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RESUMEN 

Miles de toneladas de tintes textiles son descargados anualmente en efluentes por la 

ineficiencia de los procesos de teñido ocasionando un severo problema ambiental. Estos 

tintes son potencialmente carcinogénicos, tóxicos. inhiben procesos biológicos y ocasionan 

cambios fisicos y químicos perjudiciales en los cuerpos de agua. Debido a que son de alta 

estabilidad química. encontrar un tratamiento efectivo y barato es un inmenso desafío por lo 

que decoloración biológica se presenta como la alternativa más adecuada. En el presente 

trabajo se propuso el empico de basidiomicetos, por ser los principales organismos 

decoloradores, y el uso sistema de hiopelículas por ofrecer resistencia al estrés, mayor 

sobrevivencia y cooperación metabólica. Se aislaron basidiomicetos a partir de cuerpos 

fructíferos y se seleccionaron las dos mejores a partir de un tamizado en medio sólido con 

colorante y pruebas de hidrofobicidad para llevar a cabo los procesos de decoloración en 

medio líquido. Las cepas elegidas fueron .. LMBTM 1" y --LMBTM5" que mediante 

identificación molecular corresponden a los basidiomicetos ligninolíticos Ceriporia 

lacerata y Trametes po(v::ona respectivamente. Ocho tintes azoicos fueron evaluados en un 

medio de decoloración de condiciones limitantes previamente seleccionado con 400 ppm de 

tinte azoico. Remazol Negro presentó una decoloración espontánea atípica y Levafix Rojo 

cambios químicos que requieren estudios más complejos y no se consideraron para 

experimentos de cinética de decoloración. Respecto a los otros tintes. los mayores 

porcentajes de decoloración se dieron en Azul l:3rillante y Synozol Turquesa principalmente 

y evidenciaron además cambios notorios en los espectros de absorción. En todos los 

experimentos de decoloración LMl:3TM5 resultó ser superior a LMBTM 1, y las 

biopelículas de 72 horas de crecimiento resultaron ser mejores decoloradoras que las de 48 

horas en ambas cepas. Finalmente se evaluó la decoloración en efluentes simulados a 

distintos pHs y efluentes reales, alcanzando los mayores porcentajes con biopelículas de 

LMBTM5. 

Palabras claves: biopelículas, basidiomicetos, decoloración. tintes azoicos. 



ABSTRACT 

Thousands of tons of textile dyes are dischargcd 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. Dueto 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 

imporlanl <lecoloriLing organism. and the use of bioftlms 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 "LMBTM 1" and '"LMBTM5" were Ceriporia lacera/a and Trame/es 

po~vzona respectivcly according to molecular analysis. Eight azo dyes were evaluated in a 

previously selected decolorization media with 400 ppm of dye. Remazol Black presented 

spontaneous decolorization and Levaftx 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 ali the experiments and biofilms of72 

hours of growth were better than biofilms of 48 hours of growth. Finally, decolorization in 

simulated effluent to different pHs and in real efíluents were evaluated, performing higher 

decolorization percentages in biofilms of LMBTMS. 

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



l. INTRODUCCIÓN 

La industria textil se ha convertido en una preocupación cada vez más alarmante debido 

a los problemas ambientales que ésta genera (Solís et al. 2012; Rodriguez-Couto 2013). 

Esto es debido a que alrededor de I O a 15 por ciento de los tintes sintéticos, que se 

emplean en procesos de teñidos. se pierden y se liberan como efluentes (Wesenberg et 

al. 2003: Zaharia y Suteu 201 O). Se calcula que a nivel mundial 280 000 toneladas de 

tintes textiles son descargadas anualmente (Sulís et al. 2012: Pereira y Álves 2012; Ali et 

al. 2013). Los tintes azoicos son los más 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 orgánico total 

(COT), demanda biológica de oxígeno (DBO). demanda química de oxígeno (DQO), 

sólidos suspendidos, salinidad. color. rango de pH y concentración de metales pesados y 

de componentes orgánicos recalcitrantes, como los tintes azoicos (Rybicki et al. 2004; 

Chacko y Subramaniam 2011: Ratna y Padhi 2012: Solís et al. 2012; Pereira y Álves 

2012). Estos aspectos traen consigo efectos perjudiciales como inhibición de fotosíntesis 

de algas y plantas acuáticas, problemas de reoxigenación del agua, toxicidad para la 

flora, la fauna y los seres humanos (Zaharia et. al. 2009; Zaharia y Sute u 201 O; Solís et 

al. 2012: Pereira y Álves 2012). Además. si los tintes se descomponen anaeróbicamente 

y ocurre una ruptura de los enlaces azo se generan aminas aromáticas que son muy 

tóxicas, carcinogénicas y mutagénicas como por la bencidina, naftaleno y otros 

compuestos aromáticos (Wesenberg et al. 2003: Chacko y Subramaniam 2011; Zaharia y 

Suteu 201 O: Schneider et al. 2004 ). Esto ha sido confirmado mediante estudios en 

especies útiles para evidenciar mutaciones como Allium cepa, en donde se han 

confirmado aberraciones cromosómicas ante la presencia de efluentes textiles (Caritá 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 degradación por luz, agua, jabón, agentes químicos 

que incluyen agentes oxidantes, y agentes biológicos corno la actividad microbiana 

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

Por esa razón se han propuesto distintos métodos fisico-químicos y biológicos para la 

remoción de los tintes a escala industrial (Solís et al. 2012; Bagewadi et al. 2011 ). La 

selección del método más apropiado se basa en ventajas a nivel de economía, viabilidad 

y eficiencia del mismo (Robinson 2001; Ratna y Padhi 2012). A pesar de que muchos de 

los tratamientos físicos y químicos empleados son efectivos, resultan demasiado 

costosos y dejan residuos, creando la necesidad de una disposición final de los mismos y 

costos adicionales de operación (Ghoreishi 2003; Crini 2006; Chacko y Subrarnaniarn 

2011; Solís et al. 2012; Ratna y Padhi 2012: Rodriguez-Couto 2013). Frente a esto, la 

degradación biológica 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 tóxicos 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 degradación aeróbica oxidativa (Martins et al. 2003). 

De los hongos en general. los basidiomicetos de madera caída de pudrición blanca son 

los microorganismos más eficientes a la degradación de tintes debido a que producen 

varias isoforrnas de oxidasas extracclulares no específicas incluyendo lacasas, 

peroxisadas dependiente de Mn y lignina peroxidasa, las cuales están involucradas en la 

degradación de lignina (Selvarn et. al. 2003: Wesenberg 2003; Rodriguez-Couto y Toca 

2006; Rodríguez-Couto 2013). Este sistema ligninolítico está directamente involucrado 

en la degradación de varios componentes xenobióticos y tintes similares a la estructura 

de lignina (Wesenberg et al. 2003; Mcndon~a et al.201 O; Rodríguez-Cauto 2013). 

Es por todo lo anteriormente mencionado que el tratamiento de efluentes textiles se ha 

convertido en un desafío enorme desde décadas pasadas, y hasta la actualidad se busca 

un tratamiento y método mucho más eficiente, económicamente atractivo y 



ambientalmente amigable (Solís et al. 2012). Surge así la necesidad de continuar la 

búsqueda de nuevas cepas y especies de hongos ligninolíticos aprovechando la gran 

biodiversidad existente en el Perú. así como desarrollar un proceso de fermentación 

mediante el cual se pueda optimizar la habilidad de estos hongos en beneficio del 

ambiente. 

Se plantea el uso de biopelículas de basidiomicetos, como estrategia de tratamiento de 

decoloración de tintes azoicos. que tiene como propósito aprovechar las ventajas 

presentes en éstas (Ramage et al. 2012) para establecer un proceso innovador aún no 

probado en el país. 

' J 



OBJETIVOS 

Objetivo general 

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

formar biopelículas sobre un soporte sólido. 

Objetivos específicos 

• 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. 

• Desarrollar un protocolo de formación de biopelículas de basidiomicetos. 

• Establecer cinéticas de decoloración de medios coloreados. 

• Identificar molecu larmente las cepas seleccionadas. 

4 



11. REVISIÓN DE LITERA TURA 

2.1 TINTES AZOICOS 

Los tintes son compuestos orgánicos 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 números en porcentaje que indican intensidad 

(Giles et al. 1989; Christie 2001 ). 

De todos los tintes. los azoicos conforman la clase de colorantes orgánicos más 

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 síntesis con el que se obtienen, resultan los más efectivos en términos de costos. Es por 

ello que son los más empleados en aplicaciones. Como su nombre lo sugiere, éstos 

contienen una estructura común de enlace azo (-N=N-) y pueden contener un solo grupo 

azo o muchos más ( Christie 2001 ). 

La recalcitrancia y alta estabilidad química de estos tintes frente a agentes externos puede 

explicarse por la característica de generar una deficiencia de electrones, lo que hace el 

compuesto menos susceptible al catabolismo oxidativo (011gaard 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 201 O; Rodríguez-Cauto 2013). 



2.2 DECOLORACIÓN MICROBIANA 

La biorremediación es el uso de técnicas microbianas para enfrentar la polución. Ésta 

propone la decoloración microbiana como la alternativa más amigable con el ambiente y 

relativamente menos costosa (Saratale et al. 2011; Sol ís et al. 2012) como alternativa de 

solución frente al contexto actual en el que la contaminación ambiental es un problema 

global urgente (Wu et al. 2012). Este proceso de decoloración puede ocurrir mediante dos 

vías principales que juegan roles muy importantes: biosorción o degradación enzimática, o 

la combinación de ambas (O'Neill 2000; Fu y Viraraghavan 1001; Ali et al. 2010; Solís et 

al. 2012; Khan et al. 2012). 

La biosorción es la adsorción que ocurre en biomateriales (Khan et al. 2012) y puede ser 

definida como un proceso en el que sólidos de origen natural son empleados para el 

secuestro o separación de sólidos de efluentes ( Bagewadi et al. 2011 ). 

La biomasa de algas. levaduras. hongos filamentos y bacterias han sido usadas para 

remover tintes por biosorción. La capacidad de la biosorción se atribuye a los 

heteropolisacáridos y componentes lipídicos 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 atracción entre los tintes azoicos y las 

paredes celulares (Solís et al. 2012). 

Por otro lado. la biodegradación es el cambio químico de materiales orgánicos por 

microorganismos u otros agentes biológicos que ocurre por biotransformación enzimática 

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

La capacidad de los hongos de adaptarse a fuentes variadas de carbono y nitrógeno, que es 

importante para su sobrevivencia, se debe a que poseen enzimas capaces de degradar 

complejas estructuras químicas. El sistema enzimático encargado de llevar a cabo la 

biodegradación de tintes azoicos es el sistema I igninolítico. (Saratale et al. 2011 ). 
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Ambos procesos, biosorción y biodegradación, pueden ocurrir acoplados permitiendo 

alcanzar grandes eficiencias de decoloración por actividad microbiana (Seyis y Subasioglu 

2008). Se ha reportado que estos procesos se dan en etapas in iciadocon la biosorción de los 

tintes hasta alcanzar un equilibro y continuando con la degradación de los mimos por varios 

días (Fu y Viraraghavan 200 L Ali et al. 2010). Este es un mecanismo evidenciado en 

actinomicetos, ascomicetos y en hongos de pudrición blanca (Fu y Viraraghavan 2001; 

Bagewadi et al. 2011 ). Así mismo, los materiales orgánicos 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 decoloración 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 orgánicos (Osma 201 O; Solís et al.2012). 

2.3 BASIDIOMICETOS DECOLORADORES 

2.3.1 Basidiomicetos ligninolíticos 

Los basidiomicetos son hongos filamentosos que forman cuerpos fructíferos. 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 fructíferos, 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 (Mendon9a et al.201 O). 

Los basidiomicetos incluyen grupos ecológicos muy diferentes entre los que destacan los 

hongos de pudrición de madera, también llamados 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 Aiaricales, Hymenochaetales, Polyporales 
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y Russulales (Gherbawy y Voigt 2008). Debido a su sistema enzimático se les divide como 

hongos de pudrición blanca, de la pudrición parda y los hongos de hojarasca (Mendon9a et 

al. 2010). 

La importancia de los basidiomicetos de decaimiento de madera radica en que son 

degradadores de lignina o ligninolíticos y poseen enzimas de baja especificidad (Mendon9a 

et al. 201 O) por lo que pueden utilizarse en la degradación de tintes azoicos y de una 

variedad de compuestos aromáticos refractarios (Ruiz-dueñas y Martínez 2009). Por esta 

razón, estos hongos son capaces de llevar a cabo la biodegradación de compuestos 

orgánicos recalcitrantes. lignina y otros compuestos aromáticos (Pércz et al. 2002). 

La degradación de lignina descrita ha sido ampliamente reportada por los hongos de 

pudrición blanca por varias décadas. a tal punto de poder alcanzar la despolimerización e 

incluso la mineralización de lignina a dióxido 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 más estudiada por su sistema ligninolítico bajo condiciones limitantes de 

nitrógeno y carbono (Singd y Chen 2008; Fu y Yiraraghavan 2001 ). Por tal razón, muchos 

estudios se han encaminado a utilizar medios de cultivo que cumplan con estas condiciones. 

Así mismo. la búsqueda de nuevos hongos de pudrición blanca con sistemas ligninolíticos 

eficiente continúa (Tekere et al. 2001) y han sido reportados diversos estudios entre los que 

destacan Bjerkundera adusta (Lebrun et al. 2011 ), Pycnoporus sanguineus (Eugenio et al. 

2009), especies de Trame/es (Levin y Forchiassin 2001; Takamiya et al. 2008; Lebrun et al. 

2011) y diversas especies de Pleurotus ( Martínez 2001; Santo yo et al. 2008). 

Los basidiomicetos que causan el decaimiento de madera de pudrición 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 típicamente 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). 
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2.3.2 Enzimas ligninolíticas 

Tres tipos de enzimas extracelulares pueden encontrarse en el sistema ligninolítico de 

basidiomicetos: polifenoloxidasas. peroxidasas y una oxidasa generadora de H20 2• 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 oxidación de varios 

sustratos con la reducción simultánea de oxígeno molecular a agua (Mendorn;a et al. 2010). 

Son generalmente las primeras enzimas ligninolíticas secretadas por el hongo que 

normalmente oxidan sólo los compuestos de lignina con un grupo fenólico libre, formando 

radicales fenoxi de bajo peso molecular como mediadores (Rodríguez Couto y Toca 2006). 

Por otro lado. las lignina peroxidasas pertenecen a la familias de las oxidorreductasas 

(Martínez et al. 2005). Son dependientes de H20 2 y capaces de oxidar una variedad de 

sustratos reductores, incluyendo sustratos poliméricos (Mendon~a et al. 2010). Por último, 

las peroxidasas dependiente de Mn. que pertenecen también a las oxidorreductasas. están 

presentes en la mayoría de los hongos de pudrición de madera (Hofrichter 1999; Martínez et 

al. 2005). 

Muchas especies de hongos ligninolíticos sólo producen dos de ellas, siendo lo más usual la 

combinación de las actividades de lacasa y peroxidasa dependiente de Mn (Rojas et al. 

201 O; Rodriguez et al. 1999). 

2.3.3 Aislamiento de basidiomicetos ligninolíticos 

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 ). Éste puede ser llevado a cabo a partir 

del suelo con la posibilidad de encontrar estructuras miceliares, basidiosporas o partes del 

cuerpo fructífero (Booth 1971: Fries 1987: Thorn et al.1996). 
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La colección de muestras de basidiomicetos debe considerar varios puntos. Por ejemplo, de 

ser posible se debe colectar varios estad íos de desarrollo de los cuerpos fructíferos, desde 

botones hasta basidiocarpos maduros completos en la medida de lo posible. Dependiendo 

del cuerpo fructífero, puede usarse un cuchillo muy fuerte para hongos de madera y tubos 

o frascos para guardar los especímenes más débiles. Incluso debe conservarse en la medida 

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

Figura l. Principales partes de un cuerpo fructífero de basidiomicetos (Huffman et al 

2008). 

Respecto al aislamiento por cuerpo fructífero. éste debe ser cortado en pequeños trozos con 

ayuda de un bisturí bajo las condiciones más 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 están presentes internamente y crecen masivamente en el medio 

de cultivo (Zhinqiang 2005) 

Se debe cultivar las zonas fisiológicamente más activas. Un ejemplo son las estructuras 

formadoras de basidiosporas (Booth 1971 ). Otra zona activa son los ápices del tallo o 

estípite del basidiocarpo pues al estar conectado con la parte superior del cuerpo fructífero 
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o en la base, ya que pueden estar más activas por el transporte de nutrientes (Aneja 2003; 

Zhinqiang 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. Éste, inhibe el crecimiento de 

ascomicetos como Penici//ium, A/ternaria. Co/letrotrichum, Rhizopus, Clado5porium 

(Thorn et al. 1996). Adicionalmente se emplea lignina alcalina como compuesto que 

promueva el crecimiento de organismos ligninolíticos y guaiacol, que actúa como indicador 

colorimétrico de las enzimas que actúan sobre la lignina como las peroxidasas y las lacasas 

produciendo un color marrón 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 producción de las enzimas ligninolíticas en Trame/es versico/or y Pleurotus 

sajor-caju (Patrick et al. 2008). Así mismo se pueden usar antibióticos para evitar la 

proliferación 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 diagnósticos como la presencia de hifas 

septadas o de fíbulas (Hood 2006). Las fíbulas se generan cuando células dicarióticas 

experimentan divisiones conjugadas y alcanzan un micelio dicariótico (Karnataka 2001 ). 

Sin embargo, estas estructuras no están siemrre presentes y los caracteres diagnósticos no 

son fiables siempre por lo que la manera más segura de identificar un basidiomiceto es 

mediante análisis moleculares (Hood 2006). 
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Figura 2. Diagrama de la formación de fibulas en basidiomicetos (Swann 1999) 
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2.3.4 Tamizado de basidiomicetos decoloradores 
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Un aspecto importante es desarrollar procedimientos para evidenciar características 

metabólicas mediadas por enzimas. Uno de estos procesos es conocido como tamizado o 

"screening" (Crueger y Crueger 1990). 

Por décadas los métodos de selección de microorganismos degradadores de colorantes eran 

cultivos líquidos (Rojas et al. 2010). Luego. se implementó un método rápido y eficiente: la 

decoloración en placa como método de selección 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 decoloración, 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). 
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~4EFLUENTESTEXTILES 

Los efluentes textiles representan un serio problema que preocupa a grandes partes del 

mundo (Osma et al. 201 O). Su composición está determinada por los tipos de procesos 

industriales involucrados, el tipo de fibra textil y los químicos usados. Los efluentes 

contienen generalmente un gran número de componentes como demostró en un reporte en 

el que se determinó la presencia de 304 componentes, 94 estructuras parciales y 107 

componentes desconocidos (Alaimo et al. 1990). Los principales contaminantes son 

compuestos aromáticos, hidrocarburos halogenados y metales. Así mismo, se pueden 

encontrar efluentes de distintos pHs que pueden ir desde pH 4 hasta pH 12, y de distinta 

concentración de sólidos suspendidos, desde 30 ppm a 400 ppm y casos extremos poco 

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

Los tratamientos físico o químicos e incluso tratamientos biológicos convencionales han 

resultado ineficientes en la remoción 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 catalítica de las 

enzimas pueden decrecer considerablemente debido a una amplia variedad de condiciones 

ambientales de los efluentes (Osma et al. 201 O) 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 análisis de los tratamientos sin interferencia de las mayores fluctuaciones de los 

efluentes reales y considerando los principales componentes. Muchos científicos los han 

usado para investigar nuevas tecnologías de tratamiento (O'Neill et al. 1999). Éstos son 

formulados teniendo en cuenta especificaciones de las empresas textiles (Osma et al. 201 O) 

o considerando los componentes más comunes como tintes azoicos hidrolizado, almidón 

modificado, ácido acético, sales traza y nutrientes (O'Ncill et al. 2000; Martins et al. 2003). 
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2.5 BIOPELÍCULAS MICROBIA~AS 

2.5.1 Definición y ventajas de las biopelícula 

Las biopelículas son definidas como comunidades de microorganismos adheridos a una 

superficie biótica o abiótica con características fenotípicas distintas al estado planctónico, 

que incluyen interacciones complejas de procesos físicos y biológicos (O'Toole et al. 2000; 

Donlan 2002; Gutiérrez-Correa y Yillena 2003). 

Las ventajas de las biopelículas incluyen protección del ambiente, resistencia a estrés 

químico y físico y cooperación metabólica así como capacidad de sobrevivencia frente a 

condiciones adversas (Jabra-Rizk 2004; Ramage et al. 2012). Pueden también establecer un 

mejor contacto con el medio circundante. capturar eficientemente los nutrientes y evitar el 

excesivo crecimiento de biomasa. Además, se han reportado características fisiológicas 

especiales en las biopelículas asociadas a una mayor actividad metabólica y mejor 

comunicación célula-célula. (Villena y Gutiérrez-Correa 2003; Prewitt et al. 2008; Yillena 

et al.201 O; Gutiérrez-Correa et al.2012). 

Los hongos filamentosos son por ejemplo microorganismos naturalmente adaptados al 

crecimiento en superficies y en estas condiciones ellos muestran un comportamiento 

fisiológico respecto al cultivo sumergido (Gutiérrez-Correa y Yillena 2003). 

2.5.2 Adhesión a superficie e hidrofobicidad 

La formación de biopelículas incluyen pasos que como la adhesión de células microbianas 

a una superficie sólida conocida como soporte (Lens et al. 2003; Vi llena y Gutiérrez-Correa 

2007). Las propiedades físicas del soporte como hidrofobicidad, carga electrostática y 

rugosidad son importantes en los pasos iniciales de adhesión para formar biopelículas de 

bacterias, levaduras y hongos filamentosos (Gutiérrez-Correa y Villena 2003). 
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La hidrofobicidad de los microorganismos es igual de importante que la del soporte para la 

formación de biopelículas (Shunmugaperumal 201 O). En hongos filamentosos, la adhesión 

es mediada principalmente por una clase de ¡,roteínas antipáticas pequeñas llamadas 

hidrofobinas que son producidas por ascomicetos, basidiomicetos y eventualmente por 

zigomicetos. Adicionalmente se ha reportado que adhesivos que participan en la adhesión a 

superficies (Gutiérrez-Correa y Vi llena 2003; Siqueira y Lima 2013). Con este aspecto es 

importante determinar la hidrofobicidad de superficies fúngicas para seleccionar cepas 

formadoras de biopelículas (Borghi et al.2011 ). 

La hidrofobicidad ha sido medida de diversas formas pero muchas han estado sujetas a 

críticas. Un ejemplo es el "método del ángulo de contacto'' que ha sido ampliamente usado 

y que expresa la hidrofobicidad en términos de ángulo de contacto formado por una gota de 

agua pura sobre una superficie. Sin embargo. es difícil 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 penetración 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 superficie (Lctcy et al. 2000). 

Un método alternativo fue usado por Stringer y Timberlake ( 1995) en el que las gotas 

empleadas eran de detergentes. Partiendo de este método, la hidrofobicidad en Aspergillus 

niger y Trichoderma reesei fue analizada por Vi llena et al. (2001) para evaluar ambas 

ceras como formadoras de biopelículas y productoras de enzimas. Estos métodos se basan 

en la resistencia que presentan las hifas del micelio a la expansión 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". Éste se basa en que teóricamente cuando una gota penetra o moja una superficie 

quiere decir que la tensión superficial de ésta es menor que la de la superficie. Caso 

contrario. si la tensión superficial de la gota es mayor entonces se mantendrá en la 
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superficie. Por lo tanto, si una sene de soluciones que proveen diferentes tensiones 

superficiales se preparan y se ponen en una superficie. aquellas con mayor tensión 

superficial tenderán a mantenerse y contribuir a un mayor grado de hidrofobicidad, 

mientras que las soluciones de menor tensión superficial tenderán a penetrar o esparcirse en 

la superficie por el bajo grado de hidrofobicidad. Bajo esta premisa el "'test de porcentaje de 

alcohol" se desarrolló teniendo en cuenta que el alcohol tiene menor tensión superficial 

(0.0219 N/m) que el agua (0.0719 N/m) y que al colocar mezclas de estas soluciones con 

diferentes concentraciones, se podría determinar aquella de concentración más baja de 

etanol que penetra o que moja la superficie y considerarla como indicador de 

hidrofobicidad. A mayor concentración de etanol que nopenetre la superficie, habrá un 

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

2.5.3 Biopelículas para el tratamiento de compuestos xenobióticos 

Recientemente las biopelículas han generado un gran interés para el tratamiento de 

compuestos xenobióticos. Éstas dan soporte a la gran densidad de biomasa microbiana lo 

que facilita los procesos de mineralización gracias al mantenimiento de pH, la 

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

La remoción de tintes de los efluentes es hoy en día una de las mayores preocupaciones 

ambientales. Comparado a otros contaminantes, sólo hay pocos reportes disponibles en la 

remediación de tintes sintéticos usando biopelículas. Por ejemplo, en 1994 Jiang y Bishop 

emplearon biopelículas para la degradación aeróbica de tres tintes azoicos. En 1995, Zhang 

et al. emplearon la bacteria Methylosinus tricho.'iporium para tintes sintéticos usando un 

reactor de biopelícula rotatorio. 

Respecto a biopelículas de basidiomicetos, en 1992, se cultivó Phanerochaete 

chrysosporiwn en sistema de biopelícula (Yenkatradi e lrvine 1993), obteniendo una mayor 

actividad enzimática de lignina peroxidasa en este sistema que en un reactor tanque 

convencional. En otros estudios se empleó a Coriolus versicolor en un reactor de biodisco 

rotario para decoloración de colorantes textiles (Kapdan y Kargi 2001 ). Recientemente 
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Pesciaroli et al. (2013) reportaron la fonnación de biopelículas de Pleurotus ostreatus en 

distintos soportes y midieron actividades enzimáticas de lacasas y peroxidasas dependientes 

deMn. 

2.6 IDENTIFICACIÓN MOLECULAR 

La extracción de ADN unida a la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) ha mejorado 

significativamente el proceso de identificación de hongos. Esta técnica permite la 

amplificación in vitro de un fragmento o región de ADN especifico a través de sucesivos 

ciclos. Este proceso envuelve tres fases: desnaturalización, alineación y extensión. Esto 

permite la amplificación exponencial de una secuencia de ADN específica (Nautiyal y Dion 

2008; Gherbawy y Voigt 2008). 

Generalmente esta región es el operón ribosomal (ARNr). Cada unidad contiene genes de 

ARNr altamente conservados como 18S, 5.8 S, 28 y SS (en algunos taxas) y regiones 

espaciadoras variables o regiones no codificantes (ITS: intemal transcribed spacer region, e 

IGS: intergenic spacer regions) pennitiendo la comparación y discriminación de hongos a 

distintos niveles taxonómicos (Prewitt et al. 2008). 

Figura 3. Posición de los genes de ARNr y primers en hongos (Bellemain,2010). 
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El 28S (unidad grande) y 18S (unidad pequeña) del gen ARNr permiten la identificación a 

niveles de género y familia. La contraparte de éste último en bacterias ( l 6S) es 

ampliamente usada pero el gen l 8S en hongos tiene menos dominios hipervariables 

(Schoch et al. 2012). 

ITS e IGS, por su parte, son más variables que otras regiones del ARNr, presentando pocas 

o nada de homologías entre genomas divergentes. Los polimorfismos de la región ITS 

permiten la identificación entre especies. Además la amplia data que existe corresponde lo 

obtenido mediante estas regiones. En algunas especies, la región IGS es más variable y es 

usado para identificar polimorfismos intraespecíficos para otros tipos de estudios (Nautiyal 

y Dion 2008). 
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111. MATERIALES Y MÉTODOS 

3.1 MATERIALES 

3.1.l Material descartable 

o Algodón. 

o Bolsas de muestreo. 

o Cinta de embalaje. 

o Gorras. 

o Guantes de látex. 

o Guantes de nitrilo. 

o Mascarilla. 

o Microtubos de 1.5 mL. 

o Papel filtro de paso rápido. 

o Parafilm. 

o Placas Petri descartables. 

o Puntas de micropipeta de 1-1 O µL, 10-200 ~tL, 100-1000 µL. 

o Cubetas de espectrofómetro 

o Tubos de centrífuga cónicos de 50 y 15 mL. 

3.1.2 Instrumentos 

o Asa de siembra. 

o Crioviales. 

o Cronómetro. 



o Embudo Bushner. 

o Matraces de 250 mL. 

o Micropipetas. 

o Mortero y pilón. 

o Papel toalla. 

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

o Perlas de vidrio. 

o Pipetas de I O mL. 

o Placas de vidrio de I O cmx 15cm. 

o Portatubos eppendu1f de 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 I O mm de diámetro. 

o Tela de poliéster. 

o Termómetro 

o Tubos de ensayo 25 x 250 mm. 

o Vasos de precipitado. 

o Pinzas. 

o Bisturí. 

o Beakers. 

o Hoja de bisturí. 

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 formación de inóculo o hiopelícula 
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3.1.4 Soluciones 

o Alcohol al 70% y al 96%. 

o Solución de tintes azoicos al 4%. 

o Suero fisiológico 0.85%. 

o Tetraciclina 1 O mg/ml. 

3.1.5 Reactivos de Biología Molecular 

o Agarosa. 

o Agua DEPC Libre de Nucleasas. 

o Alcohol Isoamítilico 

o Bu_fjer de corrida de ADN para electroforesis. 

o Cebadores 18S rARN. 

o Cloroformo 

o Dinucleotidos Trifosfatados (dNTPS). 

o GoTaq Polimerasa. 

o Marcador de corrida. 

o Nitrógeno Líquido. 

o RNAsa 

o Tampón de reacción GoTaq. 

o ~-mercapto-etanol 

3.1.6 Equipos 

o Agitador mecánico orbital DRAGON LAB. 

o Autoclave. 

o Balanza analítica OHAUS. 

o Balanza de platillo. 

o Baño María 

o Cámara de flujo laminar. 

o Cámara fotográfica digital SONY. 
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o Cámara fotográfica MOTIC de microscopio. 

o Cámara y peines de electroforesis. 

o Congeladora de -20ºC. 

o Congeladora de -80ºC. 

o Equipo de Baño María. 

o Espectrofotómetro HP. 

o Fotodocumentador BIORAD. 

o Horno de secado. 

o Horno microondas. 

o Incubadora de 28ºC. 

o Microcentrífuga. 

o Micropipetas DRAGONLAB. 

o Miscrocopio binocular NITLAB. 

o Potenciómetro. 

o Refrigeradora. 

o Shaker. 

o Termociclador BIORJ\D. 

o Vórtex. 

3.1.7 Material Biológico 

o Cuerpos fructíferos colectados de localidades de Tingo María, Pucallpa y UNALM. 

3.1.8 Efluente Textil Real 

El efluente textil fue muestreado en el Río Huaycoloro ubicado en el distrito de San Juan de 

Lurigancho. Este efluente proviene de una empresa textil que se encarga del teñido y 

lavado de prendas. Se colectaron de un tubo de descarga cuyas coordenadas geográficas son 

12º 00'29"S y 76º 55'52"0. 



3.2MÉTODOS 

Todos los experimentos fueron realizados en asepsia y esterilidad. Los materiales e 

instrumentos autoclavables, así como los medios de cultivo, fueron esterilizados mediante 

autoclavado por 20 minutos a 121 ºC y 15 libras de presión. 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 

cámara digilal SONY empleando la opción de colores reales. 

3.2.1 Aislamiento y reactivación de basidiomicetos 

Se colectaron basidiocarpos de Tingo María. Pucallpa y UNALM. Éstos fueron 

desinfectados con lejía diluida en agua destilada en una proporción 1: 1 durante 10 minutos. 

Posteriormente, fueron lavados cada I O minutos con agua estéril hasta retirar toda la lejía 

residual. Se cortaron fragmentos pequefios de basidiocarpos y se sembraron en un medio de 

aislamiento cuya composición por litro fue la siguiente: extracto de malta 20 g, benomil 

0.004 g, etanol 20 mL. tetraciclina 0.1 g y guayaco( 0.4 mL. Se autoclavó el benomil 

independientemente a 115º por 5 minutos. Éste, al igual que etanol, la tetraciclina y 

guayaco! se agregaron previamente al plaqueo. 

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

Biotecnología 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 marrón-rojizo 

en el medio de cultivo (reacción guaiacol-positiva) para efectuar un posterior tamizado de 

actividad decoloradora. 

Estos experimentos fueron realizados por triplicado. 



Finalmente se tomaron microfotografías de los basidiomicetos aislados con una cámara 

MOTIC conectada a microscopio a un aumento de 40X del lente objetivo. El tiempo de 

cultivo de las cepas utilizadas fue de cuatro días. 

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, Levafix Amarillo, Levafix Rojo, Remazol Negro, 

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

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

colorante: 

a) La cepa se cultivó en agar extracto de malta cuya composición por litro fue: extracto 

de malta 30 g, peptona de harina de soya 3 g, agar-agar 15 g. Se agregó tetraciclina 

previamente al plaqueo a una concentración de 0.1 g/L. 

b) Al cabo de 96 horas de crecimiento. con ayuda de un sacabocado de 5 mm de 

diámetro, se tomó un disco de agar con colonia y se colocó en el centro de un placa 

petri (de 8 cm de diámetro) con medio de tamizado Agar Czapec Plus modificado 

cuya composición por litro fue: glucosa 10 g, (NH 4)SO2 0.9429 g, FeSO4.7H2O 

O.O I g, K2HPO4 0.5 g, KCl 0.5 g, MgSO4. 7H 2O 0.5 g. agar-agar 15 g; tinte azoico 

0.4 g. Se agregó el tinte a este medio a partir de la solución stock y en el momento 

previo al plaqueo. 

e) Las placas sembradas fueron incubadas a 28 ºC para basidiomicetos. La evaluación 

se realizó cada dos días a partir de las 24 horas. 

Estos experimentos de tamizado se realizaron por triplicado. 
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3.2.3 Pruebas de hidrofobicidad de las cepas decoloradoras 

Esta prueha permitió evaluar el grado de hidrofobicidad de las cepas que presentaron 

decoloración en el tamizado para evaluarlas como potenciales formadoras de biopelículas. 

El experimento se llevó 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 hidrofohicidad llevó a cabo a cabo el día en el que la cepa 

alcanzó el diámetro total de la placa (8 cm). o en su defecto, el día en el que llegó al límite 

de su crecimiento. Este criterio tuvo como rrorósito que la colonia tuviese un desarrollo 

suficiente tal que permita evaluar la diferencia entre una zona de micelio joven (bordes de 

la placa) y micelio de más 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 basó en el método empleado por Vi llena et al. (2001) y se emplearon los detergentes 

Tween 80 al 0.1 %, NaEDTA 50 mM, SOS al 0.2%. una combinación de NaEDTA 50 

mM/SDS al 0.2% y agua destilada con el propósito de evaluar la hidrofobicidad del 

micelio. 

El experimento consistió en colocar una gota de 4 µL de estas soluciones en la colonia 

crecida y observar el tiemro en que demora en ser absorbida por el micelio dentro de un 

intervalo de diez minutos. Se consideró como cepa hidrofóbicas 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 basó en el método utilizado por Chau et al. (2010) y se emplearon soluciones de alcohol 

que iban de O a 100% (v/v) con incrementos de 5 % entre solución y solución. El 
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experimento consistió en colocar una gota de 4 µL de todas las soluciones y observar en la 

colonia crecida y observar si dentro del intervalo de cinco a diez segundos la gota se 

mantenía o no. Se determinó la concentración máxima de alcohol a la que la gota se seguía 

manteniendo dentro de este intervalo de tiempo. 

Finalmente, para todos los experimentos posteriores se seleccionaron las dos cepas que 

presentaron mayor eficiencia de decoloración en el tamizado (punto 3.2.2) y que resultaron 

hidrofóbicas según los protocolos detallados. 

3.2.4 Estandarización de protocolo de formación de biopelículas de 

basidiomicetos 

El protocolo de formación de biopelícula se basó en el protocolo empleado por Yillena y 

Gutiérrez-Correa (2003) para formación de biopelícula de Aspergillus niger, con 

modificaciones en la formación de inóculo pues. a diferencia de éste donde se emplearon 

esporas, se empleó micelio fragmentado y homogenizado (Karapinar Kapdan y Kargi 2002; 

Pesciaroli et al. 2013) debido a que los basidiomicetos casi nunca forman esporas en medio 

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

3.2.4.1 Número y tamaño de perlas para formación de inóculo 

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

de agar malta. 

Con ayuda del sacabocado, de I O mm de diámetro, 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 líquido (en matraces de 250 mL) cuya composición por litro fue de: glucosa 7 

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



Se realizaron cuatro tratamientos respecto al tamar"ío de perlas empleadas y el número de las 

mismas usadas para fragmentar y disgregar la hiomasa con el fin de formar propágulos. El 

primer tratamiento contenía diez perlas de 5 mm de diámetro. el segundo veinte perlas de 

5mm de diámetro, el tercero tres perlas de 12 mm de diámetro y el cuarto seis perlas de 12 

mm de diámetro. Se llevó a agitación a 175 rpm. por 72 horas a 28ºC. Se escogió el 

tratamiento que generó mayor disgregación para generar el inóculo a usarse. 

Estos experimentos se realizaron por triplicado. 

3.2.4.2 Inóculo de biopelícula 

Se realizaron los siguientes pasos: 

a) La biomasa formada, a partir de la biomasa disgregada con perlas, se colectó en un 

tubo de centrífuga de 50 mL y se centrifugó a 4000 r.p.m. por 12 minutos. Se 

descartó el sobrenadante completamente y se conservó el pellet de biomasa obtenido 

cuyo volumen fue determinado. 

b) Se agregó un volumen determinado de suero fisiológico (0.85% NaCl en agua 

destilada) al tubo de centrífuga en una relación 2: 1 respecto al volumen del pellet de 

hiomasa. 

c) De igual forma, se añadió un volumen de perlas de 3mm de diámetro en relación a 

de 1 :2 respecto al volumen de este mismo pelle!. 

d) Se llevó el tubo de centrífuga a vórtcx por minuto y medio, tiempo en el que el 

pellet fue resuspendido en el suero con ayuda de las perlas de 3 mm de diámetro. Se 

obtuvo finalmente una mezcla homogénea de biomasa resuspendida y disgregada en 

suero fisiológico. Esto se consideró como inóculo. 

3.2.4.3 Protocolo de formación de biopelículas de basidiomicetos 

Se emplearon dos soportes sólidos: tela de poliéster y malla de metal. 
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El protocolo consistió en los siguientes pasos para cada soporte: 

a) Se retiraron 2.5 ml del inóculo y fueron incorporados en matraces de 250 ml que 

contenían 50 mL de agua destilada y un cuadrado de 2.6 cm de lado como soporte 

para biopelícula para mantener una relación 0.27 cm~/cm3 respecto al medio 

(Villena 2006). Se llevó a agitación a 175 r.p.111. a 28ºC durante treinta minutos 

(tiempo de contacto). con el propósito de generar interacciones entre los propágulos 

del inóculo y el soporte sólido empleado. 

b) Posteriormente se retiró los 50 ml de agua con propágulos no adheridos y se 

agregaron 50 ml de agua destilada al matraz. Se llevó nuevamente a agitación a I 75 

rpm durante 15 minutos a la misma temperatura con el propósito de lavar 

propágulos remanentes que no hayan sido adheridos al soporte sólido. 

c) Este lavado se repitió una vez más por 15 minutos en las mismas condiciones. 

d) Finalmente se descartó el agua destilada y se transfirió el soporte inoculado a un 

medio líquido para formación de biopclícula cuya composición por litro fue la 

misma que la del medio de formación de inóculo. 

e) Se incubaron los matraces a 175 rpm y a 28ºC hasta 72 horas para evaluar el 

crecimiento de biopelícula. 

3.2.5 Cinética de crecimiento de biopelícula. 

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

determinó la biomasa adherida, biomasa no adherida, e inóculo empleado en el protocolo 

tanto en la formación de hiopelículas en soporte de poliéster como en soporte de metal. 

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

destilada para retirar todos los restos de medio y se llevó al horno a I 05ºC hasta peso 

constante. 
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Para determinar la biomasa no adherida se filtró el medio de formación de biopelícula en 

papel filtro de paso rápido pre-pesado, se enjuagó con agua destilada empleando la bomba 

de vacío y se mandó a secar. Para determinar el inóculo empleado, se agregó 2.5 mL del 

mismo a un tubo pre-pesados y se colocó en horno a 105ºC hasta peso constante. 

Se evaluó el porcentaje de adherencia considerando la biomasa de la biopelícula (biomasa 

adherida) y la no adherida a partir de la siguiente fórmula. 

Porcentaje de auherencia (~'o)= Biomasa adherida {g/L) x 100 % 

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

Cada experimento se real izó por triplicado. 

3.2.6. Cinética de decoloración de biopelículas de basidiomicetos 

3.2.6.1 Estandarización de medio líquido para pruebas de decoloración 

A partir del protocolo de formación (punto 3.2.4.3) se obtuvieron biopelículas de 72 horas 

de crecimiento de las dos cepas seleccionadas y empleado el soporte sólido más 

conveniente según resultauos previos (punto 3.2.5). 

Para cada biopelícula, el medio de formación de biopelícula fue retirado y se agregaron 50 

mL de suero fisiológico, con el propósito de retirar el medio remanente. Se llevó a 

agitación a 175 r.p.m. a 28ªC por 30 minutos. Posteriormente se realizó un nuevo lavado a 

las mismas condiciones y por el mismo tiempo. Luego, el suero fisiológico fue descartado 

completamente y se transfirió la biopelícula al respectivo medio de decoloración. 

Se efectuaron tres tratamientos empleando tres medios distintos que tuvieron como 

propósito evaluar qué cuál de estos medio sería el más adecuado para cada cepa 

seleccionada. La diferencia entre los medios fue la cantidad de glucosa y de extracto de 
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levadura. Las sales se basaron en el medio reportado por More ira et al. (2013 ). Las 

formulaciones fueron las siguientes: 

o Medio 1: glucosa O.lg, extracto de levadura 0.1 g. KH2POz, 0.2 g, MgSO4.7H2O 

0.05g, CuSO4.5H 2O 0.05 g, MnSO4.H 2O 0.016 g, CaC'2.2H2O 0.013 g. 

o Medio 2: glucosa 2.5 g. extracto de levadura 1.25 g, KH2POz, 0.2 g, MgSO4.7H2O 

0.05g, CuSO4.5H 2O 0.05 g. MnSO4.H 2O O.O 16 g. CaCh.2H2O O.O 13 g. 

o Medio 3: 5 g. extracto de levadura 2.5 g, KH2PO,, 0.2 g, MgSO4.7H 2O 0.05g, 

CuSO4.51 bO 0.05 g, MnSO4.H 2O O.O 16 g. CaCh.2H2O O.O 13 g. 

Se ajustaron los tres medios a pH 6 y se les agregó una mezcla de tintes azoicos a una 

concentración de 0.4 g/L. La mezcla de tintes azoicos consistió en una mezcla 1: 1 de los 

dos tintes que evidenciaron mayor decoloración en el tamizado en sólido de las dos cepas 

seleccionadas: Azul Brillante y Synozol turquesa. Los matraces se llevaron a agitación a 

175 r.p.m. a 28ºC. 

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

decoloración. 

Se retiraron alícuotas de 400 µL cada 24 horas durante el tiempo de 96 horas, para 

posteriores mediciones en espectrofotómetro. El control de experimento sólo contuvo el 

soporte sólido y el medio de decoloración con la mezcla de tintes. 

Al cabo de las 96 horas. se colectó el medio de decoloración pasándolo por papel filtro pre­

pesado para determinar cualquier resto de biomasa circundante. Este papel filtro fue lavado 

y llevado al horno a 105ºC hasta peso constante para determinar peso seco. Por último, la 

biopelícula fue lavada dos veces con 50 mL de agua destilada y llevado al horno para 

determinar la biomasa al final de la decoloración. 
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La medición de la decoloración se realizó siguiente el protocolo descrito en el punto 

3.2.6.3. Finalmente se optó por el medio que presentó más ventajas. 

Cada experimento se realizó por duplicado. 

3.2.6.2 Cinética de decoloración de tintes azoicos 

A partir del protocolo de formación (punto 3.3.4.3) se obtuvieron biopelículas de 48 y 72 

horas de crecimiento de las cepas seleccionadas. 

Se siguieron los siguientes pasos para cada biopelícula: 

a) Se descartó el medio de formación de biopelícula y se agregaron 50 mL de suero 

fisiológico, con el propósito de lavar el medio de formación remanente. Se llevó a 

agitación a 175 r.p.m. a 28ªC por 30 minutos. 

b) Se realizó un nuevo lavado, retirando los 50 mL de suero fisiológico anteriores y 

agregando otros nuevos 50 mL. Se llevó a 175 rpm por el mismo tiempo. 

c) El suero fisiológico fue descartado completamente y se transfirió la biopelícula al 

medio de decoloración cuya concentración por I itro fue: glucosa 0.1 g, extracto de 

levadura 0.1 g, Kl-12POs 0.2g, MgSO4.71-12O 0.05g, CuSO4.5H2O 0.05g; 

MnSO4.H 2O O.O 16g. CaCb.21-12O O.O 13 g. tinte azoico 0.4 g. El pH fue ajustado a 

6. El tinte fue agregado al medio autoclavado. previo a la transferencia de la 

biopelícula. 

d) Se llevó a agitación a 17 5 r.p.m. a 28ºC. 

e) Para determinar la biomasa inicial dos biopelículas fueron lavadas a las cero horas 

de decoloración y llevadas a hora a 85ºC hasta peso constante. 

f) Se retiraron alícuotas de 400 µL de los medio de decoloración cada 24 horas durante 

el tiempo 96 horas, para posteriores mediciones en espectrofotómetro. El control de 

experimento sólo contuvo el soporte sólido y el medio de decoloración con el tinte 

azoico. 
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g) Al cabo de las 96 horas. se colectó el medio de decoloración pasándolo 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 último, la 

biopelícula fue lavada con 50 mL de agua destilada dos veces antes de llevar a 

horno a 85º(' hasta peso constante horas para determinar el peso seco de la misma al 

final de la decoloración. 

Cada experimento se realizó por duplicado. 

3.2.6.3 Medición de decoloración 

Las alícuotas extraídas cada 24 horas. durante las 96 horas de la cinética de decoloración, 

tanto de los controles (que en vez de biopclícula contenían sólo el soporte de tela de 

poliéster) como de las muestras de medio de decoloración con biopelículas, fueron medidas 

por espectro fotometría y analizadas siguiendo los siguientes pasos: 

a) Se realizó un espectro de absorción entre 190 y 820 nm para determinar la longitud 

de onda de máxima absorción de los tintes o. en el caso de la estandarización del 

medio de decoloración. la longitud máxima de la mezcla de tintes que se encuentren 

dentro de la región visible (380 -780 nm). Esta longitud de onda máxima se empleó 

para determinar concentraciones de tintes. La absorbancia en el tiempo de cero 

horas de decoloración correspondió al cien por ciento de la concentración de tinte 

inicial. 

b) Para cada alícuota (tanto de los matraces controles como de los matraces con 

hiopelículas) se realizaron diluciones con el fin de obtener lecturas medibles y 

confiables. El espectro fue calibrado a cero de absorbancia con el medio de 

decoloración sin colorante. 



c) Se determinó la concentración del medio de decoloración empleando una curva 

estándar absorbancia versus concentración y multiplicando por la respectiva 

dilución como basándose en procedimientos de trabajos anteriormente reportados 

(l~ik y Sponza 2003: Chen et al.2003: Mitrovic et al. 2012; Perumal et al. 2012). 

d) Para estimar el porcentaje de decoloración se empleó la siguiente fórmula basado en 

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

Porcentaje de decoloración (%) = ~QJ:!) x 100% 

(Co) 

o Ci: Concentración de tinte de la muestra a unas horas específica. 

o C0: Concentración de tinte del control a las mismas horas que la muestra. 

e) Finalmente se elaboró una curva de porcentaje de decoloración respecto al tiempo. 

3.2.7 Efluentes simulados y reales 

3.2.7.1 Preparación de efluentes simulados 

Se elaboraron efluentes simulados a partir de la metodología 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 decoloración. 

Los componentes por litro fueron: almidón previamente tratado 1 g, NaCI 0.15 g, NaHCO 

0.15 g. ácido acético 0.53 g. glucosa. 0.1 g extracto de levadura 0.1 g, KH2POs 0.2g, 

MgSO4.7H2O 0.05g. CuSO4.5H2O 0.05g, MnSO4.H2O 0.016g, CaCl2.2H2O 0.013, mezcla 

de tintes previamente tratada a una concentración 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 decoloración, el pH 9.4 corresponde al 

empleado por O'Neill et al ( 1999) en un tratamiento de efluente simulado. El pH 7.7 

corresponde a un punto intermedio entre estos dos pHs. 

Se empleó 6 soluciones stock de tintes (40g/L) mezclándolos en iguales proporciones que 

fueron: Azul Brillante. Levafix Amarillo. Remazol Rojo. Rojo Profundo, Synozol Amarillo 

y Synozol Turquesa. Esta mezcla fue tratada ajustando a pH 12 con NaOH I M y 

calentándolo a 80ºC por 2 h para simular la forma en la que se encuentran los tintes 

normalmente un efluente industrial. Asimismo. el almidón fue hidrolizado para similares 

razones mezclando una solución de 100 g/L con una solución de NaOH I M y dejándolo 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 añadieron los 

nutrientes y sales empleados en el medio de decoloración. Por litro se agregó: glucosa 0.1 

g, extracto de levadura 0.1 g, KH2PO4 0.2 g. MgSO4.7H2O 0.05, CuSÜ4x5H2O 0.05 g , 

MnSO4.H2O 0.016 g, CaC'2.2H2O 0.013. El pH inicial fue 7. 

El efluente era de color azul/turquesa y contenía partículas no solubles de color azul 

intenso, provenientes de la actividad industrial de la empresa. 

3.2.7.3 Protocolo de cinética de decoloración en efluentes 

a) Se obtuvo una biopelícula de basidiomiceto de 72 horas a partir del protocolo de 

formación. 

b) El medio de formación de biopelícula se retiró y se lavó la biopelícula con 50 mL de 

suero fisiológico dos veces a 175 r.p.m. a 28ºC por 30 minutos. 

e) Se transfirió la biopelícula a un matraz con 50 mL del efluente. 
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d) Se lleva a agitación a 175 r.p.rn. a 28ºC. 

e) Para determinar la biornasa inicial dos biopelículas fueron lavadas a las cero horas 

de decoloración y llevadas a hora a 85ºC hasta peso constante. 

f) Se retiraron alícuotas de 400 µL cada 24 horas durante 96 horas de los efluentes 

para rosteriores mediciones en espectrofotórnetro. El control de experimento tiene 

sólo el soporte sólido y el efluente. 

g) Al cabo de las 96 horas, se colectó el efluente pasándolo por papel filtro pre-pesado 

para determinar cualquier resto de biornasa no adherida. Este papel filtro fue llevado 

al horno a 105ºC para determinar peso seco. 

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

horno a 105ºC para determinar el peso seco de la misma al final de la decoloración. 

Cada experimento se realizó por duplicado. 

3.2.7.4 Protocolo de medición de decoloración en enuentes 

3.2.7.4.1 Efluentes simulados 

Las alícuotas extraídas cada 24 horas. durante las 96 horas de la cinética de decoloración de 

los efluentes, tanto de los controles así corno corno de las muestras de efluentes con 

biopelículas fueron medidas por espectrofotometría y el porcentaje de decoloración fue 

medido según el protocolo establecido en el punto 3.2.6.3. La longitud máxima de 

absorción correspondió a la mezcla de tintes en el efluente corno indica el protocolo de 

Adonsinda et al. (2003). El blanco muestra empleado fue el efluente simulado sin el tinte 

añadido. 
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3.2.7.4.2 Efluentes reales 

Para el caso del efluente real, no fue posible elaborar una curva estándar de absorbancia vs 

concentración por lo que se empleó un método alternativo para determinar el porcentaje de 

decoloración. 

Debido a que los efluentes presentaban partículas sólidas directas de la actividad de la 

industria textil. tanto las alícuotas del control como de las muestras fueron centrifugadas 

para emplear el sobrenadante en medición en espectrofotómetro. Se empleó agua destilada 

como blanco. 

Se determinó la longitud de onda de máxima absorción (dentro del espectro visible) del 

control mediante un escaneo a distintas longitudes de onda para realizar todas las 

mediciones. El porcentaje de decoloración se halló directamente partir de la siguiente 

fórmula basándose en la reportada por Tripathi y Srivastava (2011) y Praveen y Bhat 

(2012): 

Porcentaje de decoloración(%)= (A0-A¡) x 100% 

(Ao) 

o A1: Absorbancia de la muestra a una hora específica 

o A0: Absorbancia de la muestra en tiempo cero. 

Finalmente se elaboró una cinética de porcentaje de decoloración respecto al tiempo. 
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3.2.8 Análisis Molecular 

3.2.8.1 Extracción de ADN 

Se cultivaron las cepas en agar extracto de malta por 96 horas. De estas placas, con ayuda 

del sacabocado de I O mm de diámetro, se extrajeron tres discos de agar que fueron 

inoculados en 50 mL de medio de cultivo líquido. cuyos componentes fueron los mismos 

del medio de formación de inóculo por generar una cantidad considerable de biomasa. Este 

medio contenía además seis perlas de 12 mm para disgregar la biomasa. Se llevó a 

agitación a 175 rpm a 28ºC por 72 horas para todas las cepas, excepto para LMBU6 y 

BAS 1 para las que se consideró 120 horas por su lento crecimiento. Esta biomasa fue 

centrifugada en tubos cónicos de 50 mL y fue lavada resuspendiéndola con 40 mL de agua 

destilada y centrifugando nuevamente. Este lavado se repitió tres veces más. El pellet de 

biomasa fue molido con nitrógeno líquido hasta obtener un polvo muy fino y se llevó a 

cabo la extracción adaptando el protocolo de Prabha et al. (2013) incluyendo además el 

empleo de B-mercaptoetanol. 

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

siguiente protocolo de extracción. 

a) Se Agregaron a cada tubo 600 µL de buffer de extracción cuya composición fue: 

TrisHCI 50 mM (pH 7.2), EDTA 50 mM. SDS 3% (p/v), B-mercaptoetanol 1% 

(v/v). El 2-mercaptoetanol fue agregado previamente a la extracción. 

b) Se agitó con vórtcx por 10 minutos y se incubó a 65º por 60 minutos. 

c) Se agregó a cada tubo 600 µL de CHCl/alcohol isoamílico (24: 1 ), se mezcló por 

inversión y se centrifugó a 14000 rpm por 15 minutos. Se recuperó el sobrenadante. 

d) Se agregaron 0.5 volúmenes de 3M acetato de sodio (pH 5.8), se mezcló por 

inversión y se refrigeró por 30 minutos. 

e) Se centrifugó a 14000 rpm por 15 minutos. Se recuperó el sobrenadante de cada 

tubo. 
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f) Se agregaron a cada tubo 2 volúmenes de etanol absoluto y se mezcló por inversión 

y se refrigeró a -20ºC por toda una noche. 

g) Se centrifugó a 14000 rpm por 15 minutos y se descartó el sobrenadante. 

h) Se agregó 300 µL de etanol al 70% al pellet obtenido, se centrifugó a 14000 rpm por 

15 minutos y se descartó el sobrenadante. 

i) Se secó el pelle! a temperatura ambiente y, una vez seco, de eluyó en 40 µL de agua 

DECP. 

j) Se agregó 2.5 µL de RNAsa 10 uM a cada tubo y se incubó a 37ºC por 15 minutos. 

k) Finalmente. mediante espectrofotometría se determinó la concentración del ADN a 

260 nm, y se empleó las relaciones de absorbancias Abs260nm /Abs230nm y 

Abs260 nm /Abs280 nm como indicadores de pureza de ADN extraído para 

compuestos fenólicos y proteínas 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 ··Jnternal Transcribed Spacer'' fueron amplificadas mediante el empleo 

de los primer.,· ITS 1 (5' - TCCGTAGGTGAACCTGCGG'-3') e ITS 4 (5' -

TCCTCCGCTTATTGA TATGC'-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 amplificación (PCR). se realizaron en tubos de PCR de 200 µL y en un 

termociclador BIORAD. Por cada 50 µL del volumen total de reacción PCR contuvo lo 

siguiente: 1 O µL de buffer PCR al 5X, 5 µL de MgCb 25 mM, 3 µL de dNTPs I O mM, 1 µl 

de primer forn·ard y lµI de primer reverse, 0.4 µL de GoTaq polimerasa de Su/µI y 3 µL 

de ADN de 50ng/µl y agua DEPC hasta completar 50 µL. 
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Los ciclos de amplificación fueron: desnaturalización inicial a 95ºC por 5 minutos; 25 

ciclos de desnaturalización a 95°C por I minuto. alineamiento a 57ºC por I minuto, 

extensión a 72ºC por 2 minutos y una extensión final a 72ºC por 5 minutos. 

Los productos de amplificación se evaluaron mediante electroforesis. cargando 3 µL del 

amplificado en gel de agarosa al 1.0 % en hu/fer Tris-Acetato-EDTA (TAE) con bromuro 

de ctidio IX a 80 voltios durante I hora. Los productos de la amplificación fueron 

mezclados con 0.8 µL con el bu[ter de carga para electroforesis 6X Loading Oye Solution. 

Un marcador Lambda DNA/Hindlll 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 análisis de secuencias de ADN 

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

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

El ensamblaje y el análisis 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://\V\V\\.ncbi.nlm.nih.gov/) utilizando la búsqueda 

BLAST y se consideró sólo aquellos con un 98% similaridad como mínimo. 

3.2.9 Análisis estadístico 

Todos los análisis fueron llevados a cabo con el programa STA TGRAPHICS. 

Para los análisis estadísticos se consideró lo siguiente: 



o Se empleó un nivel de confianza de 95% (a=0.05). 

o Se rechazó la hipótesis nula si el p-valor obtenido es menor a 0.05. 

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

o Para analizar dos muestras independientes se empleó la prueba de T de Student. 

o En caso de comparar más de tres tratamientos se empleó un análisis de varianza 

(ANOVA) para evaluar la presencia o no de diferencias significativas entre los 

mismos. De existir diferencias significativas se procedió a usar la prueba de 

diferencias múltiples de Duncan. 

o Las variables respuestas para comparar biomasas fueron los '"g/L" en experimentos 

de cinética de crecimiento, y para las comparaciones en cinéticas de decoloración la 

variable respuesta fue el "porcentaje de decoloración" para estandarización del 

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

4.1 AISLAMIENTO Y REACTIVACIÓN DE BASIDIOMICETOS 

Se colectaron 75 cuerpos fructíferos de diferentes localidades de la Selva (Tingo María y 

Pucallpa) y de UNALM. sin embargo diez lograron desarrollar micelio en el medio 

aislamiento. Por otro lado, el cepario de basidiornicetos del laboratorio de Micología y 

Biotecnología contaba con cinco cepas de basid iornicetos (anexo I ). Se verificó los 

caracteres diagnósticos de las cepas como presencia de fíbulas e hifas septadas mediante 

microscopía propios de los basidiornicetos (las microfotografías se muestran en el anexo 2). 

El tabla I resume los resultados hallados. 

Del total de basidiocarpos desinfectados sólo el l 7J por ciento lograron desarrollar micelio 

en el medio de aislamiento. Además, muchos de los basidiocarpos tenían células activas 

pues presentaron actividad guaiacol (reacción guaiacol positiva en el medio de aislamiento) 

pero no crecieron. Por lo tanto, todo esto evidenció que los basidiornicetos son muchas 

veces difíciles o imposibles de cultivar en medio sintético corno ha sido ampliamente 

reportado (Kenji et al. 1998, Adarn y Samson 2011. Zarnbonelli y Bonito 2012). 



Tabla l. Relación de cepas aisladas de basidiomicctos de diferentes localidades de la 

selva y UNJ\LM, y las correspondientes al cepario LMB 

Días para alcanzar 
Cepa Procedencia Reacción Guaiacol crecimiento máximo de 

rnlnni::i 

Basidiocarpo de Tingo 5 días, crecimiento 
LMBTMI Positiva 

María completó toda la placa 

LMBTM2 
Basidioearpo de Tingo 

Positiva 
6 días, crecimiento 

María completó toda la placa 

Basidiocarpo de Tingo 7 días, crecimiento 
LMBTM3 Positiva 

María completó toda la placa 

Basidiocarpo de Tingo 6 días, crecimiento 
LMBTM4 Positiva 

María completó toda la placa 

Basidiocarpo de Tingo 4 días, crecimiento 
LMBTM5 Positiva 

María completó toda la placa 

1 

Basidiocarpo de 12 días, crecimiento 
LMI3U6 Positiva 

UNALM completó toda la placa 

Basidiocarpo de Tingo 17 días, crecimiento 
LMBTM7 Positiva 

María completó toda la placa 

Basidiocarpo de Tingo 15 días, crecimiento 
LMBTM8 Positiva 

María completó toda la placa 

Basidiocarpo de Tingo 21 días, crecimiento 
LMBTM9 Positiva 

María completó toda la placa 

Basidiocarpo de Tingo 1 O días, crecimiento no 
LMBTMIO Positiva 

María completó toda la placa 

7 días, crecimiento 
BASI Cepario LMB- Pucallpa Positiva 

completó toda la placa 
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17 días, crecimiento no 
BAS6 Cepario I .MB- Pucallpa Negativa 

completó toda la placa 

4 días, crecimiento 
BAS7 Cepario LMB- Pucallpa Negativa 

1 

completó toda la placa 

11 días, crecimiento no 
BASHIA Cepario LMB- Pucallpa Positiva 

completó toda la placa 

17 días, crecimiento no 
BASHlC Cepario LMB- Pucallpa Positiva 

completó toda la placa 

El hecho de que casi la totalidad de cepas aisladas sea guaicaol-positiva se debe a que la 

colección de cuerpos fructíferos, incluyendo los del cepario del LMB, se enfocó 

principalmente en aquello que crecían en madera y que son conocidos por poseer sistema 

ligninolítico (Solís et al. 2012). 

4.2 TAMIZADO DE BASIDIOMICETOS DECOLORADORES DE TINTES 

AZOICOS 

Del total de trece cepas de reacción guaiacol positivas sólo siete resultaron decoloradoras: 

LMBTM 1. LMBTM2, LMBTM3, LMBTM4. LMBTMS LMBU6 y BAS I (las fotografías 

se muestran en el anexo 3). Esto evidenció que a pesar de poseer enzimas ligninolíticas la 

capacidad de decoloración depende además de la cepa seleccionada y del tinte empleado 

(Osma 201 O) En la siguiente tabla se resumen los resultados: 



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

Tiempo de Tiempo final Extensión del halo de 
Tintes azoicos inicio de de 

Nombre decoloración por el 
decolorados decoloración decoloración 

(horas) (horas) diámetro de placa 

Azul Brillante 72 168 Totalidad de la placa 
~ 

Levafix 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 
1 

LMBTM3 Azul Brillante 120 360 Totalidad de la placa 

Azul Brillante 24 504 
Totalidad de la placa, 

excepto bordes 

Levafix Rojo 24 408 
Totalidad de la placa, 

excepto bordes 

LMBTM4 Totalidad de la placa, 
Remazol Negro 72 452 

excepto bordes 

Rojo Profundo 216 408 
Totalidad de la placa, 

excepto bordes 
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Synozol Turquesa 120 360 
Totalidad de la placa, 

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 

LMBTM5 
Remazol Rojo 120 408 Totalidad de la placa 

Rojo Profundo 72 264 
Totalidad de la placa, 

excepto bordes 

Synozol Turquesa 24 264 
Totalidad de la placa, 

excepto bordes 

LMBU6 Azul Brillante 216 408 
Parcial, pequeña 

extensión 

Azul brillante 120 504 Totalidad de la placa 

Levafix Rojo 648 
Totalidad de la placa, 

264 
excepto bordes 

Remazol Negro 312 456 
Parcial, pequeña 

BASI extensión 

Parcial, bordes 
Rojo Profundo 456 648 

1 

gruesos sin degradar 

Synozol Turquesa 168 408 
Parcial. pequeña 

1 

extensión 

Se concluyó que las cepas menos eficientes fueron LMBTM3 y LMBU6 ya que sólo 

decoloraron Azul Brillante en un tiempo incluso relativamente mayor que las otras cepas. 

La cepa LMBTM2 decoloró cuatro tintes pero en dos casos fueron sólo decoloraciones 

parciales por lo que se le consideró poco eficiente. Así mismo. BAS I y LMBTM4 

decoloraron cinco tintes. Sin embargo BAS I sólo presentó decoloraciones parciales y con 
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tiempos relativamente altos. Por otro lado. LMBTM4 presentó una decoloración limitada 

pues en la mayoría de los tintes no pudo decolorar los bordes y en tiempos medianamente 

altos. Por último, LMBTM I y LMBTM5 decoloraron seis tintes correspondientes al 

máximo número de tintes decolorados en el presente tamizado. De otro lado, LMBTMI fue 

la única cepa que presentó decoloración en la totalidad de la placa en los seis tintes, y los 

tiempos de decoloración menores. Por su parte. LMTBM5 generó decoloración total de 

placa salvo en Rojo profundo y S~noml turquesa y. aunque los tiempos que demoraron en 

alcanzar la máxima decoloración fueron casi iguales a los de LMBTM 1, la actividad 

decoloradora en la mayoría se evidenció más tempranamente. 

Por lo tanto, mediante este tamizado inicial las cepas LMBTM I y LMBTM5 presentaron 

una mayor capacidad de decoloración en medios sólidos. 

4.3 PRUEBAS DE HIDROFOBICIDAD DE LAS CEPAS DECOLORADORAS 

DE BASIDIOMICETOS 

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

para alcanzar crecimiento máximo 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 sos 0.2%/ de 
Cepa 

la placa NaEDTA Agua 
porcentaje Tween 80 sos 0.2% NaEDTA 

50 mM destilada de alcohol 50 mM 

Bordes > 6 min > 10 min > 10 min > 10 min > 10 min 55% 
LMBTMl 

Interior > 6 min > 10 min > 10 min > 10 min > 10 min 55% 

Bordes 2 min 6 min -Umin 5 min <9 min 42.5% 
LMBTM2 1 

Interior > 10 min > 10 min > 10 min > 10 min > 10 min 45% 

LMBTM3 Bordes 2.7 min > 10 min > 10 min > 10 min > 10 min 40% 
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Interior 4 min > 10 min > 10 min > 10 min > 10 min 50% 
-

Bordes > 10 min > 10 min > IOmin > 10 min > 10 min 50% 
LMBTM4 

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

Bordes > 10 min > 10 min > 10 min > 10 min > 10 min 55% 
LMBTM~ 

-

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

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

Interior > 10 rnin > 10 min > 10 min > 10 min > 10 min 45% 

Bordes O min O min O min O min O min 42.5% 
BASl --

Interior 0,3 min 1 min OJ min OJ min 1,5 min 45% 

( 1) Se consideró como cepa hidrofóbicas cuando el tiempo fue mayor a cinco minutos 

(Vi llena et al.2001 ). 

(2) Porcentaje mínimo del alcohol en el cual una gota penetró en la superficie de la 

colonia del hongo. 

Se pudo observar que hay diferencias en la hidrofobieidad presente entre las zonas del 

borde y el centro de colonia. En todas los cepas el centro. es decir la zona con más días de 

edad, resultó más hidrofóbica salvo en LMBTM 1 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 inoculación 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 más 

rápidamente, por lo que ocurre un metabolismo secundario en el que las hidrofobinas 

aparecen (Smits et. al 2003). Otra explicación es que a pesar de que los hongos tienden a 

adquirir sus nutrientes mediante medios hidrofilicos, la ausencia de nutrientes produce la 

formación de estructuras hidrofóbicas para adquirirlos (Chau et al. 201 O) 
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De todas las cepas, BAS I resultó ser la menos hidrofóbica según ambas pruebas. Por otro 

lado, LMBTM2 no logró superar los cinco minutos en el caso del Tween 80 establecidos 

según la prueba de hidrofobicidad de detergentes y agua para considerársele hidrofóbica. 

Por lo tanto esta cepa se consideró de hidrofobicidad relativamente baja. Por su parte, las 

cepas LMBTM2 y LMBU6 pudieron superar los cinco minutos de no penetración de gota 

en el interior de sus colonias pero no en los bordes. Así mismo, en las cuatro cepas 

mencionadas, la prueba del porcentaje de alcohol reportó valores de 40% a 50% que son 

inferiores a lo de las ceras restantes coincidiendo los resultados evidenciados en el primer 

ensayo. 

Las cepas LMBTM L LMBTM4, LMBTM5 superaron un intervalo de tiempo de I O 

minutos de persistencia de gota en todas las pruebas con detergentes y agua, por lo que se 

consideraron hidrofóbicas tanto en las zonas internas de la colonia como en las zonas 

externas. A partir de este experimento se pudo inferir que estas últimas tres cepas serían 

buenas formadoras de biopelíeulas ya que la adherencia de los propágulos dependen las 

interacciones hidrofóbicas con el soporte (Gutiérrez-Correa y Villena 2003; 

Shunmugaperumal 201 O). 

Finalmente, teniendo en cuenta que en el tamizado con colorantes destacaron las cepas 

LMBTM I y LMBTM5 como decoloradores y considerando que los ensayos de 

hidrofobicidad calificaron a estas dos cepas como potenciales formadoras de biopelículas, 

ambas cepas fueron seleccionadas para los experimentos posteriores que tuvieron como 

objetivo la decoloración de tintes azoicos mediante biopelículas de basidiomicetos. 
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4.4 ESTANDARIZACIÓN DE PROTOCOLO DE FORMACIÓN 

DEBIOPELÍCULAS DE BASIDIOMICETOS 

Según trabajos anteriores (Karapinar Kapdan y Kargi 2002; Pesciaroli et al. 2013) los 

sistemas de fermentación como biopelículas de basidiomicetos usan micelio trozado y 

homogenizado como inóculo. Por lo tanto esta etapa tuvo como objetivo encontrar un 

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

Se compararon los siguientes tratamientos: el primer tratamiento contenía diez perlas de 5 

mm de diámetro, el segundo veinte perlas de 5mm de diámetro, el tercero tres perlas de 12 

mm de diámetro y el cuarto seis perlas de 12 mm de diámetro. 

Respecto al número y tamaño de perlas para formación de inóculo, el único tratamiento 

donde se encontró micelio disgregado y pequeño fue aquel donde se emplearon seis perlas 

de 12 mm. En los otros tratamientos se formaron grandes agregados de biomasa de distintos 

tamaños (Tabla 4). Posteriormente. el micelio se homogenizó mediante vórtex con perlas de 

3mm. El micelio fragmentado y homogenizado de basidiomicetos puede utilizarse como 

inóculo para la formación de biopelículas. 

Los propágulos fueron empleados siguiendo un protocolo de formación de biopelículas que 

fue adaptado a partir del protocolo propuesto por Villena y Gutiérrez-Correa (2003). Se 

obtuvieron exitosamente biopelículas de LMBTM l y LMBTM5 en telas de poliéster y en 

mallas de metal por lo que el protocolo de formación propuesto fue adecuado. 
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Tabla 4. Tratamientos realizados para fragmentación de micelio mediante uso de esferas de 

vidrio 

CepaLMTBMl 

Tratamiento 1 Tratamiento 2 Tratamiento 3 Tratamiento 4 

3 perlas de 12 mm de 6 perlas de 12 mm de 1 O perlas de 5 mm de 20 perlas de 5 mm de 

diámetro diámetro diámetro diámetro 

CepaLMBTMS 

Tratamiento 1 Tratamiento 2 Tratamiento 3 Tratamiento 4 

3 perlas de 12 mm de 6 perlas de 12 mm de 1 O perlas de 5 mm de 20 perlas de 5 mm de 

diámetro diámetro diámetro diámetro 
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Tabla 5. Biopelículas de LMBTMI y LMBTMS a las 48 y 72 horas de crecimiento sobre 

tela de poliéster 

LMBTMI, 48 horas de 
crecimiento 

LMBTMS, 48 horas de 
crecimiento 
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LMBTM l, 72 horas de 
crecimiento 

LMBTMS, 72 horas de 
crecimiento 



4.5 CINÉTICA DE CRECIMIENTO DE BIOPELÍCULAS 

Se realizó la cinética de crecimiento de biopelículas durante 72 horas. Para realizar las 

comparaciones respectivas entre biopelículas 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 biopelículas con estas horas de crecimiento. 

La cinética de crecimiento de biopelícula reveló que tanto la cepa LMBTMI como en el 

caso de la cepa LMBTM5 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 ). 

Además se analizó las diferencias de biomasa adherida en ambos soportes y se concluyó 

que no existieron diferencias significativas. 

Se concluyó por lo tanto que para LMBTM I o LMBTM5 el empleo de uno u otro 

soporte no presenta diferencias en términos de biomasa adherida y de porcentaje de 

adherencia. Por lo tanto la selección del soporte más conveniente se basó en la 

disponibilidad y costo del soporte. La tela de poliéster fue escogida por estas razones. 

Dado que los inóculos empleados fueron similares en estos experimentos no presentaron 

diferencias tanto para LMBTM I como para LMBTM5, lo que asegura que el 

experimento fue llevado adecuadamente sin fuentes de variación adicionales (anexo 4, 

tabla A2). 
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Figura 4. Cinética de crecimiento en medio líquido de biopelículas de LMBTM I 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 biopelícula 

de LMBTM I y LMBTM5 

Cepa Soporte 
Porcentaje de biomasa adherida a biopelícula (%) 

8 horas 16 horas 24 horas 36 horas 48 horas 60 horas 72 horas 

Tela de 92.67 88.35 89.92 89.89 88.47 91.21 89.93 

Poliéster ±3.78 ±1.12 ±2.47 ±0.23 ±1.88 ±1.06 ±2.26 
LMBTMI 

Malla de 87.02 88.15 92.23 91.00 90.54 93.45 89.98 

Metal ±4.86 ±0.58 ±0.85 ±2.00 ±0.57 ±1.43 ±3.46 

Tela de 97.61 89.51 89.51 96.16 96.58 96.15 97.72 

Poliéster ±1.38 ±6.79 ±4.80 ±1.10 ±1.27 ±1.39 ±0.81 
LMBTM5 

Malla de 77.89 84.66 88.90 90.06 93.67 94.81 95.60 

Metal ±7.40 ±4.34 ±3.14 ±4.47 ±0.21 ±1.34 ±0.97 
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4.6 ESTANDARIZACIÓN DEL MEDIO DE LÍQUIDO PARA PRUEBAS DE 

DECOLORACIÓN 

Se evaluaron 3 medios de decoloración LMBTM I y LMBTM5 a las 24, 48, 72 y 96 

horas de cultivo. 

Respecto a LMBTM 1, no se evidenciaron diferencias en la cinética de decoloración 

respecto a los medios l. 2 y 3 (los resultados se muestran en anexo 5, figura A40). Esto 

significó que el empleo de uno u otro medio de decoloración conllevarían a resultados 

similares en términos de porcentaje de decoloración. En base a ellos se escogió el medio 

1 para los posteriores experimentos debido a que al poseer menos nutrientes en su 

formulación resultaría muy ventajoso a nivel de costos. Además se ha reportado que los 

medios con menos nutrientes pueden inducir la capacidad de decoloración en 

basidiomicetos (D'Agostini et al.2011 ). 

De otro lado, en el caso de la cepa LMBTM5 a las 24 horas de decoloración se 

presentaron diferencias significativas entre los tres medios (anexo 12.2.5). Según los 

datos mostrados en la figura 5 se presentó mayor decoloración en el medio I el cual 

contenía menor cantidad de nutrientes. Ni a las 48 ni a las 72 horas hubo diferencias 

entre los tres medio de decoloración (anexos 12.2.6 y 12.2.7). Por último, a 96 horas no 

hubo diferencias entre los medios I y 2 pero sí en el medio 3, que a pesar de haber sido 

el que presentó menor decoloración en un inicio, terminó presentando la mayor 

eficiencia a estas horas (anexo 12.2.8). 

La actividad decoloradora de la biopelícula de LMBTM5 fue superior en el medio I a 

las 24 horas, representando una ventaja favorable en un periodo de tiempo relativamente 

rápido, y no presentó diferencias significativas hasta las 72 horas con el 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 nitrógeno y glucosa hay una mayor actividad 

decoloradora (menor inhibición) y/o actividad enzimática ligninolítica relacionada a la 
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decoloración en Trame/es vcrsicolor (Staszczak 2006: Stazczak 2008: Wang et al. 

2009). Trametes vi/lusa (Yamanaka 2008), Pleurotus saju, Lentinula edades y Agaricus 

Blazei en otros sistemas de fermentación (Buswell et al. 1995, Fu et al. 1997, D'Agostini 

et al. 2011). 

A pesar de que el medio 3 presentó mayor porcentaje de decoloración a las 96 horas, 

ésta eficiencia se fue superior en un periodo tardío que podría ser poco beneficioso en un 

futuro sistema de mayor escala. Por otro lado, los costos de elaboración del medio 3 

respecto al medio I son mucho mayores mientras que la diferencia entre la decoloración 

a 96 horas fue de solo 15.99%. Así mismo, se pudo observar que hubo formación 

excesiva de biomasa en el medio 3 (tabla 7: anexo 5, figura A38) lo que representaría 

problemas operacionales. 

Por lo tanto, considerando una actividad decoloradora diferencial y temprana a las 24 

horas se escogió el medio I para establecer cinéticas de decoloración de biopelículas de 

LMBTM5. 

Cabe resaltar que las diferencias entre los porcentajes de decoloración de LMBTM 1 en 

cualquiera de los tres medios fueron siempre menores en cualquier tiempo respecto a los 

porcentajes de decoloración de LMBTM5. lo que sugirió evidentes ventajas en la 

decoloración de las biopelículas de ésta última (figura 5). 
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Figura 5. Cinética de decoloración de biopelículas de LMBTMI y LMBTM5 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 decoloración de LMBTMI y LMBTM5 en 

los Medios 1, 2 y 3 

Biopelícula {g/) 

Medio LMBTMI LMBTM5 

Inicial Final Inicial Final 

Medio 0,lg 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 3.671 ± 0.279 
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4.7 CINÉTICA DE DECOLORACIÓN DE TINTES AZOICOS 

Se evaluó la decoloración con biopelículas de LMBTM I y LMBTM5. Se trabajó con 

biopelículas de 48 y 72 horas; ya que existieron diferencias significativas de biomasa entre 

estos tiempos (anexo 12.5.1) 

Los máximos picos de absorción dentro de la región 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 8, figura A47). 

Los controles de la cinética de decoloración evidenciaron estabilidad a lo largo del proceso 

salvo en el caso de Remazol Negro. Este tinte mantuvo su coloración en los controles del 

tamizado en sólido. sin embargo presentó una decoloración líquido espontánea en el medio 

de decoloración en ausencia de biopelículas (anexo 6, figura A42) por lo que este caso en 

particular contradice las características 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 decoloración. 

Cabe resaltar que el inóculo empleado en todas las biopelículas estuvieron dentro del rango 

de 0.0227 g a 0.0303 g. Así mismo. la biomasa inicial de biopelícula de la cinética de 

decoloración de LMBTM 1 a 48 horas fue de 0.426 ± 0.026 y a 72 horas de 0.798 ± 0.030. 

mientras que la biomasa de biopelícula de LMBTM5 a 48 horas fue de 1.038 ± 0.057 y a 72 

horas de 1.821 ± 0.074. 

Para el caso del medio con colorante Levafi.x Rojo no se obtuvo el mismo resultado del 

tamizado inicial en sólido (anexo 3). En el medio líquido de decoloración se presentó un 

incremento de la absorbancia en la longitud de onda máxima absorción (anexo 9. figura 

A53) que sugiere un cambio producido por las biopelículas de ambas cepas (anexo 6). Este 

es un evento poco común pero ha sido reportado en un basidiomiceto de pudrición blanca 

ligninolítico (Jayasinghe I et al. 2008). Estudios más específicos con técnicas analíticas que 

permitan dilucidar estructuras químicas. 
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Los análisis de decoloración se realizaron independientemente por cada tinte y a nivel 

global. De modo general los tintes Azul Brillante y Synozol Turquesa fueron lo más 

decolorados ( 12.3.7) a lo largo de la cinética de decoloración. 

En Azul Brillante se alcanzaron altos porcentajes de decoloración de LMBTM5 desde las 

24 horas, tanto con biopelículas de 48 como de 72 horas de crecimiento sin diferencias 

significativas mayores a 5.83% Así mismo. no hubo diferencias significativas en el último 

punto de 96 horas de decoloración entre estas biopelículas por lo que se puede afirmar de 

modo general que en este tinte las diferentes horas de crecimiento de LMBTM5 no tuvieron 

efectos significativos. Por otro lado. la cepa LMBTM 1 presentó significativamente menor 

decoloración a todas las horas de cinética respecto a LMBTM5. y las biopelículas de 72 

horas presentaron mayor decoloración que las biopelículas de 48 horas, por lo que emplear 

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

Respecto a Synozol Turquesa. las diferencias entre LMBTM 1 y LMBTM5 fueron 

significativas y el empleo de biopelículas de 48 y 72 horas de crecimiento fue conveniente 

en ambas cepas a lo largo de toda la cinética de decoloración (figura 11; anexo 12.3.6). 

Los espectros de absorción de Azul Brillante y Synozol Turquesa evidenciaron los 

cambios más notorios. En Azul Brillante se pudo observar la disminución drástica del pico 

de longitud de onda de máxima absorción por la cepa LMBTM I y la desaparición de este 

pico por la cepa LMBTM5 (figura A5 l ). En Synozol Turquesa el cambio se evidenció por 

la disminución ele la absorbancia y desplazamiento del pico de máxima absorción inicial de 

660nm a 624 nm (figura A57). Este comportamiento en la forma del espectro y la 

disminución de absorbancia en la región del visible sugieren que hubo cambios químicos en 

ambos tintes por la actividad decoloradora, lo que involucran además rompimiento de 

estructuras cromóforas de éstos (Chen et al. 2003. Zhang et al. 201 L Mitrovic et al.2012). 

El tercer tinte más decolorado fue Rojo Profundo. Respecto a LMBTM 1, hubo diferencias 

significativas en la decoloración de biopelículas de distintas horas de crecimiento a 48 y 96 

horas de la cinética de decoloración. Respecto a LMBTM5. las biopelículas de 72 horas 
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fueron superiores en porcentaje de decoloración que las de 48 horas durante toda la cinética 

(Figura 9, Anexo 12.3.4) por lo que se consideró que usar biopelículas de 72 horas fue 

beneficioso en el caso de Rojo Profundo. Así mismo. aunque las biopelículas de 72 horas 

de LMBTMI no presentaron diferencias significativas con biopclículas de LMBTM5 de 48 

horas a las 24 y 48 horas de decoloración, sólo confirmó que el empleo de LMBTM5 es 

más ventajoso. 

Para los tintes Levafix Amarillo. Remazol Rojo y Synozol Amarillo las biopelículas de 72 

horas de LMBTM5 fueron superiores a cualquier otra biopelícula (figura 7, 8 y 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 decoloración (anexos 

12.3.2: 12.3.3: 12.3.5) 

Del análisis global se desprende que la decoloración es dependiente del tipo de cepa, 

tiempo de crecimiento y tipo de tinte (anexo 12.3.7). Esta prueba concluyó yue 

efectivamente la cepa LMBTM5 fue superior a LMBTM 1. como se pudo observar 

individualmente en las cinéticas de decoloración de cada tinte según lo anteriormente 

expuesto aunque en el tamizado sólido las diferencias en la eficiencia de decoloración de 

ambas cepas no fuesen tan evidentes. Así mismo. emplear una biopelícula de 72 horas de 

crecimiento fue mejor que una de 48 horas de modo general. aunque la única excepción 

ocurrió en la decoloración de Azul Brillante por biopelículas de LMBTMS. Por último, las 

diferencias presentadas por tintes establecieron que hay tintes más susceptibles de ser 

decolorados que otros. Todo esto coincide con la bibliografía que indica que son estos 

factores mencionados. así como otros más. los que afectan directamente a la decoloración 

de tintes ( Khan et al. 2012; Sara tale et al. 2011 ) 

59 



Figura 6. Cinética de decoloración de medio con Azul Brillante por biopelículas de 

LMBTMl y LMBTM5 con 48 y 72 horas de horas de crecimiento 
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Figura 7. Cinética de decoloración de medio con Levafix Amarillo por biopelículas de 

LMBTMI y LMBTM5 con 48 y 72 horas de horas de crecimiento 
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Figura 8. Cinética de decoloración de medio con Remazol Rojo por biopelículas de 

LMBTM 1 y LMBTM5 con 48 y 72 horas de horas de crecimiento 
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Figura 9. Cinética de decoloración de medio con Rojo Profundo por biopelículas de 

LMBTM I y LMBTM5 con 48 y 72 horas de horas de crecimiento 
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Figura 10. Cinética de decoloración de medio con Synozol Amarillo por biopelículas de 

LMBTMI y LMBTM5 con 48 y 72 horas de horas de crecimiento 
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Figura 11. Cinética de decoloración de medio con Synozol Turquesa por biopelículas de 

LMBTMI y LMBTM5 con 48 y 72 horas de horas de crecimiento 
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Las biomasas finales de las cinéticas de decoloración fueron significativamente menores 

a las biomasas iniciales (tabla 8, anexo 12.5.2). Esto sugiere aunque las condiciones 

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

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

Tabla 8. Biomasa de biopelículas al final del proceso de decoloración de tintes azoicos 

Biopelícula (g/1) 

Tinte azoico LMBTMI de LMBTMI de 72 LMBTM5 de LMBTM5 de 

48 horas horas 48 horas 72 horas 

Azul Brillante 0.194 ± 0.037 0.560 ± 0.062 0.475 ± 0.013 1.245 ± 0.177 

Levafix Amarillo 0.227 ± O.O 18 0.569 ± 0.095 0.430 ± 0.068 0.859 ± 0.047 

Levafix Rojo 0.288 ± 0.023 0.640 ± 0.006 0.438 ± 0.043 0.910 ± 0.105 

Remazol Rojo 0.240 ± 0.023 0.587 ± 0.137 0.474 ± 0.025 0.935 ± 0.095 

Rojo Profundo 0.291 ± 0.007 0.603 ± 0.106 0.607 ± O.O 18 1.159 ± 0.061 

Synozol Amarillo 0.230 ± 0.071 0.542 ± 0.031 0.446 ± 0.031 0.763 ± 0.030 

Synozol Turquesa 0.240 ± O.O 11 0.53 ± 0.076 0.619 ± 0.066 1.095 ± 0.030 

Por último, habiendo concluido que es mejor emplear biopelículas de 72 horas, se procedió 

a evaluar la decoloración de biopelículas de ambas cepas con esta edad en efluentes 

simulados que contuvieron una mezcla de los seis tintes y la concentración de nutrientes del 

medio con los que se estableció las cinéticas de decoloración de tintes azoicos. 
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4.8 EFLUENTES SIMULADOS Y REALES 

El propósito de este experimento fue evaluar la capacidad decoloradora de LMBTM I y 

LMBTM5 en una simulación de efluentes así corno en uno real ya que esto podría 

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 decoloración en eíluentes Simulados 

De aquí se concluyó que la cepa LMBTM5 fue superior a LMBTM 1 al decolorar en mayor 

porcentaje los efluentes de los tres distintos pHs a lo largo de toda la cinética de 

decoloración (Figura 12; anexo 12.4. 1.3 ). 

La cepa LMBTM 1, la decoloración de la cepa fue sensible a los distintos pHs durante todo 

el proceso de decoloración, alcanzando los mayores porcentajes en el efluente de pH6. 

Respecto a la cepa LMBTM5, las diferencias en la decoloración se evidenciaron claramente 

a partir las 48 horas de la cinética y los porcentajes fueron mayores en efluentes de pH6 al 

igual que en LMBTM 1. 

Las razones por las que la mayor decoloración se dio en los efluente de pH 6 podría deberse 

a que el sistema ligninolítico de los hongos de pudrición blanca como Trametes versicolor, 

involucrados en la decoloración, tienden a ser tener pHs óptimos por debajo de pH 7 

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

Por último, al igual que en la cinética de decoloración de tintes azoicos, se presentó una 

disminución significativa de la biomasa inicial (anexo 12.5.3). 
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Figura 12. Cinética de decoloración de efluentes simulados por biopelículas de 

LMBTMl y LMBTM5 
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4.8.2 Pruebas de decoloración en efluente Real 

El efluente real 

Se utilizaron efluentes colectados del río Huaycoloro proveniente de la empresa textil de 

San Juan de Lurigancho. Los mayores porcentajes de decoloración fueron nuevamente 

evidenciados en la cepa LMBTM5 (figura 13, anexo 12.4.2) respecto a la cepa 

LMBTM l durante todo el proceso de decoloración. Asimismo, no hubo consumo de 

biomasa durante el proceso (anexo 12.5.3). Esto podría sugerir que el efluente tuvo 

componentes capaces de ser asimilados por la biopelícula pero no esto no se pudo 

corroborar debido que al provenir de muchos procesos textiles éstos tenninan siendo 

demasiado complejos (O'Neill et al. 1999) y se requiere análisis más profundos no 

contemplados en el presente trabajo. 
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Los espectros de absorción (anexo 10) tuvieron cambios notorios posteriores a la 

decoloración lo que sugiere cambios químicos en el tinte presente en el efluente 

(Mitrovic et al. 2012). 

Figura 13. Cinética de decoloración de efluente real por biopelículas de LMBTMl y 

LMBTM5 
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Tabla 9. Biomasa de biopelículas al final del proceso de decoloración de tintes azoicos 

Biomasa (g/1) 

Efluente LMBTMl LMBTM5 

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 0.81 l ± 0.331 ± 1.840 ± 0.839 ± 
pH7.7 0.047 0.033 0.095 0.047 

Efluente Simulado 0.801 ± 0.314± 1.799 ± 0.794 ± 
pH9.4 0.035 0.065 0.058 0.105 

Efluente Real 0.812 ± 0.680± 1.794 ± 1.680± 
0.032 0.059 0.059 0.079 
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4.9 ANÁLISIS MOLECULAR PARA IDENTIFICACIÓN DE LAS CEPAS 

SELECCIONADAS 

Mediante la electroforesis de los productos de PCR se pudo ver una sola banda por 

reacción (figura 14) por lo que se evidenció que no existieron productos inespecíficos. 

Los productos fueron secuenciados con los primer., lTS I e 1TS4 y el consenso de las 

secuencias alineadas fueron de ambos primer.,· fue empleado para evaluar la similaridad 

con otras especies de las bases de datos de NCBI. 

Figura 14. Amplificación de productos de PCR 
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M: marcador molecular Lambda DNA/Hindlll. 1: Control negativo de reacción 

PCR. 2: Control positivo de reacción de PCR. 3: Productos de PCR de LMBTM l. 4: 

Productos de PCR de LMBTM5. 

La búsqueda de BLAST reveló que la cepa LMBTM I presenta alta similaridad con 

Ceriporia lacera/a y que LMBTM5 con Tramele.1· polyzona. En el caso de LMBTM 1, 

fue aislado a partir de una colonia que rodeaba la superficie de un tronco y de cuerpos 

fructíferos de otro basidiomiceto (anexo l. figura A 1) y que coincide con caracteres 
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diagnósticos de otras especies de Ceripuriu reportado por Jia y Cui (2011 ). Respecto a 

LMBTM5, fue aislado a partir del cuerpo fructífero (anexo 1, figura AS) y cuyos 

caracteres diagnósticos coinciden altamente con la especie Trame/es polyzona y presenta 

sinónimos corno Coriolopsis po~1wnu (Corner, 1989). Por lo tanto, los análisis 

moleculares coinciden con las figuras presentadas en los anexos. 

Tabla 10. Alineamiento de secuencias ITS mediante análisis BLAST 

Cepa Especie Cobertura Similaridad Accesión 

Ceriporiu luceru/a 99% 98% GU045770.1 

Ceriporia lacera/a 99% 98% KJ 152169.1 

LMBTMI Ceriporiu lacera/a 99% 98% KF850375. l 

Ceriporia lacera/a 99% 98% KF782841. I 

Ceriporia lacera/a 99% 98% KF703929. I 

Trame/es polyzona 100% 99% JN 164979.1 

Trame/es polyzona 100% 98% JN645078. I 

LMBTM5 Trame/es po~vzona 100% 98% JN645068. I 

Trame/es polyzona 100% 98% JNl64980. l 

Trame/es poly::::ona 100% 98% JNl64978.1 

De acuerdo a estos resultados la cepa LMBTM I corresponde a Ceriporia lacera/a y la 

LMBTMS a Trame/es po~vzona. Estas especies son basidiornicetos de pudrición blanca 

con capacidad ligninolítica ya han sido reportadas como productoras de peroxidasas y 

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

1. De un total de 75 cuerpos fructíferos de basidiomicetos se logró aislar sólo diez. 

Todos estos fueron positivos para la reacción de guaiacol. De los cinco 

basidiomicetos del cepario del LMB sólo BAS I tuvo actividad guaiacol 

positiva. 

2. Del total de cepas guaiacol positivas sólo LMBTM 1, LMBTM2, LMBTM3, 

LMBTM4. LMBMT5. LMBU6 y BAS I resultados decoloradores de tintes 

azoicos. Las mejores dos cepas decoloradoras fueron LMBTM I y LMBTM5 

que además resultaron ser hidrofóbicas y por lo tanto se eligieron para llevar a 

cabo los experimentos de decoloración con biopelículas en medio líquido. 

3. El protocolo de formación de biopelícula con inóculo micelar disgregado y 

homogenizado permite el desarrollo de biopelículas de basidiomicetos tanto en 

tela de poliéster como en malla de metal. 

4. Las biopelículas de LMBTM I y LMl3TM5 formadas en tela de poliéster y malla 

de metal no presentaron diferencias significativas en términos de biomasa 

adherida y porcentaje de adherencia. 

5. El medio de decoloración más conveniente para llevar a cabo la cinética de 

decoloración de biopelículas de ambas cepas fue aquel que poseía menos 

cantidad de nutrientes. 

6. Existen diferencias significativas en la decoloración al emplear una biopelícula 

de 48 horas frente a una de 72 horas. siendo esta última superior a la primera. 

7. Existen diferencias significativas en la decoloración de un tinte respecto a otro, 

siendo Azul Brillante y Synozol Turquesa los más decolorados y los que 

presentan cambios más notorios en su espectro de absorción. 

8. Se evidenció una mayor decoloración 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 

decoloración de tintes azoicos y de efluentes simulados en todas las biopelículas 

de ambas cepas. Por lo contrario, en los efluentes reales la biomasa se mantiene. 

1 O. La cepa LMBTM5 fue superior en la decoloración de tintes azoicos, efluentes 

simulados y efluentes reales respecto a la cepa LMBTM 1. 

11. Los análisis moleculares revelaron que las cepa LMBTM ly LMBTM5 son los 

hongos de pudrición blanca Ceripnriu lucera/u LMBTM5 y Trame/es lypozona. 
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VI. RECOMENDACIONES 

1. Determinas la actividad enzimática de las enzimas ligninolíticas presentes en 

las cepas LMBTM I y LMBTM5. 

2. Buscar inductores que optimicen el medio de decoloración. 

3. Analizar y determinar los compuestos formados corno producto de la 

decoloración y evaluar su toxicidad. 

4. Evaluar los casos particulares de decoloración espontánea de Rernazol Negro 

y los cambios ocurridos en Le\'atix Rojo en presencia de biopelículas de 

basidiornicetos mediante análisis más profundos. 

5. Si se deseara usar el soporte alternativo de malla de metal por su capacidad 

de reúso se deberá buscar una forma eficiente de limpiar la biornasa adherida 

al mismo. 

6. Si se desea usar un sistema continuo de fermentación se deberá buscar un 

equilibro entre actividad decoloradora y pérdida de biornasa para que sea 

sostenible en el tiempo. 

7. Para procesos de mayor escala de tratamiento de efluentes se deberá 

determinar si es conveniente o no variar el pH de los mismos para aumentar 

la eficiencia de decoloración. 
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ANEXOS 

ANEXO l. AISLAMIENTO Y REACTIVACIÓN DE BASIDIOMICETOS 

Las fotografias de crecimiento en placa y reacción en guaiacol corresponden al tiempo en el 

cual el micelio abarca el diámetro de la placa de 8 cm o, en su defecto, el día en el que 

llegan a su máximo crecimiento como se indica en la tabla l. En los casos donde no se 

presenta la reacción guaiacol es porque ésta resultó ser negativa. 

Figura Al. Aislamiento de cepa LMBTMl de Tingo María. 

Reacción Guaiacol Positiva 
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Figura A2 . Aislamiento de cepa LMBTM2 de Tingo Maria. 

· fructíferos de LMBTM2 

Reacción Guaiacol Positiva 

Figura A 3. Aislamiento de cepa LMBTM3 de Tingo Maria. 

Cu fructíferos de LMBTM3 
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Reacción Guaiacol Positiva 

Figura A 4. Aislamiento de cepa LMBTM4 de Tingo María. 

Reacción Guaiacol Positiva 
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Figura A S. Aislamiento de cepa LMBTM5 de Tingo María. 

C fructíferos de LMBTM5 

Reacción Guaiacol Positiva 

Figura A 6. Aislamiento de cepa LMBU6. 

Reacción Guaiacol Positiva 
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Figura A7. Asilamiento de cepa LMBTM7 de UNALM. 

Reacción Guaiacol Positiva 

Figura AS. Aislamiento de cepa LMBTM8 de Tingo María. 

Cuerpos fructíferos de LMBTM8 

90 



Reacción Guaiacol Positiva 

Figura A9. Aislamiento de cepa LMBTM9 de Tingo María. 

Cuerpos fructíferos de LMBTM9 

Reacción Guaiacol Positiva 
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Figura AlO. Aislamiento de cepa LMBTMIO de Tingo María. 

ut:r¡m fructíferos de LMBTM I O 

Reacción Guaiacol Positiva 

Figura All. Reactivación BAS I de Cepario LMB. 

Reacción Guaiacol Positiva 
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Figura A12. Reactivación BAS6 de cepario LMB 

Figura A13. Reactivación BAS7 de Cepario LMB. 

Figura A14. Reactivación BASHlA de cepario LMB. 

Crecimiento en Placa 
Crecimiento en agar extracto de malta Reacción Guaiacol Positiva 
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Figura A15. Reactivación BASHl C de cepario LMB. 

Reacción Guaiacol Positiva 
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ANEXO 2. MICROFOTOGRAFÍAS DE BASIDIOMICETOS AISLADOS 

Las siguientes fotogra.fias se señ.alan las estructuras conocidas como fibulas propias de los 

basidiomicetos. En algunos casos no se pudieron detectar, sin embargo se muestras las hifas 

septadas y micelios estériles que son caracteres diagnósticos también propios de 

basidiomicetos. Todas las fotogra.fias tienen un aumento de 40X del lente objetivo. 

Figura A16. Cepa LMBTMl. 

o 

Ffbylas . ,' ~· ,. 

Figura A17. Cepa LMBTM2. 
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Figura Al8. Cepa LMBTM3. 

Fíbulas 

Figura Al9. Cepa LMBTM4. 

Fíbulas .,.- ... 
' \ 1 1 

' _, 

96 



Figura A20. Cepa LMBTM5. 

Fíbulas ,.-, 
' \ 1 1 
\ I .. ~ 

Figura A21. Cepa LMBU6. 

Fíbulas 
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Figura A22. Cepa LMBTM7. 

-

Figura A23. Cepa LMBTM8. 
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Figura A24. Cepa LMBTM9. 

' l ' .. _, 
Fíbulas 

Figura A25. Cepa LMBTMl O 

Fíbulas 
(~ 
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Figura A26. Cepa BAS l. 

,- .. 
\ 1 ... _, 
Fíbulas 

Figura A27. Cepa BAS6. 
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Figura A28. Cepa BAS7. 

Figura A29. Cepa BASHlA. 
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Figura A30. Cepa BASH 1 C 
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ANEXOS 3. TAMIZADO DE CEPAS PARA ACTIVIDAD DECOLORADORA 

Figura A31. Secuencia de decoloración de la cepa LMBTMI en medios sólidos 
conteniendo tintes azoicos 

Tinte: Azul Brillante 

Control 120 horas 168 horas 

Tinte: Levafix Rojo 
120 horas 168 horas 216 horas 

264 horas 312horas 

Tinte: Rernazol Negro 

Control 120 horas 168 horas 
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264 horas 312 horas -, 
Tinte: Remazol Rojo 

Control 360 horas 408 horas 456 horas -,~, 
504 horas 552 horas 

~ 1 
Tinte: Rojo Profundo 

Control 120 horas 168 horas 216 horas 
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Tinte: Synozol Turquesa 

Control 24 horas 72 horas 120 horas 

168 horas 216 horas 264 horas 312 horas 

Figura A32. Secuencia de decoloración de la cepa LMBTM2 en medios sólidos 
conteniendo tintes azoicos 

Tinte: Azul Brillante 

Control 72 horas 120 horas 168 horas 

168 horas 216 horas 
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Tinte: Remazol Negro 

264 horas 312 horas 360 horas 

408 horas 456 horas 

~ -:l 

Tinte: Rojo Profundo 

216 horas 264 horas 312 horas 

360 horas 408 horas r- · 
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Tinte: Synozol Turquesa 

Control 360 horas 408 horas 456 horas 

504 horas 552 horas 600 horas 648 horas 

Figura A33: Secuencia de decoloración de la cepa LMBTM3 en medios sólidos 
conteniendo tintes azoicos 

Tinte: Azul Brillante 

Control 120 horas 168 horas 216 horas 

107 



Figura A34. Secuencia de decoloración de la cepa LMBTM4 en medios sólidos 
conteniendo tintes azoicos 

Tinte: Azul Brillante 

Control 24 horas 72 horas 120 horas 

-

168 horas 216 horas 264 horas 312 horas 

360 horas 408 horas 456 horas 504 horas 

Tinte: Levafix Rojo 

24 horas 72 horas 

~ 
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168 horas 216 horas 264 horas 

360 horas 408 horas 

~ rr 
~~ 

Tinte: Remazol Negro 

72 horas 120 horas 

264 horas 312 horas 360 horas 
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408 horas 452 horas --, 
Tinte: Rojo Profundo 

Control 216 horas 264 horas 312 horas 

360 horas 408 horas 

Tinte: Synozol Turquesa 

Control 120 horas 168 horas 216 horas 

• ' --- -- ·- --·--- -

264 horas 312 horas 360 horas 
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Figura A35. Secuencia de decoloración de la cepa LMBTM5 en medios sólidos 
conteniendo tintes azoicos 

Tinte: Azul Brillante 

24 horas 72 horas 120 horas 

Tinte: Levafix Rojo 

Control 72 horas 120 horas 168 horas 

216 horas 264 horas 

l ll 



Tinte: Remazol Negro 

Control 120 horas 

168 horas 216 horas -, 

Tinte: Remazol Rojo 

Control 120 horas 168 horas 216 horas ·-i n 
u 

264horas 312 horas 360 horas 408 horas 
-

~ --, 
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Tinte: Rojo Profundo 

Control 72 horas 168 horas 

Tinte: Synozol Turquesa 

Control 24 horas 72 horas 120 horas 

168 horas 264 horas 

• 
· ~ 
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Figura A36. Secuencia de decoloración de la cepa LMBU6 en medios sólidos conteniendo 
tintes azoicos 

Tinte: Azul Brillante 

Control 216 horas 264 horas 

360 horas 408 horas 

Figura A37. Tamizado de cepa BASl 

Tinte: Azul Brillante 

Control 120 horas 168 horas 216 horas 
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264 horas 312 horas 408 horas 

456 horas 504 horas 

-

Tinte: Levafix Rojo 

Control 360 horas 

408 horas 456 horas 504 horas 552 horas 
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Tinte: Remazol Negro 

Control 312 horas 360 horas 408 horas 

456 horas 

Tinte: Rojo Profundo 

456 horas 504 horas 552 horas 

600 horas 648 horas 
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Tinte: Synozol Turquesa 

Control 168 horas 216 horas 264 horas 

312 horas 360 horas 408 horas 

ANEXO 4. ESTANDARIZACIÓN DE PROTOCOLO DE FORMACIÓN DE 
BIOPELÍCULAS DE BASIDIOMICETOS 

Tabla Al. Biomasa adherida al soporte de biopelícula (g/L) correspondiente a la cinética 

de crecimiento de LMBTMl y LMBTM5 en tela de poliéster y malla de metal 

Soporte 
Biomasa de biopelícula adherida al soporte (g/L) 

Cepa 8 16 24 36 48 60 72 
sólido 

horas horas horas horas horas horas horas 

Tela de 0.049 ± 0.109 ± 0.157 ± 0.267 ± 0.449 ± 0.629 ± 0.817 ± 
LMBTM 

Poliéster 0.012 0.015 0.014 0.025 0.056 0.046 0.055 
1 

Malla de 0.047 ± 0.107± 0.153 ± 0.259 ± 0.430 ± 0.590 ± 0.801 ± 

metal 0.009 0.014 0.011 0.008 0.045 0.013 0.025 

Tela de 0.051 ± 0.105 ± 0.311 ± 0.655 ± 0.987± 1.355 ± l.872 ± 
LMBTM 

Poliéster 0.004 0.019 0.083 0.054 0.090 0.118 0.097 
5 

Malla de 0.044± 0.106 ± 0.238 ± 0.526± 0.848 ± 1.218 ± 1.682 ± 

metal 0.006 0.007 0.015 0.142 0.052 0.116 0.105 
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Tabla A2. Peso seco del inóculo empleado en la cinética de crecimiento. 

Inóculo (g) 
Cepa Soporte 

8 horas 16 horas 24 horas 36 horas 48 horas 60 horas 72 horas 

Tela de 0.0293 0.0293 0.0293 0.0300 0.0293 0.0293 0.0308 

Poliéster ±0.0013 ±0.0013 ±0.0013 ±0.0019 ±0.0013 ±0.0013 ±0.0006 
LMBTMl 

Malla de 0.0303 0.0303 0.0303 0.0303 0.0303 0.0303 0.0303 

Metal ±0.0021 ±0.0021 ±0.0021 ±0.0021 ±0.0021 ±0.0021 ±0.0021 

Tela de 0.0238 0.0232 0.0229 0.0238 0.0238 0.0238 0.0238 

Poliéster ±0.0011 ±0.0006 ±0.0001 ±0.0011 ±0.0011 ±0.0011 ±0.0011 
LMBTM5 

Malla de 0.0229 0.0231 0.0227 0.0234 0.0237 0.0244 0.0244 

Metal ±0.0011 ±0.0004 ±0.0010 ±0.0016 ±0.0009 ±0.0008 ±0.0008 

ANEXO 5. ESTANDARIZACIÓN DE MEDIO LÍQUIDO PARA PRUEBAS DE 
DECOLORACIÓN 

Figura A38. Cinética de decoloración para estandarización del medio de cepa LMBTMl 

Medio 1- 96 horas de decoloración Medio 2- 96 horas de decoloración 
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Medio 3- 96 horas de decoloración 

Figura A39. Cinética de decoloración para estandarización de medio de cepa LMBTMS 

Medio 1 

24 horas de decoloración 48 horas de decoloración 

72 horas de decoloración 96 horas de decoloración 
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Medio 2 

24 horas de decoloración 48 horas de decoloración 

72 horas de decoloración 96 horas de decoloración 

Medio 3 

24 horas de decoloración 48 horas de decoloración 
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72 horas de decoloración 96 horas de decoloración 

Tabla AJ. Cinética de decoloración de biopelículas de LMBTMl y LMBTM5 en medio 1, 

2 y 3 conteniendo Azul Brillante y Synozol Turquesa 

Porcentaje de decoloración 
Cepa Medio 

24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 

Medio 1 15.13 ± 2.38 19.35 ± 2.26 27.26 ± 4.13 32.95 ± 2.21 

LMBTMl Medio 2 15.36 ± 1.93 22.17±4.66 28.73 ±2.88 33.82±2.29 

Medio 3 15.26 ± 1.97 22.08 ±4.70 28.81 ± 6.91 33.74±2.27 

Medio 1 64.95± 3.79 65.70± 2.12 69.60 ± 1.34 74.35 ± 7.19 

LMBTM5 Medio 2 58.02±3.04 68.73 ± 5.82 74.72± 8.05 79.81 ± 3.09 

Medio 3 39.73 ±6.96 63.33 ±3.74 73.03 ± 5.14 90.37 ±2.43 
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ANEXO 6. CINÉTICA DE DECOLORACIÓN DE TINTES AZOICOS 

Figura A40. Cinética de decoloración de cepa LMBTMI en medio líquido 

Tinte Azul Brillante 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Tinte Levafix Amarillo 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 
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Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 



Tinte Levafix Rojo 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Tinte: Remazol Rojo 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 
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Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 



Tinte Rojo Profundo 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Tinte Synozol Amarillo 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 
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Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 



Tinte Synozol Turquesa 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

igura A41. Cinética de decoloración de LMBTM5 en medio líquido conteniendo: 

Tinte Azul Brillante 
Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

24 horas de decoloración 48 horas de decoloración 
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72 horas de decoloración 96 horas de decoloración 

Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

24 horas de decoloración 48 horas de decoloración 

72 horas de decoloración 96 horas de decoloración 
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Tinte Levafix Amarillo 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Tinte Levafix Rojo 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 
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Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 



Tinte Remazol Rojo 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Tinte Rojo Profundo 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

24 horas de decoloración 48 horas de decoloración 
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96 horas de decoloración 

Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

24 horas de decoloración 48 horas de decoloración 

96 horas de decoloración 
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Tinte Synozol Amarillo 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

96 horas de decoloración 

Tinte Synozol Turquesa 

Biopelícula de 48 horas de crecimiento 

24 horas de decoloración 48 horas de decoloración 

130 



72 horas de decoloración 96 horas de decoloración 

Biopelícula de 72 horas de crecimiento 

O horas d€ decoloración 24 horas de decoloración 
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Figura A42. Decoloración espontánea de Remazol negro en medio de decoloración. 

O horas de decoloración 24 horas de decoloración 48 horas de decoloración 

72 horas de decoloración 96 horas de decoloración 
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ANEXO 7. CINÉTICA DE DECOLORACIÓN DE EFLUENTES 

Figura A43. Cinética de decoloración de LMBTMI con efluentes simulados. 

Efluente pH 6- 96 horas de decoloración Efluente pH 7.7 - 96 horas de decoloración 

Efluente 9.4 - 96 horas de decoloración 
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Figura A44. Cinética de decoloración de LMBTMl conefluentes simulados. 

Efluente pH 6- 96 horas de decoloración Efluente pH 7.7 - 96 horas de decoloración 

Efluente 9.4 - 96 horas de decoloración 
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Figura A45. Cinética de decoloración de LMBTM 1 del efluente real. 

24 horas de decoloración 48 horas de decoloración 

72 horas de decoloración 96 horas de decoloración 

Figura A46. Cinética de decoloración de LMBTM5 del efluente real. 

24 horas de decoloración 48 horas de decoloración 
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72 horas de decoloración 96 horas de decoloración 
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1 1 1 

ANEXO 8. ESPECTROS DE ABSORCION DE ESTANDARIZACION DE MEDIO DE DECOLORACION 

Figura A47. Espectros de absorción de los controles de los medios 1, 2 y 3 de decoloración. 
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Figura A48. Espectros de absorción de decoloración de LMBTMlde los medios 1,2 y 3 

Medio 1, dilución 1/10 

1.2 ...-----

~ 1.0 ... § 0.8 

~ 0.6 +------1\,.,._-/f.:III-- · 

o ] 0,4 _-t--___ _ 

<0.2 ----

- O horas 

- 24horas 

48 horas 

- 72horas 

Medio 2, dilución 1/10 

1,2.,-----

~ 1.0 ... 
§ 0,8 

~ 0,6 +-INl\\--fll'ild---

j 0,4 _..._ __ _ 

<0.2 ----

- O horas 

- 24horas 

- 48horas 

- 72 horas 
0.0 --~~----'-

200 400 600 800 

Lon~tud de onda (nrn) 

- %horas - 96haras 
200 400 600 800 

Medio 3, dilución 1/10 

1.2 ..------

~ 1.0 ,,. 
§ 0.8 

~ 0,6 f------Mr--/#!,,lc-
0 
] 0.4 --~-

< 0.2 ----

o.o ----......----.-~ 

200 400 600 800 

Lon~tud de onda (nrn) 

138 

Lon~tud de onda (nrn) 

- O horas 

- 24horas 

- 48horas 

- 72horas 

- 96horas 



Figura A49. Espectros de absorción de decoloración de LMBTMS de los medios 1,2 y 3 

Medio 1, dilución 1/10 

1.2-----
C'l 1.0 
'" § 0.8 

~ 0.6 +-+-+----~ 
o 
] 0.4 .¡........¡___¡.__--+---4---

< 0.2 - -+---+---+--

- Choras 

o.o - ---.-------.----r-

200 400 600 800 

Longitud de onda (nm) 

Medio 2, dilución 1/10 

1.2~---­

C'l 1.0 
'" ~ 0.8 

~ 0.6 4---1-.¡.__-4---1---

0 
] 0.4 +-+--+-----+---- - Choras 
< 0,2 +tit---+---1---+--

o.o -------..c-
200 400 600 800 

Longitud de onda (nm) 

139 

Medio 1, dilución 1/5 

1.4E 1.2 

'6 1.0 

~ 0.8 
o 0.6 _,_...,1.--__ _ 
r/l 

< 0.4 
o.2 ~---4----
o.o --__:..;:::_,..~-

200 400 600 800 

Lon~tud de onda (nm) 

- 24horas 

- 48horas 

- 72horas 

- 96horas 

.____ _______ -
Medio 2, dilución 1/5 

1.41 
1.2•----­

C'l '61.0 ..__,._ ___ _ 

ªº] ---­~ o 0.6 ~1----­
r/l 

< 0.4 
0.2 ......_--L---JV:>..11.-.-

0.0 _____ ---3_ 

200 400 600 800 

Lon~tud de onda (nm) 

- 24horas 

- 48horas 

- 72 horas 

- 96horas 



Medio 3, dilución 1/10 
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ANEXO 9. ESPECTROS DE ABSORCIÓN DE CINÉTICA DE DECOLORACIÓN DE TINTES AZOICOS 

Figura A50. Espectros de absorción de los controles de cinética de decoloración. 
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Remazol Rojo, dilución 1/10 Rojo Profundo, dilución 1/20 
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Figura A51. Cinética de decoloración de Azul Brillante. 
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Figura AS2. Cinética de decoloración de Levafix Amarillo. 
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Figura A53. Cinetica de decoloración de Levafix Rojo. 
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Figura A54. Cinética de decoloración de Remazol Rojo. 
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Figura A55. Cinética de decoloración de Rojo Profundo. 
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Figura A56, Cinética de decoloración de Synozol Amarillo. 
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Figura A57. Cinética de decoloración de Synozol Turquesa. 
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ANEXO 10. CINETICA DE DECOLORACION DE EFLUENTES 

Figura 58. Espectros de absorción de los controles de efluentes simulados y el efluente real. 
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Figura 59, Espectros de absorción de cinética de decoloración de LMTBMTI de efluentes simulados y el efluente real. 
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Figura 60. Espectros de absorción de cinetica de decoloración de LMTBMT; de efluentes simulados y el efluente real. 
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ANEXO 11. MUESTREO DE EFLUENTES TEXTILES 

Figura 61. Tubo de descargue de efluentes textiles en río Huaycoloro. 

Figura 62. Río teñido de color azul al entrar en contacto directo con los efluentes. 
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ANEXO 12. ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

ANEXO 12.1 BIOPELÍCULAS DE LMBTMl Y LMBTM5 EN DOS SOPORTE SÓLIDOS. 

12.1.1 Biomasa formada en dos soportes sólidos 

12.1.1.1 Comparación de biomasa formada en biopelícula (g/L) de LMBTMI 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 1: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos 

soportes. 

P-Valor =0.666 > u= 0.05 

A un nivel de confianza del 95% se concluye que: 

No existe una diferencia significativa entre la biomasa de biopelícula de 

LMBTMl de 48 horas de crecimiento formada en tela de poliéster respecto a 

la biomasa de biopelícula formada en malla de metal. 

12.1.1.2 Comparación de biomasa formada en biopelícula de LMBTMl en tela de poliéster 

y malla de metal a las 72 horas de crecimiento 

o T de Student para dos muestras independientes: 

H0: No existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes. 

H1: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos 

soportes 
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P-Valor=0.673 > a= 0.05 

A un nivel de confianza del 95% se concluye que: 

No existe una diferencia significativa entre la biomasa de biopelícula de 

LMBTMl de 72 horas de crecimiento formada en tela de poliéster respecto a 

la biomasa de biopelícula formada en malla de metal. 

12.1.1.3 Comparación de biomasa formada en biopelícula de LMBTMI en tela de poliéster 

y malla de metal a las 48 horas de crecimiento 

o T de Student para dos muestras independientes: 

H0: No existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes. 

H 1: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos 

soportes. 

P-Valor =0.082 > a= 0.05 

A un nivel de confianza del 95% se concluye que: 

No existe una diferencia significativa entre la biomasa de biopelícula de 

LMBTM5 de 48 horas de crecimiento formada en tela de poliéster respecto a 

la biomasa de biopelícula formada en malla de metal. 

12.1.1.4. Comparación de biomasa formada en biopelícula de LMBTMl en tela de 

poliéster y malla de metal a las 48 horas de crecimiento 

o T de Student para dos muestras independientes: 

H0: No existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes. 
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H1: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos 

soportes. 

P-Valor =0.083 > a= 0.05 

A un nivel de confianza del 95% se concluye que: 

No existe una diferencia significativa entre la biomasa de biopelícula de 

LMBTM5 de 72 horas de crecimiento fonnada en tela de poliéster respecto a 

la biomasa de biopelícula fonnada en malla de metal. 

12.1.2. Adherencia de biopelículas de LMBTMl y LMBTM5 

12.1.2.1. Comparación de adherencia de biopelículas de LMBTMI de 48 horas de 

:recimiento en tela de poliéster respecto a la adherencia en malla de metal. 

o T de Student para dos muestras independientes: 

H0: No existe una diferencia entre los porcentajes de adherencia de biomasa en los 

dos soportes. 

H 1: Existe una diferencia entre los porcentajes de adherencia de biomasa en los dos 

soportes. 

P-Valor =0.180 > a= 0.05 

A un nivel de confianza del 95% se concluye que: 

No existe una diferencia significativa entre adherencia de biomasa de 

biopelícula de LMBTM 1 de 48 horas de crecimiento en tela de poliéster 

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

12.1.2.2. Comparación de adherencia de biopelículas de LMBTM I 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: 

H0: No existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes. 

H1: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos 

soportes 

P-Valor =0 º91 > a= 0.05 

A un nivel de confianza del 95% se concluye que: 

No existe una diferencia significativa entre adherencia de biomasa de 

biopelícula de LMBTM I de 72 horas de crecimiento en tela de poliéster 

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

12. 1.2.3 Comparación de adherencia de biopelículas 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: 

H0: No existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes. 

H 1: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos 

soportes. 

P-Valor =0.309 > a= 0.05 

A un nivel de confianza del 95% se concluye que: 

No existe una diferencia significativa entre adherencia de biomasa de 

biopelícula de LMBTM5 de 48 horas de crecimiento en tela de poliéster 

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

12.1.2.4. Comparación de adherencia de biopelículas de LMBTM5 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: 

H0: NO existe una diferencia entre las medias de biomasa en los dos soportes. 
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H1: Existe una diferencia significativa entre las medias de biomasa en los dos 

soportes. 

P-Valor =0.~58 > a= 0.05 

A un nivel de confianza del 95% se concluye que: 

No existe una diferencia significativa entre adherencia de biomasa de 

biopelícula de LMBTM5 de 72 horas de crecimiento en tela de poliéster 

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

ANEXO 12.2 ESTANDARIZACIÓN DE MEDIO DE DECOLORACIÓN 

12.2.1 Decoloración de medios de decoloración a 24 horas con biopelícula de LMBTMJ 

o ANOVA 

H0: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1, 

2 y 3 a 24 horas de decoloración. 

H1: Existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1, 2 y 

3 a 24 horas de decoloración. 

Tabla ANOV A para Porcentajes de decoloración por Medio de decoloración 

Fuente Suma de Cuadrado Razón-F P-Valor 
Cuadrados Medio 

Entre grupos 0.1064 0.0532 0.02 0.9821 
Intra grupos 26.5256 2.94729 
Total (Corr.) 26.632 

Puesto que el P-Valor de la razón-F es mayor a 0.05, no existe una diferencia 

estadísticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloración entre un 

nivel de medio de decoloración y otro, con un nivel del 95.0% de confianza. 
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12.2.2 Decoloración de medios de decoloración a 48 horas con biopelícula de LMBTM 1 

o ANOVA 

H0: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1. 

2 y 3 a 48 horas de decoloración. 

H1: Existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1, 2 y 

3 a 48 horas de decoloración. 

Tabla ANOV A para Porcentajes de decoloración por Medio de decoloración 

Fuente Suma de Cuadrado Razón-F P-Valor 
Cuadrados Medio 

Entre grupos 20.5161 10.258 0.94 0.4252 
lntra grupos 98.0225 10.8914 
Total (Corr.) 118.539 

Puesto que el P-Yalor de la razón-F es mayor a 0.05, no existe una diferencia 

estadísticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloración entre un 

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

12.2.3. Decoloración de medios de decoloración a 72 horas con biopelícula de LMBTM 1 

o ANOVA 

H0: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1, 

2 y 3 a 72 horas de decoloración. 

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

3 a 72 horas de decoloración. 
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Tabla ANOV A para Porcentajes de decoloración por Medio de decoloración 

Fuente Suma de Cuadrado Razón-F P-Valor 
Cuadrados Medio 

Entre grupos 6.09307 3.04653 0.19 0.8320 
lntra grupos 146.01 16.2233 
Total (Corr.) 152.103 

Puesto que el P-Valor de la razón-F es mayor a 0.05, no existe una diferencia 

estadísticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloración entre un 

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

12.2.4 Decoloración de medios de decoloración a 96 horas con biopelícula de LMBTM 1 

o ANOVA 

H0 : NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1, 

2 y 3 a 96 horas de decoloración. 

I 11 : Existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1, 2 y 

3 a 96 horas de decoloración. 

Tabla ANOV A para Porcentajes de decoloración por Medio de decoloración 

Fuente Suma de Cuadrado Razón-F P-Valor 
Cuadrados Medio 

Entre grupos 1.84987 0.924933 0.27 0.7670 
lntra grupos 30.472 3.38578 
Total (Corr.) 32.3219 

Puesto que el P-Valor de la razón-F es mayor a 0.05, no existe una diferencia 

estadísticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloración entre un 

nivel de medio de decoloración y otro, con un nivel del 95.0% de confianza. 
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12.2.5. Decoloración de medios de decoloración a 24 horas con biopelícula de LMBTM5 

o ANOVA 

H0: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1. 

2 y 3 a 24 horas de decoloración. 

H1: Existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1, 2 y 

3 a 24 horas de decoloración. 

Tabla ANOVA para Porcentajes de decoloración por Medio de decoloración 

Fuente Suma de Cuadrado Razón-F P-Valor 
Cuadrados Medio 

Entre grupos 1358.13 679.065 42.43 0.0000 
lntra grupos 144.045 16.005 
Total (Corr.) 1502.18 

Puesto que el P-Valor de la prucba-F es menor que 0.05, existe una diferencia 

estadísticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloración entre un 

nivel de medio 1, 2 y 3. con un nivel del 95.0% de confianza. Para determinar cuáles 

medias son significativamente se efectuó Pruebas de Múltiples Rangos de Duncan. 

o Test de Duncan 

Método: 95.0- Duncan 
medio l. 2 y 3 Media Gnipos 

Homogéneos 
Medio 3 39.73 X 
Medio 2 58.02 X 
Medio 1 64.95 X 

Contras/e Sig. 

Medio 1 - Medio 2 * 
Medio 1 - 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 decoloración de un medio y otro. 

12.2.6. Decoloración de medios de decoloración a 48 horas con biopelícula de LMBTMS 

o ANOYA 

H0: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1. 

2 y 3 a 48 horas de decoloración. 

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

3 a 48 horas de decoloración. 

Tabla ANOY A para Porcentajes de decoloración por Medio de decoloración 

Fuente Suma de Cuadrado Razón-F P-Valor 
Cuadrados Medio 

Entre grupos 58.4981 29.249 2.51 0.1359 
lntra grupos 104.823 11.647 
Total (Corr.) 163.321 

Puesto que el P-Valor de la razón-F es mayor a O.OS, no existe una diferencia 

estadísticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloración entre un 

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

12.2. 7 Decoloración de medios de decoloración a 72 horas con biopelícula de LMBTM5 

o ANOYA 

H11 : NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1. 

2 y 3 a 48 horas de decoloración. 

H1: Existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1, 2 y 

3 a 48 horas de decoloración. 

Tabla ANOY A para Porcentajes de decoloración por Medio de decoloración 
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Fuente Suma de Cuadrado Razón-F P-Valor 
Cuadrados Medio 

Entre grupos 54.8421 27.421 1.33 0.3126 
lntra grupos 186.012 20.668 
Total (Corr.) 240.854 

Puesto que el P-Valor de la razón-F es mayor a 0.05, no existe una diferencia 

estadísticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloración entre un 

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

12.2.8 Decoloración de medios de decoloración a 96 horas con biopelícula de LMBTM5 

o ANOVA 

H0: NO existe una diferencia entre los porcentajes de decoloración de los medios 1, 

2 y 3 a 96 horas de decoloración. 

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

3 a 96 horas de decoloración. 

Tabla ANOY A para Porcentajes de decoloración por Medio de decoloración 

Fuente Suma de Cuadrado Razón-F P-Valor 
Cuadrados Medio 

Entre grupos 530.757 265.379 17.79 0.0007 
lntra 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 

estadísticamente significativa entre la media de los porcentajes de decoloración entre un 

nivel de medio 1, 2 y 3, con un nivel del 95.0% de confianza. Para determinar cuáles 

medias son significativamente se efectuó Pruebas de Múltiples Rangos de Duncan. 
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o Test de Duncan 

Método: 95.0- Duncan 
medio 1, 2y 3 Media Gmpos 

Homogéneos 
Medio 3 39.73 X 
Medio 2 58.02 X 
Medio l 64.95 X 

Contraste Sig. 

Medio l - 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 decoloración de un medio y otro. 

ANEXO 12.3 CINÉTICA DE DECOLORACIÓN DE TINTES AZOICOS 

12.3.1 Decoloración de Azul Brillante 

o ANOVA 

H0: NO existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloración. 

H 1: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloración. 

Porcentaje de decoloración de Azul Brillante de las 

biopelículas de LMBTM l de 48h, LMBTM I de 72 h, P-valor de la razón-F 

LMBTM5 de 48 h y LMBTM5 de 72h: 

A 24 horas de decoloración 0.0000* 

A 48 horas de decoloración 0.0000* 

A 72 horas de decoloración 0.0000* 

A 96 horas de decoloración 0.0000* 
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(*) Se concluye a un nivel de confianza del 95% que hay diferencias significativas entre los 

porcentajes de decoloración de Azul Brillante entre las biopelículas de LMBTM I de 48h, 

LMBTM 1 de 72 h, LMBTM5 de 48 h y LMBTM5 de 72h. 

Para detenninar cuáles medias son significativamente se efectuó Pruebas de Múltiples 

Rangos de Duncan. 

o Test de Duncan 

M 't d 95 O t D e o o: porcen aJe uncan 
Horas de decoloración 

Tratamiento 24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 
Grupos Grupos Grupos Grupos 

homogéneos homogéneos homogéneos homogéneos 

LMBTM1-48h X X X X 

LMBTM1-72h X X X X 

LMBTM5-48h X X X X 

LMBTM5-72h X X X X 

Horas de decoloración 
Contraste 24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 

LMBTM1-48h-LMBTM1-72h * * • • 
LMBTM l-48h - LMBTM5-48h • • • • 
LMBTM l-48h - LMBTM5-72h • • • • 
LMBTM 1-72h - LMBTM5-48h • • • • 
LMBTM 1-72h - LMBTM5-72h • • • • 
LMBTM5-48h - LMBTM5-72h • • 

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

porcentajes de decoloración de un tratamiento y otro. 

12.3.2 Decoloración de Levafix Amarillo 

o ANOVA 

H0: NO existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloración. 

H1: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloración. 
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Porcentaje de decoloración de Remazol Rojo de las 

biopelículas de LMBTM I de 48h, LMBTM 1 de 72 h, P-valor de la razón-F 

LMBTM5 de 48 h y LMBTM5 de 72h: 

A 24 horas de decoloración 0.064~ 

A 48 horas de decoloración 0.1042 

A 72 horas de decoloración 0.0176* 

A 96 horas de decoloración 0.0012* 

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

entre los porcentajes de decoloración de Levafix Amarillo entre las biopelículas de 

LMBTM I de 48h, LMBTM I de 72 h, LMBTM5 de 48 h y LMBTM5 de 72h. 

Para determinar cuáles medias son significativamente se efectuó Pruebas de 

Múltiples Rangos de Duncan. 

o Test de Duncan 

Método: 95.0 porcentaje Duncan 
Horas de decoloración 

Tratamiento 72 horas 96 horas 
Grupos Grupos 

homogéneos homogéneos 

LMBTM1-48h X X 

LMBTM1-72h X X 

LMBTM5-48h X X 

LMBTM5-72h X X 

Horas de decoloración 
Contraste 72 horas 96 horas 

LMBTMl-48h - LMBTMl-72h 

LMBTM J-48h - LMBTM5-48h 

LMBTM 1-48h - LMBTM5-72h * * 
LMBTM l-72h - LMBTM5-48h 

LMBTM 1-72h - LMBTM5-72h * * 

LMBTM5-48h - LMBTM5-72h * * 
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(*) Indica que a un nivel de 95.0% de confianza existe una diferencia significativa entre los 

porcentajes de decoloración de un tratamiento y otro. 

12.3.3 Decoloración de Remazol Rojo 

o ANOVA 

H0: NO existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloración. 

H1: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloración. 

Porcentaje de decoloración de Rojo Profundo de las 

biopelículas de LMRTMl de 48h, LMBTMl de 72 h, P-valor de la razón-F 

LMBTM5 de 48 h y LMBTM5 de 72h: 

A 24 horas de decoloración 0.0000* 

A 48 horas de decoloración 0.0000* 

A 72 horas de decoloración 0.0000* 

A 96 horas de decoloración 0.0000* 

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

entre los porcentajes de decoloración de Azul Brillante entre las biopelículas de 

LMBTMl de 48h, LMBTMl de 72 h, LMBTM5 de 48 h y LMBTM5 de 72h. 

Para determinar cuáles medias son significativamente se efectuó Pruebas de 

Múltiples Rangos de Duncan. 

o Test de Duncan 

Método: 95.0 porcentaje Duncan 

Horas de decoloración 

Tratamiento 24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 
Grupos Grupos Grupos Grupos 

homogéneos homogéneos homogéneos homogéneos 

LMBTM1-48h X X X X 

LMBTM1-72h XX X X X 

LMBTM5-48h X X X X 

LMBTM5-72h X X X X 
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Horas de decoloración 
Contraste 24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 

LMBTMl-48h- LMBTMl-72h * * 
LMBTM l-48h - LMBTM5-48h * * 

LMBTMl-48h - LMBTM5-72h * * * * 
LMBTMl-72h - LMBTM5-48h 

LMBTM l-72h - LMBTM5-72h * * * 
,. 

LMBTM5-48h- LMBTM5-72h * * * * 

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

porcentajes de decoloración de un tratamiento y otro. 

12.3.4 Decoloración de Rojo Profundo 

o ANOVA 

H0: NO existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloración. 

H 1: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloración. 

Porcentaje de decoloración de Rojo Profundo de las 

biopelículas de LMBTM 1 de 48h, LMBTM I de 72 h, P-valor de la razón-F 

LMBTM5 de 48 h y LMBTM5 de 72h: 

A 24 horas de decoloración 0.0000* 

A 48 horas de decoloración 0.0000* 

A 72 horas de decoloración 0.0000* 

A 96 horas de decoloración 0.0000* 

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

porcentajes de decoloración de Azul Brillante entre las biopelículas de LMBTM I de 48h, 

LMBTM I de 72 h, LMBTM5 de 48 h y LMBTM5 de 72h. 

Para detenninar cuáles medias son significativamente se efectuó Pruebas de Múltiples 

Rangos de Duncan. 
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o Test de Duncan 

Método: 95.0 porcentaje Duncan 
Horas de decoloración 

Tratamiento 24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 
Grupos Grupos Grupos Grupos 

homogéneos homogéneos homogéneos homogéneos 

LMBTM1-48h X X X X 

LMBTMI-72h XX X X X 

LMBTM5-48h X X X X 

LMBTM5-72h X X X X 

Horas de decoloración 
Contraste 24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 

LMBTM l-48h - LMBTM 1-72h • • 
LMBTMI-48h- LMBTM5-48h • • • • 
LMBTM 1-48h - LMBTM5-72h • • • • 
LMBTM 1-72h - LMBTM5-48h • • 
LMBTMI-72h - LMBTM5-72h • • • • 
LMBTM5-48h - LMBTM5-72h • • • • 

'.*) Indica que a un nivel de 95.0% de confianz.a existe una diferencia significativa entre los 

:,orcentajes de decoloración de un tratamiento y otro. 

12.3.5 Decoloración de Synozol Amarillo 

o ANOVA 

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

H1: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloración. 

Porcentaje de decoloración de Rojo Profundo de las 

biopelículas de LMBTM I de 48h, LMBTM I de 72 h, P-valor de la razón-F 

LMBTM5 de 48 h y LMBTM5 de 72h: 

A 24 horas de decoloración 0.0000• 

A 48 horas de decoloración 0.0000• 

A 72 horas de decoloración 0.0000• 

A 96 horas de decoloración 0.0000• 
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(*)Se concluye a un nivel de confianza del 95% que hay diferencias significativas entre los 

porcentajes de decoloración de Azul Brillante entre las biopclículas de LMBTM 1 de 48h. 

LM BTM I de 72 h, LMBTM5 de 48 h y LMBTM5 de 72h. 

Para detennim1r cuáles medias son significativamente se efectuó Prueba~ de Múltiples Rangos de 

Duncan. 

o Test de Duncan 

Método: 95.0 porcentaje Duncan . 

Horas de decoloración 

Tratamiento Media 24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 
Grupos Grupos Grupos Grupos 

homog~ncos homogéneos homogéneos homogéneos 

LMBTMl-48h 2.675 X X X X 

LMDTMl-72h 23.65 X X X X 

LMBTM5-48h 92.445 X X X X 

LMBTM5-72h 95.99 X X X X 

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

porcentajes de decoloración de un tratamiento y otro. 

-- - -
Horas de decoloración 

Contraste 24 horas 48 horns 72 horas 96 horas 

LMBTM l-48h - LMBTMl-72h e 

LMBTM1-48h - LMBTM5-48h * * 
LMBTM l-48h - LMBTM5-72h • • * * 

LMBTM1-72h - LMl:HM5-48h • • 
LMBTM1-72h - LMBTM5-72h * * * * 
LMBTM5-48h - LMBTM5-72h * * • * 
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12.3.6 Decoloración de Synozol Turquesa 

o ANOVA 

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

H 1: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloración. 

Porcentaje de decoloración de Rojo Profundo de las 

biopelículas de LMBTMI de 48h, LMBTMl de 72 h, P-valor de la razón-F 

LMBTM5 de 48 h y LMBTM5 de 72h: 

A 24 horas de decoloración 0.0000* 

A 48 horas de decoloración 0.0000* 

A 72 horas de decoloración 0.0000* 

A 96 horas de decoloración 0.0000* 

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

porcentajes de decoloración de Azul Brillante entre las biopelículas de LMBTM I de 48h, 

LMBTM I de 72 h, LMBTM5 de 48 h y LMBTM5 de 72h. 

Para determinar cuáles medias son significativamente se efectuó Pruebas de Múltiples 

Rangos de Duncan. 

o Test de Duncan 

Método: 95.0 porcentaje Duncan 

Horas de decoloración 

Tratamiento Media 24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 
Grupos Grupos Grupos Grupos 

homogéneos homogéneos homogéneos homogéneos 

LMBTM1-48h 2.675 X X X X 

LMBTM1-72h 23.65 X X X X 

LMBTM5-48h 92.445 X X X X 

LMBTM5-72h 95.99 X X X X 
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Horas de decoloración 
Contraste 24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 

LMBTM1-48h- LMBTM1-72h * * * * 

LMBTM1-48h- LMBTM5-48h * * * * 

LMBTM1-48h- LMBTM5-72h * * * * 

LMBTM1-72h- LMBTM5-48h * * * * 

LMBTM 1-72h - LMBTM5-72h * * * * 

LMBTM5-48h - LMBTM5-72h * * * * 

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

porcentajes de decoloración de un tratamiento y otro. 

12.3.7 Análisis global para efectos principales 

Este análisis se efectuó con el propósito de detenninar si a nivel global existen diferencias 

significativas en los porcentajes de decoloración: 

- Al emplear la cepa LMBTMl respecto a la cepa LMBTM5 

- Al emplear una biopelícula de 48 horas respecto a una de 72 horas de 

crecimiento 

- Al emplear tinte azoico respecto a otro tinte azoico. 

o ANOV A Multifactorial 

EFECTOS PRINCIPALES P-Valor de la razón F 
24 horas de 48 horas de 72 de horas 96horas de 

decoloración decoloración decoloración decoloración 

A:Cepa 0.0000* 0.0000* 0.0000* 0.0000* 
B:Edad de Biopelícula en horas 0.0054* 0.0008* 0.00010* 0.0001* 

C:Tinte azoico 0.0000* 0.0000* 0.0000* 0.0000* 

(*) Los valores-P son menores que 0.05 indican que estos factores tienen un efecto 

estadísticamente significativo sobre el porcentaje de decoloración con un 95.0% de nivel de 

confianza. Se efectuaron pruebas Duncan para cada uno de los factores en las distintas 

horas de decoloración para aquellos factores en los que hubo diferencias significativas. 
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o Test de Duncan para el factor "Cepa" 

lloras de decoloración 
Cepa 24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 

Grupos Grupos Grupos Grupos 
Homogéneos Homogéneos Homogéneos Homogéneos 

LMBTMI X X X X 

LMBTM5 X X X X 

Contraste Horas de decoloración 
24 horas I 48 horas I 72 horas I 96 horas 

LMBTM 1-LMBTM5 * 1 * 1 * 1 * 

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

porcentajes de decoloración de una cepa respecto a otra. 

o Test de Duncan para el factor "Edad de Biopelícula" 

Horas de decoloración 
Edad de Biopelícula 24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 

Grupos Grnpos Grupos Grupos 
Homogéneos l lomogéneos Homogénem Homogéneos 

Biopelícula de 48 
X X X X 

horas 
Biopelícula de 72 

X X X X 
horas 

ConrrmH! Horas de decoloración 
24 horas l 48 horas l 72 horas l 96 horas 

48 horas - 72 horas * 1 * 1 * 1 * 

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

porcentajes de decoloración respecto a los días de crecimiento de biopclícula de 48 horas 

respecto a la de 72 horas de crecimiento. 
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o Test de Duncan para el factor "Tinte azoico" 

Método: 95.0 porcentaje Duncan 

Horas de decoloración 

24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 
Tinte azoico Grupo.~ Grupos Grupos 

Grupos 
Homogéneos 

Homogéneos Homogéneos Homogéneo 

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 decoloración 
Contraste 24 48 72 96 

horas horas horas horas 
Azul Brillante - Levafix Amarillo * * * * 

Azul Brillante - Remazol Rojo * * * * 
Azul Brillante - Rojo Profundo * * * * 

Azul Brillante - Synozol Amarillo * * * * 
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 decoloración de un tinte azoico respecto a otro. 
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ANEXO 12.4 CINÉTICA DE DECOLORACIÓN DE EFLUENTES SIMULADOS Y 

REALES 

13.4.1 Efluente Simulado 

12.4.1.1 Cepa LMBTMt 

o ANOVA 

H0: NO existen diferencias significativas entre los porcentajes de decoloración 

medios de los efluentes simulados. 

H 1: Existen diferencias significativas entre los porcentajes de decoloración medios 

de los efluentes simulados. 

Porcentaje de decoloración de efluentes P-Valor de la 
simulados de tres distintos pHs razón F 

A las 24 horas 0.0000 
A las 48 horas 0.0000 
A las 72 horas 0.0000 
A las 96 horas 0.0000 

El P-Valor de la razón Fes menor a 0.05 por lo que se concluye que a un nivel de confianza 

del 95% hay diferencias entre los porcentajes de decoloración de efluentes simulados de 

distinto pH por biopelículas de LMBTM I en ninguna de las horas de decoloración. 

o Test de Duncan 

M' d 95 O . D cto o: . porcentaJe uncan 
Horas de decoloración 

24 horas 48 horas 72 horas 96 horas 
pH del Grupos Grupos Grupos Gnipos 

efluente Homogéneos Homogéneos Homogéneos Homogéneos 

simulado 

9.4 X X X X 

7.7 X X X X 

6 X X X X 
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Contraste Horas de decoloración 
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 decoloración de 

un efluente simulado de un pH respecto a otro. 

12.4.1.2 Cepa LMBTM5 

o ANOVA 

H0: NO existen diferencias significativas entre los porcentajes de decoloración 

medios de los efluentes simulados. 

H 1: Existen diferencias significativas entre los porcentajes de decoloración medios 

de los efluentes simulados. 

Porcentaje de decoloración de efluentes P-Valor de la 
simulados de distintos pHs razón F 

A las 24 horas 0.5509 
A las 48 horas 0.0349 
A las 72 horas 0.0001 * 
A las 96 horas 0.0000* 

(*) El P-Yalor de la razón Fes menor a 0.05 por lo que se concluye que a un nivel de 

confianza del 95% hay diferencias entre los porcentajes de decoloración de efluentes 

simulados de distinto pH por biopelículas de LMBTM 1 en ninguna de las horas de 

decoloración. Se efectuaron pruebas de comparación múltiples de Duncan para los 

porcentajes de decoloración. 
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o Test de Duncan 

o Método: 95.0 porcentaje Duncan 

Horas de decoloración 
48 horas 72 horas 96 horas 

pH del efluente Grupos Grupos Grupos 

simulado Homogéneos Homogéneos Homogéneos 

9.4 X X X 

7.7 XX X X 

6 X X X 

Contraste Horas de decoloración 
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 decoloración de 

un efluente simulado de un pH respecto a otro. 

12.4.1.3 T de Student para comparación por cepas 

Efluente P-valor de la prueba de t de Student 

24 horas de 48 horas de 72 de horas 96horasde 

decoloración decoloración decoloración decoloración 

Efluente CepaLMBTMI 
0.0000* 0.0017* 0.0000* 0.0000* 

pH6 vs LMBTM5 

Efluente CepaLMBTMI 
0.0000* 0.0001* 0.0002* 0.0001* 

pH7.7 VS LMBTM5 

Efluente CepaLMBTMI 
0.0000* 0.0000* 0.0000* 0.0000* 

pH9.4 VS LMBTM5 

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

de decoloración de la biopelícula de LMBTMI respecto a la biopelícula de LMBTM5 a un 

el fuente de pH determinado. 
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12.4.2 Efluente Real 

Prueba de T de Student 

H0: NO existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloración. 

H 1: Existen diferencias significativas entre los tres medios de decoloración. 

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

porcentajes de decoloración 24 horas de 48 huras de 72 de horas 96huras de 

de Efluente Real entre: decoloración decoloración decoloración decoloración 

Biopelícula LMBTM 1 de vs 
0.0000* 0.0000* 0.0000* 0.0000* 

Biopelícula LMBTM5 

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

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

ANEXO 12.5 ANÁLISIS DE BIOMASAS DE BIOPELÍCULAS PARA CINÉTICAS 

DE CRECIMIENTO Y DECOLORACIÓN 

12.5.1. Comparación de biomasa de biopelículas de 48 horas versus biopelículas de 72 

horas 

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

iniciales y finales son estados relacionados de la misma cepa. 

Comparación de biopelículas en tela 
P-valor de t de Student 

de poliéster 

Biopelículas de LMBTM 1 48 h -
0.0071 * 

biopelículas LMBTM 1 72 h 

Biopelículas de LMBTM5 48 h -
0.00 16* 

biopelículas LMBTM5 72 h 

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

biomasa de una biopelícula de 48 horas respecto a una biopelícula de 72 horas. 
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12.5.2. Comparación de biomasa inicial versus biomasa final en cinética de 

decoloración de tintes azoicos. 

Se empicó 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 LMBTMI de LMBTMI de 72 LMBTM5 de LMBTM5 de 

48 horas horas 48 horas 72 horas 

Azul Brillante 0.0040* 0.0004* 0.0003* 0.0008* 

Levafix Amarillo 0.0001 * 0.0204* 0.0000* 0.0003* 

Levafix Rojo 0.0001 * 0.0017* 0.0007* 0.0011* 

Remazol Rojo 0.0000* 0.0017* 0.0005* 0.0010* 

Rojo Profundo 0.0012* 0.0390* 0.0008* 0.0000* 

Synozol Amarillo 0.00 10* 0.0000* 0.0000* 0.0000* 

Synozol Turquesa 0.0021 * 0.0008* 0.0000* 0.0004* 

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

final del proceso de decoloración de tintes azoicos por biopelículas. 

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

decoloración de efluentes. 

Se empleó 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 de72 LMBTM5 de 

horas 72 horas 

Simulado pH 6 0.0001" 0.0Oln• 

Simulado pH 7.7 0.0000* 0.0004* 

Simulado pH 9.4 0.0013* 0.0006* 

Real 0.1336 0.1371 

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

final del proceso de decoloración de efluentes por biopelículas. 
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