANDARIZACION DEL MEDIO DE LIQUIDO PARA PRUEBAS DE
DECOLORACION

Se evaluaron 3 medios de decoloracion LMBTMI y LMBTMS a las 24, 48, 72 y 96

horas de cultivo.

Respecto a LMBTMI, no se evidenciaron diferencias en la cinética de decoloracion
respecto a los medios 1. 2 y 3 (los resultados se muestran en anexo 5, figura A40). Esto
significo que el empleo de uno u otro medio de decoloracion conllevarian a resultados
similares en términos de porcentaje de decoloracion. En base a ellos se escogio el medio
| para los posteriores experimentos debido a que al poseer menos nutrientes en su
formulacion resultaria muy ventajoso a nivel de costos. Ademas se ha reportado que los
medios con menos nutrientes pueden inducir la capacidad de decoloracion en

basidiomicetos (D'Agostini et al. 201 1).

De otro lado, en el caso de la cepa LMBTMS a las 24 horas de decoloracion se
presentaron diferencias significativas entre los tres medios (anexo 12.2.5). Segun los
datos mostrados en la figura 5 se presentd mayor decoloracion en el medio | el cual
contenfa menor cantidad de nutrientes. Ni a las 48 ni a las 72 horas hubo diferencias
entre los tres medio de decoloracion (anexos 12.2.6 y 12.2.7). Por ultimo, a 96 horas no
hubo diferencias entre los medios 1 v 2 pero si en el medio 3, que a pesar de haber sido
el que presentd menor decoloracion en un inicio, termind presentando la mayor

eficiencia a estas horas (anexo 12.2.8).

La actividad decoloradora de la biopelicula de LMBTMS fue superior en el medio | a
las 24 horas, representando una ventaja favorable en un periodo de tiempo relativamente
rapido, y no presento diferencias significativas hasta las 72 horas con ¢l medio 3 y hasta
las 96 horas con el medio 2 a pesar de poseer menos nutrientes. Estos resultados son
comparados con otros estudios por la literatura que reportan que a menor cantidad de
nutrientes o en ausencia de fuentes de nitrégeno y glucosa hay una mayor actividad

decoloradora (menor inhibicion) y/o actividad enzimatica ligninolitica relacionada a la
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decoloracion en Trametes versicolor (Staszczak 2006; Stazczak 2008; Wang et al.
2009), Trametes villosa (Yamanaka 2008). Pleurotus saju, Lentinulu edodes y Agaricus
Blazei en otros sistemas de fermentacion (Buswell et al. 1995, Fu et al. 1997, D'Agostini

et al. 2011).

A pesar de que el medio 3 presentd mayor porcentaje de decoloracion a las 96 horas,
¢sta eficiencia se fue superior en un periodo tardio que podria ser poco beneficioso en un
futuro sistema de mayor escala. Por otro lado. los costos de elaboracion del medio 3
respecto al medio 1 son mucho mayores mientras que la diferencia entre la decoloracion
a 96 horas fue de solo 15.99%. Asi mismo. se pudo observar que hubo formacion
excesiva de biomasa en el medio 3 (tabla 7; anexo 5, figura A38) lo que representaria

problemas operacionales.

Por lo tanto, considerando una actividad decoloradora diferencial y temprana a las 24
horas se escogio el medio | para establecer cinéticas de decoloracion de biopeliculas de

LMBTMS.

Cabe resaltar que las diferencias entre los porcentajes de decoloracion de LMBTMI en
cualquiera de los tres medios fueron siempre menores en cualquier tiempo respecto a los
porcentajes de decoloracion de LMBTMS. lo que sugirid evidentes ventajas en la

decoloracion de las biopeliculas de ésta tltima (figura 5).



Figura 5. Cinética de decoloracién de biopeliculas de LMBTM1 y LMBTMS en Medio 1,
Medio 2 y Medio 3 conteniendo Azul Brillante y Synozol Turquesa
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Tabla 7. Biomasa inicial y final del proceso de decoloracion de LMBTM1 y LMBTMS en
los Medios 1,2y 3

Biopelicula (g/)
Medio LMBTMI LMBTMS
Inicial Final Inicial Final
Medio 0,1g 0.550 + 0.025 1.140+0.192

Medio 2,5 g 0.804 £ 0.045 | 1.626 + 0.065 | 1.801+ 0.030 | 2.598 + 0.218

Medio 5 g 2.320+0.122 3.6714£0.279
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4.7 CINETICA DE DECOLORACION DE TINTES AZOICOS

Se evalud la decoloracion con biopeliculas de LMBTMI1 vy LMBTMS5. Se trabajé con
biopeliculas de 48 y 72 horas; ya que existieron diferencias significativas de biomasa entre

estos tiempos (anexo 12.5.1)

Los maximos picos de absorcion dentro de la region visible de cada colorante fueron para
592 nm para Azul Brillante, 402 nm para Levafix Amarillo. 512 nm para Levafix Rojo, 600
nm para Remazol Negro, 540 para Remazol Rojo, 538 nm para Rojo Profundo, 428 para
Synozol Amarillo y 660 nm para Synozol Turquesa (anexo &, figura A47).

Los controles de la cinética de decoloracidn evidenciaron estabilidad a lo largo del proceso
salvo en el caso de Remazol Negro. Este tinte mantuvo su coloracion en los controles del
tamizado en solido, sin embargo present6 una decoloracién liquido espontanea en el medio
de decoloracion en ausencia de biopeliculas (anexo 6, figura A42) por lo que este caso en
particular contradice las caracteristicas de los tintes azoicos (Robinson et al. 2001; Keharia
y Madamwar 2003). Por lo tanto no fue considerado en los posteriores experimentos de
cinética de decoloracion.

Cabe resaltar que el indculo empleado en todas las biopeliculas estuvieron dentro del rango
de 0.0227 g a 0.0303 g. Asi mismo. la biomasa inicial de biopelicula de la cinética de
decoloracion de LMBTM1 a 48 horas fue de 0.426 + 0.026 y a 72 horas de 0.798 + 0.030,
mientras que la biomasa de biopelicula de LMBTMS a 48 horas fue de 1.038 £ 0.057 ya 72
horas de 1.821 + 0.074.

Para el caso del medio con colorante Levafix Rojo no se obtuvo el mismo resultado del
tamizado inicial en solido (anexo 3). En el medio liquido de decoloracion se presentd un
incremento de la absorbancia en la longitud de onda méxima absorcion (anexo 9. figura
A53) que sugiere un cambio producido por las biopeliculas de ambas cepas (anexo 6). Este
es un evento poco comin pero ha sido reportado en un basidiomiceto de pudricion blanca
ligninolitico (Jayasinghel et al. 2008). Estudios mas especificos con técnicas analiticas que

permitan dilucidar estructuras quimicas.
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Los andlisis de decoloracion se realizaron independientemente por cada tinte y a nivel
global. De modo general los tintes Azul Brillante y Synozol Turquesa fueron lo mas

decolorados (12.3.7) a lo largo de la cinética de decoloracion,

En Azul Brillante se alcanzaron altos porcentajes de decoloracion de LMBTMS desde las
24 horas, tanto con biopeliculas de 48 como de 72 horas de crecimiento sin diferencias
significativas mayores a 5.83% Asi mismo, no hubo diferencias signiticativas en el ultimo
punto de 96 horas de decoloracion entre estas biopeliculas por lo que se puede afirmar de
modo general que en este tinte las diferentes horas de crecimiento de LMBTMS no tuvieron
efectos significativos. Por otro lado. la cepa LMBTMI presentd significativamente menor
decoloracion a todas las horas de cinética respecto a LMBTMS. y las biopeliculas de 72
horas presentaron mayor decoloracion que las biopeliculas de 48 horas, por lo que emplear

biopeliculas de 72 horas resultaron eficientes (figura 6: anexo 12.3.1).

Respecto a Synozol Turquesa, las diferencias entre LMBTMI y LMBTMS fueron
significativas y el empleo de biopeliculas de 48 v 72 horas de crecimiento fue conveniente

en ambas cepas a lo largo de toda la cinética de decoloracion (figura I 1: anexo 12.3.6).

Los espectros de absorcion de Azul Brillante v Svnozol Turquesa evidenciaron los
cambios mas notorios. En Azul Brillante se pudo observar la disminucion dréstica del pico
de longitud de onda de maxima absorcion por la cepa LMBTMI y la desaparicion de este
pico por la cepa LMBTMS (figura AS1). En Synozol Turquesa el cambio se evidencio por
la disminucion de la absorbancia y desplazamiento del pico de maxima absorcion inicial de
660nm a 624 nm (figura A57). Este comportamiento en la forma del espectro y la
disminucion de absorbancia en la region del visible sugieren que hubo cambios quimicos en
ambos tintes por la actividad decoloradora, lo que involucran ademés rompimiento de

estructuras cromoéforas de éstos (Chen et al. 2003, Zhang et al. 2011, Mitrovic et al. 2012).

El tercer tinte mas decolorado fue Rojo Profundo. Respecto a LMBTMI, hubo diferencias
significativas en la decoloracidn de biopeliculas de distintas horas de crecimiento a 48 y 96

horas de la cinética de decoloracion. Respecto a LMB1TMS, las biopeliculas de 72 horas
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fueron superiores en porcentaje de decoloracion que las de 48 horas durante toda la cinética
(Figura 9, Anexo 12.3.4) por lo que se considerd que usar biopeliculas de 72 horas fue
beneficioso en el caso de Rojo Profundo. Asi mismo. aunque las biopeliculas de 72 horas
de LMBTMI no presentaron difercncias significativas con biopeliculas de LMBTMS de 48
horas a las 24 y 48 horas de decoloracion, solo confirmé que el empleo de LMBTMS es

mas ventajoso.

Para los tintes Levafix Amarillo. Remazol Rojo y Synozol Amarillo las biopeliculas de 72
horas de LMBTMS fueron superiores a cualquier otra biopelicula (figura 7, 8 v 10). En el
caso de Levafix Amarillo esto se evidencia a partir de las 72 horas. mientras que en los
otros dos tintes se puede observar a lo largo de toda la cinética de decoloracion (anexos

12.3.2: 12.3.3; 12.3.5)

Del analisis global se desprende que la decoloracion es dependiente del tipo de cepa.
tiempo de crecimiento y tipo de tinte (anexo 12.3.7). Esta prueba concluyo que
efectivamente la cepa LMBTMS fue superior a LMBTMI. como se pudo observar
individualmente en las cinéticas de decoloracion de cada tinte segin lo anteriormente
expuesto aunque en el tamizado solido las diferencias en la eficiencia de decoloracion de
ambas cepas no fuesen tan evidentes. Asi mismo, emplear una biopelicula de 72 horas de
crecimiento fue mejor que una de 48 horas de modo general. aunque la Gnica excepcion
ocurri en la decoloracion de Azul Brillante por biopeliculas de LMBTMS. Por dltimo, fas
diferencias presentadas por tintes establecieron que hay tintes mas susceptibles de ser
decolorados que otros. Todo esto coincide con la bibliografia que indica que son estos
factores mencionados. asi como otros mas. los que afectan directamente a la decoloracion

de tintes (Khan et al. 2012; Saratale et al. 2011)



Figura 6. Cinética de decoloracion de medio con Azul Brillante por biopeliculas de

LMBTM1 y LMBTMS con 48 y 72 horas de horas de crecimiento
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Figura 7. Cinética de decoloracion de medio con Levafix Amarillo por biopeliculas de

LMBTMI1 y LMBTMS con 48 y 72 horas de horas de crecimiento
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Figura 8. Cinética de decoloracion de medio con Remazol Rojo por biopeliculas de

LMBTM1 y LMBTMS con 48 y 72 horas de horas de crecimiento
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Figura 9. Cinética de decoloracion de medio con Rojo Profundo por biopeliculas de

LMBTM1 y LMBTMS con 48 y 72 horas de horas de crecimiento
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Las biomasas finales de las cinéticas de decoloracion fueron significativamente menores
a las biomasas iniciales (tabla 8, anexo 12.5.2). Esto sugiere aunque las condiciones

limitantes del medio 1 son necesarias para una mayor actividad decoloradora como se

explicd anteriormente. esto obliga a las cepas al consumo de su propia biomasa.

Tabla 8. Biomasa de biopeliculas al final del proceso de decoloracion de tintes azoicos

Biopelicula (g/1)
Tinte azoico || MpTMI de | LMBTMI de72 | LMBTMS de | LMBTMS de
48 horas horas 48 horas 72 horas

Azul Brillante | 0.194£0.037 | 0.560+0.062 | 0475+0.013 | 124540177
Levafix Amarillo | 0.227+0.018 | 0.569+0.095 | 0.430+0.068 | 859+ 0.047
Levafix Rojo 0288+£0.023 | 0.640£0.006 | 0.438+0.043 | 0910+0.105
Remazol Rojo | 0.240+0.023 | 0.587+0.137 | 0474+ 0.025 | 0935+ 0.095
Rojo Profundo | 0.291+0.007 | 0.603+0.106 | 0.607+0.018 | {159+ 0.06]
Synozol Amarillo | 0.230+0.071 | 0.542+0.031 | 0.446+0.031 | (763 + 0.030
Synozol Turquesa | 0.240+ 0.011 0.53+0.076 0.619+0.066 | |095+0.030

Por tltimo, habiendo concluido que es mejor emplear biopeliculas de 72 horas, se procedio
a evaluar la decoloracion de biopeliculas de ambas cepas con esta edad en efluentes
simulados que contuvieron una mezcla de los seis tintes y la concentracion de nutrientes del

medio con los que se establecio las cinéticas de decoloracion de tintes azoicos.



4.8 EFLUENTES SIMULADOS Y REALES

El proposito de este experimento fue evaluar la capacidad decoloradora de LMBTMI y
LMBTMS en una simulacion de efluentes asi como en uno real ya que esto podria
representar un primer paso para trabajos futuros en condiciones reales. Se emplearon
efluentes simulados a tres distintos pHs pues el rango pH de los efluentes reales es amplio

(O’Neill et al. 1999).

4.8.1 Pruebas de decoloracion en efluentes Simulados

De aqui se concluyé que la cepa LMBTMS fue superior a LMBTM1 al decolorar en mayor
porcentaje los efluentes de los tres distintos pHs a lo largo de toda la cinética de

decoloracion (Figura 12; anexo 12.4.1.3).

La cepa LMBTMI, la decoloracion de la cepa fue sensible a los distintos pHs durante todo
el proceso de decoloracion, alcanzando los mayores porcentajes en el efluente de pH6.
Respecto a la cepa LMBTMS, las diferencias en la decoloracion se evidenciaron claramente
a partir las 48 horas de la cinética y los porcentajes fueron mayores en efluentes de pH6 al

igual que en LMBTMI.

Las razones por las que la mayor decoloracion se dio en los efluente de pH 6 podria deberse
a que el sistema ligninolitico de los hongos de pudricion blanca como Trametes versicolor,
involucrados en la decoloracion, tienden a ser tener pHs optimos por debajo de pH 7

(Kurniawati y Nicell 2008; Madhavi y Lele S 2009).

Por ultimo, al igual que en la cinética de decoloracion de tintes azoicos, se presentd una

disminucion significativa de la biomasa inicial (anexo 12.5.3).
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Figura 12. Cinética de decoloracion de efluentes simulados por biopeliculas de
LMBTM1 y LMBTMS5
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4.8.2 Pruebas de decoloracion en efluente Real

El efluente real

Se utilizaron efluentes colectados del rio Huaycoloro proveniente de la empresa textil de
San Juan de Lurigancho. Los mayores porcentajes de decoloracion fueron nuevamente
evidenciados en la cepa LMBTMS (figura 13, anexo 12.4.2) respecto a la cepa
LMBTMI durante todo el proceso de decoloracion. Asimismo, no hubo consumo de
biomasa durante el proceso (anexo 12.5.3). Esto podria sugerir que el efluente tuvo
componentes capaces de ser asimilados por la biopelicula pero no esto no se pudo
corroborar debido que al provenir de muchos procesos textiles éstos terminan siendo
demasiado complejos (O’Neill et al. 1999) y se requiere anélisis mas profundos no

contemplados en ¢l presente trabajo.
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Los espectros de absorcion (anexo 10) tuvieron cambios notorios posteriores a la
decoloracion lo que sugiere cambios quimicos en el tinte presente en el efluente
(Mitrovic et al. 2012).

Figura 13. Cinética de decoloracion de efluente real por biopeliculas de LMBTM1 y
LMBTMS
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Tabla 9. Biomasa de biopeliculas al final del proceso de decoloracion de tintes azoicos

Biomasa (g/1)
Efluente LMBTMI LMBTMS

Inicial Final Inicial Final
Efluente Simulado | 0.790+ 0.346 + 1.843 + 0.869 +

pH6 0.018 0.059 0.083 0.044
Efluente Simulado | 0.811+ 0331+ 1.840 0.839+

pH7.7 0.047 0.033 0.095 0.047
Efluente Simulado 0.801 + 0314+ 1.799 + 0.794 +

pH9.4 0.035 0.065 0.058 0.105
Efluente Real 0812+ 0.680 + 1.794 + 1.680 +

¢ 0.032 0.059 0.059 0.079
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4.9 ANALISIS MOLECULAR PARA IDENTIFICACION DE LAS CEPAS
SELECCIONADAS

Mediante la electroforesis de los productos de PCR se pudo ver una sola banda por
reaccion (figura 14) por lo que se evidencid que no existieron productos inespecificos.
Los productos fueron secuenciados con los primers ITS1 e ITS4 y el consenso de las
secuencias alineadas fueron de ambos primers fue empleado para evaluar la similaridad

con otras especies de las bases de datos de NCBI.

Figura 14. Amplificacion de productos de PCR
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6557
4361

M: marcador molecular Lambda DNA/HindIIl. 1: Control negativo de reaccion
PCR. 2: Control positivo de reaccion de PCR. 3: Productos de PCR de LMBTMI. 4:
Productos de PCR de LMBTMS.

La busqueda de BLAST reveld que la cepa LMBTM| presenta alta similaridad con
Ceriporia lacerata y que LMBTMS con Trametes polvzona. En el caso de LMBTMI,
fue aislado a partir de una colonia que rodcaba la superficie de un tronco y de cuerpos

fructiferos de otro basidiomiceto (anexo 1. figura Al) y que coincide con caracteres
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diagndsticos de otras especies de Ceriporiu reportado por Jia y Cui (2011). Respecto a
LMBTMS, fue aislado a partir del cuerpo fructifero (anexo 1, figura AS) y cuyos
caracteres diagndsticos coinciden altamente con la especie Trametes polyzona y presenta
sinonimos como Coriolopsis polyzona (Corner, 1989). Por lo tanto, los analisis

moleculares coinciden con las figuras presentadas en los anexos.

Tabla 10. Alineamiento de secuencias ITS mediante analisis BLAST

Cepa Especie Cobertura | Similaridad Accesion

Ceriporia lucerata 99% 98% GU045770.1

Ceriporia lacerata 99% 98% KJ152169.1

LMBTML | Ceriporia lacerata 99% 98% KF850375.1
Ceriporia lacerata 99% 98% KF782841.1

Ceriporia lacerata 99% 98% KF703929.1

Trametes polyzona 100% 99% IN164979.1

Trumetes polyzona 100% 98% IN645078.1

LMBTMS | Trametes polvzona 100% 98% JN645068.1
Trametes polyzona 100% 98% JN164980.1

Trametes polyzonu 100% 98% IN164978.1

De acuerdo a estos resultados la cepa LMBTMI corresponde a Ceriporia lacerata y la
LMBTMS a Trametes polvzona. Estas especies son basidiomicetos de pudricion blanca
con capacidad ligninolitica ya han sido reportadas como productoras de peroxidasas y

lacasas (Lee et al. 2007; Chairin 2013).
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V. CONCLUSIONES

De un total de 75 cuerpos fructiferos de basidiomicetos se logré aislar sélo diez.
Todos estos fueron positivos para la reaccion de guaiacol. De los cinco
basidiomicetos del cepario del LMB sé6lo BAS! tuvo actividad guaiacol
positiva.

Del total de cepas guaiacol positivas sélo LMBTMI, LMBTM2, LMBTM3,
LMBTM4. LMBMT3. LMBU6 y BAS! resultados decoloradores de tintes
azoicos. Las mejores dos cepas decoloradoras fueron LMBTMI1 y LMBTMS
que ademas resultaron ser hidrofobicas y por lo tanto se eligieron para llevar a
cabo los experimentos de decoloracion con biopeliculas en medio liquido.

El protocolo de formacion de biopelicula con indculo micelar disgregado y
homogenizado permite el desarrollo de biopeliculas de basidiomicetos tanto en
tela de poliéster como en malla de metal.

Las biopeliculas de LMBTM1 y LMBTMS3 formadas en tela de poliéster y malla
de metal no presentaron diferencias significativas en términos de biomasa
adherida y porcentaje de adherencia.

El medio de decoloracion mas conveniente para llevar a cabo la cinética de
decoloracién de biopeliculas de ambas cepas fue aquel que poseia menos
cantidad de nutrientes.

Existen diferencias significativas en la decoloracion al emplear una biopelicula
de 48 horas frente a una de 72 horas. siendo esta Gltima superior a la primera.
Existen diferencias significativas en la decoloracion de un tinte respecto a otro,
siendo Azul Brillante y Synozol Turquesa los mas decolorados y los que
presentan cambios mas notorios en su espectro de absorcion.

Se evidencio una mayor decoloracion en los efluentes simulados de pH6 en

ambas cepas.
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9. Existe una pérdida significativa de biomasa al finalizar el proceso de
decoloracion de tintes azoicos y de efluentes simulados en todas las biopeliculas
de ambas cepas. Por lo contrario, en los efluentes reales la biomasa se mantiene.

10. La cepa LMBTMS fue superior en la decoloracion de tintes azoicos, efluentes
simulados y efluentes reales respecto a la cepa LMBTMI.

11. Los analisis moleculares revelaron que las cepa LMBTM1y LMBTMS son los

hongos de pudricion blanca Ceriporia lucerata LMBTMS y Trametes lypozona.
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VI. RECOMENDACIONES

Determinas la actividad enzimédtica de las enzimas ligninoliticas presentes en
las cepas LMBTM! v LMBTMS.

Buscar inductores que optimicen el medio de decoloracidn.

Analizar y determinar los compuestos formados como producto de la
decoloracién y evaluar su toxicidad.

Evaluar los casos particulares de decoloracion espontdnea de Remazol Negro
y los cambios ocurridos en Levafix Rojo en presencia de biopeliculas de
basidiomicetos mediante analisis méds profundos.

Si se deseara usar cl soporte alternativo de malla de metal por su capacidad
de retiso se debera buscar una forma eficiente de limpiar la biomasa adherida
al mismo.

Si se desea usar un sistema continuo de fermentacion se debera buscar un
equilibro entre actividad decoloradora y pérdida de biomasa para que sea
sostenible en el tiempo.

Para procesos de mayor escala de tratamiento de efluentes se debera
determinar si es conveniente o no variar el pH de los mismos para aumentar

la eficiencia de decoloracion.
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ANEXO 8, ESPECTROS DE ABSORCION DE ESTANDARIZACION DE MEDIO DE DECOLORACION

Figura A7, Espectros de absorcin de los controles de los medios 1,2 y 3 de decoloracion.
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Figura A48, Espectros de absorcion de decoloracion de LMBTM 1de los medios 1,2 y 3
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Figura A9, Espectros de absorcion de decoloracion de LMBTMS de los medios 12y 3

Medio 1, dilucion 1/10 Medio 1, dibucion 1/5
12 | 14
. 10 . 12
2 08 710
goe Eo.s
80.4 ¢
QU horas 904
¢ 02 < 02
00 00
200 400 600 800 00 400 600 800
Longitud de onda (nm) Longitud de onda (nm)
Medio 2, ilucion 1/10 Medio 2, dilucion 1/5
12 | 14
. 10 . 12 ¢
T 510
» i
30'4 g0t
oY horas 204
“u ¢ 02
00 0.0
00 400 600 800 00 400 600 800
Longitud de onda (nm) Longitud de onda (nm)

1%

Y horas
18 horas
2horas

yhoras

4 horas
18 haras
2 horas

3 horas




Medio 3, dilucion 1/10 Medio 3, dilucion 1/$

1.21 1.4|
: 12
g :
908 o 10
g 50.8 horas
£ 08 £
9 908 18 horas
g4 horas < 04
< < 2horas
02 02
00 00 3 horas
00 400 600 800 200 400 600 800
Longitud de onda (nm) Longitud de onda (am)

140




ANEXO 9, ESPECTROS DE ABSORCION DE CINETICA DE DECOLORACION DE TINTES AZOICOS

Figura AS0. Espectros de absorcion de los controles d cinetica de decoloracion.
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Figura AS1, Cinética de decoloracion de Azul Brillante.
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LMBTMS de 72 horas de crecimiento, dilucion 1/10
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Figura ASY, Cinética de decoloracion de Levafix Amarillo
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Figura A54, Cinética de decoloracin de Remazol Rojo.
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Figura AS6, Cinética de decoloracion de Synozol Amanlo.
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Figura A8, Cinética de decoloracion de Synozol Turquesa.

LMBTM] de 48 horas de crecimiento, ditucion 1/10

LMBTM! de 72 horas de crecimiento, dilucion 1/10

1.0‘
g4
0 10ras
806
£ 0ras
904
) —48 horas
<0
2horas
00 0ras
0 400 600 800
Longitud de onda (nm)

10
g0t
9 oras
506
< horas
904
D —48 horas
<0
2horas
e \oras
00 400 600 800
Longitud de onda (nm)

LMBTMS de 48 horas de crecimiento, dilucion /10

LMBTMS de 72 horas de crecimiento, difucion 1/10

1.0\
gt
) oras
506
£ 4 horas
904
) — 48 horas
<0
2 horas
u l0ras
00 400 600 800
Longitud de onda (nm)

1,0‘
gl
] 10ras
506
£ 4 horas
004
0 —48 horas
<
12 horas
ot 0ras
20 400 600 800
Longitud de onda (am)

150










Figura 60, Espectros de absorcion de cinética de decoloracion de LMTBMTS de efluentes simulados y el efluente real,

Efluente pH 6, dilucion 1/10

Efluente pH 7.7, dilucion 1/10
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ANEXO 12. ANALISIS ESTADISTICO
ANEXO 12.1 BIOPELICULAS DE LMBTM1 Y LMBTMS5 EN DOS SOPORTE SOLIDOS.

12.1.1 Biomasa formada en dos soportes solidos
12.1.1.1 Comparacion de biomasa formada en biopelicula (g/L) de LMBTMI1 en tela de

poliéster respecto a la biomasa formada en malla de metal a las 48 horas de crecimiento
o T de Student para dos muestras independientes:
Ho: No existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes.

H,: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos

soportes.

P-Valor > a=0.05

A un nivel de confianza del 95% se concluye que:
No existe una diferencia significativa entre la biomasa de biopelicula de
LMBTMI1 de 48 horas de crecimiento formada en tela de poliéster respecto a

la biomasa de biopelicula formada en malla de metal.

12.1.1.2 Comparacion de biomasa formada en biopelicula de LMBTMI en tela de poliéster

y malla de metal a las 72 horas de crecimiento
o T de Student para dos muestras independientes:
Hy: No existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes.

H,: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa cn los dos

soportes
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P-Valor > a=0.05

A un nivel de confianza del 95% se concluye que:
No existe una diferencia significativa entre la biomasa de biopelicula de
LMBTMI1 de 72 horas de crecimiento formada en tela de poliéster respecto a

la biomasa de biopelicula formada en malla de metal.

12.1.1.3 Comparacion de biomasa formada en biopelicula de LMBTMI en tela de poliéster

y malla de metal a las 48 horas de crecimiento
o T de Student para dos muestras independientes:
Hy: No existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes.

H,: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos

soportes.

P-Valor > o= 0.05

A un nivel de confianza del 95% se concluye que:
No existe una diferencia significativa entre la biomasa de biopelicula de
LMBTMS de 48 horas de crecimiento formada en tela de poliéster respecto a

la biomasa de biopelicula formada en malla de metal.

12.1.1.4. Comparacion de biomasa formada en biopelicula de LMBTMI en tela de

poliéster y malla de metal a las 48 horas de crecimiento
o T de Student para dos muestras independientes:

Ho: No existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes.
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H,: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos

soportes.

P-Valor: > a=0.05

A un nivel de confianza del 95% se concluye que:
No existe una diferencia significativa entre la biomasa de biopelicula de
LMBTMS de 72 horas de crecimiento formada en tela de poliéster respecto a

la biomasa de biopelicula formada en malla de metal.

12.1.2. Adherencia de biopeliculas de LMBTM1 y LMBTMS

12.1.2.1. Comparacion de adherencia de biopeliculas dc LMBTM1 de 48 horas de

crecimiento en tela de poliéster respecto a la adherencia en malla de metal.
o T de Student para dos muestras independientes:

Hg: No existe una diferencia entre los porcentajes de adherencia de biomasa en los

dos soportes.

H,: Existe una diferencia entre los porcentajes de adherencia de biomasa en los dos

soportes.

P-Valor: > a=0.05

A un nivel de confianza del 35% se concluye que:
No existe una diferencia significativa entre adherencia de biomasa de
biopelicula de LMBTM]1 de 48 horas de crecimiento en tela de poliéster

respecto a la adherencia de biomasa de biopelicula en malla de metal.

12.1.2.2. Comparacion de adherencia de biopeliculas de LMBTM1 de 72 horas de

crecimiento en tela de poliéster respecto a la adherencia en malla de metal.
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o T de Student para dos muestras independientes:
Ho: No existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes.

Hj: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos

soportes

P-Valor: > a=0.05

A un nivel de confianza del 95% se concluye que:
No existe una diferencia significativa entre adherencia de biomasa de
biopelicula de LMBTMI de 72 horas de crecimiento en tela de poliéster

respecto a la adherencia de biomasa de biopelicula en malla de metal.

12.1.2.3 Comparacion de adherencia de biopeliculas de LMBTM5 de 48 horas de
crecimiento en tela de poliéster respecto a la adherencia en malla de metal.

o T de Student para dos muestras independientes:
Hy: No existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes.

H: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos

soportes.

P-Valor: > o= 0.05

A un nivel de confianza del 95% se concluye que:
No existe una diferencia significativa entre adherencia de biomasa de
biopelicula de LMBTMS5 de 48 horas de crecimiento en tela de poliéster

respecto a la adherencia de biomasa de biopelicula en malla de metal.

12.1.2.4. Comparacion de adherencia de biopeliculas de LMBTMS5 de 72 horas de
crecimiento en tela de poliéster respecto a la adherencia en malla de metal.

o T de Student para dos muestras independientes:

Ho: NO existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes.
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H,: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos

soportes.

P-Valor > o= 0.05

A un nivel de confianza del 95% se concluye que:
No existe una diferencia significativa entre adherencia de biomasa de
biopelicula de LMBTMS5 de 72 horas de crecimiento en tela de poliéster

respecto a la adherencia de biomasa de biopelicula en malla de metal.

ANEXO 12.2 ESTANDARIZACION DE MEDIO DE DECOLORACION
12.2.1 Decoloracién de medios de decoloracion a 24 horas con biopelicula de LMBTM]
o ANOVA

Hy: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1,

2 v 3 a 24 horas de decoloracion.

H;: Existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios I, 2 y

3 a 24 horas de decoloracion.

Tabla ANOVA para Porcentajes de decoloracion por Medio de decoloracion

Fuente Suma de Cuadrado Razén-F P-Valor
Cuadrados Medio
Entre grupos | 0.1064 0.0532 ]
Intra grupos 26.5256 2.94729
Total (Corr.) 26.632

Puesto que el P-Valor de la razon-F es mayor a (.05, no existe una diferencia
estadisticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloracion entre un

nivel de medio de decoloracién y otro, con un nivel del 95.0% de confianza.
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12.2.2 Decoloracion de medios de decoloracion a 48 horas con biopelicula de LMBTMI

o ANOVA

Ho: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1.

2y 3 a 48 horas de decoloracion.

Hj: Existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1,2y

3 a 48 horas de decoloracion.

Tabla ANOVA para Porcentajes de decoloracion por Medio de decoloracion

Fuente Suma de Cuadrado Razoén-F P-Valor
Cuadrados Medio
Entre grupos | 20.5161 10.258 B B
Intra grupos | 98.0225 10.8914 B |
Total (Corr.) 118.539

Puesto que el P-Valor de la razon-F es mayor a 0.05, no existe una diferencia
estadisticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloracion entre un

nivel de medio de decoloracidn y otro, con un nivel del 95.0% de confianza.

12.2.3. Decoloracion de medios de decoloracion a 72 horas con biopelicula de LMBTM1

o ANOVA

Hp: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1,

2y 3 a 72 horas de decoloracion.

H,: Existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1,2 y

3 a 72 horas de decoloracion.
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Tabla ANOVA para Porcentajes de decoloracion por Medio de decoloracion

Fuente Suma de Cuadrado Razon-F P-Valor
Cuadrados Medio
Entre grupos | 6.09307 3.04653 B ]
Intra grupos | 146.01 16.2233 ]
Total (Corr.) 152.103

Puesto que el P-Valor de la razon-F es mayor a 0.05, no existe una diferencia
estadisticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloracion entre un

nivel de medio de decoloracién y otro, con un nivel del 95.0% de confianza.
12.2.4 Decoloracion de medios de decoloracion a 96 horas con biopelicula de LMBTMI
o ANOVA

Hy: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion dc los medios 1,

2y 3 a 96 horas de decoloracion.

I1: Existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1,2 y

3 a 96 horas de decoloracion.

Tabla ANOVA para Porcentajes de decoloracion por Medio de decoloracion

Fuente Suma de Cuadrado Razén-F P-Valor
Cuadrados Medio e |
Entre grupos 1.84987 0.924933 L _
Intra grupos 30.472 3.38578
Total (Corr.) 32.3219

Puesto que el P-Valor de la razon-F es mayor a 0.05, no existe una diferencia
estadisticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloracién entre un

nivel de medio de decoloracion y otro, con un nivel del 95.0% de confianza.
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12.2.5. Decoloracion de medios de decoloracion a 24 horas con biopelicula de LMBTMS
o ANOVA

Hy: NO existe una diferencia entre los porcentajcs de decoloracion de los medios 1.

2y 3 a 24 horas de decoloracion.

H;: Existc una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1,2 y

3 a 24 horas de decoloracion.

Tabla ANOVA para Porcentajes de decoloracion por Medio de decoloracion

Fuente Suma de Cuadrado Razon-F P-Valor
Cuadrados Medio . .
Entre grupos 1358.13 679.065 . ]
Intra grupos 144.045 16.005
Total (Corr.) 1502.18

Pucsto que ¢! P-Valor dc la prucba-F es menor que 0.05, existe una diferencia
estadisticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloracion entre un
nivel de medio 1, 2 y 3. con un nivel del 95.0% de confianza. Para determinar cudles

medias son significativamente se efectud Pruebas de Multiples Rangos de Duncan.

o Test de Duncan

Método: 95.0- Duncan

medio 1, 2y 3 | Media Grupos
Homogéneos
Medio 3 39.73 X
Medio 2 58.02 X
Medio | 64.95 X
Contraste Sig.

Medio 1 - Medio 2
Medio | - Medio 3
Medio 2 - Medio 3
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(*) Indica que a un nivel de 95.0% de confianza existe una diferencia significativa entre los

porcentajes de decoloracion de un medio y otro.

12.2.6. Decoloracion de medios de decoloracion a 48 horas con biopelicula de LMBTMS5
o ANOVA

Hy: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1.

2y 3 a 48 horas de decoloracion.

Hi: Existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1,2 y

3 a 48 horas de decoloracion.

Tabla ANOVA para Porcentajes de decoloracion por Medio de decoloracion

Fuente Suma de Cuadrado Razon-F P-Valor
Cuadrados Medio
Entre grupos | 58.4981 29.249 |
Intra grupos 104.823 11.647
Total (Corr.) 163.321

Puesto que el P-Valor de la razon-F es mayor a 0.05, no existe una diferencia
estadisticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloracion entre un

nivel de medio de decoloracion y otro, con un nivel del 95.0% de confianza.
12.2.7 Decoloracion de medios de decoloracion a 72 horas con biopelicula de LMBTMS
o ANOVA

Hy: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1.

2 vy 3 a 48 horas de decoloracion.

Hi: Existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1, 2 v

3 a 48 horas de decoloracion.

Tabla ANOVA para Porcentajes de decoloracion por Medio de decoloracion
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Fuente Suma de Cuadrado Razon-F P-Valor

Cuadrados Medio L a
Entre grupos 54.8421 27421 L |
Intra grupos 186.012 20.668

Total (Corr.) 240.854

Puesto que el P-Valor de la razon-F es mayor a 0.05, no existe una diferencia
estadisticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloracién entre un

nivel de medio de decoloracion y otro, con un nivel del 95.0% de confianza.
12.2.8 Decoloracion de medios de decoloracion a 96 horas con biopelicula de LMBTMS5

o ANOVA

Hy: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1,

2y 3 a 96 horas de decoloracion.

H;: Existe una diferencia entre los porcentajes de decoloracion de los medios 1,2 y

3 a 96 horas de decoloracion.

Tabla ANOVA para Porcentajes de decoloracion por Medio de decoloracion

Fuente Suma de Cuadrado Razon-F P-Valor
Cuadrados Medio | n
Entre grupos 530.757 265.379 | N
Intra grupos 134.291 14.9212
Total (Corr.) 665.048

Puesto que el P-Valor de la prueba-F es menor que 0.05, existe una diferencia
estadisticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloracién entre un
nivel de medio 1, 2 y 3, con un nivel del 95.0% de confianza. Para determinar cules

medias son significativamente se efectud Pruebas de Multiples Rangos de Duncan.
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o Test de Duncan

Método: 95.0- Duncan

medio 1, 2y 3 |Media Grupos
Homogéneos
Medio 3 39.73 X
Medio 2 58.02 X
Medio 1 64.95 X
Contraste Sig.

Medio 1 - Medio 2
Medio 1 - Medio 3
Medio 2 - Medio 3

(*) Indica que a un nivel de 95.0% de confianza existe una diferencia significativa entre los

porcentajes de decoloracion de un medio y otro.

ANEXO 12.3 CINETICA DE DECOLORACION DE TINTES AZOICOS
12.3.1 Decoloracion de Azul Brillante

o ANOVA
Hg: NO existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloracion.

H,: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloracion.

Porcentaje de decoloracion de Azul Brillante de las
biopeliculas de LMBTM1 de 48h, LMBTM! de 72 h, | P-valor de la razon-F
LMBTMS de 48 h y LMBTMS de 72h:

A 24 horas de decoloracion

A 48 horas de decoloracion

A 72 horas de decoloracion

A 96 horas de decoloracion
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Porcentaje de decoloracion de Remazol Rojo de las
biopeliculas de LMBTM1 de 48h, LMBTMI de 72 h, | P-valor de la razon-F
LMBTMS de 48 h y LMBTMS de 72h:

A 24 horas de decoloracion

A 48 horas de decoloracion

A 72 horas de decoloracion

A 96 horas de decoloracién

(*) Se concluye a un nivel de confianza del 95% quc hay diferencias significativas
entre los porcentajes de decoloracion de Levafix Amarillo entre las biopeliculas de
LMBTMI de 48h, LMBTMI de 72 h, LMBTMS de 48 h y LMBTMS de 72h.

Para determinar cuales medias son significativamente se efectué Pruebas de
Multiples Rangos de Duncan.

o Test de Duncan

Método: 95.0 porcentaje Duncan
Horas de decoloracion

Tratamiento 72 horas | 96 horas

Grupos Grupos
homogéneos | homogéneos

LMBTMI-48h X X
LMBTMI1-72h X X
LMBTMS-48h X X
LMBTMS-72h X X

Horas de decoloracion
Contraste 72 horas | 96 horas

LMBTM1-48h - LMBTMI-72h
LMBTM1-48h - LMBTMS5-48h
LMBTM1-48h - LMBTMS-72h
LMBTMI-72h - LMBTMS5-48h
LMBTMI1-72h - LMBTMS-72h
LMBTMS5-48h - LMBTMS-72h

167



(*) Indica que a un nivel de 95.0% de confianza existe una diferencia significativa entre los

porcentajes de decoloracion de un tratamiento y otro.

12.3.3 Decoloracion de Remazol Rojo
o ANOVA
Ho: NO existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloracion.

H,: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloracion.

Porcentaje de decoloracion de Rojo Profundo de las
biopeliculas de LMBTM1 de 48h, LMBTMI1 de 72 h,
LMBTMS de 48 h y LMBTMS de 72h:

P-valor de la razon-F

A 24 horas de decoloracion

A 48 horas de decoloracion

A 72 horas de decoloracion

A 96 horas ae aecoloracion

(*) Se concluye a un nivel de confianza del 95% que hay diferencias significativas
entre los porcentajes de decoloracion de Azul Brillante entre las biopeliculas de
LMBTMI1 de 48h, LMBTM1 de 72 h, LMBTMS de 48 h y LMBTMS de 72h.

Para determinar cuales medias son significativamente se efectud Pruebas de
Multiples Rangos de Duncan.

o Test de Duncan

Método: 95.0 porcentaje Duncan

Horas de decoloracion
Tratamiento | 24 horas | 48 horas | 72 horas | 96 horas
Grupos Grupos Grupos Grupos
homogéneos | homogéneos | homogéneos | homogéneos

LMBTM1-48h X X X X
LMBTMI1-72h XX X X
LMBTM5-48h X X X
LMBTMS5-72h X X X X
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Horas de decoloracion

Contraste

24 horas

48 horas

72 horas | 96 horas

LMBTM1-48h - LMBTMI-72h

LMBTMI-48h - LMBTM5-48h

LMBTMI-48h - LMBTMS5-72h

LMBTM1-72h - LMBTMS5-48h

LMBTMI-72h - LMBTMS5-72h

LMBTM5-48h - LMBTMS5-72h

(*) Indica que a un nivel de 95.0% de confianza existe una diferencia significativa entre los

porcentajes de decoloracion de un tratamiento y otro.

12.3.4 Decoloracién de Rojo Profundo

o ANOVA

Hy: NO existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloracion.

Hy: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloracion.

Porcentaje de decoloracion de Rojo Profundo de las
biopeliculas de LMBTM1 de 48h, LMBTM1 de 72 h,
LMBTMS de 48 h y LMBTMS de 72h:

P-valor de la razén-F

A 24 horas de decoloracion

A 48 horas de decoloracion

A 72 horas de decoloracion

A 96 horas de decoloracién

(*) Se concluye a un nivel de confianza del 95% que hay diferencias significativas entre los

porcentajes de decoloracion de Azul Brillante entre las biopeliculas de LMBTM1 de 48h,

LMBTMI de 72 h, LMBTMS de 48 h y LMBTMS de 72h.

Para determinar cuales medias son significativamente se efectud Pruebas de Multiples

Rangos de Duncan.
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o Test de Duncan

Método: 95.0 porcentaje Duncan
Horas de decoloracion

Tratamiento 24 horas | 48 horas | 72 horas | 96 horas

Grupos Grupos Grupos Grupos
homogéneos | homogéneos | homogéncos | homogéncos

LMBTMI1-48h X X X X
LMBTMI1-72h XX X X X
LMBTM5-48h X X X X
LMBTM5-72h X X X X

Horas de decoloracion
Contraste 24 horas | 4R haras | 72 horas | 96 horas

LMBTM148h - LMBTMI1-72h
LMBTM1-48h - LMBTM5-48h
LMBTM1-48h - LMBTM5-72h
LMBTM1-72h - LMBTM5-48h
LMBTM!1-72h - LMBTMS-72h
LMBTM5-48h - LMBTM5-72h

*) Indica que a un nivel de 95.0% de confianza existe una diferencia significativa entre los
sorcentajes de decoloracion de un tratamiento y otro.
12.3.5 Decoloracién de Synozol Amarillo
o ANOVA
Hg: NO existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloracion.

H;: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloracion.

Porcentaje de decoloracion de Rojo Profundo de las
biopeliculas de LMBTM1 de 48h, LMBTM1 de 72 h, | P-valor de la razon-F
LMBTMS de 48 h y LMBTMS de 72h:

A 24 horas de decoloracién

A 48 horas de decoloracion

A 72 horas de decoloracion

A 96 horas de decoloracton
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(*) Se concluye a un nivel de confianza del 95% que hay dilerencias significativas entre los

porcentajes de decoloracion de Azul Brillante entre las biopeliculas de LMBTMI dc 48h.

LMBTMI de 72 h, LMBTMS de 48 h y LMBTMS dc 72h.

Para determinar cuales medias son significativamente se efectud Pruebas de Multiples Rangos de

Duncan,

o Test de Duncan

Meétodo: 95.0 porcentaje Duncan

Horas de decoloracion
Tratamicnto Media | 24 horas | 48 horas | 72 horas | 96 horas
Grupos Grupos Grupos Grupos
homogéneos | homogéncos | homogéncos | homogéncos

LMBTMI1-48h | 2.675 X X X X
LMBTMI-72h | 23.65 X X X X
LMBTMS35-48h | 92.445 X X X X
LMBTMS5-72h | 9599 X X X X

{(*) Indica que a un nivel de 95.0% de confianza cxiste una diferencia significativa entre los

porcentajes de decoloracidn de un tratamiento y otro.

Horas de decoloracion

Contraste

24 horas

48 horas

72 horas

LMBTMI1-48h - LMBTM1-72h

LMBTM1-48h - LMBTM5-48h

LMBTMI-48h - LMBTMS5-72h

LMBTM1-72h - LMBTM5-48h

LMBTM1-72h - LMBTM35-72h

LMBTMS5-48h - LMBTM35-72h
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12.3.6 Decoloracion de Synozol Turquesa

o ANOVA

Ho: NO existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloracion.

H;: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloracion.

Porcentaje de decoloracion de Rojo Profundo de las
biopeliculas de LMBTM1 de 48h, LMBTMI1 de 72 h,
LMBTMS de 48 h y LMBTMS de 72h:

A 24 horas de decoloracion

A 4¥ horas de decoloracion

A 72 horas de decoloracion

A 96 horas de decoloracion

P-valor de la razén-F

(*) Se concluye a un nivel de confianza del 95% que hay diferencias significativas entre los

porcentajes de dccoloracion de Azul Brillante entre las biopeliculas de LMBTM1 de 48h,

LMBTM1 de 72 h, LMBTMS de 48 h y LMBTMS de 72h.

Para determinar cuales medias son significativamente sc efectud Pruebas de Multiples

Rangos de Duncan.

o Test de Duncan

Método: 95.0 porcentaje Duncan

Horas de decoloracion
Tratamiento Media | 24 horas | 48 horas | 72 horas | 96 horas
Grupos Grupos Grupos Grupos
homogéneos | homogéneos | homogéncos [ homogéneos

LMBTMI1-48h | 2.675 X X X X
LMBTMI-72h | 23.65 X X X X
LMBTMS5-48h | 92.445 X X X X
LMBTMS-72h | 95.99 X X X X







o Test de Duncan para el factor “Cepa”

IHoras de decoloracion
Cepa 24 horas | 48 horas | 72 horas | 96 horas
Grupos Grupos Grupos Grupos
Homogéneos | Homogéneos | Homogéneos | Homogéncos
LMBTMI X X X X
LMBTM>5 X X X X
Contraste Horas de decoloracion
24 horas | 48 horas | 72 horas | 96 horas
LMBTMI1-LMBTM3 * * * *

(*) Indica que a un nivel de 95% de confianza hay diferencias significativas entre los

porcentajes de decoloracion de una cepa respecto a otra.

o Test de Duncan para el factor “Ldad de Biopelicula”

HHoras de decoloracion

Edad de Biopelicula | 24 horas | 48 horas | 72 horas | 96 horas
Grupos Grupos Grupos Grupos
Homogéneos |Homogéneos| Homogéneos | Homngéneos

Biopelicula de 48 X X x x
horas
Biopelicula de 72 X X X X
horas
Contraste Horas de decoloracion
24 horas | 48 horas | 72 horas |96 horas
48 horas - 72 horas * * * *

(*) Indica que a un nivel de 95% de confianza hay diferencias significativas en los

porcentajes de decoloracion respecto a los dias de crecimiento de biopelicula de 48 horas

respecto a la de 72 horas de crecimiento.

174



o Test de Duncan para el factor “Tinte azoico”

Método: 95.0 porcentaje Duncan

Azul Brillante - Synozol Amarillo

Horas de decoloracion
24 horas 48 horas 72 horas 96 horas
Tinte azoico Grupos Grupos Grupos
Grup 0s Homogéneos | Homogéneos Homaogéneo
Homogéneos
Remazol Rojo X X X X
Synozol Amarillo X X X X
Levafix Amarillo X X X XX
Rojo Profundo X X X X
Synozol Turquesa X X X X
Azul Brillante X X X X
Horas de decoloracion
Contraste 24 48 72 96
horas | horas | horas | horas
Azul Brillante - Levafix Amarillo * * * *
Azul Brillante - Remazol Rojo * * * *
Azul Brillante - Rojo Profundo * * * *
* * * *

Azul Brillante - Synozol Turquesa

Levafix Amarillo - Remazol Rojo

Levafix Amarillo - Rojo Profundo

Levafix Amarillo - Synozol Amarillo

Levafix Amarillo - Synozol Turquesa *

Remazol Rojo - Rojo Profundo

Remazol Rojo - Synozol Amarillo

Remazol Rojo - Synozol Turquesa *

Rojo Profundo - Synozol Amarillo

Rojo Profundo - Synozol Turquesa *

Synozol Amarillo - Synozol Turquesa *

(*) Indica que a un nivel de 95% de confianza hay diferencias significativas en los

porcentajes de decoloracion de un tinte azoico respecto a otro.
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ANEXO 12.4 CINETICA DE DECOLORACION DE EFLUENTES SIMULADOS Y
REALES

13.4.1 Efluente Simulado
12.4.1.1 Cepa LMBTMI
o ANOVA
Ho: NO existen diferencias significativas entre los porcentajes de decoloracion
medios de los efluentes simulados.
H: Existen diferencias significativas entre los porcentajes de decoloracion medios

de los efluentes simulados.

P-Valor de la
razon F

Porcentaje de decoloracion de efluentes
simulados de tres distintos pHs

A las 24 horas
A las 48 horas
A las 72 horas
A las 96 horas

E1 P-Valor de la razon F es menor a 0.05 por lo que se concluye que a un nivel de confianza
del 95% hay diferencias entre los porcentajes de decoloracion de efluentes simulados de

distinto pH por biopeliculas de LMBTMlen ninguna de las horas de decoloracion.
o Test de Duncan

M¢étodo: 95.0 porcentaje Duncan

Horas de decoloracion
24 horas | 48 horas | 72 horas | 96 horas
pH del Grupos Grupos Grupos Grupos

efluente Homogéneos| Homogéneos|Homogéneos | Homogéneos
simulado

94 X X X X

1.1 X X X X

6 X X X X
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Contraste Horas de decoloracion
24 horas |48 horas| 72 horas |96 horas

Efluente simulado de pH6 -
Efluente simulado de pH 7.7
Efluente simulado de pH 6 -
Efluente simulado de pH 9.4
Efluente simulado de pH 7.7 -
Efluente simulado de pH 9.4

(*) Indica que existe una diferencia significativa entre los porcentajes de decoloracion de

un efluente simulado de un pH respecto a otro.

12.4.1.2 Cepa LMBTMS5
o ANOVA
Ho: NO existen diferencias significativas entre los porcentajes de decoloracién
medios de los efluentes simulados.
H,: Existen diferencias significativas entre los porcentajes de decoloracion medios

de los efluentes simulados.

Porcentaje de decoloracion de efluentes P-Valor de la
simulados de distintos pHs razon F |
A las 24 horas

A las 48 horas
A las 72 horas
A las 96 horas

(*) El P-Valor de Ia razon F es menor a 0.05 por lo que se concluye que a un nivel de
confianza del 95% hay diferencias entre los porcentajes de decoloracion de efluentes
simulados de distinto pH por biopeliculas de LMBTMIlen ninguna de las horas de
decoloracion. Se efectuaron pruebas de comparacién mdaltiples de Duncan para los

porcentajes de decoloracion.
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o] Test de Duncan
o  Método: 95.0 porcentaje Duncan

Horas de decoloracion
48 horas | 72 horas | 96 horas
pH del efluente|  Grupos Grupos Grupos
simulado Homogeéneos |Homogéneos|Homogéneos
94 X X X
7.7 XX X X
6 X X X
Contraste Horas de decoloracion
24 horas | 72 horas |96 horas
Efluente simulado de pH6 - ]
Efluente simulado de pH 7.7 ]
Efluente simulado de pH 6 -
Efluente simulado de pH 9.4
Efluente simulado de pH 7.7 - ]
Efluente simulado de pH 9.4

(*) Indica que existe una diferencia significativa entre los porcentajes de decoloracion de

un efluente simulado de un pH respecto a otro.

12.4.1.3 T de Student para comparacion por cepas

P-valor de la prueba de t de Student

Efluente
24 horasde | 48 horasde | 72 de horas 96horas de

decoloracion | decoloracion

decoloracion | decoloracion

Efluente | Cepa LMBTMI
pH 6 vs LMBTM5

Efluente | Cepa LMBTMI
pH7.7 vs LMBTMS5

Efluente | Cepa LMBTMI
pH 94 vs LMBTM5

(*) E1 P-Valor es menor a 0.05 por lo que hay diferencias significativas en los porcentajes

de decoloracion de la biopelicula de LMBTMI respecto a la biopelicula de LMBTMS a un

el fuente de pH determinado.
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12.4.2 Efluente Real

Prueba de T de Student
Hy: NO existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloracién.

H,: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloracion.

Comparaciones de P-valor de la prueba de t de Student

porcentajes de decoloracion 24 horasde | 48horasde | 72 dehoras | 96horas de

de Efluente Real entre: decoloracion | decoloracion | decoloracion | decoloracion

Biopelicula LMBTM1 de vs
Biopelicula LMBTMS

(*) Se concluye a un nivel de confianza de 95% que de decoloracion hay diferencias entre

los porcentajes de decoloracion del efluente real a 24, 48, 72 y 96 horas de decoloracién.

ANEXO 12.5 ANALISIS DE BIOMASAS DE BIOPELICULAS PARA CINKETICAS
DE CRECIMIENTO Y DECOLORACION

12.5.1. Comparacién de biomasa de biopeliculas de 48 horas versus biopeliculas de 72

horas

Se empleo una prueba t de Student para muestras relacionadas debido a que las biomasas

iniciales y finales son estados relacionados de la misma cepa.

Comparacion de biopeliculas en tela
P-valor de t de Student
de poliéster
Biopeliculas de LMBTMI1 48 h -
biopeliculas LMBTMI 72 h
Biopeliculas de LMBTMS 48 h -

biopeliculas LMBTMS5 72 h

(*) Indica que existe a un nivel de confianza de 95% una diferencia significativa entre la

biomasa de una biopelicula de 48 horas respecto a una biopelicula de 72 horas.
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12.5.2. Comparaciéon de biomasa inicial versus biomasa final en cinética de

decoloracion de tintes azoicos.

Se empled una prueba t de Student para muestras relacionadas debido a que las biomasas

iniciales y finales son estados relacionados de la misma cepa.

P-valor de T de Student

Tinte azoico LMBTMI1 de | LMBTMI1de72 | LMBTMS5 de LMBTMS de
48 horas horas 48 horas 72 horas

Azul Brillante

Levafix Amarnillo

Levatix Rojo

Remazol Rojo

Rojo Profundo

Synozol Amarillo

Synozol Turquesa

{*) A un nivel de confianza de 95% hay diferencias significativas entre la biomasa inicial y

final del proceso de decoloracién de tintes azoicos por biopeliculas.

12.5.3. Comparacién de biomasa inicial versus biomasa final en cinética de

decoloracion de efluentes.

Se empled una prueba t de Student para muestras relacionadas debido a que las biomasas

iniciales y finales son estados relacionados de la misma cepa.
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P-valor de T de Student
Efluente LMBTMI de 72 | LMBTMS de
horas 72 horas
Simulado pH 6 R T
Simulado pH 7.7 R T
Simulado pH 9.4 e ]
Real R T

(*) A un nivel de confianza de 95% hay diferencias significativas entre la biomasa inicial y

final del proceso de decoloracion de efluentes por biopeliculas.
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