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Resumen 

La industria textil es una de las principales generadoras de contaminación hídrica debido 

al uso intensivo de colorantes sintéticos, del 10 al 15% de estos compuestos no se fijan 

a las fibras y son descargados en cuerpos de agua, donde alteran la transparencia, 

reducen la penetración de luz y afectan la fotosíntesis de organismos acuáticos. En 

particular, la anilina azul, un colorante trifenilmetano, que tiene alta estabilidad, 

persistencia ambiental y toxicidad, permanece en el agua. Frente a esta problemática, 

los hongos de la pudrición blanca son una alternativa sostenible, capaz de oxidar 

estructuras aromáticas complejas mediante enzimas como la lacasa. Por esto, fue 

evaluada la capacidad de P. ostreatus para degradar anilina azul en cultivo sumergido 

con 200 mg/L de anilina azul, durante 4, 8 y 12 días. La remoción de anilina azul 

registrada fue del 50% a los 4 días, 91% a los 8 días y 92% a los 12 días. La producción 

de proteínas extracelulares alcanzó su máximo (0.431 mg/mL) a los 4 días, mostrando 

una respuesta metabólica inducida por el colorante. La actividad lacasa presentó 

diferencias significativas entre tiempos (p < 0.05): 0.006 U/mL a los 4 días, 0.334 U/mL 

a los 8 días y 0.141 U/mL a los 12 días. La mayor eficiencia de remoción coincidió con 

los valores más altos de actividad lacasa, lo que sugiere la participación de esta enzima 

en el proceso.  

Palabras clave: biorremediación, Pleurotus ostreatus, anilina azul, lacasa, colorantes 
textiles 
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1. Introducción 

 
La industria textil es uno de los sectores manufactureros de mayor importancia a nivel 
mundial debido a la producción y comercialización de fibras, hilos, tejidos y prendas de 
vestir. Sin embargo, el crecimiento de esta industria tiene consecuencias ambientales, 
por la gran cantidad de agua utilizada durante los procesos de teñido y acabado, entre 
el 10 y el 15 % del colorante empleado en el proceso de teñido no es fijado a las fibras 
textiles y permanece en las aguas residuales que en muchos casos son vertidas a los 
cuerpos de agua sin un tratamiento adecuado (Hoseinzadeh y Rezaee, 2015; Dauda y 
Erkurt, 2019). En consecuencia, cada año se liberan al ambiente entre 280,000 y 700,000 
toneladas de colorantes textiles que contribuyen a la contaminación de los ecosistemas 
acuáticos (Singh, 2017; Rafik et al., 2019). Así, la industria textil es una de las principales 
fuentes de contaminación hídrica, es responsable de aproximadamente el 20 % del 
desperdicio mundial de agua y del 10 % de las emisiones globales de gases de efecto 
invernadero (UNEP, 2019; Ahsan et al., 2022). 
 
 
Entre los colorantes sintéticos de mayor interés ambiental están los del grupo 
trifenilmetano, sus estructuras aromáticas altamente recalcitrantes les confieren 
estabilidad y resistencia a los procesos convencionales de degradación (cita). Estos 
compuestos son utilizados para el teñido de lana, seda, algodón y nylon, ya que 
proporcionan una coloración intensa y estable (Azmi, Sani y Banerjee, 1998); entre ellos 
está la anilina azul (Acid Blue 25, C.I. 62055) que tiene efectos tóxicos sobre peces, 
microalgas y crustáceos como Daphnia magna, además de evidencias de actividad 
genotóxica y mutagénica (Lü et al., 2021; Thakurata et al., 2022). Frente a esta 
problemática, la aplicación de tecnologías biológicas es una alternativa para el 
tratamiento de aguas residuales contaminadas con anilina azul, que son menos 
costosas, generan menos residuos y son más compatibles con el medio ambiente que 
los métodos fisicoquímicos convencionales (Tripathi et al., 2023).  
 
Aunque numerosos estudios reportan la biodegradación de colorantes sintéticos 
mediante HPB, estos se enfocan a colorantes azoicos y antraquinónicos (citas). En 
contraste, la información sobre la remoción de anilina azul es limitada, por ello el objetivo 
de esta investigación fue evaluar la capacidad de P. ostreatus para remover anilina azul 
en cultivo sumergido bajo condiciones de laboratorio y determinar la relación entre la 
actividad de la enzima lacasa y la eficiencia de remoción del colorante, con la finalidad 
de identificar el periodo de incubación que permita optimizar su aplicación en procesos 
de biorremediación de aguas residuales contaminadas con colorantes textiles. 
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2. Marco teórico 

2.1 Colorantes textiles 

La industria textil es una de las más influyentes a nivel mundial, desempeñando un papel 

clave en la economía global a través de la producción, distribución y comercialización de 

fibras, hilos, telas y productos confeccionados. Sin embargo, su impacto ambiental es 

significativo, ya que es una de las principales fuentes de contaminación del agua debido 

al uso intensivo de colorantes en sus procesos de teñido (Hoseinzadeh y Rezaee, 2015). 

Se estima que entre el 10 y el 15 % del colorante aplicado durante los procesos de teñido 

no logra fijarse a las fibras textiles, por lo que es liberado a través de los efluentes 

industriales, en consecuencia, estos compuestos permanecen en solución y son 

liberados a través de los efluentes industriales. En muchos casos, dichas aguas 

residuales son descargadas directamente en cuerpos de agua naturales sin recibir un 

tratamiento adecuado, lo que contribuye significativamente a la contaminación ambiental 

(Dauda y Erkurt, 2019). A pesar de que la concentración de estos compuestos en el agua 

puede ser menor a 1 mg/L, su efecto es visible y puede afectar la calidad del agua (Gupta 

et al., 2003; Sugumar y Sadanandan, 2010; Kabra et al., 2011; Garg et al., 2020). 

 

Además, el alto consumo de agua en la industria textil es alarmante, se requieren 

aproximadamente 200 L de agua y de 50 a 90 g de colorante por kilogramo de producto 

textil (Bera y Tank, 2021; Ghaly et al., 2014). A nivel mundial, esta industria libera entre 

280 000 y 700 000 toneladas de colorantes textiles al año a través de sus aguas 

residuales (Singh, 2017; Rafik et al., 2019). Algunos de estos colorantes persisten en el 

medio ambiente durante décadas, por ejemplo, el azul reactivo hidrolizado 19, 

ampliamente utilizado, tiene una vida media ambiental de 46 años en condiciones de pH 

7 y temperatura de 25 °C (Zaharia y Suteu, 2012; Awasthi et al., 2019). 

 

Indudablemente, la contaminación del agua con colorantes textiles no solo afecta su 

calidad, sino que también puede ingresar a la cadena alimentaria y bioacumularse en 

organismos acuáticos, los estudios demuestran que estos compuestos interfieren en la 

fotosíntesis y generar efectos ecotóxicos, mutagénicos y cancerígenos para los 

microorganismos y para el ser humano si los efluentes no reciben un tratamiento 

adecuado (Desai et al., 2021). Debido a estos efectos adversos, la eliminación de estos 

tóxicos de las aguas residuales es uno de los desafíos ambientales más urgentes (Seo 

et al., 2015; Goswami et al., 2020; Kiran et al., 2022). 
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La Junta Central de Control de Contaminación (CPCB) clasifica a la industria textil como 

altamente contaminante, siendo la principal fuente de contaminación los colorantes 

(Ahsan et al., 2022). De acuerdo con el Programa de las Naciones Unidas para el Medio 

Ambiente (PNUMA), esta industria es responsable del 20 % del desperdicio global de 

agua y del 10 % de las emisiones de gases de efecto invernadero (UNEP, 2019). Existen 

más de 10,000 tipos de pigmentos y colorantes sintéticos utilizados en diversas industrias 

como la alimentaria, cosmética, del cuero, pintura y barniz, aunque la industria textil es 

la que más los emplea (Yaseen y Scholz, 2019).  

 

Los colorantes sintéticos están compuestos por estructuras aromáticas conjugadas que 

absorben o emiten luz en la región visible (400-700 nm), lo que les permite impartir color 

a los materiales (Cuadro 1). Su estructura química incluye grupos cromóforos, que son 

los responsables del color, y grupos auxocromos, que intensifican o modifican la 

tonalidad y facilitan la fijación en los tejidos (Malik et al., 2014; Benkhaya et al., 2020). 

Entre los cromóforos más comunes se encuentran los grupos azo, N=N-; carbonilo, -

C=O; metino, -CH=; nitro, -NO2; y nitroso, -N=O; mientras que los auxocromos más 

frecuentes incluyen los grupos carboxilo, -COOH; amino, -NH2; sulfonato, -SO3H e 

hidroxilo, -OH (Dassanayake et al., 2021). 

Cuadro 1. Clasificación de colorantes textiles de acuerdo a su estructura química. 

Clasificación y 

estructura 

Nombre del 

colorante 

Estructura química Aplicación 

Trifenilmetilo 

 

Violeta básico 2 

 

Usado para dar color a 
chocolates, coberturas, 
manteca de cacao y productos 
a base de grasas. 
 
Usado para teñir fibras 
naturales y sintéticas, como 
algodón, lana, poliéster y nylon. 

 

Azo 
 

 

Rojo ácido 337 

 

Usado para teñir fibras de lana, 
seda y nylon para la fabricación 
de alfombras y textiles.  
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Dentro de la clasificación de colorantes, los azoicos constituyen la clase más grande, 

representando el 70 % de los colorantes textiles debido a su estabilidad química y a su 

facilidad de absorción de luz en el espectro visible, gracias a la deslocalización de 

electrones π en sus enlaces azo. Los colorantes azoicos se caracterizan por la presencia 

de uno o más enlaces azo (-N=N-) unidos a anillos aromáticos, como benceno o 

naftaleno. De acuerdo con el número de enlaces azo presentes en su estructura, se 

clasifican en monoazo, diazo y triazo. Cabe destacar que, su degradación depende de 

Ftaleína 

 

Fenolftaleína 

 

Utilizado como componente o 
precursor de pigmentos 
rosados o rojos en textiles, 
pinturas y decoraciones. 
 
Como indicador de pH en 
titulaciones ácido-base para 
identificar el punto de 
equivalencia 

Nitroso 

 

Amarillo de 
Martius 

 

 
 
Usado para proteger la lana de 
las polillas. 

Nitro 

 

Amarillo 
disperso 14 

 

 

Antraquinona 

 

Azul reactivo 4 

 

Usado en bioprocesamientos, 
cultivo celular, terapia celular y 
génica, cromatografía, etc.  

Índigo 

 

C.I. Vat Blue 35 
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su estructura química, aquellos con un solo enlace azo son degradados hasta un 50 % 

más rápido que los colorantes con estructuras más complejas. Además, dependiendo 

del pH, los colorantes azo pueden presentarse en formas aniónicas, catiónicas o no 

iónicas, lo que afecta su solubilidad y comportamiento en el medio ambiente (Sulekova 

et al., 2017). 

 

Además, según el índice de color, los colorantes son clasificados en diversas categorías 

(Figura 1), cada categoría es única en cuanto a su solubilidad, adherencia a los tejidos y 

resistencia a la degradación. Sin embargo, todas ellos contribuyen a la contaminación 

ambiental si no se manejan adecuadamente (Saratale et al., 2020). 
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Figura 1. Esquema de clasificación de colorantes textiles (Sharma, Sharma y Soni, 2023). 

 

2.2 Impacto ambiental 

2.2.1 Persistencia en los cuerpos de agua 

La composición química de los colorantes azoicos le confiere una elevada estabilidad y 

resistencia a la degradación, lo que favorece su permanencia en el ambiente durante 

largos periodos de tiempo y los convierte en un problema de salud pública (Li et al., 

2017). Como consecuencia, la presencia de colorantes sintéticos en cuerpos de agua no 

solo es un problema estético, sino también un obstáculo para el proceso fotosintético de 

los organismos acuáticos, debido a que el bloqueo de la penetración de la luz solar 

reduce el oxígeno disuelto en las capas más profundas ocasionando daños ambientales 

severos y la muerte de organismos acuáticos (Soares et al., 2000; Garg y Tripathi, 2017). 

En conjunto, estos efectos contribuyen al deterioro de la calidad del agua y generando 

efectos tóxicos para la flora y fauna acuáticas (Lalnunhlimi y Veenagayathri, 2016).  

 

Además, la persistencia de los colorantes en los cuerpos de agua incrementa la demanda 

química de oxígeno (DQO), los sólidos disueltos totales (TDS), los sólidos suspendidos 

totales (TSS) y tiñe el agua (Tahir et al., 2021). Los cuerpos de agua con acumulación 
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de residuos orgánicos favorecen la proliferación bacteriana, olores pestilentes y una 

alteración significativa en su coloración (Khattab et al., 2018). El derrame constante e 

incontrolado de los colorantes azoicos provoca la eutrofización de los cuerpos de agua, 

lo cual ocasiona interferencia en el proceso de fotosíntesis de las plantas marinas. 

Adicionalmente, las aguas residuales que contienen estos colorantes sintéticos 

normalmente presentan colores brillantes, pH fluctuante y cantidades muy grandes de 

carbono orgánico total (COT), demanda química de oxígeno, demanda biológica de 

oxígeno (DBO) y partículas en suspensión, que  dificultan el intercambio de gases, al 

bloquear el flujo de agua a través de las branquias de los peces, provocando así, 

disminución en el crecimiento o en el peor de los casos, la muerte de las especies (Rafik 

et al., 2019). 

 

2.2.2 Efectos tóxicos y mutagénicos en organismos acuáticos y humanos 

Cuando sustancias orgánicas, como los colorantes, son vertidas al medio ambiente a 

través de las aguas residuales provenientes de los procesos de acabado textil, los 

sistemas bacterianos naturales responsables de regular el consumo de oxígeno resultan 

insuficientes para compensar dicha carga contaminante (Wan et al., 2017). Como 

consecuencia, particularmente en ambientes acuáticos de flujo lento, esto provoca una 

reducción crítica del oxígeno disuelto, ya que las bacterias, al descomponer entre 7 y 8 

mg de materia orgánica, pueden agotar completamente el oxígeno disponible en un litro 

de agua (Lim et al., 2010). 

 

En este contexto, la descarga continua de aguas residuales provenientes de la industria 

textil en cuerpos de agua representa un grave problema ambiental y sanitario. 

Particularmente, los colorantes azoicos sintéticos y sus productos de degradación son 

altamente tóxicos debido a su naturaleza cancerígena, teratogénica y mutagénica. Se 

estima que aproximadamente entre el 60 y 70% de estos compuestos son resistentes a 

los procedimientos de tratamiento convencionales lo que dificulta su eliminación y 

favorece su persistencia en el ambiente (Rawat et al., 2018). La exposición a estos 

colorantes puede provocar cambios genéticos, inflamación de la piel, hipersensibilidad e 

irritaciones cutáneas en los seres humanos, lo que, a su vez, puede derivar en problemas 

de salud aún más graves (Sarvajith et al., 2024). Además, en concentraciones elevadas, 

estos compuestos están asociados con enfermedades como el cáncer (Kumar y 

Tamilarasan, 2013). También es importante destacar que su alto contenido de metales y 

productos químicos con pH elevado contribuye a su persistencia en el ambiente. Esta 
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característica está asociada a la naturaleza xenobiótica de estos compuestos, la que 

dificulta su degradación por los mecanismos biológicos naturales (Selvaraj et al., 2021). 

En lo que respecta al impacto sobre la vegetación, los colorantes textiles representan un 

riesgo para el desarrollo de las plantas, alterar los ecosistemas acuáticos y la salud de 

los seres vivos. En el caso de las plantas, estos compuestos pueden afectar gravemente 

tanto la germinación como la floración. De hecho, la capacidad de las semillas para 

germinar, así como el crecimiento y la supervivencia de las plántulas, son parámetros 

ampliamente utilizados para determinar el impacto de estos contaminantes en la salud 

vegetal (Arshad et al., 2020). Normalmente, las plantas con ramas robustas y verdes 

pueden convertir eficientemente la luz solar en energía gracias a su contenido de 

clorofila, lo que permite la producción de materia orgánica esencial. Sin embargo, la 

presencia de colorantes en los efluentes industriales interfiere con este proceso, 

reduciendo el contenido de clorofila y dificultando la fotosíntesis. Como resultado, se 

ralentiza el crecimiento vegetal y disminuye la acumulación de biomasa (Zou et al., 2019; 

Sharma et al., 2020). Adicionalmente, los sólidos suspendidos en el agua contaminada 

no solo reducen la disponibilidad de oxígeno disuelto necesario para las plántulas, sino 

que también alteran la presión osmótica de las semillas e incrementan los niveles de 

ácido abscísico, una hormona que descompone la clorofila e inhibe el crecimiento 

(Hassan y Carr, 2018; Zhu et al., 2017). Como mecanismo de respuesta al estrés 

causado por estos efluentes, las plantas acumulan prolina, dicho compuesto es un 

indicador fisiológico del daño ocasionado por contaminantes ambientales (Ebency et al., 

2013). 

 

Por otro lado, estos contaminantes, especialmente los azoicos, también representan una 

grave amenaza para los ecosistemas acuáticos y la salud humana. En cuerpos de agua, 

estos compuestos alteran propiedades fisicoquímicas como el pH, la transparencia y el 

oxígeno disuelto, lo cual afecta tanto la biodiversidad como la calidad ambiental. Se ha 

demostrado que los colorantes azoicos y sus metabolitos están vinculados con el 

desarrollo de diversas enfermedades, incluido el cáncer, tanto en humanos como en 

animales (Piątkowska et al., 2018; Jin et al., 2021; Tounsadi et al., 2020). Asimismo, 

estos compuestos se han asociado a problemas dermatológicos, alteraciones en el 

sistema nervioso central e irritaciones cutáneas y oculares, especialmente cuando se 

inhalan o entran en contacto con la piel (Clark, 2011; Wu et al., 2021). Es importante 

resaltar que la elevada toxicidad de estos colorantes y su capacidad para desactivar 

enzimas mediante la sustitución de cofactores enzimáticos refuerzan su peligrosidad 

ambiental y sanitaria. Un ejemplo de esto es la inhibición de la enzima 

monoaminooxidasa intracelular A, esencial para el funcionamiento del sistema nervioso 

central humano, la cual puede ser bloqueada por algunos de estos compuestos (Li et al., 
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2014). Por lo tanto, resulta fundamental minimizar el uso de estos colorantes y garantizar 

el tratamiento adecuado de los efluentes industriales con el fin de mitigar sus efectos 

adversos en el ambiente y la salud. 

 

2.3 Biodegradación microbiana de colorantes textiles 

Aunque existen diversas técnicas fisicoquímicas y biológicas para tratar las aguas 

residuales de la industria textil, las técnicas fisicoquímicas no son sostenibles, rentables 

ni respetuosas con el medio ambiente; por esta razón, los métodos biológicos son 

recomendables para la degradación de los colorantes textiles (Tripathi et al., 2023). En 

este contexto, los tratamientos biológicos que emplean bacterias, hongos y algas son 

alternativas más económicas y ecológicas en comparación con las técnicas 

fisicoquímicas. A pesar de sus múltiples ventajas, el tratamiento biológico también tiene 

ciertas limitaciones, como tiempos de retención prolongados, sensibilidad a compuestos 

tóxicos y la necesidad de gestionar cuidadosamente las comunidades microbianas 

(Ceretta et al., 2021). La efectividad en la eliminación del color mediante 

microorganismos depende de factores bióticos y abióticos que pueden afectar a la 

comunidad microbiana y, en consecuencia, la velocidad de las reacciones bioquímicas 

del proceso (Aragaw, 2024). 

 

En cuanto a los factores ambientales, el pH desempeña un papel determinante en la 

biodegradación de los colorantes, con un intervalo óptimo que se encuentra entre 6 y 10, 

dependiendo del tipo de microorganismo utilizado, ya sea acidófilo, neutrófilo o alcalófilo 

(Selvakumar et al., 2013; Jamee y Siddique, 2019). Sin embargo, la eficiencia de 

remoción varía según el tipo de colorante, incluso si se emplean los mismos 

microorganismos, debido a que la acidez en el cultivo microbiano puede inhibir los 

cationes del colorante y obstaculizar la actividad microbiana, reduciendo así la eficiencia 

del proceso (Rania Al-Tohamy et al., 2020). Además, los cambios químicos en la 

estructura del colorante, ocasionados por reacciones de protonación o desprotonación 

en condiciones altamente ácidas o básicas, también pueden afectar la capacidad de 

degradación microbiana (Srinivasan y Sadasivam, 2021). 

 

Otro factor importante es la temperatura del proceso, que influye en la supervivencia 

microbiana y en la actividad enzimática (Aragaw, 2024). Las temperaturas extremas, 

alteran la energía de activación necesaria para la remoción microbiana, afectando la 

eficiencia del proceso debido a la posible desnaturalización de las enzimas involucradas 

(Pinheiro et al., 2022). Asimismo, la temperatura puede modificar el estado físico de la 
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muestra, afectando propiedades como la solubilidad, viscosidad y la ionización, lo que 

repercute en la accesibilidad de los microorganismos a los contaminantes (Roy et al., 

2018). Por otra parte, las condiciones de incubación también juegan un papel clave en 

la biodegradación de los colorantes, estas pueden ser anaerobias, anaerobias 

facultativas o aeróbicas (Jamee y Siddique, 2019). En particular, la reducción de los 

colorantes azoicos a aminas aromáticas se lleva a cabo en condiciones anaeróbicas, con 

la ayuda de fuentes de carbono simples, como la glucosa (Arora, 2015). En este proceso 

la enzima azoreductasa es la encargada de la escisión reductora de los enlaces azo 

(Thakur et al., 2014). Sin embargo, la presencia prolongada de colorantes textiles en las 

aguas residuales restringe el crecimiento de los microorganismos aerobios, ya que el 

oxígeno disuelto se utiliza como aceptor final de electrones en lugar de las moléculas de 

colorante, esto ocurre debido a la menor permeabilidad del proceso aeróbico (Pinheiro 

et al., 2022). 

 

Dentro de los factores bióticos que afectan el rendimiento de la degradación de los 

colorantes azoicos se encuentran la actividad enzimática, la disponibilidad de nutrientes, 

el crecimiento microbiano, la cantidad de biomasa, la composición de la comunidad 

microbiana, así como la mutación y la transferencia horizontal de genes (Aragaw, 2024). 

La eficiencia del tratamiento biológico de las aguas residuales también depende de la 

disponibilidad de materia orgánica en el proceso, así como del tipo de comunidades 

microbianas encargadas de metabolizar los contaminantes. En este sentido, la tasa de 

degradación está determinada por la capacidad de los microorganismos para producir 

enzimas específicas involucradas en la biodegradación de los colorantes (Singh et al., 

2015). Además, los consorcios microbianos mixtos tienen la capacidad de cooperar para 

descomponer completamente las moléculas de colorantes y sus productos químicos, 

minimizando la acumulación de compuestos intermediarios tóxicos (Joshi et al., 2021). 

Algunos microorganismos poseen mecanismos especializados de desintoxicación y 

adaptación, que les permite neutralizar compuestos peligrosos generados durante la 

degradación. Esto reduce la toxicidad para toda la comunidad microbiana y confiere a 

los consorcios una mayor resiliencia ambiental, asegurando la continuidad del proceso 

degradativo incluso en condiciones adversas (Al-Tohamy et al., 2022).  

 

La toxicidad de los colorantes y de los compuestos generados durante el proceso de 

degradación, como las aminas aromáticas y los compuestos fenólicos, pueden variar en 

función de la composición de la comunidad microbiana involucrada en el proceso. 

Mientras que un microorganismo individual puede realizar una degradación parcial de los 

colorantes, convirtiéndolos en compuestos menos tóxicos, una comunidad microbiana 

mixta puede continuar metabolizándolos hasta reducir significativamente su toxicidad. 
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Esta mayor eficiencia podría deberse a diversos factores como la diversidad metabólica 

de las comunidades microbianas, las interacciones sinérgicas entre los distintos 

microorganismos durante la degradación, los mecanismos de desintoxicación y la 

capacidad de adaptación al entorno (Das y Debnath., 2023). 

 

Entre las opciones de tratamiento biológico, el uso de microorganismos alcalófilos 

representa una buena alternativa debido a sus capacidades bioquímicas únicas y a su 

capacidad para tolerar condiciones ambientales extremas (Bogale et al., 2024). Las 

aguas residuales generadas durante los procesos de teñido y acabado suelen presentar 

valores elevados de pH, altas concentraciones de sales y compuestos químicos 

altamente tóxicos, lo que dificulta la eficiencia de los métodos de tratamiento 

convencionales. Sin embargo, estos microorganismos son capaces de metabolizar 

eficientemente diversos productos químicos en entornos extremos además pueden 

degradar y decolorar una amplia variedad de colorantes, incluidos los azoicos, los cuales 

son los más utilizados en la industria textil pero muy difíciles de degradar debido a su 

alta estabilidad química (Tizazu et al., 2022). 

 

Con respecto a los mecanismos de biodegradación, la primera etapa comprende la 

ruptura del enlace azoico (-N=N-), después los productos intermedios son degradados 

mediante procesos aeróbicos o anóxicos secuenciales (Xu et al., 2018; Joshi et al., 

2021). Aunque existen diversos mecanismos involucrados en la degradación de 

colorantes azoicos como la acción de enzimas, los mediadores redox, la reducción 

química y la combinación de estos, la degradación enzimática destaca por su alta 

eficiencia catalítica (Singh et al., 2015). Entre las principales enzimas se encuentran las 

azoreductasas y las lacasas, debido a su capacidad para catalizar reacciones que 

favorecen la degradación de estos compuestos (Aragaw, 2024). Es importante destacar 

que el proceso de biodegradación del colorante está relacionado con la densidad 

electrónica de las moléculas en la región de los grupos cromóforos, lo que puede reducir 

la estabilidad del enlace azo y, en consecuencia, mejorar la velocidad de eliminación del 

colorante (Araghi et al., 2016). 

 

2.3.1 Biodegradación con bacterias 

Diversos estudios enfocados a la eliminación de color mediante el uso de bacterias han 

reportado resultados prometedores con diferentes especies microbianas, entre las que 

se incluyen: Bacillus cohnii (RKS9), B. albus (MW407057), Klebsiella pneumoniae (GM-

04), K. variicola (0261K), Pseudomonas stutzeri (SPM-1), Acinetobacter baumannii 
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(JC359) y A. baum (Ameenudeen et al., 2020; Bera y Tank, 2021; Kishor et al., 2021; 

Mustafa et al., 2021; Singh et al., 2021; Sreedharan et al., 2021). Por ejemplo, A. 

baumannii logró degradar hasta un 98.8 %, 96 % y 96.2 % de los colorantes negro 

reactivo 5, rojo reactivo 120 y azul reactivo 19, respectivamente, bajo condiciones 

óptimas (pH 7, temperatura de 37 °C, concentración de 500 ppm y 48 h de incubación 

anaeróbica). Los análisis espectroscópicos UV-visible y FT-IR confirman la presencia de 

aminas aromáticas, metabolitos de degradación producto de la ruptura de enlaces azo 

catalizada por azoreductasa (Ameenudeen et al., 2020). 

 

Mientras tanto B. cohnii logró una remoción de 99.27 % del colorante rojo Congo con una 

concentración de 100 ppm y una reducción del 83,87 % en la demanda química de 

oxígeno (DQO) en solo 6 horas. Los análisis mediante FT-IR y GC-MS demostraron que 

enzimas como azoreductasa, lacasa, lignina peroxidasa y peroxidasa de manganeso 

participaron en la conversión de los colorantes en compuestos no tóxicos (Kishor et al., 

2021). También, B. albus MW407057 eliminó el 93.8 % del color del azul de metileno 

(MB) con concentración de 100 ppm, reduciendo un 77.35 % la DQO y un 86.02 % la 

(DBO) en 48 horas. La presencia de peroxidasas de lignina se asoció con la degradación 

del MB, mientras que las pruebas de toxicidad indicaron una germinación de semillas del 

90 %, lo que confirma la conversión del colorante a metabolitos no tóxicos (Kishor et al., 

2021). 

Por su parte, K. pneumoniae GM-04 alcanzó una eficiencia del 95 % en la eliminación 

del colorante azul disperso 284 (DB 284) a un pH de 7, una temperatura de 37 °C y una 

concentración inicial de 200 mg/L durante 24 horas, el mecanismo propuesto incluye la 

ruptura inicial de enlaces azo en condiciones anaeróbicas mediante azoreductasa, 

seguida de la degradación de aminas aromáticas en compuestos más simples (Mustafa 

et al., 2021). Además, Y K. variicola RMLP1, obtenida de muestras de suelo, alcanzó 

una remoción óptima del 97 % del colorante azul ácido 113 (AB 113) en condiciones de 

pH 8, temperatura de 35 °C y una concentración inicial de 100 mg/L tras 72 h de 

incubación (Singh et al., 2021). En cuanto a Pseudomonas stutzeri SPM-1, aislada de 

vertederos textiles, mostró una remoción del 98 % de Procion Red (H3B) en condiciones 

óptimas de pH 8, temperatura de 32 °C y concentración inicial de 50 mg/L por 20 horas. 

Los análisis enzimáticos revelaron altas actividades de azoreductasa, lacasa y NADH-

DCIP reductasa, esto confirma el papel fundamental de estas enzimas en la 

biodegradación (Bera y Tank, 2021).  

 

En resumen, estos estudios han demostrado que la remoción y biodegradación de 

colorantes mediante consorcios bacterianos presenta una mayor eficiencia en 

comparación con el uso de algas, levaduras y otros agentes biológicos, debido a su 
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versatilidad y la presencia de diversas enzimas oxidorreductoras extracelulares (Neifar 

et al., 2019). 

 

2.3.2 Biodegradación con microalgas 

Las microalgas son organismos que pueden presentar un metabolismo mixotrófico, esto 

les permite obtener energía tanto por fotosíntesis como mediante el uso de compuestos 

orgánicos provenientes de otros organismos. En consecuencia, esta capacidad 

metabólica favorece la reducción de la carga de carbono presente en los efluentes, ya 

que las microalgas pueden utilizar tanto el CO₂ ambiental como el carbono orgánico 

disponible en el medio como fuentes de carbono (Khan et al., 2021). Por ello, las 

microalgas pueden proliferar de manera eficiente en efluentes de colorantes textiles, 

degradando y recuperando el carbono necesario para su desarrollo y crecimiento . Las 

microalgas desempeñan un papel fundamental en los ecosistemas acuáticos como 

productores primarios, proporcionando beneficios ambientales y económicos. Por lo 

tanto, es importante destacar que estos microorganismos eliminan los colorantes 

mediante dos mecanismos principales: la bioconversión y la biosorción (Fazal et al., 

2021).  

 

En el proceso de bioconversión, algunas especies de microalgas catalizan la 

degradación de los colorantes mediante enzimas específicas, tales como peroxidasas y 

azo-reductasas. Posteriormente, los intermediarios resultantes de la degradación 

enzimática son aprovechados como fuente de carbono para su metabolismo (Zohoorian 

et al., 2020). Por ejemplo, en especies como Oscillatoria y Chlorella, las azo-reductasas 

escinden los colorantes azoicos antes de ser metabolizados, la eficacia del rompimiento 

enzimático depende tanto del tipo de colorante textil como de la especie de microalga 

involucrada (Jamee y Siddique, 2019). Por otro lado, el proceso de biosorción se lleva a 

cabo debido a que la pared celular porosa de las microalgas, que contiene grupos 

funcionales como amino, carboxilo, hidroxilo y fosfato que se unen de manera eficiente 

a contaminantes, entre ellos metales pesados y colorantes, facilitando su adsorción en 

la célula. Una vez incorporados, estos contaminantes se bioacumulan y son sometidos 

a degradación enzimática (Chakravarty et al., 2015; Pathak et al., 2015). 

 

La contaminación por colorantes en estos entornos afecta negativamente el crecimiento 

y altera la transferencia de nutrientes y energía en la cadena alimentaria, por lo que, 

diversos compuestos esenciales para el desarrollo de las algas, tales como los 

pigmentos, proteínas y otros nutrientes, se ven comprometidos debido a la gran cantidad 
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de colorantes textiles vertidos en ríos, lagos, océanos y otros cuerpos de agua. Así, las 

algas son bioindicadores excelentes en estudios toxicológicos, ya que son más 

susceptibles a los contaminantes en comparación con otras especies acuáticas (Sharma 

et al., 2021). 

 

Cabe destacar que entre las especies relevantes en la ficorremediación de colorantes 

textiles se encuentra Chlorella sp., que ha demostrado una remoción significativa de 

diversos colorantes, alcanzando porcentajes de eliminación del 89.3% para el Índigo, 

79% para el Azul directo, 75.3% para el Remazol naranja brillante y 72.5% para el Cristal 

violeta (Daneshvar et al., 2007). También, Scenedesmus quadricauda y Cosmarium sp. 

eliminan Azul R brillante y Verde malaquita, respectivamente, ambos a una 

concentración de 150 ppm. Esto resalta el potencial de las microalgas como una 

herramienta sostenible para el tratamiento de efluentes contaminados con colorantes 

textiles (Ergene et al., 2009). 

 

2.4 Biodegradación con hongos de la pudrición blanca (HPB) 

Los hongos de la pudrición blanca (HPB) son organismos pertenecientes al grupo de los 

Bacidiomicetos, estos hongos tienen la capacidad de adaptarse y crecer en condiciones 

ambientales desfavorables. En su hábitat natural, el micelio penetra la cavidad celular de 

los tejidos lignocelulósicos e invade el lumen celular, mientras que las hifas se extienden 

de una célula a otra a través de la pared celular. Este proceso da lugar a la apariencia 

blanquecina característica de la madera colonizada por HPB, debido a que las enzimas 

ligninolíticas producidas por estos organismos degradan progresivamente la lignina, 

principal responsable de la coloración oscura de la madera (Gao et al., 2010; Lee et al., 

2014; Rodríguez-Couto, 2016). Existen dos tipos deHPB, los primeros son los 

degradadores de pudrición blanca simultáneos o no selectivos, estos hongos se llaman 

así por su capacidad de descomponer la celulosa, hemicelulosa y la lignina presentes en 

la madera, por ejemplo Phanerochaete chrysosporium e Irpex lacteus y los HPB 

selectivos, que solo degradan la lignina de la madera, sin descomponer la celulosa y la 

hemicelulosa, por ejemplo, Pleurotus ostreatus, Pleurotus eryngii y Ceriporiopsis 

subvermispora (Dashtban et al., 2010; Kijpornyongpan et al., 2022).  

 

Los HPB degradan estructuras químicas altamente recalcitrantes como la de la lignina 

gracias a su sistema enzimático constituido por lignino peroxidasa LiP (E.C. 1.11.1.14), 

lacasa Lac (E.C. 1.10.3.2), y manganeso peroxidas MnP (E.C. 1.11.1.13), cabe destacar 

que solamente algunas cepas de este grupo son capaces de producir las tres principales 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S2589014X23003584#bb0165
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S2589014X23003584#bb0165
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enzimas degradadoras de la lignina. Sin embargo, otros hongos producen una o dos de 

estas enzimas. La lignina peroxidasa (LiP) es una de las principales enzimas implicadas 

en la modificación de la lignina, se caracteriza por tener un grupo prostético hemo y es 

considerada una ligninasa auténtica, la cual participa directamente en la oxidación de la 

lignina y su mecanismo de acción implica la oxidación monoelectrónica de diversos 

compuestos aromáticos en un proceso dependiente de H2O2 que ocurre a través de 

múltiples reacciones  que generan radicales catiónicos arilo, que luego participan en 

procesos no enzimáticos, dando lugar a productos finales como glicolato y oxalato. Es 

por ello que la oxidación de la lignina por las LiP involucra radicales libres producidos 

mediante la oxidación de varios metabolitos secretados (Periasamy et al., 2019).  

 

Por su parte, la Manganeso peroxidasa (MnP) es una enzima con un grupo hemo que 

facilita la conversión de Mn+² a Mn+³, un compuesto altamente reactivo que forma 

quelatos y actúa como un mediador para moléculas pequeñas, permitiendo su 

interacción con estructuras fenólicas (Rodríguez-Couto, 2016; Mondal et al., 2019; 

Periasamy et al., 2019). Mientras que, la lacasa es una glicoproteína monomérica 

extracelular que contiene cobre y pertenece a la familia de las polifenol oxidasas, 

producida durante la fase metabólica secundaria del crecimiento, contienen entre 15 y 

30% de carbohidratos y su peso molecular oscila entre los 60 y 90 kDa, esta enzima 

posee tres tipos de átomos de cobre en su centro catalítico, uno de los cuales les da su 

color azul, por lo que suelen denominarse oxidasas multicobre azules. Sin embargo, 

también existen variantes que carecen de este átomo de cobre azul y se conocen como 

lacasas amarillas o blancas (Baldrian y Gabriel, 2002).  

 

El mecanismo catalítico de estas enzimas generalmente implica la reducción de oxígeno 

a agua mientras oxidan simultáneamente el sustrato. Cabe destacar que, las lacasas 

tienen la capacidad de oxidar una amplia variedad de compuestos, incluidos orto- y para-

difenoles, fenoles con sustituyentes metoxi, aminas aromáticas, ácidos fenólicos y otros 

sustratos (Periasamy et al., 2019; Singh et al., 2019). De manera específica, la lacasa 

cataliza la eliminación de un átomo de hidrógeno del grupo hidroxilo a través de la 

oxidación de electrones, lo que genera productos no tóxicos durante la biodegradación 

de colorantes sintéticos (Legerská et al., 2016). 

 

Si bien los HPB destacan por su capacidad única para degradar la lignina, las enzimas 

que producen, también les permiten descomponer no solo lignina, sino también una 

amplia variedad de compuestos recalcitrantes y xenobióticos, incluidos los colorantes, 

debido a que actúan de forma no específica (Knap et al., 2001), por lo tanto, estos hongos 

son excelentes para la biorremediación, particularmente en el tratamiento de aguas 
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residuales contaminadas con colorantes textiles (Saratale et al., 2020). Los HPB se 

encuentran ampliamente distribuidas en la naturaleza y tienen una biodiversidad amplia 

(Rodríguez-Couto, 2016). Su biomasa fúngica se emplea como absorbente y/o productor 

de varias enzimas extracelulares que son necesarias para la biodegradación de 

colorantes sintéticos. Gracias a su mayor relación célula-superficie, los hongos tienen un 

mejor contacto físico y enzimático con el medio ambiente y la naturaleza extracelular de 

las enzimas fúngicas les confiere una mayor capacidad para tolerar altas 

concentraciones de colorantes y toxinas (Liers et al., 2010).  

 

Existen enzimas que tienen un papel fundamental en el proceso de remoción de 

colorantes sintéticos con un alto potencial redox y de sus compuestos modelo de lignina 

no fenólica, estas enzimas se denominan peroxidasas degradadoras de colorantes 

(DyPs, por sus siglas en inglés Dye-decolorizing Peroxidases) (Liers et al., 2010). Sin 

embargo, el rendimiento de remoción de cada enzima varía de acuerdo al tipo de hongo 

usado, asimismo, la segregación del sistema enzimático es directamente proporcional a 

las condiciones de cultivo, así como la composición del medio de crecimiento (Erkurt et 

al., 2010). Aunque las aguas residuales que contienen colorantes son particularmente 

difíciles de tratar debido a alta demanda química de oxígeno (DQO), demanda 

bioquímica de oxígeno (DBO), sólidos disueltos totales (TDS) y la presencia de 

compuestos tóxicos, la biorremediación con HPB es un método altamente eficiente para 

la degradación de colorantes sintéticos y neutralización de contaminantes asociados 

(Malik et al., 2014). 

 

Como en cualquier tratamiento biológico, el proceso de biodegradación de los colorantes 

sintéticos mediante HPB está determinado por parámetros operativos que determinan la 

tasa de rendimiento de la remoción, la eficiencia de degradación, la producción de 

enzimas extracelulares y el crecimiento del hongo. De igual manera, los componentes 

del medio del cultivo juegan un papel fundamental en el crecimiento del hongo y en la 

secreción de su sistema enzimático, debido a que estas enzimas se producen durante la 

fase de metabolismo secundario, condiciones de estrés, como la privación de nutrientes, 

estimulan el metabolismo secundario, favoreciendo la síntesis y secreción de estas 

enzimas (Mattila et al., 2020; Grelska y Noszczyńska, 2020). Por esta razón las fuentes 

de carbono y nitrógeno deben mantenerse en concentraciones limitadas, ya que 

promueven la producción de enzimas extracelulares, lo cual aumenta la eficiencia de 

remoción y degradación de los colorantes (Periasamy et al., 2019).  

 

La fuente de carbono contribuye significativamente sobre la eficiencia de degradación de 

colorantes, siendo la glucosa una de las más utilizadas, sin embargo, también existen 
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otras fuentes de carbono como el almidón, maltosa, fructosa, glicerol, sacarosa y melaza. 

Es importante mencionar que la concentración y el tipo de fuente de carbono varía entre 

las especies de HPB y dependen del tipo de colorante a degradar (Bankole et al., 2018). 

Asimismo, la cantidad de nitrógeno presente en los medios de cultivo también influye en 

la producción de enzimas de los HPB, lo que contribuye a su capacidad para degradar 

colorantes, siendo las fuentes de nitrógeno orgánico más efectivas que las inorgánicas 

para la remoción de colorantes. Entre las fuentes más eficientes se encuentran el 

extracto de levadura, sulfato y nitrato de amonio, urea, peptona, L-asparagina, ácido 

glutámico, nitrato de potasio y nitrato de sodio. La fuente de nitrógeno debe agregarse 

en una concentración adecuada, ya que tanto concentraciones muy bajas o altas reducen 

la eficiencia de la remoción (Revankar y Lele 2007; Levin et al., 2010; Bankole et al., 

2018).  

 

Otro factor que afecta el crecimiento de los hongos es el pH, debido a que estos se 

desarrollan en condiciones ácidas, en un intervalo óptimo pH entre 4 y 5, por esta razón, 

la remocióneficiente de colorantes también se observa comúnmente en ambientes con 

un pH bajo (Kapdan et al., 2000). El pH de la solución afecta tanto a los sitios de unión 

de los colorantes en la superficie de la biomasa fúngica como a la química del colorante 

en el medio; en condiciones de pH bajo, la biomasa fúngica, compuesta principalmente 

de quitina, adquiere una carga neta positiva que facilita la disponibilidad de sitios 

cargados para la unión de grupos aniónicos como los presentes en los colorantes 

reactivos. Es por ello que, cuando el pH es ligeramente más ácido o básico que el pH 

óptimo, se da una eficiencia menor, debido a la presencia de metabolitos altamente 

ácidos o básicos que resultan del proceso de remoción del colorante (Sen et al., 2016).  

 

Otro parámetro operativo que influye sobre la degradación mediante HPB es la 

temperatura, ya que al establecer condiciones óptimas de temperatura para cada 

especie fúngica favorece su crecimiento, reproducción y actividad enzimática, dando 

como resultado un mayor rendimiento de biodegradación. De manera general la 

temperatura optima se encuentra en un intervalo de 25 a 37 °C, la cual es específica 

para cada tipo de hongo utilizado (Asgher et al., 2007). Si bien, la tasa de remoción del 

colorante aumenta con la temperatura, gracias a que la solubilidad de las enzimas es 

mayor, un incremento por encima del valor óptimo puede provocar la disminución de la 

actividad degradadora debido a que la tasa de crecimiento y reproducción disminuye, 

además podría ocurrir la desnaturalización del sistema enzimático como resultado de la 

ruptura de los enlaces iónicos y de hidrógeno (Saratale et al., 2009; Ali, 2010). 
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La eficiencia de remoción de los HPB depende tanto de la concentración inicial del 

colorante como de la clase y estructura molecular del mismo, por lo que su crecimiento 

puede ser afectado negativamente por una elevada concentración inicial de colorantes 

en el medio debido a su efecto tóxico sobre su desarrollo, asimismo las moléculas de 

estos compuestos pueden bloquear los sitios activos de las enzimas. Por el contrario, 

concentraciones iniciales moderadas de colorante favorecen el proceso de remoción 

(Jadhav et al., 2008; Niebisch et al., 2010; Bankole et al., 2018; Afiya et al., 2019). 

Algunos estudios han reportado que los colorantes de ftalocianina son más fáciles de 

eliminar en comparación a los colorantes azoicos y antraquinónicos. Sin embargo, 

también han demostrado que los HPB son más eficientes en la remoción de los 

antraquinónicos (Jarosz-Wilkołazka et al., 2002; Park et al., 2007; Kaushik y Malik, 2009). 

 

Las aguas residuales de la industria textil también contienen metales pesados, que son 

añadidos para mejorar la fijación del colorante a las fibras, esto afecta significativamente 

la remoción, ya que pueden actuar como inductores de las enzimas ligninolíticas 

secretadas por HPB. Si bien su toxicidad depende de la concentración, la adición 

controlada de ciertos metales como Cu²⁺, Mg²⁺ y Mn³⁺ puede contribuir a la optimización 

del proceso, mientras que Fe+² ha sido reportado como inhibidor de la remoción (Jiménez 

et al., 2019).  

 

Los cultivos en condiciones de agitación presentan una mayor eficiencia en la eliminación 

de colorantes, debido a una mejor transferencia de oxígeno, mayor contacto entre 

colorantes y biomasa, así como una distribución uniforme de nutrientes, sin embargo, 

una agitación excesiva puede inhibir el proceso. Se ha observado que, las enzimas 

ligninolíticas presentan una mayor expresión bajo condiciones estacionarias; por lo tanto, 

aunque la agitación mejora la remoción, las condiciones estacionarias favorecen el 

incremento de la actividad enzimática (Kaushik y Malik, 2009; Hadibarata et al., 2013; 

Przystas et al., 2015; Sen et al., 2016). Cabe destacar que, la remoción no siempre 

implica una reducción de toxicidad, ya que la degradación incompleta puede generar 

metabolitos más tóxicos que el compuesto inicial, por ello es importante analizar los 

intermediarios y metabolitos formados durante el proceso utilizando técnicas 

cromatográficas y espectroscópicas avanzadas. Además, es fundamental realizar 

ensayos de toxicidad, como fitotoxicidad, zootoxicidad y toxicidad microbiana, para 

determinar el impacto ambiental de las aguas residuales tratadas. En este sentido, es 

importante evaluar la toxicidad post-remoción como parte integral de los estudios de 

biodegradación de colorantes mediante el uso de HPB (Ali, 2010; Sen et al., 2016). 
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2.4.1 Pleurotus ostreatus 

Pleurotus ostreatus es un HPB conocido como hongo ostra, es lignícola saprófito 

perteneciente a la clase Basidiomycetes, orden Agaricales y familia Agaricaceae 

(Donoso y Aguirre, 1980; Furci, 2007). En su hábitat natural, crece sobre tocones y ramas 

de árboles planifolios muertos o debilitados en los bosques (Alpuche y Paredes, 1996). 

Su desarrollo ocurre principalmente durante el otoño y principios de la primavera, aunque 

en ambientes húmedos puede encontrarse en otras estaciones del año. Esta especie 

destaca por su versatilidad y adaptabilidad, tolera un amplio intervalo de temperaturas, 

muestra resistencia a plagas y enfermedades, y puede cultivarse en diversos sustratos 

lignocelulósicos como troncos, corteza o aserrín (Levin, 1996; García, 1987; Adamovic 

et al., 1998; Yildiz et al., 2002). 

 

Entre las características de P. ostreatus están el sombrero o píleo que tiene forma de 

ostra o semi-circular y su tamaño puede variar entre 5 y 25 cm de diámetro, dependiendo 

de las condiciones de cultivo, su superficie es suave y brillante, con colores que van 

desde el blanco al gris, y en algunas cepas presentan tonalidades marrones o púrpuras; 

el margen del sombrero está enrollado en las primeras etapas de crecimiento, las lamillas 

o lamela son delgadas y densas, dispuestas radialmente bajo el sombrero, inicialmente 

son blancas y se tornan rosadas o moradas a medida que se desarrollan los carpóforos, 

y el pie o estípite (Figura 2) generalmente es corto y lateral, aunque en algunos casos 

puede presentarse de forma excéntrica, con un color más claro que el sombrero (García, 

Martínez y González, 2023). 

 

  
 

Figura 2. Cuerpo fructífero de P. ostreatus (Texas Mushrooms, 2019). 

 

P. ostreatus crece en sustratos lignocelulósicos como madera, paja, aserrín y residuos 

agrícolas principalmente, su micelio se extiende sobre los sustratos, en condiciones de 

alta humedad y un intervalo de temperatura óptimo de 20 a 28°C. Este hongo se 
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reproduce sexualmente y produce esporas que germinan y forman el micelio que 

posteriormente coloniza el sustrato, su tamaño es de 7-9 micrómetros de largo y 

presentan una coloración que varía entre tonos blancos y rosados (García, Martínez y 

González, 2023). Además, el cultivo in vitro puede llevarse a cabo en medios tanto 

líquidos como sólidos (Kim, Park y Lee, 2021). 

2.5 Anilina azul 

Los colorantes trifenilmetano son compuestos aromáticos altamente recalcitrantes, 

empleados ampliamente en la industria textil debido a su elevada estabilidad química y 

a la intensidad de color que confieren a fibras como nylon, nylon modificado con 

poliacrilonitrilo, lana, seda y algodón. Además de su aplicación en el teñido de materiales 

textiles, algunos de estos compuestos se utilizan en el ámbito biomédico como colorantes 

para tinciones biológicas y en otras industrias, entre ellas la de plásticos, la alimentaria y 

la cosmética (Azmi, Sani y Banerjee, 1998). Un colorante de tipo trifenilmetano es la 

Anilina azul (Benkhaya et al., 2020), también conocida como Azul de Anilina o Acid Blue 

25 (AB25, C.I. 62055 según el Colour Index), con número CAS 28631-66-5 y fórmula 

molecular CH₂₅N₃O₆S₂Na₂, la cual tiene un peso molecular de 737.73 g/mol, su 

nomenclatura sistemática de la IUPAC es Tris(4-(fenilamino)-9,10-dioxo-9,10-

dihidroantraceno-1-sulfonato) de sodio, este colorante se encuentra como polvo o 

gránulos de color azul oscuro, con brillo metálico, soluble en agua (≈ 50 g/L a 20 °C), 

formando soluciones intensamente azules, e insoluble en solventes orgánicos. Con 

respecto a su estructura química (Figura 3), esta corresponde a un núcleo de 

trifenilmetano donde dos de los fenilos están sustituidos por grupos sulfonato (-SO₃⁻Na⁺), 

responsables de la hidrosolubilidad y del comportamiento ácido de la molécula (Christie, 

2001; Zollinger, 2003;). 
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Figura 3. Estructura molecular de la anilina azul. 

 

Los grupos sulfonato le confieren afinidad por fibras proteicas como la lana y la seda en 

condiciones ácidas, por lo que este colorante es utilizado ampliamente en la tinción de 

tejidos en anatomía médica y biológica, así como en la industria textil para el teñido de 

diferentes materiales. Debido a sus amplias aplicaciones, así como a su estructura 

compleja, alta estabilidad y toxicidad, el AB25 se emplea como compuesto modelo en 

estudios de biorremediación (Lü et al., 2021; Thakurata et al., 2022). 

 

Este compuesto presenta un máximo de absorción en el intervalo λmax ≈ 580–600 nm 

(Zollinger, 2003; Christie, 2001) y el cromóforo se extiende por resonancia a través de 

los grupos amino (-NH-) que enlazan los anillos fenólicos, lo cual le confiere estabilidad 

a la estructura química y por lo tanto recalcitrancia que se refleja en su baja 

susceptibilidad a la fotodegradación y biodegradación en las plantas de tratamiento 

convencionales, esto favorece su persistencia en cuerpos de agua, donde perdura desde 

meses hasta años (Lu et al., 2021). 

 

En este contexto, la liberación de efluentes con este trifenilmetano es un riesgo 

considerable tanto para los ecosistemas acuáticos como para la salud pública; en 

términos de toxicidad aguda, es altamente nocivo para peces, Daphnia magna y 

microalgas, con valores de CL₅₀ para D. magna inferiores a 10 mg/L, lo que indica una 

elevada toxicidad. Los efectos se manifiestan como daño branquial en peces, 

inmovilización en cladóceros y bloqueo de la fotosíntesis en microalgas. Además, 

diversos estudios han demostrado su genotoxicidad y mutagenicidad, debido que tanto 

el AB25 como sus metabolitos intermedios pueden intercalarse en el ADN o inducir estrés 

oxidativo, ocasionando daño genético y mutaciones. Por otra parte, la toxicidad crónica, 

derivada de su persistencia y por lo tanto de las exposiciones prolongadas afecta las 

funciones reproductivas, de desarrollo y enzimáticas en organismos superiores; aunque 

su potencial de bioacumulación es menor que el de contaminantes lipofílicos, puede 

acumularse en tejidos de organismos acuáticos, contribuyendo a efectos 

ecotoxicológicos a largo plazo (Thakurata et al., 2022). 

 

Frente a esta problemática, los HPB son una alternativa biotecnológica relevante para la 

degradación de AB25, gracias a su sistema enzimático extracelular inespecífico de alto 

potencial redox. El proceso de biodegradación comprende principalmente dos etapas: la 

primera es la desestructuración del cromóforo, es decir, la degradación del colorante 

mediante enzimas como la lacasa (Lac), una oxidasa multicobre que cataliza la oxidación 

de sustratos acoplada a la reducción de O2 a H2O. Aunque esta enzima actúa 



 
 
 

27 
 

principalmente sobre grupos fenólicos, en presencia de mediadores redox como 1-

hidrobenzo triazol (HBT) o derivados de lignina, puede generar radicales catiónicos 

altamente reactivos capaces de atacar estructuras no fenólicas complejas como el 

colorante AB25, provocando la ruptura del sistema de conjugación electrónica y, en 

consecuencia, la pérdida de color (Singh et al., 2019). 

 

La segunda etapa corresponde a la mineralización o transformación en metabolitos 

simples, donde los productos de oxidación iniciales (aminas aromáticas, ácidos 

bencénicos sulfonados y antraquinonas) son incorporados y metabolizados 

intracelularmente por el micelio, a través de rutas dependientes de citocromo P450 

monooxigenasas. Estos procesos pueden conducir a la mineralización completa, 

produciendo CO2 y H2O como productos finales, o bien en la generación de metabolitos 

menos tóxicos (Huy et al., 2021). La eficiencia de la degradación con especies como P. 

ostreatus depende en gran medida de su capacidad para inducir la síntesis de enzimas 

ligninolíticas bajo condiciones de estrés nutritivo y en presencia del contaminante (Huy 

et al., 2021; Singh et al., 2019). 

  

Por lo anteriormente expuesto, la hipótesis de esta investigación plantea que Pleurotus 

ostreatus tiene la capacidad de remover el colorante Anilina Azul en cultivo sumergido 

mediante la acción de la enzima lacasa, la cual cataliza la oxidación del colorante, 

provocando su degradación y, en consecuencia, la remoción del caldo de cultivo. 
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3. Justificación 

La industria textil es una de las principales fuentes de contaminación hídrica a nivel 
mundial, liberando anualmente entre 280,000 y 700,000 toneladas de colorantes 
sintéticos a través de sus efluentes (Singh, 2017; Rafik et al., 2019). Estos compuestos, 
muchos de ellos con estructuras aromáticas complejas, presentan alta persistencia 
ambiental y toxicidad, afectando los ecosistemas acuáticos y la salud humana. En 
particular, la anilina azul, un colorante trifenilmetano ampliamente utilizado en la industria 
textil, es altamente recalcitrante, genotóxico y mutagénico (Thakurata et al., 2022; Lü et 
al., 2021), y su eliminación mediante métodos fisicoquímicos convencionales resulta 
costosa y genera subproductos secundarios (Tripathi et al., 2023). 

Los hongos de la pudrición blanca, como Pleurotus ostreatus, representan una 
alternativa biotecnológica sostenible debido a su sistema enzimático ligninolítico, capaz 
de degradar compuestos recalcitrantes y xenobióticos mediante la acción de enzimas 
como la lacasa (Rodríguez-Couto, 2016; Saratale et al., 2020). Sin embargo, existe un 
vacío de conocimiento respecto a la capacidad específica de P. ostreatus para remover 
colorantes trifenilmetano como la anilina azul en cultivo sumergido, así como la 
correlación entre la actividad lacasa y la cinética de remoción. 

Por lo tanto, la presente investigación se justifica por la necesidad de desarrollar 
estrategias biológicas eficientes, económicas y ecológicamente viables para el 
tratamiento de aguas residuales contaminadas con este tipo de colorantes. Los 
resultados obtenidos permitirán establecer las bases para la implementación de un 
proceso de biorremediación que contribuya a la mitigación del impacto ambiental de la 
industria textil, reduciendo la dependencia de métodos fisicoquímicos costosos y no 
sustentables. Además, el estudio aporta conocimiento fundamental sobre los 
mecanismos enzimáticos involucrados en la degradación de colorantes trifenilmetano, 
específicamente el papel de la lacasa en la desestructuración del cromóforo, lo que 
podría orientar futuras investigaciones enfocadas en la optimización del proceso y su 
escalamiento a nivel industrial. 
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4. Objetivos  

4.1 Objetivo general 

Evaluar la capacidad de Pleurotus ostreatus para remover anilina azul en cultivo 

sumergido bajo condiciones de laboratorio con el fin de establecer el periodo de 

incubación para el tratamiento biotecnológico de descontaminación de agua.  

4.2 Objetivos específicos 

● Cuantificar la remoción de anilina azul a una concentración de 200 mg/L por P. 

ostreatus en cultivo sumergido durante tres periodos de incubación, mediante 

espectrofotometría UV-Vis. 

 

● Determinar la correlación entre la actividad de la enzima lacasa (Lac) producida 

por P. ostreatus y la remoción de anilina azul en cultivo sumergido. 
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5. Materiales y Métodos 

5.1 Material biológico y reactivos químicos 

La cepa de Pleurotus ostreatus utilizada en este estudio se aisló a partir de un ejemplar 

comercial, posteriormente fue precultivada en agar Papa Dextrosa (PDA) e incubada a 

temperatura ambiente durante 7 días para favorecer su crecimiento. La anilina azul (CAS 

28631-66-5) se adquirió del proveedor FagaLab. El sulfato de cobre fue obtenido de J.T. 

Baker, mientras que el sulfato de manganeso fue suministrado por TSQ Tecsiquim, 

proveedor de reactivos de alta pureza. Peptona y glucosa. 

 

5.2 Diseño experimental 

Para evaluar la remoción de la anilina azul, el experimento se llevó a cabo bajo un diseño 

completamente al azar, que incluyo un tratamiento experimental, un control abiótico y un 

control sin contaminante (Cuadro 2). Los factores de variación fueron los tiempos de 

incubación, y las muestras se tomaron periódicamente a intervalos de 4, 8 y 12 días, 

mientras que las variables de respuesta fueron la concentración residual del 

contaminante, el % de remoción, la cuantificación de proteínas y la actividad específica 

enzimática producida durante la remoción. Cada tratamiento se realizó por triplicado. 

 

Cuadro 2. Diseño experimental usado en la evaluación de la remoción de anilina azul en cultivo 

sumergido 

Tratamiento Cepa fúngica [ppm anilina] 
Tiempo en días  

(d) 

Tratamientos con 

P. ostreatus  

P. ostreatus 200 4, 8, 12 

MMB con P. 

ostreatus  

P. ostreatus Sin AB25 4, 8, 12 

Controles 

abióticos  

Ninguna 200 4, 8, 12 

 Nota: MMB = Medio Mínimo para Basidiomicetos. 
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5.3 Preparación del inóculo 

Para la preparación del inóculo, el micelio se separó del medio PDA y se suspendió en 

40 mL de agua destilada estéril, posteriormente, se molió en un frasco estéril por un 

minuto con ayuda de un motor de licuadora. Enseguida se inoculo 1 mL de la suspensión 

micelial en 40 mL de medio mínimo para basidiomicetos (MMB). Este medio se preparó 

con la siguiente composición por litro: 5 g de glucosa, 5 g de peptona, 150 mg de sulfato 

de cobre (CuSO₄) y 50 mg de sulfato de manganeso (MnSO₄), y fue esterilizado a 121 

°C durante 15 min. 

 

5.4 Remoción de anilina azul por P. ostreatus  

Los ensayos de remoción se realizaron en matraces Erlenmeyer de 125 mL que 

contenían 40 mL de MMB, inoculados con 1 mL de suspensión micelial según lo descrito 

anteriormente. Los matraces con inoculo se incubaron a 25 °C y 150 rpm en una 

incubadora orbital durante 4, 8 y 12 días. Cada tratamiento incluyó un control abiótico 

(sin inóculo fúngico) y otro control sin contaminante. Finalmente, la remoción del 

colorante se evaluó mediante el análisis espectrofotométrico de los filtrados, registrando 

la absorbancia a 580 nm. El porcentaje de remoción del contaminante se determinó 

mediante la siguiente ecuación: 

 

𝑅𝑒𝑚𝑜𝑐𝑖ó𝑛 (%) =
𝐴1 − 𝐴2

𝐴1
∗ 100           𝐄𝐜. 𝟏 

 

donde: 

A1: absorbancia del control abiótico 

A2: absorbancia final del tratamiento 

 

5.5 Cuantificación de proteínas 

Para establecer la relación de la actividad detectable de la enzima Lac, y posteriormente 

calcular la actividad específica de la enzima, fue necesario determinar el contenido 

proteico de cada una de las muestras. Para ello, primero se elaboró una curva de 

calibración utilizando albúmina de huevo como estándar, disuelta en buffer Tris-HCl (pH 

8.5). Como parte del ensayo de cuantificación de proteínas, se preparó un blanco, 

mezclando 100 µL de buffer Tris-HCl con 1 mL de reactivo de Bradford. En el caso de 

las muestras, se añadieron 50 µL de extracto enzimático, 50 µL de buffer y 1 mL de 

reactivo de Bradford. Todas las mezclas se incubaron durante 2 min a temperatura 
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ambiente. Una vez transcurrido el tiempo de reacción, se realizó la medición de 

absorbancia a 595 nm utilizando un espectrofotómetro UV–Vis Spectronic Genesys 5. 

 

5.6 Actividad de lacasa 

La actividad de lacasa (Lac) se evaluó utilizando ABTS (ácido 2,2′-azino-bis(3-

etilbenzotiazolina-6-sulfónico)) como sustrato. Para ello, se prepararon 100mL de buffer 

de acetato de sodio 100 mM ajustado a pH 4.5, posteriormente, se disolvieron 7 mg de 

ABTS en 50 mL del buffer obtenido. La actividad enzimática Lac se monitoreo utilizando 

un espectrofotómetro UV-Vis ajustado a 436 nm. Para la preparación del blanco, en un 

tubo de 5 mL se mezclaron 900 µL de buffer de acetatos con 100 µL de ABTS y se incubó 

a 24 °C durante 2 min. Con respecto a las muestras, se mezclaron 800 µL de buffer, 100 

µL de ABTS y 100 µL de extracto enzimático, luego se incubaron a 24 °C por 2 min. 

Transcurrido el tiempo de reacción, se registraron las lecturas de absorbancia cada 30 s 

durante un periodo de 2 min, comenzando desde el tiempo cero. Finalmente, la actividad 

detectable de la enzima se calculó mediante la siguiente ecuación: 

 

𝐴𝑐𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑 (
𝑈

𝑚𝐿
) =  

∆𝐴436∙𝑉𝑇∙𝐷𝐹

𝜖 ∙𝐿 ∙ 𝑉𝐸
               Ec. 2 

 

donde: 

U = Cantidad de enzima que transforma 1 µmol de sustrato por minuto. 

ΔA436 = Cambio de absorbancia a 436 nm por minuto. 

VT = Volumen total de la mezcla de reacción en mL. 

DF = Factor de dilución de la muestra. 

ϵ = Coeficiente de extinción molar del sustrato.  

L = Longitud de la celda en cm. 

VE = Volumen de extracto enzimático en mL. 

 

5.7 Procesamiento de las muestras 

Una vez realizados los ensayos anteriores, las muestras se filtraron al vacío utilizando 

un matraz Kitazato de 250 mL, un embudo Büchner, papel filtro Whatman No. 4, esto con 

la finalidad de recuperar la biomasa. En cuanto a los extractos líquidos, estos se 

almacenaron en viales color ambar a una temperatura de -20 °C hasta su análisis. La 

biomasa recolectada fue lavada tres veces con agua destilada estéril para eliminar 
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residuos solubles. Posteriormente, se secó en una termobalanza a 70 °C, una vez 

deshidratada, se trituró manualmente en un mortero hasta obtener un polvo fino.  

 

5.8 Análisis estadístico  

Los datos experimentales obtenidos durante el proceso de remoción se analizaron 

mediante un análisis de varianza (ANOVA) de una vía utilizando el software SAS versión 

9.0. Para garantizar la validez de estos datos, previo al ANOVA, se verificó el 

cumplimiento de los supuestos de normalidad mediante la prueba de Shapiro-Wilk 

utilizando el procedimiento PROC UNIVARIATE. Como segunda prueba, se verificó la 

homogeneidad de varianzas entre tratamientos mediante la prueba de Levene, 

implementada en el procedimiento PROC GLM (General Linear Model). Posteriormente, 

se aplicó el ANOVA para determinar el efecto del tiempo de incubación sobre las 

variables evaluadas (porcentaje de remoción de anilina azul, concentración de proteínas 

y actividad Lac), el modelo estadístico consideró el tiempo de cultivo como el factor 

independiente. Una vez demostradas las diferencias significativas entre los tiempos de 

cultivo (p < 0.05), se realizó una prueba de comparación múltiple de medias de Tukey 

(HSD) para identificar diferencias específicas. Todos los análisis se realizaron por 

triplicado (n = 3) y los resultados se expresaron como promedio ± desviación estándar. 

En todos los casos, se consideró un nivel de significancia estadística de α = 0.05.  
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6. Resultados y discusiones  

6.1 Producción de proteínas 

Con respecto a la concentración de proteínas extracelulares producidas por P. ostreatus, 

la presencia del colorante de anilina azul (AAZ) promovió una mayor producción proteica 

en comparación con el tratamiento sin contaminante. En la Figura 4, se puede observar 

que la concentración máxima de proteínas se alcanzó a los 4 días de incubación con un 

valor de 0.431 mg/mL, mostrando diferencias significativas (p < 0.05) respecto a las 

concentraciones registradas a los 8 (0.109 mg/mL) y 12 días (0.116 mg/mL), los cuales 

no presentaron diferencias significativas entre sí. En contraste, los tratamientos sin 

contaminante presentaron concentraciones considerablemente menores, con valores 

comprendidos entre 0.040 y 0.081 mg/mL, observándose una tendencia creciente en 

función del tiempo de incubación. 

 

 
Figura 4. Cuantificación de proteínas en mg/mL de las muestras postratamiento con P. ostreatus 

contra los controles abióticos. 

 

El incremento en la producción de proteínas observado durante los primeros días de 

incubación en los tratamientos con colorante podría estar asociado con una respuesta 

metabólica temprana de P. ostreatus inducida por la presencia de anilina azul (AAZ), 

favoreciendo la producción y secreción de enzimas ligninolíticas involucradas en el 

proceso de remoción del colorante. En este contexto, el pico máximo observado a los 4 

días de incubación coincide con la fase inicial de adaptación de P. ostreatus, durante la 

cual se sintetizaron las enzimas necesarias para comenzar la degradación de la AAZ. El 
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incremento en la producción de proteínas también puede interpretarse como un proceso 

de inducción metabólica, posiblemente relacionado con la síntesis de enzimas 

extracelulares involucradas en mecanismos de remoción y desintoxicación de 

compuestos xenobióticos, ya que la exposición a xenobióticos aromáticos incrementa 

significativamente la síntesis de enzimas oxidativas extracelulares como parte de un 

mecanismo de respuesta y desintoxicación microbiana (Dinakarkumar et al. 2024).  

 

Por otro lado, la disminución significativa observada a los 8 y 12 días, junto con la 

estabilización entre ambos tiempos de incubación, podría indicar que, una vez 

establecido el sistema enzimático, P. ostreatus redujo la síntesis y secreción de nuevas 

proteínas extracelulares, posiblemente por mecanismos de regulación metabólica o por 

agotamiento de nutrientes en el medio de cultivo. La ausencia de diferencias 

significativas entre los días 8 y 12 sugirió que la producción proteica alcanzó un estado 

estacionario después del día 8, manteniéndose en niveles bajos pero suficientes para 

continuar con la degradación del colorante. En el caso específico de los colorantes tipo 

trifenilmetano, como la anilina azul, la remoción enzimática puede involucrar diferentes 

rutas oxidativas. De acuerdo con Shraddha et al. (2011), estos procesos incluyen: (i) la 

escisión oxidativa de anillos aromáticos, (ii) la formación y posterior transformación de 

radicales libres, y (iii) la ruptura de enlaces covalentes entre unidades aromáticas, todos 

ellos mediados por proteínas enzimáticas cuya síntesis es inducida por la presencia del 

contaminante. Estos mecanismos conducen a la pérdida progresiva de la conjugación 

electrónica responsable de la coloración, lo que se refleja en la disminución de la 

absorbancia observada durante el proceso de tratamiento. En este contexto, el 

incremento en la producción de proteínas observado en los primeros días de incubación 

en los tratamientos con colorante podría ser una respuesta metabólica inducida por la 

presencia de anilina azul, promoviendo la síntesis y secreción de enzimas ligninolíticas 

involucradas en el proceso de remoción del colorante. 

 

En términos cuantitativos, los valores obtenidos en el presente estudio son consistentes 

con concentraciones reportadas en sistemas optimizados de producción enzimática 

para P. ostreatus, donde la presencia de compuestos aromáticos actúa como inductor 

metabólico, favoreciendo la expresión de lacasas y otras oxidorreductasas implicadas en 

la remoción de contaminantes orgánicos. Este patrón de inducción proteica temprana ha 

sido documentado en otros HPB. De manera complementaria, Adak et al. (2016) 

evaluaron la capacidad de extractos enzimáticos ricos en lacasa provenientes del 

hongo Pseudolagarobasidium acaciicola LA1, producidos mediante fermentación sólida 

en biomasa de Parthenium, observando que la exposición a colorantes estimuló la 

producción de proteínas enzimáticas. De igual forma, Contato et al. (2020) reportaron 
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que extractos de lacasa de Pleurotus pulmonarius obtenidos mediante fermentación 

sólida en residuos de naranja lograron decolorar eficientemente múltiples colorantes, lo 

que demuestra que la producción de proteínas enzimáticas inducida por xenobióticos es 

un mecanismo extendido en hongos del género Pleurotus. 

 

6.2 Actividad específica enzimática  

En cuanto a la actividad de lacasa, los resultados obtenidos mostraron diferencias 

significativas entre los tiempos de incubación evaluados (p < 0.05). La actividad 

enzimática registrada osciló entre 0.006 y 0.334 U/mL, alcanzándose el valor máximo a 

los 8 días de incubación en el tratamiento con P. ostreatus y colorante (Figura 5), previo 

al tiempo en el que se observó la máxima remoción de AAZ. De manera consistente, la 

actividad específica de lacasa presentó un valor bajo a los 4 días (0.006 U/mL), seguido 

de un incremento significativo a los 8 días (0. 334 U/mL) y una disminución posterior a 

los 12 días (0.141 U/mg), este comportamiento sugiere que la actividad lacasa no se 

mantuvo constante durante el experimento. Por el contrario, en ausencia del colorante la 

mayor producción enzimática máxima se obtuvo a los 12 días de incubación (0.112 

U/mL). 

 

 
 

Figura 5. Actividad específica de la enzima Lacasa. 

 

La baja actividad observada a los 4 días de incubación coincide con la fase de adaptación 

de P. ostreatus, etapa durante la cual la síntesis de lacasa se encontraba en una fase 

inicial de inducción. Mientras que, el pico máximo de actividad observado a los 8 días de 
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incubación coincidió con el periodo de mayor tasa de remoción de AAZ, lo que podría 

indicar la asociación entre el incremento en la producción enzimática y la fase de mayor 

velocidad de remoción del colorante. Además, el desfase temporal entre la máxima 

concentración de proteínas totales observada a los 4 días y el máximo de actividad 

enzimática alcanzado a los 8 días, sugiere que primero ocurre la síntesis de las proteínas 

y, posteriormente, su activación catalítica o su acumulación hasta alcanzar niveles 

funcionalmente significativos que permiten su participación en el proceso de remoción. 

Estos hallazgos coinciden con lo reportado por Erkurt, Ünyayar y Kumbur (2007), quienes 

identificaron a la lacasa como una de las principales enzimas involucradas en la remoción 

de colorantes sintéticos por HPB en cultivo líquido, destacando una correlación directa 

entre la actividad de esta enzima y la disminución de la absorbancia de los colorantes 

evaluados. Asimismo, señalaron que la actividad enzimática máxima no necesariamente 

coincide con la etapa final del proceso de remoción, sino que puede alcanzarse en etapas 

intermedias del tratamiento. Por su parte, Shraddha et al. (2011) reportaron que 

incrementos en la actividad lacasa suelen asociarse con eficiencias de remoción 

superiores al 80 % en sistemas de tratamiento fúngico. 

 

Con respecto a la disminución en la actividad lacasa tras 12 días de incubación, se 

observó que la remoción del colorante continuó hasta alcanzar el 92 %, lo que sugiere 

que, en las etapas finales del proceso de remoción, podrían intervenir mecanismos 

enzimáticos adicionales, posiblemente asociados con la participación de otras enzimas 

ligninolíticas. Esta hipótesis coincide con lo planteado por, Herath et al. (2024) quienes 

señalan que además de las lacasas, enzimas como la lignina peroxidasa (LiP), la 

manganeso peroxidasa (MnP) y las peroxidasas degradadoras de colorantes (DyPs) 

desempeñan un papel importante durante el proceso de remoción, particularmente en 

sistemas de cultivo prolongados, donde múltiples rutas enzimáticas pueden actuar de 

manera simultánea y contribuir conjuntamente a la transformación y remoción del 

colorante.  

 

6.3 Remoción de anilina azul 

Los resultados correspondientes a la remoción de anilina azul demostraron que existe 

diferencia significativa entre los tiempos de incubación analizados (p < 0.05). En la Figura 

6 se observa que el porcentaje de remoción asociado a la presencia de P. ostreatus 

osciló entre el 50 y el 92 %. En contraste, los controles abióticos presentaron valores de 

remoción del contaminante prácticamente nulos (0, -2,99 y -0.25%). 
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Figura 6. Porcentajes de remoción de anilina azul (200 ppm) por P. ostreatus con respecto a los 

controles abióticos, determinados por espectrofotometría.  

 

Al analizar la cinética del proceso, se observó que la remoción del colorante no fue 

constante ni lineal, sino que presentó un incremento progresivo durante el tiempo de 

incubación, identificándose tres etapas claramente definidas: i) una fase inicial de 

adaptación del hongo al medio contaminado, en la que a los 4 días se alcanzó una 

remoción del 50 %; ii) una etapa de mayor velocidad de remoción entre los días 4 y 8, 

alcanzándose un 88 % de remoción de AAZ, lo que sugiere un periodo de elevada 

actividad metabólica y aceleración del proceso de remoción; y iii) una fase estacionaria 

entre los días 8 y 12, donde el incremento fue menor (del 88.0 % al 92.0 %). Aunque la 

magnitud del incremento fue menor en esta última etapa, el alcance de una remoción 

máxima del 92 % indicó que el proceso continuó activo incluso después de la fase de 

mayor velocidad de remoción, alcanzando una etapa de estabilización del sistema. Este 

comportamiento podría estar relacionado con la actividad metabólica de P. ostreatus y 

es característico de sistemas ligninolíticos inducibles, donde la máxima tasa de remoción 

ocurre posteriormente al inicio de la producción de enzimas extracelulares involucradas 

en el proceso de remoción (Herath et al., 2024). Resultados similares han sido reportados 

en otros estudios realizados con HPB en cultivo sumergido. Por ejemplo, Afiya, Erkurt y 

Shah (2019) reportaron que la remoción del colorante Remazol Brilliant Blue R 

por Coriolus versicolor alcanzó su máxima eficiencia después de 480 minutos, con una 

fase inicial rápida seguida de una desaceleración, lo que coincide con el patrón 

observado en el presente estudio. 
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La remoción del 92 % de Anilina Azul observada a los 12 días de incubación confirma la 

capacidad de P. ostreatus para remover colorantes trifenilmetano en cultivo sumergido 

bajo las condiciones evaluadas en este estudio. Cabe destacar que, el porcentaje de 

remoción obtenido fue superior al reportado para otros colorantes aromáticos. Por 

ejemplo, Zuleta-Correa et al. (2016) reportaron una remoción del 69.3 % del colorante 

Rojo Básico 46 mediante fermentación en estado sólido (SSF) con P. ostreatus, 

utilizando cáscara de banana impregnada con el colorante como sustrato de cultivo, 

después de 25 días de incubación de compuestos aromáticos complejos (Przystas et al., 

2015; Sen et al., 2016). Esta diferencia podría atribuirse al sistema de cultivo empleado, 

debido a que, los sistemas de cultivo sumergido con agitación favorecen una mayor 

transferencia de oxígeno, incrementa el contacto entre el colorante y la biomasa fúngica 

y permite una distribución más homogénea de nutrientes en el medio. En conjunto, estos 

factores promueven la actividad metabólica del hongo y estimulan la producción de 

enzimas ligninolíticas responsables de la remoción de compuestos aromáticos complejos 

(Przystas et al., 2015; Sen et al., 2016).  

 

Así mismo, otros estudios con P. ostreatus BwPH reportan eficiencias de remoción de 

rojo 168 y de rojo 144, concentración inicial de 80 mg/L, de 94.31 y 73.13 %, 

respectivamente, después de 7 días de incubación en cultivo sumergido (Upadhyay y 

Przystas, 2022), mientras que en este estudio la concentración inicial fue de 200 mg/L y 

la remoción del 92% en 12 días de cultivo, la diferencia es relevante debido los colorantes 

son clasificados por su estructura química cromófora, que determina su estabilidad y 

susceptibilidad a remoción biológica. Los colorantes azoicos se caracterizan por la 

presencia de uno o más enlaces azo (–N=N–) que conectan anillos aromáticos, mientras 

que los colorantes antraquinónicos poseen un núcleo basado en la estructura de la 

antraquinona, formada por un sistema aromático fusionado con grupos carbonilo. En 

contraste, los colorantes trifenilmetano, como la anilina azul, presentan una estructura 

central compuesta por un carbono unido a tres anillos aromáticos, lo que les confiere una 

elevada conjugación electrónica y estabilidad química. Estas diferencias estructurales 

influyen significativamente en la eficiencia de los procesos de remoción por 

microorganismos (Liu et al., 2004).  

 

6.4 Análisis estadístico 

La baja variabilidad observada entre las réplicas (n=3), reflejada en las desviaciones 

estándar presentadas en los resultados, fue confirmada por la prueba de Levene, que no 

mostró violaciones significativas del supuesto de homogeneidad de varianzas (p > 0.05). 
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Asimismo, la prueba de Shapiro-Wilk no mostró evidencia de desviación significativa de 

la normalidad en ninguna de las variables evaluadas (p > 0.05). El cumplimiento de estos 

supuestos garantizó que los resultados del ANOVA y de la prueba de Tukey fueran 

válidos y que las diferencias observadas no fueran artefactos estadísticos. La 

consistencia de los resultados experimentales respaldó la reproducibilidad del proceso 

de biodegradación de AAZ por P. ostreatus bajo las condiciones evaluadas. En 

contraste, algunos estudios compilados por Herath et al. (2024) reportaron variabilidades 

más altas, particularmente en sistemas de fermentación sólida donde las condiciones de 

crecimiento son menos homogéneas que en cultivo sumergido. La menor variabilidad 

observada en el presente estudio pudo deberse a la naturaleza más controlada y 

homogénea del cultivo sumergido con agitación constante (150 rpm), lo que permitió una 

distribución uniforme del inóculo, los nutrientes y el colorante, así como una transferencia 

de oxígeno consistente entre réplicas.  
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7. Conclusiones 

 

• En el presente estudio se demostró que Pleurotus ostreatus es capaz de remover 

la anilina azul en cultivo sumergido, alcanzando un 92% de remoción del colorante 

después de 12 días de incubación. La ausencia de remoción en los controles 

abióticos confirmó que el proceso dependió exclusivamente de la actividad 

biológica del hongo. 

• La cinética de remoción presentó tres fases diferenciadas: una fase inicial de 

adaptación (50.1% a los 4 días), una fase exponencial de máxima actividad (88.0% 

a los 8 días) y una fase de estabilización (92.0% a los 12 días). El análisis 

estadístico (ANOVA, p < 0.05) reveló diferencias altamente significativas entre 

todos los tiempos evaluados, lo que confirmó que el tiempo de incubación fue un 

factor determinante en la eficiencia del proceso. 

• La producción de proteínas extracelulares alcanzó su valor máximo a los 4 días 

(0.431 mg/mL), con una diferencia significativa respecto al control sin colorante 

(0.040 mg/mL), lo que demostró la inducción metabólica del sistema enzimático 

ligninolítico en respuesta a la presencia del xenobiótico. Por su parte, la actividad 

lacasa presentó su pico a los 8 días (0.334 U/mL), coincidiendo con la fase de 

mayor tasa de remoción, y disminuyó a los 12 días (0.141 U/mL) a pesar de que la 

remoción continuó aumentando, lo que sugirió la participación de otras enzimas en 

las etapas finales del proceso. 

• Los datos cumplieron con los supuestos de normalidad (Shapiro-Wilk) y 

homogeneidad de varianzas (Levene), y la baja variabilidad entre réplicas reflejó la 

alta reproducibilidad del cultivo sumergido bajo las condiciones controladas 

empleadas. 

• Los hallazgos permiten sustentar la hipótesis planteada: P. ostreatus removió la 

anilina azul mediante la acción del sistema enzimático ligninolítico, con la lacasa 

desempeñando un papel central en la desestructuración del cromóforo. 

• En conjunto, los resultados obtenidos sugieren que el cultivo sumergido podría ser 

una alternativa eficiente para potenciar la capacidad de P. ostreatus en la remoción 

de colorantes sintéticos, posicionándolo como una herramienta biotecnológica 

sostenible con potencial aplicación en procesos de biorremediación de efluentes 

que contienen colorantes textiles recalcitrantes, particularmente aquellos 

generados por la industria textil. 

• Como prospectiva de investigación, se recomienda la identificación de los 

metabolitos generados mediante técnicas acopladas de cromatografía-

espectrometría de masas, la evaluación de la toxicidad de los productos de 

degradación mediante ensayos ecotoxicológicos, y la optimización de las 

condiciones de cultivo para maximizar la producción de enzimas ligninolíticas. 
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9. Anexos 

Anexo A: Resultados del análisis estadístico descriptivo de la Absorbancia obtenido mediante 

SAS 

A.1 Lectura de Absorbancia a 4 días de tratamiento 

Prueba de normalidad (Shapiro-Wilk) 
 
 

Procedimiento UNIVARIATE 
Variable:  Absorbancia 

Tratamiento = t4 
 

Momentos 
 

N                                           3               Pesos de la suma                         3 
Media                              1.63833333    Observaciones de la suma             4.915 
Desviación típica             0.23507091    Varianza                                         0.05525833 
Asimetría                         1.19757739    Curtosis                                 . 
Suma de cuadrados no corregidos  8.162925   Suma de cuadrados corregidos    
0.11051667 
Coeficiente de variación           14.3481736    Media de error estándar         0.13571825 
 

A.2 Lectura de Absorbancia a 8 días de tratamiento 

 

Prueba de normalidad (Shapiro-Wilk) 
 
 

Procedimiento UNIVARIATE 
Variable:  Absorbancia 

Tratamiento = t8 
 

Momentos 
 

N                                           3                Pesos de la suma                         3 
Media                              0.40533333    Observaciones de la suma             1.216 
Desviación típica             0.02136196    Varianza                                         0.00045633 
Asimetría                         -1.5251745     Curtosis                                          . 
Suma de cuadrados no corregidos  0.493798   Suma de cuadrados corregidos    
0.00091267 
Coeficiente de variación           5.27022038    Media de error estándar         0.01233333 
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A.3 Lectura de Absorbancia a 12 días de tratamiento 

 

Prueba de normalidad (Shapiro-Wilk) 
 
 

Procedimiento UNIVARIATE 
Variable:  Absorbancia 

Tratamiento = t12 
 

Momentos 
 
N                                           3                                Pesos de la suma                         3  
Media                              0.26366667              Observaciones de la suma             0.791 
Desviación típica             0.07579798              Varianza                                         
0.00574533 
Asimetría                         1.69819688              Curtosis                                           . 
Suma de cuadrados no corregidos    0.220051   Suma de cuadrados corregidos 
0.01149067 
Coeficiente de variación           28.7476525    Media de error estándar         0.04376198 
 
 

 

Anexo B: Resultados del análisis estadístico descriptivo del %Remoción obtenido mediante 

SAS 

B.1 Porcentaje de Remoción a 4 días de tratamiento 

Prueba de normalidad (Shapiro-Wilk) 
 
 

Procedimiento UNIVARIATE 
Variable:  Remoción 

Tratamiento = t4 
 

Momentos 
 
N                                           3    Pesos de la suma                         3 
Media                                    50.1               Observaciones de la suma             150.3 
Desviación típica                  7.16028631    Varianza                                          51.2697 
Asimetría                              -1.1969012         Curtosis                                 . 
Suma de cuadrados no corregidos    7632.5694    Suma de cuadrados corregidos   
102.5394 
Coeficiente de variación       14.2919886    Media de error estándar         4.13399323 

B.2 Porcentaje de Remoción a 8 días de tratamiento 

Prueba de normalidad (Shapiro-Wilk) 
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Procedimiento UNIVARIATE 
Variable:  Remoción 

Tratamiento = t8 
 

Momentos 
 
N                                           3    Pesos de la suma                         3 
Media                              88.0133333    Observaciones de la suma            264.04 
Desviación típica             0.62947068    Varianza                                        0.39623333 
Asimetría                         1.51771103    Curtosis                                          . 
Suma de cuadrados no corregidos   23239.833  Suma de cuadrados corregidos  
0.79246667 
 Coeficiente de variación           0.71519922    Media de error estándar         0.36342506 
 

 

B.3 Porcentaje de Remoción a 12 días de tratamiento 

Prueba de normalidad (Shapiro-Wilk) 
 
 

Procedimiento UNIVARIATE 
Variable:  %Remoción 

Tratamiento = t12 
 

Momentos 
 
N                                           3    Pesos de la suma                         3 
Media                                   91.99                Observaciones de la suma            275.97 
Desviación típica                  2.30255489     Varianza                                         5.301759 
Asimetría                          -1.6983691          Curtosis                                 . 
Suma de cuadrados no corregidos  25397.0838  Suma de cuadrados corregidos  
10.603518 
Coeficiente de variación           2.50304912    Media de error estándar         1.32938068 
 

Anexo C: Resultados del análisis estadístico descriptivo de la cuantificación de Proteínas 

obtenido mediante SAS 

C.1 Cuantificación de proteínas a 4 días de tratamiento 

Prueba de normalidad (Shapiro-Wilk) 
 
 

Procedimiento UNIVARIATE 
Variable:  Proteínas 

Tratamiento = t4 
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Momentos 

 
N                                           3    Pesos de la suma                         3 
Media                              0.30166667             Observaciones de la suma             0.905 
Desviación típica             0.03250128             Varianza                                         
0.00105633 
Asimetría                         -0.0461472              Curtosis                                            . 
Suma de cuadrados no corregidos  0.275121 Suma de cuadrados corregidos     
0.00211267 
Coeficiente de variación           10.7739056    Media de error estándar         0.01876462 
 

C.2 Cuantificación de proteínas a 8 días de tratamiento 

Prueba de normalidad (Shapiro-Wilk) 
 
 

Procedimiento UNIVARIATE 
Variable:  Proteínas 

Tratamiento = t8 
 

Momentos 
 
    N                                           3            Pesos de la suma                                    3 
Media                              0.07666667    Observaciones de la suma              0.23 
Desviación típica             0.01078579    Varianza                                          0.00011633 
Asimetría                         1.58252321    Curtosis                                 . 
Suma de cuadrados no corregidos   0.017866  Suma de cuadrados corregidos   
0.00023267 
Coeficiente de variación           14.0684258    Media de error estándar         0.00622718 
 

C.3 Cuantificación de proteínas a 12 días de tratamiento 

Prueba de normalidad (Shapiro-Wilk) 
 
 

Procedimiento UNIVARIATE 
Variable:  Proteínas 
Tratamiento = t12 

 
Momentos 

 
N                                           3                     Pesos de la suma                              3 
Media                              0.08133333          Observaciones de la suma             0.244 
Desviación típica                  0.00550757     Varianza                                         
0.00003033 
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Asimetría                          -1.6680337          Curtosis                                 . 
Suma de cuadrados no corregidos  0.019906  Suma de cuadrados corregidos  
0.00006067 
Coeficiente de variación           6.77160313    Media de error estándar          0.0031798 
 

Anexo D: Resultados del análisis estadístico descriptivo de la actividad específica de la Lacasa 

obtenidos mediante SAS 

D.1 Actividad específica de la lacasa a 4 días de tratamiento  

 

Prueba de normalidad (Shapiro-Wilk) 
 
 

Procedimiento UNIVARIATE 
Variable:  Lacasa 
Tratamiento = t4 

 
Momentos 

 
N                                           3    Pesos de la suma                         3 
Media                                   0.008    Observaciones de la suma             0.024 
Desviación típica                   0.0034641    Varianza                          0.000012 
Asimetría                          1.73205081    Curtosis                                 . 
Suma de cuadrados no corregidos      0.000216    Suma de cuadrados corregidos      
0.000024 
Coeficiente de variación           43.3012702    Media de error estándar              0.002 
 

D.2 Actividad específica de la lacasa a 8 días de tratamiento  

Prueba de normalidad (Shapiro-Wilk) 
                                                                     
 

Procedimiento UNIVARIATE 
Variable:  Lacasa 
Tratamiento = t8 

 
Momentos 
 
N                                           3    Pesos de la suma                         3 
Media                              0.36166667            Observaciones de la suma             1.085 
Desviación típica             0.03507611            Varianza                        0.00123033 
Asimetría                         0.34013586            Curtosis                                 . 
Suma de cuadrados no corregidos   0.394869  Suma de cuadrados corregidos    
0.00246067 
Coeficiente de variación  9.69846297             Media de error estándar          0.0202512 
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D.3 Actividad específica de la lacasa a 12 días de tratamiento  

Prueba de normalidad (Shapiro-Wilk) 
 
 

Procedimiento UNIVARIATE 
Variable:  Lacasa 
Tratamiento = t12 

 
Momentos 

 
N                                           3                    Pesos de la suma                           3 
Media                                 0.187              Observaciones de la suma             0.561 
Desviación típica                0.04288356    Varianza                                         0.001839 
Asimetría                           -0.992292        Curtosis                                            . 
Suma de cuadrados no corregidos   0.108585  Suma de cuadrados corregidos    
0.003678 
Coeficiente de variación     22.9323868     Media de error estándar              0.02475884 
 

Nota: la información registrada cumplió con los supuestos de normalidad (Shapiro-Wilk, 

p>0.05) y homogeneidad de varianzas (Levene, p>0.05), por lo que se llevaron a cabo 

los análisis paramétricos. 
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Anexo E: Carta de aceptación de trabajo – Modalidad Cartel para la participación en la primera 

Cumbre Hidalguense de Agua, Aire y Suelo 

 




