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RESUMEN 

Los ftalatos son ésteres derivados del ácido ftálico y se utilizan como plastificantes en la 

elaboración de plásticos. El di(2-etilhexil) ftalato (DEHF) es ampliamente utilizado a nivel 

mundial, sin embargo, dado que este compuesto no se une a la matriz polimérica del plástico, con 

el paso del tiempo migra al ambiente, provocando daños a la salud de diferentes organismos y 

generando problemas de bioacumulación (Wensing et al. 2005. Lowell Center for Sustainable 

Production, 2011). Se ha reportado que algunos hongos comestibles poseen la capacidad de 

degradar una amplia variedad de compuestos aromáticos, entre los cuales se encuentran los 

ftalatos (Sánchez, 2006; 2009), por tal motivo el objetivo de este trabajo fue evaluar en 

fermentación sumergida la degradación de diferentes concentraciones de DEHF por tres cepas de 

hongos comestibles (Lentinula edodes, Pleurotus ostreatus ATCC32783 y Pleurotus 

pulmonarius) y el efecto de dicho proceso sobre la velocidad específica de crecimiento (µ), 

producción de biomasa máxima (Xmax), cuantificación de glucosa presente en el medio, perfil de 

pH del medio, perfil enzimático de lacasas y esterasas y los rendimientos enzimáticos (Emax, YE/X, 

qp y P) que conlleva su determinación. 

Las cepas fúngicas se desarrollaron en agar extracto de malta (EMA), formando colonias en la 

periferia que se emplearon como inóculos. Éstas crecieron en matraces de 125 mL que contenían 

55 mL de medio mineral suplementado con extracto de levadura y glucosa. A este medio se le 

adicionaron las concentraciones de1500 y 2000 mg de DEHF/L. En los cultivos con DEHF se 

adicionó Tween80 al 0.04 %. En todos los casos, el medio de cultivo sin adición de ftalato (SAF) 

fue utilizado como testigo (modificado de Córdoba-Sosa et al. 2014). Las fermentaciones de L. 

edodes se incubaron a 25 oC por 37 días y las de P. ostreatus ATCC32783 y P. pulmonarius se 

incubaron a 28 °C por 24 y 23 días respectivamente. Ya inoculadas, las fermentaciones se 

mantuvieron en agitación a 120 rpm. Se hicieron tres réplicas de los matraces por día. Para L. 

edodes la toma de muestras se realizó cada 48 horas a partir del día de incubación y hasta el día 

20, a partir de este día y hasta el día 37 los muestreos se hicieron cada 24 horas. En las especies 

del género Pleurotus, los hongos se desarrollaron durante las primeras 72 h de cultivo y 

posteriormente se tomó la primera muestra, los muestreos subsecuentes se realizaron cada 24 h. Se 

obtuvo el sobrenadante de cada matraz por filtrado y retención de la biomasa. Se guardaron las 

cantidades necesarias en tubos Eppendorf para posteriores análisis. La producción de biomasa se 

determinó a través del método de peso seco para obtener los valores de µ y Xmax mediante el uso de 

la ecuación logística. Los cambios de pH en el medio se determinaron con un potenciómetro. La 
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cuantificación de la glucosa en el medio se obtuvo por el método de DNS. Para la actividad de 

lacasas y esterasas se usó 2,6-dimetoxifenol y p-nitrofenil butirato como sustratos 

respectivamente. Los rendimientos enzimáticos YE/X, qp y P se determinaron mediante la áctividad 

máxima (Emax) de la enzima.  

Los resultados mostraron que L. edodes es el hongo con menor µ (0.0074 h-1 en 0 y 1500 mg de 

DEHF/L y 0.0070 h-1 en 2000 mg de DEHF/L) , en cada uno de los tratamientos en comparación 

con las otras dos cepas, tardando así, más tiempo en alcanzar su fase estacionaria (33-34 d). P. 

ostreatus ATCC32783 presentó la mayor Xmax (7.1054 g/L en medio SAF, 8.3781 g/L en 1500 

mg de DEHF/L y 9.2901 g/L en 2000 mg de DEHF/L) en los tres medios. En las tres cepas los 

valores más altos de Xmax se presentaron en el tratamiento con mayor concentración de DEHF.  

En L. edodes  el DEHF se degradó hasta mono(2-etilhexil) ftalatoMEHF pasando por la formación 

de dodecil octil ftalato, diheptil ftalato, ditridecil ftalato y monobutil ftalato (MBF). En P. 

ostreatus ATCC32783 el DEHF se degradó en ciclohexil 2-pentil ftalato, diisooctil ftalato, di(2-

metilbutil) ftalato y MEHF. En P. pulmonarius el DEHF se degradó hasta MEHF a través de la 

formación de 2-etilhexil hexil ftalato, 2-pentil ftalato, di(2-metilbutil) ftalato y MEHF. 

Las tres cepas fueron capaces de hidrolizar selectivamente un enlace del DEHF para formar 

MEHF y de convertir las largas cadenas de DEHF en cadenas más cortas o eliminar su 

ramificación quitando grupos etilo. Durante el proceso de degradación se formaron metabolitos 

(alcoholes, ácidos orgánicos y compuestos aminados) que afectaron los niveles de pH en cada una 

de las cepas. 

Se concluyó que las cepas de hongos comestibles L. edodes, P. ostreatus ATCC32783 y P. 

pulmonarius son capaces de utilizar parcialmente el DEHF como fuente de carbono y energía a 

través de algunos metabolitos formados durante este proceso, provocando un incremento 

significativo en la producción de biomasa. Sin embargo, ninguna de las tres cepas pudo degradar 

este compuesto hasta AF. Este es el primer reporte en el que se utiliza L. edodes y P. pulmonarius 

para crecer en presencia de DEHF y degradarlo. No hay represión catabólica en ninguna cepa, 

que ya las tres utilizan la glucosa como principal fuente de carbono y energía en los tres 

tratamientos. En las tres cepas, se observa que las lacasas y esterasas extracelulares con actividad 

catalítica observada en los tres medios son constitutivas e inducibles.  
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Figura 1. Estructura química 

general representando ésteres 

de ácido ftálico (Benjamin et 

al. 2015). 

1. INTRODUCCIÓN 

 

1.1. Di(2-etilhexil) ftalato (DEHF) 

Los ftalatos son ésteres de ácido ftálico (AF) o ácido 1,2-bencendicarboxílico (Figura 1) obtenidos 

sintéticamente por esterificación del anhídrido ftálico con diferentes alcoholes. Dependiendo de 

los alcoholes empleados se obtienen moléculas con diferentes propiedades físico-químicas. Su 

estructura varía dependiendo del número de cadenas laterales y grupos arilo, alquilo o dialquilo 

unidos a la base fenilo. Existen tres formas isoméricas (orto, para y meta) del ácido ftálico, que 

constituyen a los ésteres de la categoría más grande de plastificantes. El isómero orto y sus ésteres 

representan la división más grande de todos los ftalatos a nivel mundial, especialmente los 

utilizados como plastificantes para la fabricación de plásticos a partir de cloruro de polivinilo 

(PVC) (Benjamin et al. 2015).  

 

En particular, los ftalatos se pueden clasificar en dos grupos: 

 Ftalatos de elevado peso molecular: diisonoil ftalato (DINF) y 

diisodecil ftalato (DIDF) que conforman el 80 % de los ftalatos 

usados en Europa y están incluidos en el REACH (Registro, 

Evaluación, Autorización y Restricción de Sustancias Químicas por 

sus siglas en inglés). 

 Ftalatos de bajo peso molecular: Incluyen al dibutil ftalato 

(DBF), butil bencil ftalato (BBF) y di(2-etilhexil) ftalato (DEHF), 

los cuales son clasificados como muy dañinos en el REACH 

(ATSDR, 2002) 

 

Los ftalatos son ampliamente usados como agentes formadores de película, solventes y 

desnaturalizantes, pero especialmente como plastificantes para hacer más flexible y maleable al 

plástico. En particular, el DEHF es el plastificante más producido y utilizado en el mundo para la 

laminación de PVC, teniendo aplicaciones que van desde la industria automotriz y productos 

médicos hasta artículos para el cuidado de niños y fabricación de juguetes.  

 

1.1.1. Características físico-químicas 

El DEHF es un ftalato cuya estructura química está conformada por un anillo bencénico por 

grupos funcionales éster a dos cadenas alquílicas de ocho carbonos cada una. Su fórmula y peso 
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molecular son C24H38O4 y 390.57 g/mol, respectivamente (Figura 2). Este compuesto tiene varios 

sinónimos, entre los que destacan: ácido 1,2-Bencendicarboxílico, di(2-etilhexil) éster; ácido 1,2-

Bencendicarboxílico, 1,2-di(2-etilhexil) éster; di(2-etilhexil) bencen-1,2-dicarboxilato; di(2-

etilhexil) 1,2-bencendicarboxilato; di(2-etilhexil) o-ftalato; di-sec-octil ftalato; etilhexil ftalato; 2-

etilhexil ftalato; entre otros. 

 

 

Figura 2. Estructura química del DEHF (IHCP, 2008). 

 

El DEHF presenta un aspecto líquido, viscoso, incoloro y ligero aroma a temperatura ambiente. Es 

un material complejo insoluble en agua, aunque en la literatura se reportan valores que van desde 

0.003 mg/L hasta 1.3 mg/L a temperaturas de 20–25 °C. Dicha propiedad está relacionada con el 

tipo, estructura y peso molecular de sus cadenas laterales. Su naturaleza altamente lipofílica 

facilita su migración de los productos plásticos y continua liberación en el ambiente circundante. 

Factores tales como la temperatura, presión, pH, presencia de solventes, compuestos orgánicos y 

radiaciones pueden acelerar la tasa de migración (Sarath Josh et al. 2012). Otras de sus 

características físico-químicas se mencionan en la tabla 1. 

 

Tabla 1. Propiedades físico-químicas del DEHF (NTP, 2006). 

Propiedades Valor 

CAS N° 117-81-7 

Peso molecular (g/mol) 390.6 

Átomos de carbono por cadena 8 

Densidad (g/mL) 0.985 

Punto de ebullición 386 

Presión de vapor (Pa) 2.49 x 10-3 
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1.1.2. Usos 

El DEHF es el principal plastificante usado a nivel mundial en productos de PVC (Sampson y de 

Korte, 2011). Las cadenas poliméricas de PVC se unen de tal manera que conforman una 

estructura entrecruzada rígida. Las moléculas de DEHF facilitan el deslizamiento entre estas 

cadenas poliméricas, obteniendo así, la fabricación de diferentes productos con propiedades 

mecánicas mejoradas. Este plastificante se encarga de llenar los espacios intersticiales en la malla 

de PVC para impartir flexibilidad a los productos finales (Figura 3). La mayoría de los productos 

derivados del PVC incluyen: materiales de envasado de alimentos, juguetes y material para el 

cuidado de niños, tubos y dispositivos médicos tales, como bolsas de sangre y plasma, jeringas, 

materiales de diálisis, etc. 

La dureza del PVC disminuye al aumentar la proporción de DEHF mezclado. Un aumento en la 

cantidad de este plastificante en los plásticos disminuye su resistencia a la tracción, y por lo tanto, 

aumenta la plasticidad del producto final. Estos plásticos pueden contener de 1 a 40% de DEHF en 

peso. Y debido a que no hay ningún enlace químico entre la malla del polímero y el plastificante, 

es que resulta la migración gradual del DEHF de los productos de plástico al ambiente circundante 

(Hauser y Calafat, 2005; Heudorf et al. 2007).  

 
Figura 3. Representación esquemática del área que ocupa el DEHF 

en los espacios intersticiales del PVC (Benjamin et al. 2015). 

 

El consumo mundial de DEHF (en toneladas) por región geográfica hasta 1990 fue en Europa 

Occidental de 465, América del Norte de 155, Asia del Este de 490, Japón de 245 y otros de 765 

(Lorz et al. 2002). 

 

1.1.3. Producción 

El DEHF es producido comercialmente por una reacción química de esterificación entre el 

anhídrido ftálico y el 2-etil hexanol (Sampson y de Korte, 2011). Esta reacción se lleva a cabo en 
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dos etapas sucesivas, la primera es muy rápida y da como resultado la formación de un mono-éster 

por alcoholisis del anhídrido ftálico. La segunda etapa consiste en la conversión del mono-éster en 

un di-éster, ésta es una reacción reversible y procede más lentamente que la primera. Para cambiar 

el equilibrio hacia la formación del di-éster, el agua de la reacción se elimina por destilación. Las 

elevadas temperaturas y un catalizador aceleran la velocidad de reacción, dependiendo del 

catalizador utilizado, la temperatura en el segundo paso varía de 140 a 165 °C con catalizadores 

ácidos (ácido sulfúrico o ácido p-toluenosulfónico) y de 200 a 250 °C con catalizadores anfóteros 

(IHCP, 2008).  

 

Información disponible en 2010 reportó que el DEHF fue producido por 23 compañías en Estados 

Unidos, 19 en México, 9 en China, 4 en Reino Unido, 3 en Alemania, 2 en China (Región 

Administrativa Especial de Hong Kong), India y Japón respectivamente y 1 en Bélgica, Bulgaria, 

Canadá, República Checa, Francia, la Antigua Unión Estatal de Serbia y Montenegro, Sudáfrica y 

Suiza (Chemical Sources International, 2010). 

 

1.1.4. Daños a la salud 

Los ftalatos son considerados compuestos tóxicos con efectos nocivos a la salud de varios sistemas 

biológicos (Benjamin et al. 2015). En algunos mamíferos, los orto-dialquil ftalatos (o-DAFs) se 

absorben rápidamente y se eliminan después de la exposición oral. El di-éster se convierte 

rápidamente en mono-éster en el tracto digestivo (Albro et al. 1973). Los mono-ésteres son 

considerados generalmente como los responsables de los efectos tóxicos. Los o-DAFs con largas 

cadenas laterales (C4 o más) son sometidos al metabolismo oxidativo y varios metabolitos pueden 

ser excretados ya sea de manera libre o conjugados con ácido glucurónico. El DEHF es excretado 

a través de la orina y las heces (Babich y Osterhout 2010) ya que es hidrolizado por esterasas 

presentes en los intestinos, hígado, pulmones y otros tejidos a MEHF y posteriormente a AF 

(Wittassek y Angerer 2008). 

 

Estudios han demostrado que los efectos del DEHF en ratones dependen de la dosis y el tiempo de 

exposición a ésta. La exposición a este plastificante en los días 7 y 8 de gestación lleva a una alta 

incidencia de muerte y malformaciones, pero la misma exposición en otros días tuvo efectos 

menores (Tomita et al. 1986). 
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Con base en estudios de fertilidad en ratones, se demostró que el DEHF es el tóxico más potente 

de los ftalatos a nivel reproductivo. (Heindel et al. 1989). En roedores machos provoca atrofia de 

los túbulos seminíferos, disminución en el peso testicular, disminución en la producción de 

esperma y bajos niveles testiculares de zinc. Estos efectos a nivel testicular pueden llevar a la 

infertilidad (Foster et al. 1980; Li et al. 2013). 

 

A nivel gonadal, la exposición a DEHF produce anormalidades en procesos dependientes de 

andrógenos (Akingbemi y Hardy, 2001) y afecta las funciones reproductivas y del comportamiento 

sexual en la progenie de ratas macho (Dalsenter et al. 2006). A nivel hipotalámico-pituitario, la 

exposición prenatal a DEHF (dosis de 30 mg/kg/día) modifica el contenido de neurotransmisores 

de aminoácidos en el hipotálamo y secreción de FSH (hormona folículo estimulante) en ratas 

macho de 30 días de edad (Carbone et al. 2010; 2012). 

Hay pocos reportes acerca de los efectos de la exposición a DEHF en ratas hembra, aunque se 

asocian con un incremento en el número de folículos terciarios atrésicos en la progenie de ratas 

hembra adultas (Grande et al. 2007). La exposición de ratas adultas a DEHF resulta en ciclos 

anovulatorios hipoestrogénicos y ovarios policíclicos (Lovekamp-Swan y Davis, 2003). El MEHF 

(metabolito activo del DEHF) reduce la producción de estradiol por disminución de aromatasas, 

enzima que limita la velocidad para convertir testosterona en estradiol, en cultivos de células de la 

granulosa de ratas inmaduras (Lovekamp y Davis 2001). 

 

En otros estudios realizados en modelos celulares se ha reportado que el MEHF actúa induciendo 

adipogénesis y estos efectos son mediados por la actividad de γ receptores activadores de 

proliferadores de peroxisomas (PPAR γ), sugiriendo que el DEHF podría promover obesidad in 

vivo (Feige et al. 2007). 

Se ha reportado que la administración oral de DEHF es causa de adenoma hepatocelular y/o 

carcinoma en ratas y ratones de ambos sexos. Varios estudios en ratas sugirieron que la exposición 

a DEHF en la dieta originaba tumores hígado (Ito et al. 2007) y páncreas (Selenskas et al. 1995). 

Un estudio epidemiológico reciente en México reportó una relación positiva entre las 

concentración de DEHF en orina y el riesgo de desarrollar cáncer de seno (López-Carrillo et al. 

2010). 

 

En modelos murinos se ha demostrado que la inhalación de DEHF es capaz de incrementar la 

respuesta inmune característica de asma y alergias, mostrando aumentos en el nivel sérico de IgG1 
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y los niveles de células inflamatorias, incluyendo eosinófilos, linfocitos y neutrófilos en pulmón y 

fluido bronco-alveolar, sin embargo, los efectos observados únicamente se han presentado en 

concentraciones muy altas de DEHF (Kimber y Dearman, 2010). Al inhalar el DEHF, éste penetra 

dentro de la región pulmonar, afectando la inducción de prostaglandinas y tromboxanos en los 

pulmones, por lo que incrementa el riesgo de inflamación de las vías aéreas superiores como 

sucede con el asma (Oie et al. 1997). 

 

1.2. Biodegradación de ftalatos 

El aumento en la producción mundial de ftalatos ha resultado en una enorme cantidad de residuos 

plásticos que se descargan en el ambiente. Las propiedades físicas de éstos compuestos los asocian 

severamente con partículas en aire, agua, suelo y sedimentos (Stales et al. 1997; Cai, et al. 2007). 

Generalmente la difusión de los ftalatos de la matriz de los materiales plásticos se produce a un 

ritmo lento por causas naturales, mientras que a nivel superficial se da rápidamente por la 

colonización de microorganismos a partir de una degradación metabólica. También se ha 

reportado su volatilización o lixiviación por agua de lluvia. Dado que estos compuestos y sus 

metabolitos se encuentran presentes en todos los entornos, ha sido inevitable su paso a través de 

las redes tróficas acuáticas y terrestres, llegando a generar problemas de bioacumulación. 

 

Los ftalatos pueden ser degradados por sistemas tanto abióticos como bióticos, con predominio de 

este último. La degradación es el mecanismo clave a través del cual el ftalato presente en el medio 

sufre transformaciones que afectan su composición química o física original y repercuten en sus 

propiedades iniciales. En la biodegradación, dicho mecanismo es llevado a cabo por diferentes 

grupos de microorganismos. Muchas cepas bacterianas, algunos hongos, levaduras y algas han 

sido reportados para degradar ftalatos en condiciones aerobias y anaerobias. La degradación 

anaerobia es bastante lenta, en comparación con el proceso de degradación aeróbica (Benjamin et 

al. 2015). En sistemas bióticos aerobios el proceso de degradación se da por hidrólisis, durante el 

cual los ftalatos se hidrolizan en dos pasos. En la primera etapa hidrolítica, se forman un mono-

éster y un resto alcohol (R1OH), seguida de una segunda etapa hidrolítica para liberar el AF a 

partir del último resto alcohol (R2OH) unido al anillo de fenilo. Estas dos reacciones se llevan a 

cabo lentamente, por lo general mediadas por compuestos ácidos, básicos, iones de metales, 

aniones o materiales orgánicos, preferiblemente a un rango de pH que va de neutro a condiciones 

ácidas (Stales et al. 1997). 
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Tabla 2. Principales estudios que describen la degradación de ftalatos por diferentes grupos de hongos 

(Benjamin et al. 2015). 

Organismo Tipo de ftalato Referencia 

Aspergillus niger (AG-1) DMTF Ganji et al. 1995. 

Aspergillus niger DMF Pradeepkumar y 

Karegoudar, 2000. 

Aspergillus oryzae, Aspergillus sydowii, Culvularialunata, 

Fusarium graminearum, Fusarium morniforme, Fusarium 

sporotrichioides, Penicillium citrinum.  

DEHF Chai et al. 2008. 

Penicillium expansum, Penicillium frequentans, Rhizopus 

stlonifer, Trichoderma viride,  

DBF Lee et al.2004. 

 

Daldinia concentrica, Phanerochaete chrysosporium, 

Trametes versicolor, Formitella fraxinea, Irpex lacteus, 

Merullius tremellosus, Pleurotus ostreatus, Polyporus 

brumallis,  

DMF, DEF, BBF Hwang et al. 2008. 

Schizophyllum commune, Trametes versicolor,  BBF Kim et al. 2002. 

Fusarium oxysporum. DEHF 

DBF DPF 

DPF 

DPF 

Kim et al. 2003. 

Kim y Lee, 2005. 

Kim et al. 2005. 

Ahn et al. 2006. 

Fusarium sp. DMF Luo et al. 2009. 

Polyporus brumalis DBF Lee et al. 2007. 

Sclerotium rolfsii DMTF Sivamurthy et al. 

1991. 

 

Dada la enorme cantidad de residuos plásticos presentes en los vertederos, sedimentos, cuerpos de 

agua, etc., en el ambiente a través del tiempo, muchos nuevos microorganismos han evolucionado 

para prosperar en este nuevo nicho ecológico, llegando a metabolizar los ftalatos de los ambientes 

contaminados. Muchos investigadores han identificado y aislado nuevos microorganismos capaces 

de utilizar diferentes ftalatos como única fuente de carbono y energía en un breve período de 

tiempo, bajo condiciones ambientales controladas. Estos organismos pueden conducirse ya sea 

individualmente o como consorcio para degradar completa o parcialmente los ftalatos. Dichas 

cepas provienen de ambientes aerobios y anaerobios, principalmente de suelo, agua y lodos.  

Los microorganismos, por ser los principales representantes en el proceso de biodegradación en 

diversas condiciones ambientales, también ha sido de suma importancia conocer las rutas 

metabólicas que emplean (Figura 4). Muchas cepas bacterianas y algunos grupos de hongos (Tabla 

2) y algas han sido reportados para degradar ftalatos (Pradeep y Benjamin, 2012).  

El principal obstáculo para que los microorganismos degraden los ftalatos es la especificidad del 

compuesto para ser digerido mediante la producción de enzimas específicas (Tabla 3), en especial 

enzimas que diferencian entre el DAF y su respetivo mono-éster (Akita et al. 2001). 
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Figura 4. Ruta general de degradación bacteriana de ftalatos, se muestra la ruta tanto aerobia como 

anaerobia, estructura química de los compuestos y enzimas involucradas (Benjamin et al. 2015). 
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En el primer paso del proceso de degradación, las esterasas actúan específicamente sobre los 

enlaces éster (-O-) del ftalato, formándose así el respectivo mono-éster y el alcohol.  

 

Tabla 3. Microorganismos específicos con sus respectivas enzimas que actúan sobre algunos ftalatos 

(Benjamin et al. 2015). 

Organismo Enzima Ftalato Referencia 

Aspergillus niger (AG-1) DMTF sterasa DMTF Ganji et al. 1995. 

Bacillus sp. Esterasa DMF Niazi et al. 2001. 

Candida cylindracea Esterasa de levadura DEHF Kim y Lee, 2005. 

Delfia sp. TBKNP 05 DBF esterasa 

MBF esterasa 

Ftalato dioxigenasa 

Protocatecuato 4,5-dioxigenasa 

DBF Patil et al. 2006. 

Fusarium osyxporum Cutinasa DBF Kim et al. 2003. 

Fusarium oxysporum f.sp. pst Cutinasa fúngica DEHF Kim et al. 2002. 

Fusarium sp. DMT-5-3 Esterasa DMTF Luo et al. 2012. 

Gordonia sp. cepa P8219 Hidrolasa DEHF Nishioka et al. 

2006. 

Microbacterium sp. cepa CQ01107 Catecol 1,2-dioxigenasa 

Catecol, 2,3-dioxigenasa 

DEHF Chen et al. 2007. 

Micrococcus sp. YGJ1  Esterasa DAFs 

MAF 

Akita et al. 2001. 

Maruyama et al. 

2005. 

Ochrobacterium acthoropt 6-2b Esterasa DETF Xu et al. 2006 

Pseudomonas sp. 054 Esterasa, protocatecuato 4,5-

dioxigenasa 

DMTF Tserovska et al. 

2006. 

Rhodococcus erythropolis Esterasa DAFs Kurane, 1997 

Rhodococcus sp. cepa DK17 Protocatecuato 3,4 dioxigenasa Ftalato, 

tereftalato 

Choi et al. 2005. 

Sclrerottum rolfsii Ftalato esterasa DMF Sivamurthy et al. 

1991. 

Sphingomonas yanoikuyae DOS01 Esterasa DMF Gu et al. 2009 

 

Muchos genes presentes en plásmidos codifican enzimas que degradan ftalatos, los cuales se han 

caracterizado a partir de muchos microbios. En Bacillus sp (Niazi et al. 2001) se ha reportado un 

mega plásmido de 60 kb asociado con la degradación inicial de DMF. En Pseudomonas putida 

NMH102-2 (Nomura et al.1992) se reportó un plásmido una conjugativo de 200 kpb que alberga 

un clúster de genes asociados con la degradación de ftalatos transcritos en la dirección pht12345 

(permeasa, reductasa, oxigenasa, deshidrogenasa y descarboxilasa). Se han descrito tres unidades 

de transcripción con una organización separa entre sus genes en: ophA1 para ftalato oxigenasa 

reductasa, ophDC para un transportador y 4,5-dihidroxiftalato descarboxilasa, y ophA2B para 
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ftalato oxigenasa y cis-ftalato dihidrodiol deshidrogenasa (Chang y Zylastra 1998). En Moraxella 

sp. se ha estudiado la degradación de ácido o-ftálico por diferentes grupos de investigación, 

quienes reportan un plásmido de 60 kpb (Rani et al. 1996), mientras que el plásmido pOPHI de 

270 kb de P. putida se reportó como responsable de la degradación de ftalatos (Nomura et al. 

1990). El plásmido de 140 kpb de P. fluorescens SKP3 se ha reportado encargado de la 

degradación de los ácidos o- y p ftálico (Karpagam y Lalithakumari, 1999). Esto ha demostrado 

que la degradación de ésteres de ácido ftálico es codificada cromosómicamente (Dutton et al. 

1995). 

 

1.3. Cromatografía de gases acoplada a espectrometría de masas (GC/MS) 

La cromatografía agrupa un conjunto importante y diverso de métodos que facilitan la separación, 

identificación y determinación de componentes estrechamente relacionados en mezclas complejas; 

muchas de estas separaciones son imposibles por otros medios. 

La identificación y cuantificación de los DAFs y sus mono-alquil ésteres en matrices ambientales 

demandan el uso de diferentes técnicas de separación y detección para su análisis. Los DAFs se 

pueden cuantificar usando técnicas cromatográficas tales como la cromatografía líquida (liquid 

chromatography-LC por sus siglas en inglés) o la cromatografía de gases (gas chromatography-

GC). Esta última, equipada con espectrometría de masas (mass spectrometry-MS) es la técnica 

más utilizada. Un espectrómetro de masas es la herramienta analítica más comúnmente usada y 

eficaz para la identificación y cuantificación simultánea de cada éster de ftalato con un bajo límite 

de detección (ng/L o <ng/g). Para alcanzar la cuantificación exacta, las muestras deben tratarse 

buscando eliminar la mayor cantidad de ruido posible (Sopheak et al. 2015). 

 

En todas las separaciones cromatográficas la muestra se disuelve con una fase móvil, que puede 

ser un gas inerte (generalmente helio), un líquido o un fluido supercrítico. Esta fase se hace pasar a 

través de una fase estacionaria inmiscible fija en una columna o en una superficie sólida. Ambas 

fases se eligen de tal forma que los componentes de la muestra se distribuyen en grados distintos 

entre la fase móvil y la fase estacionaria. Aquellos componentes que son fuertemente retenidos por 

la fase estacionaria se mueven muy lentamente con el fluido de la fase móvil. En cambio, los 

componentes unidos débilmente a la fase estacionaria se mueven con rapidez. Como consecuencia 

de las distintas velocidades de migración se obtiene tanto un tiempo de retención (RT) específico 

para cada compuesto en la columna, como bandas o zonas diferentes en las que la muestra se 
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separa. Dichas bandas se pueden analizar en forma cualitativa y cuantitativa a través de los 

cromatogramas obtenidos. 

 

En los cromatogramas se determina la pureza de los compuestos orgánicos, la aparición de picos 

adicionales revela la presencia de contaminantes y las áreas bajo estos picos proporcionan un 

cálculo aproximado del grado de contaminación. Dichas áreas son sólo cálculos aproximados, ya 

que componentes diferentes podrían tener factores de respuesta del detector. 

 

 
Figura 5. Esquema del funcionamiento de la técnica de cromatografía de gases 

(Universidad de Maine, 2014).  

 

Un espectrómetro de masas es un instrumento que produce iones y los separa de acuerdo con sus 

relaciones masa/carga (m/z). El Objetivo del sistema de entrada es introducir una cantidad muy 

pequeña de muestra en la fuente de iones, donde los componentes de la muestra se transforman en 

iones gaseosos gracias al bombardeo de electrones, fotones, iones o moléculas. La salida de la 

fuente de iones es un flujo de iones positivos que son acelerados en el analizador de masas, aquí su 

dispersión depende de la relación m/z de los iones del analito y no de la longitud de onda de los 

fotones. 

El espectrómetro de masas tiene un transductor que convierte el haz de iones en una señal eléctrica 

que pueda ser procesada, almacenada en la memoria de una computadora y mostrada en una 
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pantalla o almacenada en otros medios. La detección consecutiva de los iones formados a partir de 

las moléculas de la muestra (suponiendo que se trate de una sustancia pura) produce el espectro de 

masas de la sustancia, que es diferente para cada compuesto químico y que constituye una 

identificación prácticamente inequívoca del compuesto analizado (Gutiérrez y Droguet 2002). 

 

 
Figura 6. Esquema del funcionamiento de la técnica de cromatografía de gases acoplada a un 

espectrómetro de masas (GC/MS) (Universidad de Maine, 2014).  

 

La etapa de separación de la mayoría de los DAFs se realiza con frecuencia con una columna 

capilar no polar de 30 m de largo × 0.25 mm de diámetro, con películas de 0.25 micras de 5% 

fenil-95% metil polisiloxano tal como la DB-5MS y HP-5MS. Esta columna ofrece una buena 

resolución, mayor temperatura máxima de operación en comparación con columnas recubiertas 

con fases estacionarias polares como polietilenglicoles (columnas de cera) o cianopropilos. Otras 

columnas tales como DB-XLB, Rxi-5MS, SLB-5MS, Phenomenex XLB, Ultra-2 y DB-35 

también pueden usarse con buena eficiencia (Sopheak et al. 2015). 

 

Tabla 4. Iones para la selección del monitoreo del ion del DEHF por GC/MS (Sopheak et al. 2015) 

Analito Ion cuantificado 

(abundancia) 

Iones cuantificados 

(abundancia) 

Referencias 

DEHF 

167 (36) 179 (9.8), 149 (100) Alvarez, 2010. 

149 (100) 279, 167, 113 

279 (8.8), 167 (34) 

279 

 

167, 57 

167 

Alvarez et al. 2014 

Alzaga et al. 2013; 

Alvarez et al. 2008; Brossa et al. 2003; 

Caroli et al. 2001; Chang et al. 2011. 

Cai et al. 2003; Cincinelli et al. 2001. 

Bergh et al. 2011; Castillo y Barcelo 

2001; Bergé 2012. 

129 112 Hubert et al. 2001. 
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Para la identificación y cuantificación de los DAFs, la MS parece ser el método más selectivo. Se 

han utilizado todo tipo de analizadores, incluyendo cuadrupolo, cuadrupolo triple, trampa de iones 

y sector magnético. Los sistemas de cuadrupolo son generalmente preferidos debido a su robustez, 

estabilidad, rango dinámico lineal y bajo costo. Detectores de trampa de iones tienen una 

sensibilidad similar, pero más bajo rango dinámico (Blair et al. 2009; Net et al. 2014). Con 

detector de MS, cada DAF puede ser ionizado por impacto electrónico, o más raramente por 

ionización química (Berset y Etter-Holzer, 2001). Se han cuantificado los iones clasificatorios para 

DEHF utilizando una columna capilar Rxi®-5 ms, encontrando que los más representativos son de 

167 y 149 con abundancias de 36 y 100 respectivamente (Tabla .4). 

 

1.4. Crecimiento microbiano  

En algunos sistemas biológicos, el crecimiento microbiano es el incremento ordenado de todos los 

constituyentes celulares que conduce a un aumento en si masa y finalmente a un aumento su 

número de células. Para seguir el curso del crecimiento celular de los microorganismos, es 

necesario hacer mediciones cuantitativas y representaciones gráficas. El crecimiento puede ser 

medido en términos de dos diferentes parámetros, la masa celular y el número de células, ambos 

tipos son expresados sobre un volumen fijo relativo de medio de cultivo (Fazenda, 2008). 

La mayoría de los modelos de crecimiento microbiano que se han desarrollado han sido para 

monocultivos en un hábitat cerrado, es decir, para un solo microorganismo (cepa o especies) en un 

entorno aislado. Un hábitat cerrado significa que los recursos para mantener la vida, tales como los 

nutrientes, son finitos y no hay material o energía que se intercambie con el exterior.  

Muchas curvas de crecimiento de un organismo introducido en un hábitat cerrado estéril presentan 

una curva sigmoide típica de la especie (figura 7). Tradicionalmente, esta curva ha sido 

representada por tres regímenes de crecimiento, inicialmente se presenta la fase lag en la que el 

microorganismo es introducido al medio de cultivo y el tamaño de su población permanece 

prácticamente sin cambios ya que comienza a adaptarse a este nuevo ambiente, por ende, su 

velocidad de crecimiento es casi nula. Después de la fase lag tiene lugar una etapa de crecimiento 

exponencial con un crecimiento y división celular extensivos. Cuando los recursos son finitos 

(sistema cerrado), el crecimiento exponencial no puede mantenerse indefinidamente, por lo que la 

tasa de crecimiento después de cierto punto comienza a declinar, Se aproximará a 0 

asintóticamente y el tamaño de la población se mantendrá sin cambios nuevamente, esta fase es 

conocida como estacionaria. Un hábitat empobrecido de sus recursos para mantener la vida es 
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poco probable que pueda mantener por mucho tiempo una gran población microbiana. Por lo que 

finalmente continúa la mortalidad celular, en donde el tamaño absoluto de la población disminuye. 

Al observar esto, la curva de crecimiento se describe en varias publicaciones con cuatro regiones: 

lag, de crecimiento exponencial, estacionaria, y la muerte o la mortalidad (Taub et al. 2003; 

McKellar y Lu, 2004) (Peleg, 2006). 

 

 
Figura 7. Vista esquemática de una curva sigmoide 

(logística) de crecimiento simétrico (Peleg, 2006). 

 

Sin embargo, el inicio de la muerte incluso puede preceder a la fase estacionaria (Peleg, 2004), en 

cuyo caso se observa un verdadero pico de crecimiento, lo que es resultado de la contaminación en 

el medio, competencia por espacio con otro microorganismos, agotamiento de nutrientes 

esenciales, etc. 

Ninguna relación matemática universal puede unir la fase lag, la fase de crecimiento exponencial y 

los niveles máximos de crecimiento poblacional, sin embargo, ciertos patrones ubicuos de 

crecimiento emergen y estos pueden ser descritos por modelos cinéticos que comparten 

características matemáticas comunes. Durante la fase exponencial, la velocidad de crecimiento es 

constante, obteniéndose razonablemente un estado estable, de hecho es la única fase del 

crecimiento donde las propiedades de las células pueden considerarse constantes y la velocidad de 

crecimiento exponencial. 

Cuando la tasa de crecimiento isotérmica momentánea de una población aislada es únicamente 

proporcional a su tamaño momentáneo y a la porción de los recursos aún sin explotar en el hábitat, 

el resultado es un patrón de crecimiento logístico continuo, el cual puede ser descrito por la 

ecuación logística clásica, también conocida como modelo de Verhulst: 
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dN(t) / dt = rN(t) [1-(N(t) / Nasíntota)] 

Donde: 

N(t) es el número momentáneo de células. 

r es la tasa constante de crecimiento que representa la tendencia de los organismos a crecer rápida 

o lentamente en el medio en particular a una cierta temperatura. 

Nasíntota es la capacidad de carga del medio, expresado como el número de células que agotarán 

todos los recursos disponibles. 

De acuerdo con este modelo, la porción de recursos que aún no se utiliza está representada por el 

término 1 - N(t) / Nasíntota. Éste es unidad cuando N(t) = 0 y se aproxima a cero N(t) → Nasíntota. 

Un modelo de crecimiento más familiar es el de la función logística, que puede describir la curva 

de crecimiento, la relación entre el número real de células (biomasa) y el tiempo. Una versión de 

este modelo es: 

N(t) = N0 + (Nasíntota – N0) / 1 + exp [k(tc – t)] 

Donde: 

N0 es el tamaño inicial del inóculo. 

k es la tasa de crecimiento (exponencial) al punto de la inflexión, también representada como µ. 

De acuerdo con este modelo, tc es el tiempo que marca el punto de inflexión de la curva de 

crecimiento. Este tiempo también corresponde con el tiempo para alcanzar la mitad del 

crecimiento neto en el número de células que se pueden alcanzar teóricamente, esto es N(tc) = N0 + 

(Nasíntota – N0) / 2. De acuerdo con este modelo, cuando k es grande y t << tc, N(t) ~ N0. Por lo 

tanto, un modelo de este tipo es particularmente conveniente en la descripción de las curvas 

sigmoides de crecimiento sigmoide con una larga fase lag. En este modelo es más conveniente su 

expresión en términos de una relación de crecimiento neto normalizado o una relación logarítmica 

de crecimiento en lugar de términos del número absoluto de las células individuales: 

El modelo de la ecuación logística o modelos similares no deben ser utilizados para determinar el 

nivel de crecimiento asintótico de una población a partir de datos en los que la población 

microbiana monitoreada aún no haya mostrado señales de estabilización (normalización) (Peleg, 

2006). 

Cabe resaltar que la velocidad específica de crecimiento (µ) es característica para cada tipo de 

microorganismo y medio de cultivo, depende de factores internos como la capacidad de 

crecimiento del microorganismo y de factores externos como el ambiente en que se encuentre el 

microorganismo (Herbert et al. 1956). 
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1.5. Sistema de fermentación sumergida (FSm) 

La Fermentación sumergida (FSm) es un proceso en el que los microorganismos son inoculados en 

una suspensión acuosa de nutrientes (líquidos, solubles en agua o presentes en suspensión) 

produciendo biomasa y metabolitos a partir de la utilización de sustancias orgánicas en ausencia o 

presencia de oxígeno (Fazenda et al. 2008). 

Este es el sistema más utilizado en la industria para la obtención y fácil purificación de sustancias 

bioactivas como son las enzimas (Subramaniyam y Vimala, 2012) debido a que es sencillo, pueden 

controlarse más variables, hay una mayor homogeneidad de cultivo, se pueden recuperar 

fácilmente los productos finales y se ha utilizado ampliamente en procesos de biorremediación 

(Akar y Divriklioglu, 2010; Ertugay y Bayhan, 2010). 

En este sistema los microorganismos se desarrollan flotando en el volumen del medio de cultivo; 

en el caso de los hongos, éstos pueden formar pequeñas esferas de micelio (pellets) cuando hay 

agitación (Crueger y Crueger, 1993), tal es el caso de algunos hongos de pudrición blanca que al 

crecer en FSm exhiben diferente morfología en su crecimiento, desde agregados de micelio 

flotantes hasta densos pellets sedimentados (Grimm et al. 2005). 

A medida que los microorganismos descomponen los nutrientes liberan determinadas enzimas al 

medio acuoso. 

 

1.6. Hongos basidiomicetos 

Los basidiomicetos o basidiomycetes forman un grupo muy grande y diverso de hongos que se 

caracteriza por producir esporas sexuales (basidiosporas) en cuerpos fructíferos (Figura 8) 

llamados basidiocarpos (del griego basidion que significa base pequeña y karpos que significa 

fruto); este grupo de hongos está conformado por unas 20,000 especies, entre las cuales se 

encuentran los hongos comestibles conocidos como setas (Menéndez y Oliveros, 2004).  
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Figura 8. Esquema de un hongo comestible basidiomiceto (seta) y las 

estructuras principales que lo conforman (Kalač y Svoboda, 2000). 

 

1.6.1. Fase vegetativa 

Estos hongos están conformados estructuralmente por una fase vegetativa y una reproductiva. La 

primera antecede a la reproductiva y se caracteriza por la formación de micelio al crecer 

directamente sobre un sustrato. El micelio de estos hongos está formado por hifas bien 

desarrolladas de color blanco brillante, con septos simples con doliporo (Figura 9). Éste es una 

dilatación en forma de barril situada en el centro de la pared del septo, cubierto por una 

prolongación de la membrana celular (plasmalema) que rodea el centro del septo; esta estructura 

permite el paso de sustancias de un septo a otro de la hifa.  

 En basidiomicetos saprófitos el micelio se puede 

observar penetrando el sustrato del cual se alimenta el 

hongo o sobre éste, ya sea en troncos en 

descomposición u hojas muertas húmedas. En algunas 

especies las hifas se disponen de forma paralela 

originando cordones miceliares, que al estar envueltas 

por una vaina o corteza se denominan rizomorfos 

(Deacon, 2006).  

El micelio de un basidiomiceto tiene tres fases distintas 

durante el ciclo de vida del hongo: 

 Micelio primario, también llamado 

homocariótico (homo-igual, carion-núcleo; con núcleos 

iguales), que se origina al germinar la basidiospora; al 

Figura 9. Imagen de microscopía 

electrónica de transmisión de hifas de A. 

bisporus, separadas por un septo 

doliporo en el centro, la línea punteada 

representa el plasmalema. L es una 

vacuola llena de grasa. La barra de 

escala es de 2µm (Halit 2000). 
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principio puede ser plurinucleado, pero posteriormente se desarrollan los septos, cada uno de los 

cuales aloja un único núcleo. 

 Micelio secundario, también conocido como dicariótico (di-dos carion-núcleo, de dos 

núcleos), surge a partir de la interacción de dos micelios homocarióticos. En éste se fusionan dos 

células uninucleadas de cada micelio en un proceso conocido como plasmogamia, dado que cada 

célula contiene dos núcleos diferentes sin fusionarse, lo único que se fusiona es el citoplasma de 

las células. 

 Micelio terciario, representado por los tejidos organizados y más especializados que se 

originan cuando el micelio secundario forma tejidos complejos, éstos forman los cuerpos 

fructíferos, basidiomas o basidiocarpos (Menéndez y Oliveros, 2004). 

 

1.6.2. Fase reproductiva 

La morfología del cuerpo fructífero (carpóforo) de los basidiomicetos  es muy variada, de manera 

general está conformado por un píleo y un estípite y es lo que la mayoría de las personas asocia 

con la palabra hongo. Y si bien muchas especies son comestibles y benéficas para la humanidad 

(como las setas), hay algunas extremadamente dañinas.  

Dentro de los basidiomicetos, el grupo de los agaricales (del cual forman parte las setas) se 

caracteriza por presentar un himenio en forma de laminillas, es en esta estructura en donde se 

forma el basidio y estructuras estériles tales como cistidios o basidiolos (Menéndez y Oliveros, 

2004). 

 

1.6.2.1. Basidio y basidiospora 

El basidio una estructura que porta en su superficie las basidiosporas que se forman a 

consecuencia de los procesos de cariogamia y meiosis. Éste es una célula terminal de una hifa 

binucleada inicialmente pequeña y estrecha, pero que posteriormente comienza a crecer y 

ensancharse. 

La mayoría producen cuatro basidiosporas, pero también hay aquellos que producen dos o más de 

cuatro, también no todos poseen la forma típica claviforme, pues existe una gran variedad de 

formas, además se diferencian en fragmobasidios aquellos que están divididos en cuatro septos, y 

holobasidios aquellos que son unicelulares (Deacon, 2006). 
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La basidiospora es una estructura uninuclear haploide (n+n) que en raras ocasiones llega a ser 

binucleada, su forma y ornamentación son un importante carácter taxonómico al momento de 

diferenciar especies de basidiomicetos, esto debido a su gran diversidad. 

La basidiospora está unida al basidio por el esterigma de forma oblicua (Figura 14) y de manera 

cercana a éste se presenta un pequeño abultamiento conocido como apéndice hilar, el cual es una 

pequeña gota o burbuja de líquido que se forma en esta zona al madurar la espora, así cuando ésta 

explota, la espora se libera del basidio al ambiente (Menéndez y Oliveros, 2004). 

 

1.6.2.2. Fibulación 

Existe un mecanismo para que el micelio dicariótico al desarrollarse se divida conjuntamente y se 

formen dos células hijas con el mismo material genético de ambos núcleos, dicho mecanismo se 

conoce como fibulación (Figura 10). En este proceso, cuando la célula binucleada está a punto de 

dividirse, aparece una prolongación corta (denominada fíbula) entre los núcleos, que adquiere 

aspecto de gancho oblicuo; un núcleo hijo se forma dentro de la fíbula por mitosis, mientras que la 

otra división se lleva a cabo a lo largo de la célula en división; en este punto la fíbula se ha 

curvado tanto que su extremo libre toca la célula, formando un puente a través del cual el núcleo 

que tenía, pasa al otro extremo de la célula; se forma entonces un septo que cierra la fíbula en su 

punto de origen y otro septo que divide la célula progenitora en dos hijas, cada una con dos 

núcleos (Bold et al. 1987; Menéndez y Oliveros, 2004). 

 

 
Figura 10. Proceso de fibulación. A) Etapas de la fibulación: 

formación de la fíbula, división mitótica de núcleos, separación de 

núcleos hijos, migración de núcleos hijos a la célula terminal, y 

formación de septo en la base de la fíbula. B) Microfotografía que 

muestra la formación de una fíbula (Bold et al. 1987; Flegler, 2011). 

A) B) 
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1.6.3. Ciclo de vida 

Durante la reproducción sexual, el ciclo de vida de un basidiomiceto (Figura 11) comienza con la 

germinación de una basidiospora y la consecutiva formación del micelio monocariótico, esta fase 

del ciclo es de corta duración, pues estos micelios se buscan entre sí y fusionan su citoplasma 

(plasmogamia), dando lugar al micelio secundario, el cual crece y se multiplica a través de la 

fibulación por el proceso de mitosis.  

 

Cuando las condiciones ambientales son apropiadas, este micelio experimenta cambios 

morfogenéticos que inician la formación del basidioma. Éste posee células estériles y fértiles, en 

éstas últimas llamadas basidios, los dos núcleos haploides experimentan cariogamia (2n) y se 

forma un nuevo núcleo diploide, en estos momentos el basidio es conocido como probasidio; al 

entrar el núcleo en meiosis y originar cuatro núcleos hijos haploides se conoce como metabasidio. 

En la superficie del metabasidio se desarrollan cuatro prolongaciones citoplasmáticas externas 

denominadas esterigmas, en cuyos respectivos ápices se formarán las basidiosporas. 

El ápice de los esterigmas es de pared delgada y se dilata formando una estructura globosa en la 

que sucede la deposición continua de capas en su pared, la cual se va engrosando paulatinamente. 

Estas estructuras globosas son células iniciales de las basidiosporas y están llenas de vesículas al 

principio, pero luego forman mitocondrias y otros organelos. Entonces sucede la migración de los 

núcleos haploides a cada uno de los esterigmas. Al final, el citoplasma del esterigma y el de la 

basidiospora se separan mediante la formación de un tapón en su punto de unión, lugar donde se 

desarrolla el apéndice hilar. 

La reproducción sexual finaliza con la producción y liberación de las basidiosporas (Alexopoulos 

et al. 1996; Deacon, 2006). 
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Figura 11. Ciclo de vida de los basidiomicetos (Modificado de Deacon, 2006). 

 

 

1.6.4. Fisiología y metabolismo 

Los basidiomicetos son hongos heterotróficos, es decir, que no pueden fabricar su propio alimento 

y dependen de la materia orgánica de otro organismo para su supervivencia. Son saprófitos dado 

que tienen la capacidad de convertir la materia orgánica de organismos muertos en los nutrientes 

esenciales necesarios para su crecimiento y los adquieren por mecanismos de absorción.  

La pared hifal es una estructura rígida compuesta esencialmente por quitina y glucanos con 

uniones β-1,3 y β-1,6. Las cadenas de quitina están unidas por puentes de hidrógeno en 

microfibrillas microcristalinas. Los enlaces por puente de hidrógeno también están presentes entre 

las uniones β-1,3 de las cadenas de glucanos. Asimismo, existen enlaces covalentes entre las 

cadenas de quitina y de β-glucano, resultando una fuerte matriz de β-glucanos compuesta por 

microfibrillas de quitina entrelazadas. También hay polisacáridos y proteínas presentes, pero se 

cree que el complejo quitina–β-glucano es responsable de la resistencia mecánica de la pared 

celular.  

La pared celular rígida mantiene la forma tubular de la hifa, mientras que la absorción osmótica 

del agua genera una presión hidrostática (turgencia). Esto proporciona la fuerza mecánica para que 

la hifa penetre en materiales (semi-) sólidos. Al mismo tiempo, para que la hifa crezca, la pared de 

la zona apical debe ser menos rígida y flexible, ya que es aquí en donde la mayoría de los 

polímeros de la pared se sintetizan (quitina y β-glucano a partir de enzimas en la membrana 
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plasmática) y posteriormente son depositados longitudinalmente en el resto de la pared hifal 

(Farkaš, 1990; Bohn y BeMiller, 1995). 

Debido a la presencia de esta pared, para que los hongos asimilen moléculas poliméricas para su 

nutrición primero deben degradarlas externamente en pequeñas moléculas, las cuales pueden pasar 

a través la pared y ser transportadas por la membrana plasmática. Para ello, las hifas segregan 

grandes cantidades de enzimas extracelulares en su entorno. La mayoría son sintetizadas por los 

ribosomas del retículo endoplásmico rugoso llegando a las vesículas que convergen en el 

citoplasma apical donde se fusionan con la membrana plasmática y son liberadas en la pared que 

se está formando (Figura 12). En consecuencia, los hongos filamentosos tienen una enorme 

capacidad para secretar proteínas y, por lo tanto, se utiliza a menudo para la producción industrial 

de enzimas (Schüren, 2002). 

 

 
Figura 12. Hifa fúngica como túnel de transporte. En el ápice los componentes de la 

pared son llevados a la pared apical flexible y se entrecruzan gradualmente (aumento 

en la intensidad del color amarillo) para conformar la pared madura y rígida. Las 

proteínas son llevadas en vesículas (rojo) que se acumulan en la pared apical y se 

transportan a través del flujo de componentes de la pared flexible (flechas azules). 

Pequeños metabolitos generados durante la degradación se absorben por la hifa en la 

membrana plasmática (flechas rojas) y se utilizan para generar energía y biomasa 

(Wessels 2005). 

 

La absorción de monómeros (liberados a partir de polímeros) presentes en el medio extracelular 

está mediada por proteínas transportadoras específicas (permeasas o transportadores) en la 

membrana plasmática. Por ejemplo, los polisacáridos (convertidos en glucosa) absorbidos se 

introducen en la vía de Embden Meyerhof y en el ciclo de las pentosas fosfato para generar NADH 

y ATP. En los hongos aerobios, el piruvato se oxida en las mitocondrias a CO2 y agua a través del 

ciclo del ácido tricarboxílico (CAT) y la cadena respiratoria transportadora de electrones (donde se 

forma la mayor parte de ATP) (Boisnard et al. 2004).  
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Mientras todos los nutrientes están presentes en el medio en cantidades adecuadas y sean 

asimilados convenientemente, la biomasa fúngica aumenta, lo que se conoce como metabolismo 

primario o trofofase. Durante esta fase se sintetizan en abundancia metabolitos (primarios) 

esenciales para el crecimiento, que incluyen proteínas (además de enzimas y hormonas), 

aminoácidos, carbohidratos, ácidos nucleicos, lípidos, alcohol y ácidos orgánicos. Estos 

metabolitos primarios son asociados con el inicio de la fase de rápido crecimiento (fase de 

crecimiento exponencial) y su máxima producción se observa cerca del final de esta fase. Sin 

embargo, una vez que el hongo ha entrado a la siguiente fase de crecimiento (fase estacionaria), 

estos metabolitos pueden ser metabolizados adicionalmente. Económicamente hablando, los 

metabolitos primarios son fácilmente explotados, así como las rutas bioquímicas involucradas en 

su producción (Wessels, 2005). 

 

Cuando alguno de los nutrientes escasea, los carbohidratos pueden ser transformados en sustancias 

de reserva, como glucógeno y lípidos, lo que se conoce como período de metabolismo secundario 

o idiofase. En estas condiciones, una especie o cepa fúngica dada sintetiza metabolitos secundarios 

específicos, los cuales no son esenciales para el crecimiento vegetativo, de hecho, puede tener 

poca o ninguna función principal dentro el organismo. Los metabolitos secundarios son 

producidos cuando el organismo entra a la fase estacionaria y/o para su supervivencia en 

ambientes estresantes, como antibióticos o micotoxinas (Turner y Aldridge, 1983) entre otros.  

Estos metabolitos a menudo son asociados con la diferenciación y la esporulación y pueden tener 

una profunda actividad biológica, la cual en algunos casos ha sido explotada económicamente. Su 

presencia tiende a estar restringida a un pequeño número de organismos y puede variar entre cepas 

de la misma especie.  

 

1.6.5. Sistema enzimático 

Los basidiomicetos poseen dos tipos de sistema enzimático: el sistema hidrolítico que produce 

hidrolasas, tales como las pectinasas (Xavier-Santos et al. 2004), proteasas (Fermor y Wood, 

1981), xilanasas (Blanchette et al. 1989) esterasas y celulasas (Hwang et al. 2008; Goyal y Soni, 

2011; Hwang et al. 2012), las cuales son responsables de la degradación de los polisacáridos. 

Además de un sistema ligninolítico exclusivamente oxidativo, constituido principalmente por 

lignin peroxidasas (LiP) (EC 1.11.1.14), manganeso peroxidasas (MnP) (EC 1.11.1.13), lacasas 

(EC 1.10.3.2) y oxidasas formadoras de peróxido de hidrógeno. Este sistema degrada la lignina y 

abre sus anillos fenólicos (Sánchez, 2009). Estas enzimas ligninolíticas son producidas por estos 
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hongos durante el metabolismo secundario, ya que la oxidación de la lignina no proporciona 

ningún tipo de energía neta para el hongo. La síntesis y secreción de estas enzimas son a menudo 

inducidas por niveles limitados de nutrientes (en su mayoría C y N). 

Algunos hongos comestibles producen varias enzimas implicadas en la degradación, incluyendo 

enzimas ligninolíticas, esta producción varía de acuerdo con la cepa fúngica, las condiciones de 

cultivo y otros factores (Tari et al. 2007).  

 

1.6.5.1. Lacasas 

Las lacasas (bencenodiol: oxigeno oxidoreductasa o p-difenol: dioxígeno oxidoreductasa EC 

1.10.3.2) son glicoproteínas que representan una familia de polifenol oxidasas que contienen 

cobre, usualmente son llamadas oxidasas multicobre (Figura 13) con la capacidad redox de iones 

de cobre para catalizar la oxidación de un amplio rango de sustratos aromáticos y al mismo tiempo 

la reducción del oxígeno molecular en gua (Giardina et al. 2010). Generalmente presentan un peso 

molecular de entre 60 y 390 kDa (Wesenberg et al. 2003) y contienen cuatro átomos de cobre, sin 

embargo, también son conocidas enzimas con uno, dos y tres átomos de cobre (Thurston, 1994; 

Palmieri, et al. 1997). 

Del grupo de los basidiomicetos se ha reportado que hongos comestibles tales como Lentinula 

edodes (Kofujita et al. 1991; Nagai et al. 2003), Pleurotus ostreatus (Palmieri et al. 1993; 1997; 

Giardina et al. 1999; Hublik y Schiner 2000; Palmieri et al. 2003;) y P. pulmonarius (De Souza y 

Peralta, 2003) son buenos productores de lacasas (Baldrian, 2004). La mayoría de lacasas fúngicas 

son proteínas globulares monoméricas extracelulares de aproximadamente 60–70 kDa, aunque 

algunas de ellas presentes en basidiomicetos son producidas tanto extra como intracelularmente 

(Arora y Sharma, 2010). Tienen un punto isoeléctrico (pI) de pH alrededor de 4.0 y un rango de 

glicosilación entre 10 y 25 %. Varias exhiben una estructura homodimérica, en donde la enzima 

está compuesta por dos subunidades idénticas con un peso molecular típico de las lacasas 

monoméricas (De Souza y Peralta, 2003; Shleev et al. 2004). En hongos, llevan a cabo una gran 

variedad de funciones fisiológicas, incluyendo morfogénesis interacción hospedero 

(planta)/patógeno (hongo), defensa del estrés y degradación de lignina (Gianfreda et al. 1999).  

 

Presentan actividad sobre una amplia gama de sustratos que varían dependiendo de una u otra. A 

pesar de saber que son difenol oxidasas, los monofenoles como el 2,6-dimetoxifenol (DMP) o el 

guayacol son mejores sustratos que los fenoles (tales como el catecol o hidroquinonas) (Baldrian, 

2004). Así, las lacasas que se encuentran dentro de la categoría de oxidasas pueden oxidar o- o p-
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difenoles, aminofenoles, polifenoles, poliaminas, aril diaminas, diaminas aromáticas, iones 

inorgánicos y un amplio rango de otros compuestos (Giardina et al, 2010). Sin embargo, no todos 

sus sustratos pueden ser oxidados directamente por estas enzimas, ya sea por su gran tamaño y 

estructura que restringen su penetración en el sitio activo de la enzima, o debido a su elevado 

potencial redox (Riva, 2006).  

 

 
Figura 13. Estructura tridimensional de una lacasa de Trametes versicolor, 

conformada por el clúster catalítico con cuatro átomos de cobre (en color 

naranja) y cuatro dominios: L1 (violeta), L3 (azul), M2 (verde) y M4 

(amarillo) con estructuras β-plegadas (Sirim et al. 2011). 

 

Las lacasas catalizan la oxidación monoelectrónica de las moléculas sustrato a sus respectivos 

radicales reactivos con la ayuda de cuatro átomos de cobre que forman el núcleo catalítico de la 

enzima (Figura 14). El paso inicial en el mecanismo catalítico oxidativo de la lacasa implica una 

donación de electrones a un sitio específico de Cu2+ con la formación de productos de radicales 

libres de sustancias orgánicas, posteriormente el estado cuproso se oxida pasando al estado cúprico 

por el oxígeno molecular (Bourbonnais y Paice, 1990; Shleev et al. 2004). Sin embargo, las 

lacasas no oxidan únicamente ácidos fenólicos y metoxifenólicos, también los descarboxilan y 

atacan sus grupos metoxi (desmetilación) (Yaropolov et al. 1994; Gianfreda et al. 1999). 
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Figura 14. Clúster catalítico de lacasa de Trametes versicolor 

conformado por cuatro átomos de carbono. El centro de cobre tipo 1 (T1) 

confiere el típico color azul de la proteína y es el sitio donde tiene lugar la 

oxidación del sustrato. El centro de cobre tipo 2 (T2) y tipo 3 (T3) forman 

un clúster de cobre trinuclear donde se lleva a cabo la reducción de 

oxígeno molecular y la liberación de agua (Piontek et al. 2002). 

 

La expresión de lacasas se ha encontrado asociada con la represión catabólica. Elevados niveles de 

glucosa y sucrosa reducen su producción obstruyendo la iniciación (Lee et al. 2004) e inhibiendo 

la transcripción (Mansur et al. 1997).  

La temperatura óptima de lacasas difiere ampliamente de una cepa a otra. Se ha reportado que 25 

°C es la temperatura óptima en presencia de luz, pero de 30 °C en oscuridad (Thurston, 1994). Su 

rango óptimo oscila entre 25 y 30 °C (Pointing et al. 2000). Lacasas de P. ostreatus son casi 

completamente activas en un rango de temperatura de 40 a 60 °C, presentando su mayor actividad 

a 50 °C (Palmieri et al. 1993). 

El pH óptimo varía de acuerdo con el sustrato, ya que sustratos disímiles reaccionan de manera 

diferente con las lacasas. Cuando el hongo crecen medios con pH de 5.0, las lacasas son 

producidas en exceso, pero muchos estudios muestran que un pH entre 4.5 y 6.0 es adecuado para 

su producción (Thurston, 1994; Murugesan et al. 2006). 

La agitación es otro factor que afecta la producción de estas enzimas. Estudios han encontrado que 

el micelio de Trametes multicolour es dañado cuando el hongo es crecido en un reactor de tanque 

agitado y la producción de lacasas es disminuida considerablemente (Mohorčič et al. 2004) 

 

Hasta el momento, cientos de lacasas han sido purificadas a partir de hongos pero muy pocas han 

sido caracterizadas.  Las lacasas purificadas exhiben una apariencia azul característica debido a la 

intensa absorción electrónica de los enlaces Cu-Cu del núcleo catalítico alrededor de los 600 nm 

(debido al cobre tipo 1) y 320 nm (debido al cobre tipo 3) y catalizan oxidaciones electrónicas de 

varios compuestos fenólicos, tales como el catecol, la hidroquinona, el DMP y la siringaldacina 
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con un potencial redox por encima de 0.8 V; también son capaces de catalizar una amplia variedad 

de reacciones, tales como la demetoxilación, demetilación, polimerización, despolimerización, 

ruptura de alquilos-fenilos y rompimiento de enlaces Cα-Cβ y dímeros fenólicos de lignina (Kirk et 

al. 1978; Higuchi, 1990; Kersten et al. 1990; Milstein et al. 1994) . 

 

La actividad de lacasas puede ser cuantificada por diferentes métodos, tales como el método de 

Guayacol (o-metoxi fenol), el método ABTS, el método de la siringaldacina y el método por DMP, 

el cual fue usado por primera vez por Paszcynski et al. (1985); en este método 1mL de mezcla de 

reacción contenía DMP 2mM en buffer de tartrato de sodio (200 mM, pH 5.0) y 0.25mL de 

extracto de cultivo y la absorbancia fue leída a 468 nm (Saparrat et al. 2002). 

La producción de estas enzimas puede verse inhibida por pequeños aniones tales como los haluros 

(excepto el yoduro), la azida de cianuro y el hidróxido que al unirse al cobre tipo 2 y 3 (Figura 8) 

resulta en una interrupción de transferencia interna e inhibición de la actividad. Otros inhibidores 

incluyen iones metálicos (como el Mg2+, Ca2+, Sn2+, Ba2+, Co2+, Cd2+, Mn2+, Zn2+), ácidos grasos, 

grupos sulfhidrilo, hidroxiglicina, ácido kojico, ácido etilenodiaminotetraacético, L-cisteína, 

glutatión y detergentes de amonio cuaternarios entre otros (Baldrian, 2004; Morozova et al. 2007). 

Estas enzimas fúngicas desempeñan variadas funciones en la naturaleza, pues tienen un papel 

importante en la morfogénesis del hongo que las produce, son responsables de la detoxificación de 

algunos compuestos en determinadas especies arbóreas y participan activamente en la degradación 

de la lignina (Arora y Sharma, 2010). Además, pueden oxidar, polimerizar y romper una gran 

variedad de compuestos tanto fenólicos como no fenólicos, sintéticos y biológicos; dichas 

características las convierten en valiosas herramientas en el área de la biotecnología, en 

biorremediación de efluentes residuales, tintes industriales, pesticidas y otros polímeros; la 

deslignificación de compuestos lignocelulósicos, en la industria del papel en los procedimientos de 

biopulpeo y bioblanqueo, remoción de fenoles en mosto y vino, desulfuración de combustibles 

fósiles, biosolubilización del carbón, degradación de herbicidas, tratamiento de alimentos, 

aplicaciones médicas y aplicaciones inmunoquímicas y biosensores (Arora y Sharma, 2010). 

 

1.6.5.2. Esterasas 

Las esterasas son enzimas que pertenecen a la clase de las hidrolasas, catalizando la ruptura y 

formación de enlaces éster. Pueden catalizar tres tipos de reacción: esterificación, 

interesterificación y transesterificación (Bhardwaj et al. 2012).  



30 
 

Estas enzimas están ampliamente distribuidas en plantas, animales y microorganismos, muchos de 

los cuales muestran una amplia tolerancia de sustrato, que ha conducido a la hipótesis de que los 

organismos que las producen han evolucionado para permitirse tener acceso a más fuentes de 

carbono o participar en otras rutas catabólicas. También muestran regiones de alta 

estereoespecificidad, lo que las hace atractivos biocatalizadores para la producción de compuestos 

ópticamente. El interés en estas enzimas también reside en el hecho de que no requieren 

cofactores, son generalmente bastante estables y son aún activo en disolventes orgánicos 

(Bornscheuer y Kazlauskas, 1999; Patel, 2000; Bornscheuer, 2002; Godinho et al 2011). 

 

De acuerdo con el Comité de Nomenclatura de la Unión Internacional de Bioquímica y Biología 

Molecular, las esterasas reciben el número de clasificación E.C 3.1.1.x, donde x depende del 

sustrato. Este número las identifica como hidrolasas que actúan sobre enlaces éster que se 

subdividen en distintos grupos. Entre ellos se encuentran: a) las carboxilesterasas o “verdaderas” 

esterasas (EC 3.1.1.1), las cuales actúan sobre ésteres carboxílicos de cadenas acilo cortas (menor 

a 10 carbonos) liberando los ácidos correspondientes, b) las lipasas (EC 3.1.1.3), que catalizan la 

hidrólisis de ésteres de glicerol con una cadena acilo igual o superior a 10 átomos de carbono 

(insolubles en agua) a ácidos grasos, diglicéridos, monoglicéridos y glicerol y c) las esterol 

esterasas (EC 3.1.1.13), que hidrolizan ésteres de esteroles liberando esteroles y ácidos grasos 

(NC-IUBMB, 1992; Jaeger et al. 1999). 

 

Las dos clases principales son las lipasas y las carboxil esterasas. La estructura tridimensional de 

ambas enzimas muestran la conformación característica con el plegamiento α/β hidrolasa (Figura 

15), que consiste, generalmente, en una lámina β constituida por 8 hebras, siete son paralelas y 

sólo la segunda es antiparalela, dicha lámina se encuentra rodeada a ambos lados por hélices α. La 

estructura secundaria se une entre sí a través de loops (Ollis et al. 1992; Schrag y Cygler, 1997; 

Nardini y Dijkstra, 1999). 
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Figura 15. Representación esquemática del plegamiento α/β hidrolasa. Las hebras β 

(1–8) se muestran como flechas azules y las hélices α (A–F) como cilindros rojos. 

Las posiciones relativas de los aminoácidos de la triada catalítica se indican con tres 

círculos anaranjados (Bornscheuer, 2002). 

 

Generalmente, la lámina β presenta un giro helicoidal levógiro, provocando que la primera y 

última hebra se crucen de manera casi perpendicular. En algunos casos, una o más de estas hebras 

pueden estar ausentes; solamente la hélice αC parece estar conservada, pues ocupa una posición 

estratégica en el centro de la lámina β, jugando un papel importante en el correcto posicionamiento 

del residuo nucleofílico del centro activo (Schrag y Cygler, 1997; Nardini y Dijkstra, 1999). 

Normalmente la primera y última hélice se empaquetan a un lado de la lámina central, mientras 

que el resto lo hacen al lado opuesto (Holmquist, 2000). El grado de curvatura de la lámina central 

está determinado por el ángulo establecido entre las hebras β5 y β6 (Ollis et al. 1992), lo que 

ocasiona que en la lámina central se distinga un lado cóncavo y otro convexo. Aunque ambos 

poseen un fuerte carácter hidrofóbico y están protegidos del solvente por la presencia de las 

hélices α, los residuos alifáticos y aromáticos muestran preferencias en sus localizaciones en la 

lámina central. En la cara convexa predominan agrupaciones de aminoácidos alifáticos, mientras 

que en la cara cóncava abundan residuos aromáticos (Cygler et al. 1993).  

La triada catalítica de estas enzimas está conformada por los aminoácidos serina (Ser), histidina 

(His) y ácido aspártico (Asp) (Wei et al. 1995; Pleiss et al. 2000). En general, la triada catalítica 

contiene al Asp como residuo activo, sin embargo, en algunas lipasas, éste se encuentra 

reemplazado por ácido glutámico (Glu) (Schrag et al. 1991; Bourne et al. 2004). La estabilización 

del estado de transición tetraédrico generado en el transcurso de la reacción es llevado a cabo por 

un “agujero oxaniónico” (Kraut, 1977). En éste se establecen puentes de hidrógeno entre el átomo 

cargado negativamente del sustrato y determinados grupos NH de residuos proteicos (Cygler y 

Schrag, 1997).  
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El codo nucleófilo consiste en una estructura secundaria en la que se localiza la Ser catalítica. Este 

elemento, localizado entre la hebra β5 y hélice αC (Matthews, 1972), se identifica por la secuencia 

consenso Gly-X-Ser-X-Gly (Brenner, 1988). Además, su geometría contribuye a la formación del 

agujero oxaniónico, por lo que podría tener un papel en la estabilización del intermediario 

tetraédrico durante la reacción (Hol et al. 1978). 

La estructura tridimensional α/β hidrolasa está muy bien conservada y confiere un ambiente 

estable para la triada catalítica, residiendo la especificidad de sustrato en los loops próximos al 

centro activo (Cygler et al. 1993). La estructura es mantenida gracias a la existencia de puentes 

salinos y disulfuro. Los primeros juegan un papel importante en el plegamiento de la esterasa, 

manteniendo juntos los loops próximos al centro activo. Los puentes disulfuro en la región N-

terminal son importantes en el mantenimiento de la conformación de dos loops, estando uno de 

ellos claramente implicado en la unión al sustrato (Harel et al. 1993). 

 

Debido al incremento en el número de miembros tan diversos de la familia α/β hidrolasa, no es 

posible determinar una estructura común para todos. Sin embargo, se establecen cuatro 

características esenciales para pertenecer a esta familia: a) el orden de la triada catalítica debe ser 

nucleófilo-ácido-His, con el nucleófilo ubicado detrás de la hebra β5, b) la presencia del codo 

nucleófilo (β5), c) la estructura debe comenzar en la lámina β3 y poseer al menos 5 hebras β 

paralelas y d) la existencia de un largo loop al final de la hebra β7 que permita que las cadenas 

laterales de los residuos catalíticos establezcan puentes de hidrógeno (Heikinheimo et al. 1999).  

 

La diferenciación entre los tres grupos de enzimas ya mencionados que integran parte de las 

esterasas es complicada, pues los datos publicados sobre su especificidad de sustrato han sido 

contradictorios. Por ejemplo, tenemos la lipasa producida por F. oxysporum que puede hidrolizar 

oleato de colesterilo, sustrato de esterol esterasas, pero no es capaz de hidrolizar palmitato de p-

nitrofenilo (pNPP), sustrato típico de lipasas (Madhosingh y Orr, 1981).  

Estas enzimas muestran bajas velocidades de catálisis frente a sustratos solubles, pero su actividad 

hidrolítica sufre un brusco incremento cuando la concentración de sustrato excede su 

concentración micelar crítica (Chahinian et al. 2002). Uno de los factores que acelera esta 

activación es el desplazamiento de un elemento helicoidal denominado “tapadera” (lid o flap). La 

tapadera consiste en un bucle peptídico anfolítico que bloquea el sitio catalítico de la enzima en su 

estado inactivado (conformación cerrada) y es desplazado, en diferente extensión, durante el 

proceso de activación interfacial, permitiendo así la entrada del sustrato lipídico al centro activo 
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(conformación abierta). La apertura de la tapadera consiste en la rotación del loop alrededor de sus 

regiones bisagra (Pernas et al. 2001) y es estabilizada mediante puentes de hidrógeno y contactos 

polares establecidos con el esqueleto de la proteína (Holmquist, 2000). En solución, sólo una 

pequeña parte de las moléculas de enzima se encuentran en la forma abierta en ausencia de la 

interfase lipídica. Esto es debido al ambiente desfavorable que representa un medio acuoso para la 

exposición de un centro activo hidrofóbico. Esta pequeña fracción explicaría la actividad de las 

enzimas sobre sustratos solubles en agua. En presencia de la fase lipídica, las moléculas de la 

enzima pasan de la conformación cerrada a la abierta para comenzar el proceso hidrolítico 

(Holmquist, 2000). Sin embargo, factores como la presencia de co-solventes, modificaciones del 

pH del medio y/o variaciones en la constante dieléctrica del centro activo, podrían jugar un papel 

importante en la apertura de la tapadera y en consecuencia, en la actividad enzimática (Domínguez 

de María et al. 2006).  

 

El mecanismo catalítico descrito para las esterasas se muestra en la figura 16. En un principio el 

sustrato se une a la superficie de la enzima, esta unión es muy específica, pues éste debe acoplarse 

perfectamente al sitio de unión, en cuya entrada se localiza la triada catalítica. Este sitio de unión 

define la posición del corte y la estereoespecificidad de las esterasas. De esta manera, la Ser activa 

(primer residuo de la triada catalítica) se sitúa próxima al grupo carbonilo del enlace a romper. Los 

residuos de Ser no suelen ser reactivos, pero éste se encuentra en un entorno poco habitual, ya que 

está muy próximo a una His (segundo residuo de la triada catalítica). El protón de la Ser se 

transfiere al anillo de la His, dejando en la Ser una carga negativa. Esta transferencia sería 

imposible debido a los pKa elevados de los grupos alcohol (–OH), pero parece facilitarse por un 

residuo ácido (tercer residuo de la triada catalítica) que, por su carga negativa estabiliza la 

protonación del anillo de His adyacente. La Ser activada es un fuerte nucleófilo y puede atacar al 

carbonilo del sustrato. La ruptura del enlace éster se produce en este estado activado, dando un 

intermediario acilo-enzima. El grupo –OH liberado extrae el protón de la His (que originalmente 

era el protón de la Ser). El intermediario acilo-enzima es hidrolizado por una molécula de agua, 

ésta se coloca entre el grupo acilo y la His y le transfiere un protón. El grupo –OH restante se une 

al intermediario acilo para formar un nuevo estado de transición. Por último, el protón se transfiere 

nuevamente de la His a la Ser y se rompe el intermediario acilo-enzima, liberando así el 

componente acilo. La enzima vuelve a su estado original y está preparada para catalizar la 

hidrólisis de otra molécula de sustrato (Bornscheuer y Kazlauskas, 1999; Jaeger et al. 1999). 
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Figura 16. Diagrama representativo del mecanismo de acción de la catálisis de 

las esterasas (Kulkarni et al. 2013). 

 

Para determinar la ubicación de la enzima microbiana (extracelular, intracelular o unida a la 

membrana) se pueden preparar tres fracciones celulares. La fracción extracelular se obtiene a partir 

de la centrifugación del sobrenadante del medio de cultivo. La fracción intracelular se consigue a 

partir de la centrifugación de la biomasa en forma de pellets, los cuales se resuspenden en el medio 

de cultivo y se lisan utilizando medios mecánicos o químicos. Al resuspender aún más los pellets 

en el medio de cultivo se determina la fracción unida a la membrana. Posteriormente, la actividad 

enzimática de cada fracción es estimada. La mayor actividad indica la localización de la enzima 

(Kukarni et al. 2013). 

 

La actividad enzimática de las esterasas se puede ver afectada por cambios en el pH. Se ha 

reportado un intervalo de pH óptimo 6.0 a 8.0 en esterasas microbianas, siendo el pH de 8.0 en 

donde se ha presentado la actividad máxima de estas enzimas (Fojan et al. 2000). Del mismo 
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modo, la temperatura afecta los niveles de actividad de esta enzima, para la cual se ha determinado 

un rango óptimo de actividad que va desde la temperatura ambiente hasta 40 °C y su 

almacenamiento se tiene que dar por debajo de 4 °C. 

El método más comúnmente utilizado para el análisis de esterasas es el uso de ésteres de p-

nitrofenol (acetato de p-nitrofenilo o butirato de p-nitrofenilo). La mezcla de reacción debe 

contener buffer de fosfato de sodio, éster de p-NP, agua destilada y la enzima. Se incuba durante 

30 minutos a 30 °C para posteriormente leer la absorbancia a 400 nm. Una unidad de actividad 

esterasa se define como la cantidad de enzima que produce 1 µmol de p-nitrofenol por minuto a 30 

°C (Faiz et al., 2007; Higerd, 1977; Meghji et al., 1990). Los diversos inhibidores de la actividad 

de esterasas incluyen diisopropil-fosfofluorido, fluoruro de fenilmetilsulfonilo, iones divalentes 

como el Fe3+, Cu2+, Zn2+, Mn2+, Co2+, Ca2+ y Ag2+ (Bannerman et al. 1976;. Degrassi et al. 1998). 

Los iones metálicos contribuyen al mantenimiento de la estabilidad y extructura activa de la 

enzima mediante la unión a los residuos de aminoácidos con carga negativa en sitios específicos 

(Faiz et al. 2007). 

 

Dentro del grupo de las esterasas, las que poseen mayor aplicación industrial son las lipasas. Estas 

enzimas se consideran los biocatalizadores más versátiles que existen. Pueden llevar a cabo un 

amplio espectro de reacciones de bioconversión tales como hidrólisis, interesterificación, 

esterificación, alcohólisis, acidólisis y aminólisis (Pandey et al. 1999). De ahí, el incremento 

exponencial de sus aplicaciones en biotecnología en comparación con otras enzimas hidrolíticas. 

El gran potencial biológico de algunas esterasas es explicado por los siguientes hechos: a) por lo 

general son bastante estables y se mantienen activas aún en solventes orgánicos, b) no requieren 

cofactores, c) presentan amplia especificidad de sustrato y d) en algunos casos, elevada 

enantioselectividad (Jaeger y Reetz, 1998) 

El estudio de las enzimas hidrolíticas que evolucionaron para degradar polímeros de naturaleza 

altamente estable (como la celulosa, quitina y cutina) puede contribuir al conocimiento acerca de 

la degradación de los polímeros naturales y sintéticos (Pio y Macedo, 2009) dado que algunos de 

los usos potenciales de estas enzimas como las esterasas incluyen aplicaciones en la degradación 

de algunos plastificantes (Niazi et al. 2001; Hwang et al. 2012). 
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1.6.6. Lentinula edodes 

Comúnmente conocido como Shiitake, Lentinula edodes es un basidiomiceto originario de China, 

Japón y Corea (Andrade, 2002), pertenece a la clase Agaromycetes, al orden de los Agaricales y a 

la familia Marasmiaceae (Pegler, 1976). Es el tercer hongo más cultivado a nivel mundial para 

consumo ya que constituye un alimento tradicional, exquisito, nutritivo, con un aroma seductor y 

compuestos que favorecen la mejora del sistema inmunitario (Aminuddin  et al. 2007). 

 

En 1878 el botánico inglés Miles Joseph Berkeley 

propuso el nombre Agaricus edodes para su 

clasificación, de ahí en adelante la especie fue asignada 

a diversos géneros entre ellos Collybia, Armillaria, 

Lepiota, Pleurotus y Lentinus (esta última dada por 

Singer). En 1978 Pegler lo denominó como Lentinula 

edodes por las diferencias microscópicas que existían 

con respecto a Lentinus (Solomon, 2005). 

 

El nombre común de este hongo deriva del japonés “Shii” del árbol Castanopsis cuspidata que 

provee los troncos muertos en donde se cultiva, y “take” que significa hongo; algunos de sus 

sinónimos son: hongo negro chino, hongo negro del bosque, hongo negro, seta de roble oro o seta 

de madera de roble (Stamets, 2000). Presenta una fase vegetativa y una reproductiva. Su micelio 

presenta un crecimiento lento sobre el sustrato del que se alimenta y forma colonias de color 

blanco con una textura algodonosa (figura. 17B). Sin embargo, con el tiempo secreta sustancias 

protectoras de color marrón. Su cuerpo fructífero se caracteriza por presentar un píleo hemisférico 

que se va aplanando al madurar, cuyo diámetro es de 5 a 25 cm y se va tornando color café a 

medida que se desarrolla, para finalmente estar sostenido por un tallo fibroso (figura. 17A).  

Sus esporas son blancas de forma ovoide (Cudris, 2011). Crece sobre árboles muertos de hoja 

ancha, principalmente el roble, sin embargo, existe una gran variedad de materiales que pueden ser 

utilizados en su cultivo, entre ellos están el aserrín de eucalipto y el aserrín amarillo (Pukahuta et 

al, 2000).  

Este hongo es un organismo aerobio estricto, con una alta susceptibilidad al CO2 (Stamets, 2000) 

que crece a una temperatura óptima de 25°C (con un rango de 22 a 26 °C). Se ha reportado un pH 

óptimo de crecimiento que oscila entre 3.0 y 4.5, obteniendo mayor producción de biomasa a 3.0-

3.5 y a 4.5 se favorece la producción de metabolitos antibacterianos (Hassegawa et al. 2005). Su 

Figura 17. A) Cuerpo fructífero y B) 

desarrollo micelial sobre agar dextrosa 

papa (PDA) de Lentinula edodes 

(Midori, 2005; Cudris, 2011). 

B) A) 
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porcentaje de humedad varía entre 50 y 60% (Pukahuta et al, 2000). Se ha reportado la actividad 

de lacasas extra e intracelulares por este hongo para degradar diferentes biocompuestos (Nagai et 

al. 2003). 

Aparte de emplearse comúnmente como alimento, L. edodes se ha descrito como un hongo 

promisorio en la industria de la biorremediación de efluentes industriales con colorantes (Nora, 

2001) y en el campo de la medicina, esto debido a que presenta propiedades anticancerígenas, 

antioxidantes, antibacterianas, inmunomoduladoras y antivirales entre otras (Yeung y Gubui, 

2008). 

 

1.6.7. Pleurotus ostreatus 

El género Pleurotus comprende un grupo de hongos 

comestibles ligninolíticos con propiedades medicinales e 

importantes aplicaciones ambientales y biotecnológicas. El 

cultivo de Pleurotus spp.es una industria alimenticia 

económicamente importante a nivel mundial, inició en el siglo 

XIX sobre troncos de árboles (Figura 18). Esta industria se ha 

expandido en los últimos años, llegando a ser actualemte el 

segundo hongo comestible más cultivado a nivel mundial 

(Cohen et al. 2002; Zanon et al. 2005; Sánchez, 2010). 

Pleurotus ostreatus es un hongo que pertenece al phyla Basidiomicota, clase Agaromicetes, orden 

Agaricales y familia Pleurotaceae (Cohen et al. 2002). Este hongo fue descrito científicamente por 

primera vez en 1775 por el naturalista holandés Nikolaus Joseph Freiherr von Jacquin y lo nombró 

Agaricus ostreatus. Para 1871 el micólogo alemán Paul Kummer lo transfirió dentro del género 

Pleurotus (género que el mismo Kummer definió), dejándolo así con el nombre científico 

actualmente aceptado (Kirk et al. 2008). Su nombre deriva del latin 

Pleurotus que significa “al lado de la oreja” y ostreatus que significa 

“en forma de ostra”, por lo que también ha sido llamado seta ostra, 

orellana, hiratake, seta de chopo o pleuroto ostreado. Este hongo se 

encuentra distribuido a lo largo de los bosques templados y tropicales 

del mundo, comúnmente en zonas templadas. Se ha reportado su 

crecimiento sobre árboles de los géneros Aesculus, Betula, Fagus, 

Juglans, Populus, Salix, entre otros. (Hilber, 1997). 

Figura 18. Cuerpo fructífero de 

Pleurotus ostreatus (Cisterna 

2003). 

Figura 19. Micelio de 

Pleurotus ostreatus 

(Moreno y Ospina 2008). 
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Pleurotus spp. es un hongo saprofítico que se cultiva sobre sustratos que contienen lignina y 

celulosa, en la naturaleza crece sobre la madera, usualmente en troncos de árboles muertos o 

caídos con bajos niveles de minerales y vitaminas. (Cohen et al. 2002). 

El micelio de este hongo tiene una apariencia de masa algodonosa aérea, generalmente blanca, el 

cual crece sobre el sustrato elegido para el desarrollo del hongo. Este micelio es el que se cultiva 

en el laboratorio sobre medios sintéticos en cajas Petri para obtener una cepa, presentando un 

crecimiento en forma de anillos desde el centro de la caja hacia su periferia (Figura 19) (Guzmán 

et al. 1993; Fernández y Henao 2007). El rango de temperatura óptima para su crecimiento 

miceliar oscila entre 21 y 26 ° C (Block et al. 1959; Kashangura et al. 2006.) 

Su cuerpo fructífero (figura 15) presenta colores blancos, amarillentos, rosados y a veces grisáceos 

u obscuros; puede carecer o no de estípite, siendo éste corto, lateral, aterciopelado, de color 

blanco, con laminillas longitudinalmente decadentes sobre la base, de color blanco o marfil. 

Presenta un píleo carnoso, grande (8-15 cm), convexo al principio; sus esporas son de color 

blanco, crema o lila pálido, lisas y de forma cilíndrica (Sánchez, 1998; Milla, 2007). 

Presenta dos fases de crecimiento, una vegetativa conformada por el micelio, y otra reproductiva 

conformada por el cuerpo fructífero, el cuál fructifica durante el otoño e invierno a temperaturas 

de 15 a 25°C (Sánchez, 1998; Cisterna, 2003). 

 

Pleurotus spp. puede ser cultivado en cultivos líquidos sumergidos para la producción de proteína 

fúngica o como una fuente de agentes de regeneración o aromatizantes (Hadar y Cohen-Arazi, 

1986). 

Algunas especies del género Pleurotus se producen como alimento humano, representando una 

fuente valiosa de proteína en las comunidades rurales. Tienen gran importancia económica porque 

su cultivo no es complicado y es una práctica común alrededor del mundo (Chang, 1999), otras 

son consideradas como hongos de pudrición blanca por su capacidad para degradar sustratos con 

lignina, como madera, paja de arroz, paja de trigo, avena, salvado, cebada; pulpas de manzana, 

pera y remolacha; virutas, aserrines, papeles y cartones (Cohen et al. 2002; Cisterna, 2003). 

Además de que se ha reconocido la reciente capacidad de la enzimas que poseen algunas especies 

para biodegradar o crecer en presencia de contaminantes como los ftalatos, lo que ha generado 

considerable interés para su investigación en el área de microbiología ambiental y biorremediación 

(Pointing, 2001; Kim, y Song, 2004; Chai et al. 2008; Hwang et al. 2008; 2012; Córdoba-Sosa et 

al. 2014).  
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1.6.8. Pleurotus pulmonarius 

Pleurotus Pulmonarius, también conocido como hongo “ostra-pulmón” es un hongo muy similar a 

Pleurotus ostreatus, con una clasificación taxonómica igual a excepción de la especie.Ambos 

hongos, a pesar de presentar varias similitudes también exhiben notables diferencias.  

El píleo de P. pulmonarius (Figura 20) es mucho más pálido y más 

pequeño y desarrolla más de un estípite, este hongo prefiere el 

clima cálido y crece en temporadas más tardías (en verano y otoño). 

Por otra parte, el sabor y el cultivo de ambas especies se describen 

generalmente como iguales. El píleo del basidiocarpo llega a medir 

hasta 12.2 cm, tiene forma convexa, convirtiéndose plana o 

ligeramente hundida, tomando una forma pulmonar (de ahí su 

nombre en latín) o casi circular. Crece en las copas de los troncos 

con una apariencia suave, blanquecino a beige o marrón pálido, los 

márgenes del píleo tiende a enrollarse ligeramente cuando son 

jóvenes, más tarde toman una apariencia redondeada. Sus esporas presentan una coloración blanca, 

amarillenta y hasta lavanda-gris. Su micelio es de color blanco, inicialmente algodonoso. Sus 

requerimientos para desarrollarse en laboratorio incluyen temperaturas que oscilan entre 20 y 22 

°C y un pH de 6.5 a 7.5. Transcurridas aproximadamente dos semanas (llena caja Petri) a partir de 

su inoculación en agar el micelio se vuelve demasiado denso. 

 

El crecimiento de esta especie se adapta fácilmente a una gran variedad restos orgánicos. Los 

materiales de sustrato probados para dar lugar a los mayores rendimientos son los cereales (trigo, 

arroz) pajas, viruta de madera, tallos de maíz, bagazo de caña de azúcar, desechos de café, 

desechos de algodón, y numerosos subproductos obtenidos de residuos agrícolas y forestales. Este 

hongo se encuentra distribuido ampliamente en los bosques templados y subtropicales de todo el 

mundo. Es una especie maderera de la descomposición primaria en bosques caducifolios. 

Al igual que otros hongos de este género, P. pulmonarius es muy sensible a los niveles de CO2 en 

el aire, con niveles superiores a 1000 ppm (0,01%) se presentan malformaciones notables de los 

cuerpos fructíferos, como tallos más largos y un píleo de menor tamaño. 

 

Figura 20. Cuerpo 

fructífero de Pleurotus 

pulmonarius (Kuo, 2009). 
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2. ANTECEDENTES 

 

En 2001 Niazi et al., reportaron que una especie bacteriana perteneciente al género Bacillus 

presentaba la capacidad de utilizar DMF como única fuente de carbono empleando esterasas 

presentes en el extracto libre de células para la deesterificación del DMF. Mediante electroforesis 

nativa en gel de poliacrilamida mostraron la presencia de cuatro isoesterases designadas como Et-

1, Et-2, Et-3 y Et-4. Las isoesterases Et-4 y ET-1 mostraron mayor preferencia hacia la hidrólissi 

de DMF en comparación con Et-2 y Et-3. Concluyenron que la deesterificación es el paso inicial 

en la degradación de ftalatos como el DMF y los genes para las esterasas asociadas con este 

proceso parecen estar presentes en el plásmido de esta bacteria. 

 

Kim et al. (2003) evaluaron la degradación de 500 mg de DEHF/L en fermentación líquida 

empleando dos enzimas: una cutinasa fúngica pura obtenida del hongo Fusarium oxysporum f. sp. 

pisi y una esterasa de Candida cylindracea. Obteniendo niveles superiores de actividad hidrolítica 

con la cutinasa fúngica y una tasa de descomposición del 90% del DEHF en las primeras 12 h de 

fermentación. En comparación con la esterasa, cuya tasa de descomposición fue de más del 85% 

después de 3 días de incubación También se encontró que durante la degradación. La mayoría del 

DEHF fue convertido al metabolito 1,3 –isobenzofuranoide (IBF) por la hidrólisis del diéster. Este 

metabolito no resultó tóxico para el organismo utilizado en el bioensayo (bacteria bioluminiscente 

recombinante Escherichia coli), en comparación con la esterasa de C. cylindacea cuyos productos 

de degradación resultantes fueronon el IBF y un compuesto desconocido (compuesto X), ambos 

tóxicos para E. coli, provocando estrés oxidativo y daño en la sístesis de proteínas. 

 

Lee et al. (2004) evaluaron la biodegradación de 28 mg de DBF/L en medio (YMPG) líquido por 

los hongos de pudrición blanca Phanerochaete chrysosporium, Trametes versicolor y Daldinia 

concéntrica. Encontrando que las proporciones de degradación por D. concentrica y T. versicolor 

fueron de 94 y 83% respectivamente después del primer día de incubación. Después de seis días de 

incubación, ambos hongos degradaron completamente el DBF. Sin embargo, P. chrysosporium 

degradó sólo el 49% del DBF, incluso después de 20 días de incubación sólo alcanzó a degradar 

un 91%. Algunos de los metabolitos obtenidos durante el proceso de degradación por D. 

concéntrica fueron: ácido o-fenil acético, isobenzofuranona, ácido o-anísico, alcohol feniletílico, y 

di-butil-4-mehtoxy fenol. Sin embargo, los productos frecuentemente reportados como el 

monobutil ftalato, el ácido ftálico y el ácido protocatecuico no se encontraron. Además, de una 
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sorprendente diversidad de ácidos grasos tales como tetradecanoico, hexadecanoico, y ácido 

octadecano-1-enoico. Las especies de ácidos grasos variaron de C8 a C18. Y sugirieron que durante 

la biodegradación de DBF por hongos de pudrición blanca puede estar participando un sistema 

enzimático diferente al ligninolítico. 

 

En 2007 Lee et al, estudiaron la resistencia a 69.585 (250µM), 208.75 (750 µM) y 347.925 (1250 

µM) mg de DBF/L en medio sólido del basidiomiceto Polyporus brumalis. Encontrando que 

conforme se incrementaba la concentración de DBF el crecimiento miceliar se fue inhibiendo. 

También evaluaron la biodegradación de DBF 100 µM en matraces con 200 mL de medio líquido 

basal, observando que después de 12 días de cultivo el DBF fue casi eliminado del medio. El 50 % 

del DBF fue adsorbido por el micelio. Los productos intermediarios detectados durante el proceso 

de degradación fueron el dietil ftalato (DEF) y el MBF. Después de 12–15 días de cultivo, la 

concentración de estos metabolitos en el medio de cultivo disminuyó rápidamente El último 

producto de degradación detectado en el medio de cultivo fue el anhídrido ftálico, así como 

cantidades traza de compuestos aromáticos, tales como ácido α-hidroxifenilacético, alcohol 

bencílico, y ácido o-hidroxifenilacético. En esta investigación sugieren que la degradación de DBP 

en medio líquido por P. brumalis, puede ser completada través de las vías de transesterificación y 

de-esterificación, las cuales se combinan sucesivamente en una vía de degradación intracelular. 

 

Yeo et al. (2007) investigaron la degradación de BBF y DEF  (100µM) en condiciones de cultivo 

líquido por el basidiomiceto Phlebia tremellosa, alcanzando una tasa de degradación del 30 % y 

80 %, respectivamente. También reportan 1832 nucleótidos que codifican para lacasas y que la 

actividad de esta enzima y sus transcritos se ven incrementados considerablemente en presencia de 

los ésteres de ftalato empleados. 

 

En el estudio de Hwang et al. (2008), diez cepas de hongos de pudrición blanca (Irpex lacteus, 

Merullius tremellosus, Polyporus brumalis, Trametes Versicolor, Schizophyllum commune, 

Formitella fraxinea, P. ostreatus y tres transformantes de T. versicolor) se emplearon en la 

degradación de 100 mg/L de DMF, DEF y BBF en medio líquido YMG. Encontrando que P. 

ostreatus fue la cepa más eficiente para degradar los tres ftalatos en cultivos con 5 días de 

preincubación y en uno que no se había preincubado. En el tratamiento con BBF P. ostreatus 

obtuvo la mayor tasa de degradación. El sobrenadante del cultivo en YMG de P. ostreatus 

únicamente degradó el 14.9% de los 100 mg/L de BBF en 4 días de incubación, pero el micelio 



42 
 

homogenizado logró remover el 100 % del BBF en 2 días, incluso en agua destilada, indicando 

que la biodegradación inicial del BBF puede ser atribuida  a enzimas asociadas al micelio en lugar 

de enzimas extracelulares. Con estos resultados concluyeron que de manera contraria a lo que 

generalmente se había registrado, sí se puede obtener una mayor tasa de degradación en ftalatos 

con cadenas alquílicas más largas, es este caso P. ostreatus presentó potencial para aplicaciones en 

el tratamiento de desechos que contienen ftalatos y para la biorremediación de sitios contaminados 

con éstos sin importar la longitud de las cadenas alquílicas del ftalato. 

 

Kim y Song (2009) observaron que en fermentación líquida, la morfología adquirida (pellets 

esféricos) por el basidiomiceto P. ostreatus puede afectar la actividad enzimática y la tasa de 

degradación de compuestos diana específicos, tales como el DMF y el BBF. También encontraron 

que la velocidad de agitación afecta la morfología de los pellets, pues a 150 rpm se formaron 

pellets más pequeños que a 100 rpm debido a la mayor fuerza de rompimiento. De las enzimas 

ligninolíticas que se examinaron, las lacasas fueron las de mayor presencia, la actividad enzimática 

para LnP fue negativa y las MnP no pudieron ser detectadas. Sugirieron que la optimización en la 

morfología del pellet y su subsecuente secreción de enzimas degradativas es necesaria para una 

eficiente remoción de xenobióticos tales como los ftalatos por basidiomicetos de pudrición blanca. 

 

Para 2012 Hwang et al., evaluaron la degradación de 100 mg de BBF/L en fermentación líquida 

empleando el hongo P. ostreatus. En este estudio encontraron que la degradación completa del 

BBF se lleva a cabo a las 24 h de la incubación en un medio con una fuente de C y N extra y con 

un período de pre-incubación previo a la adición de ftalato, en comparación con un medio mineral, 

en el que únicamente el 35% de BBF fue degradado después de 5 días de incubación, lo que 

estuvo relacionado directamente con el incremento (probablemente debido a la formación de ácido 

ftálico como principal metabolito) o disminución (debida a la formación de algunos ácidos 

orgánicos) del pH y la producción de biomasa; además de que en el medio con una fuente 

adicional de C y N los niveles de actividad enzimática de esterasas y peroxidasas incrementaron 

rápidamente ante la adición del ftalato, efecto contrario al de las lacasas, cuyos niveles de 

actividad no fueron significativos. 

 

En el estudio realizado por Zhu-Hua et al. (2012) se reportó que a pesar de que el hongo Fusarium 

sp. DMT-5-3 no era capaz de mineralizar completamente DMT, sí lo podría transformar en su 

respectivo monoéster o ácido ftálico por la hidrólisis gradual de sus enlaces éster. Estos resultados 
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sugirieron que las esterasas fúngicas son enzimas clave implicadas en la degradación microbiana 

de ésteres de ftalato. La esterasa purificada es una proteína polimérica que consiste en dos 

subunidades idénticas, con una masa molecular de aproximadamente 84 kDa. Esta esterasa mostró 

una actividad máxima a 50 °C y se mantuvo estable por debajo de 30 °C. Su pH óptimo fue de 8.0, 

pero se mantuvo estable en valores de 6.0–10.0. Su actividad se vio inhibida por Cr3+, Hg2+, Cu2+, 

Zn2+, Ni2+ y Cd2+. Análisis de especificidad mostraron que la enzima era específica para la 

hidrólisis de DMT, pero no tuvo ningún efecto sobre isómeros como el DMF o su monoéster el 

monometil ftalato (MMF).  

 

Ahuactzin-Pérez et al. (2014) estudiaron la biodegradación de 500 y 1000 mg de DBF/L los 

hongos Neurospora sitophyla, Trichoderma harzianum y Aspergillus niger en fermentación 

líquida y a partir de los sobrenadantes obtenidos de las fermentaciones evaluaron la toxicidad de 

los metabolitos obtenidos del proceso degradativo mediante el monitoreo del crecimiento de la 

bacteri E. coli. Encontrando que los productos de degradación con N. sitophyla inhibieron el 

crecimiento de E. coli a mayor concentración de DBF, en contraste con T. harzianum y A. niger, 

cuyos productos de degradación decrecieron más el crecimiento de E. coli en la menor 

concentración de DBF. 

 

Córdoba-Sosa et al. (2014) evaluaron el crecimiento de P. ostreatus ATCC3526 en tres diferentes 

concentraciones (750, 1200 y 1500 mg/L) de DHEF en FSm, encontrando que esta cepa es capaz 

de crecer en concentraciones de hasta 1500 mg de DEHF/L (concentración más alta reportada en 

estudios de biodegradación de DEHF). Reportan que las diferentes concentraciones del DEHF 

tienen efecto tanto sobre la µ como en la biomasa máxima (Xmax), ya que a mayor concentración de 

DEHF se incrementó la producción de biomasa. La mayor actividad enzimática la presentaron las 

enzimas esterasas en comparación con las lacasas, además los rendimientos enzimáticos evaluados 

para ambas enzimas presentó una correlación positiva con la actividad máxima obtenida. Dado que 

la actividad de esterasas fue mucho mayor que la actividad de la lacasas al comienzo de la fase 

estacionaria en el medio que contenía 1500 mg de DEHF/L sugieren que en este basidiomiceto, 

este grupo de enzimas podría ser el responsable de degradación inicial de DEHF, que no hay 

represión catabólica (efecto glucosa), por lo que al usar tanto el DEHF como la glucosa como 

fuente de carboso probablemente se estaría presentando un crecimiento diauxico, con lo que se 

tendría que replantear el modelo de crecimiento microbiano usado. Y que esta cepa utiliza DEHF 

como fuente de carbono y energía. 
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Recientemente, Whangsuk et al (2015) reportaron dos genes clonados de esterasa, estB y estG, en 

Sphingobium sp. SM42, que podría participar durante el metabolismo de DBF como única fuente 

de carbono. A pesar de que la esterasa EstG comparte una identidad de secuencia con muy pocas 

proteínas, mostró una mayor capacidad de ruptura para DBF, tanto in vitro como in vivo, en 

comparación con EstB. Las mutantes de inactivación de inserción estG y estB no pudieron 

degradar DBF debido principalmente a la ausencia de la eficiente enzima degradadora de DBF, 

EstG. Curiosamente, la mutante estB degradó DBF mejor que la cepa nativa. Estos resultados 

confirmaron que la mutante estB compensa la pérdida de EstB con un aumento en la expresión de 

estG y este proceso permite a Sphingobium degradar más DBF. Un gen designado estR, que 

codifica una proteína de la familia MarR, fue encontrado cerca de estB. Reportando que la proteína 

EstR actúa como regulador transcripcional positivo que media la inducción de la expresión del gen 

de esterasas estB, pero no está implicado en el aumento compensatorio observado en la expresión 

de estG en  la mutante estB. 
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3. JUSTIFICACIÓN 

Los polímeros utilizados hoy en día liberan sustancias al ambiente que se ha demostrado, resultan 

dañinas a la salud de diferentes organismos, ante esta situación es importante el desarrollo de 

nuevas tecnologías que contribuyan con la eliminación de dichos compuestos. La capacidad de 

adaptación de los microorganismos a los diversos ambientes estresantes es una bendición para la 

humanidad, por lo que los temas globales sobre los ftalatos y sus metabolitos implicados en la 

contaminación refieren gran importancia. Es por esto que el uso de microorganismos potenciales 

para crecer utilizando como fuente de carbono y energía compuestos como los ftalatos se ha 

convertido en una herramienta viable que se está abriendo camino en el campo de la biotecnología 

moderna.  

 

De los microorganismos que más impacto han tenido en el área de la biotecnología destacan los 

hongos, dada su versatilidad metabólica para emplear como sustratos una amplia gama de 

compuestos. De este grupo, los hongos comestibles tienen un enorme potencial para aplicaciones 

industriales, especialmente en la biodegradación de contaminantes recalcitrantes, entre los que se 

encuentran los ftalatos. Sin embargo, el escaso y nulo conocimiento que se tiene acerca del 

desarrollo de estos hongos sobre este tipo de compuestos con respecto a sus parámetros cinéticos 

de crecimiento y a los procesos y rutas metabólicas implicados en su degradación, hacen necesario 

el desarrollo de investigaciones enfocadas en el estudio de este tipo de parámetros. 

 

Es por esto que este trabajo pretende aportar conocimiento acerca del crecimiento, metabolismo, y 

proceso degradativo que llevan a cabo tres cepas de hongos comestibles al desarrollarse en 

presencia de diferentes concentraciones DEHF. 
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4. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

4.1.Preguntas de investigación 

¿Las cepas de hongos Lentinula edodes, Pleurotus ostreatus ATCC32783 y Pleurotus 

pulmonarius podrán degradar concentraciones de 1500 y 2000 mg de DEHF/L hasta ácido ftálico 

en fermentación sumergida? 

¿Cómo afectará el proceso de degradación de DEHF variables tanto de crecimiento como 

metabólicas de las tres cepas fúngicas? 

 

4.2.Hipótesis 

Las cepas de hongos comestibles L. edodes, P. ostreatus ATCC32783 y P. pulmonarius 

degradarán 1500 y 2000 mg de DEHF/L hasta ácido ftálico pasando por la formación de su 

monoéster (MEHF), presentando un aumento en los valores de sus parámetros cinéticos de 

crecimiento conforme incremente la concentración de DEHF. Además de que el perfil de pH 

presentará cambios drásticos correspondientes con la formación de metabolitos obtenidos de la 

degradación de DEHF. La glucosa se comenzará a consumir al final de la fase de crecimiento 

exponencial, ya que se espera que al inicio, lo que consuman los hongos como fuente de carbono y 

energía sea el DEHF. 

La actividad enzimática extracelular de lacasas será menor en las tres cepas en comparación con la 

de las esterasas, la cual se espera que sea la que presente los mayores niveles de actividad. 

Además, los niveles más altos de actividad de esterasas se presentarían durante las fases de 

crecimiento de adaptación y exponencial, fases en la que se espera se esté llevando a cabo la 

descomposición de DEHF en sus respectivos metabolitos. Y dado que los rendimientos 

enzimáticos evaluados se relacionan directamente con  los mayores niveles de actividad 

enzimática, se espera que haya un efecto significativo de cada tratamiento sobre cada uno de estos 

rendimientos. 

 

4.3.Objetivo general 

Evaluar la degradación de DEHF por tres cepas de hongos comestibles (P. ostreatus ATCC32783, 

P. pulmonarius y L. edodes), a través del efecto de tres concentraciones (0, 1500 y 2000 mg/L) de 

este compuesto sobre el crecimiento y metabolismo de las cepas desarrolladas en fermentación 

sumergida. 
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4.4.Objetivos específicos 

 Determinar la velocidad específica de crecimiento (μ) y biomasa máxima (Xmax) de las tres 

cepas de hongos comestibles crecidas en tres concentraciones de DEHF (0, 1500 y 2000 

mg/L) en fermentación sumergida.  

 

 Valorar los perfiles de pH de las tres cepas de hongos comestibles crecidas en tres 

concentraciones de DEHF (0, 1500 y 2000 mg/L) en fermentación sumergida durante sus 

respectivos tiempos de incubación. 

 

 Evaluar la degradación de dos concentraciones de DEHF (1500 y 2000 mg/L) por las cepas de 

hongos comestibles, usando cromatografía de gases acoplada a espectrometría de masas 

(GC/MS).  

 

 Valorar los perfiles de actividad enzimática extracelular de lacasas y esterasas de las tres 

cepas de hongos comestibles crecidas en 0, 1500 y 2000 mg de DEHF/L en fermentación 

sumergida a lo largo de sus respectivos tiempos de incubación.  

 

 Determinar tanto para lacasas como esterasas cuatro rendimientos enzimáticos: actividad 

máxima de la enzima (Emax), rendimiento de producción de la enzima con respecto a la 

biomasa (YE/X), tasa específica de formación de la enzima (qp) y productividad de la enzima 

(P). 

 

 Evaluar la cantidad de glucosa presente cada tratamiento (0, 1500 y 2000 mg de DEHF/L) con 

las tres cepas de hongos comestibles crecidas en fermentación sumergida durante sus 

respectivos tiempos de incubación. 
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5. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

5.1. Microorganismos de estudio 

Se utilizaron las cepas fúngicas Lentinula edodes (donada por el Dr. Martínez Carrera del 

COLPOS-Puebla), Pleurotus ostreatus ATCC32783 (American Type Culture Collection, 

Manassas, U.S.A.) y Pleurotus pulmonarius (de la colección de cultivos de la Universidad China 

de Hong Kong) (Figura 21). 

 

 
Figura21: Cepas de L. edodes, P. ostreatus ATCC32783 y P. 

pulmonarius (de izquierda a derecha) crecidas en EMA. 

 

5.2. Preparación de inoculo y condiciones de cultivo para la fermentación 

Las cepas fúngicas utilizadas en este estudio se crecieron para su propagación en agar extracto de 

malta (EMA). Los tiempos de desarrollo de las cepas fueron según su velocidad de crecimiento 

(Sánchez, 1998). Los estudios de fermentación se realizaron empleando inóculos (3 fragmentos de 

10 mm de diámetro) de la periferia de colonias desarrolladas en EMA. Para L. edodes dichos 

cultivos se incubaron a 25 oC por 37 días a 120 rpm y para las cepas de P. ostreatus ATCC32783 y 

P. pulmonarius los cultivos se incubaron a 28 °C por 24 y 23 días respectivamente. Se hicieron 

tres réplicas de los matraces por día. 

 

5.3.Preparación de medios de cultivo para la fermentación 

Se preparó un medio de cultivo empleando en g/L: KH2PO4 0.6, ZnSO4•7H2O 0.001, K2HPO4 0.4, 

FeSO4•7H2O 0.05, MnSO4•H2O 0.05, MgSO4•7H2O 0.5, CuSO4 0.25, extracto de levadura 5, 

glucosa 10 y Tween 80 0.04 %. El pH se ajustó a 6.5 usando NaOH 0.1, 1 y 3 M. A este medio se 

le denominó medio testigo o medio SAF (sin adición de ftalato) Se utilizaron matraces de 125 mL 

conteniendo cada uno 55 mL de medio de cultivo. Una vez contenido el medio, para los 

tratamientos con DEHF, se adicionó a cada matraz la concentración correspondiente de DEHF 

(1500 y 2000 mg/L). Posteriormente se esterilizaron en autoclave por 15 min a 121 °C y103 kPa. 

Se dejaron enfriar dentro de la autoclave durante 5 horas para su posterior inoculación. En todos 
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los casos, el medio de cultivo SAF fue utilizado como testigo (modificado de Córdoba-Sosa et al. 

2014). 

 

5.4. Obtención del sobrenadante extracelular 

Para la cepa L. edodes la toma de muestras se realizó cada 48 horas a partir del día de incubación y 

hasta el día 20, a partir de este día y hasta el día 37 los muestreos se hicieron cada 24 horas. En las 

especies del género Pleurotus, los hongos se desarrollaron durante las primeras 72 h de cultivo y 

posteriormente se tomó la primera muestra, sin embargo, los muestreos subsecuentes se realizaron 

cada 24 h. Se obtuvo el sobrenadante de cada matraz en las fermentaciones por filtrado y retención 

de la biomasa a través de papel de filtro Whatman No. 4. A partir de este sobrenadante se 

guardaron las cantidades necesarias en tubos Eppendorf de 1 mL para posteriores análisis. La 

biomasa retenida sobre el papel Whatman se secó hasta peso constante para su cuantificación por 

diferencia de peso seco (AOAC 1990). 

 

5.5. Determinación de los parámetros cinéticos de crecimiento biomasa máxima (Xmax) y 

velocidad específica de crecimiento (µ) 

Para la determinación de los parámetros Xmax y µ se obtuvo el progreso de la biomasa en función 

del tiempo X = X (t), que posteriormente se ajustó mediante la ecuación logística de Velhurst-Pearl 

(Ec. 1): 

                                                                     dX / dt = µ (1-X / Xmax) X             (Ec. 1) 

 

La solución a la ecuación fue la siguiente (Ec. 2): 

                                                                         X = Xmax / (1 + Ce -µt)              (Ec. 2) 

Donde 

µ = Máxima velocidad específica de crecimiento (h -1) 

Xmax = Valor de la biomasa máxima o de equilibrio (g/L) cuando dX / dt = 0 para X > 0. 

t = Tiempo transcurrido en la fermentación (h) 

X0 = Valor de la biomasa inicial (g/L) 

C = Valor que representa la relación entre la diferencia de Xmax y X0 (g/L): 

 

C = (Xmax – X0) / X0        
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La estimación de los parámetros cinéticos en las ecuaciones mencionadas se llevó a cabo usando el 

programa Solver de Microsoft Excel (Viniegra-González et al. 2003). 

 

5.6. Cuantificación de la degradación de DEHF  

Para el análisis de degradación se tuvieron las tres réplicas de 1mL del sobrenadante por día, las 

cuales se mezclaron y a partir de esta mezcla se obtuvo un total de 1 mL, el cual se depositó en el 

vial correspondiente para el análisis a través del cromatógrafo de gases. Todos los componentes 

químicos fueron analizados utilizando cromatografía de gases/espectrofotometría de masas 

(GC/MS). No se asignó ningún método de preparación a la muestra para el análisis. Se utilizó 

helio como gas acarreador en 1 mL/min. La temperatura en el puerto de inyección fue de 290 °C. 

La programación del horno fue de 90 °C por 5 min, después de 20°C/min hasta 290°C por 30 min. 

El tiempo de corrida por muestra fue de 45 min. El inyector presentó una jeringa con capacidad de 

10 µL, con la que se inyectó un volumen de 2 µL a partir de cada vial. Se empleó una columna 

Agilent 19091s-413HP-5MS con fenil metil silox al 5% (30m x 320 µm x 0.25 µm), su 

temperatura se programó inicialmente a 90°C hasta 365°C. Los datos fueron procesados con un 

software MSD chemstation. El área del pico fue integrada y usada como señal analítica para la 

cuantificación de la concentración de DEHF degradada.  

 

5.7. Determinación de los perfiles de pH 

Para la cepa L. edodes la determinación de los perfiles de pH en cada tratamiento se llevó a cabo 

cada 48 horas a partir del día de incubación y hasta el día 20, a partir de este día y hasta el día 37 

las determinaciones se hicieron cada 24 horas. En las especies del género Pleurotus esta variable 

se midió cada 24 h después de las primeras 72 h de cultivo. En todas las fermentaciones la 

evaluación de esta variable se llevó a cabo utilizando un potenciómetro Conductronic Pc45. 

 

5.8. Determinación de la actividad enzimática extracelular 

5.8.1. Lacasas 

La actividad de lacasas extracelular se determinó en el sobrenadante, utilizando como sustrato 2,6-

dimetoxifenol (DMP) SIGMA. La mezcla de reacción contenía 900 L de DMP 2 mM en buffer 

de acetatos 0.1 M y pH de 4.5 mezclado con 100L de sobrenadante. Esta mezcla se incubó a 

40°C por 1 min y se leyó la absorbancia a 468 nm con un espectrofotómetro Jemway. Una unidad 
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de actividad de lacasas (U) se definió como la cantidad de enzima que provoca incrementos de una 

unidad en la absorbancia por minuto de incubación (modificado de Díaz-Godínez et al. 2001). 

 

5.8.2. Esterasas 

La actividad de esterasas se determinó midiendo la concentración de p-nitrofenol producido por la 

hidrólisis de p-nitrofenilbutirato (pNPB). La mezcla de reacción contenía 100 L de ECE y 900 

L de una solución preparada con10 L de pNPB [1.76 % (v/v) de pNPB en acetonitrilo], 790 L 

de buffer de fosfatos 50 mM pH 7.0, y 100 L de Tritón X-100 0.04%. La mezcla de reacción se 

incubó durante cinco minutos a 37 °C y la absorbancia se leyó a 405 nm. Una unidad de actividad 

de esterasas (U) es la cantidad de enzima que convierte un micromol de pNPB en un micromol de 

p-nitrofenol por minuto (Davies et al. 2000). 

 

5.9. Determinación de los rendimientos enzimáticos Emax, YE/X, qp y P 

Los rendimientos enzimáticos determinados fueron: actividad máxima de la enzima (Emax) en cada 

tratamiento, la cual se representó por el punto de mayor actividad obtenido en los perfiles de 

actividad enzimática; rendimiento de la enzima con respecto a la biomasa (YE/X); tasa específica de 

formación de la enzima (qp) y productividad de la enzima (P). 

 

Para la determinación del YE/X, qp y P se utilizaron las siguientes fórmulas: 

YE/X  = Emax / Xmax 

 

qp = µ * YE/X   

 

P = Emax / tiempo en h de la Emax 

 

5.10.  Cuantificación de glucosa  

Los azúcares reductores son aquellos azúcares que poseen su grupo carbonilo intacto y que a 

través del mismo pueden reaccionar como reductores con otras moléculas. Todos los 

monosacáridos son azúcares reductores, ya que tienen al menos un –OH hemicetaldehído libre. 

Para este estudio se utilizó el método de DNS para la cuantificación de la glucosa como único 

azúcar reductor, el cual se basa en la reducción del ácido 3,5-dinitrosalicílico por la glucosa y/o 
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fructosa al ácido 3-amino-5-nitrosalicílico. La concentración de azúcar en la muestra se valoró 

empleando una curva patrón de glucosa con concentraciones conocidas.  

 

La mezcla de reacción se preparó en tubos de vidrio de 5 mL, conteniendo 900 L de agua 

destilada, 100 L de sobrenadante y 2 mL de reactivo DNS (NaOH 1%, Na2SO3 0.05%, fenol 

0.2% y DNS 1%). Posteriormente los tubos se colocaron en baño María a punto de ebullición para 

su incubación durante 5 minutos. Después se pasaron a un baño de hielo para detener la reacción y 

se agitaron con ayuda de un vórtex. Finalmente se leyó la absorbancia en un espectrofotómetro 

Jemway a 540 nm. 

 

La cantidad de glucosa reducida se calculó empleando la curva patrón, por medio de la siguiente 

ecuación: 

𝑥 = (𝑦−𝑏) / 𝑚 

Donde: 

𝑦 = Absorbancia. 

𝑏 = Ordenada al origen. 

𝑚 = Pendiente de la recta. 

 

5.11. Análisis estadístico 

Se aplicó un análisis de varianza (ANOVA) de una vía y una prueba de intervalos múltiples (post-

hoc) de Tukey con un alfa de 0.05 a las variables: velocidad específica de crecimiento (µ), 

biomasa máxima (Xmax) y los rendimientos enzimáticos Emax, YE/X, qp y P. Para correr el análisis se 

utilizó el programa Graphpad Prism® version 6.0. 
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6. RESULTADOS 

 

6.1. Determinación de la biomasa máxima (Xmax)  

6.1.1. Lentinula edodes 

En la figura 23 se muestra el crecimiento de la cepa L. edodes hasta su fase estacionaria en medios 

con diferentes concentraciones de DEHF y el medio SAF. Esta cepa presentó el mayor tiempo de 

incubación para alcanzar las cuatro fases de crecimiento de un microorganismo, siendo éste de 37 

días. En los medios con DEHF el organismo inició la fase de crecimiento exponencial al día 14 de 

incubación y al día 20 en el medio SAF.  

 

Como se puede observar en la figura 22, el hongo produjo mayor cantidad de biomasa en 

presencia de DEHF en comparación con el medio testigo, alcanzando una Xmax de hasta 6.88 y 

7.90 g/L en los medios con 1500 y 2000 mg de DEHF/L respectivamente. Esto fue 

significativamente diferente de la Xmax alcanzada en el medio testigo, que fue de 4.0 g/L (Tabla 5).  

Cabe resaltar que conforme se incrementó la concentración de DEHF también se incrementó la 

producción de biomasa. 

 

Esta cepa entró a la fase estacionaria de crecimiento al día 32 en los medios con DEHF y al día 35 

en el medio testigo. En los medios con DEHF el hongo empezó a ingresar a la fase de muerte al 

día 37, en comparación con el tratamiento testigo, en el que a este día se encontraba aún en la fase 

estacionaria. 

 

 
Figura 22. Biomasa de Lentinula edodes en medio SAF, 1500 y 200 mg de DEHF/L. a) 

Matraces (de izquierda a derecha) con medio testido, 1500 y 2000 mg de DEHF/L con pellets 

de biomasa después de 18 días de crecimiento. b) y c) matraces con biomasa al día 36 en 1500 

y 2000 mg de DEHF/L respectivamente. 
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Figura 23. Crecimiento de Lentinula edodes en medio SAF ( ), 1500 ( ) y 2000 (  ) mg de DEHF/L en 

fermentación sumergida. Las figuras esquematizadas representan los valores reales obtenidos y las líneas 

continuas el ajuste obtenido mediante la aplicación del modelo logístico para cada tratamiento. 

 

 

6.1.2. Pleurotus ostreatus ATCC32783 

La cepa P. ostreatus ATCC32783 alcanzó tres fases ideales de crecimiento (Figura 25) en 22 días 

de incubación, tiempo mucho más corto en comparación con L. edodes.  

 

P. ostreatus ATCC32783 produjo mayor cantidad de biomasa en el medio con la mayor 

concentración de DEHF (figura 24), siendo ésta de 9.29 g/L (más de un gramo de diferencia con L. 

edodes), seguida de la producida en el medio con 1500 mg de DEHF/L, la cual fue de 8.37 g/L. En 

el medio testigo se presentó la menor producción de biomasa, alcanzando 7.10 g/L como mayor 

Xmax producida. Las tres biomasas máximas producidas fueron diferentes entre sí 

significativamente de acuerdo con el ANOVA realizado (P<0.05) 
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En el medio SAF este hongo inició la fase de crecimiento exponencial al día 7 de fermentación y 

alcanzó la fase estacionaria el día 19, manteniéndose hasta el día 23 en dicha fase. En el 

tratamiento con 1500 mg de DEHF/L el hongo entró a la fase de crecimiento exponencial el día 6, 

alcanzando el inicio de la fase estacionaria el día 16. En el cultivo con 2000 mg de DEHF/L P. 

ostreatus alcanzó tanto la fase exponencial como la estacionaria en los mismos días que en el 

medio con 1500 mg de DEHF/L, sin embargo la diferencia se presentó las biomasa producida al 

alcanzar la fase exponencial, siendo esta diferencia de casi 1 g/L. 

 

Esta cepa presentó el mismo patrón de crecimiento en los tratamientos que L. edodes, observando 

que conforme se incrementó la concentración de DEHF en el medio, el hongo produjo mayor 

cantidad de biomasa. 

 

 
Figura 24. Biomasa de Pleurotus ostreatus ATCC32783 en medio a) SAF, 

b) 1500 y c) 2000 mg de DEHF/L. al día 19 de crecimiento. Incremento en 

la producción de biomasa de este hongo en un medio con 1500 mg de 

DEHF/L durante los días 3, 13 y 23 (incisos d, e y f respectivamente) de 

fermentación. 
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Figura 25. Crecimiento Pleurotus ostreatus ATCC32783 en medio SAF ( ), 1500 ( ) y 2000 ( ) mg de 

DEHF/L en fermentación sumergida. Las figuras esquematizadas representan los valores reales obtenidos y 

las líneas continuas el ajuste obtenido mediante la aplicación del modelo logístico para cada tratamiento. 

 

 

6.1.3. Pleurotus pulmonarius 

La cepa P. pulmonarius alcanzó sus cuatro fases ideales de crecimiento en 24 días de incubación, 

sin embargo en la figura 27 se puede observar su modelo de crecimiento hasta la fase estacionaria 

(23 d). Este tiempo fue mucho más corto en comparación con L. edodes pero con un día más de 

crecimiento en comparación con la cepa de P. ostreatus.  

 

Al igual que L. edodes y P. ostreatus ATCC32783, P. pulmonarius produjo mayor cantidad de 

biomasa (Figura 26) en el medio con la mayor concentración de DEHF, siendo ésta de 8.92 g/L. 

Sin embargo, fue ligeramente menor que la alcanzada por P. ostreatus ATCC32783 pero mayor 

que la producida por L. edodes. En el medio con 1500 mg de DEHF/L, la mayor biomasa 

producida alcanzó niveles de 7.77 g/L, siendo esta cantidad ligeramente menor que la producida 
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por la especie P. ostreatus en el mismo tratamiento. Sin embargo, en el medio SAF, en el que se 

presentó la menor producción de Xmax, ésta alcanzó una producción de 7.20 g/L, lo que es 0.1 g/L 

mayor que la producida por P. ostreatus, lo que nos dice que el DEHF si tiene efectos ligeramente 

significativos dependiendo de la especie que crezca en presencia de éste aun perteneciendo éstas al 

mismo género fúngico. Las tres biomasas máximas producidas fueron diferentes entre sí 

significativamente de acuerdo con el ANOVA realizado (P<0.05) 

En el medio SAF este hongo inició la fase de crecimiento exponencial al día 14 de fermentación y 

alcanzó la fase estacionaria el día 21, manteniéndose hasta el día 23 al inicio de dicha fase. En el 

tratamiento con 1500 mg de DEHF/L el hongo entró a la fase de crecimiento exponencial el día 7, 

alcanzando el inicio de la fase estacionaria el día 15. En el cultivo con 2000 mg de DEHF/L P. 

pulmonarius inició la fase exponencial el día 8 y alcanzó la fase estacionaria el día 17. 

Esta cepa presentó el mismo patrón de crecimiento que L. edodes y P. ostreatus ATCC32783 en 

los 3 tratamientos, observando que conforme se incrementa la concentración de DEHF en el medio 

el hongo produce mayor cantidad de biomasa. 

 

 
Figura 26. Biomasa de Pleurotus pulmonarius en medio a) SAF, b) 1500 y c) 2000 mg de DEHF/L. al día 

17 de crecimiento. Incremento en la producción de biomasa de este hongo durante los días 4 y 22 de 

ferementación en un medio con 2000 mg de DEHF/L (d, e) y SAF (f, g). 
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Figura 27. Crecimiento de Pleurotus pulmonarius en medio SAF ( ), 1500 ( ) y 2000 ( ) mg de 

DEHF/L en fermentación sumergida. Las figuras esquematizadas representan los valores reales obtenidos y 

las líneas continuas el ajuste obtenido mediante la aplicación del modelo logístico para cada tratamiento. 

 

6.2. Determinación de la velocidad específica de crecimiento (µ) en Lentinula edodes, 

Pleurotus ostreatus ATCC32783 y Pleurotus pulmonarius 

Como se muestra en la Tabla 5, para la cepa de L. edodes la μ fue similar en los tres tratamientos 

sin presentar diferencias significativas entre sí, lo que representa que no hay efecto de los 

tratamiento sobre la velocidad a la que crece este hongo aun en presencia de DEHF, pero sí en la 

producción de Xmax, parámetro en el que los tratamientos probados sí tienen efecto, ya que sí hay 

una diferencia significativa entre los tres medios de cultivo.  

 

En la cepa de P. ostreatus ATCC32783 de la mayor µ se presentó en el medio con la menor 

concentración de DEHF, siendo ésta de 0.0186 h-1, seguida de la velocidad específica de 

crecimiento del medio SAF. La menor µ se presentó en el medio con mayor concentración de 
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DEHF, siendo ésta de 0.0147 h-1. Esto demuestra que 2000 mg de DEHF/L sí tienen un efecto 

significativo sobre la μ de P. ostreatus, pero en un tratamiento con 500 mg menos y en uno sin 

DEHF el ritmo de crecimiento de esta cepa no será significativamente diferente entre si. En 

cambio, la producción de Xmax sí se ve afectada por los diferentes tratamientos de manera 

significativa entre sí. 

 

Con respecto a la cepa P. pulmonarius, se observó el mismo patrón que en la cepa P. ostreatus en 

lo que refiere las variables µ y Xmax. Teniendo que la mayor µ se presentó en el medio con la 

menor concentración de DEHF, siendo de 0.0226 h-1, seguida de la µ del medio SAF. La menor µ 

se presentó en el medio con mayor concentración de DEHF, siendo de 0.0154 h-1. Sin embargo, las 

velocidades de esta cepa fueron mayes que las de P. ostreatus. Esto nos dice que P. pulmonarius, a 

pesar de pertenecer al mismo género Pleurotus, crece más rápidamente. 

 

Dado que la producción de la Xmax sí se ve afectada por los diferentes tratamientos de manera 

significativa entre sí al igual que en P. ostreatus, se observó que para este parámetro se sigue el 

mismo modelo en ambas especies dependiendo de la concentración de DEHF presente, pero la 

producción de biomasa es mayor en P. ostreatus. 

 

Tabla 5. Velocidad específica de crecimiento (μ) y biomasa máxima producida (Xmax) por Lentinula 

edodes, Pleurotus ostreatus ATCC32783 y Pleurotus pulmonarius en medio SAF, 1500 y 2000 mg de 

DEHF/L después de 37, 23 y 24 días de incubación respectivamente en fermentación sumergida. 

Cepa Parámetro 

Medio de cultivo 

Sin adición de 

DEHF 

Concentración de DEHF/L 

1500 mg 2000mg 

Lentinula edodes 

μ (h-1) 0.0074a (0.0001) 0.0074a (0.00006) 0.0070a (0.0002) 

Xmax (g/L) 4.4681c (0.1217) 6.8866b (0.0754) 7.9028a (0.0683) 

Pleurotus 

ostreatus 

ATCC32783 

μ (h-1) 0.0182b (0.0010) 0.0186b (0.00168) 0.0147a (0.0012) 

Xmax (g/L) 7.1054c (0.1991) 8.3781b (0.2136) 9.2901a (0.1372) 

Pleurotus 

pulmonarius 

μ (h-1) 0.0208b (0.0005) 0.0226b (0.0016) 0.0154a (0.0004) 

Xmax (g/L) 7.2067c (0.1758) 7.7779b (0.1104) 8.9282a (0.0912) 
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6.3. Degradación de 2000 y 1500 mg de DEHF/L 

6.3.1. Lentinula edodes 

En la figura 28 se observa el porcentaje de degradación de 1500 y 2000 mg de DEHF/L durante 

los primeros 17 días de fermentación por la cepa Lentinula edodes, dado que únicamente en estos 

primeros días de crecimiento se observó presencia del compuesto. 

 

Se encontró que en el medio con 1500 mg de DEHF/L (Figura 28A) durante los primeros 15 días 

de cultivo, el 100% del DEHF en el medio se degradó a MEHF. Encontrando dicho metabolito a 

partir del día 10 y manteniéndose presente en el medio hasta (Figura 29, 30 y 31) el final de la 

fermentación. En esta concentración de DEHF, de acuerdo con los cromatogramas (Figura 29 y 

30) obtenidos, durante los 15 primeros días que estuvo presente, el pico de DEHF fue detectado 

con tiempos de retención (RT) de 14.850, 14.856, 14.861, 14.868 y 14.914 min. Dada esta 

variación en los RT, los espectros de masa confirmaron la presencia de DEHF con una relación 

m/z de 390 siempre que se presentaba cualquiera de los RT ya mencionados y únicamente durante 

el día 10 también se observó la presencia de dodecil octil ftalato. En la figura 28A se observa que 

el 50% del DEHF se degradó en los primeros 6 días y el 50% restantes del día 6 al 15.  

 

El pico del MEHF presentó RT de 14.89, 14.909 y 14.904 min, sin embargo, los espectros de masa 

además de confirmar la presencia de este metabolito con una relación m/z de 280 (durante los días 

10 a 37 de la fermentación), también ratificó la presencia de diheptil ftalato, ditridecil ftalato y 

monobutil ftalato a lo largo de los días 16 a 30 de la fermentación. 

 

En la figura 28B se observa el porcentaje de la degradación de 2000 mg de DEHF/L por la misma 

cepa, encontrado que al día 17 el 100% del DEHF en el medio se degradó MEHF. En un medio 

con mayor concentración de DEHF, el tiempo en que se degrada el compuesto es relativamente 

mayor en comparación con el medio con 1500 mg/L, ya que el 50% del compuesto se degradó en 

los primeros 7 días de incubación y el resto del compuesto se fue degradando en los 10 días 

siguientes.  

 

El MEHF se encontró presente en el medio a partir del día 10, manteniéndose presente en el 

cultivo hasta el último día de la fermentación. De acuerdo con los cromatogramas obtenidos con 

esta cepa, durante los 15 días que estuvo presente el DEHF, su pico fue detectado con tiempos de 

retención (RT) de 14.850, 14.856, 14.861, 14.868 y 14.914 min. Dada esta variación en los RT, los 

Figura 23. Degradación de  2000 ( ) mg de DEHF/l por Lentinula edodes en fermentación sumergida.  
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espectros de masa confirmaron la presencia de DEHF con una relación m/z de 390 siempre que se 

presentaba cualquiera de los RT ya mencionados y únicamente durante el día 10 también se 

encontró la presencia de dodecil octil ftalato.  

El pico del MEHF presentó RT de 14.89, 14.909, 14.904 min, sin embargo, los espectros de masa 

además de confirmar la presencia de este metabolito con una relación m/z de 280 (durante los días 

10 a 37 de la fermentación), también se encontró la presencia de diheptil ftalato, ditridecil ftalato y 

monobutil ftalato a lo largo de los días 17 a 30 de la fermentación. 

A pesar de que el MEHF es uno de los metabolitos más comunes en la ruta de degradación del 

DEHF por otros microorganismos, en esta investigación se encontró la presencia de otros 

compuestos de elevado peso molecular antes de la formación de MEHF. Estos resultados nos 

confirmaron que este metabolito no es el único, ni el primero en formarse, ya que antes de su 

conformación e incluso en presencia aún de DEHF se estuvieron formando metabolitos 

dialquílicos de cadena larga que favorecieron los cambios ácidos de pH, además de compuestos 

cuyos picos presentes en los cromatogramas revelaron su importancia metabólica, tales como el 

2,3-dihidro-3,5-dihidroxy-6-metil-4H-pirano-4-uno y algunos alcoholes y ácidos grasos frecuentes 

que reflejaron la separación del anillo bencénico y las cadenas alquílicas del DEHF, que en un 

inicio se encontraban unidos. 

 

  
Figura 28. A) Porcentaje de degradación de 1500 ( ) y B) 2000 ( ) mg de DEHF/L por Lentinula edodes 

en fermentación sumergida. 
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Con base en los resultados obtenidos se propone una ruta de degradación para el DEHF por el 

hongo comestible L. edodes (Figura 32). En el primer paso, a partir del DEHF (Figura 33) se 

formó dodecil octil ftalato (Figura 34) por la separación de los grupos etilo de las cadenas 

dialquílicas. A estas cadenas en los extremos se les unieron cadenas de carbono para conformar 

una cadena lateral de 8 carbonos y otra cadena de 12 carbonos. Durante este primer paso se 

liberaron compuestos importantes, dados los picos que presentaron en los cromatogramas. Entre 

estos compuestos destacó el 2,3-dihidro-3,5-dihidroxi-6-metil-4Hpirano-4-uno, cuyo pico se 

presentó con un RT de 5.513, 5.495, 5.537 y 5.573 min con una abundancia importante a lo largo 

de los primeros 10 días de fermentación.  

Otros metabolitos que también estuvieron presentes este tiempo con abundancias considerables y a 

los que probablemente se debe el cambio en la acidez del pH fueron: ácidos orgánicos como el 

ácido acético, ácido imidodicarbónico y elácido 2-oxo-butanoico; y alcoholes y cetonas como el 

2,2´-[oxibis(2,1-etanediiloxi)]di-etanol, 2-[2-[2-(2-butoxietoxi)etoxi]etoxi]etanol, monoacetato de 

1,2,3-propanetriol, 2,3-butanodiol, hexagol, glicidol. etanodiol y 1,3.dihidroxi-2-propanona. 

También se encontraron presentes compuestos aminados, tales como el aminoheptano, hidrazina, 

aziridina, propanamida y dimetilamina, sin embargo, cabe resaltar que las abundancias de estos 

compuestos fueron mínimas pero significativas para explicar los niveles de pH que se mantuvieron 

durante los primeros 6 días de cultivo.  

 

La segunda reacción se dio del día 11 al 13 con la formación de diheptil ftalato (Figura 35), 

ditridecil ftalato (Figura 36) y MEHF (Figura 37) a partir del dodecil octil ftalato previamente 

formado o del mismo DEHF, ya que éste se encontró presente en el medio junto con los nuevos 

compuestos formados hasta el día 14 y 16 en los medios con 1500 y 2000 mg/l respectivamente. 

La formación de diheptil y ditridecil ftalato se dio por la separación de los grupos etilo de las 

cadenas dialquílicas en caso de formarse a partir del DEHF, para que a ambas cadenas en los 

extremos se les una un grupo metilo para la formación del diheptil ftalato y la unión de un heptano 

para la formación del ditridecil ftalato. Este heptano que se unió podría originarse de la 

deesterificación de la(s) cadenas alquílicas del diheptil ftalato o de otra ruptura a partir del dodecil 

octil ftalato. La formación de MEHF se dio por una reacción de deesterificación de una de las 

cadenas alquílicas del DEHF.  

Tanto el ditridecil ftalato como el diheptil ftalato se encontraron presentes en el medio a partir del 

día 11 y hasta el día13 y 15 respectivamente. EL MEHF estuvo presente junto con los dos 

metabolitos anteriores hasta el final de la fermentación. 
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La última reacción que se presentó dio como resultado la formación de MBF (Figura 37), 

únicamente los días 16 y 17. Este metabolito se formó a partir del MEHF, mediante la escisión del 

grupo etilo tanto dela ramificación como de la parte terminal de la cadena alquílica. 

 

Durante estas reacciones se liberaron metabolitos que favorecieron la mayor acidificación del 

medio hasta el día 33 de la fermentación Algunos de estos metabolitos fueron los mismos que se 

formarons durante la primera reacción, tales como el 2,3-dihidro-3,5-dihidroxi-6-metil-4Hpirano-

4-uno (que se mantuvo presente hasta el día 20), 1,3-butanediol, 2,2´-[oxibis(2,1-etanediiloxi)]di-

etanol, hexagol, dimetilamina, y la hidracina. Sin embargo también se formaron nuevos 

metabolitos, entre los que se encontraron principalmente ácidos grasos tales como: ácidos 

octadecanoicos, ácidos dodecanoicos, ácido propanoico, ácido pentafluoropropionico, ácido 

metoxiacético, ácido 4,9-decadienoico, ácido cis-vaccénico, ácido 9-tetradecenoico, ácido 

nonanoico, ácido pentanoico, ácido oleico, ácido 2-hexanodioico, ácido dicloroacético y ácido 13-

bromotetradecanoico, Entre los alcoholes con mayor abundancia se encontraron: 2,3-butanediol, 

propanol, 2-(viniloxi)etanol, 2-(metoxi metoxi), etoxietano, pentanal, heptanal, tridecadenial, 14-

metil-8-hexadecanal, 1,4,7,10,13,16-hexaocaciclooctadecano, isopropanol, butanal, 2-amino,1-

propanol, 1-hexadecanol, etanedial, octadecadienol y 2-bromo-etanol. También se encontraon 

presentes otros compuestos con abundancias importantes, como el acetonitrilo, 15-crown-5 y 1-

metildodecilamina. 

Del día 33 al 37 se encontró la presencia en los cromatogramas de compuestos aminados con 

abundancias mayores en comparación con los alcoholes y ácidos orgánicos que aún se encontraban 

presentes. Entre los compuestos aminados encontrados destacaron: N-metil-1-octamina, 2,3,4,5-

tetrahidropiridazina, 5-metil-2-hexanamina, 1-metildecilamina, 1-hexil-1-nitrociclohexano y 

aunque su abundancia fue mínima, se encontraron más de 20 picos (de 45-50) por cromatograma 

para óxido nitroso y dietilamina. Todavía se encontraron presentes alcoholes, ácidos orgánicos y 

compuestos hidrocarbonados, tales como: metil 13-octadecanoato, n-propil 11 octadecanoato, 2-

[2-[2-(2-butoxietoxi)etoxi]etoxi]etanol, 6-heptano-2,4-diol, 9-octadecanal, ácido cis-vaccenico, 

ácido pentanoico, ácido oleico, ácidos octadecanoicos, hexano trifluoroacetato 9-decan-1-ol , 

acetato 11,13-dimetil-12-tetradecen-1-ol y 12-Crown-4. 
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Figura 29. Cromatograma de compuestos presentes en el medio con 2000 mg de DEHF/L 

al día 3 de crecimiento de L. edodes. En el eje y se reporta la abundancia de los compuestos 

y el eje x corresponte al RT de cada compuesto. 
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Figura 30. Cromatograma de compuestos presentes en el medio con 2000 mg de DEHF/L al día 14 

de crecimiento de L. edodes. En el eje y se reporta la abundancia de los compuestos y el eje x 

corresponte al RT de cada compuesto. 
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Figura 31. Cromatograma de compuestos presentes en el medio con 2000 mg de DEHF/L al 

día 32 de crecimiento de L. edodes. En el eje y se reporta la abundancia de los compuestos y el 

eje x corresponte al RT de cada compuesto. 
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Figura 32. Propuesta de ruta de degradación de di(2-etilhexil ftalato (DEHF) por el hongo comestible Lentinula edodes, pasando por la formación de 

dodecil octil ftalato, diheptil ftalato, ditridecil ftalato, monobutil ftalato y mono(2-etilhexil) ftalato (MEHF) como último metabolito formado. 
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Figura 33. Espectro de masas del DEHF y sus respectivos iones. La relación m/z se representa en el eje 

x y el porcentaje de la abundancia relativa en el eje y. 

 

 
Figura 34. Espectro de masas del dodeciloctil ftalato y sus respectivos iones. La relación m/z se 

representa en el eje x y el porcentaje de la abundancia relativa en el eje y 
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Figura 35. Espectro de masas del diheptil ftalato y sus respectivos iones. La relación m/z se representa 

en el eje x y el porcentaje de la abundancia relativa en el eje y. 

 

 
Figura 36. Espectro de masas del ditridecil ftalato y sus respectivos iones. La relación m/z se representa 

en el eje x y el porcentaje de la abundancia relativa en el eje y. 
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Figura 37. Espectro de masas del MEHF y sus respectivos iones. La relación m/z se representa en el eje 

x y el porcentaje de la abundancia relativa en el eje y. 

 

 
Figura 38. Espectro de masas del monobutil ftalato y sus respectivos iones. La relación m/z se representa 

en el eje x y el porcentaje de la abundancia relativa en el eje y. 
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6.3.2. Pleurotus ostreatus ATCC32783 

En la figura 39 se observa el porcentaje de degradación de 1500 y 2000 mg de DEHF/L durante 

los primeros 14 y 16 días de fermentación por la cepa P. ostreatus ATCCC32783, ya que 

únicamente en estos días de crecimiento se detectó presencia del compuesto. 

 

En el medio con 1500 mg de DEHF/L (Figura 39A) durante los primeros 14 días de cultivo, el 

100% del DEHF se degradó a MEHF, encontrando este metabolito a partir del día 3 de incubación 

y conservándose presente en el medio hasta el último día de la fermentación. 

 

De acuerdo con los cromatogramas obtenidos (Figura 40) en esta concentración de DEHF, durante 

los 14 días que estuvo presente, el pico de DEHF fue detectado con tiempos de retención (RT) de 

15.400, 15.406 y 14.961 min. Dada esta variación en los RT, los espectros de masa confirmaron la 

presencia de DEHF con una relación m/z de 390 cuando se presentaba cualquiera de los RT 

anteriores. Durante los días 2 a 4 se detectó la posible presencia de ciclohexil 2-pentil ftalato 

(Figura 44) y diisooctil ftalato (Figura 45), ya que el porcentaje de probabilidad arrojado por el 

cromatograma fue el mismo. Cabe resaltar que la relación m/z (149) del pico principal de ambos 

metabolitos fue la misma que para el pico principal del DEHF, MEHF y el resto de los metabolitos 

encontrados cuya conformación estructural se da a partir de ácido ftálico.  

En la figura 39A se observa que el 50% del DEHF se degradó dentro de los primeros 3 días de 

cultivo y el 50% restantes en los siguientes 11 días.  

 

El pico del MEHF (Figura 42) presentó RT de 15.400, 14.967, 14.961, 14.903 y 14.897 min, sin 

embargo, los espectros de masa confirmaron la presencia de este metabolito con una relación m/z 

de 280 (durante los días 3 a 24 de la fermentación). También se detectó la presencia de di(2-

metilbutil) ftalato (Figura 46) el día 6 de la fermentación. 

 

En la figura 39B se presenta el porcentaje de degradación de 2000 mg de DEHF/L por la misma 

cepa, encontrado que al día 16 de fermentación el 100% del DEHF en el medio se degradó a 

MEHF. En un medio con mayor concentración de DEHF, el tiempo en que se comienza a degradar 

el compuesto es el doble en comparación con el medio con 1500 mg/L, ya que el 50% del 

compuesto se degrada en los primeros 6 días y el resto del compuesto se va degradando en los 10 

días siguientes.  
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En este tratamiento durante los días 2 a 4 también se detectó la posible presencia de ciclohexil 2-

pentil ftalato (Figura 45) y diisooctil ftalato (Figura 46). El MEHF se encontró presente en el 

medio a partir del día 4, manteniéndose presente en el cultivo hasta el final de la fermentación.  

 

De acuerdo con los cromatogramas obtenidos (Figura 41) con esta cepa, durante los 16 días que 

estuvo presente el DEHF, su pico fue detectado con tiempos de retención (RT) de 14.892, 14.897 y 

14.898, min. A pesar de esta variación en los RT, los espectros de masa confirmaron la presencia 

de DEHF con una relación m/z de 390 siempre que se presentaba cualquiera de los RT anteriores.  

El pico del MEHF (Figura 43) presentó RT de 14.814, 14.808 y 14.898 min, sin embargo, los 

espectros de masa confirmaron la presencia de este metabolito con una relación m/z de 280 

(durante los días 4 a 24 de la fermentación). También se detectó la posible presencia de di(2-

metilbutil) ftalato (figura 33) el día 8 de la fermentación. 

 

En esta investigación se encontró la presencia de otros compuestos de elevado peso molecular 

además del MEHF como posibles metabolitos resultantes de la degradación del DEHF. Estos 

resultados nos confirman que en presencia aún de DEHF y durante la formación del propio MEHF 

se pueden estar formando otros metabolitos dialquílicos de cadena larga, cuyos productos de 

degradación reflejan cambios en parámetros como el perfil de pH y perfil enzimático de las 

enzimas participantes en dichos procesos degradativos. 

 

 
Figura 39. A). Degradación de 1500 ( ) y B) 2000 ( ) mg de DEHF/L por Pleurotus ostreatus 

ATCC32783 en fermentación sumergida. 
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Con base en los resultados obtenidos se propone una ruta de degradación para el DEHF por el 

hongo comestible P. ostreatus ATCC32783 (Figura 44). En la primera reacción, a partir del DEHF 

probablemente se formó ciclohexil 2-pentil ftalato y diisooctil ftalato. Para la formación del primer 

metabolito, de una cadena lateral se rompió primeramente el grupo etilo de la ramificación del 

carbono 2 y en el carbono 1 de la misma cadena se unió un grupo metilo, y después un grupo etilo 

del extremo de la misma cadena se separó para conformar el 2-pentil éster. En la otra cadena se 

llevó a cabo primero una deesterificación de la cadena completa y por otra reacción, ahora de 

esterificación se unió un ciclohexano al grupo éster. En el caso del diisooctil ftalato, a ambas 

cadenas alquílicas se les separó el grupo etilo ramificado y posteriormente cada uno se unió al 

final de una de las cadenas. 

Durante este posible primer paso (primeros 4 días de cultivo) se liberaron compuestos con 

abundancias importantes en el cromatograma, los cuales favorecieron una ligera acidificación del 

medio. Dichos metabolitos fueron: (3-metil-oxiran-2-il) metanol, 2,3-butanediol, 9,17-

octadecadienal, ácido carbónico, ácido n-hexadecanoico, ácido cis-11,14-eicosadienoico, ácido 

tetradecanoico, hexano, y N,N-dimetil-propanamida, 

 

Es posible que un segundo paso se esté dando a partir del día 4, con la formación de MEHF a 

partir del DEHF a través de una reacción de deesterificación de una de sus cadenas alquílicas.  

Otro paso importante que se llevó a cabo probablemente al mismo tiempo que los tres metabolitos 

previamente mencionados a partir del DEHF, es la conformación de di(2-metilbutil) ftalato. Este 

compuesto se obtuvo de una primera separación del grupo metilo terminal en la ramificación de 

las cadenas alquílicas y posteriormente de la separación del grupo etilo de los extremos de las 

mismas cadenas alquílicas. Cabe resaltar que la presencia de este posible metabolito únicamente se 

detecntó el día 6 y 8 en los medios con 1500 y 2000 mg de DEHF/L. 

 

Durante estas reacciones, del día 5 a 10 se liberaron metabolitos que favorecieron los cambios 

ligeramente básicos observados en el perfil de pH. Estos metabolitos fueron: 2,3-dihidro-3,5-

dihidroxi-6-metil-4H-pirano-4-uno, 9,17-octadienal, etanol, glicidol, ácido tetradecenoico, ácido 

n-hexadecanoico, ácido oleico, hexano, oleilamina, 1-heptadecanamina, N,N-dimetil-

propanamida, ácido imidodicarbónico, L-alanina, dimetil-(6-metil-2-tioxo-[1,3,2]oxadiafosfinan-

2-il)amina, 1,4-di(3-aminopropil)piperazina, 2,7-dimetil-3-tioxo-5-oxo-4,6(2H)-dihidro-1,2,4-

triazepina.  
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Del día 11 al 20 se liberó glicidol, 2-[2-(2-butoxietoxi)etoxi-etanol, etanol, 1,4,7,10,13,16-

hexaoxaciclooctadecano, 1,3,3-trimetoxibutano, 3,-diisopropoxi-1,1,1,5,5,5-hexanetiltrisiloxano, 

1,4-dioxan-2-il hidroperóxido, hexametil-ciclotrisiloxano, hexametil-2-etilacridina 

ciclotrisiloxano, heptametiltrisiloxano, 15-crown-5, etano, 3-amino-6metil-tieno[2,3-b]piridina-2-

carboxamida, ácido silícico, ácido hexanoico, ácido carbónico, isonitrosoacetofenona y 2-

etilacridina.  

 

Del día 21 a 24 se liberaron los siguientes compuestos: 2-(viniloxi)-etanol, 1,3,3-trimetoxibutano, 

pentaetilen glicol, 1-[2-[2-(1-metiletoxi)etoxi]etoxi]-etanol, aminopropanol,, 2-cloro-

4,6di(metiltio)-1,3,5-triacina, N-metil-1-adamantanoacetamida, bencenometanamina, 2-fluoro-

acetamida, aminopropanol, 7-amino[1,2,4]triazol[1,5-alpiramidina-6-ácido carboxílico, N-[4-

(trimetilsilil)fenil-acetamida, propanamida, 4-dehidroxi-N-(4,5-metilenedioxi.2-

nitrobencilideno)tiramina, 1,1,1,3,5,5,5-heptametiltrisiloxano, 2-etilacridina, ácido silísico, 1-

bezazireno-1-ácido carboxílico. Cabe resaltar que los compuestos aminados presentaron las 

mayores abundancias en los cromatogramas.  
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Figura 40. Cromatograma de compuestos presentes en el medio con 1500 mg de DEHF/L al día 4 de 

crecimiento de Pleurotus ostreatus ATCC32783. En el eje y se reporta la abundancia de los compuestos y 

el eje x corresponte al RT de cada compuesto. 
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Figura 41. Cromatograma de compuestos presentes en el medio con 2000 mg de DEHF/L al día 4 de 

crecimiento de Pleurotus ostreatus ATCC32783. En el eje y se reporta la abundancia de los compuestos y 

el eje x corresponte al RT de cada compuesto. 
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Figura 42. Cromatograma de compuestos presentes en el medio con 1500 mg de DEHF/L 

al día 22 de crecimiento de Pleurotus ostreatus ATCC32783. En el eje y se reporta la 

abundancia de los compuestos y el eje x corresponte al RT de cada compuesto. 
 

 
Figura 43. Cromatograma de compuestos presentes en el medio con 2000 mg de DEHF/L al día 23 de 

crecimiento de Pleurotus ostreatus ATCC32783. En el eje y se reporta la abundancia de los compuestos 

y el eje x corresponte al RT de cada compuesto. 
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Figura 44. Propuesta de ruta de degradación de di(2-etilhexil ftalato (DEHF) por el hongo comestible Pleurotus ostreatus ATCC32783, pasando por la 

formación de ciclohexil 2-pentil ftalato, diisooctil ftalato, di(2-metilbutil) ftalato y mono(2-etilhexil) ftalato (MEHF) como último metabolito formado. 
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Figura 45. Espectro de masas del ciclohexil 2-pentil ftalato y sus respectivos iones. La relación m/z se 

representa en el eje x y el porcentaje de la abundancia relativa en el eje y. 

 

 
Figura 46. Espectro de masas del diisooctil ftalato y sus respectivos iones. La relación m/z se representa en 

el eje x y el porcentaje de la abundancia relativa en el eje y. 



80 
 

 
Figura 47. Espectro de masas del di(2-metilbutil) ftalato y sus respectivos iones. La relación m/z se 

representa en el eje x y el porcentaje de la abundancia relativa en el eje y. 
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6.3.3. Pleurotus pulmonarius 

En la figura 48 se observa el porcentaje de degradación de 1500 y 2000 mg de DEHF/L por la 

cepa Pleurotus pulmonarius durante los primeros 12 y 14 días de fermentación, dado que 

únicamente en estos días de crecimiento se detectó presencia del compuesto. 

 

En el medio con 1500 mg de DEHF/L (Figura 48A) durante los primeros 12 días de cultivo, el 

100% del DEHF se degradó en 2-etilhexil hexil ftalato, ciclohexil 2-pentil ftalato, di(2-metilbutil) 

ftalato y MEHF, encontrando este último metabolito a partir del día 2 de incubación y hasta el 

final de la fermentación. El 50% del DEHF se degradó dentro de los primeros 4 días de 

fermentación y el 50% restantes en los siguientes 8 días.  

 

Los cromatogramas obtenidos (Figura 49) de este tratamiento mostraron que el DEHF estuvo 

presente durante los primeros 12 días de cultivo con un pico cuyos RT variaron entre valores de 

14.897, 14.908, y 14.926 min. Sin embargo, los espectros de masa confirmaron la presencia de 

DEHF con una relación m/z de 390 cuando se presentaba cualquiera de los RT anteriores. Durante 

los días 1 a 5 se detectó la posible presencia de 2-etilhexil hexil ftalato (figura 54), del día 1 a 8 del 

ciclohexil 2-pentil ftalato y del día 3 a 6 del di(2-metilbutil) ftalato. Cabe resaltar que la relación 

m/z (149) del pico principal de los tres metabolitos fue la misma que para el pico principal del 

DEHF, el MEHF y el resto de los metabolitos encontrados cuya conformación estructural se da a 

partir de ácido ftálico.  

El pico del MEHF (Figura 51) presentó RT de 14.908 y 14.914 min, no obstante, los espectros de 

masa confirmaron la presencia de este metabolito con una relación m/z de 280 (durante los días 2 a 

23 de la fermentación).  

 

En la figura 48B se muestra el porcentaje de degradación de 2000 mg de DEHF/L por la misma 

cepa, encontrado que al día 14 de fermentación el 100% del DEHF en el medio se degradó hasta 

MEHF. En un medio con mayor concentración de DEHF, el tiempo en que se comienza a degradar 

el compuesto no es tan diferente en comparación con el medio con 1500 mg/L, ya que el 50% del 

compuesto se degrada en los primeros 5 días y el resto se fue degradando en los 9 días siguientes.  

En este tratamiento durante los días 2 a 5 también se detectó la posible presencia de 2-etilhexil 

hexil ftalato, de ciclohexil 2-pentil ftalato del día 2 a 8 y de di(2-metilbutil) ftalato del día 4 a 7. El 

MEHF se encontró presente en el medio a partir del día 4, manteniéndose presente en el cultivo 

hasta el final de la fermentación.  
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De acuerdo con los cromatogramas obtenidos (Figura 50), durante los 14 días que estuvo presente 

el DEHF, su pico fue detectado con tiempos de retención (RT) de 14.914, 14.932, min. A pesar de 

esta variación en los RT, los espectros de masa confirmaron la presencia de DEHF con una 

relación m/z de 390 siempre que se presentaba cualquiera de los RT anteriores.  

El pico del MEHF (Figura 52) presentó RT de 14.914 y 15.400 min, sin embargo, las 

probabilidades mostradas en los cromatogramas y los espectros de masa confirmaron la presencia 

de este metabolito con una relación m/z de 280.  

 

Dado que se encontró la posible presencia de otros compuestos de elevado peso molecular además 

del MEHF como posibles metabolitos resultantes de la degradación de DEHF, los resultados nos 

confirman que en presencia aún de DEHF y durante la formación del propio MEHF se pueden 

estar formando otros metabolitos dialquílicos de cadena larga, cuyos productos de degradación 

reflejan cambios en parámetros como el perfil de pH y perfiles enzimáticos. 

 

 
Figura 48. A). Degradación de  1500 ( ) y B) 2000 ( ) mg de DEHF/L por Pleurotus pulmonarius en 

fermentación sumergida. 
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Con base en los resultados obtenidos por los cromatogramas y espectros de masa se propuso una 

ruta de degradación para el DEHF por el hongo comestible P. pulmonarius (Figura 53). Durante la 

primera reacción, a partir del DEHF probablemente se formó 2-etilhexil hexil ftalato, ya que este 

metabolito es casi el mismo que el DEHF y la energía implicada en su formación sería menor, 

dado que únicamente se escinde de una de las cadenas alquílicas el grupo etil ramificado del 

carbono 2.  

 

En una segunda reacción se formó ciclohexil 2-pentil ftalato, para lo que de una cadena lateral se 

rompió primeramente el grupo etilo de la ramificación del carbono 2 y en el carbono 1 de la misma 

cadena se unió un grupo metilo, después un grupo etilo del extremo de la misma cadena se 

separaría, conformando el 2-pentil éster. En la otra cadena probablemente se llevó a cabo primero 

una deesterificación de la cadena completa y a través de otra reacción (pero ahora de 

esterificación) se unió un ciclohexano al grupo éster. 

 

Otro paso importante que se llevó a cabo a partir del DEHF, fue la conformación de di(2metilbutil) 

ftalato. Este compuesto se obtuvo de una primera separación del grupo metilo terminal en la 

ramificación de las cadenas alquílicas y posteriormente de la separación del grupo etilo de los 

extremos de las mismas cadenas alquílicas. 

 

La última transformación se dio a partir de la formación de MEHF a partir del DEHF a través de 

una reacción de deesterificación de una de sus cadenas alquílicas.  

 

A lo largo de la fermentación se liberaron compuestos con abundancias importantes obtenidas en 

los cromatogramas, los cuales mantuvieron niveles de pH neutros en el medio durante los 23 días 

de cultivo. Dichos metabolitos ácidos, con grupo alcohol e hidrocarbonados fueron: ácido acético, 

ácido tiocianico, ácido 4-metil-2-oxovalérico, ácido 4-nitro-3-oxobutírico, etanol, hexagol, 

heptanal, dimetilhidrazona propanal, 5-(hidroximetil)2-furancarboxaldehído, 5-isopropilideno-3,3-

dimetil-dihidrofurano-2-uno, monoacetato de 1,2,3-propanetriol, 2,3-dihidro-3,5-dihidroxi-6-

metil-4H-pirano-4-uno, 3,5-dihidroxi-2-metil-4H-pirano-4-uno, dihidro-4-hidroxi-2(3H)-furanona, 

dihidro-3,5-dimetil-2(3H)-furanona, 1-propanol, 2-butanal, 12-crown-4, pentaetilenglicol, 1,2-

bencenodiol, ciclobutanol, 2,4-dihidro-2,4,5-trimetil-3H-pirazol-3-uno, 1,3-hidroxy-2-propanona, 

1,4,7,10,13,16-hexaoxaciclooctadecano, 2,3-dimetil-,cis-oxirano, 2-metoxi-2-octano, metil silano 

y hexano.  
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Los compuestos aminados fueron: tris(dimetilamino)metano, dimetilhidrazona, triacetina, N-

hidroxi-N-metil-metamina, 5-metil-quinolina, adenina, 5-metil-pirimidin-4,6-diol, 4,5-diamino-6-

hidroxipirimidina, 1,3,5-triazina-2,4,6-triamina, 1,4-dimetil-piperazina, N,N-dimetil-

propanamida,N-metil-1,3-propanediamina, 4-aminopirazol(3,4-d)pirinamida, o-metilisourea 

hidrógeno sulfato, 2-metil-azetidina, 2,3-2H-4-metil-imidazol-2-uno, isonitrosoacetofenona y 5-

amino-1H-imidazo-4-carbozamida. 

 

Cabe mencionar que después del día 15 las abundancias en todos los metabolitos formados (a 

excepción de los ésteres de ftalato) observados en los cromatogramas disminuyeron 

considerablemente, siendo la más alta de 9%. 

 

 
Figura 49. Cromatograma de compuestos presentes en el medio con 1500 mg de 

DEHF/L al día 3 de crecimiento de Pleurotus pumlmonarius. En el eje y se reporta la 

abundancia de los compuestos y el eje x corresponte al RT de cada compuesto. 
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Figura 50. Cromatograma de compuestos presentes en el medio con 2000 mg de DEHF/L al día 3 de 

crecimiento de Pleurotus pumlmonarius. En el eje y se reporta la abundancia de los compuestos y el eje x 

corresponte al RT de cada compuesto. 

 

 
Figura 51. Cromatograma de compuestos presentes en el medio con 1500 mg de 

DEHF/L al día 22 de crecimiento de Pleurotus pumlmonarius. En el eje y se reporta la 

abundancia de los compuestos y el eje x corresponte al RT de cada compuesto. 
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Figura .52 Cromatograma de compuestos presentes en el medio con 1500 mg de 

DEHF/L al día 22 de crecimiento de Pleurotus pumlmonarius. En el eje y se reporta la 

abundancia de los compuestos y el eje x corresponte al RT de cada compuesto. 
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Figura 53. Propuesta de ruta de degradación de di(2-etilhexil ftalato (DEHF) por el hongo comestible Pleurotus pulmonarius, pasando por la formación 

de 2-Etilhexil hexil ftalato, ciclohexil 2-pentil ftalato, di(2-metilbutil) ftalato y mono(2-etilhexil) ftalato (MEHF) como último metabolito formado. 
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Figura 54. Espectro de masas del 2-etilhexil hexil ftalato y sus respectivos iones. La relación m/z se 

representa en el eje x y el porcentaje de la abundancia relativa en el eje y. 
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6.4. Perfil de pH 

6.4.1. Lentinula edodes 

En la Figura 55 se muestra el perfil de pH de L. edodes, el cual en los tres tratamientos presentó 

una tendencia general a disminuir hasta niveles de 2.9 y mantenerse oscilando en niveles ácidos. 

En el medio SAF el pH se mantuvo en niveles neutros de hasta 5.5 durante la fase de crecimiento 

de adaptación, durante la fase de crecimiento exponencial el pH decreció hasta 3.2 y durante la 

fase estacionaria se mantuvo en niveles de 3.27 a 4.1. 

 

En el tratamiento que contenía 1500 mg de DEHF/L el pH decayó al punto más ácido obtenido, 

que fue de 2.9. Éste se presentó el día 18, tiempo que se encuentra dentro del inicio de la fase 

exponencial de crecimiento de este hongo y punto en el que ya se ha terminado de degradar el 

DEHF y hay presemcia de MEHF en el medio. Lo que va acompañado de la formación de ácidos 

orgánicos y alcohol conformados a partir de la separación de la cadena alquílica que da lugar al 

MEHF. 

 

En el medio con 2000 mg de DEHF/L el pH disminuyó a valores ligeramente menos ácidos en 

comparación con el otro tratamiento que contenía DEHF, con el valor más ácido obtenido de 3.01, 

el cual se presentó durante la fase de crecimiento estacionaria. 

 

 
Figura 55. Perfil de pH durante el crecimiento de Lentinula edodes en medio sin adición de 

ftalato (MSAF) ( ), 1500 ( ) y 2000 ( ) mg de DEHF/L en fermentación sumergida.  
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6.4.2. Pleurotus ostreatus ATCC32783 

En la Figura 56 se muestra el perfil de pH de P. ostreatus ATCC32783, el cual en los tratamientos 

que contenían DEHF presentó una tendencia general oscilar en niveles neutros durante los 

primeros 10 días de incubación para posteriormente disminuir a niveles de entre 5.5 y 6.0. Y al 

mantenerse en la fase estacionario se fue incrementando el pH hasta alcanzar valores neutros de 

entre 6.8 y 7.5. 

 

En el tratamiento testigo el pH se mantuvo en niveles neutros de entre 6.2 y 7.0 a lo largo de la 

fermentación, sin presentar cambios drásticos durante las fases de crecimiento. 

 

En el medio que contenía 1500 mg de DEHF/L el pH incrementó hasta 7.1 al día 8 (inicio de la 

fase exponencial), tiempo en el que también se termina de degradar el DEHF y a partir del día 9 el 

pH disminuyó hasta valores entre 5.8 y 6.1, lo que concuerda con la producción de MEHF ya 

presente en el medio, lo que estuvo acompañado de la formación en mayor abundancia de 

alcoholes y ácidos orgánicos y compuestos aminados conformados a partir de la separación de la 

cadena alquílica que dio lugar al MEHF. Lo que provocó el incremento en la acidez del medio 

alcanzando niveles neutros. Posteriormente, a partir de los días 17 y 18 comenzó un incremento 

del pH de 6.3 hasta 7.1, durante este tiempo se presentó también la fase estacionaria de 

crecimiento y la producción compuestos aminados. 

 

En el cultivo con 2000 mg de DEHF/L el pH incrementó hasta 7.2 al día 11, tiempo en el que 

también se encontraba el inicio de la fase exponencial y el proceso como tal de la degradación del 

DEHF. A partir del día 12 el pH alcanzó valores de 5.9, lo que concuerda con la producción de 

MEHF, alcoholes y ácidos orgánicos en abundancias considerables en el medio, resultando así, un 

incremento en la acidez del medio. Posteriormente, a partir del día 19 se observó un incremento 

del pH de 6.9 a 7.4, durante este tiempo se presentó también la fase de crecimiento estacionaria y 

la producción de compuestos con grupos amino y amida en mayor abundancia. 
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Figura 56. Perfil de pH durante el crecimiento de Pleurotus ostreatus ATCC32783 en medio sin 

adición de ftalato (MSAF) ( ), 1500 ( ) y 2000 ( ) mg de DEHF/L en fermentación sumergida.  

 

 

6.4.3. Pleurotus pulmonarius 

En la Figura 57 se muestra el perfil de pH de P. pulmonarius, el cual en los tratamientos que 

contenían DEHF presentó una tendencia general a oscilar en niveles neutros a lo largo de la 

fermentación, con niveles que variaron entre 5.9 y 7.4. 

 

En el medio testigo el pH se mantuvo en niveles neutros entre 6.2 y 6.6 a lo largo de la 

fermentación, sin presentar cambios significativos. En cambio, en el medio que contenía 1500 mg 

de DEHF/L el pH incrementó ligeramente de 6.1 en el día 3 a 6.5 en el día 9, tiempo en el que se 

segguí degradando el DEHF. Estos niveles se mantuvieron entre 6.5 y 7.0 hasta el día 13, tiempo 

en el que ya no había presencia de DEHF, pero sí de MEHF.  

Del día 13 y hasta el final de la fermentación los niveles se mantuvieron entre 6.3 y 6.6. 

 

En el cultivo con 2000 mg de DEHF/L el pH incrementó ligeramente de 6.1 en el día 3 a 6.7 en el 

día 10, tiempo en el que se degradaba el DEHF y había presencia de otros ésteres de ftalato 

formados. Estos niveles se mantuvieron entre 6.6 y 6.9 hasta el día 14, tiempo en el que la 

presencia de DEHF en el medio era casi nula. 
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 Del día 14 y hasta el final de la fermentación los niveles disminuyeron hasta 5.6 y se mantuvieron 

entre 5.9 y 6.0. 

 

 
Figura 57. Perfil de pH durante el crecimiento de Pleurotus pulmonarius en medio sin adición de 

ftalato (MSAF) ( ), 1500 ( ) y 2000 ( ) mg de DEHF/L en fermentación sumergida 

 

 

6.5. Actividad enzimática extracelular de lacasas 

6.5.1. Lentinula edodes 

La actividad de lacasas en los tres medios de cultivo para L. edodes (Figura 58) siguió el mismo 

patrón de incremento conforme transcurrió el tiempo de fermentación. 

 

En el medio testigo esta cepa presentó una actividad de lacasas de 8 a 54 U/L del día 2 al 23 de 
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de la fase estacionaria) y hasta el final de la fermentación la actividad incrementó hasta alcanzar 

las 188 U/L. 

 

En el medio con 1500 mg de DEHF/L la actividad de estas enzimas se mantuvo oscilando entre 35 

y 133 U/L del día 2 al 29 de crecimiento, presentando un decremento de la actividad hasta 35 U/L 
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el día 14, tiempo en el que se terminaron de degradar las últimas moléculas de DEHF. A partir del 

día 30 comenzó a incrementarse la actividad de las lacasas, presentando los mayores picos al final 

de la fermentación. El primero fue de 688 U/L de la enzima producida el día 32, mismo día en el 

que se comienza la producción en mayor abundancia de compuestos aminados por el 

procesodegradativo, indicando una participación importante de alguna lacasa diferente o una 

isoenzima de lacasa específica que utilicen como sustrato alguno de estos compuestos. Esto 

también indica que la actividad de esta lacasa se ve inducida por la producción de estos 

metabolitos o de otros formados como parte natural del metabolismo de este hongo. 

La mayor actividad de lacasas de las tres cepas se presentó en esta cepa y en este tratamiento, 

siendo de 969.7479 U/L.  

 

En el tratamiento con 2000 mg de DEHF/L la actividad de lacasas se mantuvo en niveles entre 25 

y 177 U/L del día 2 al día 24 (tiempo del crecimiento exponencial). El día 25 se incrementó la 

actividad de estas enzimas hasta 215 U/L, manteniendo estos niveles con ligeras oscilaciones hasta 

el día 33 (inicio de la fase estacionaria), tiempo en que en el medio se encontraba presente el 

MEHF. Del día 33 hasta el final de la fermentación los niveles de actividad de la enzima se 

incrementaron hasta alcanzar las 537.8033 U/L. 
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Figura 58. Actividad de lacasas de Lentinula edodes en medio SAF ( ), 1500 ( ) y 2000 ( ) mg de 

DEHF/L en fermentación sumergida. 

 

 

6.5.2. Pleurotus ostreatus ATCC32783 

Los perfiles de actividad de lacasas de la cepa Pleurotus ostreatus ATCC32783 se muestran en la 

figura 59. Esta cepa en el medio SAF presentó una actividad catalítica de 2 a 15 U/L del día 3 al 

11 de incubación. El día 12 incrementó su actividad alcanzando el primer pico con 167.95 U/L. 

Posteriormente, durante el mismo tiempo de crecimiento exponencial pero al día 14, alcanzó la 

mayor actividad de lacasas, con 202.36 U/L. Después la actividad se vio disminuida conforme 

continuaron los días de fermentación, manteniendo niveles de 24 a 82 U/L de los días 15 a 24. 
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En el medio con 1500 mg de DEHF/L la actividad de lacasas se mantuvo disminuyendo de 194 a 

54 U/L del día 2 al 9, tiempo en el aún había DEHF en el medio pero a una concentrcaicón menor 

al 40 %. 

Al tiempo 12 (durante la fase de crecimiento exponencial) se presentó el primer pico alto con 

247.19 U/L. Posteriormente, al día 18 la actividad se vio disminuida hasta 45 U/L y de aquí y 

hasta el final de la fermentación incrementó la actividad de estas enzimas. Al final de la fase 

estacionaria (día 23) se presentó el mayor pico de actividad con 281.3 U/L. 

Cabe resaltar que la mayor actividad presentada en este medio fue la más alta presentada en los 

tres tratamientos con esta cepa. 

 

En el medio con la mayor concentración de DEHF la actividad de lacasas disminuyó del día 3 al 7 

(fase de crecimiento de adaptación) partiendo de 46 U/L hasta 22 U/L. Tiempo en el que el poco 

más del 50 % del DEHF se degradó.  

Durante la fase de crecimiento exponencial, del día 7 al 12 se observó el primer incremento de la 

actividad hasta 167.9 U/L, tiempo en el que el MEHF ya se encontraba presente en el medio. 

Del día 12 al 16 la actividad disminuyó hasta 37 U/L y de aquí y hasta el día 21 los niveles se 

mantuvieron oscilando entre 49 y 90 U/L. Finalmente, del día 21 y hasta el final de la 

fermentación se incrementó la actividad de lacasas hasta 202.80 U/L, este también fue el tiempo 

en el que se incrementaron ligeramente las abundancias de los compuestos con grupos amino y 

amidas.  
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Figura 59. Actividad de lacasas de Pleurotus ostreatus ATCC32783 en medio SAF ( ), 1500 ( ) y 2000 

( ) mg de DEHF/L en fermentación sumergida. 

 

 

6.5.3. Pleurotus pulmonarius 

La figura 60 muestra los perfiles de actividad de lacasas de la cepa Pleurotus pulmonarius. En el 
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hasta el tiempo 19 disminuyeron los niveles de actividad de la enzima hasta 63.55 U/L. Del día 19 

hasta el final de la fermentación los niveles de actividad se mantuvieron entre 63 y 385. Sin 

embargo, el mayor pico de actividad se observó al día 22 de incubación con 427.08 U/L. 
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En el medio con la menor concentración de DEHF la actividad de lacasas se incrementó de 73 a 

168.66 U/L del día 3 al 5, siendo la actividad presentada al día 5 la que presentó el pico más alto 

en este tratamiento.  

Del día 5 al 8 la actividad disminuyó hasta 40 U/L, debido probablemente a la presencia de uno de 

los ésteres de ftalato formados durante la degradación de DEHF. Actúan uno de éstos o varios  

como inhibidor de esta enzima.  

Del día 9 y hasta terminar la fermentación los niveles de lacasas se mantuvieron oscilando entre 40 

y 90 U/L. 

 

En el tratamiento con 2000 mg de DEHF/L la actividad de lacasas osciló entre 49 y 120 U/L los 

primeros 10 días de incubación (tiempo en el que se degradó el DEHF a ésteres de ftalato de 

elevado peso molecular), lo que nos indica que el DEHF en concentraciones elevadas o alguno de 

sus ésteres de ftalato formados  podrían de tener un efecto inductor sobre la actividad de esta 

enzima o isoforma. Del día 10 al 15 se incrementaron los niveles de actividad hasta 339.80 U/L, 

siendo este el pico más alto de actividad. Posterior a este tiempo y hasta el día 19, la actividad 

disminuyó hasta 106.4 U/L y a partir de este día y hasta el final de la fermentación la actividad se 

mantuvo oscilando en niveles de entre 88 y 140 U/L. 
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Figura 60. Actividad de lacasas de Pleurotus pulmonarius en medio SAF ( ), 1500 ( ) y 2000 ( ) 

mg de DEHF/L en fermentación sumergida. 

 

 

6.5.4. Determinación de los rendimientos enzimáticos de lacasas Emax, YE/X, qp y P 

En la tabla 6 se muestran los resultados de los rendimientos enzimáticos de lacasa para cada una 

de las cepas en los tres tratamientos probados.  

 

Para la cepa L. edodes la actividad máxima (Emax) de lacasas más alta se presentó en el medio con 

1500 mg de DEHF/L, siendo ésta de 969.75 U/L, seguida de la Emax en el medio con 2000 mg de 

DEHF/L con 537.80 U/L y por último, la obtenida en el medio SAF con 188.15 U/L. Las Emax 

obtenidas de los tres diferentes tratamientos se presentaron el último día del cultivo. 

El rendimiento del a enzima con respecto a la  biomasa (YE/X) es un parámetro que nos indica la 

cantidad de enzima que se está formando por gramo de biomasa. Para esta cepa el mayor YE/X se 
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obtuvo en el medio con 1500 mg de DEHF/L, siendo éste de 140.82 U de lacasa por gramo de 

biomasa (U/g X), seguido del YE/X alcanzado en el medio con 2000 mg de DEHF/l con 68.05 U/g 

X. El YE/X más bajo se determinó en el medio SAF con 42.11 U/g X. 

La tasa específica de formación de lacasa (qp) es un parámetro que representa las unidades de 

lacasa producidas por gramo de biomasa por hora (U/g X/h). Para L. edodes la mayor qp se obtuvo, 

en el medio con 1500 mg de DEHF/L, siendo de 1.04 U/g X/h, seguida da la qp  obtenida en el 

medio con 2000 mg de DEHF/L, con 0.48 U/g X/h y por último  de la qp  obtenida en el medio 

SAF con 0.31 U/g X/h. 

La productividad (P) es la relación que existe entre la mayor actividad enzimática de lacasa 

producida por litro de medio y el tiempo en horas que tomó dicha producción (U/L/h). La P más 

alta se obtuvo al igual que en los tres rendimientos anteriores en el medio con menor 

concentración de DEHF, con 1.09 U/L/h, seguida de la encontrada en el medio con mayor 

concentración de DEHF con 0.61 U/L/h. Por último se tuvo la P del medio SAF con 0.21 U/L/h. 

 

De acuerdo con el ANOVA y la prueba de intervalos de Tukey aplicados, sí se presentó una 

diferencia significativa entre los tres tratamientos para los cuatro rendimientos enzimáticos 

evaluados. Lo que nos indica que los tratamientos sí afectan significativamente la determinación 

de estos rendimientos para esta cepa. 

 

P. ostreatus ATCC32783 presentó la Emax de lacasas más alta en el tratamiento con 1500 mg de 

DEHF/L, siendo ésta de 282.32 U/L el día 23 de la fermentación, seguida de la Emax en el medio 

con 2000 mg de DEHF/L con 202.80 U/L el último día de cultivo. Y por último la obtenida en el 

medio SAF con 202.37 U/L al día 14. Cabe resaltar que de acuerdo con el análisis estadístico no 

hubo diferencia significativa en la Emax obtenida entre el tratamiento SAF y aquél que contenía 

2000 mg de DEHF/L, pero sí se presentó una diferencia significativa entres estos tratamientos y el 

que contenía 1500 mg de DEHF/L. Esto nos dice que los tratamientos SAF y con altas 

concentraciones de DEHF no tienen efecto significativo sobre los resultados de este parámetro, 

pero que una concentración no tan elevada de DEHF, como es la de 1500 mg/L sí afecta la 

actividad de lacasas para esta cepa. 

Para esta cepa el mayor YE/X se obtuvo en el tratamiento con 1500 mg de DEHF/L, siendo de 33.58 

U/g X, seguido del YE/X alcanzado en el medio SAF con 28.48 U/g X. El YE/X más bajo se 

determinó en el tratamiento con 2000 mg de DEHF/L con 21.43 U/g X. El análisis estadístico 

realizado indicó que sí hay una diferencia significativa entre los tres tratamientos para el YE/X. 
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En esta cepa la mayor qp también se obtuvo, en la fermentación con 1500 mg de DEHF/L, siendo 

de 0.63 U/g X/h, seguida al igual que en el parámetro anterior, da la qp  obtenida en el medio con 

SAF con 0.52 U/g X/h. Y por último la qp de la  obtenida en el tratmiento con 2000 mg de DEHF/L 

con 0.32 U/g X/h. El ANOVA realizado y la prueba post-hoc de Tukey indicaron que sí hay una 

diferencia significativa entre los tres tratamientos para la qp. 

A diferencia de los rendimientos anteriores, la P más alta se obtuvo en el medio SAF con 0.60 

U/L/h, seguida de la obtenida en el tratamiento con menor concentración de DEHF con 0.51 

U/L/h, por último, la P más baja se determinó en la fermentación con mayor concentración de 

DEHF con 0.35 U/L/h. El análisis estadístico indicó que sí hubo un efecto significativo de cada 

uno de los tratamientos sobre este parámetro. 

 

En comparación con las otras dos cepas, P. pulmonarius presentó la Emax de lacasas más alta en el 

tratamiento SAF, la cual fue de 427.08 U/L el día 22 de la fermentación, seguida de la Emax en el 

medio con 2000 mg de DEHF/L con 339.80 U/L al quinto día de cultivo y por último, le siguió la 

obtenida en el tratamiento con 1500 mg de DEHF/L con 168.67 U/L al día 15.  

En esta cepa el mayor YE/X se obtuvo en el medio SAF con de 59.26 U/g X, seguido del YE/X 

alcanzado en el medio con 2000 mg de DEHF/L con 38.06 U/g X. El YE/X más bajo se presentó en 

la fermentación con menor concentración de DEHF, presentando 21.69 U/g X. 

En esta cepa la mayor qp también se obtuvo en el medio SAF con 1.23 U/g X/h, seguida al igual 

que en el parámetro anterior, da la qp  obtenida en el medio con mayor concentración de DEHF, 

presentando 0.59 U/g X/h. Por último se tuvo la qp  obtenida en el medio con 1500 mg de DEHF/L, 

cuantificando 0.49 U/g X/h. 

A diferencia de los rendimientos anteriores, la P más alta se obtuvo en la fermentación que 

contenía la menor concentración de DEHF con 1.41 U/L/h, seguida de la obtenida en el 

tratamiento con 2000 mg de DEHF/L, la cual fue de 0.94 U/L/h. La P más baja se registró en el 

medio SAF con 0.81 U/L/h.  

 

Los resultados obtenidos mediante el ANOVA y la prueba de intervalos de Tukey aplicados en 

esta cepa, indicaron que sí se presentó una diferencia significativa entre los tres tratamientos para 

los cuatro rendimientos enzimáticos evaluados. Lo que nos probó que los tratamientos sí tienen un 

efecto significativo sobre la determinación de estos rendimientos para P. pulmonarius. 
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Tabla 6: Rendimientos enzimáticos de lacasas de Lentinula edodes, Pleurotus ostreatus ATCC32783 y 

Pleurotus pulmonarius, crecidos en medio SAF y dos concentraciones diferentes de DEHF en fermentación 

sumergida. 

Cepa Rendimientos 

Medio de cultivo 

SAF 
Concentración de DEHF (mg/L) 

1500 2000 

Lentinula edodes 

Emax (U/L) 188.15c (15.00) 969.75b (22.11) 537.80a (15.53) 

YE/X (U/g  X) 42.11c (3.52) 140.82b (3.57) 68.05a (1.88) 

qp (U/g X/h) 0.31c (0.03) 1.04b (0.03) 0.48a (0.02) 

P (U/L/h) 0.21c (0.02) 1.09b (0.02) 0.61a (0.02) 

Pleurotus 

ostreatus 

ATCC32783 

Emax (U/L) 202.37a (12.23) 281.32b (3.59) 202.80a (6.31) 

YE/X (U/g  X) 28.48c (0.98) 33.58b (1.30) 21.83a (0.36) 

qp (U/g X/h) 0.52c (0.01) 0.63b (0.06) 0.32a (0.02) 

P (U/L/h) 0.60c (0.04) 0.51b (0.01) 0.35a (0.01) 

Pleurotus 

pulmonarius 

Emax (U/L) 427.08c (10.95) 168.67b (2.53) 339.80a (7.64) 

YE/X (U/g  X) 59.26c (0.87) 21.69b (0.41) 38.06a (0.85) 

qp (U/g X/h) 1.23c (0.05) 0.49b (0.03) 0.59a (0.01) 

P (U/L/h) 0.81c (0.02) 1.41b (0.02) 0.94a (0.02) 

Medias con la misma letra en una fila no presentaron diferencias significativas. Los números dentro del 

paréntesis corresponden a la desviación estándar de tres experimentos separados. 

 

 

6.6. Actividad enzimática extracelular de esterasas 

6.6.1. Lentinula edodes 

La actividad de esterasas en los dos medios de cultivo con DEHF para L. edodes siguieron el 

mismo patrón de actividad, en comparación con la actividad en el medio testigo, la cual se 

mantuvo en niveles menores a 62 U/L durante los 37 días transcurridos (Figura 61). 

 

En el tratamiento testigo, esta cepa presentó una actividad de esterasas de 10 a 23 U/L del día 2 al 

21 de incubación, tiempo en el que crecía el hongo en su fase exponencial. A partir del día 22 y 

hasta el 27 los niveles de se incrementaron ligeramente de 22 a 30 U/L. Del día 28 y hasta el día 

36 la actividad disminuyó y se mantuvo entre 12 y 23 U/L. Sin embargo el día 37 se presentó un 

incremento de la actividad de 61.51 U/L, alcanzando su único pico en este tiempo. 
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En el medio con 1500 mg de DEHF/L la actividad de estas enzimas subió el día 2 a 145.78 U/L, 

siendo éste el primer pico de máximo actividad, tiempo en el que se comenzó la degradación de 

DEHF y probablemente las altas concentraciones de este compuesto indujeron la actividad de una 

esterasa que participa en la conversión inicial de DEHF a MEHF mediante la hidrólisis del enlace 

éster de una de las cadenas alquílicas a través de una deesterificación. 

Del día 4 al 8 baja la actividad se mantuvo entre 34 y 37 U/L. Al día 10 volvió  a incrementarse 

hasta alcanzar el pico más alto con 266 U/L. En este tiempo comienza a observarse únicamente la 

presencia de MEHF en el medio. 

Del día 12 al 28 la actividad disminuye y se mantiene oscilando entre 16 y 50 U/L, durante este 

tiempo el hongo aún se encuentra en crecimiento exponencial y en el medio hay MEHF. Del día 

29 al 34 la actividad disminuye y se mantiene entre 27 y 35 U/L. durante este tiempo se presentan 

metabolitos resultantes tanto de la degradación del DEHF (ácidos orgánicos y alcoholes) como del 

metabolismo natural de este hongo, lo que probablemente induce la actividad de otra esterasa. Al 

final de la fase estacionaria de crecimiento la actividad comienza a incrementarse hasta las 61.5 

U/L alcanzadas el día 37. 

 

En el tratamiento con 2000 mg de DEHF/L la actividad de esterasas inició el día 2 con un pico de 

179.83 U/l, en este tiempo comenzó la degradación de DEHF y probablemente las altas 

concentraciones de este compuesto estimularon la actividad de la misma esterasa que la expresada 

en el medio con 1500 mg de DEHF/L. Del día 4 al 8 bajó la actividad y se mantuvo entre 34 y 76 

U/L. Al día 10 volvió a incrementarse la actividad hasta alcanzar el pico más alto con 268.38 U/L, 

durante este tiempo la concentración de DEHF ya había disminuido casi en más del 50 %, por lo 

que los ésteres de ftalato formados hasta este día también pudieron inducir la actividad de otra 

esterasa o isoforma de esterasa que actuara sobre éstos. 

Del día 12 al 29 la actividad disminuyó y se mantuvo oscilando entre 24 y 38 U/L, durante este 

tiempo el hongo aún se encontraba en crecimiento exponencial y en el medio había MEHF.  

Del día 30 al 37 la actividad se incrementó ligeramente y se mantuvo entre 37 y 85 U/L. 
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Figura 61. Actividad de esterasas de Lentinula edodes en medio SAF ( ), 1500 ( ) y 2000 ( ) mg 

de DEHF/L en fermentación sumergida. 

 

 

6.6.2. Pleurotus ostreatus ATCC32783 

De los tres medios de cultivo empleados, en el medio SAF se presentó la mayor actividad de 

esterasas para la cepa P. ostreatus ATCC32783 (Figura 62). En el medio testigo del día 3 al 12 se 

incrementó la actividad de 60 a 101 U/L. En el día 13 disminuyó la actividad a 56 U/L y a partir de 

este tiempo y hasta el día 18 se incrementó hasta 431.63 U/L. Este día se presentó el mayor pico 

de actividad.  

El día 19 la actividad decreció hasta 222 U/L y durante las 48 horas siguientes, alcanzó las 295 

U/L, para decrecer la actividad hasta 15 U/L dos días después y volver a aumentar el último día de 

fermentación hasta 260 U/L. 
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En el tratamiento con 1500 mg de DEHF/L, la actividad de estas enzimas subió del día 3 al día 8 

hasta 266.8 U/L, siendo éste el pico de máxima actividad. Durante este tiempo se llevó a cabo 

parte dela degradación de DEHF a MEHF asando por la formación de otros ésteres de ftalato, lo 

que demuestra la participación de estas enzimas durante este proceso, teniendo protagonismo 

mediante la hidrólisis del enlace éster de una de las cadenas alquílicas alguno de los ésteres de 

ftalato del tratamaiento.  

Del día 9 al 15 bajó la actividad y se mantuvo entre 23 y 66 U/L, en este lapso de tiempo se 

encontraba presente el MEHF en el medio, cuyo incremento en concentración podrían inducir la 

actividad de otra esterasa o isoesterasa, explicando el incremento de actividad el día 15 con 109 

U/L. 

Del día 16 al 21 la actividad disminuyó y se mantuvo oscilando entre 50 y 78 U/L, durante este 

tiempo el hongo aún se encontraba en crecimiento estacionario y de los ésteres de ftalato presentes 

al inicio, únicamente se encontró MEHF. 

 

En el cultivo con 2000 mg de DEHF/L la actividad de esterasas subió el día 3 al día 8 hasta 119.12 

U/L, siendo éste el primer pico de máxima actividad, durante este tiempo se llevó a cabo la 

degradación de DEHF a MEHF, demostrando la participación de estas enzimas durante este 

proceso. Del día 9 al 19 bajó la actividad y se mantuvo entre 48 y 80 U/L, tiempo en el que 

estaban diferentes ésteres de ftalato en el medio, incluyendo aún DEHF. 

Del día 20 al 24 la actividad se incrementó hasta 115 U/L, lapso de tiempo en el que se presentó el 

mayor pico de actividad con 130.31 U/L el día 22. 
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Figura 62. Actividad de esterasas de Pleurotus ostreatus ATCC32783 en medio sin adición de ftalato 

(MSAF) ( ), 1500 ( ) y 2000 ( ) mg de DEHF/L en fermentación sumergida. 

 

 

6.6.3. Pleurotus pulmonarius 

De los tres medios de cultivo empleados y como en la otra especie del género Pleurotus, en el 

medio MSAF se presentó la mayor actividad de esterasas para P. pulmonarius (Figura 63). En el 

medio testigo del día 3 al 6 se incrementó la actividad de 34 a 56 U/L.  

El día 8 alcanzó hasta 221.20 U/L, y del día 9 hasta el día 12 se vio disminuida de 55 a 67 U/L. El 

día 13 presentó un incremento marcado de actividad, con 394.89 U/L alcanzadas. Del día 14 al 20 

la actividad osciló entre 100 y 237 U/L y los días 21 y 23 presentaron los dos picos más altos de 

actividad, con 486.47 y 497.21 U/L. 
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En el cultivo con 1500 mg de DEHF/L la actividad de esterasas subió del día 3 al 5 hasta 309.27 

U/L, durante este tiempo se degradaba el 50 % del DEHF. Del día 5 al 9 la actividad disminuyó 

hasta 43 U/L, en este tiempo se encontraban presentes en el medio tres ésteres de ftalato además 

del DEHF y el MEHF, los cuales puedieron tener efecto sobre la actividad de esterasas.  

Del día 9 al 14 se mantuvo entre 43 y 55 U/L, en este lapso de tiempo se degradaron las últimas 

moléculas de DEHF presentes en el medio.  

Del día 15 al 23 la actividad incrementó hasta alcanzar su pico máximo de actividad, con 434.60 

U/L, sin embargo, en este punto ya no hay presencia de MEHF, pero sí de otros compuestos con 

enlaces éster que inducen la actividad de estas enzimas. 

 

En el tratamiento con la mayor concentración de DEHF/L la actividad de esterasas se incrementó 

ligeramente a 84 U/L el día 4 y a partir de este día y hasta el día 6 disminuyó a 50 U/L, lo que 

concuerda con la formación de ésteres de ftalato dialquílicos de elevado peso molecular, pero no 

de la formación de MEHF. 

 Del día 6 al 15 aumentó la actividad hasta 184 U/L lo que va de la mano con la formación de 

DEHF observado en el medio, teniendo estas enzimas una participación activa durante este 

proceso, siendo otra esterasa u otra isoforma de la misma esterasa que participa en la degradación 

de DEHF.  

Al finalizar su crecimiento, durante la fase estacionaria, el día 20 y 22 se presentan los picos más 

altos de actividad con 435.21 y 437.10 U/L. 
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Figura 63. Actividad de esterasas de Pleurotus pulmonarius en medio SAF ( ), 1500 ( ) y 2000 ( ) 

mg de DEHF/L en fermentación sumergida. 

 

 

6.6.4. Determinación de los rendimientos enzimáticos de esterasas Emax, YE/X, qp y P 

En la tabla 7 se muestran los resultados de los rendimientos enzimáticos de as esterasas para cada 

una de las cepas con los tres tratamientos probados.  

 

En la cepa L. edodes la actividad máxima (Emax) de esterasas más alta se presentó en el medio con 

2000 mg de DEHF/L al día 12 de cultivo, siendo ésta de 268.38 U/L. En orden de sucesión le 

siguió la Emax del medio con 1500 mg de DEHF/L al día 10 con 262.88 U/L. Y en último lugar se 

presentó la Emax obtenida en el medio SAF con 66.69 U/L también al día 10. 

En comparación con el rendimiento anterior, para esta cepa el mayor YE/X  se obtuvo en el medio 

con 1500 mg de DEHF/L con 38.17 U de esterasa formadas por gramo de biomasa (U/g X), 
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seguido del YE/X alcanzado en el medio con 2000 mg de DEHF/L con 33.96 U/g X. El YE/X más 

bajo se observó en el medio SAF con 14.92 U/g X. 

Para L. edodes la mayor qp (tasa específica de formación de esterasa) también se obtuvo en el 

medio con 1500 mg de DEHF/L, siendo de 0.28 U/g X/h, continuando con la qp  obtenida en el 

medio con 2000 mg de DEHF/L, con 0.24 U/g X/h. Al final el valor más bajo obtenido se encontró 

en el  medio SAF con 0.11 U/g X/h. 

La P (productividad) más alta observada se obtuvo al igual que en la Emax, en el medio con mayor 

concentración de DEHF, con 1.12 U/L/h, seguida de la encontrada en el medio con menor 

concentración de DEHF con 1.10 U/L/h. Por último se tuvo la P del medio SAF con 0.08 U/L/h. 

 

De acuerdo con el análisis estadístico realizado, en los rendimientos evaluados, en los tratamientos 

con DEHF no se presentaron diferencias significativas entre sí, sin embargo, sí hubo diferencias 

entre el tratamiento SAF y los tratamientos con las dos diferentes concentraciones de DEHF. Lo 

que nos indica que los tratamientos con DEHF, sin importar la concentración empleada, sí afectan 

significativamente la determinación de estos rendimientos para esta cepa en comparación con el 

tratamiento sin DEHF. 

 

La cepa P. ostreatus ATCC32783 presentó la Emax de esterasas más alta en el tratamiento con 

testigo (SAF), siendo ésta de 431.63 U/L el día 23 de la fermentación, seguida de la Emax en el 

medio con 2000 mg de DEHF/L con 202.80 U/L el último día de cultivo. Y por último la obtenida 

en el medio SAF con 202.37 U/L al día 14. 

 

Para esta cepa el mayor YE/X se obtuvo en el tratamiento SAF con 60.75 U/g X, seguido al igual 

que en el parámetro anterior del YE/X alcanzado en el medio con 1500 mg de DEHF/L con 31.85 

U/g X. El YE/X más bajo se observó en el tratamiento con 2000 mg de DEHF/L con 14.03 U/g X.  

Al igual que en los dos rendimientos previos, la mayor qp registrada para esta cepa se obtuvo en el 

medio testigo (SAF) con 1.11 U/g X/h, seguida por la qp  obtenida en el medio con menor 

concentración de DEHF, siendo ésta de 0.59 U/g X/h. La qp obtenida en el tratamiento con 2000 

mg de DEHF/L fue la menor, con 0.21 U/g X/h. 

A diferencia de los rendimientos anteriores, la P más alta se obtuvo en el tratamiento con 1500 mg 

de DEHF/L con 0.60 U/L/h, seguida de la obtenida en el tratamiento SAF con 1.00 U/L/h, por 

último, la P más baja se registró en el tratamiento con mayor concentración de DEHF, siendo ésta 

de 0.25 U/L/h. 
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De acuerdo con el ANOVA y la prueba de intervalos de Tukey aplicados, sí se presentó una 

diferencia significativa entre los tres tratamientos para los cuatro rendimientos enzimáticos 

evaluados. Lo que nos indica que los tratamientos sí afectan significativamente la determinación 

de estos rendimientos para esta cepa. 

 

Al igual que en la cepa anterior, P. pulmonarius presentó la Emax de esterasas más alta en la 

fermentación testigo (SAF) con 497.22 U/L el día 23 de la fermentación, seguida de la Emax en el 

medio con 2000 mg de DEHF/L con 437.11 U/l al día 22 de crecimiento, por último le siguió la 

Emax obtenida en el tratamiento con 1500 mg de DEHF/L con 434.61 U/L al día 23. El análisis 

estadístico aplicado mostró que no hay diferencia significativa entre los tratamientos con DEHF, 

sin embargo sí hubo diferencia entre el tratamiento SAF y los tratamientos con las concentraciones 

de DEHF. Esto nos dice que los tratamientos con DEHF, sin importar la concentración empleada 

afectan significativamente la actividad de esterasas en comparación con un tratamiento sin DEHF. 

 

Para P. pulmonarius el mayor YE/X también se obtuvo en el medio SAF con de 68.99 U/g X, sin 

embargo, ahora fue el YE/X obtenido en el medio con menor concentración de DEHF el que le 

siguió en orden descendente, con 55.88 U/g X. El YE/X más bajo se observó en la fermentación con 

mayor concentración de DEHF, presentando 48.96 U/g X. 

La mayor qp se obtuvo en la fermentación SAF con 1.43 U/g X/h, seguida al igual que en el 

parámetro anterior, da la qp  obtenida en el medio con 1500 mg de DEHF/L con 1.26 U/g X/h. Y 

por último se registró la qp  del medio con 2000 mg de DEHF/L, cuantificando 0.75 U/g X/h. 

Para estos dos rendimientos, los resultados obtenidos mediante el ANOVA y la prueba de 

intervalos de Tukey aplicados, demostraron que sí se presentó una diferencia significativa entre los 

tres tratamientos. 

La P (productividad) más alta para P. pulmonarius se obtuvo en la fermentación SAF con 0.90 

U/L/h, seguida de la obtenida en el tratamiento con 2000 mg de DEHF/L, la cual fue de 0.94 

U/L/h. La P más baja se registró en la fermentación que contenía la menor concentración de 

DEHF, la cual fue de 0.81 U/L/h.  

El análisis estadístico realizado mostró que el efecto que los tratamientos con diferentes 

concentraciones de DEHF sobre la productividad no es significativo, sin embargo, el efecto que un 

medio SAF tiene sobre este parámetro sí es significativamente diferente de un medio adicionado 

con DEHF. 
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Tabla 7: Rendimientos enzimáticos de esterasas de Lentinula edodes, Pleurotus. ostreatus ATCC32783 y 

Pleurotus pulmonarius, crecidos en medio SAF y dos concentraciones diferentes de DEHF en fermentación 

sumergida. 

Cepa Rendimientos 

Medio de cultivo 

SAF 
Concentración de DEHF (mg/L) 

1500 2000 

Lentinula edodes 

Emax (U/L) 66.69b (10.14) 262.88a (10.61) 268.38a (32.85) 

YE/X (U/g X) 14.92b (2.71) 38.17a (1.92) 33.96a (4.02) 

qp (U/g X/ h) 0.11b (0.02) 0.28a (0.02) 0.24a (0.03) 

P (U/L/h) 0.08b (0.04) 1.10a (0.04) 1.12a (0.14) 

Pleurotus 

ostreatus 

ATCC32783 

Emax (U/L) 431.63c (9.49 266.82b (12.39) 130.32a (2.67) 

YE/X (U/g X) 60.75c (0.37) 31.85b (2.32) 14.03a (0.48) 

qp (U/g X/ h) 1.11c (0.07) 0.59b (0.06) 0.21a (0.02) 

P (U/L/h) 1.00c (0.02) 1.39b (0.06) 0.25a (0.01) 

Pleurotus 

pulmonarius 

Emax (U/L) 497.22b (8.47) 434.61a (12.47) 437.11a (4.29) 

YE/X (U/g X) 68.99c (0.58) 55.88b (2.06) 48.96a (0.98) 

qp (U/g X/ h) 1.43c (0.04) 1.26b (0.09) 0.75a (0.01) 

P (U/L/h) 0.90b (0.02) 0.79a (0.02) 0.83a (0.01) 

Medias con la misma letra en una fila no presentaron diferencias significativas. Los números dentro del 

paréntesis corresponden a la desviación estándar de tres experimentos separados. 
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6.7. Cuantificación de glucosa 

 

En la figura 64 se observa la curva patrón o curva de calibración utilizada para la determinación de 

g/l de la glucosa consumida en los diferentes tratamientos al emplear el método de DNS para 

azúcares reductores. 

 

 
Figura 64. Curva patrón de glucosa por el método de azúcares reductores con DNS. 

 

 

6.7.1. Lentinula edodes 

Como se puede observar en la figura 65, en un medio testigo (SAF) esta cepa no alcanzó a 

consumir más del 50% de la concentración inicial de glucosa durante los 37 días de fermentación. 

Durante la fase de crecimiento exponencial (día 18 a 34) de este hongo se presentó el mayor 

consumo de glucosa, el cual fue de aproximadamente 3 g/L. El lento consumo de esta única fuente 

de carbono en el medio dio como resultado la menor Xmax obtenida en comparación con los otros 

dos tratamientos. Esto también explica por qué a penas al día 34 el hongo comienza a entrar en 

fase de crecimiento estacionaria. Cabe destacar que aun cuando se terminó la fermentación a los 

37 días de incubación y el hongo ya había entrado a la fase de crecimiento estacionaria, en el 

medio aún se encontraba presente el 50 %de esta fuente de carbono.  

 

En el tratamiento con 1500 mg de DEHF/L se puede observar que durante los primeros días de 

crecimiento del hongo (durante su fase de adaptación), éste consume el 30% de la glucosa. Es 

durante este período de tiempo en que la degradación del DEHF a metabolitos de menor peso 
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molecular (probablemente menos tóxicos para el desarrollo del hongo), estimula posteriormente el 

rápido consumo de glucosa, dando como resultado la fase crecimiento exponencial. Es durante 

este tiempo (día 18 a 31) que L. edodes consume el 70% de la glucosa restante y una vez que la ha 

terminado de consumir es que entra a la fase de crecimiento estacionaria.  

Es debido a este rápido consumo de la glucosa que la Xmax se ve incrementada significativamente 

en comparación con el medio testigo. 

 

Al igual que en el tratamiento anterior, en el medio con la mayor concentración de DEHF se 

observó que durante la fase de crecimiento de adaptación, este hongo consume el 30% de la 

glucosa al mismo tiempo que se da la degradación del DEHF a metabolitos de menor peso 

molecular. Lo que estimula posteriormente el rápido consumo de glucosa, dando como resultado la 

fase crecimiento exponencial. Es durante esta fase (día 16 a 30) que el hongo consume la mayor 

cantidad de glucosa restante (70%) y una vez que la ha terminado de consumir entra a la fase de 

crecimiento estacionaria. 

Es por esto que la Xmax se ve incrementada significativamente en comparación con el medio con 

menor concentración de DEHF y el medio testigo, obteniendo los valores más grandes para esta 

variable en este tratamiento. 
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Figura 65. Perfil de concentración de glucosa de Lentinula edodes en medio SAF ( ), 1500 ( ) y 

2000 ( ) mg de DEHF/L en fermentación sumergida. 

 

 

6.7.2. Pleurotus ostreatus ATCC32783 

En la figura 66 se puede observar como en los tres tratamientos el hongo P. ostreatus ATCC32783 

consumió toda la glucosa antes de entrar en a sus respectivas fases de crecimiento estacionarias. 

En un tratamiento testigo (SAF) la cepa consumió cerca del 12 % de la cantidad inicial de glucosa 

durante los primeros 9 días de incubación (fase de crecimiento de adaptación y fase de transición a 

la exponencial), lo que explica el lento crecimiento durante este lapso de tiempo. Durante la fase 

de crecimiento exponencial (día 10 a 18) de este hongo se presentó el mayor consumo de glucosa, 

el cual fue de aproximadamente 8.8 g/L. En este medio P. ostreatus ATCC32783 tardó más 

tiempo en consumir el total de la glucosa presente como única fuente de carbono y energía, lo que 

dio como resultado la menor producción de Xmax obtenida en contraste con el resto de los 

tratamientos.  
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En el tratamiento con 1500 mg de DEHF/L se puede observar que durante los primeros días de 

crecimiento, el hongo (durante su fase de adaptación) consume el 20% de la glucosa. Durante este 

período de tiempo esta cepa degradó el 87 % del DEHF a metabolitos de menor peso molecular 

(probablemente menos tóxicos para su desarrollo), lo que estimuló posteriormente el rápido 

consumo de glucosa, dando como resultado la fase crecimiento exponencial. Es durante este 

tiempo (día 7 a 14) que P. ostreatus ATCC32783 consume el 80% de la glucosa restante y una vez 

que la ha terminado de consumir es que entra a la fase de crecimiento estacionaria. Cabe Destacar 

que a la par se fue degradando el 13% restante del DEHF a MEHF. 

Es debido a este rápido consumo de la glucosa que la Xmax se ve incrementada significativamente 

en comparación con el medio testigo. 

 

En un medio con mayor concentración de DEHF, éste incremento tiene un efecto significativo en 

el tiempo de consumo de glucosa, dado que se va haciendo más lento. Sin embargo, al igual que en 

el tratamiento anterior, en un medio con 2000 mg de DEHF/L se observó que es durante la fase de 

crecimiento de adaptación que el hongo consume la menor cantidad de glucosa (cerca del 15%). 

Es el mismo lapso de tiempo en el que se observa la degradación de la mayor concentración de 

DEHF (75 %) a metabolitos de menor peso molecular. Esto estimula posteriormente el rápido 

consumo de glucosa, dando como resultado la fase crecimiento exponencial. Es durante esta fase 

(día 9 a 16) que el hongo consume la mayor cantidad de glucosa restante (85%) y degrada una 

menor concentración de DEHF. Una vez que ha terminado de consumir la glucosa y de que en el 

medio se encuentra únicamente MEHF, es que el hongo entra a la fase de crecimiento estacionaria. 

Es por esto que la Xmax se ve incrementada significativamente en comparación con el medio con 

menor concentración de DEHF y el medio testigo, obteniendo los valores más altos para esta 

variable en este tratamiento. Presentando una relación directamente proporcional con la cantidad 

de glucosa consumida durante la fase exponencial. 
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Figura 66. Perfil de concentración de glucosa de Pleurotus ostreatus ATCC32783 en medio SAF ( ), 

1500 ( ) y 2000 ( ) mg de DEHF/L en fermentación sumergida. 

 

 

6.7.3. Pleurotus pulmonarius 

En la figura 67 (al igual que en la cepa anterior) se observa como en los tres tratamientos la cepa 

P. pulmonarius consumió toda la glucosa antes de entrar en a sus respectivas fases de crecimiento 

estacionarias. 

En el medio SAF la cepa consumió cerca del 13 % de la cantidad inicial de glucosa durante los 

primeros 12 días de incubación (fase de crecimiento de adaptación), lo que explica el evidente 

lento crecimiento durante este lapso de tiempo. Durante la fase de crecimiento exponencial (día 13 

a 21) de este hongo se presentó el mayor consumo de glucosa, el cual fue de aproximadamente 8.7 

g/L. En este tratamiento P. pulmonarius tardó más tiempo en consumir el total de la glucosa 

presente como única fuente de carbono y energía, lo que dio como resultado la menor producción 

de Xmax (7.206 g/L) obtenida en contraste con el resto delos tratamientos.  

 

0

1

2

3

4

5

6

7

8

9

10

0 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22 23 24

G
lu

co
sa

 (
g

/L
)

Tiempo (días)



116 
 

En el tratamiento con 1500 mg de DEHF/L se observó que durante los primeros 7 días de 

crecimiento (fase de adaptación) el hongo consume el 14% de la glucosa. Durante este período de 

tiempo esta cepa degradó el 70 % del DEHF a metabolitos de menor peso molecular 

(probablemente menos tóxicos para su desarrollo), lo que estimuló posteriormente el incremento 

en el consumo de glucosa, dando como resultado la fase crecimiento exponencial. Es durante este 

tiempo (día 7 a 16) que P. pulmonarius consume el 86% de la glucosa restante y una vez que la ha 

terminado de consumir es que entra a la fase de crecimiento estacionaria. Cabe destacar que al 

mismo tiempo se fue degradando el 30 % restante del DEHF a MEHF. 

Es debido a este rápido consumo de la glucosa que la Xmax se ve incrementada en comparación con 

el medio testigo. 

 

En un medio con 2000 mg de DEHF/L se observó que este incremento en la concentración de 

ftalato tiene un efecto en el tiempo de consumo de glucosa, dado que se va haciendo más lento. Sin 

embargo, al igual que en el tratamiento anterior, en este medio se registró que es durante la fase de 

crecimiento de adaptación y de transición a la exponencial (día 1 a 8) que el hongo consume la 

menor cantidad de glucosa (cerca del 12%). Es el mismo lapso de tiempo en el que se observa la 

degradación de la mayor concentración de DEHF (cerca del 70 %) a metabolitos de menor peso 

molecular. Lo que estimula posteriormente el rápido consumo de glucosa, dando como resultado la 

fase crecimiento exponencial. Es durante esta fase (día 9 a 17) que el hongo consume la mayor 

cantidad de glucosa restante (87%) y degrada una menor concentración (casi el 30%) de DEHF. 

Una vez que ha terminado de consumir la glucosa y de que en el medio se encuentra únicamente 

MEHF, es que el hongo entra a la fase de crecimiento estacionaria. 

Es por esto que la Xmax se ve incrementada significativamente en comparación con el medio con 

menor concentración de DEHF y el medio testigo, obteniendo los valores más altos para esta 

variable en este tratamiento (8.928 g/L). Presentando una relación directamente proporcional con 

la cantidad de glucosa consumida durante la fase exponencial. 
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Figura 67. Perfil de concentración de glucosa de Pleurotus pulmonarius en medio SAF ( ), 1500 ( ) y 

2000 ( ) mg de DEHF/L  en fermentación sumergida. 
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7. DISCUSIÓN 

 

El DEHF es uno de los polímeros más utilizados hoy en día que al liberarse en el ambiente 

provoca daños a la salud de diferentes organismos (Foster et al. 1980; Heindel et al. 1989; 

Lovekamp y Davis 2001; Akingbemi y Hardy, 2001; Dalsenter et al. 2006; Grande et al. 2007; Li 

et al. 2013), es por esto que es importante el desarrollo de nuevas tecnologías que contribuyan con 

su eliminación. Siendo así, la capacidad de adaptación de los microorganismos a los diversos 

ambientes estresantes una bendición para la humanidad. Tal es el caso de algunos hongos 

comestibles que son capaces de crecer en presencia de este compuesto (Hwang, et al. 2008; Kim y 

Song, 2009; Hwang, et al. 2012; Suárez-Segundo et al. 2013; Córdoba-Sosa et al. 2014). 

 

Los hongos requieren al menos una fuente de carbono (C) y nitrógeno (N) para su crecimiento y 

reproducción (Gao et al. 2007; Walker y White, 2011). Varios tipos de fuentes de C y N pueden 

ser utilizadas específicamente por las cepas empleadas en este estudio, debido a su habilidad para 

secretar varias enzimas para la degradación de polímeros en moléculas más pequeñas (Sánchez 

2009). Dado que algunos de los tratamientos de este trabajo contenían como fuente de carbono 

glucosa y DEHF se esperaba que mediante la secreción de enzimas esterasas y lacasas el DEHF se 

degradara hasta ácido ftálico como en trabajos reportados por Nalli et al. 2002; Kim et al. 2003; 

Lee et al. 2007; Liang et al. 2008; Hwang et al. 2012. Sin embargo, los perfiles de consumo de 

glucosa y los análisis por GC/MS demostraron que las tres cepas consumen la glucosa como 

fuente de carbono durante su fase de crecimiento de adaptación y exponencial. Sin embargo, a 

pesar de que las tres cepas degradan el DEHF únicamente hasta MEHF, sí son capaces de utilizar 

los diferentes alcoholes formados (McCullough et al. 1986) durante este proceso de degradación 

como fuente de C, lo que concuerda con lo mencionado por Wessels (2005). Esto explica el 

notorio incremento en la formación de biomasa en los tratamientos con DEHF respecto a los 

tratamientos testigo en los tres hongos utilizados.  

 

Los datos obtenidos en este estudio corroboraron que L. edodes es el hongo de crecimiento más 

lento en comparación con las dos cepas utilizadas del género Pleurotus, tanto en un medio SAF 

como en un medio con DEHF. Dicho hongo inició su fase de crecimiento exponencial al día 18 de 

incubación en un medio SAF y al día 12 en los medios con DEHF. Por lo que, el modelo de 

crecimiento aplicado para esta cepa fue el más adecuado, ya que como menciona Peleg (2006), un 

modelo de este tipo es particularmente conveniente en la descripción de las curvas sigmoides de 
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crecimiento con una larga fase lag y como se observó en la figura 21, L. edodes presentó una 

considerable larga fase de adaptación (lag). 

 

Se ha reportado que esta especie es de lento crecimiento aún en medios con condiciones que 

favorecen su desarrollo óptimo. Aminuddin et al. 2007 y Hermann et al. 2013, han encontrado que 

en especies diferentes del género Lentinula, el hongo entra a su fase de crecimiento después de los 

primeros 13 días de incubación en fermentación sumergida. En cambio, la cepa utilizada en este 

estudio tardó 1 día menos en entrar en esta fase de crecimiento y tuvo valores mayores de Xmax en 

los tratamientos con DEHF. Esto nos indica que el DEHF actúa como inductor del crecimiento y la 

producción de biomasa a través de la producción de alcoholes liberados de las cadenas obtenidas 

de la formación de diheptil ftalato, ditridecil ftalato, MBF y MEHF, dichos alcoholes son los que 

utilizan como fuente de carbono dado que se sintetizan durante la trofofase (al inicio de la fase 

exponencial y su mayor presencia se detectó al entrar a la fase estacionaria). Y es durante esta fase 

que se sintetizan en abundancia los metabolitos esenciales para el crecimiento (Wessels, 2005) 

Estos resultados concuerdan con lo reportado por Lee et al (2004; 2007) con P. chrysosporium, T. 

versicolor, D. concéntrica y P. brumalis. Sin embargo, la presencia de alcoholes como metil 13-

octadecanoato, n-propil 11 octadecanoato, 2-[2-[2-(2-butoxietoxi)etoxi]etoxi]etanol, 6-heptano-

2,4-diol, 9-octadecanal, hexano, trifluoroacetato 9-decan-1-ol, acetato 11,13-dimetil-12-

tetradecen-1-ol y 12-Crown-4 durante la fase de crecimiento estacionaria se puede deber a que 

estos metabolitos también pueden ser metabolizados adicionalmente (Wessels, 2005). 

 

La degradación parcial del compuesto inicial (DEHF) se puede deber a que como en la 

degradación bacteriana de ésteres de ftalato, algunos organismos pueden hidrolizar selectivamente 

un enlace éster para obtener mono alquil ésteres y es cuando el alcohol liberado se usa 

metabólicamente para el crecimiento (Gu et al. 2004; Gu et al. 2005; Li et al. 2005; Xu et al. 

2006). Esta selectividad se atribuye a enzimas específicas, como las esterasas, para la hidrólisis de 

uno u otro ftalato, ya sea el original compuesto dialquílilico o su monoéster, para el cual también 

habrá una enzima específica para su hidrólisis, que sería diferente de la que se encargó de la 

hidrólisis del ftalato dialquílico (Zhu Hua et al. 2012). Otra posible razón, es la ausencia de genes 

que se encarguen de la transcripción de aquellos que sisntetizan las esterasas necesarias para la 

degradación del mono-éster, como en el trabajo reportado por Whangsuk et al. (2015). 

 Por otro lado, también se ha reportado que hay organismos que pueden convertir ocasionalmente 

las largas cadenas alquílicas en cadenas más cortas a través de la β-oxidación mediante la 
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eliminación de grupos etilo (Amir et al. 2005). Estudio en el que dos genes clonados de esterasa, 

estB y estG, en Sphingobium sp. SM42 participaban en el metabolismo de DBF, sin embargo la 

proteína sintetizada por cada gen cumplía un papel muy específico durante el proceso degradativo, 

e incluso otro gen (estR), que codificaba para la proteína EstR actuaba como regulador 

transcripcional positivo que mediaba la inducción de la expresión del gen de esterasas estB. 

 

Dado que L. edodes es un hongo con un sistema metabólico que se caracteriza por la formación de 

metabolitos ácidos (Boyle 1998) se explica la formación en mayor abundancia de diferentes 

alcoholes y ácidos orgánicos durante la trofofase, tales como: 2,3-dihidro-3,5-dihidroxi-6-metil-

4Hpirano-4-uno, ácido acético, ácido imidodicarbónico, el ácido 2-oxo-butanoico, ácido 

propanoico, ácido pentafluoropropionico, ácido metoxiacético, ácido 4,9-decadienoico, ácido cis-

vaccénico, ácido 9-tetradecenoico, ácido nonanoico, ácido pentanoico, ácido oleico, ácido 2-

hexanodioico, ácido dicloroacético y ácido 13-bromotetradecanoico, 2,2´-[oxibis(2,1-

etanediiloxi)]di-etanol, 1,3-butanediol, 2-[2-[2-(2-butoxietoxi)etoxi]etoxi]etanol, monoacetato de 

1,2,3-propanetriol, 2,3-butanodiol, hexagol, glicidol, etanodiol, 1,3.dihidroxi-2-propanona, 2,3-

butanediol, propanol, 2-(viniloxi)etanol, 2-(metoxi metoxi), etoxietano, pentanal, heptanal, 

tridecadenial, 14-metil-8-hexadecanal, 1,4,7,10,13,16-hexaocaciclooctadecano, isopropanol, 

butanal, 2-amino,1-propanol, 1-hexadecanol, etanedial, octadecadienol y 2-bromo-etanol, 

acetonitrilo y 15-crown-5. La liberación en el medio de estos metabolitos explica que el perfil de 

pH de esta cepa se desarrollara principalmente en niveles ácidos conforme se degradaba el DEHF. 

Sin embargo, la presencia de compuestos aminados con abundancias menores, tales como 

aminoheptano, hidrazina, aziridina, propanamida, 1-metildodecilamina y dimetilamina fueron los 

que provocaron que al final de la fermentación el pH se hiciera ligeramente más básico. Estos 

patrones son similares a los reportados por Lee et al. (2004) con tres basidiomicetos de pudrición 

blanca. 

Los metabolitos primarios fueron, probablemente, los responsables de la coloración amarillenta 

del medio conforme se degradó el DEHF, lo que también funcionó como indicativo indirecto de 

este proceso. Cabe resaltar que el medio testigo siempre presentó la coloración amarilla 

característica en esta cepa. 

 

En el género Lentinula se ha reportado la presencia de lacasas extracelulares que catalizan la 

oxidación de p-difenoles y compuestos diaminoaromáticos, con preferencia por éstos últimos 

(Leatham y Stahmann, 1980), lo que explica la mayor actividad de estas enzimas durante los 
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últimos días de la fermentación, ya que fue en estos tiempo cuando hubo mayor presencia de 

compuestos aminados, revelando abundancias relativamente mayores encomparación con los 

primeros 31 días de cultivo. 

 

El perfil enzimático de las lacasas presentó el mismo patrón en los tres tratamientos y U/l mayores 

a las reportadas en estudios previos (Kim y Song, 2009; Hwang et al. 2012; Córdoba-Sosa et al. 

2014), lo que se debió por una parte a la presencia tanto de lacasas constitutivas como inducibles 

(isoenzimas u otro tipo de lacasas), ya que las formas de estas enzimas es diferente de acuerdo con 

los hongos que las producen al estar en contacto de compuestos aromáticos (Fahraeus et al. 1962; 

Bollag y Leonowicz, 1984; Platt et al. 1984).  

Cabe resaltar que la mayor Emax de estas enzimas se obtuvo con esta cepa en los medios con 

DEHF, lo que se atribuye a que esta actividad en hongos puede ser incrementada por adición de 

diferentes compuestos aromáticos, principalmente aquellos con grupos amino (Fahraeus et al. 

1958), como los resultantes del proceso de degradación de DEHF.  

 

Con respecto a los rendimientos enzimáticos obtenidos para estas enzimas, el YE/X, qp y P 

presentaron una relación directa con la mayor Emax alcanzada en el medio con 1500 mg de 

DEHF/l, resultados similares a los obtenidos con tanasas de A. niger (Viniegra-González et al. 

2003) y lacasas de P. ostreatus ATCC3526 (Córdoba-Sosa et al. 2014). Cabe resaltar que la mayor 

Emax obtenida por esta cepa fue la más alta de las tres cepas utilizadas en los tres medios de cultivo. 

 

Con respecto a las enzimas esterasas, su perfil enzimático nos indica que estas enzimas 

extracelulares son (al igual que en las lacasas) tanto constitutivas (por su presencia en el medio 

SAF) como inducibles (Quan et al. 2004), ya que la mayor actividad de éstas se presenta en los 

tratamientos con DEHF. Esto se puede deber a la presencia de isoformas de una misa enzima o a 

otro grupo de enzimas esterasas, las cuales podrían ser lipasas como la cutinasa o carboxil 

esterasas (Bornscheuer, 2002). Estudios realizados por Kim et al (2003) sugieren que 

probablemente se deba a una lipasa muy similar a la cutinasa, puesto que esta es la enzima que se 

ha reportado como la responsable de la degradación inicial de DEHF a MEHF en otros grupos de 

hongos. 

Deacuerdo con los picos observados se puede pensar hasta el momento en 3 enzimas o isoformas 

presentes en el medio, una que presenta los picos más altos durante la fase lag de crecimiento, la 

cual podría ser la responsable de la degradación de DEHF a MEHF. Otra que presenta picos 
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estables a lo largo del resto de la fermentación, encargada de la degradación de otros metabolitos. 

Esta enzima podría ser la misma que se encuentre de manera constitutiva en el tratamiento testigo 

u otra, totalmente diferente inducida por la presencia de metabolitos específicos resultantes de la 

degradación de DEHF. Y otra enzima que se presenta durante el último de la fermentación con 

niveles superiores a las 60 U/l en los tres medios, probablemente constitutiva, ya que sigue el 

mismo patrón en los tres tratamientos. 

 

Los resultados de este estudio sugieren que en L. edodes las enzimas esterasas tienen una 

participación importante durante la degradación de DEHF a MEHF dado que su mayor actividad 

se presentó en los días en que se llevó a cabo dicha transformación. También se deduce que esta 

enzimaes es específica únicamente para DEHF y no para MEHF y que probablemtnte este hongo 

no cuente con la enzima específica para la degradación de MEHF, o en su caso, carezca de los 

genes que la codifican. Esto concuerda con lo reportado por Niazi, et al. (2001), Lee et al. (2004; 

2007), Xu et al. (2006), Hwang et al. (2012) y Whangsuk et al. (2015). quienes mencionan que las 

esterasas son las posibles enzimas responsables de la degradación de los ftalatos a través de 

procesos de deesterificación, transesterificación e hidrólisis de los enlaces covalentes de las 

cadenas alquílicas y sus ramificaciones.  

 

Para estas enzimas, el YE/X, qp y P no presentaron una relación directa con la mayor Emax alcanzada 

en el medio con mayor concentración de DEHF, ya que en este caso la concentración de DEHF si 

tuvo un efecto significativo sobre dichos rendimientos. Estos resultados tienen una relación directa 

con la cantidad de enzima formada y el incremento en la biomasa producida debido al uso de 

determinados alcoholes como fuente de carbono. Nuestros resultados fueron muy diferentes a los 

obtenidos por Córdoba-Sosa et al. (2014) con esterasas de P. ostreatus ATC3526. Lo que se debe 

a la variación en la producción de enzimas propias del metabolismo primario y secundario de cada 

especie. 

 

 

En L. edodes, P. ostreatus ATCC32783 y P. pulmonarius la µ obtenida presentó una relación 

inversamente proporcional con la concentración de DEHF presente en el medio, es decir, 

conforme se incrementó la concentración de DEHF la µ disminuía. Sin embargo, en el tratamiento 

SAF la µ  fue menor en comparación con el tratamiento con menor concentración de DEHF. Estos 

resultados mostraron el mismo patrón que los obtenidos por Córdoba-Sosa et al. (2014) trabajo en 
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el que reportan que P. ostreatus ATCC3526 presentó una µ mayor en el tratamiento con menor 

concenración de DEHF (750 mg/L) en comparación con el tratamiento testigo, pero dicha µ 

también fue mayor en comparación con la obtenida en los tratamientos con mayor concentración 

de DEHF (1200 y 1500 mg de DEHF/L). 

 

P. ostreatus ATCC32783 inició su fase de crecimiento exponencial al día 6 de incubación en los 

tres tratamientos utilizados, resultados contrarios a los reportados por Córdoba-Sosa et al. (2014) 

con la cepa P. ostreatus ATCC3526, la cuál entró a su fase exponencial el día 7 en los tratamientos 

con DEHF pero en el medio testigo tardó mucho más en inciar su fase exponencial (día 9). De 

acuerdo con Pelege (2006) se podría utilizar otro modelo de crecimiento que resulte más 

conveniente de acuerdo con las curvas sigmoides obtenidas y con una fase lag corta, como es el 

caso de esta cepa. Por lo que el uso del modelo de Gompertz o el de Baranyi y Roberts podría ser 

una opción fiable. 

 

La cepa de P. ostreatus utilizada en este estudio alcanzó mayores valores Xmax en los tratamientos 

con DEHF, siendo éstos los valores más altos también obtenidos en comparación con las otras dos 

cepas fúngicas utilizadas en este trabajo. 

Esto nos indica (al igual que en L. edodes) que el DEHF actúa como inductor de la producción de 

biomasa a través de la formación de alcoholes liberados de las cadenas alquílicas de los 

metabolitosciclohexil 2-pentil ftalato, di(2-metilbutil) ftalato y MEHF. Estos alcoholes son los que 

utiliza como fuente de carbono dado que se sintetizan durante la trofofase y es durante esta fase 

que se sintetizan en abundancia los metabolitos esenciales para el crecimiento (Wessels, 2005) 

Estos resultados concuerdan con lo reportado por Lee et al (2004; 2007) con P. chrysosporium, T. 

versicolor, D. concéntrica y P. brumalis. Sin embargo, la presencia de alcoholes en esta cepa, 

durante la fase de crecimiento estacionaria, tales como 2-(viniloxi)-etanol, 1,3,3-trimetoxibutano, 

pentaetilen glicol, 1-[2-[2-(1-metiletoxi)etoxi]etoxi]-etanol, aminopropanol, 2-cloro-

4,6di(metiltio)-1,3,5-triacina, se pudo deber a que estos pocos metabolitos también pueden ser 

metabolizados adicionalmente (Wessels, 2005). 

 

La degradación parcial del compuesto inicial se puede deber a lo reportado por Gu et al. (2004; 

2005), Li et al. (2005) y Xu et al. (2006), en donde algunos organismos pueden hidrolizar 

selectivamente un enlace éster para obtener mono alquil ésteres y es cuando el alcohol liberado se 

usa metabólicamente para el crecimiento. Esta selectividad se atribuye a enzimas específicas, en el 
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caso de esta especie, las esterasas (Hwang et al. 2008; 2012; Córdoba-Sosa et al. 2014) que 

hidrólisarían uno u otro ftalato, ya sea el original compuesto dialquílilico o su monoéster, para el 

cual también habrá una enzima específica para su hidrólisis, que sería diferente de la que se 

encargó de la hidrólisis del ftalato dialquílico (Zhu Hua et al. 2012). Otra posible razón, es la 

ausencia de genes que se encarguen de la transcripción de quellos que sisntetizan las esterasas 

necesarias para la degradación del mono-éster, como lo reporta Whangsuk et al. (2015). 

También se ha reportado que hay organismos que pueden convertir ocasionalmente las largas 

cadenas alquílicas en cadenas más cortas a través de la β-oxidación mediante la eliminación de 

grupos etilo (Amir et al. 2005), ruta que estaría siguiendo esta cepa en tres de los cuatro pasos 

propuestos en esta investigación.  

Por otro lado, Hwang et al. (2008), reportan específicamente para P. ostreatus  que el 

sobrenadante de este cultivo únicamente degrada el 14.9% de una concentración inicial de 100 

mg/l de BBF, pero el micelio homogenizado logra remover el 100 % del compuesto en 2 días, 

incluso en agua destilada, indicando que la biodegradación total del BBF podría ser atribuida a 

enzimas asociadas al micelio en lugar de enzimas extracelulares. Esto explicaría que la cepa de 

esta especie utilizada en este trabajo degradara el DEHF únicamente a MEHF como metabolito 

final, ya que no se utilizó ningún extracto intracelular de los pellets para probar la presencia de 

enzimas capaces de degradar este compuesto hasta un metabolito de menor peso molecular como 

el ácido ftálico. Esto también nos indicaría que probablemtne las enzimas asociadas con la 

degradación de MEHF son intracelulares, sin embargo, dado que este metabolito no resulta tóxico 

para el hongo, éste puede sobrevivir en el medio sin necesidad de excretar esas enzimas al medio.  

 

Para la adquisición de nutrientes, las hifas a menudo tienen que crecer sobre o a través de 

interfaces entre entornos hidrófilos e hidrófobos. Un notable grupo de pequeñas proteínas 

secretadas, llamada hidrofobinas, puede desempeñar un papel importante en dichas interfaces, así 

como en otros procesos de gran importancia fisiológica. Después de su secreción y encontrándose 

con una interfaz entre un ambiente hidrofílico (agua) y uno hidrofóbico (DEHF), éstas se 

ensamblan para formar una membrana anfipática hidrofílica en la superficie, orientada hacia el 

lado acuoso, pero hidrofóbica en la superficie que da al entorno hidrófobo (Wessels, 2000; 2005; 

Talbot, 2001). Esto permitiría al hongo continuar su crecimiento  

 

Dado que en otros trabajos se reporta la presencia de alcoholes y ácidos orgánicos en mayor 

abundacia durante la degradación de ésteres de ftlato de bajo y elevado peso molecular (Kim et al. 
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2003; Quan et al. 2004; Xiang-Rong et al. 2006; Lee et al. 2004; 2007), esto explicaría la 

formación (durante la trofofase) en mayor abundancia de (3-metil-oxiran-2-il)metanol, 2,3-

butanediol, 9,17-octadecadienal, ácido carbónico, ácido n-hexadecanoico, ácido cis-11,14-

eicosadienoico, ácido tetradecanoico, hexano, 2,3-dihidro-3,5-dihidroxi-6-metil-4H-pirano-4-uno, 

9,17-octadienal, etanol, glicidol, ácido tetradecenoico, ácido n-hexadecanoico, ácido oleico, ácido 

imidodicarbónico, glicidol, 2-[2-(2-butoxietoxi)etoxi-etanol, etanol, 1,4,7,10,13,16-

hexaoxaciclooctadecano, 1,3,3-trimetoxibutano, 3,-diisopropoxi-1,1,1,5,5,5-hexametiltrisiloxano, 

1,4-dioxan-2-il hidroperóxido, hexametil-ciclotrisiloxano, hexametil-2-etilacridina 

ciclotrisiloxano, heptametiltrisiloxano, 15-crown-5, etano, 3-amino-6metil-tieno[2,3-b]piridina-2-

carboxamida, ácido silícico, ácido hexanoico, ácido carbónico e isonitrosoacetofenona. 

Como es notable, la cantidad de metabolitos ácidos es menor que la presentada por L. edodes, lo 

que explica que en P. ostreatus los cambios de pH no se inclinen radicalmente hacia niveles muy 

ácidos y se mantengan oscilando a lo largo de la fermentación entre 5.6 y 7.4. 

 

Estos metabolitos primarios también fueron los responsables de la coloración amarillo-verdosa que 

adquirió el medio conforme se fue degradando el DEHF, lo que se asoció indirectamente con el 

transcurso positivo e este proceso. Cabe resaltar que el medio testigo siempre presentó la 

coloración amarillo-verdosa característica en esta cepa. 

 

En P. ostreatus se ha reportado la presencia de lacasas extracelulares que catalizan la oxidación de 

una gran variedad de compuestos fenólicos y no fenólicos (Arora y Sharma, 2010), lo que explica 

la versátil actividad de estas enzimas a lo largo de los días de cultivo en los tratamientos con y sin 

DEHF. 

El perfil enzimático de las lacasas presentó un patrón similar en los tratamientos con DEHF y 

valores superiores a las 100 U/l, resultando ser dicha actividad mayor que la ya reportada en esta 

especie en presencia de DEHF, BBF y DMF (Kim y Song, 2009; Hwang et al. 2012; Córdoba-

Sosa et al. 2014). Cabe resaltar que la Emax más alta se presentó en el medio con 1500 mg de 

DEHF/l. Esto se debe probablemente a la presencia tanto de lacasas constitutivas como inducibles 

(isoenzimas u otro tipo), cuya actividad de estas últimas es promovida por la presencia de 

metabolitos principalmente aromáticos (Palmieri et al. 2000; Cohen et al. 2002) resultantes del 

proceso de degradación de DEHF.  

Los niveles superiores de lacasas en este estudio en medios con y sin DEHF se pueden deber, por 

una parte a una gran variedad de tipos de lacasas o sus isoformas, ya que  que como estas enzimas 
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no son específicas, consecuentemente oxidan una amplia variedad de sustratos estructuralmente 

diferentes (Palmieri et al. 2000), como los diferentes metabolitos aromáticos y no aromáticos 

obtenidos de la transformación del DEHF.  

Esta especie fúnfica produce varias isoenzimas de lacasas extracelulares, entre las que se 

encuentran POXA1b, POXA1w, POXA2 y POXC, debido a que estas son las más abundantes 

(Cohen et al. 2002), se espera que las lacasas que se encuentran presentes al menos en el 

tratamiento testigo pertenezcan a una de éstas. En caso de que se presentaran las mismas lacasas 

constitutivas en los tratamientos con DEHF que en el medio SAF, se espera que sean POXA1w y 

POXA1b, ya que son mucho más estables que POXA2 y POXC (Giardina et al. 1999). 

 

Se ha reportado que estas enzimas son las responsables del ataque inicial al anillo aromático en 

compuestos fenólicos. La apertura de dicho anillo es un paso necesario para la mineralización de 

estos compuestos (Cohen et al. 2002), por lo que probablemente con la desterificación del MEHF 

se podría proceder con la ruptura del anillo bencénico y llegar a mineralizarlo completamente. 

 

Con respecto a los rendimientos enzimáticos obtenidos para estas enzimas, el YE/X y qp presentaron 

(al igual que L. edodes) una relación directa con la mayor Emax alcanzada en el medio con 1500 mg 

de DEHF/l, lo queresultó similar a los datos obtenidos por Viniegra-González et al. (2003) con 

tanasas de A. niger y Córdoba-Sosa et al. (2014) con lacasas de P. ostreatus ATC3526. Sin 

embargo, la productividad de estas enzimas fue mayor en el tratamiento testigo, lo que nos dice 

que se puede obtener mayor cantidad de enzima en menos tiempo en un tratamiento sin adición de 

ftalato. Por lo que el DEHF también podría estar actuando como inhibidor de algunas de estas 

enzimas constituvias. 

 

En el caso de las esterasas, los resultados de este estudio sugieren que en  P. ostreatus 

ATCC32783 las enzimas esterasas tienen una participación significativa durante la degradación de 

DEHF a MEHF dado que su pico de mayor actividad en los medios con DEHF se presentó en los 

días en que se llevo a cabo este proceso degradativo. Lo que concuerda con lo reportado por Niazi, 

et al. (2001), Lee et al. (2007), Xu et al. (2006) y principalmente por Hwang et al. (2012) y 

Córdoba-Soa et al. (2014), quienes atribuyen el inicio de este proceso degradativo a las esterasas, 

específicamente a través de una ruta de deesterificación de las cadenas alquílicas y la hidrólisis de 

los enlaces covalentes de las mismas cadenas y sus ramificaciones. El paso inicial de 
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deesterificación efectivamente se dió mediante la ruptura del enlace éster que une a una de las 

cadenas alquílicas con el anillo bencénico, resultando al final en la formación del MEHF.  

El perfil enzimático de las esterasas también nos indica que estas enzimas extracelulares son (al 

igual que en las lacasas) tanto constitutivas (por sus elevedaos niveles en el medio SAF) como 

inducibles, ya que sí hubo actividad de éstas en los tratamientos con DEHF. Esto se puede deber a 

la presencia de isoformas de una misa enzima o a otro grupo de enzimas esterasas, las cuales 

podrían ser lipasas como la cutinasa o carboxil esterasas (Bornscheuer, 2002). Sin embargo, las 

U/l reportadas para esta especie en presencia de BBF (Hwang et al. 2012) fueron mayores que en 

las obtenidas en este trabajo, lo que se puede deber a la mayor cantidad de uniones éster en el BBF 

en comparación con el DEHF. 

Estudios realizados por Kim et al (2003) sugieren que probablemente se deba a una lipasa muy 

similar a la cutinasa, puesto que esta es la enzima que se ha reportado como la responsable de la 

degradación inicial de DEHF a MEHF. 

 

Deacuerdo con los picos observados se puede pensar hasta el momento en 4 enzimas o isoformas 

presentes en el medio, una que representa los picos más altos durante el inicio de fase exponencial 

de crecimiento, la cual podría ser la responsable de la degradación de DEHF a MEHF. Otra que 

presenta picos estables a lo largo del resto de la fermentación, encargada de la degradación de 

otros metabolitos. Esta enzima podría ser la misma que se encuentre de manera constitutiva 

durante los primeros 15 días de cultivo en el tratamiento testigo u otra, totalmente diferente 

inducida por la presencia de metabolitos específicos resultantes de la degradación de DEHF. Una 

tercera enzima se presenta durante los últimos tres días de la fermentación con niveles superiores a 

las 70 U/l en los medios con DEHF. Y la última que vendría siendo constituvia, ya que se presenta 

en el tratamiento SAF pero con la mayor actividad presentada para esta cepa. 

 

Los resultados de este estudio sugieren que en P. ostreatus ATCC32783 las enzimas esterasas 

tienen una participación importante durante la degradación de DEHF a MEHF. También se deduce 

que esta enzimaes es específica únicamente para DEHF y no para MEHF y que probablemtnte este 

hongo no cuente con la enzima específica para la degradación de MEHF, o en su caso, carezca de 

los genes que la codifican, como lo reportan Niazi, et al. (2001) y Whangsuk et al. (2015). quienes 

mencionan que las esterasas son las posibles enzimas responsables de la degradación de los 

ftalatos a través de procesos de deesterificación, transesterificación e hidrólisis de los enlaces 

covalentes de las cadenas alquílicas y sus ramificaciones.  
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Para estas enzimas, el YE/X, qp y P presentaron una relación directa con la mayor Emax alcanzada en 

el medio SAF, lo que fue muy diferentes a los resultados obtenidos por Córdoba-Sosa et al. (2014) 

con esterasas de P. ostreatus ATC3526, quienes reportan los mayores valores de estos 

rendimientos en el medio con la mayor concentración de DEHF. Sin embargo estos valores fueron 

inferiores alos obtenidos en este trabajo, a excepción de los obtenidos en el medio con 2000 mg de 

DEHF/l. 

 

 

Para la cepa de P. pulmonarius los datos obtenidos en este estudio indicaron que este el hongo que 

crece más rápidamente tanto en un medio SAF y en medios con DEHF al presentar valores de µ 

más altos en comparación con P. ostreatus ATCC32783 y L. edodes.  

Este hongo inició su fase de crecimiento exponencial entre los días 6 y 7 de incubación en los 

tratamientos con DEHF, lo que se asemeja a lo reportado por Córdoba-Sosa et al. (2014), con una 

cepa del mismo género (P. ostreatus ATCC3526) en tratamientos con DEHF, sin embargo, a pesar 

de pertenecer al mismo género, esta especie entró a su fase estacionaría hasta el día 12 de 

fermentación en un tratamiento SAF. De acuerdo con Pelege (2006) se podría utilizar otro modelo 

de crecimiento que sea más conveniente con curvas sigmoides con una fase lag corta para ajustar 

el crecimiento de esta cepa en presencia de DEHF, tales como el de Gompertz o el de Baranyi y 

Roberts. Sin embargo, el modelo de la ecuación logística sería el más conveniente para esta 

especie en medios sin presencia de contaminantes como el DEHF. 

 

P. pulmonarius alcanzó mayores valores Xmax en los tratamientos con DEHF en comparación con 

L. edodes, pero valores menores en comparación con P. ostreatus ATCC32783. Esto nos indica 

que al igual que en las otras dos cepas utilizadas en este estudio, el DEHF actúa como inductor de 

la producción de biomasa a través de la formación de alcoholes liberados de las cadenas alquílicas 

de los metabolitos ciclohexil 2-pentil ftalato, 2-etilhexil hexil ftalato, di(2-metilbutil) ftalato y 

MEHF. Estos alcoholes son los que utilizó como fuente de carbono, dado que se sintetizan durante 

la trofofase y es durante esta fase que se sintetizan en abundancia los metabolitos esenciales para 

el crecimiento (Wessels, 2005) Estos resultados concuerdan con lo reportado por Lee et al (2004; 

2007) con P. chrysosporium, T. versicolor, D. concéntrica y P. brumalis. Sin embargo, la 

presencia de alcoholes en esta cepa, durante la fase de crecimiento estacionaria, tales como etanol, 

hexagol, heptanal, propanal, 1,2,3-propanetriol, 1-propanol y 2-butanal, fue mucho menor y con 
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abundancias muhco menores, lo que se pudo deber a que estos metabolitos también pueden ser 

metabolizados adicionalmente (Wessels, 2005). 

 

La degradación parcial del compuesto inicial se pudo deber a lo reportado por Gu et al. (2004; 

2005), Li et al. (2005) y Xu et al. (2006), en donde algunos organismos pueden hidrolizar 

selectivamente un enlace éster para obtener mono alquil ésteres y es cuando el alcohol liberado se 

utiliza metabólicamente para el crecimiento. Esta selectividad se atribuye a enzimas específicas, 

que en el caso de esta especie y por lo reportado en especies de su mismo género (Hwang et al. 

2008; 2012; Córdoba-Sosa et al. 2014) se trataría de las esterasas, que hidrólisarían uno u otro 

ftalato, ya sea el original compuesto dialquílilico o su monoéster, para el cual también habrá una 

enzima específica para su hidrólisis, que sería diferente de la que se encargó de la hidrólisis del 

ftalato dialquílico (Zhu Hua et al. 2012). Otra posible razón, es la ausencia de genes que se 

encarguen de la transcripción de quellos que sisntetizan las esterasas necesarias para la 

degradación del mono-éster, como lo reporta Whangsuk et al. (2015). 

También se ha reportado que hay organismos que pueden convertir ocasionalmente las largas 

cadenas alquílicas en cadenas más cortas a través de la β-oxidación mediante la eliminación de 

grupos etilo (Amir et al. 2005), ruta que (al igual que la cepa de P. ostreatus) estaría siguiendo 

esta cepa en tres de los cuatro pasos propuestos en este estudio.  

Hwang et al. (2008), reportan  para P. ostreatus  que el sobrenadante de este cultivo únicamente 

degrada el 14.9% de una concentración inicial de 100 mg/l de BBF, pero el micelio homogenizado 

logra remover el 100 % del compuesto en 2 días, incluso en agua destilada, indicando que la 

biodegradación total del BBF podría ser atribuida a enzimas asociadas al micelio en lugar de 

enzimas extracelulares. Esto explicaría que P. pulmonarius degradara el DEHF únicamente a 

MEHF como metabolito final sin poder llegar a mineralizarlo. Esto también nos indicaría que 

probablemtne las enzimas asociadas con la degradación de MEHF son intracelulares, sin embargo, 

dado que este metabolito no resulta tóxico para el hongo, éste puede sobrevivir en el medio sin 

necesidad de excretar esas enzimas al medio.  

 

Al igual que en P. ostreatus, para la adquisición de nutrientes, las hifas a menudo tienen que crecer 

sobre o a través de interfaces entre entornos hidrófilos e hidrófobos, secretando pequeñas proteínas 

llamada hidrofobinas, las cuales se ensamblan para formar una membrana anfipática hidrofílica en 

la superficie, orientada hacia el lado acuoso, pero hidrofóbica en la superficie que da al entorno 

hidrófobo (Wessels, 2000; 2005; Talbot, 2001). Esto permitiría al hongo continuar su crecimiento  
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Se ha reportado la presencia de alcoholes y ácidos orgánicos como sub-metabolitos de mayor 

abundacia durante la degradación de ésteres de ftlato de bajo y elevado peso molecular (Kim et al. 

2003; Quan et al. 2004; Xiang-Rong et al. 2006; Lee et al. 2004; 2007), lo que explicaría la 

presencia (durante la trofofase) de alcoholes y ácidos orgánicos tales como ácido acético, ácido 

tiocianico, ácido 4-metil-2-oxovalérico, ácido 4-nitro-3-oxobutírico, etanol, hexagol, heptanal, 

dimetilhidrazona propanal, 5-(hidroximetil)2-furancarboxaldehído, 5-isopropilideno-3,3-dimetil-

dihidrofurano-2-uno, monoacetato de 1,2,3-propanetriol, 2,3-dihidro-3,5-dihidroxi-6-metil-4H-

pirano-4-uno, 3,5-dihidroxi-2-metil-4H-pirano-4-uno, dihidro-4-hidroxi-2(3H)-furanona, dihidro-

3,5-dimetil-2(3H)-furanona, 1-propanol, 2-butanal, 12-crown-4, pentaetilenglicol, 1,2-

bencenodiol, ciclobutanol, 2,4-dihidro-2,4,5-trimetil-3H-pirazol-3-uno, 1,3-hidroxy-2-propanona, 

1,4,7,10,13,16-hexaoxaciclooctadecano, 2,3-dimetil-,cis-oxirano, 2-metoxi-2-octano, metil silano 

y hexano. Sin embargo, en las feremntaciones con DEHF de esta especie también se presentaron 

compuestos aminados con abundancias importantes a los largo de toda la fermentación, tales como 

tris(dimetilamino)metano, dimetilhidrazona, triacetina, N-hidroxi-N-metil-metamina, 5-metil-

quinolina, adenina, 5-metil-pirimidin-4,6-diol, 4,5-diamino-6-hidroxipirimidina, 1,3,5-triazina-

2,4,6-triamina, 1,4-dimetil-piperazina, N,N-dimetil-propanamida,N-metil-1,3-propanediamina, 4-

aminopirazol(3,4-d)pirinamida, o-metilisourea hidrógeno sulfato, 2-metil-azetidina, 2,3-2H-4-

metil-imidazol-2-uno, isonitrosoacetofenona y 5-amino-1H-imidazo-4-carbozamida. Como es 

notable, la cantidad de metabolitos ácidos es menor que la presentada tanto por P. ostreatus como 

por L. edodes y la de los cuempos aminados es mucho mayor, lo que explica que en P. 

pulmonarius estos metabolitos mantuvieran probablemente los niveles de pH neutros (entre 6.0 y 

7.0 principalmente) en el medio durante los 23 días de cultivo.  

 

Estos metabolitos primarios también fueron los responsables de la coloración verdosa que adquirió 

el medio conforme se fue degradando el DEHF, lo que se asoció indirectamente con el transcurso 

positivo e este proceso. Cabe resaltar que el medio testigo siempre presentó esta coloración 

característica en esta cepa. 

 

En P. pulmonarius también se ha reportado la presencia de lacasas extracelulares que catalizan la 

oxidación de algunos compuestos fenólicos (Bazalel et al. 1997), lo que explica la actividad de 

estas enzimas a lo largo de los días de cultivo en los tratamientos con y sin DEHF. 
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El perfil enzimático de las lacasas presentó un patrón similar en los tratamientos con DEHF y 

valores superiores a las 100 U/l, resultando ser dicha actividad mayor que la reportada en otras 

especies de este mismo género en presencia de DEHF, BBF y DMF (Kim y Song, 2009; Hwang et 

al. 2012; Córdoba-Sosa et al. 2014). Cabe resaltar que la Emax más alta de los medio con DEHF se 

presentó en el medio con 2000 mg de DEHF/l, actividad contrastante con la obtenida por las otras 

dos cepas. Esto se debe, al igual que en P. ostreatus y L. edodes, probablemente a la presencia 

tanto de lacasas constitutivas como inducibles (isoenzimas u otro tipo). La mayor actividad de 

lacasas constitutivas (en medio SAF) podría deberse a isoformas totalmente diferentes a las 

inducibles, ya que los niveles de actividad fueron superiores casi en un 50% en comparación con 

los obtenidos en tratamientos con DEHF. La presencia de enzimas inducibles se puede atribuir 

como en otra especie del género Pleurotus, a la presencia de metabolitos principalmente 

aromáticos (Palmieri et al. 2000; Cohen et al. 2002) resultantes del proceso de degradación de 

DEHF. Por otro lado, las lacasas presentes en el tratmiento testigo, podrían ser propias de ese 

género, pero las presentadas en los medios con DEHF podrían específicas para cada especie y que 

en presencia de contaminantes que induzcan otras enzimas o isoformas. 

 

Los niveles superiores de lacasas en este estudio en medios con y principalemente sin DEHF se 

pueden deber, por una parte a los diferentes tipos de lacasas o sus isoformas, ya que  que como 

estas enzimas no son específicas, consecuentemente oxidan una amplia variedad de sustratos 

estructuralmente diferentes (Palmieri et al. 2000), ya sea como los diferentes metabolitos 

aromáticos obtenidos de la transformación del DEHF o aquellos presentes en el medio testigo.  

 

Se ha reportado que estas enzimas son las responsables del ataque inicial al anillo aromático en 

compuestos fenólicos. La apertura de dicho anillo es un paso necesario para la mineralización de 

estos compuestos (Cohen et al. 2002), por lo que probablemente con la desterificación del MEHF 

se podría proceder con la ruptura del anillo bencénico y llegar a mineralizarlo completamente. 

 

Con respecto a los rendimientos enzimáticos obtenidos para estas enzimas, el YE/X y qp presentaron 

(al igual que L. edodes) una relación directa con la mayor Emax alcanzada en el medio testigo, 

seguida del medio con mayor concentración de DEHF. Lo queresultó similar a los datos obtenidos 

Córdoba-Sosa et al. (2014) con lacasas de P. ostreatus ATC3526. Sin embargo, la productividad 

de estas enzimas fue mayor en el tratamiento con menor concentración de DEHF, lo que nos 
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indica que se puede obtener mayor cantidad de enzima en menos tiempo en un tratamiento con 

DEHF pero en una concentración igual o menor a 1500 mg/l. 

 

En el caso de las esterasas, los resultados de este estudio sugieren que en P. pulmonarius las 

enzimas esterasas tienen una participación significativa durante la degradación de DEHF a MEHF 

dado que su pico de mayor actividad en los medios con DEHF se presentó en los días en que se 

llevo a cabo este proceso degradativo. Lo que concuerda con lo reportado por Niazi, et al. (2001), 

Lee et al. (2007), Xu et al. (2006) y principalmente por Hwang et al. (2012) y Córdoba-Soa et al. 

(2014), quienes atribuyen el inicio de este proceso degradativo a las esterasas, específicamente a 

través de una ruta de deesterificación de las cadenas alquílicas y la hidrólisis de los enlaces 

covalentes de las mismas cadenas y sus ramificaciones. Sin embargo este pico se ve inhibido en 

concentraciones mayores del compuesto, ya que a 2000 md de DEHF/l la actividad no pasa de las 

80 U/l durante el tiempo en que tuvo lugar la degradación a MEHF.  

 

El perfil enzimático de las esterasas también nos indica que estas enzimas extracelulares son (al 

igual que en las lacasas) tanto constitutivas (por sus elevedaos niveles en el medio SAF como en el 

caso de P. ostreatus ATCC32783) como inducibles (Gandolfi et al. 2001), ya que sí hubo 

actividad de éstas en los tratamientos con DEHF. Esto se puede deber también a la presencia de 

isoformas de una misa enzima o a otro grupo de enzimas esterasas, las cuales podrían ser lipasas 

como la cutinasa o carboxil esterasas (Bornscheuer, 2002). Sin embargo, las U/l reportadas para P. 

ostreatus en presencia de BBF (Hwang et al. 2012) fueron semejantes a las obtenidas en este 

trabajo en la menor concentración de DEHF, pero menores en 2000 mg de DEHF/l. Esto se puede 

deber a que el BBF presenta mayor número de uniones éster en comparación con el DEHF. 

Estudios realizados por Kim et al (2003) sugieren que las esterasas encargadas de la degradación 

de DEHF pertenezcan a la familia de las lipasa, puesto que la cutinasa fúngica se ha reportado 

como la responsable de la degradación inicial de DEHF a MEHF en otros hongos. 

 

Deacuerdo con los picos observados se puede pensar hasta el momento en 2 enzimas o isoformas 

constitutivas (presentes en el medio testigo), una que representa la actividad constante en el medio 

SAF durante los días 3 a 17 de cultivo y otra que describa los picos más altos obtenidos durante 

los últimos 3 días de la fermentación. 

Por otra parte se pensaría en la presencia de 3 enzimas o isoformas en los tratamientos con DEHF, 

la primera que podría ser responsable de la degradación de DEHF a MEHF. Otra que presenta 
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picos estables a lo largo del resto de la fermentación, la cual podría ser constitutiva y estaría 

encargada de la degradación de otros metabolitos. Y una tercera enzima se presenta durante los 

últimos tres días de la fermentación, con niveles superiores a las 350 U/l. Probablemente esta 

última también vendría siendo constituvia, ya que presenta el mismo patrón de actividad que en el 

medio testigo. 

 

Los resultados de este estudio sugieren que en P. pulmonarius las enzimas esterasas también 

tienen una participación significativa durante la degradación de DEHF a MEHF. También se 

deduce que esta enzimaes es específica únicamente para DEHF y no para MEHF y que 

probablemtnte este hongo no cuente con la enzima específica para la degradación de MEHF, o en 

su caso, carece de los genes que la codifican, como lo reportan Niazi, et al. (2001) y Whangsuk et 

al. (2015). 

 

Para estas enzimas, la P presentó una relación directa con la mayor Emax alcanzada en el medio 

SAF, seguida de la obtenida en el medio con mayor concentración de DEHF, lo que fue diferente a 

los resultados obtenidos por Córdoba-Sosa et al. (2014) con esterasas de P. ostreatus ATC3526, 

quienes reportan los mayores valores de estos rendimientos en el medio con la mayor 

concentración de DEHF. Sin embargo estos valores fueron muy inferiores con respecto a los 

obtenidos en este trabajo, con más de 430 U/L obtenidas en los tres tratamientos. En el caso de los 

datos obtenidos para YE/X y qp, ambos siguieron un patrón como el obtenido con P. ostreatus 

ATCC32783, con los mayores valores obtenidos en el medio SAF, seguidos de los presentados en 

el medio con 1500 mg de DEHF/L 

 

 

Nuestros resultados confirman que el DEHF es empleado parcialmente como fuente de carbono y 

energía por las tres cepas fúngicas, principalmente mediante el metabolismo de los alcoholes 

formados y que no hay represión catabólica de la glucosa ya que ésta es la principal fuente de 

carbono que utiliza para su crecimiento, lo que concuerda con lo reportado por Córdoba-Sosa et al. 

(2014) en P. ostreatus ATCC3526. 

 

Las rutas de degradación en las tres cepas fúngicas se llevan a cabo por procesos de 

deestirificación e hidrólisis como lo habían reportado Niazi, et al. (2001), Lee et al. (2007), Xu et 

al. (2006) y Hwang et al. (2012). 
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8. CONCLUSIONES 

 Las cepas de hongos comestibles L. edodes, P. ostreatus ATCC32783 y P.pulmonarius son 

capaces de degradar el DEHF a MEHF, utilizando parcialmente algunos productos de 

degradación como fuente de carbono y energía. 

 

 Estos hongos degradan tanto 1500 como 2000 mg de DEHF/L a otros metabolitos durante 

su fase de adaptación y el inicio de su fase estacionaria de crecimiento. Dichos metabolitos 

no afectan negativamente el desarrollo de las cepas, ya que su crecimiento no se ve 

inhibido. 

 

 Estas cepas únicamente utilizan El DEHF como fuente de carbono a través de los 

metabolitos formados de la transformación de DEHF a MEHF, sin llegar a usar 

metabólicamente el MEHF, ya que éste se sigue encontrando presente en el medio hasta el 

final de la fermentación. 

 

 En L. edodes  el DEHF se degrada hasta MEHF pasando en un primer paso por la 

formación de dodecil octil ftalato, en una segunda reacción se diheptil ftalato, ditridecil 

ftalato y MEHF. La última reacción que se presentó dio como resultado la formación de 

MBF, metabolito que se formó a partir del MEHF. 

 

 En P. ostreatus ATCC32783 el DEHF se degrada hasta MEHF pasando por una primera 

reacción que cataliza la formación de ciclohexil 2-pentil ftalato y diisooctil ftalato. Durante 

una segunda reacción se estaría formando MEHF y al mismo tiempo a partir de otra 

reacción se conforma di(2metilbutil) ftalato. 

 

 En P. pulmonarius el DEHF se degrada hasta MEHF con una primera que daría lugar a la 

formación de 2-etilhexil hexil ftalato. Proceso seguido de la formación de ciclohexil 2-

pentil ftalato. Otro paso importante que se estaría llevando a cabo es la conformación de 

di(2metilbutil) ftalato. Para finalizar con la obtención de MEHF. 

 

 Las tres cepas son capaces de hidrolizar selectivamente un enlace del DEHF para formar 

MEHF y también de convertir las largas cadenas de DEHF en cadenas más cortas o 

eliminar su ramificación quitando grupos etilo. 
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 Durante el proceso de degradación con L. edodes se forman ácidos orgánicos y alcoholes 

en mayor cantidad y abundancia durante la fase lag, exponencial e inicios de la 

estacionaria, lo que provoca que el pH se mantenga en niveles ácidos. Y durante los 

últimos días de la fermentación se forman compuestos aminados en mayor abundancia, 

resultando en niveles de pH más básicos. 

 

 Durante el proceso de degradación con P. ostreatus ACTT32783 se forman ácidos 

orgánicos y alcoholes en mayor cantidad y abundancia durante la fase lag, exponencial y al 

inicio de la estacionaria, pero también se forman compuestos aminados en abundancias 

considerables, lo que probablemente lleva a un equilibrio iónico entre los numerosos 

compuestos ácidos y las mayoes abundancias de compuestos básicos, lo que se refleja en 

un perfil de pH con niveles neutros. 

 

 Durante el proceso de degradación con P. pulmonarius se forman ácidos orgánicos y 

alcoholes en cantidades y abundancias similares a las de los compuestos aminados 

formados durante la fase lag, exponencial e inicios de la estacionaria, lo que provoca que el 

pH se mantenga en niveles neutros entre 6.0 y 7.0. 

 

 L. edodes se caracterizó por presentar los niveles de pH más ácidos en comparación con los 

de P. ostreatus ATCC32783 y P. pulmonarius, cepas que presentaron niveles más neutros 

respectivamente. 

 

 El DEHF tiene un efecto directo sobre la producción de biomasa de L. edodes, P. ostreatus 

ATCC32783 y P.pulmonarius, teniendo que conforme se incrementa la concentración de 

este compuesto en el medio, la Xmax alcanzada es mayor. 

 

 El DEHF tiene un efecto directo sobre la µ de P. ostreatus ATCC32783 y P.pulmonarius, 

dicho efecto es significativamente diferente dependiendo de la concentración de DEHF en 

la que se desarrollen ambas cepas. A mayor concentración de DEHF la µ se va viendo 

disminuída. 
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 Al determinar estas variables los resultados nos indican que el DEHF presente en el medio 

sí afecta el crecimiento de las tres cepas fúngicas. 

 

 El modelo de la ecuación logística se ajusta perfectamente al crecimiento de las tres cepas 

fúngicas en medio SAF. Sin embargo, en los tratamientos con DEHF el efecto de este 

compuesto sobre las variables de crecimiento en los hongos se ve reflejado en la separación 

de valores reales y los obtenidos con la ecuación logística durante el inicio de la fase 

estacionaria. 

 

 Las tres cepas utiliza la glucosa como principal fuente de carbono y energía para su 

crecimiento y desarrollo metabólico incluso en los tratamientos con DEHF. Esto se ve 

reflejado en la producción de alcoholes y ácidos orgánicos (obtenidos por GC/MS) típicos 

del metabolismo de la glucosa al pasar por la ruta de la glucólisis y ciclo de Krebs. 

 

 En las tres cepas utilizadas en este estudio, la glucosa consumida durante la fase lag de 

crecimiento la emplearon para la síntesis de las enzimas necesarias para la degradación de 

DEHF a MEHF. 

 

 En las tres cepas en los tratamientos con DEHF, durante la fase de crecimiento estacionaria 

se mantienen vivas gracias las reservas formadas durante su crecimiento exponencial a 

partir de la glucosa y los alcoholes metabolizados.  

 

 En las tres cepas empleadas, las esterasas extracelulares son probablemente las enzimas 

responsables de la degradación de DEHF a MEHF, siendo estas enzimas específicas para 

este compuesto. Sin embargo, no se descarta la participación de enzimas deshidrogenasas, 

ya que estas enzimas son características de la degradación de compuestos aromáticos en 

otros grupos fúngicos. 

 

 Las esterasas presentes en los tres hongos comestibles estudiados en este estudio son tanto 

constitutivas como inducibles, pues se expresaron en el medio SAF y en los medio con 

DEHF, encontrándose en este medio con actividades superiores. 
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 L. edodes y P. ostreatus ATCC32783 son organismos potenciales para la producción de 

esterasas degradadoras de DEHF, pues en presencia de este compuesto se presentaron 

mayores niveles de actividad. 

 

 Las lacasas presentes en los tres hongos comestibles estudiados en este estudio son tanto 

constitutivas como inducibles, pues se expresan en el medio SAF y en los medios con 

DEHF, encontrándose en ocasiones en este medio con actividades superiores. 

 

 Las lacasas constitutivas en P. ostreatus ATCC32783 probablemente sean POXA1b y 

POXA1w, ya que estudios previos han indicado que presentan mayor estabilidad que otras 

isoenzimas. 

 

 Las lacasas extracelulares de L. edodes presentan niveles de actividad muy bajos durante 

los tiempos en los que se llevó a cabo la degradación de DEHF a MEHF, por lo que 

probablemente su participación en este proceso sea mínima. 

 

 Los resultados de esta investigación demuestran que microorganismos no patógenos como 

los comestibles L. edodes, P. ostreatus ATCC32783 y P. pulmonarius pueden degradar 

parcialmente compuestos aromáticos como el DEHF y utilizar metabolitos como los 

alcoholes y ácidos orgánicos como fuente de carbono y energía. 

 

 L. edodes y P. ostreatus ATCC32783 tienen mayor Emax de lacasas al final de la fase 

estacionaria en el medio con 1500 mg de DEHF/L, concentración que tiene un efecto 

significativo en comparación con la de 2000 y 0 mg/L sobre éste y el resto de los 

rendimiento evaluados. 

 

 En L. edodes la concentración de DEHF presente en el medio no tiene un efecto directo 

sobre la determinación de la Emax de esterasas, sin embargo, un tratamiento SAF sí afecta 

significativamente la actividad de estas enzimas. Este patrón se sigue en los tres 

rendimientos restantes.  
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 La actividad de esterasas en L. edodes presenta una relación proporcional con la 

concentració de DEHF empleada (considerando el medio SAF como una concentración de 

0 mg/L). 

 

 En P. ostreatus ATCC32783 y P. pulmonarius cada tratamiento tiene un efecto 

significativamente diferente sobre todos los rendimientos enzimáticos evaluados en 

esterasas. 

 

 En P. ostreatus ATCC32783 y P. pulmonarius la mayor actividad de esterasas se obtiene 

en un medio SAF, la Emax que le sigue se obtiene en el medio con con menor concentración 

de DEHF, seguida de la obtenida en el tratamiento con 2000 mg/L, siguiendo el mismo 

patrón en YE/X y qp. Esto nos indica que el DEHF es un represor de la producción 

enzimática de algunas esteresas. 

 

 P. pulmonarius tiene mayor actividad de estas enzmias en los tratamientos con DEHF 

deacuerdo con la concentración empleada, es decir, a mayor concentración de DEHF, 

mayor Emax de esterasas. En este caso el DEHF funge como inductor de la actividad de 

estas enzimas. 

 

 En P. pulmonarius el efecto de cada tratamiento es significativamente diferente y de 

acuerdo con el patrón obtenido con la mayor Emax en los tratamientos empleados, se 

presenta una relación directamente proporcional con los tres rendimientos cinéticos 

restantes (YE/X y qp). 
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9. RECOMENDACIONES 

 

 Evaluar el consumo de N durante la fase lag de crecimiento y la cantidad de proteínas 

extracelulares sintetizadas a la par en las tres cepas fúngicas y con ello confirmar el uso de 

la glucosa en este mismo tiempo para la formación de enzimas responsables de la 

degradación de DEHF. 

 

 Para la cepa P. ostreatus ATCC32783 en los tres tratamientos y P. pulmonarius en los 

tratamientos con DEHF se propone el uso del modelo de Gompertz o de Baranyi y Roberts 

para un ajuste más conveniente con el crecimiento de esta esta cepa, debido a su fase lag 

más corta. 

 

 Evaluar el uso de un modelo cinético que se ajuste con la tasa de degradación de DEHF 

seguida por cada cepa fúngica. 

 

 Determinar la concentración de MEHF presente en los tratamientos con concentraciones 

1500 y 2000 mg de DEHF/L iniciales para L. edodes, P. ostreatus ATCC32783 y P. 

pulmonarius. 

 

 Realizar análisis enzimáticos de esterasas y lacasas intracelulares para corroborar o 

descartar que enzimas intracelulares de estas familias podrían ser las responsables de la 

degradación de MEHF hasta AF o su posible mineralización. 

 

 Determinar el tipo de enzima o isoenzima presente tanto de esterasas como de lacasas 

encargadas de la degradación de DEHF a MEHF por medio de análisis zimográficos. 

 

 Determinar mediante análisis moleculares el nombre de los genes responsable de la síntesis 

de enzimas esterasas y alcasas implicados en la degradación inicial de DEHF a MEHF. 
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