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INTRODUCCION 

En México, =ca del 90" de las aguu de dcsccllo de la actividad industrial provienen 
de cuatro grandes industrias (Poggi y col. , 1989), estas son; en orden de d=rgas anuales: la 
industria del azllcar (620 Mm'/año), la industria de la pulpa y el papel (100 Mm'laño), la 
industria del acero (38 Mm'/año) y Ja industria del petróleo y refina.dos (31 Mm' laño). 

La industria MWcalla de Ja pulpa y el papel, genera alrededor del 12% del volumen de 
agua de desecho industrial y se sabe que muchos de Jos compuestos (cloroligninas y 
clorofenolcs) contenidos en éstas aguas son tóxicos bioacumulables y recalcitrantes, 
principalmente Jos contenidos en las aguas de Ja extracción alcalina durante el blanqueo de las 
pulpas. 

Actualmente, estos efluentes se tratan mediante métodos biológicos aerobios y anaerobios 
(lagunas aerobias o anaeróhicas), sin embargo, estos métodos no reducen el color ni Jos 
compuestos clorados de alto peso molecular. 

Desde hace varios años (Kirk, 1976), se descubrió la capacidad de Jos hongos de la 
pudrición blanca para degradar a Ja lignina y sus derivados hasta CO,, por acción de su complejo 
sistema enzimático. El hongo más estudiado, hasta ahora (en paises como E.U.A., .Canadá, 
alemania y Chile) y que se ha aplicado eficientemente para el tratamiento de los efluentes del 
proceso Kraft, específicamente la etapa Ei (primera extracción alcalina del blanqueo de pulpa 
Kraft) es Phaneroc~te chrysosporium. 

En México, sin embargo, no se ha desarrollado ningún trabajo de investigación, acerca 
de esta alternativa para el tratamiento de aguas de desecho de empresas de Ja pulpa y el papel. 

En este trabajo se empleó al hongo de la pudrición blanca Phalle~tt chrysosporiwn 
CDBB h-298 para reducir el color de las aguas provenientes de Ja etapa de extracción alcalina 
del blanqueo de pulpa elaborada a partir de bagazo de caña. 

Mediante la medición de Ja actividad enzimática, se pudó establecer Ja i:orrelación entre 
la reducción de color y Ja síntesis de Ja enzima involucrada en Ja decoloración (Jigninasa). 

Se evaluaron varios factores con el fin de maximizar la decoloración y la producción del 
sistema enzimático. Se determinó el efecto del tamaño de inóculo, la velocidad de agitación, Ja 
adición de un tcnsoactivo (Tween 80) y la adición de un activador (alcohol veratrflico), estos tres 
últimos mediante un diseño factorial 2', con el cual se pudó determinar el efecto que tuvieron 
las variables manejadas sobre la decoloración del efluente, así como las condiciones más 
.idecuadas para una máxima reducción de color. 

Se determinó, por último, el porcentaje de degradación de los compuestos clorofenólicos 
contenidos en el efluente, esto bajo las mejores condiciones, determinadas a partir del diseño 
factorial. 
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FUNDAMENTACION DEL TEMA 

Durante la producción de papel se empica cloro para blanquear la pulpa y obtener un papel 
libre de color, en este proceso se forman varios derivados clorados de la lignina, los cuales 
contribuyen mayoritariamente al color café de las aguas residuales del pulpeo. De estos 
derivado.! algunos son tóxicos en parte, mutagénicos, bioacumulablcs y lodos son recalcitrantes 
(Bergbauer, 1992), A lo anterior se auna su alto contenido de cloro 3 Kg de lignina unida a 
cloro por tonelada de papel blanqueado. 

Muchos microorganismos no pueden atacar a la lignina o a sus productos poliméricos de 
degradación y como resultado, los matcriales coloreados y tóxicos provenientes de las plantas, 
son ampliamente liberados en una forma casi inalterada, lo cual causa serios problemas 
ambientales. Aunque algunos procesos fisicoquímicos como son la ultrafiltración, adsorción con 
carbono y precipitación con cal son capaces de remover el color, todos tienen severas 
desventajas, como su alto costo por unidad de volumen de agua residual tratada o su diffcil 
operación (Pellinen, 1988). 

Los efluentes también pueden ser tratados mediante oxidación biológica en lagunas aerobias 
o anaerobias, pero estas resultan también un tanto ineficientes. 

Dentro de sistemas biológicos aerobios, los hongos de la pudrición blanca constituyen un 
grupo limitado de basidiomil:ctos que poseen un activo sistema ligninolítico que es capaz de 
degradar protoligninas, así como ligninas modificadas, tales como 1aJ del proceso Krafl y 
cloroligninas. Esto último sugiere el gran potencial que estos hongos pueden tener para decolorar 
y degradar las cloroligninas en los efluentes (Galeno, 1992). 

Actualmente, en otros paises, (Canadá, E. U., Chile, Alemania, ele.) se tiene una gran 
cantidad de estudios acerca del uso de los hongos degradadores de la madera, para decolorar las 
aguas residuales de las plantas productoras de pulpa y papel, y en estos, la remoción de color 
as! como de compuestos tóxicos ha sido muy eficiente (Pellincn, 1988). 

Dentro del grupo de hongos la pudrición blanca, el más estudiado y que ha demostrado ser 
el más potente para la degradación de los compuestos antes mencionados es Phantrocmute 
chrysosporium (Bcrgbaue, 1992). Además, se ha reportado que este hongo tiene la capacidad de 
degradar la lignina, cloroligninas de bajo y alto peso molecular hasta CO,. además de remover 
el color, reduce la DBO y la DQO (Demanda Biológica de Oxigeno y Demanda Qu!mica de 
Oxígeno). 

ix 



PLANfEAMIENTO DEL PROBLEMA 

Aunque actualmente existen varios métodos para el tratamiento de aguas residuales, éstos 
no son muy eficientes para los efluentes provenientes de la industria papelera, quien usualmente 
descarga grandes volúmenes de aguas residuales coloreadas (Livemoche, 1983). Se tienen 
reportes {Pellinen, 1988) de que las lagunas aerobias y los lodos activados no eliminan las 
ligninas de alto peso molecular y no disminuyen satisfactoriamente el color; y que los procesos 
fisicoqulmicoa no eliminan las ligninas de bajo peso molecular, tienen problemas de acumulación 
de concentrados y tienen costos muy altos. 

Por lo anterior, surge la necesidad de recurrir a otras alternativas para el tratamiento de las 
aguas residuales del pulpeo, que sea más eficiente y posea las menores desventajas posibles. Una 
de estas alternativas es el tratamiento microbiano utilizando los hongos de la pudrición blanca 
(Livemoche, 1983), este método presenta varias ventajas sobre las que actualmente se conocen, 
ya que es altamente eficiente, se tiene una gran especificidad, una baja contaminación, un menor 
consumo de energía y no se requieren de reactivos nocivos o tóxicos (Kirk, 1980). 

Debido a que en México no se tiene ningún estudio respecto al tratamiento de aguas 
provenientes de la Industria papelera, empleando microorganismos ligninoliticos, este trabajo 
dará la pauta para el desarrollo de otras alternativas que pueden ser empleadas en el tratamiento 
de estos residuales y de esta manera se pueda contribuir a la disminución de los problemas de 
contaminación ambiental que originan las plantas papeleras. 
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l. GENERALIDADES 



1.1. PROCF.SOS QUIMICOS DE PULPF..O 

1.1.1. PULPEO KRAFT 

El proceso de pulpeo Kraft para Ja producción de pulpa, es utilizado actualmente a nivel 
mundial en aproximadamente un 70% de las empl"C5ali papeleras. En el caso de México cerca 
del 75% de Ja pulpa es manufacturada a partir de marlera de pino como materia prima, usando 
este proceso (Poggi y col., 1989). 

A pesar de algunas desventajas, el proceso de pulpeo Kraft, es el método disponible más 
efectivo para la deslignificación de la madera debido a su costo, versatilidad y eficiencia. 
Considerando Jo anterior y la gran cantidad de capital invertido en dicho proceso, es improbable 
que éste sea reemplazado en un futuro próximo (Eriksson, 1985). 

Para producir Ja pulpa, la madera en forma de astillas es "cocida" en una solución de 
Na,S/NaOH por 2 horas a 170ºC aproximadamente. El licor que contiene los productos de la 
reacción de la lignina con el álcali se concentra y se quema en el horno de recobro, para 
eliminar la materia orgánica y producir eatbonato de sodio y sulfito de sodio. Estas sales se 
disuelven para formar un licor verde, que se hace reaccionar con óxido de calcio para convertir 
el carbonato de sodio a hidróxido de sodio. 

Con este tratamiento, la Jignina sufre una gran variedad de reacciones, sin embargo, la 
más importante es la que resulta en una despolimeriz.ación parcial y en la formación de grupos 
ionizables (principalmente hidroxilos fenólicos), estos cambios conducen a la disolución de la 
lignina en el licor de pulpco alcalino (Eriksson, 1985). 

En Ja degradación y solubilización de la lignina, cerca del 90% de ésta es removida, sin 
embargo, el !0% remanente en la fibra es el responsable principal del color café característico 
de la pulpa y el papel Kraft. Este color es debido a la presencia de varias estructuras conjugadas 
incluyendo quinonas y catecoles principalmente, los cuales forman complejos, calconas y 
estilbenos, que absorben Ja luz visible. La Jignina natural es de color crema pero cuando se 
oxida se torna a una coloración café. 

1.1.2. OBTENCION DE PULPA A PARTffi DE BAGAZO DE CAÑA 

La pulpa celulósica con fines papeleros se pueden obtener a partir de bagazo de la caña 
de az~car (porción celular de Ja caña de awcar formada de un 65% de libra y un 35% de 
médula), Tabla I, mediante procesos de cocción y un posterior blanqueo, La cocción o 
deslignilicación se puede realizar con diferentes reactivos químicos, siendo los mlls utilizados, 
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Tabla 1 Consumo de materias primas fibrosas en la producción de papel. 

AÑOS 

MATERIAS PRIMAS 1988 1989 1990 1991. 1992 
(%) (%) (%) -(%) (%) 

1 CELULOSA QUI.MICA 
DE MADERA 

a) Al sulfalo 23.9 19.3 18.2 17.1 16.4 
- BlaJ\queada de fibra larga 10.1 9.3 8.8 7.6 ·. 8.8 
- Blanqueada de fibra corta S.2 3.6 3.S 3.4 4.0 
- Semiblanqueada de fibra larga 1.0 0.4 0.2 - -
- Sin blanquear de fibra larga 7.6 6.0 S.7 6.1 3.6 
b) Al sulfilo 0.2 0.1 0.1 0.1 0.1 
- Blanqueada 0.2 0.1 0.1 0.1 0.1· 
- Sin blanquear - - ; - - -
2 CELULOSA QUI.MICA DE 

PLANTAS ANUALES 
a) De bagazo 9.0 8.8 8.2 7.2 7.6 
- Blanqueada 9.0 8.8 8.2 7.2 i.6 
- Sin blanqu¡lal' - - - - -
bj'Otras 0.1 0.1 0.1 0.1. 0.1 

3 PASTA MECANICA DE S.1 S.9 ·s.4 S.2 2.7 
MADERA 

4 OTRAS CELULOSAS 0.6 0.1 0.2 0.2 0.2 
Sublotal de celulosas 38.9 . 34.3 32.2 29.9 '27.1 

S FIBRAS SECUNDARIAS 61.1 6S.1 67.1 70.1 72.9 
a) Del color natural de la pasta 37.6 39.2 40.2 41.9 4S.S 
b) Periódico impreso 8.3 8.7 8.6 10.3 9.1 
e) Tarjeta tabular 4.2 3.2 3.2 0.1 0.1 
d) Blanco 7.6 10.9 12.0 14.6 14.7. 
e) Periódico sin impresión 2.1 2.0 2.4 1.6 2.0 
f) Gris 1.3 1.7 1.4 1.6 J.S 

TOTAL 100.0 100.0 100.0 100.0 100.0 
He .......... e~, ,,,,,.,., 
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para el caso del bagazo, el hidróxido de sodio (pulpeo soda) y mezcla de éste con sulfuro de 
sodio (pulpeo al sulfato); ambos se denominan pulpeos alcalinos 

La pulpa a la soda ofrecen propiedades muy semejantes a la pulpa al sulfato, aunque en 
algunos casos son ligeramente inferiores. No obstante, la pequeña magnitud de estas diferencias 
y la mayor contaminación producidas en el proceso al sulfato, entre otros aspectos, han 
provocado que el pulpeo a la soda sea el más extendido. 

Una de las dificultades para usar eficientemente el bagazo de caña de azúcar para la 
manufactura del papel, es su alto contenido de médula. La pulpa que contiene apreciables 
cantidades de médula es deficiente en sus características de resistencia, blancura y apariencia. 

El desmedulado del bagazo elimina la necesidad de utilizar reactivos extra en la digestión 
y blanqueo, los cuales podrían disminuir la calidad de la fibra o de los productos que de ahí se 
obtengan. 

La pulpa de bagazo se utiliza prácticamente en todos los tipos de papel, incluyendo los 
siguientes: papel para bolsas, envoltura, impresión, escritura, papel sanitario, pañuelo facial, 
toallas, cartulina, corrugado, cartoncillo, cartones blanqueados, base para papeles recubiertos, 
y en algunas veces para papel periódico (Pacheco, 1988). 

Como primer paso en la producción de la pulpa (celulosa), el bagazo de la caña de azúcar 
que contiene aproximadamente SS% de fibra, es desmedulado hasta obtener un 82-84% de fibra 
y posteriormente se somete al siguiente tratamiento: 

DIGESTION 

La fibra se cuece con sosa cáustica (licor blanco) a alta temperatura, presión y tiempo, 
para la obtención d~ la pulpa café. 

El propósito de someter al material fibroso a Ja cocción es disolver la lignina y otras 
porciones no cclulósicas, para obtener una pulpa de fibras individuales que puedan volver a 
reunirse formando hojas de papel. El tiempo aproximado de cocción es de 10 a IS minutos a 
160-170"C. 

Como resultado de la digestión, queda una me1.Cla de material fibroso y licor residual o 
licor negro. Este licor contiene los reactivos usados, una parte del reactivo sin usar, gran 
cantidad de materia orgánica disuelta del material fibroso alimentado y pequeñas cantidades de 
otras sales (Pacheco, 1988). . 
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LAVADO 

A la pulpa café se Je aplica agua caliente en las regaderas de rocfo a contra corriente 
sobre tambores rotatorios para eliminar la sosa cáustica e impurezas contenidas (licor negro). 
Una vez lavada Ja pulpa se diluye y se pasa al área de depurado. 

DEPURADO 

La celulosa se limpia para eliminar astillas, fragmentos de fibra mal cocida y materiales 
extraños que acompañan a Ja pulpa café que podrían aparecer como manchas en el papel 
tenninado. Para efectuar tal separación se aprovecha Ja diferencia de tamaño o de gravedad 
especifica de las impurezas con respecto a las fibras en los depuradores centrífugos, o las fuerzas 
de gravedad en Jos limpiadores. La separación se lleva a cabo en dos etapas, en la primera se 
usan coladores presurizados y en la segunda coladores planos vibratorios. 

BLANQUEO 

En esta etapa se realiza el cambio de pulpa café a pulpa blanca con base en la aplicación 
de cloro, sosa e hipoclorito de sodio, controlándose de esta forma la blancura deseada y 
características ffsicas. 

LAMINADO 

La pulpa blanca se exprime y se prepara para su envío a los compradores. 

Durante el proceso, los compuestos químicos son recuperados mediante tres líneas de 
evaporación que reciben el licor negro del lavado de pulpa para concentrarlo, una caldera de 
recuperación y un sistema de lecho fluidizado para quemar la materia orgánica, además de una 
área de caustiticacldn que permite recuperar la sosa (licor blanco), por medio de cal para 
reincorporarla a Jos digestores. 

1.2. MEfODOS PARA EL BLANQUEO DE LA PULPA 

Se entiende como proceso de blanqueo al mejoramiento de color o brillantez de una 
pulpa. Los objetivos finales que persigue un proceso de blanqueo son seis principalmente: 

l. Cambiar de color o tono, sin cambiar en forma sensible la brillantez. 

2. Aumeniar Ja brillantez, para que la apariencia sea más agradable. 

3. Facilitar Ja impresión a varios colores, sin que estos pierdan su correcto equilibrio. 



4. Eliminar o estabilizar aquellos componenles que tienden a modificar el color, debido 
a una regresión de brillantez cuando son expuestos a la luz o al calor. 

S. Mejorar las propiedades de la pulpa, de acuerdo con su uso final. Estas propiedades 
pueden ser; aumento de Ja resistencia, opacidad, volumen, suavidad, adsorbencia, etc. 

6. En algunos casos se desea purificar la pulpa durante el proceso, esto se consigue 
eliminando la lignina, resinas, iones melálicos y compuestos no celuiósicos de tipo carl>ohidrato 
(Trujiiio, 1988). 

En general se acepta que la lignina presente en la pulpa es la responsable del color a 
través de sus grupos cromóforos. Este compuesto contiene una gran cantidad de grupos 
fenólicos, tanto libres como en forma do ésteres, que durante los procesos oxidativos se 
convierten en sustancias de tipo quinona, capaces de absorber luz visible. Las resinas y los 
componentes originales de la madera también contribuyen al color. 

Casi la mitad de la pulpa Krafl producida anualmente es blanqueada anles de su uso. 
Debido a que el proceso de blanqueo es costoso y disminuye el peso de la pulpa, 
aproximadamente el 10-20% de esta pulpa se vende sin blanquear (Eriksson, 1985). 

El blanqueo se realiza mediante procesos que emplean principalmente cloro (un agente 
oxidante muy barato). La lignina residual es degradada y disuelta en varias etapas de blanqueo 
y extracción en donde se utiii7.a cloro, hipoclorito, dióxido de cloro, oxigeno y peróxido de 
hidrógeno. La secuencia más común es la CEDED (cioración, extracción alcalina, tratamiento 
con dióxido de cloro, extracción alcalina y tratamiento con dióxido de cloro) que es seguida por 
lavado para remover los agenies qufmicos residuales. En la primera etapa, que es la continuación 
de la deslignificación, se mezcla la pulpa con cloro gaseoso y se deja reaccionar por un espacio 
de media hora, una vez pasado este tiempo se pasa a la siguiente etapa, en donde se adiciona 
sosa para reali= la extracción cáustica para eliminar la lignina que no se soiubilizó en la 
cloración. Después de lavada esta pulpa, se adiciona ya sea dióxido de cloro o hipociorito, que 
son los agentes blanqueadores que dan la mayor blancura. Una vez terminada la reacción se lava 
la pulpa y se repite la extracción y cloración para eliminar cualquier color residual. 

Los efiuenies producidos durante el blanqueo de la pulpa son los contribuyentes 
mayoritarios de la contaminación de las aguas residuales de la industria de pulpeo, 
principalmente la primera extracción alcalina ya que ésta contribuye con el 90% del color total 
presente en los efluentes (Eriksson, 1985). 

El uso de cloro como agente de blanqueo inevitablemente conduce a la formación de una 
gran variedad de compuestos orgánicos dorados en el licor de blanqueo, ya que el cloro 
reacciona especffica y muy eficientemente con la lignina remanente (5-10%) unida a la pulpa. 
Aproximadamente, el 10% del cloro utilizado durante la primera etapa del blanqueo, se une a 
la lignina, mientras que el remanente (aproximadamente el 90%) permanece como iones cloruro. 
Los compuestos dorados son tóxicos, mutagénicos, recalcitranies, se pueden acumular en 
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vertebrados, algunos pueden degradarse lentamente hasta compueslos clorados más pequeños que 
son bioacumulables (Bergbauer, 1992). 

Casi el 80% o más de materia org.Wca clorada está disuelta en los licores del lavado del 
blanqueo de la pulpa Kraft y en su mayorfa tiene un allo peso molecular (mayor de 1,000 Da), 
a eslos compueslos clorados se les denomina cloroligninas y pueden expresarse como AOX 
(halógenos orgánicos adsorbibles). 

Se han desarrollado otros métodos de blanqueo basados en oxigeno, peróxido u ozono 
que pueden utilizarse a nivel comercial, pero estos procesos no pueden reemplazar a los basados 
en cloro porque no son totalmente efectivos. Dichos métodos se desarrollaron para reducir el uso 
de cloro y los concentrados ambientales asociados, asl como para aliviar Jos problemas de 
corrosión. El proceso basado en oxigeno produce efluentes que no son corrosivos, Jo que permite 
que éslos sean reciclados. Por el contrario, los efluentes del blanqueo con cloro deben ser 
tratados, los cuales origir.an una gran carga en las plantas tratadoras debido a la gran 
concentración y toxicidad de los compuestos orgánicos dorados. 

1.3. COMPOSICION QUIMia DE WS RF.SIDUALFS DEL BLANQUEO 
DELA PULPA 

L1S propiedades y la composición de las aguas residuales del blanqueo de la pulpa varia 
dependiendo de la etapa en que se produzcan. En la Tabla JI se presentan algunas propiedades 
y componentes de las dos etapas principales del proceso de blanqueo con cloro. 

1.3.1. LIGNINA 

La Jignina es un pollmero aromático tridimensional compuesto por unidades fenilpropano, 
que se forma por la polimerización deshidrogenativa de los monolignoles: alcohol p-cumarfiico, 
alcohol coniferílico y sinapílico por la peroxidasa. Por lo tanto, en contraste con la celulosa, la 
lignina contiene varios éteres y enlaces carbono-carbono como son: arilglicerol-ll-aril éter 
(8-o-4), fenilcumaran (6-5), bifenilresinol (5-5'), bencil aril éter no clclico (a -o-4), 
l,2-diarilpropano-1,3-diol (6-1), pinoresinol (8-8') y el difenil éter (5-o-4). (Takefumi, 1992). 

Entre los grupos reactivos que caracterizan a la lignina se encuentran: metoxilos, 
hidroxilos alifáticos y fenólicos y algunos grupos carbonilos. La lignina es casi totalmente 
insoluble en ácidos minerales fuertes, sin embargo, es degradada y parcialmente disuelta por 
álcalis por lo que muchos procesos de Ja pulpa y el papel remueven la lignina de la celulosa por 
variaciones de los métodos alcalinos. 

En función de la fuente de obtención, la lignina puede dividirse en tres clases. 
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Tabla TI Composición y propiedades de los efluentes provenientes de las .etapas de cloración y 
extracción del blanqueo de la pulpa. 

EFLUENTE COMPONENTES MAYORITARIOS PROPIEDADES 

Fenoles1 resinas, Bajo peso molecular, 
hidrocarburos y ácidos grasos bajo color, alta 

Etapa de dorados, cloruro, carbohidratos y DBO, mutagénico, 
cloración sus productos de degradación. bacteriostático, tóxico. 

Lígnina clorada Principalmente de 
Etapa d~ y oxidada, hemicelulosa tipo polimérico, 

extraeción y sus productos de alto color, alta 
degradación. DBOyDQO. 

(Eril:.uon, 1985). 
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l. Lignina de maderas suaves (gimnosperma). 

Esta lignina está formada por el acoplamiento de radicales del alcohol coniferllico, los 
cuales son producidbs por deshidrogenación enzimática de dicho alcohol. 

2. Lignina de maderas duras (angiospermas). 

Este tipo de lignina está formada por el acoplamiento de radicales de los alcoholes 
coniferllico y sinapílico. 

3. Lignina de gramíneas. 

En este caso, la lignina está formada por el acoplamiento de radicales de los alcoholes 
coniferllico, sinapflico y cumarílico (Areyzaga y Parada, 1985). 

Las cloroligninas que se producen durante el blanqueo de la pulpa son completamente 
diferentes en su naturaleza a la lignina no clorada. Mediante extensos análisis, se ha demostrado 
que estas cloroligninas tienen un bajo contenido de compuestos aromáticos, un alto contenido 
de grupos carbonilos y carboxilos, un bajo contenido de grupos metoxilos e hidroxilos fenólicos 
y sólo un 10% de cloro por peso (O'Connor y Voss, 1992), también se comprobó que son 
poliméricas, que contienen fragmentos oxidados y dorados. Estos compuestos pueden aislarse 
mediante filtración por membrana y una posterior purificación por métodos físicos (Eriksson, 
1985). 

1.3.2. COMPUESTOS CWRADOS. 

Los efluentes del blanqueo de la pulpa que utilizan cloro como agente blanqueador 
contienen, una gran variedad de compuestos orgánicos clorados, incluyendo dioxinas y furanos. 
Como se mencionó los compuestos organoclorados se forman a partir de las complejas 
reacciones del cloro con la Jignina y sus unidades de hidrólisis. En la tabla llI se muestran Jos 
organoclorados producidos en la cloración y extracción alcalina durante el blanqueo de Ja pulpa. 

Entre Jos clorofenoles se encuentra el 4-clorofenol, 2,4-diclorofenol, 2,4,6-triclorofenol, 
2,3,4,6-tetraclorofenol y el pentaclorofenol. En los cloroguaicoles se tiene al 3,4,6,­
tricloroguaiacol, 3,4,6,-tricloroguaiacol, 3,4,5,-tricloroguaiacol, 4,5,6-tricloroguaiacol y al 
tetracloroguaiacol. En el grupo de Jos clorobencenos se encuentra el clorobenceno, 
diclorobenceno, J ,2,4,5-tctraclorobenceno, pentaclorobenceno y el hexaclorobcnceno. Todos 
estos presentes en Jos residuales del blanqueo de Ja pulpa. 

El pentaclorofenol y el tetraclorofcnol utilizados como preservativos de la madera 
contienen furanos y dioxinas policloradas, además, todos Jos compuestos contenidos en la Tabla 
llI, constituyen precursores potenciales para la producción de furanos y dioxinas. 
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Tabla fil Compuestos clorados producidos durante el blanqueo de la pulpa. 

TIPO DE CLORACION EXTRACCION TarAL 
COMPUESTO (g/ton pulpa) (g/ton pulpa) 

Clorofenoles 1.6 3.1 4.7 

Cloroguaiacoles 2.6 36.1 38.7 

Clorocatecoles 34.0 0.6 34.6 

ClorobenJ:enos 0.8 - 0.8 
(Sarkanen, 1988). 

Se han detectado otros compuestos clorados entre los que se encuentran los ácidos 
dicloroacético, cloromaleíco, clorofumárico, vainiUínico, mono ydiclorobenzoico, cloroacetona, 
cloropropanos, alcohol clorobencllico, clorobenzaldehido, dicloroacetiltiofeno, diclorodimetil 
sulfona, etc (Voss, 1983). 

Las dibenzodioxinas policloradas (PCDD) y los dibenrofuranos policlor.ulos (PCDF) son 
altamente persistentes, tiene un alto potencial para acumularse en los tejidos biológicos. Un 
ejemplo de dioxinas y furanos clorados son el 2,3,7,8-tetracloro dibenwdioxina y el 2,3,7,8-
tetracloro dibenzofurano, estos dos compuestos son considerados como los más tóxicos que 
existen (Sarkanen, 1988). Por lo que su liberación al medio ambiente esta rlgidamente regulada, 
20 ppq para el primero y 50 ppq para el segundo (Canada-Mexico Training Seminar far 
Environmental lnspectors, 1993). 

1.4. MEOODOS PARA EL TRATAMIENTO DE AGUAS RESIDUALES 
DEL BLANQUEO DE LA PULPA 

Los tratamientos de aguas de desecho se dividen en varios tipos: 

l. Tratamientos preliminares. 

Estos incluyen el tamizado y separación de arena, la separación de aceites y la 
coagulación. 

2. Tratamientos primarios. 

Estos sirven para separar partículas gruesas suspendidas (orgánica.. e inorgánicas), éstos 
incluyen procesos químicos como la neutralización o adición de compuestos químicos y procesos 
físicos como la flotación y sedimentación. 
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3. Tratamientos secundarios. 

Con este tipo de tratamientos se remueven los compuestos orgánicos disueltos expresados 
como DBO (demanda biológica de oxigeno) DQO (demanda química de odgeno), así como la 
toxicidad mediante oxidación biológica, para lo cual se recurre nonnalmente a bacterias aerobias 
o anaerobias. En sus ciclo vital, 6stas bacterias consumen la materia orgánica presente en el agua 
de desecho y producen CO,, H10, energía y nuevas células. Se incluyen en este tipo de 
tratamientos lodos activados, lagunas anaerobias, filtros biológicos, lagunas aireadas, tanques 
de estabilización y separación de sólidos suspendidos. 

4.Tratamientos terciarios. 

Incluyen coagulación, sedimentación, filtración, adsorción en carbón activado, 
intercambio iónico, etc. 

5. Tratamiento de lodos 

Estos incluyen la digestión o combustión hlimeda, concentración por gravedad, flotación, 
fl!tración, centrifugación y secado en lechos (Delgadillo, 1987). 

Todos los tratamientos anteriores pueden clasificarse a su vez en métodos fisicoqufmicos 
y m~todos biológicos. 

1.4.1. !l<ffi'lODOS FISICO-QUIMICOS 

Actualmente se han desarrollado varios procesos físico-químicos para disminuir el color 
de los efluentes del blanqueo de la pulpa, como son la coagulaciónlllOW:ión, la ósmosis inversa, 
la ultnfiltración, la precipitleión masiva con cal, la ownólisis, la adsorción con carl>ón activado, 
el intercambio de iones, irradiación con UV et<:. (Livemoche, 1983; Pellinen, 1988; Bergbauer, 
1992; Prasad, 1993). 

1.4.1.1. COAGULACION QUIMICA 

La coagulación es un p~ que ayuda a la reducción de cargas en la superficie y a la 
formación de óxidos hidra~ complejos. La coagulación ocurre casi instantáneamente, sólo 
se requiere tiempo para la dispersión de los coagulantes qulmicos 
a través del liquido. 

La función de la coagulación en las aguas residuales es remover los sólidos suspendidos 
por desestabilización de coloides para aumentar la velocidad de sedimentación del material 
asentablc, o remover los compuestos inorgánicos solubles, como el fósforo, por precipitación 
o adsorción en un flóculo químico. 
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Los coagulantes inorprucos comllnmente empleados en la coagulación de aguas de 
deshecho, son sales de aluminio (sulfato de aluminio), cal o sales de fierro (cloruro fmico). Los 
coagulantes orpnicos poliméricos se llSall también junto con los coagulantes primaños o 
coagulantes auxiliares. En Jas

1
p,lantas tratadoras se emplean polielectrolitos o polímeros como 

coagulantes primarios o como .a11Xiliares de la floculación. La dosis usual es de aproximadamente 
0.10.0.25 mg/I. La adición de poUmeros puede remover la turbidez y el fósforo contenido en 
las aguas (Russell, 1971). 

1.4.1.2. FLOCULACION 

La flocu!Ación involucra la unión de partículas coaguladas para formar sólidos que pueden 
asentarse o filtrarse por aglomeración. Esta aglomeración es acelerada por agitación del agua 
para incrementar las colisiones de las partículas coaguladas. A diferencia de la coagulación, la 
floculación necesita de intervalo& de tiempo defuúdos para completarse. Una de las mayores 
diferencias es que los períodos de retención para la floculación pueden reducirse sustancialmente 
cuando se utiliza cal como coagulante (a sólo S minutos). Otra diferencia es que el propósito de 
la adición de agentes qulmicos en el efluente es frecuentemente para remover los compuestos 
inorgánicos solubles (fósforo), así como para remover los sólidos coloidales. Com~nmente en 
las plantas tratadoras se utiliza una velocidad de 0.6 rpm o más y un tiempo de retención de IS-
60 min (Russell, 1971). 

1.4.1.3. FTI..TRACION 

El propósito de la filtración es el de remover la materia particulada. Antes de seleccionar 
el proceso de ftltración a usar, es necesario determinar adecuadamente, la cantidad de sólidos 
totales fütrables, la variabilidad de su cantidad, la fracción que será removida y sus 
·caraclcrfsticas. 

Los procesos de filtración pueden clasificarse en dos categorlas: filtración de superficie 
y filtración de profundidad. El primero incluye microseleccionadores, filtros de tierras 
diatomeas, filtros lentos de arena, filtros r.lpidoa de arena y filtros de lecho móvil. El segundo 
incluye filtros empacados con malcriales de tamaño de gránulo graduado de forma descendente 
hacia la salida del filtro (Russell, 1971). 

1.4.1.4, ADSORCION CON CARBON ACTIVADO 

Cuando el carbón activado entra en contacto con agua que contiene materiales otgánicos 
solubles, remueve selectivamente estos materiales por adsorción. El hecho de que el carb6n 
activado tenga una ¡ran 4rea supeñicial (del orden de 1,000 m2/g), establece que es un material 
con extremada eficiencia para la adsorción de moléculas. 
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En el a¡ua el carbón activado tiene prefeiencia por las moltculas grandes y no polares. 
La mejor adsorc:idn ocurre cuando los poros del carbón son lo suficientemente grandes par.¡ 
admitir a las moltcutas. 

Este tipo de tratamiento de se realiza en columnas empacadas con carbón y estas pueden 
ser de flujo a=dente o descendente (Russell, 1971). 

1.4.1.5. INTERCAMBIO IONICO 

El intercambio de iones es un mélDdo útil para la remoción de iones inorgánicos del 
agua. Muchos compuestos orgánicos pueden removerse también por este método, pero en 
ocasiones resulta muy dificil removerlos de algunas resinas. 

Este método para el tralallliento de aguas residuales puede remover la DBO, la DQO, el 
color, fosfatos (remoción del 97% a escala laboratorio y 70% escala piloto), nitrógeno (90% 
escala piloto) en forma de amoníaeo y nitrato, cloro, pero la eficiencia de la resina disminuye 
cuando hay altas concentraciones de cloro y sulfato. 

Las resinas de intercambio iónico pueden ser específicas o inespeclficas. LaJ resinas de 
tipo inespecífico tienen poca aplicación industrial, ya que deben remover primero casi todos los 
otros iones presentes en efluente, par.¡ poder eliminar el ión de interés. 

Dos ejemplos de intereahiadores iónicos especlficos son la clinoptilotita (una :r.eolita 
natural). que remueve nitrógeno en forma de amoniaco en presencia de SO<lio, magnesio y ealcio, 
la alúmina activada remueve fosfato, cromo,flúor, sulfito, nitrito, nitrato, manganato y sulfato 
(Russell, 1971). 

1.4.l.6. OZONOLISIS 

Este proceso sirve para reducir el sabor y olor del agua, además, reduce el contenido de 
bacterias, virus y compuestos orgilnicos. 

En este proceso se hace pasar aire seco y comprimido a través de dos electrodos de alto 
potencial para convertir el olfgcno en owno hasta una concentración de 1 % de peso en aire. 

La velocidad de rcacci6n del ozono con los compuestos orgánicos y sólidos floculados, 
depende su la velocidad de descomposición. El orden de reacción para la descomposición del 
ozono es de segundo a pH 2-4, de 3/2 a segundo a pH 6 y de primero a pH de 8. Se considera 
como pH óptimo de operación, un rango de 6-7. La vida media del ozono en agua, es de 
aproximadamente 20 minutos. 
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La desventaja de este método es que debe hacerse primero una clarificación (por 
coagulación o filtración) para poder tratar el efluente con ozono, cuando el efluente tiene una 
DQO arriba de 40 mg/l (Russell, 1971). 

1.4.1.7, OSMOSIS INVERSA 

Existen diferentes equipos de ósmosis inversa, estos se clasifican como sigue: espirales, 
módulos tubulares, platos múltiples y fibra hueca. 

La ósmosis inversa produce agua libre de sales por el paso de agua a través de 
membranas semipermeables a alta presión (comúnmente se emplea 600 lb/pulg' presión). Las 
membranas son más permeables al agua pura que las sales disueltas. La presión se aplica del 
lado concentrado de la membrana hasta que el flujo pasa del sitio concentrado al sitio diluido. 

La capacidad limitada de comercializar adecuadamente las unidades y los altos costos de 
operación, limita la aplicabilidad de la ósmosis inversa en el tratamiento de aguas residuales 
(Russell, 1971). 

Todos estos métodos remueven el material de alto peso molecular, el color, la toxicidad, 
los sólidos suspendidos y la DQO, sin embargo, no son muy utilizados porque sus costos por 
unidad de volumen tratado son muy elevados, tienen problemas de acumulación de concentrados 
y además no eliminan las cloroligninas de bajo peso molecular y la DBO (1oyce, 1984; Pellinen, 
1988). 

A pesar de lo anterior, algunos paises combinan varios métodos fisico-qulmicos para el 
tratamiento de estas aguas, por ejemplo en Japón, el color presente en el efluente de la eta¡ia de 
extracción, se remueve por medio de coagulación con carbón activado seguida por flotación ·con 
aire o por ultrafiltración y los residuos obtenidos se queman en hornos para recobrar los agentes 
qulmicos (Erilcsson, 1985). 

1.4.2. METODOS BIOWGICOS 

Los método~ biológicos incluyen sistemas aerobios y sistemas anaerobios, en ambos se 
lleva a cabo una digestión por acción de microorganismos presentes en forma natural en los 
desechos. Los productos de descomposición de la materia orgánica no son los mismos, aunque 
estos varlan de acuerdo al tipo de agua residual de que se trate, pueden considerarse en forma 
general para los sistemas aeróbicos: dióxido de carbono, nitritos, nitratos y sulfatos, mientras 
que para los sistemas anaerobios: metano, amoniaco, indol, escatol, mercaptano y cadaverina 
(Delgadillo, 1987). 
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1.4.2.l. SISTEl\fAS ANAEROBICOS 

La digestión anaerobia es un proceso mediante el cual la materia orgánica es 
transformada a CO, (3040%) y metano (60-70%). Este proceso se lleva a cabo en tres etapas, 
en donde intervienen varios grupos de bacterias. 

En la primera etapa se hidrolizan sustancias complejas como polisacáridos (celulosa), 
produciéndose ácidos orgánicos, alcoholes, hidrógeno y CO,, mediante la participación de 
bacterias fermentativas anaerobias estrictaS o facultativas, quienes también fermentan proteínas 
y Hpidos. 

En la seg"nda etapa intervienen bacterias acetogénicas, las cuales metabolizan los ácidos 
orgánicos y los alcoholes producidos en la primera etapa, degradándolos hasta acetato, hidrógeno 
y en ocasiones hasta co,. 

Finalmente, en la tercera etapa se produce metano y CO, por acción de bacterias 
metanogénicas que utilizan los productos de las dos etapas anteriores principalmente hidrógeno, 
acetato y CO, (Muñiz, 1987) • 

El tratamiento anaerobio se utiliza para tratar diverso• tipos de efluentes industriales, 
Iodos municipales y para el aprovechamiento de desechos animales domésticos. 

Existen varios sistemas que utilizan la digestión anaerobia para el tratamiento de aguas 
residuales: 

1.4.2.1.l. Tuoques sépticos 

Estos son depósitos de decantación de sólidos de las aguas residuales, las cuales se 
alimentan en el tanque con suficiente lentitud. En estos tanques se efectúan dos procesos, el de 
sedimentación y el de degradación biológica del sedimento. A medida que las aguas penetran en 
el tanque, tiene lugar la decantación, lo que permite la descarga de un Hquido con menos sólidos 
suspendidos. 

1.4.2. l.2. Dl&estorés 

Son tanques cerrados en donde los procesos de sedimentación y digestión se realizan 
simultáneamente. Existen, actualemnte una gran diversidad de modelos que pretenden minimizar 
los éostos de inversión, el tiempo de retención hidn.úlico, aumentar la eficiencia de remoción 
de materia orgánica, además, de optimizar la producción de metano como fuente de energfa. 

1.4.2.l.3. l.a&UWIS 

Las lagunas anaerobias son estructuras constnlidas dentro de la tierra, diseñadas y 
operadas para almacenar y tratar desechos y aguas residuales con el propósito de remover, 
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destruir y estabilizar la materia orgánica y no la purificación total de aguas. 

Este tipo de sistemas presentan varias ventajas que los hacen uno de los más utili2:ados 
para el tratamiento de desechos. Entre estas ventajas se encuentran; su bajo costo de inversión, 
su fácil operación y su bajo nivel de atención, sin requerir por lo tanto de personal calificado, 
su diseño relativamente simple, su baja producción de lodos biológicos que deben tratarse 
posteriormente, su valiosa bioproducción de metano, que sirve como combustible para el mismo 
proceso, además de.que su operación se efectúa con altas concentraciones de materia orgánica 
en comparación con los tratamientos aerobios y la utilización del metano producido durante el 
proceso. 

No obstante las ventajas que posee este tipo de sistemas, existen limitaciones para su uso 
ya que el grado de tratamiento del eíluente final no es definitivo, esto es, que requiere de un 
tratamiento posterior, generalmente del tipo aerobio o facultativo, además, emiten matos olores 
requiere un largo tiempo para arrancarla, eltÍste poco conocimiento acerca de los 
microorganismos involucrados y no hay una buena disponibilidad de terrenos baratos (Muñiz, 
1987), además, la mayoría de los estudios con procesos anaeróbicos se han dirigido al 
tratamiento de aguas residuales provenientes del pulpeo mecánico o semiqufmico y de la 
manufactura del papel (Pellinen, 1988). 

Son pocos los estudios para el tratamiento de los efluentes del blanqueo de pulpa Kraft, 
entre estos se encuentra a Nielson y colaboradores (1990) quienes lograron biodegradar 
cantidades sustanciales de compuestos clorofenólicos mediante procesos anaeróbicos, por otro 
lado Gunnarsson y colaboradores (1989), lograron disminuir la DQO en un 60% y la DBO en 
un 90% con una alta producción de metano, aunque la reducción de halógenos orgánicos 
adsorbibles (AOX) fue muy limitada, pero esto puede solucionarse con un tratamiento aeróbico 
paralelo (Prasad y Jpyce, 1993). 

En el caso de México, Poggi y col. (1989) han desarrollado procesos anaeróbicos para 
el tratamiento de los condensados de Kraft (diluidos y enriquecidos) y han obtenido remociones 
de la carga orgánica del orden del 75%. Sin embargo, deben hacerse todavía algunos análisis 
de costos para determinar las ventajas o desventajas económicas y la factibilidad del proceso. 

1.4.2.2. SISTEMAS AEROBICOS 

El método más eficiente para la reducción de compuestos orgánicos contenidos en los 
desechos líquidos diluidos es el tratamiento biológico aerobio. En este se remueve la materia 
orgánica soluble mediante oxidación biológica o por conversión a material celular. Los 
microorganismos que intervienen, poseen la capacidad de descomponer compuestos orgánicos 
complejos (carbohidratos, proteínas, lípidos) y de esta manera utilizan la energía liberada para 
sus funciones biológicas: reproducción, crecimiento, locomoción, etc. La materia orgánica, 
entonces, es convertida a C<Ji, agua y amonio. 

16 



El oxigeno debe proporcionarse continuamente durante el proceso, ya que este actúa 
como el aceptor final de hidrógeno para la oxidación de la materia orgánica y se utiliza para la 
sfntesis y supervivencia de las células. 

Las lagunas aireadas, los lodos activados y los tanques aireados de estabilización, son 
ejemplos del tratamiento aeróbico de efluentes de las plantas papeleras. El aire se hace pasar por 
medio de aireación mecánica o difusiva. El tiempo de retención de los efluentes, es usualmente 
de 5-10 dfas, sin embargo, algunos sistemas retienen hasta 15 dfas las aguas a tratar. 

Los residuales del pulpeo no contienen todos los nutrientes requeridos para un eficiente 
crecimiento microbiano, por ello, estos nutrientes deben ser adicionados. 

La remoción de DBO por una laguna es de aproximadamente 70-85 % . Pero esta 
remoción depende grandemente de la temperatura del agua residual. La temperatura considerada 
como óptima es de 40ºC 

Desafortunadamente, se ha visto que las lagunas aireadas y los lodos activados, no 
remueven eficientemente las cloroligninas de alto peso molecular, la reducción de la DQO y 
DBO e; muy baja y la decoloración no es significativa (Prasad y Joyce, 1993; Pellinen, 1988), 
Además, la eficiencia de estos métodos depende de la temperatura ambiental y la intensidad del 
color de las aguas residuales. Por ello es importante optar por otros métodos para el tratamiento 
de los efluentes. 

En una Msqueda por encontrar otras alternativas para el tratamiento de los efluentes que 
genera la industria del pulpco, se ha descubierto la gran capacidad de los hongos ligninolfticos 
para decolorar y degradar los compuestos cromóforos contenidos en estos residuales. Se ha 
reportado que los hongos de la pudrición blanca, Phanerochaete chrysosporium y Trametes 
vers/color son los microorganismos más efectivos en la degradación de cloroligninas ya que 
poseen un poderoso sistema enzimático (Bergbauer, 1992). 

Además de la gran capacidad dcgradativa del sistema enzimático de P. chrysosporium, 
este microorganismo posee características que lo convierten en una cepa muy conveniente para 
su utilización, entre. estas características se encuentran las siguientes: 

l. Produce un gran número de esporas, lo que facilita su menejo. 

2. Su temperatura óptima de crecimiento es de 39-40ºC, lo cual junto con su pH óptimo 
de 4.5-5.0 elimina fácilmente riesgos de contaminación. 

3. Su crecimiento es rápido comparado con otros hongos de la pudrición blanca y café. 

4. Degrada la lignina tan rápidamente o más que otros hongos de la pudrición blanca. 
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El sistema enzimático de P. chrysosporium incluye un grupo de enzimas cxtracelulares 
no especificas (lignina peroxidasa), que catalizan no sólo la degradación de la Iignina y 
cloroligninas en los efluentes del blanqueo de la pulpa (Sudman y col. 1981; Chang, 1987), sino 
también la oxidación de varios compuestos aromáticos (fenoles aromáticos como el 2,4,6-
tricolorofenol, 6-clorovainillina, el tri y tetra-cloroguaiacol y compuestos análogos persistentes 
como el diclorodifenillricloroacético (DDT), policlorobifenilos (PCB) y benropireno (Bumpus, 
1985; Haemmerli, 1985; Chang, 1983 y Hunh, 1985). 

En 1980 Eaton y col. reportaron que P. chrysosporiwn inoculado en reactores de capa 
produjo una decoloración del 80% y en matraces agitados la decoloración fue del 60% en 4 días. 
Posteriormente Livemoche y col. (1983) reponaron una decoloración del 60% después de cuatro 
días de incubación, sin embargo, después de este tiempo el color tendió a aumentar, atribuyendo 
estos cambios al acumulamiento de metabolitos fúngicos en el medio de cultivo. Por su parte, 
Galeno y Agosin (1990) obtuvieron una decoloración del 90% después de 8 días cuando el hongo 
creció bajo una atmósfera de oxígeno del 100%, mientras que cuando creció bajo aire, sólo se 
removió el 70% del color después del mismo tiempo. 

Debido a los resultados positivos obtenidos con los hongos de la pudrición blanca para 
el tratamiento de los efluentes del pulpco, se han hecho muchas investigaciones con el fin de 
obtener un proceso .eficiente y que pueda ser escalable. 

Corno resultado de la investigación conjunta entre el U.S. Forest Products I.aboratory 
(FLP) y Nonh Carolina State University (FPL), se desarrolló el proceso llamado MyCoR 
(Mycelial Color Rcmoval) por Eaton y Carnpell (1982). Este proceso, utiliza al hongo 
Phanerochaete chrysosporiw11 en un contactar biológico rotatorio (RBC). La unidad a escala 
laboratorio tiene una capacidad de 2.5 litros, contiene 8 discos rotatorios parcialmente 
sumergidos (40%), que giran a una velocidad de 1 rpm, la cabeza está enriquecida con oxígeno. 
El RBC es muy útil para el crecimiento de P. chrysosporium ya que proporciona un sólido 
soporte para el hongo y una gran área para una eficiente aireación (Eriksson, 1985). 

Una película fija del MyCoR se carga con nutrientes (KH2PO., MgSO,, CaCI,. NH,CI, 
MnSO,, FeS0,.7H20, CoSO,, ZnSO,, CuS0,.5H20, AIK(SOJ,, H,BO,, NaMoO,, tiamina y 
glucosa) y se inocula con el hongo. Después de que el micelio ha crecido sobre la superficie del 
reactor y que se inicia la actividad ligninolítica (un crecimiento de aproximadamente 2-4 días), 
el reactor está listo para su uso. El pH óptimo para este proceso es de 4.S, la temperatura de 
28-40ºC y un 80-100% de oxígeno (Eaton y col., 1980). El micelio puede usarse por 35 días 
para decolorar una meu:Ia de los efluentes de la etapa cáustica (C) y de extracción (E" 35/65 
v/v). 

El proceso MyCoR reduce eficientemente la cantidad de compuestos tóxicos de bajo peso 
molecular presentes en el efluente, Por ejemplo, la concentración del 2,4,6-triclorofenol se 
reduce de 0.15-0.33 ppm. a menos de 0.01 durante un día de tratamiento (Hunh y col., 1988). 
Otros clorofenoles que también se eliminan son el ácido diclorobenzoíco, la 5- y 6-
clorovainillina, el tetraclorogaiacol, el 4,5-dicloroguaiacol y el 4.5.6-tricloroguaiacol, aunque 
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no todos se degradan. El color del efluente (de la etapa E1 del pulpoo Ktaft diluido hasta una 
concen1raci6n del 89 % ) se reduce hasta un 76 % y la DQO en un 14 % , después de 4 días de 
cultivo, partiendo de un color inicial de 22,000 unidades de color (Pellinnen, 1988). La 
remoción de cloro orgánico lotl\I (TOCl) ha sido del 62%, 49% y 4596 por día para la fracción 
de bajo peso molecular, al10 peso molecular y efluenle no fraccionado respectivamente 
(Ma1sumo10 y col., 1985). 

El hongo decolora el efluente destruyendo los grupos cromóforos y degradando las 
cloroligninas de al10 y b2jo peso molecular metabolizándolos hasta CO,, agua y iones cloro 
(Sundman, 1981). 

Aunque el proceso MyCoR es muy eficienle para remover el color y los compuesios 
clorados del efluente de blanqueo, tiene ciertas limitaciones. Uno de los problemas es que tiene 
un cono ticm¡>0 de actividad, relativamenle, el reactor debe ser limpiado y reinoculado cada 3 
o 4 semana.< sí se lratan eflue111es concentrados. Para elluenies diluidos, el tiempo de uso, es 
mucho más largo, pero la economía del proceso no es muy favorable debido a que el volumen 
en el reactor debe aumentarse. 

La adición de minerales necesarios para una máxima eficiencia constituye un factor de 
costo, sin embargo, muchos de estos minerales se encuentran naturalmente en las aguas 
residuales y eslo posiblemcnle reduce el número y la canlidad de minerales lo que brinda 
economía al proceso. Además, se pueden utilizar los restos de otras fermentaciones o micelio 
muerto como fuente de carbono. 

El ajuste del pH puede ser un problema, ya que se necesita una gran canlidad de ácido 
para ajusiarlo a 4.5.,Se pueden emplear corrientes ácidas, pero es10 disminuye la concentración 
y por lo tan10, también la eficiencia del proceso. Por lo que es necesario rc.:ilizar más 
experimenlos para resolver esic problema. (Pcllinen y Joyce, 1988). 

El mejor uso que se le puede dar al MyCoR probablemente sea el lratar cfluenles muy 
concemrados y u1ilizar técnicas convencionales para el 1raramien10 final del elluenle letal. 

En un esludio recienle (Prasad y Joyce 1993) donde se compararon los diferenles mélodos 
para el 1raramiento de los efluenles de la etapa E1 del proceso Krafl (lagunas aireadas, el proceso 
MyCoR y la digestión anaróbica. se encon1r6 que el proceso MyCoR reduce más elicienlemenle 
el color (65% en dos días), la DBO y DQO (45 y 55% respeclivamcnle), los compueslos 
orgánicos adsorbibles • AOX" (42 96) que los otros dos procesos, en donde el color no cambio 
apreciablemenle y la pequeña reducción de la DQO que se presenta en ambos (lagunas aireadas 
y digestión anaerobia), indica que una cantidad sustancial de malcría orgánica no puede ser 
degradada por las baclerias aerobias y anaerobias, que se inloxican con las cloroligninas. 

Debido su largo tiempo de relención de (20 días), el tratamienlo anaerobio no es 
económico, por lo que deben hacerse esludios posleriores para optimizar esle proceso, por lo 
que hasta ahora el proceso MyCoR, parece tener ventajas sobre los demás. 
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Por lo anterior, Prasad y Joycc (1993) proponen un tratamiento secuencial, en donde se 
disminuyan primero las cloroligninas mediante el tratamiento con P. chrysosporlum en el RCB 
para después tratar estos efluentes en un digestor anaerobio. 

1.5. MICROORGANISMOS LIGNJNOLITTCOS 

La lignina es marcadamente resistente a la degradación por la mayoría de los 
microorgonismos presentes en la naturaleza, no obstante existe un pequeño grupo de 
microorganismos capaces de catalizar su oxidación (Tien y Kirk, 1986); entre estos se tienen a 
algunos actinomicetos, hongos impeñectos, ascomicetos, basidiomicetos y algunas bacterias 
(Hattori, 1992). De los tres grupos de microorganismos saprófitos que generalmente se 
consideran (hongos, actinomicetos -bacterias fllamentosas- y eubacterias) solamente los hongos 
juegan un papel importante en la degradación de la lignina en ambientes naturales, aunque se 
ha demostrado cierta actividad ligninol!tica en algunas especies de los géneros Srreptomyces (un 
actinomiceto), Pseudomonas, Acinetobar.ter, Bacillus (bacterias no filamentosas) y algunas 
eubacterias como Nocardia, pero esta es poco relevante (Crawford, 1980). 

En base al tipo de daño que ocasionan en las plantas, los hongos ligninol!ticos se 
clasifican como: hongos de la pudrición blanca, hongos de la pudrición café y hongos de la 
pudrición suave (Hattori, 1992). 

1.5.1. HONGOS DE LA PUDRICION BLANCA 

Los hongos de la pudrición blanca son un grupo de organismos bastante heterogéneo, que 
tienen en común la capacidad para degradar a la lignina así como a otros componentes de los 
árboles. Ellos también tienen en común la capacidad de producir enzimas extracelulares que 
oxidan compuestos fenólicos incluyendo todos aquellos relacionados a la lignina. La cantidad 
relativa de lignina y polisacáridos degradados y utilizados por estos hongos varia así como el 
orden de ataque preferencial. 

Normalmente los hongos de la pudrición blanca atacan simultáneamente a la lignina y a 
la celulosa y existen evidencias de que la energía que requieren estos organismos para degradar 
a la lignina, es obtenida a partir de varias fuentes de energía accesible, tales como los 
polisacáridos y azúcares de bajo peso molecular (Ander y Erilcsson, 1975). 

Los hongos de la pudrición blanca son los mejores degradadores de la lignina y son los 
más estudiados por su habilidad para descomponer la lignina de los árboles en un 70% hasta co, 
y H,O. Estos tienen una gran importancia en el ciclo de carbono de la !ignina en la naturaleza. 

A pesar de que estos microorganismos pueden actuar de manera individual, los hongos 
de la pudrición blanca pueden actuar sinérgicamente con los hongos de la pudrición café u olIOs 
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hongos de la pudrición blanca para degradar a la lignina (Kirie, 1980). 

De todos estos hongos, sólo un pequeño porcentaje ha sido estudiado y entre estos se 
tienen a: 

BjetkaNllra JIUfa 
CdriolM.1 ltJnllhU 
Corlo/"' ...,.,¡co1ar 
Coriolopm po/y'.ONJ 
OrysArpOrilllft pndMiSwm 
DiclwMM squakn.s 
Fai'()/JJS arctJo.n·.u 
Flanvru.JiM w/U/ipt.r 
Fornes /ig1UU1U 
~Yllluiaclllfl 
Grlfol;J jro.ldMa 
H~l&OdtMU tabadna 
Hir.rchfoponu dbietimu 
ft¡14 lacteMS 

ÚnJ;°IU/1.etiúirut 
únti1'Mladodu 
Menüiu trar.tllOIVJ 
Plwtut>c:luute dlTy#Olp'Orilllft 
Phkbia l"tkliara 
PUWTf.llhU ostnaius 
Poria llJbacid4 
Poliponu abieltlil'UU 
/'yCM/N'ntf cittMbari'"'-1' 
f'yCllClpOMU cccdNM.t 
Sure111n hir.rl1111m 
Tranwtu d1rgulllla 
Trameta gibbo!a 

(Kid:, 19&0; Walder, 1988; &oti, 1988; Kan~lioea, 1988; NefQd, 1991) 

l .5.2. HONGOS DE LA PUDRICION CAFE 

Los hongos de la pudrición caft son usualmente definidos como aquellos hongos que 
d0-<:e0mponcn la holocelulosa (celulosa y heq¡icelulosa) en la madera y causan una ligera 
alteración en la lignina, liberando un residuo de lignina modificada que es tlpicamente café 
oscuro y casi igual en peso al de la lignina original en la madera (Kirlc, 1980; Enoki, 1988). 
Esta lignina modificada queda naturalmente disponible y puede servir como una fuente 
polimérica para usos industriales (Eriksson, 1985; Enoki, 1988; Jin, 1990) 

Algunos de los hongos de la pudrición café csludiados hasta ahora son los siguientes: 

DdLda/ea diáitcsil 
FistulifWJ Mpotlca 
Fomit<lpRs p{#irolc. 
Gloeophyllwn 1Mplari111n 

GloeCf'hy/I""' """"'"" 
Laniponu nJ¡ÑUlUIJ.T 
úndniukpi<k., 
Ltltritu tral:>ea 

Pholiota adiposa 
,.orla 'fl'IOnticola 
Porille«(l.S 
Polyponu .ndp/-"'1YIU 
S.rpuh laaynwu 
Spongfpcnu .fillMOllU 

'lyroMice.1 pal""'°" 

Los hongos de la pudrición blanca y los hongos de la pudrición café son 
taJCooómicamente muy similares, ambos son basidiomicetes, y algunos géneros como Porla y 
Mendius tienen representantes de ambos grupos de hongos de pudrición (Crawford, 1981). 

21 



U>s hongos de Ja pudrición blanca y los de la pudrición café son Jos dos más efectivos 
destructores de Ja n¡adera dentro de la clase de Jos basidiomicetos (Iin, 1990), sin embargo, las 
investigaciones en la modificación de la Iignina por los hongos de Ja pudrición café han recibido 
poca atención comparada con la que reciben Jos hongos de Ja pudrición blanca. Una razón de 
esto, •• que los hongos de la pudrición blanca atacan rápidamente la Iignina, causando una 
despolimerización extensa. De esta manera una aplicación potencial obvia de Ja degradación de 
la lignina por los hongos de Ja pudrición blanca es el biopulpeo. 

1.5.3. HONGOS DE LA PUDIUCION SUAVE 

El término pudrición suave se refiere al ablandamiento que ocurre en la capa superficial 
cuando el árbol es atacado por este grupo de hongos. Aunque los hongos de la pudrición suave 
degradan lentamente la Iignina esta degradación es incompleta, pues no tienen la capacidad 
enzimática para atacar toda Ja variedad de elementos estructurales de Ja lignina, quienes son 
liberados como productos solubles en agua, por Jo que puede decirse que estos microorganismos 
son mejores degradadores de Jos polisacáridos de la madera que de la Iignina. 

Les hongos de la pudrición suave pertenecen al grupo de Jos ascomicetos o de los hongos 
imperfectos (Eriksson, 1985), algunos de estos hongos son: Chaeromium globos11m, C. gripilium, 
C. manodicrys, C. paeci/omyces, Thie/a1•ia,Allescheria sp, Prussia, Popu/ospara y Stachybotrys 
(Kirk, 1980; Villanueva, 1987); 

J.5.4. UTILIDAD DE LOS HONGOS LIGNJNOLmcos 

U>s hongos que tienen la capacidad de remover la lignina y la celulosa a partir de la 
madera, son de gran interés en Jos procesos de bioconversión (Enoki, 1988). Los hongos de la 
pudrición y algunos basidiomicetos relacionados son Jos microorganismos terrestres más 
eficientes, capaces de utilii.ar todos los pollmeros de los residuos lignocelulósicos, que no están 
disponibles para el crecimiento de los hongos cuando están en forma de macromoléculas. (Wood, 
1986). 

Algunas de las posibles aplicaciones de los sistemas Jigninolíticos incluyen: 

A. Deslignifieación microbiana. 

Esta puede empleasse para la producción de pulpa, alimentos para destino animal (libres 
de lignina, lo que aumenta la digestibilidad de Ja celulosa), y sustratos para otros procesos 
microbianos o enzimáticos, para el mejoramiento de los procesos de pulpeo mecánicos y otros 
con altos rendimienlos, para el mejoramiento de alimentos vegetales, etc. 
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B. Blanqueo microbiano de pulpas. 

Este ahorra energía y reactivos químicos y mejora las propiedades de la pulpa en adición 
a la brillantez obtenida. 

C. Tratamiento microbiano de efluentes residuales que contienen derivados de la lignina. 

Se pueden eliminar ligninsulfonatos y derivados de la lignina provenientes de los efluentes 
del blanqueo de las pulpas. Esto mejma el tratamiento biológico incluyendo la reducción de 
color y de espuma. 

D. Conversión de lignina a productos químicos de utilidad. 

Esta es una atractiva posibilidad que, sin embargo, depende de un adecuado conocimiento 
de los productos químicos que pueden obtenerse durante la biodegradación de la lignina por 
varios microorganismos (Kirk, 1980). 

E. Conversión de residuos agrícolas y forestales {paja y bagazo) a alimento para 
animales, liberación de azúcar a partir de polisacáridos para la producción de etanol, así como 
en la producción de enzimas. 

Para poder considerar. todas tas aplicaciones potenciales antes mencionadas, se debe tener 
conocimiento acerca de las reacciones químicas que se llevan a cabo, la estabilidad, los 
cofactores requeridos para que el sistema ligninolftico calalice estas reacciones, los factores que 
limitan la velocidad de las reacciones, las posibilidades de aislar a los mejores microorganismos 
y genéticamente mejorar a los ya existentes, así como, establecer las técnicas para producir 
óptimamente inóculos o enzimas ligninolCticos (Kirk, 1980). 

El potencial para el blanqueo biológico fue reconocido cuando se descubrió que la lignina 
Kraft es degradada por los hongos de la pudrición blanca. Estos hongos reducen las quinonas 
a sus correspondientes fcnoles y por ello, posiblemente, causan el blanqueo en parte por la 
acción de las enzimas celobiosa quinona oxidoreductasas y NAD(P)H·quinona oxidoreduclasas 
(Buswell y col., 1979). Algunos experimentos exploratorios con varios hongos de la pudrición 
blanca han tenido resultados similares pero Pluinerochaere cl1rysosporiwn ha resultado ser el más 

' rápido (Eriksson, 1986). 

Uno de los problemas de la deslignificación biológica es que el hongo requiere un 
cosustrato para soponar el metabolismo de la lignina, y que algunos hongos degradan la lignina 
y la celulosa con la misma velocidad y en un grado similar. Este problema pueden solucionarse 
sí se selecciona un hongo que ataque preferentemente a la lignina o que no tenga actividad 
celulolftica. (Johnsrud, 1986) o en un momento dado, pueden utilizarse las enzimas aisladas de 
estos hongos para un blanqueo más controlado (Eriksson, 1985). 
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Los procesos biológicos son muy atractivos debido a que tienen una o mis ventajas sobre 
Jos procesos qulmicos: 

l. Tienen una gran eficiencia 
2. Son altamente especificas 
3. Presentan una gran oportunidad para nuevas 

transformaciones 
4. Presentan una baja contaminación 
S. Consumen menor ener&la 
6. No requieren de reactivos tóxicos o nocivos 

1.5.5. FNZIMAS LIGNINOLffiCAS 

Se han involucrado cuatro enzimas cxtracelulares en Ja degradación de Ja lignina (tabla 
IV), estas soo: Ja ligninasa, lacasa, manganeso peroxidasa y otras enzimas productoras de 
peróxido de hidrógeno. La Iigniruua es, probablemente, la mejor enzima, la cual cataliza Ja 
oxidación extensiva de las unidades fenólica y no fenólica en Ja Jignina, mientras que la lacasa 
y la manganeso peroxidasa oxidan únicamente las unidades fenólicas de Ja lignina (Kirk T.K., 
1988). Se ha demostrado mediante estudios inmunocitoqulmicos, que parte de estas enzimas se 
localizan en Ja superficie de la.s hifas y parte son excretadas al medio (Kurek y Odier, 1990). 

La fWICióo principal de estas enzimas extracelulares en los hongos, es la de proporcionar 
nutrientes asimilables para el crecimiento del hongo y este es probablemente su papel principal. 
Otro papel posible, pero que oo ha sido bien estudiado, es que constituyen un sistema de defensa 
antimicrobiano por Ja formación de radicales libres (Wood D.A. et al., 1988) 

1.5.5.1. LIGNINA PEROXIDASA 

En 1983, dos grupos de investigadores (Tien y Kirk, 1983; Glenn y col., 1983) 
anunciaron el descubrimiento de una enzima inespedfica, extracelular H20 2-dependiente, en el 
basidiomicete Phanerochaete chrysosporium, que interviene en varias reacciones de degradación 
de varios compuestos incluyendo la lignina mctilada. La enzima cataliza una gran variedad de 
oxidaciones (mostradas en la Figura 1), con peróxido de hidrógeno como el aceptar de 
electrones: (i) la ruptura de los enlaces Ca-C8 de los modelos 8-1 y 8-4; (ii)oxidación de 
alcoholes bencflicos; (iii) oxidación de fenoles hasta radicales copulantes; (iv) hidroxilación de 
ciertos grupos bencil metilenos; (v) ruptura del intradiol de l:u estructuras fenilglicol e (vi) 
hidroxilación de Ca y C8 del enlace oliffnico Ca-C8 en las estructuras esteril para producir los 
correspondientes fenil¡Jicoles (fíen y Kirk, 1984). También degrada bifenilOI policlorados, 
clorofenólicos (que son reducidos, motilados al mismo tiempo que se abre oxidativarnente el 
anillo) y ben7.0(a)pireno (Eaton, 1985; Haemmerli, 1986). 

24 



Tabla IV Enzimas implicadas en la degradación de la lignina. 

ENZIMA COFACTORES/SUSTRATOS REACCIONES 

Oxidación de aromáticos 
Ligninasa H20, nucléicos hasta radicales 

catiónicos. 

~idación de fenoles a 
La casa o, radicales fenoxilos. 

Oxidación de Mn" Mnm 
Mn peroxidasa H1021 Mnª el cual oxida los fenoles a 

radicales fenoxilos. 

Enzimas Varios sustratos Reducción de 0 2 a H,O, 
producroras orgánicos 

deH20 2 

V"'•"• ~,.uu1. 

Se ha sugerido que la enzima fenol oxidasa juega de alguna manera un papel regulatorio 
importante. 

!..a lignina peroxidasa es una glicoprotelna (20% de carbohidratos), que presenta en su 
estructura dos monosacáridos; manosa y N-acetilglucosamina y un oligosacárido, los cuales se 
determinaron por cromatografla de gases, además, contiene cadenas glicosfdicas unidas a 
oxígeno y nitrógenq (Schmidt, 1990).Presenta también un grupo heme porfirin, por lo que se 
trata de una hemoprotefna. Los estudios de absorción atómica, indican que la enzima contiene 
fierro (1.02 ± 0.02 átomos por molécula de enzima) y que no contiene cobre, zinc, manganeso, 
molibdato o cobalto ('fien y Kirk, 1984). La enzima tiene una masa molecular de 41,000-42,000 
Da. Es una oxidasa, ya que requiere del peróxido de hidrógeno, el cual oxida al ión fierro para 
aumentar el estado de oxidación en el cual la enzima es capaz de oxidar a la lignina y a sus 
compuestos relacionados ('fien, 1987). 

La lignina peroxidasa existe en varias formas isozímicas (identificadas en base a sus 
puntos isoeléclricos, Tabla V) que son colectivamente llamadas ligninasa. Tanto la cepa como 
las condiciones de crecimiento alteran el balance y la naturaleza de las diferentes isozimas. 
Estas isozim.as son altamente homólogas en estructura y fwición (como lo indica el mapeo de 
sus ~tidos) pero tienen diferentes propiedades cinéticas (Glumoff y col., 1990), sus pesos 
moleculares son muy cercanos entre sf (Tabla VI). El espectro de absorción a 409 nm sugieren 
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Tabla V Puntos isoeléctricos de las isozimas de la ligninasa. 

ISOZIMAS pl 

HlO 3.3 

H8 3.S 

H7 3.6 

H6 3.7 

H2 4.4 

Hl 4.7 
pi .. Punto 1aoeléctnco (Kirk, 1990) 
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A 

~OCH 
OCH3 

B HzCOH 

HO~R o H 

o - + OCH3 ~OCH3 
OCH1 OCH, 

e 

o 

E 
o 

Q + CH,OH 

o 

Flgura l. Reacciones catafü.adas por la ligninasa. 
A: oxidación de alcoholes bencOicos, B: ruptura del enlace Ca-C6, C: hidroxilación, D: 
dimerización o polimerización, E: desmetilación.(Tleo, 1987) 
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Tabla VI Propiedades flsicas de las isozimas de la ligninasa. 

PESO ,409 HOMOLOGIA 
ISOZIMA MOLECULAR CARBOHIDRA TOS rnmM·1cm·1 EN 

PEPTIDOS 

Hl 38.000 + 169 H2(++);H7, 
H8(+) 

H2 38,000 + 165 Hl(++);H7, 
H8(+) 

H6 43,000 + 162 H10(+);H7, 
H8(+) 

H7 42,000 + 177 H8(++);HI, 
H2(+) 

H8 42,000 + 168 H7(++);Hl, 
H2(+) 

HJO 46,000 + 186 H6(+);H7, 
HB(+) 

Tien M., 1987. 
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que todas son hemoproteínas. 

La lignina peroxidasa es más activa pero inestable a pH menor de 3. Esta enzima es 
completamente estable a pH de alrededor de 4.S a una temperatura de 37ºC por un mínimo de 
cinco días. 

El peróxido de hidrógeno inhibe de manera competitiva a la ligninasa cuando está 
presente alcohol veratrllico a una concentración 2 rnM y cuando no está presente algún sustrato 
reducible, la inhibición es de tipo irreversible. 

Algunos compuestos que típicamente compiten con el H20 2 son el Iluoruro y la azida, 
la inhibición por el flúor es competitiva con respecto al H,O,, en cambio la inhibición de la 
azida es no competitiva pero irreversible con respecto al H10 1• Otros inhibidores no competitivos 
son el alfa-ceto-ari!-metil-butírico (KTBA), el EDTA, Ja tiourea y el cianuro de potasio (fien 
M., 1987). 

Además, de un exceso de nitrógeno, el sistema ligninolítico es suprimido también, por 
la ciclohexarnina (inhibe la síntesis de proteínas y la actividad enzimática cuando se adiciona a 
cultivos de 2-3 días), glut:unato, glutarnina, histidina y ciclohexamina (Keyser, 1978; Ieffries, 
1981; Fenn, 1981). 

De las diferentes isozimas, la H8 es la que se encuentra en mayor proporción. 

1.5.5.2. MANGANESO PEROXIDASA 

Tien y Kirie (1984); Kuwahara (1984) descubrieron otro tipo de enzima peroxidasa 
producida por Phanerochaere chrysosporium. Esta peroxidasa, que usualmente es llamada 
Manganeso peroxidasa o Jl,fn-peroxidasa, requiere de iones Mn" para su actividad y no oxida 
al alcohol veratrilico. Esta enzima oxida al Mn'• a Mn>+, el cual es capaz a su vez de oxidar 
varios sustratos entre ellos fenoles de bajo peso molecular, formando radicales fenoxi; ditiotreitol 
(DTIJ y ácido dihidroximalelco. También, se sabe que cataliza reacciones adicionales que 
incluyen oxidaciones que requieren mol.Xulas de peróxido de hidrógeno para poder reducir el 
glutationato, DHM, GSH y NADPH (Pasu:zynski, 1986). Durante su acción produce peróxido 
de hidrógeno, ya que los prolOOes y electrones removidos del substrato oxidado son aceptados 
por el oxígeno. 

U. enzima tiene un peso molecular de 46,000 Da. Tambi~ es una hemoproteina. Se ha 
encontrado, que esta enzima contiene 17 \IG de carbohidratos neutrales y una alta proporción de 
aminoácidos acídieos especialmente ácido aspártico y ácido glutárnieo (Pasrozynski, 19S6; Kirk 
T.K., 1988). 

La manganeso peroxidasa también existe en varias formas isozímica, Paszczynski (1986) 
aisló a la Mn2 y determinó su peso molecular, siendo este de 47,000 Da, posteriormente, Kirk, 
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y col. (1987), aislaron 4 isozimu que denominaron HJ, H4, HS, H9. 
Mis recientemente, Linko (1992) descubrió y caracterizd otras dos isozimas: Mnl pI 4.95, 
43,000 Da y Mn3 pi 4.(i(), 46,000 Da. 

La manganeso peroxidasa es inhibida por algunos iones metálicos como son: Fe'•, Fe'•, 
Co'• y Cut+; estos metales inhiben a la enzima entre un 37-77%. Otro inhibidor es el ácido 
ascórbico quien inhibe a la manganasa en un 100% (Paszczynsld, 1986). 

Se ha visto que la manganeso peroxidasa es sintetizada por los hongos antes que la lignina 
peroxidasa, Sin embargo, la mayoría de las reacciones degradativas de la lignina es debida a la 
lignin peroxidasa, seg~n estudios realizados por Kurek y Odier (1990). 

1.5.5.3. LACASA 

Muchos hongos de la pudrición blanca producen lacasa extracelularmente. Esta enzima 
(que contiene cobre) catalil.a la oxidación, vla un electrón, de fenoles a radicales fenoxi, 
transfiriendo cuatro electrones al oxigeno. 

PhOMrodUJete chrysosporium se encuentra entre la minoría de los hongos de la pudrición 
blanca que no producen lacasa extracelular, sin embargo, no requieren esta enzima para el 
rompimiento de la lignina (Kirk, 1988). Nerud y col. (1991) encontraron siete hongos de la 
pudrición blanca que producen lacasa, estos son: OJrio/opsis polywna, Dichamitus squa/ens, 
Ganodenna valesiacum, Pycnoporus cinnabarlnus, Sterewn hírsutwn, Trametes gibbosa y 
'l'rametes hirswa. 

Entre las consecuencias de la oxidación de los fenoles relacionados con la lignina está 
la oxidación del Ca, la limitada desmetoxilación y la ruptura del enlace aril-Ca. Algunos 
estudios han mostrado que la lacasa puede romper los enlaces Ca-CB en ciertas estruc1uras 
fenólicas. Sin embargo, la copulación/polímerización son las mayores consecuencias de Ja 
oxidación de la lignina y los fenoles relacionados a esta. 

1,5.6. MECANISMOS DE ACCION 

Para lograr un mejor entendimiento sobre el mecanismo de degradación de la lignina, 
se ha recurrido al uso de compuestos estructuralmente parecidos a la lignina. Dos de estos 
modelos son aquellos que tienen enlaces B-0-4 y B-1, Figura 2. Durante el metabolismo de 
estos compuestos ocurre la ruptura del enlace Ca·CB y Ja oxidación del Ca, que son reacciones 
análogas a las que se presentan en el metabolismo de la lignina (Kirl:: T.K., 1987). 

Tien (1986) ha estudiado detalladamente la oxidación del alcohol vcraltflico por la 
ligninasa, él demostró que el peróxido de hidrógeno reacciona primero con la enzima y entonces, 
la enzima oxidada reacciona con el alcohol veraltflico. Esle último es oxidado rápidamente vea 
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A B 

HO~•,O~ 
OCHJ 

OCH3 
OCH3 

Flgura 2. Compuestos modelo con enlaces il-J(A) y D-0-4 (B), 

un electrón. 

El alcohol veratrilico es una merabolito secundario de P. chrysosporlum y otros hongos 
de la pudrición blanca, que aparece al mismo tiempo que la ligninasa (represenla el 60% de los 
compuestos orgánicos solubles acumulados en el medio de cultivo), Este compuesto es 
sinletizado por el hongo a partir del ácido vainíllico (el produclo aromático mayorilario de la 
Iignólisis), el cual es parcialmente metilado para producir ácido verátrico, quien posteriormenle 
es rápidamente reducido a alcohol vcratrllico. 

Al ser oxidado el alcohol veratrllico por la Iigninasa y producirse radicales catiónicos, 
éste actúa como un oxidante de un electrón para interactuar con otros sustratos, es decir, puede 
actuar como un cofactor (Figura 3) en la ruptura de la estructura de la Jignina (Harvey, 1986). 
Sin embargo, existen algunas controversias, ya que hay quienes sostienen (Tien, 1986) que este 
compuesto simplemente protege a la ligninasa de la inactivación por sustratos anisílicos, eslo 
debido a que no se ha podido delectar la presencia de los radicales libres del alcohol veratrflico, 
pero esto puede debérse a que el tiempo de vida de estos radicales es muy corto. Sin embargo, 
la mayoría de los investigadores concuerdan en que la oxidación del alcohol veratrílico es un 
modelo aceptable para entender la degradación de la lignina. Incluso, la oxidación del alcohol 
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veratrilico se utiliza como un ensayo convenienle para medir la actividad de la lignlnasa. El 
eiuayo es muy sensible a una relación adecuada de peróxido y alcohol vezatrllico en una 
concentración particular de proldna (un exceso de peróxido resulla en la conversión de la enzima 
al compuesto II y en una subsecuenle disminución de la actividad cata1ídca). 

Fl¡¡ura 3. Alcohol veratrfiico como un mediador para la transferencia de electrones. 

El mecanismos de acción de la lignina.sa es el tlpico de una peroxidasa. El peróxido oxida 
a la ligninasa dando lugar a la formación de doa estructuras: el compuesto I que es un complejo 
oxHerril con un radical porfirin catiónico (es la forma oxidada vía dos electrones) y el 
compuesto JI que es la fonna oxidada vía un electrón (mostrados en la Figura 4), quien 
posterionnente contribuye a la restauración de la enzima a su estado nativo. El compuesto l es 
convertido al compuesto TI por un sustrato equivalenle de un electrón como un fenal o por 0.5 
equivalentes de un 1ustrata de dos electrones como el alcohol veratrllico (Kirk, 1988). 

Las reacciones que se llevan a cabo para la formación de los radicales libres se plantean 
como sigue: 

Enzima + H,o, 
Compuesto I. + V 
Compuesto U .... V A•· 
VA•·+ VA 
VA•· 
VA•·+ VA" 

VA a Alcohol veratrilko 

--------- Compuesto I 
-..,.--------- Compuesto TI ..•• VA•· 
---------~ Enzima + 2VA •· 
---------. VA + VA+. 
---------~ V~+R+ 
---------. VA + Veratraldehído 

(1) 
(2) 
(3) 
(4) 
(5) 
(6) 

Mas recientemcnle, Hattori (1992) comprobó la formación de radicales libres tanto en 
el alcohol veraufiico como en su producto de degradación; veratril·B·D·xilósido (este se forma 
cuando está presente holocelulosa o xílano). A partir de sus resultados este investigador apoya 
las teorías que postulan que el alcohol veratrllico y su derivado xilósido, protegen a la enzima 
contra la inactivación, por remoción de un exceso de peróxido de hidrógeno; y actúan como 
mediador (transñer~n un electrón) en la degradación de la lígnina. Este autor logra elucidar, 
además de las estructuras cis, trans lactona y veratraldehido (reportadas anterionnente por 
Leisola, 1985), la estructura de la gama-lactona, producidas en la degradación del alcohol 
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F1gurn 4. Ciclo catalltico de la !igninasa. 

vcratrfiico, las cuale.< se muestran en la figura 5. 

Hacmmcrli (1987), también descubrió que en la oxidación de la liginina un núcleo 
aromático susceptible es oxidado enzimáticamente por un electrón, produciendo radicales 
catiónicos inestables que sufren una gran variedad de reacciones no enzimáticas. Se afirma, 
cnlonccs1 que la reacción de la ligninasa con compuestos relacionados a la 1ignina es una 
oxidación de un electrón, o mejor dicho es un mecanismo de radicales libres. La lignina 
peroxidasa también puede actuar como una fenal oxidasa, pero sólo los fenoles no aromáticos 
son oxidados. La reacción de oxidacción depende fuertemente del potencial rcdox del sustrato. 
De esta manera, por ejemplo, el benzo(a)pireno es oxidado por la enzima, pero el naftaleno no 
es oxidado ya que tiene un alto potencial redox (Leisola, 1988). 

En base a los estudios realizados por diferentes investigadores, se sugieren, entonces, !res 
mecanismos de acción por los cuales los hongos de la pudrición blanca degradan a la lignina: 
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alcohol 
veratrllico 

o 

H3:~ 
o 

ci1-aril- lactono 

~ 
tran1 - aril-loctona 

. gamo- faetona 

¿;OCH3 
OCliJ 

verotraldehido 

Figura 5. Oxidación enzimática del alcohol veratrflico y sus productos. 

l. Ruptura oxidativa del enlace entre los carbonos a y 8, que conduce a la formación de 
ácidos aromáticos. · 

2. Ruptura de enlaces B·aril éter y modificación de las estructuras enlazadas. 
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3. Degradación del ndcleo aromático por la apertura oxidativa del anillo. 

Tanto Higuchi como Leisola (1985) sugieren que la apenura del anillo ocurre primero, 
aunque la reacción mayoritaria es la ruptura del enlace Ca-C6. 

Los mecanismos antes mencionados se refieren a la acción de la ligninasa, pero existen 
más enzimas involucradas en la degradación de la lignina. Como se sabe la manganeso 
peroxidasa juega un papel importante en la degradación de la lignina y sus derivados. Esta 
enzima cataliza la oxidación de varios colorantes y fenoles, la descarboxilación y 
desmetoxilación de compuestos aromáticos y la ruptura de dímeros fenólicos de la lignina. 

Antes se mencionó que la menganeso peroxidasa cataliza la oxidación del Mg'+ a Mg>+ 
en presencia de ciertos ligandos, incluyendo pirofosfato, lartrato y lactato. El complejo 
manganeso trivalente formado (Mnm lactato y Mnm malonato), enzimáticamente oxida a varios 
sustratos arom;!ticos. Parece entonces, que el papel del manganeso en la oxidación de 
compuestos org;!nicos por la manganasa, es el de actuar como un mediador para la transferencia 
de un electrón, igual que como lo hace el alcohol veratn1ico con la lignin peroxidasa. 

De manera similar q~e la ligninasa, la manganasa forma compuestos intermediarios, el 
compuesto 1 y el compuesto II, en presencia de H20 2• El compuesto 1 puede ser reducido por 
un electrón a el compuesto Il por adición de Mn2+, ferrocianuro o varios sustratos fenólicos, sin 
embargo, sólo el manganeso divalente y el ferrocianuro pueden reducir el compuesto II para 
regenerar a la enzima nativa. 

En analogfa con la Iigninasa, la formación de los compuestos intermediarios de la 
manganasa pueden resumirse como sigue: 

MnP + H20 2 

Compuesto 1 + Mn•· 
Compuesto 11 + Mn'" 

MnP • Mangane.o peroxida&a 

Compuesto 1 
Compuesto 11 + Mn'" 
!'.inP + Mn•· 

(Ailken e Irvine, 1990) 

Leisola y colaboradores, postularon un esquema hipotético para la degradación de la 
lignina (Figura 6), en donde se propone que la lignina peroxidasa y las fenol oxidasas (lacasa 
y manganasa) trabajan en combinación con enzimas reductoras que son capaces de reducir ácidos 
aromáticos monoméricos y diméricos, aldehidos arom;!ticos y quinonas. 
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Lignina 
Ligninasa ~Fragmentos c1, c2, 
~~~~~~~~-<t==:'---Ruptura del anillo 

LAlcoholes aromdticos~•~~~~--'· 

CJ C02 
arom4tico---.co2 

aromáticos 

t
Fl!~~=~=~~:sas ~~f~~~a; alde,idos 

aldehido y ácido 
oxidoreductasas 

Hidroquinonas~~~~~~~~~~~~~~~~~--' 

1 quinona oxidoreductasas 

'--~~~~-•Ruptura del anillo arom~tico----.coJ 
dioxigenasas ? 

Flgura 6. Esquema hipotético de la degradación de la lignina por P. chrysosporiwn. 

1.S.7. CONDICIO~ DE CULTIVO PARA LA PRODUCCION DE ENZIMAS 
LIGNINOLITICAS 

Los estudios realizados con Phanerochaete chrysosporiwn y Corio/us verslcolor (Kirk, 
1976) han demostrado que se requiere de un sustrato de crecimiento externo para el metabolismo 
de la lignina, ya que estos microorganismos no son capaces de utilizar a ésta como única fuente 
de energía. 

La eficacia de los diferentes sustratos de crecimiento para soportar el metabolismo de la 
lignina varía, sin embargo, existe una buena cantidad de compuestos eficaces para este fin; entre 
los que se tienen a la D-glucosa, D-manosa, d-celobiosa, glicerol, xilosa, D-glucurolactona, 
succinato de sodio, D-glucooato de potasio, xilano, y celulosa comercial. La celulosa de la pulpa 
de la madera y la glucosa son los mejores sustratos de creeimien!O que soportan el metabolismo 
de la lignina (Kirk T.K, 1980). 

No se conoce la razón por la que es necesario un sustrato de crecimiento, pero se 
proponen dos hipótesis, la primera plantea que la energía recobrada en el metabolismo de la 
lignina es simplemente muy pequeña como para soportar el crecimiento. La segunda postula que 
los niveles de actividad ligninolftica son muy bajos para mantener el crecimiento. 

El metabolismo de la lignina por los hongos de la pudrición blanca es un proceso 
altamente oxidativo, lo que sugiere que la concentración de oxigeno es un factor determinante 
en la velocidad de degradación de la lignina. 
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Se ha demostrado que la velocidad y el grado de conversión de lignina a C02, es dos o 
tres veces mayor bajo 100% de oxígeno que bajo 21 % (en aire). Bajo un 5% de oxígeno (en 
N,), existe crecimiento pero no ocurre el metabolismo de la lignina (Kirie y Shultz, 1978). Un 
reporte más reciente en donde se empleó el efluente de la etapa El del pulpeo Ktaft como 
sustrato (Galeno y Agosin, 1990), confinnó Jo anterior, en este trabajo se ob1uvo una 
decoloración del 90% bajo una almósfera de oxígeno del 100% y sólo una decoloración del 
70% bajo aire solame111e, después de 190 horas de incubación con P. chrysosparium. 

A menudo se utiliza Ja agilación del cultivo para incremcnlat la velocidad de intercambio 
de oxígeno enlre Ja almósfera y el medio de cultivo. Sin embargo, esto origina Ja formación de 
"pellets", Jo que, a su vez, disminuye mucho el metabolismo de Ja Jignina. La base del efecto 
negativo de la formación de pellets en el metabolismo de Ja lignina parece relacionarse con el 
oxígeno, la concentración de ésle en el interior del pellet es simplemente demasiado baja como 
para soportar el me!abolismo de Ja lignina. La degradación en la superficie del pelle! es baja 
debido a que Ja superficie representa sólo un pequeiioo porcentaje de la hifa lotal (Kirk K., 1980; 
Liesola y col., 1983). 

Se ha afirmado por varios investigadores que en cultivos agilados no se presenta actividad 
enzimálica alguna y que sólo en los cultivos esláticos ocurre Ja degradación de la lignina (Kirie 
y col., 1978). Sin embargo, en ellos, ésta degradación es incompleta, pues exisle una limitación 
de oxígeno, amenos que esle se suministre hasta crear una a1mósfera del 1003 

I.eisola y Ficchler (1985) fueron los primeros en demostrar que P. chrysosporium (cepa 
nativa), puede degradar a la lignina bajo una limitación de nitrógeno en cultivos agitados (100 
rpm) en presencia de alcohol veratrílico. También demos=on que el hongo produce Jigninasa, 
aunque la actividad detectada fue baja. 

En 1988 Waldner, Leisola y Fiechwr compara.ron la actividad ligninol(tica en varios 
hongos de la pudrición blanca en cultivos (suplementados con alcohol veratrflico) estáticos y bajo 
agitación (150 rpm). Estos experimentos revelaron que todos los hongos estudiados degradaron 
la lignina con y sin agitación y además, descubrieron que una cepa, Fo= llgnosus, sólo 
degrada Ja lignina en cultivos agitados. 

Pos1"fiorme¡¡te Ficchl<!r y col. (1989), demostraron también, Ja posibilidad de producir 
ligninasas en cultivos agitados, además, ellos relacionaron el tamai\o del pellet con Ja 
actividad obtenida, concluyendo de esta manera que un di:imetro de pellet de .entre 3 y 4 mm 
conlleva a una alta actividad ligninol(tica, afirmación que se opone a lo reportado por Leisola 
(1983), quien afirma que Ja reducción del diámelro del pellet hasta 1.5 mm incrementa 
marcadamente el consumo de glucosa y la velocidad de degradación de la Jignina. 

La razón por Ja cual la agitación de Jos cultivos suprime Ja producción de la ligninasa y 
Ja degradación de la Jignina, aun no esta del todo clara, se ha propueslo (Rajagopalan e Irvine, 
1990) que la inactivación mecánica de la enzima es posiblemente Ja causa de que Ja acumulación 
de la enzima sea baja o nula en cultivos agitados. Cuando se emplean altas velocidade¡ de 
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agitación (100-200 rpm), se crean grandes fuerzas mecánicas que originan la desnaturalización 
de la ligninasa. La agitación parece afectar la actividad catalítica de la ligninasa pero no afecta 
aparentemente la velocidad de producción de la enzima o la fisiología del hongo. Los detergentes 
(Tween 20, Tween 40, Tween 60, Tween 80 y CHAPS; son capaces de proteger a la ligninasa 
contra la inactivación mecánic:a. por la agitación, mediante la unión de la ligninasa a los sitios 
hidrofflica de la micela del detergente, o por la unión de la enzima a monómeros de detergente 
que posiblemente formen un complejo resistente a la desnaturalización mecánica. Los trabajos 
realizados por Rajagolapan e Irvine revelan que la inactivación debida a la agitación es 
reversible, es decir, cuando la velocidad de agitación es disminuida (de 150 a 30 rpm), se puede 
recobrar la actividad enzimáica. 

Otro factor importante es el pH, P. chrysosporium metaboliza óptimamente la lignina 
cuando crece a un pH aproximado de 4.5, por arriba de 5.5 y abajo de 3.5 ocurre una 
marcada supresión de la actividad. Por lo que es necesario controlar cl pH durante la 
degradación de la lignina. A ese respecto se han probado varios amortiguadores con el fin de 
obtener un buen control de esta variable durante el cultivo de P. chrysosporium. De esta manera 
se encontró que el acetato de sodio resulla tóxico para el hongo, el succinato es metabolizado 
por el microorganismo, el aconitato por alguna razón interfiere en el metabolismo (aunque no 
en el crecimiento), el oftalato inhibe la actividad del sistema enzimático (Feen y Kirk, 1979). 
Experimentos posteriores mostraron que el 2,2-dimetilsuccinato (pH 4.5) es superior que el 
oftalato y que este compuesto. no es utilizado como nutriente para el crecimiento. 

La actividad ligninolítica se presenta a los cuatro días de crecimiento, aún cuando la 
lignina no ha sido introducida, lo que demuestra que ésta no es necesaria para que se presente 
el sistema enzi!Mtico y que se requiere la síntesis de proteínas después de 3 1~ días para que se 
presente la activi<1a4. La presencia o ausencia de lignina no afecta el tiempo de aparición o el 
nivel de la actividad. Así, el sistema ligninolftico en P. chrysosporium se produce al final de la 
fase exponencial de crecimiento (o cuando se alcanza la fase de crecimiento estacionario) en 
respuesta a un cambio intrínseco en el metabolismo y no en respuesta a la lignina (Keyser y 
Kirk, 1978). 

Se ha observado que la actividad enzimática se presenta justo en el momento en que se 
agota la fuente de nitrógeno, carbono o azufre, lo que podría indicar que el empobrecimiento 
de este nutriente está asociado con la producción del sistema enzimático. Lo anterior ha sido 
comprobado por Keyser y Kirk (1978), quienes utilizaron tartrato de amonio como única fuente 
de nitrógeno y cuantificaron el nitrato residual en el medio a la par con la actividad enzimática, 
encontrando que el nitrógeno se agotó a las 24 hrs y que la actividad se presentó a las 96 hrs 
(entre 1 y 2 días después del agotamiento de la fuente de nitrógeno), esto debido a la actividad 
de la enzima amonio permeasa que se activa bajo una limitación de nitrógeno y que alcanza su 
máxima actividad a las 48 hrs. 

La fuente de nitrógeno no tiene un efecto significativo en la degradación de la lignina, 
pero su concentración la afecta de manera crítica, un exceso de nitrógeno, reprime la aparición 
de la actividad ligninoUtica (Keyser y Kirk, 1978; Ian, 1979; Tonnon, 1989) y la adición de 

38 



nitrógeno a cultivos que ya la presentan, disminuye esta actividad considerablemente (Keyser y 
Kirk, 1978; Fen y Kirk, 1981), lo cual comprueba nuevamente que el agotamiento de la fuente 
de nitrógeno tiene alguna conección con la producción de la enzima ligninolítica. 

Kirk (1980), estableció que la concentración óptima de nitrógeno es de 2-3 mM, una 
concentración menor o por arriba de esta suprimen la producción del sistema enzimático. 
Keyser y Kirk (1978) en base a sus estudios, sugieren la siguiente secuencia de eventos 
fisiológicos después de la inoculación de esporas en el medio (bajo una atmósfera de 100% de 
oxigeno): 

De las O a las 24 h, ocurre la germinación de las esporas, el crecimiento exponencial 
(medido por la sfntesis de DNA) y el agotamiento de Ja fuente de nitrógeno. 

De las 24 a ·las 48 h, termina Ja fase de crecimiento exponencial y activación de Ja 
amonio permeasa Jo que demuestra el agotamiento del nitrógeno. 

De las 72 a las 96 hr, se presenta la actividad ligninolítica. 

Hasta ahora no se conoce con claridad el mecanismo por el cual el nitrógeno activa o 
inactiva Ja aparición del sistema enzimático. 

Cuando se descubrió el efecto de este nutriente, por primera vez, se reconoció que la 
inhibición pod!a deberse a una competencia por cofactores del metabolismo del nitrógeno, 
necesarios para la degradación de la lignina o directamente por inhibición del sistema 
ligninolftico. Sin embargo, Fenn y Kirk (1981), en base a sus estudios, sostienen que lo que 
ocurre es una represión más que una competencia o una inhibición. Ellos se basan en el hecho 
de que al adicionar un exceso de nitrógeno al sistema, cl efecto negativo se presenta varias horas 
después, Jo que no ocurrirla si se tratará de una inhibición o competencia ya que estas suceden 
muy rápidamente, además, ocurre una represión idéntica en la síntesis de protefnas tanto por Ja 
adición de nitrógeno como por Ja adición de ciclohexamina, lo que descarta Ja competencia por 
cofactores, por último, Ja actividad ligninolftica puede inducirse por una limitación de carbono 
o azufre (Jan, 1979; Jeffries y Choi, 1981; Tonnon F., 1989) en presencia de nitrógeno a 
concentraciones que serian supresivas en cultivos de nitrógeno limitado, s( el mecanismo fuera 
competencia o inhibición. 

Otra explicación del efecto negativo de una alta concentración de nitrógeno, es que esta 
condición promueve el rápido agotamiento del sustrato de crecimiento (glucosa), que es esencial 
para el metabolismo de la lignina. Una última explicación posible es que el nitrógeno regula Ja 
sfntesis de uno o más componentes del sistema ligninolftico (Kirk y Schultz, 1978). 

Ciertos compuestos incrementan Ja actividad de la ligninasa cuando se adicionan a los 
cultivos. Desde hace varios años ya se habla demostrado que los detergentes no iónicos como 
cl Tween 80, Tween 20, Tween 40, Tween 60 as! como el ácido oleico (Asther, 1987) 
incrementan marcadamente la producción extracelular de ligninasa en cultivos agitados de 

39 



P.chrysosporlwn. La concentraeión más comdnmente empleada es de 0.05%. El efecto positivo 
del Tween 80 puede revertirse sf éste se adiciona en exceso, ya que a concentraCiones de 0.1 % 
o mayores previenen la producción de la enzima. 

Anteriormente se mencionó que el efecto positivo de la adición de Tween 80 en el 
aumento de la actividad enzimilica se debía a que este detergente protege a la enzima contra la 
inactivación, sin embargo, existe O(ra propuesta más posible; este detergente modifica la 
permeabilidad de la membrana de las células, lo que incrementa el transporte de nutrientes, entre 
ellos el oxígeno, dentro y fuera de la célula (Reese y Maguire, 1969). Otra explicación que se 
ha considerado es que los ácidos grasos insaturados y saturados liberados durante la hidrólisis 
del Tween 80, sean utilizados por el microorr,anismo, como fuente de energía externa para el 
metabolismo secundario o sirven como inductores para la síntesis de ligninasas (Aslher, 1987; 
Rajagopalan e lrvine, 1990). 

Como se mencionó anterionnente, Kirk, Leisola y Fiechter descubrieron que el alcohol 
veratrllico activa la producción de la lignina peroxidasa. Faison (1985) consiguió incrementar 
el título de Ja actividad ligninol!tica en 20%, al adicionar alcohol veratrnico a cultivos agitados 
a 200 rpm, aunque no alteró el tiempo de producción de la enzima, mientras que Kirk y col. 
(1986) lograron aumentar 2.1 veces la actividad al adicionar 0.4 mM (como lfmite) de alcohol 
veratrnico a cultivos oxigenados cada tercer día. Por su parte Kantelinen y colaboradores (1988), 
lriplicaron Ja producción de la lignin peroxidasa, al adicionar 1.4 mM de alcohol veralrllico a 
cultivos estáticos de Phlebia radiara. 

La velocidad de oxidación de compuestos benzo(a)pirenos por acción de Ja Jigninasa 
también se ve incrementada por la adición de alcohol veratrílico (Haemmerli, 1986). 

La concentración de alcohol verattflico utiliz.ada en cultivos limitados en nitrógeno varía 
desde 0.4 mM (Kirk, 1986) hasta 2.5 mM (Linko, 1992). El aumento en la actividad de la 
enzima, por Ja adición del alcohol veratrnico se relaciona con el aumento de las isozimas Hl y 
H2, la primera aumenta !. 7 veces y la segunda 1.3 veces (Kirk, 1986). 

La adición conjunta de Tween 80 y alcohol veratrílico, estimula una alta producción de 
ligninasa en cultivo• agitados incluso hasta a 200 rpm. 

Plumerochaete chrysosporiwn crece bajo un buen rango de temperatura (25..WºC), Kirk 
(1978), reportó como óptimo 39 a 40ºC tanto para el crecimiento del hongo como para la 
producción de la enzima, sin embargo, varios investigadores (Leisola, Kuwahara, Tqnon, 
Asther, Capdevila, etc.) utilizan 37ºC, mientras que otros emplean 38ºC. Por otro lado, también 
se han conseguido resultados favorables cuando se crece al hongo a una temperatura (37ºCJ y 
ésta después se baja (hasta 30ºC) cuando se alcaiua la etapa de crecimiento secundario. Este 
mismo esquema se ha seguido con la agitación, donde se parte de 180 ó 250 rpm y después se 
disminuye la velocidad a 130 ó 220 rpm. 
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2. HIPOTESIS. 
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La capacidad de Phanerochaete chrysosporiwn CDBB h-298 para decolorar el agua residual 
de Ja producción de pulpa, aumentad al controlar variables que favorezcan el intercambio de 
oxígeno (velocidad de agitación y Tween 80), o que induu:an la producción del sistema 
enzimático (adición de alcohol veratrílico) que interviene en este proceso. 
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3. OBJETIVOS 
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3.1. OBJETIVO GENERAL 

Determinar las condiciones de cultivo adecuadas para la máxima decoloración (y producción 
de ligninasas) del agua residual de blanqueo de pulpa de bagazo de caña para la producción de 
papel, empleando al hongo de la pudrición blanca Phanerochaete chrysosporiwn CDBB h-298. 

3.2. OBJETIVOS PARrlCULARF.S 

Determinar la correlación que existe entre la remoción de color y la producción de 
ligninasas, en el tratamiento de aguas residuales del pulpeo, empleando el hongo de pudrición 
blanca Pluwroduute chrysosporiwn CDBB h-298. 

Ensayar las técnicas para medir color y actividad ligninotrtica en los sobrenadantes del 
cultivo. 

Evaluar el efecto de la velocidad de agitación y de la adición de Tween 80 y alcohol 
veratrílico sobre la remoción de color del agua residual de blanqueo. 
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4. MATERIALES Y METODOS 
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4.1. CINEI'ICA DE CRECIMIENTO DE Phanerochaele chrysosporium EN 
MEDIOKIRK 

El medio Kirk, es un medio de cultivo que permite el desarrollo de la actividad 
ligninolftica, ya que tiene deficiencia de nitrógeno, condición indispensable para estimular la 
síntesis del sistema enzimático. La conposición de este medio de cultivo se presenta en el 
apéndice 9. l. 

A cada uno de los 21 matraces Erlenmeyer, se les adicionaron 30 mi. del medio de 
cultivo y se esterilizaron por calor húmedo a 15 lb/pulg' durante 15 minutos. 

4.1.1. PREPARACION DE LA SUSPENSION DE ESPORAS 

Se hizo crecer a Plumuochtute dirysosporiwnCDBB-298 en tubos de dilución con 25 
mi de agar-extracto de malta al 2%, durante dos semanas a temperatura ambiente y 
posteriormente se almacenó a 4 ºC durante 5 días para una máxima producción de esporas. 

Con una solución estéril de Tween 80 al 0.1 % se lúzo un barrido de esporas y se ajustó 
hasta tener una absorbancia de 0.5 a 650 nm (Kirk, 1984). El ndmero de esporas por mililitro 
de suspensión se determinó por conteo en un hemocitómetro. En este caso resultó ser de 3XIO'. 

4.1.2. INOCULACION Y CONDICIONES DE CULTIVO 

Se inocularon 21 matraces con 3 mi (10% del volumen total) de la suspensión de esporas. 
Los tres matraces restantes se usaron como blanco. Todos los matraces se incubaron 
inmediatamente a 37ºC a una velocidad de agitación de 150 IJlm. Se tomaron muestras por 
triplicado cada 24 hrs. 

Tocias las muestra se filtraron a través de membranas Millipore de 0.45 µm de diámetro 
y se determinó el peso seco. 

4.2. FSTANDARIZACION DE LA TECNICA PARA MEDm COLOR 

4.2.1. PRINCIPIO 

El color se determina mediante comparación, ya sea visual o espectrofotométriearnente 
de las muestras con soluciones coloreadas de concentraciones conocidas. El método patrón para 
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medir color es el de cobalco-platinato, siendo Ja unidad de color el producido por 1 mg de 
platino/litro en forma de ión cloroplatinato (Fresenius, 1988). 

La turbidez ¡:n las muestras causa una gran inteñerencia, incluso cuando esta es ligera, 
hace que el color sea mas fuerte que el real. Por lo tanto, las muestras deben centrifugarse o 
filtrarse (idem). 

El color del agua depende en gran medida del pH de ésta, al aumentar el pH, el color 
aumenta también, por lo que es necesario registrar el pH de las mueslraS analizadas. 

La preparación y la curva de calibración para medir color se muestra en el apéndice 9.2. 
y 9.3. respectivamente. 

4.2.2. PREPARACION DE LAS MUF.'iTRAS 

A todas las muestras ya centrifugadas, se les ajustó el pH a 7.5 debido a que el color es 
dependiente del pH. Se eligió este pH, porque en él, los compuestos cromóforos (ligninas y sus 
derivados) están en equilibrio, a pH mas ácidos o mas alcalinos ocurre la ionización de los 
grupos fenólicos. 

A las muestras ya ajustadas, se les midió su absorbancia en un espectrofot6metro, a una 
longitud de onda de 465 nm, contra agua destilada como referencia. El cálculo de las unidades 
de color se hizo en base a la curva de calibración. 

4.3. FSI'ANDARIZACION DE LA TECNIC.A PARA MEDm ACTIVIDAD 
LIGNINOLITICA 

4.3.1. PRINCIPIO 

La ligninasa cataliza Ja oxidación del alcohol veratrfiico, por el peróxido de hidrógeno 
a veratraldehido. El alcohol no absorbe a 310 nm, mienlraS que el aldehido presenta una intensa 
banda de absorción a dicha longitud de onda. Considerando esta propiedad, se mide la cantidad 
del veratraldehido formado (Tlen y Kirk, 1988). 

Una unidad de enzima se define como la cantidad de veratraldehido formado, expresada 
en nanomoles por minuto por mi de medio de cultivo a temperatura ambiente (Tien y Kirk, 
1986). 

Para determinar Ja actividad ligninoUtica se requiere de un iniciador de la reacción; el 
peróxido de hidrógeno, el cual debe de tener una concentración especifica. Es por ello, que este 
reactivo debe titularse cada vez que se va a utilizar, pues su concentración varía con el tiempo. 
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Para esto, se utiHz6 una solución de permanganato de potasio O. J N. La cual a su vez fue 
titulada con un patrón primario; oxalato de sodio, que debe secarse previamente hasta peso 
constante. 

La concentración del peróxido de hidrógeno se calculó empleando la ecuación: 

%H,o, • Vol. gasta.do (mll x N KHnO, x l. 7 
Factor de dilución 

4.3.2. PREPARACION DE LAS SOWCIONES DE PEROXIDO DE HIDROGENO 

Se emplearon dos concentraciones de peróxido de hidrógeno; 0.1 y 0.4 mM. Para lo cual 
se preparanS dol soluciooea patr6o que pennitieran obtener las concentraciones deseadas al llevar 
100 µI de ésta y aforarlos a 1.4 mi con agua destilada. 

4.3.3. PREPARACION DE LAS SOWCIONES DE ALCOHOL VERATRILICO 

Debido a que el alcohol veratrílico tiene similitud estructural con la lignina, este puede 
emplearse como un sustrato para medir la actividad de la anzima que degrada a la lignina. 

Para el ensayo se prepararon soluciones de alcohol veratrílico para obiener una 
concentración fuia1 de 1 mM, 2 mM, 3mM y 4 mM de alcohol veratrílico al tomar 100 µl de 
las soluciones respectivas y aforarlos a 4 mi. 

4.3.4. PREPARACION DE LA SOWCION REGULADORA DE TARTRATOS 

Como se mencionó, la enzima ligninasa es estable a un pH alrededor de 3-4.5, pero es 
más activa a pH de 3.0, por lo que debe de controlorase el pH en la reacción para la actividad 
enzimática. 

Para ello se preparó una solución reguladora de ;leido tartárico-tartrato de sodio con pH 
final de 3.0. La solución es estable bajo refrigeración, por lo que puede usarse para varlai 
determinaciones. 

4.3.5. MEDICION DE LA ACl'IVIDAD UGNINOLITICA A LAS DIFERENTES 
CONCENTRACIONES DE ALCOHOL VERATRILICO Y PEROXIDO DE 
HIDROGENO 

Se inoculó un matraz Erlenmeyer que conienfa 30 mi del medio Kirk estéril, con 3 mi 
de suspensión de esporas (Abs, 0.5 a 650 nm) Se incubó por diez dlas y el contenido del matraz 
se centrifugó a 10,000 rpm durante 15 min, 4 ºC. El sobrenadante se empleó para dctenninar 
la actividad ligninolltica. 
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Como primer paso se hicieron pruebas bajo Ju condiciones reportadas por Tien y Kirk 
(0.4 mM de H20, y 2 mM de alcohol veratrllico, pH 3.0) pero empleando dos temperaturas: 23 
y 37ºC. 

Para esto se utilizó un volumen de reacción total de 4 mi. A cada tubo se le adicionaron: 
900 µl de sobrcnadante, 100 µl de alcohol veratrilico 300 µ!de solución amortiguadora (pH 3.0) 
y 100 µl de peróxido de hidrógeno, en ese orden (con la adición del peróxido de hidrógeno se 
inicia la reacción). Después de 20 min, exactamente, se leyó la absorl>ancia a 310 nm. 

Con esta prueba se pudo descartar la incubación a 37ºC, ya que la actividad enzimática 
fue mayor a 24 •c .. 

A continuación se hicieron seis pruebas por duplicado, a las diferentes concentraciones 
de alcohol veratrllico y peróxidq de hidrógeno a temperatura ambiente (24 'C) y pH 3.0, como 
se indica en la Tabla I. Las lecturas se hicieron después de 15 minutos a una longitud de onda 
de 310 nm. 

4.4. ANALISIS DEL AGUA RFSIDUAL 

4.4.1, DETERMINACION DE COWR 

Se tomaron 10 mi del efluente (por triplicado). se le ajllifó el pH a 7.5 con :leido 
clorhldrico concentrado y se determinó su absorbancia a 46.S nm. 

Las unidades de color se calcularon en base a la curva de calibración de cloroplatinado 
de potasio. 

4.4.2. DETERMINACION DE NITROGENO 10TAL EN EL AGUA RESIDUAL 

Debido a que el sistema enzimático sólo se manifiesta como una respuesta a la limitación 
de nitrógeno, carbono o azufre, fue necesario determinar el contenido de nitrógeno en el licor 
alcalino para evitar que se excediera la concentnci6n máxima requerida (2-3 mM), y no se 
inhibiera la producción de dicha enzima. Para esta determinación se utilizó el método de Micro­
Kjeldahl. 

4.4.3. PRINCIPIO 

En éste método se calienta hasta ebullición una muestra con ácido sulfúrico, quien oxida 
el nitrógeno a sulfato de amonio y finalmente, éste se convierte en amoníaco por acción de un 
álcali (NaOH). El amoníaco formado se destila y se titula con una solución ácida nonnalizada 
(Lynch, 1990). 
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Tabla I Ensayos de actividad enzimática a diferentes concentraciones de alcohol veralrílico y 
peróxido de hidrógeno. 

PRUEBAS 
REACTIVOS 

1 2 3 4 s 6 

Sobrenadante 900 900 900 900 900 900 
(¡.ti) 

Solución reguladora 300 300 300 300 300 300 
(¡.ti) 

A.V. 1 rnM 100 - - - - -
(µI) 

A.V. 2 rnM 100 - - - -
(¡.ti) 

A.V. 3 rnM - - 100 100 - -
(µ() 

A.V.4 rnM - - - - 100 100 
(µI) 

H20 2 0.l rnM 100 - 100 - 100 -
(µI) 

H,o, 0.4 rnM - 100 - 100 - 100 
(µI) 

A.V.: Alcohol veratrflico, Solucld11ro¡uladorapH3.0 
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Para la delerminaclón, se tomó una muestra alfcuota de S mi (por triplicado) y se colocó 
en un matraz Kjeldahl, enseguida, se adicionaron 2 g de una mezcla de reactivos compuesta de 
2 g de sulfato de potasio por cada SO g de óxido de mercurio. A continuación se adicionaron 
lentamente 2.S mi de ilcido sulñlrico concentrado. Posteriormente, se colocaron los matraces, 
junto con dos blancos de reactivos, en un digestor y se calentaron hasta que las muestras se 
tomaron transparentes, en ese momento, se contó una hora y media y se detuvo la digestión. 

Una vez ya frías las muestras, se lavaron las paredes de cada matraz con agua destilada 
y se solubili1.aron las sales formadas, por medio de agitación en un Roux. Enseguida, se 
procedió a destilar cada muestra en un microdcstilador y se recibió el NH, formado, en un 
matraz Erlenmcyer de 125 mi que contenía S mi de ilcido bórico al 5% y 3 gotas de fenoftaleina, 
como mezcla receptora e indicadora. 

Cuando se colectó aproximadamente 80 mi del destilado, se retiró el matraz y se tituló 
con ilcido clorhídrico 0.01 N. 

El nitrógeno totll se calculó empleando la siguiente ecuación: 

ppm N • IN HCl) (mzf~u~"':'a-Vb) (100) 

4.4.4. DEl'ERMINACION DE AZUCARES 10TALES EN EL UCOR 

El método del fcnol sulfdrico es excelente para determinar casi toda clase de azi!cares, 
incluyendo derivados de azi!car, oligo y polisacáridos. Los reactivos son baratos, fácilmente 
accesibles y estables, se produce un color estable y reproducibles. Bajo las condiciones 
propuestas, el método tiene una exactitud de 2%. 

Se procedió como a sigue: 

1 mi de la muestra diluida (1 mUIO mi agua destilada) se colocó un tubo colorimétrico, 
a continuación se adicionó 1 mi de la solución de fenol al S%, se mezcló y se adicionó 
r.lpidamentc S mi de :leido sulfürico al 96% con agitación, teniendo mucha precaución, ya que 
la reacción es altamente exotérmica. Se esperó entre 20 y 30 minutos. El color amarillo-naranja 
que se produce es estable por varias horas. Se midió la absorbancia a 490 nm. Al mismo tiempo 
se corrieron blancos de reactivos. 

Se preparó qna curva patrón con dextrosa que partió de O mg/ml hasta 1 mg/ml. 
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4.4,5. DETERMINACION DE DBO Y DQO 

Los análisis de demanda química de ox!¡cno (DQO) y demanda bloldglca de oxígeno (DBO) 
fueron realizados en el laboratorio de Ecología del Departamento de Bior=iología y 
Bioingeniería del CINVESTAV. Para el primero, se uliliz6 el método de volumen fijo y para 
el segundo el método de dilucidn. 

4.5. SELECCION DE LA CONCENTRACION DE EFWENTE PARA SU 
DEGRADACION CON Phanerochaete chrysosporium 

4.5.1. MEDIO DE CULTIVO 

El agua residual sc filtró a través de una membrana de 0.4S µm de diámetro para 
eliminar las partlculas. El pH se ajustó a 7.S con :leido clorhídrico concentrado. 

Las concentraciones empleadas para el ensayo fueron: 20, SO, 60, 70 y 80% (v/v). Se 
uliliz6 el medio Kirk como diluyente. 

Para cada concentración se empicaron 6 matraces Erlenmeyer de 12S mi (3 blancos y 3 
problemas), en los cuales se colocaron 30 mi de cada mezcla, respectivamente y se esterilii.aron 
por calor hllmedo a IS lb/pulg' por IS minutos. 

4.5.2. INOCULACION Y CONDICIONF.S DE CULTIVO 

Se prepa:rd una suspensión de cspol2S en una solución de Tween 80 al 0.1 % , hasta 
obtener una absoibancia de 0.5 a 650 nm (3XIO' esporas/mi). De CSla suspensión se inoculó el 
10% del volumen de medio Kirk contenido en la correspondiente mezcla. Los matraces se 
incubaron a 37'C, con agitación de ISO rpm, durante 10 días. 

A cada muestra (blancos y problemas) se le ajustó el pH a 7.S con una solución 
concentrada de hidróxido de sodio y se les determinaron las unidades de color y el peso seco. 

4.6. CINEI'ICA DE DECOLORACION DEL EFWENTE A LA 
CONCENTRACION ELEGID\ 

4.6.1, MEDIO DE CULTIVO 

Se lillraron 600 mi de efluente a través de una membrana Millipore de 0.4S µm de 
diámetro. El pH sc ajustó a 4.S con llcido clorhídrico concentrado. El efluente se transfirió a un 



malJ'll volumétrico de 1 litro y se aforó con medio Kirk. Se ajust6 el pH a 4.S con ál:ido 2,2· 
dimetil SU<:dnico. 

A cada uno de 22 matraces Edenmeyer se les adicionaron 30 mi del medio de cultivo y 
se esterilizaron por calor hdmedo a 15 lb/pulg' por IS minutos. 

4.6.2. INOCULACION Y CONDICIONES DE CULTIVO 

Se preparó una suspensión de esporas de P. chrysosporlum en Tween 80 al 0.1 % (Abs 
O.S a 650 nm). 

Todos los matraces (excepto los blanoos) se inocularon con 1.8 mi (inóculo del 10%) de 
la suspensión de esporas. Ense¡¡uida se incubaron a 37•c con a¡itación de 150 rpm, durante 10 
días. Se tomaron muestru a los dlas O, 2, 3, 4, S, 6, 7, 8, 9 y 10 dlas, las cuales se 
centrifugaron a 10,000 rpm (4ºC) durante IS minutos, al sobrenadante se le determino el oolor 
y al sedimento se le determinó el color adsorbido y el peso seco como a continuación se 
describe. 

Se preparó una solución reguladora de fosfatos de pH 7.S, para lo cual se pesaron 1.52 
g de fosfato de potasio monobásico y 2.88 g de fosfato de potasio dibásico. Se disolvieron juntos 
en 100 mi de agua destilada y se aforaron a 250 mi. El pH se midió y se ajustó, cuando fue 
necesario. 

El sedimento de cada muestr.l se colocd en un homogenizador, se rompió el micelio y 
se adicionaron S mi de la solución reguladora, se homogeniul nuevamente y se filtró a través 
de una membrana de 0.45 µm de dibnetro. El homogenizador se Lwó con otros S mi de solución 
reguladora, esta porción se filtró a través de la misma membrana. 

Al filtrado se le detenninaron las unidades de color y al sedimento el peso seco. 

4.7. CINErICA DE CRECIMIENTO DE Pltanerochaete chrysosporium EN 
:MEDIO KIRK CON INOCULO AUMENTADO 

4.7.l, MEDIO DE CULTIVO 

Se preparó un litro de medio Xirk, se adicionaron 30 mi de éste a cada uno de 24 
matraces Erlenmeyer de 125 mi. Los matraces se esterilizaron por calor Mmedo a IS lb/pulg' 
durante IS minutos. 
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4.7.2. INOCULACION Y CONDICIONES DE CULTIVO 

Se hizo un barrido de esporas de Phmierochazte clryrsosporium con una solución de 
Tween 80 al 0.1 % . La suspensión se ajustó hasta obtener una absorbancia de 1.0 a 650 nm 
(6Xl0' esporasfml). 

Se inocularon los matraces ccn 3 mi de esta suspensión. Se incubó bajo las condiciones 
antes usadas, durante once d!as y se tomaron muestr.I! cada 24 h. 

4.7.3. DETERJ\UNACION DE PESO SECO Y ACTIVIDAD LIGNINOLlTICA 

Cada muestra se centrifugó a 10,000 rpm (4 ºC) durante 15 minutos. Al sedimento se le 
detenninó el peso seco y al sobrenadante la actividad ligninolltica. 

Para medir la actividad enzimática, se mezclaron en tubos de ensayo, 900 µl de 
sobrenadante, 100 ¡d de alcohol vcratrllico 4 mM, 300 µl de solución reguladora y 100 µl de 
peróxido de hidrógeno 0.4 mM. A los IS minutos se midió la absorbancia a 310 nm. 

4.8. EVALU\CION DEL EFECfO DE LA VELOCIDAD DE 
AGITACION, LA ADICION DE TWEEN 80 Y LA ADICION DE 
ALCOHOLVERATRILICOSOBRELADISMINUCIONDECOLOR 
Y LA ACTIVIDAD LIGNINOLmCA 

Para evaluar el efecto de estas variables se empleó un diseilo factorial '1!, se manejaron 
tres variables a dos niveles; uno alto y uno bajo, como se muestra en la Tabla Il. 

Tabla 11 Variables y niveles manejados en el diseilo factorial 21• 

NIVEL 
VARIABLE 

BAJO(-) ALTO(+) 

Velocidad de agitaeión (rpm) 80 150 

Alcohol veratrílico (mM) 0.4 1.5 

Tween 80 (% mlv) 0.05 0.08 
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El n~mero tolal de experimentos para este diseño es de ocho, el desarrollo de la matriz 
correspondiente se muestra a continuación en la Tabla lll. 

Tabla fil Dise~o faclorial 2'. 

EXPERTh¡ENTO 

l 

2 

3 

4 

s 
6 

7 

8 
A• l'U~OI ver.u ICO (mMJ 

B • Velocidad de a¡itac:ldo (rpm) 
C• Tween 80 C" v/v) 

A 

-
+ 
-
+ 
-
+ 
-
+ 

+• 1'11vci ano 

·= Nivel !ajo 

4.8.1. MEDIO DE CULTIVO 

VARIABLES 

B e 
- -
- -
+ -
+ -
- + 
- + 
+ + 
+ + 

Se prepararon cualro medios de cultivo diferenles, para ello primero se disolvieron los 
componentes del medio Kirk en el efluente lillrado y con pH ajustado a 4.5. Antes de aforar, 
se adicionó alcohol vcralrílico y Twcen 80 como se muestra en la tabla IV. 

Después de adicionar los reactivos a las concenlraciones correspondientes, los medios se 
aforaron a un Jilro con agua destilada, (la necesaria para obtener una concentración del 60 % de 
efluente) y se les ajustó el pH con ácido 2,2-dimetil succínico. 

A continuación se colocaron 30 mi de cada medio en 12 matraces Erlenmeyer de 125 
mi. Todos los malraces se esterilizaron por calor Mmedo duranle 15 minulos a 15 lb/pulg'. 
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Tabla IV Medios de cultivo empleados en el diseño factorial 2'. 

MEDIO ALCOHOL VERATRILICO TWEENSO 
(µI) (µI) 

1 60,57 454.S 

2 227.10 454.S 

3 60.57 727.3 

4 227.10 727.3 

4.8.2. INOCULACION Y CONDICIONES DE CULTIVO 

A continuación se tomaron 6 matraces de cada medio (24 en total) y se inoculó la mitad 
con 3 mi de suspensión de esporas ajustada hasta una absorbancia de 1.0 a una longitud de onda 
de 650 nm (6XIO' esporas/mi). Los 12 matraces restantes, sin inocular, se rotularon como 
blancos. Los 24 matraces se incubaron a 37ºC y a 80 rpm, durante 8 días. 

Los matraces restantes (24) se inocularon de la misma manera que los anteriores y se 
incubaron a 37ºC durante 8 días, pero en este caso la velocidad de agitación fue de ISO rpm. 

Todas las muestras se centrifugaron a 10,000 rpm (4 ºC) durante IS minutos, al 
sedimento se le determinó el peso seco y al sobrenadan te las unidades de color. 

4.9. CINETICA DE DECOLORACION BAJO LAS MEJORES 
CONDICIONFS 

4.9.1. MEDIO DE CULTIVO 

El efluente alcalino (600 mi) se filtró a través de una membrana Millipore (0,45 µm), el 
pH se ajustó a 4.5 con ácido clorhídrico concentrado, y se disolvieron los componentes del 
medio Kirk, Posteriormente se adicionaron 60.57 µl de alcohol veratrfiico y 454.50 µI de Tween 
80. Se aforó a un litro con agua desionizada y se ajustó el pH a 4.S con ácido 2,2-dimetil 
succúúco. 

A cada uno de 22 matraces de 125 mi se les adicionaron 30 mi de este medio y se 
esterifü:aron por calor húmedo. 
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4.9.2. INOCULACION Y CONDICIONES DE CULTIVO 

Se preparó una suspensión de esporas de P. chrysosporium en Tween 80 al 0.1 %, 
ajustando hasia una absorbancia de 1.0 a 650 nm (6XIO'. 14 matraces se inocularon con 3 mi 
de esta suspensión y dos se usaron como blancos. Inmediátamente después se incubaron a 37ºC 
y 150 rpm durante 8 días, tomándose muestras a los O, 2, 4, 5, 6, 7 y 8 dfas. 

Cada muestra se centrifugó a 10,000 rpm (4ºC) durante 15 minutos. Al sedimento se le 
determinó el color adsorbido por el micelio mediante extracciones con solución reguladora pH 
7.5 (página 53) asf como el peso seco. Al sobrenadante (10 mi) se le ajustó el pH a 7.5 con una 
solución de hidróxido de sodio concentrada y se le midió la absorbancia a 465 nm. 

4.9.3. DETERMINACION DE LA ACTIVIDAD LIGNINOLITICA 

Se colocaron 900 µl de sobrenadante en tubos de ensayo, a continuación se adicionaron 
100 µl de alcohol veratrílico 4 mM, 300 µl de solución reguladora pH 3.0 y 100 µl de peróxido 
de hidrógeno 0.4 mM. Exactamente 15 min después, se leyó la absorbancia a 310 nm. 

4.9.4. DETERMINACION DE GWCOSA RESIDUAL 

4.9.S. PRINCIPIO 

La glucosa es transformada por la enzima glucosa oxidasa, a ácido gluc6nico, 
produciondo simullllnemente una cantidad equimolar de peróxido de hidrógeno, el cual a su vez 
reacciona con el fenol y la 4-aminofenazona en presencia de peroxidasa, produciendo un 
compuesto rojo violeta (antipirilquinonimina en cantidades proporcionales a la glucosa presente 

. en la muestras (Chaykin, 1966; Lynch, 1990). 

La reacción es lineal hasta concentraciones de 380 mg/dl de glucosa. Concentraciones 
mayores requieren dilución de la muestra. La reacción se presenta a continuación: 

Glucosa + 0 2 + H20 Ac. gluc6nico + H20 2 

2 H20 2 + 4-aminofenazona + Fenol Quinonimina + 4 H20 

Se hizo una dilución 1 :3 (1 mi muestra/2 mi agua destilada) a todas los sobrenadan tes 
de las muestras. 20 µl de esta dilución se colocaron en tubos de ensayo y se adicionaron 2 mi 
del reactivo de colcir. Después de 30 min. se leyó la absorbancia a 520 nm. Para calcular la 
concentración de glucosa se preparó un patrón de referencia mezclando 2 µl de solución de 
glucosa (100 mg/dl) y 2 mi del reactivo de color, se leyó a los 30 minutos. La concentración 
de la glucosa se calculó empleando la siguiente ecuación: 
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Concentraci6n de glucosa • ~ P: >< 100 mg/dl 

Donde: 

Ab Pr = Absoibancia del patrón 
Ab P = Absorbancia del problema 

4.9.6. DETERMlNAClON DE DBO Y DQO 

Se determinó la DBO por el mé!Odo de dilución y la DQO por el método del volumen 
fijo, a ll'eS blancos y tres muestras (en laboratorio de Ecología del Departamento de 
Biotecnología y Bioingeniería). 

4.9. 7. DETERMINACION DE CWROFENOUCOS 

Se determinó la concentración de compuestos clorofenólicos a los blancos y muestras del 
octavo día. Para esto se deben derivar las muestras, ya que tos clorofenoles no poseen las 
propiedades adecuadas par determinarlos por cromatografía de gases. 

Se pesaron 3.6 g. de anh!drido clo~tico y se disolvieron en 12 ml de acetona (para 
tener 300 mg/ml) .• 

A parte, se tomaron 10 mi de sobrenadantc y se colocaron en un matraz Ertenmeyer de 
SO mi rotulado como fase acuosa. Se adicionó, l g de carbonato de potasio y se agitaron para 
su disolución. Posteriormente se adicionaron 10 mi de éter de petróleo y 1 ml de la solución de 
anhídrido acético. Se dejó reaccionar por l minuto, con agitación y se pasó ta mezcla a un 
embudo de separación. La fase orgánica se depositó en otro matraz y a la fase acuosa se te 
adicionaron otros 10 mi de éter y l mi de solución de anhídrido acético. Se agitó otro minuto 
y se volvieron a separar las fases. La fase orgánica se juntó con ta anterior y a la acuosa, se le 
adicionaron otros 10 mi de éter de petróleo y l mi de solución de anh!drido acético. Se agitó 
durante 8 minutos y juntó nuevamente ta fase orgánica y ahora a la fase acuosa se le adicionó 
10 mi de éter de petróleo, se agitó durante un minuto y se separaron tas fases nuevamente. Una 
vez realizado esto, a la fase orgánica se le adicionaron 3 mi de isoctano y sulfato de sodio, para 
eliminar et agua. Por último la fase orgánica se transfirió a un vaso de precipitados y se dejó 
evaporar hasta sequedad, el residuo se aforó a 10 mi con i.'Oetano. De esta dilución, se tomaron 
3 ¡.i y se inyectaron a un cromatógrafo de gases equipado con un detector de captura de 
etecuones y un integrador. 

58 



Los ~ de prepararon de igual manera, la presencia y concentración de los 
compueslOs clorofendticos se determinó comparando tos cromatogramas y considerando la 
dilución. 
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5. RESULTADOS 
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Tabla I Análisis químico del agua residual del blanqueo de la pulpa de bagazo de cai!a. 

ANALISIS VALOR 

pH 9.59 

Color 5366.66 u.e. 
Azllcares Totales 0.26 mg/ml 

Nitrógeno Total 6.30 mgll 

DBO 800.00 mg/I 

DQO 2666.67 mg/I 
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Fl¡ura l. Cuiva de crecimicnro de PhaMrocluute chrysosporlum en medio Kirk. 

Condiciones: indculo del 10'.ll\ (ajustado a O.S a 650 nm), 30 mi de medio, 37ºC y ISO rpm. 
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Figura 2. Decoloración del efluente alcalino a diferentes concentraciones (20, 50, 60, 70 y 
80 % wv en medio Kirk). 

Condiciones: inóculo del 10%, 37ºC, 150 rpm, durante 10 dfas. 
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Flgura 3. Crecimiento micelial, disminución de color y adson:ión de color del efluente alcalino 
al 60% en medio Kirk (V/V), empleado P. chrysosporiwn. 

Condiciones: 30 mi de medio, inóculo del 10%, 37ºC, 150 rpm, duranle 10 días. 
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Figura 4. Decoloración del efluente a diferentes concentraciones en agua, enriquecido con el 
medio basal de Kirie. 

Para este caso los nutrientes del medio Kirie se disolvieron en el efluente ya filtrado y con el pH 
ajustado a 4.5 y se ajustó con agua para oblellcr una concenttación del efluente del 50, 009', 
80 y 100%. 
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Figura 5, Actividad ligninol!tica y peso seco de P. chrysosporiwn en función del tamaño de 
inóculo. 

Crecimiento del hongo y actividad enzimática utilizando el inóculo normal (10%): o---Q y 
A--A respectivamente; crecimiento y actividad enzimática empleando el inóculo aumentado 
(20%): o-o y A-• respectivamente. 
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Figura 6. Disminución de color del efluente alcalino en función de la velocidad de agitación, 
la adición de Tween 80 y alcohol veratrílico. 

Condiciones: 30 mi de medio, 37'C, inóculo del 20%, tiempo de incubación 8 dlas; 1: 0.4 mM 
de alcohol veratrflico, 80 rpm, 0.05% de Tween 80; 2: 1.5 mM de alcohol veralrflico, 80 rpm, 
0.05% de Tween 80; 3: 0.4 mM de alcohol veratrflico, 150 rpm, 0.05% de Tween 80; 4: 1.5 
mM de alcohol veratrflico, 150 rpm, 0.05% de Tween 80; 5: 0.4 mM de alcohol veratrílico, 80 
rpm, 0.08% de Tween 80; 6: 1.5 mM de alcohol veratrllico, 80 rpm, 0.08% de Tween 80; 7: 
0.4 mM de alcohol veratrflico, 150 rpm, 0.08 % de Tween 80; 8: 1.5 mM de alcohol veratrflico, 
150 rpm, 0.08% de Tween 80. 

67 

(J) 

o 
rn 
a_ 



86.94 82.42 

e 
a. (+) .::. 150 87.18 e .., 
ü 
.'! 

°' .. 
76.83 47.~ " 'D 

'D 
C·l 0.08 ~'\ .. 

'D 80 (·) 
ü 52.68 73.35 o.os "º \:'. o 
~ (-) (+) ~··~ 

0.4 1.5 

Alcohol veratrlllco (mM) 

A V TDEG 

52.68 
+ • • 73.35 a 
• + • 87.18 b 
+ + • 85.35 ab 

+ 76.83 e 
+ • + 47.81 ac 
• + + 86.94 be 
+ + + 82.42 abe 

A = Alcohol veratríllco 

·V = Velocidad de agitación 

T m Tween 80 

DEG • % de degradación 

Figura 7. Representación c~bica de los resultados del diseño factorial 23 
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Tabla Il Efe<:to de las variables esiudiadas sobre la decoloración del efluente 

EFECTO ESTIMACION 

Efectos Principales 

Alcohol veralrílico (A) -3.6700 

Velocidad de agitación (B) 22.8050 

Tween 80 (C) -1.1425 

Jnteraccion entre dos factores 

AxB 0.4975 

Axe -13.0950 

BxC --0.4450 

Interacción de tres factores 

AxBxC 11.7475 
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Figura 8. Representación gr.!fica de las interacciones entre las variables: concentración de 
alcohol veratrllico, velocidad de agitación y concentración de Tween 80. 
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Tabla fil ANOV A para el diseño factorial 2'. 

FUENTE 

Intercepto 

A 

B 

AB 

e 
AC 

BC 

ABC 
··--·---• •VdcdiW••~ 

C•TltteallO 

G.L. 

1 

1 

1 

1 

1 

1 

l 

l 

s.c. 
-

54.0225 

2080.2721 

0.9900 

S.2212 

685.9161 

685.9161 

0.7921 
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103.6530 0.0001 

-2.S710 0.0331 

1S.9S60 0.0001 

0.3480 0.7368 

-0.7990 0.4472 

-9.1620 0.0001 

-0.3110 0.7635 

8.2190 0.0001 
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Flgura 9. Curva de probabilidad normal para los residuales del diseño factorial 2'. 
V= valores de probabilidad, ABSEFF = efecto de las variables. 
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Flgurn 10. Cinética de decoloración del efluente alcalmo ~ 60% (v/v), bajo las mejores 
condiciones obtenidas 

Condiciones: Inóculo del 20% (6Xl06 esporas/mi), 37ºC, 150 l¡Jm, 0.4 mM de alcohol 
veratrílico, 0.05% de Tween 80, durante 8 días. 
El porciento de decoloración fue del 87.30%, la reducción de la DBO fue del 44.53% (DBO 
inicial: 8111.19 mg/ml, DBO final: 4498.87 mg/ml) y la disminución de la DQO fue del 
34.55% (DQO incial: 14TI7.76 mg/ml, DQO final: 9671.10 mg/ml) 
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Tabla IV Degradación de los compuestos clorofenólicos contenidos en el efluente alcalino. 

COMPUESTO DEGRADACION (%) 

Diclorofenol 32.68 

2,4,6, Triclorofenol 71.99 

Triclorofcnol 16.60 

2,3,5,6 Tetraclorofenol 54.99 

Pentaclorofenol 90.86 
Co )DdlCIOOCI: uu .... de enueote, IOOCUIO del ~u .. \W"'V uporaumt}i ~ ... , l:>u rpm, U.4 o M 
de alcohol verattílico, O.OS~ deTweeo 80, durante 8 dW. 
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Figura 11. Comparación de la actividad ligninolltica de P. chrysosporlum baja las diferentes 
conaictones empleadas. 

1. Jnóculo normal (10%): el inóculo se ajustó a 0.5 de absorbancia a 654 nm; 2. Inóculo 
aumentado (20%): el inóculo se ajustó a !.O de absorbancia a 650 nm y 3. Las mejores 
condiciones obtenidas: inóculo del 20%, 0.4 mM de alcohol veratrflico y O.OS% de Tween 80. 
Todos se incubaron a 37ºC y a ISO rpm. 
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6. DISCUSION DE RESULTADOS 
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6.1. ANALISIS DEL EFLUENTE 

En Ja Tabla r, se muestran Jos resultados de Jos análisis realizados al agua residual sin 
tratamiento. Se observa que el efluente tiene un bajo contenido de nitrógeno total, por Jo que no 
es necesario hacer un ajuste de Ja fuente de nitrógeno en el medio de cultivo, ya que no rebasa 
el límite requerido (2-3 mM), reportado por Kirk y col. (1985), para que se induzca Ja síntesis 
del sistema enzimático que interviene en Ja degradación de la Jignina y sus derivados clorados. 

Tampoco el contenido de azúcares reductores es elevado para efectuar la composición del 
medio basal Kirie, ya que, sólo contiene 2.6 mg/l y además,la glucosa se está adicionando en 
exceso, esto es, !O g/J. 

6.2. CINETICA DE CRECIMIENTO DE Plzaneroclzaete cl1rysosporium EN 
MEDIOKIRK 

En la Figura J se presenta Ja curva de crecimiento de Phanerochaere chrysosporiwn 
CDBB h-298 en medio Kirie. En esta gráfica se aprecia la fase de crecimiento exponencial 
comprendida entre el día O y 3, Ja fase de desaceleración en el 3-4 dla y Ja fase de crecimiento 
estacionario desde el día 4 al 7, después se observa un incremento en el peso. 

Según los reportes de Keyser y Kirk (1978), la fase de crecimiento exponencial termina 
en el segundo dla de incubación y Ja actividad ligninolítica se presenta 3 días después del 
agotamiento de Ja fuente de nitrógeno (0-24 hr) ó J-2 dlas después de que termina la fase de 
crecimiento acelerado. En el mismo reporte (Keyser y Kirie, 1978), el hongo agota la fuente de 
nitrógeno cuando alcanza un peso seco de aproximadamente 0.553 gil, considerando esto, se 
podría decir, que en este caso, la fuente de nitrógeno se agotó en el tercer día y no en el primer 
día como se ha reportado, esto explicaría un poco el desfasamiento obtenido en la curva de 
crecimiento, sin embargo, debido a que se trata de otra cepa y se tienen condiciones diferentes, 
esta suposición no .es muy válida. Un parámetro más confiable para poder concluir; es Ja 
velocidad específica de crecimiento (µ), ésta se calculó por regresión lineal y resultó ser muy 
similar a Ja obtenida por Keyser y Kirk (1978). La obtenida aquí fue de 0.03846 hr'1 y Ja de 
ellos fue de 0.0429 hr'1, Jo que da un tiempo de duplicación de J 8.02 hr para Ja primera y de 
16. 15 hr para Ja segunda. Con esta información se puede decir, entonces, que el retraso en el 
crecimiento se debe a otro factor. Es importante considerar que no se trata de Ja misma cepa 
y que las condiciones manejadas en este trabajo y las utilizadas por estos investigadores no 
fueron idénticas (ellos emplearon una temperatura de incubación de 39-40ºC), además manejaron 
condiciones de oxigenación controladas y en este trabajo, se empleó una temperatura de 
incubación de 37ºC y matraces agitados solamente, entre otras diferencias adicionales en las 
condiciones de cultivo. Por Jo que es de esperarse que existan diferencias entre Jos resultados 
reportados y Jos que aquí se obtuvieron ya que son sistemas diferentes. 
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Por otra panc, el aumento en el peso seco que se observa a partir del octavo dla, también 
fue detoc:tado por Leisola y col. (1982, 1983), ello.s observaron una nueva etapa de crecimiento 
del hongo después de que se alcanzó la fase de crecimiento estacionario, as! como Ja slntesis 
intra y extracelular de un poli53cWdo, de tipo glucano, al mismo tiempo que la síntesis del 
sistema Jigninolltico. De esta manera, ellos atribuyeron este incremento en la biomasa a un 
aumento en los carbohidratos unidos a la membrana. 

En este caso, se observó una gran aumento en la viscosidad del medio de cultivo a partir 
del dla 7, lo que dilicultaba mucho la fillr.lCión de estas muestras. Este hecho hizo suponer que 
el hongo estaba produciendo el polisacárido reporwlo por I..dsola. Un análisis de una muestra 
por HPI..C confirmó esta suposición, ya que se detectó la presencia de un polisacárido, aunque 
no se determinó el tipo de poli53cWdo (Arrollo, 1994). 

De esta manera se justificó el incremento en el peso seco, pues al filtrar las muestras a 
través de las membranas de 0.45 µm de diámetro, el polisacárido extracelular fue retenido en 
ellas, lo cual aunado con el incremento en Jos carbohidratos celulares, dió como resultado un 
aumento en el peso seco. 

6.3. SELECCION DE LA CONCENTRACION DEL EFLUENTE 

En la Figura 2, se presentan los porcentajes de decoloración del afluente a varias 
concentraciones (v/v en medio Kirk), en ella se observa que se obtiene una mayor decoloración 
a una concentración del 20%, sin embargo, se seleccionó la concentración del 60% como la 
óptima para la decoloración del efluente ya que tiene un porcentaje de decoloración similar a la 
anterior y por que en ese caso las muestras están más concentradas. 

6.4. CINErICA DE DECOWRACION DEL EFLUENTE DILUIDO AL 
60% (VN) 

En base a lo anterior se corrió una cinética de decoloración del afluente al 60% vlv en 
medio Kirk como diluyente, ésta se muestra en Ja Figura 3. En esta se observa que Ja fase de 
crecimiento exponencial se prolonga hasta el sexto día y Ja fase de crecimiento estacionario se 
presenta entre el sexto y el octavo día, 3 días después del obtenido en la cinética patrón en 
medio basal Kirk. Este desplazamiento puede deberse un poco a que el efluente alcalino, 
contenla una pequeña cantidad de nitrógeno, 6.30 mg/I, es decir, 0.270 mM en el medio con 
60% de efluente, Jo que aumentó Ja concentración de nitrógeno en este, de 2.40 mM a 2.67 
mM, que aunque no se rebasa el limite establecido, si modifica ciertamente el crecimiento del 
hongo, ya que al tener más nitrógeno disponible, el microorganismo crece hasta que éste se 
agota. Esto claro, en el caso de que el nitrógeno presente en el efluente sea asimilable por el 

78 



hongo. 

· En esta cinética se observó la presencia del sistema enzimático en el noveno día de 
cultivo. Como se aprecia, el crecimiento se incrementó en el día 9 y el color del efluente 
disminuyó considerablemente en ese mismo día. Por los resultados de la curva de crecimiento 
y disminución de color se infiere que el hongo está utilizando en esta fase de crecimiento 
compuestos cromóforos (lignina) como nueva fuente de carbono a partir de ese día y por ello 
se registra una disminución en el color y además, un aumento en el peso seco, estos resultados 
podrían ser ocasionados también • que el hongo produce un polisacárido intra y 
extracelulannente al mismo tiempo que se desarrolla la actividad enzimática del sistema, ya que 
este comportamiento se presentó también en la cinética patrón, en donde sólo se empleó la 
glucosa como fuente de carbono teniéndose un aumento en el peso seco. En este caso, al 
disminuir paulatinamente el color en el efluente, indudablemente, están desapareciendo los 
compuestos cromóforos, lo que apoya en parte la suposición anterior. 

Por otro lado, debido a que se observó adsorción de color en el micelio del hongo 
(pellets), se decidió medir la cantidad color absorbido por mg de micelio. Los resultados 
obtenidos se muestran en la Figura 3. En ella se observa que ocurre una máxima adsorción de 
color en el cuarto día y que ésta va disminuyendo paulatinamente hasta el séptimo día, en este 
momento la liberación del color adsorbido se hace más pronunciada. 

El fenómeno de adsorción durante la degradación de la lignina fue observado 
primeramente por Janshekar y col. (1982), ellos observaron que la lignina y sus fragmentos se 
unen al micelio del hongo durante el proceso de degradación con un enlace de tipo covalente, 
el cual se da entre los polisacáridos de la pared celular. De esta manera, la lignina queda 
inmovilizada y es entonces cuando actúan las enzimas ligninolfticas, dando lugar a productos 
solubles en agua y compuestos de bajo peso molecular. Posteriormente, Frederick y col. (1991); 
Schliephake y col. (1993), observaron también la unión de color al micelio durante la 
degradación de efluentes Kraft, el primero la observó en Phollerochtute chrysosporium y el 
segundo en Pycnnporos cinnabarinus (otro hongo de la pudrición blanca). Esto apoya la 
afirmación de que una parte de la ligninasa producida por P. chrysosporiwn se encuentra 
asociada a la pared celuar y justifica el fenómeno de desorción que se presentó en la cinética de 
decoloración del efluente alcalino. 

6.S. EFECI'O DEL AJUSI'E DE NUfRIENTFS EN LA REDUCCION DE 
COLOR DEL AFLUENTE 

En la Figura 4 se muestra la reducción de color del efluente alcalino a diferentes 
concentraciones. En este caso los medios de cultivo se prepararon de manera diferente: los 
componentes del medio Kirk se disolvieron en el efluente (filtrado y con el pH ajustado a 4.5), 
después se aforó a un litro con suficiente agua destilada para obtener la concentración deseada 
de efluente (50, 60, 80 y 100 %). Entonces 30 mi de cada medio se inocularon con 3 mi de 
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suspensión de esporas (Absorbancia de O.S a 6SO nm). Como se observa, esta manera de 
prepara el medio y de inocular resulló en un incremen!ó en los porcentajes de decoloración en 
todas las concentraciones ensayadas, como se observa en Ja Figura 4, además, de que confirmó 
la elección del 60% como la de mayor decoloración del efluente. 

6.6. EFECTO DEL TAMAÑO DE INOCULO EN LA REDUCCION DE 
COWR DEL EFLUENTE ALCALINO 

Debido a que Ja actividad enzilT\i\tica se presen!ó en el noveno dfa, se decidió aumentar 
el inóculo, ya que se observó que cuando el peso seco es mayor de 0.8-1.0 gr aproximadamente, 
la actividad ligninolllica ya es detectable. El inóculo se duplicó con el propósito de obtener la 
actividad enzilT\i\tica en la mitad del tiempo. 

En la Figura 5 se presentan los resultados del incremento en el inóculo (20%, 6XIO' 
esporas/mi) y se comparan con los del inóculo normal (!0%, 3XIO' esporas/mi). Como se 
observa, con un inóculo normal, la actividad se presentó en el no\reno día, cuando el peso seco 
fue de aproximadamente 1.078 gr, lo que confirma lo obtenido en Ja cinética de decoloración. 
En el caso del inoculo aumentado, la actividad se presentó cuando se alcanzó un peso seco de 
aproximadamente 1.276 gr, es decir, en el séptimo día. Cabe haeer notar que el titulo de Ja 
enzima tiene un máximo en e;e día. por lo que se puede suponer que la actividad pudo haberse 
presentzdo desde el sexto día, pero debido a que se muestreó cada 24 hrs, no se pudo detectar 
su presencia, en caso de que se hubiera presentado entre las 23 hrs siguientes al muestreo. Según 
Jos reportes de Kirlé y col. (1978), la actividad ligninolltica se presenta entre el tercer y cuarto 
dla de cultivo, empicando un inóculo del !0%, una temperatura de incubación de 39ºC y una 
presión de oxígeno del 100%, la falta de oxigenación y la temperatura de incubación empleadas 
deben de ser las principales razones por las que se retrasó la aparición de la actividad enzimática 
en este sistema. 

6.7. DISEÑO FACfORIAL 23 

En base a los resultados anteriores se decidió trabajar con un inóculo del 20% y con 
ajuste de nutrientes, para el diseño factorial, el cual tiene como finalidad determinar el efecto 
de las variables manejadas y/o su posible interacción, en la biodegradación del agua residual. 
Los resultados de este diseño se presentan en Ja Figura 6. Como se observa, la mayor 
decoloración se obtuvo con el tratamiento 3, después de ocho dfas de cultivo. Lo¡ tratamientos 
4 y 7 tuvieron un porcentaje de decoloración cercano al tratamiento 3, la diferencia en estos tres 
tratamientos está en las concentraciones de Tween 80 y alcohol veratrllico, Ja velocidad de 
agitación fue Ja misma en los tres, lo que indica que la concentración de estos dos compuestos 
tiene un efecto insignificante en Ja degradación de la lignina, pero la adición de ambos si tiene 
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un efecto significativo cundo se trabaja a en el nivel allo de la velocidad de agitación (ISO rpm). 
La velocidad de agitación de ISO rpm permitió una buena aireación. Se esperarla que a una 
agitación mas alla incrementaría la aireación, sin embargo un experimento, no reportado, en 
donde se aumentó' la velocidad de agitación a 210 rpm, empleando las condiciones del 
tratamiento 3, no logró aumentar el porcentaje de decoloración, ya que éste fue del 87.17%, 
similar al obtenido con el tratamiento 3. 

La selección del tratamiento se realizó, en base a la concentración del Tween 80, y 
alcohol veratrílico, siendo, el tratamiento 3 el seleccionado, debido a que en éste, la 
concentraciones de los dos fueron la mínimas probadas, O.OS% y 0.4 respectivamente. 

En la Figura 7 se muestran los resultados del diseño de experimentos 21 para la 
decoloración del efluente, como una función de la concentración del alcohol veratrílico, de la 
velocidad de agitación y la concentración del Tween 80. Como se aprecia, en el nivel alto de 
la velocidad de agitación se tiene la mayor degrad>Ción, mientras en que el nivel bajo, la 
decoloración es mucho menor. Con alcohol ver.itrilico y Tween 80, no se aprecia un efecto 
sig11ificativo cuando se trabaja en los niveles altos o en los bajos de ~stos, pero cuando se 
combina con una alta velocidad de agitación la decoloración aumenta. 

El análisis de varianz.a (ANOV A) del diseño factorial (mostrado en la tabla m, 
empleando el programa SAS, ratificó lo anterior, ya que este indica que la concentración del 
Tween 80 y del alcohol veratrílico no tienen un efecto significativo en la degradación de los 
cromóforos en el efluente ya que el valor de T calculada para ambos es menor que la de tablas, 
sin embargo, la velocidad de agitación sf tiene un efecto significativo en la decoloración, lo 
mismo que las interacción entre el alcohol velatrílico y el Tween 80 así como la triple 
interacción. 

La comprobación de los efectos calculados se corrobora con los valores reportados en 
la tabla U. Estos valores indican el graílo con que es afectada Ja decoloración del efluente por 
las tres variables estudiadas, as! como el efecto de la combinación de dos y tres de éstas. Por 
Jo que, para el caso del alcohol veratrflico, si se aumenta la concentración de 0.4 a l.S, el 
porcentaje de decoloración disminuye J.67%, por otro lado, si se aumenta la velocidad de 
agitación de 80 a 150 rpm, la reducción de color aumenta en un 22.80%, lo que ratifica una vez 
mas el análisis de varianza. Por otra parte, sí se incrementa la concentración de Tweeo 80, el 
porcentaje de decoloración disminuye 1.14 % • De todos las interacciones entre laJ variables, sólo 
la combinación almhol veratrílico-velocidad de agitación y Ja combinación de la tres tienen un 
efecto positivo en el porcentaje de decoloración, para la primera ésta aumenta 0.2487 % y para 
la segunda 5.87%, eso se corrobora también en la Figura 8, en donde se representan las 
interacciones entre las variables estudiadas. Como se aprecia sólo en la interacción alcohol­
velocidad de agitación se cruzan las líneas de los valores de la variable de respuesta a los dos 
niveles establecidos, lo que indica que si existe interacción entre esas variables. En Ja curva de 
probabilidad normal (Figura 9), también se corroboran Jos efectos calculados por el ANOY A, 
como se aprecia, los ~nicos puntos que no siguen el comportamiento lineal son, la velocidad de 
agitación y a las interacciones alcohol veratrflico-velocídad de agitación y la triple interacción. 
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Confirmando esto que la única variable que afecta significativamente a la reducción de color, 
en el rango seleccionado, es la velocidad de agitación y Ju dos interacciones antes mencionadas. 
Los datos se ajustaron a un modelo cu.adr.ltico representado por la siguiente ecuación: 

DEC = 74.073 • !.839A + ll.40V-0.5713T + 74.076A1 +0.2488AV·6.5462AT ·0.224VT 

Donde: 

A = Conwitración de alcohol veratrflico 
V = Velocidad de agitación 
T = Concentración de Tween 80 

DEC = Decoloración del efluente 

Los re.1ultados de la cinética de decoloración del efluente al 60% (v/v) con las mejores 
condiciones se presentan en la Figura 10. En ella se observa que la actividad enzimática se 
presenta desde el quinto dla, siendo máxima en el séptimo día, la disminución del color fue más 
prominente, también en el quinto día, la adsorción de color fue casi nula a panir de ese 
momen10 y el crecimiento micelial alcanzó su primer máximo también en el quinto día, 
similarmente como ocurrió en la cinética patrón y en la primera cinética de decoloración, el peso 
aumentó después nuevamente, en este caso en el séptimo día. En cuanto al consumo de glucosa, 
se observa que este es pequeño, ya que sólo se consume el 30% aproximadamente, lo que 
coincide con lo reportado anteriormente por Keyser y Kirk (1978), quienes reportan un consumo 
de glucosa do aproximadamente un 40%. 

La reducción del color fue del 87.30 % después de 8 dfa.s, similar a la obtenida en el 
diseño factorial. La baja redu::ción de la DBO (44.53%) se debe principalmente a que se le está 
adicionado glucosa al medio (10 gr/I) lo que incrementa mucho el valoc de este padmetro, pue.s 
como se observó anteriormente, para el efluente sin tralar la DBO fue de 800 mg/I, mientras que 
la del medio de cultivo (efluente enriquecido con glucosa y minerales del medio Kirk) fue de 
8111.099 mg/I, diez veces más alta que el valor inicial. Esto puede evitarse, reduciendo la 
cantidad de glucosa adicionada, ya que como se observó, el hongo sólo consume el 30% de la 
fuente de carbono adicionada. 

En la Figura 11, se presenta la actividad enzimática obtenida bajo las diferentes 
condiciones empleadas. Se obseiva que todas las modificaciones hechas tuvieron un efecto 
positivo sobre el sistema enzimático. Al aumenlar el ínóculo al 20%; se anticipó la síntesis de 
la lignina.sa, pues e.ita se detectó en el séptimo día, por olra parte, al adicionar el Twecn 80 y 
el alcohol veratrílico, manteniendo la velocidad de agitación en 150 rpm, además de prese.nlarse 
cuatro o cinco d!as antes la síntesis del sistema enzimático (con respecto a la cinética inicia), es 
decir, empleando un 10% de inóculo), también aumentó el titulo de ésta de 4.12 a 9.88, 
aproximadamente 5. 7 unidades. 

Por otra parte cuando se cambió el método de separación, de filtración a centrifugación, 
se siguió presentando un aumento de peso después de la fase de crecimiento estacionaria, lo cual 
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puede deberse a la síntesis intracelular del polisadrido, que fue observado por t.elsola y col. 
(1982). Por lo que se considera que la medición del crecimiento micclial por este método, no 
es muy fidedigna, debido a la producción intracelular y excresión del polisacárido antes 
mencionada y/o un nuevo crecimiento del hon¡:o debido al consumo de los compuestos 
cromóforos lóxicos contenidos en el efluente, ya que como se observó, en la figura 10, una vez 
que se alcani.a la fase estacionaria de crecimiento, la glucosa ya no se consume y sin embargo, 
aumenta el peso seco. 

En la Tabla IV, se presentan los compuestos clorofenólicos detectado por cromatografía 
de gases el los filtrados de las muestra! del octavo d!a así como del control del último 
experimento (con las mejores condiciones), en ella se aprecia que todos los clorofenoles 
presentes son degradados por el hongo, unos en menor proporción que otros. El compuesto 
clorofcnólico que más se degradó fue el pentaclorofenol, el cual se redujo en un 90.86%. Esto 
confirma la suposición de que los compuestos tóxícos (cloroligninas y clorofenoles) contenidos 
en el licor alcalino, son utilizados también por el hongo como fuente de carbono, lo que 
justificaría un poco 'el aumentó en el peso debido a un nuevo crecimiento, pues a pesar de que 
se cambió el método de separación se siguió presentado un aumenlo. 
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7. CONCLUSIONES 
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En base a la cinética de crecimiento en medio Kirk, y en el efluente, se concluye que la 
fase de crecimiento estacionario se presenta entre el cuarto y el quinto día de incubación y que 
la actividad enzimática aparece cinco días después, esto en matraces agitados sin oxigenación. 

En base a las cinéticas de decoloración, se concluye que la degradación de la lignina y 
sus derivados se lleva a cabo mediante dos mecanismos, el primero por la unión de estos 
compuestos al micelio fúngico para ser degradados por las enzimas asociadadas a la pared 
celular del hongo y el segundo por la acción de la enzima excretada al medio de cultivo. 

Se concluye, también, que Phanerochaere chrysosporium CDBB h-298 secreta un 
polisacárido al mismo tiempo que aparece el sistema ligninoUtico. Este polisacárido, 
posiblemente, sirve al hongo como una fuente de energía de reserva. 

La velocidad de agitación y la combinación de las variables velocidad de agitación, 
Tween 80 y el alcohol veratrílico favorecen Ja degradación de la lignina y sus derivados, ya que 
existe un cambio apreciable en la decoloración del agua residual debido a éstos factores, la 
velocidad de agitación y el Twecn porque mejoran transferencia de oxígeno y el intercambio de 
nutrientes y el alcohol veratrflico porque activa la síntesis del sistema enzimático. 

Las mejores condiciones para la reducción del color del efluente alcalino empleando a 
P. chrysosporium CDBB h-298 son: 60% de efluente enriquecido con el medio basal Kirk, 20% 
de inóculo, 2.4 mM de nitrógeno, 0.05 % de Tween 80, 0.4 mM de alcohol veratrílico, pH del 
medio de 4.5, 37 'C y 150 rpm. 

Phanerochaete chrysosporium CDBB h-298 es capaz de degradar a la lignina y a los 
compuestos clorofenólicos contenidos en el efluente alcalino, así como reducir el color de este, 
mediante la acción de su sistema enzimático. Lo que lo hace un organismo versátil para la 
degradación de los compuestos tóxicos contenidos en este tipo de desechos. 

Por último se concluye que existe una estrecha correlación entre Ja remoción de color y 
la producción de la ligninasa, en el tratamiento de aguas residuales del pulpeo de bagazo de 
caña. 
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8. SUGERENCIAS 
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Para posteriores investigaciones se sugiere: 

l. Emplear' un método adicional para medir el crecimiento del hongo como la 
determinación de nitrógeno o proteína celular. 

2. Reducir la cantidad de glucosa que se adiciona al medio, esto en base a un desarrollo 
experimental. Pues se sabe que se requiere de un exceso de glucosa para soportar el 
metabolismo de la lignina. 

3. Realizar experimentos de reducción de color empleando el efluente sin diluir y 
oxigenando hasta una saturación del 100%. 

4. Hacer un seguimiento del contenido de clorofenoles y cloroligninas durante la 
decoloración del efluente. 

5. Conservar el efluente estéril en un recipiente peñeelamcnte sellado y almacenarlo a 
0-4 ºC, máximo por uno o dos mes.es. 

6. SI se va a determinar la glucosa residual, emplear sólo el método enzimático, pues los 
método• convencionales no son especificas para este carbohidrato, y como se obsezvó la 
producción de un polisacárido, los valores que se obtienen con estos métodos son 
falsamente altos. 

7. Realizar experimentos para determinar si son necesarias todas las vitaminas 
adicionadas para el crecimiento y la degradación de la lignina, ya que existen reportes 
de que sólo se requieren una de ellas (tiamina), aunque el crecimiento es un poco mejor 
con la mezcla completa (Kirk y Shul!z, 1978). 
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9. APENDICE 
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9.1. COMPOSICION DEL MEDIO DE CULTIVO KIRK 

Para 1 litro de agua desionizada se pesaron las siguientes cantidades: 

KH,PO, ••••••••.••••..••.•••••••.•••.•••.••• , ••.. 200.0 mg 
MgS0.,7H20 •.•••••••••••••••••••••••••••••••••••• SO.O mg 
CaCl, . . . . . . . • . • . • • • . • • • • • • • • • • • • • • • • • • . • . • • • • • • • SO.O mg 
NH,NO, ................. , .. .. .. • .. .. .. .. • • • .. .. • 48.0 mg 
L-asparagina . • . • • • • . . • • • • . • . • • . • . • • • • • • • • • • . • • . • • • • 79.2 mg 
Dextrosa. • . . . . . . . • . . . . . • • . . • . • • • . • • • • • • • • • • • • . • • • . 10.0 gr 
Solución de vitaminas . . . • . . . . • • • • . • • • • • • • • . . • • • • • . . . . • . O.S mi 
Solución mineral . • . . . . . . . • • . . . • . • • • . • . • • . • • • • • . . . • • • . 1.0 mi 
pH (Ajustado con ácido 2,2-dimetilsucclnico) •..•• , •.••••.• , . . . • • 4.5 

Solucldn de minerales 

Para l litro de agua desionizada se pesaron las sigutentes cantidades: 

Acido nitriloacético . • • . . • . . • • . • • • • . • • • . • • • • . • • . • • • • • • . • 5.0 gr 
MnSO.,H,O ...•••.•.••..•••••••.••••••• , .•••••••••• 0.5 gr 
NaCI ........•...•••...••••.•••.••..• , • • • • • • • • • • . 1.0gr 
FeS0,.7H20 .•......••...••••••••••• , •.•• , • • • • • • • • • • 0.1 gr 
CoSO, •......•.•..•..••.••..•• · ·.: • •• :; •. i: . . . . . . . . . 0.1 gr 
ZnSO, ..........•.•••••••••••••• ; ; ••••• , • • • • • • • . . . 0.1 gr 

¡figo:~·º.::::::::::::::::::::~.::::::::':::::::::: :g:g~: 
H,Bo, ................ ; . 10.0 mg 
NaMoO, •.••...•.••.• ;'.;. . ,:; ••• , -•.•••.••.•. 10.0 mg 

Solución de·vitamlnas 

Para 1 litro de agua desionizada se pÓsaron las siguientes cantidades: , .... 
Biotina •.••..•.•••••••••• : •. ; . ~ •••••••••••••.•••.•• 2.0 mg 
Acido fólico .••.••.••..•••••• ";·: •••• ,', .•••.•••..••••• 2.0 mg 
Clorhidrato de tiamina ••.••••••••• ·: ._ ••••••••••..•••••••• 5.0 mg 
Riboílavlna .•.•••...•.••••• '. •••. '. ••••.•••••••••.•••. 5.0 mg 
Clorhidrato de piridoxina • • • • . . • • • • • • • • • • • • • • • • • • • • . . • . • 10.0 mg 
Cianocobalamina . • . • • • • . • . • • • • •• .- • • • • • • • • • • • • • • . . • • • • 0.1 mg 
Niacina •...•...•••.•• , •.•••••••••.•••••••••.•••••• 5.0 mg 
Pantolenato de calcto •••••••••••••••• ; ; ••••••••••••••••• S.O mg 
Acido P'aminobenzoico ••.•••.•.••••••••••••••••.••••••. S.O mg 
Acido dl-6,8-tióctico .- •••.••••••••••••••• ·, ••••••••.•.••• 5.0 mg 
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9.2. PREPARACION DE LA CURVA DE CALIBRACION DE 
CLOROPLATINATO DE POrASIO 

Se pesaron 1.246 g de cloroplatinato de polasio, (equivalente a SOO mg de metal pla!ino) 
y 1.0 g de cloruro de cobalto (equivalente a 250 mg de metal cobalto) y se disolvieron en agua 
destilada que contenía 100 mi de ácido clorhídrico concentrado. Se aforó a 1000 mi con agua 
destilada. Esta solución es equivalente a 500 unidades de color (Taras, 1971). 

A partir de esta solución se hicieron diluciones para obtener desde O hasta 500 unidades 
de color. Se leyó la absorbancia a 46S nm contra agua como blanco. 

Tabla 1 Dilucione.t para pr:cpanr la curva de calibración de cloroplatinato de potasio. 

SOLUCION AFORO UNIDADES DE 
PATRON (mi) COLOR 

(mi) (UC) 

5.0 - 500 

40.0 so 400 

30.0 so 300 

2S.0 so 250 

20.0 so 200 

IS.O so ISO 

10.0 so 100 

s.o so so 
2.S so 25 

o.s so s 
o.o so o 
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Flgura l. Curva de calibración de cloroplatinato de polasio. 

A partir de la regresión lineal de esta curva, "' planteó la siguiente ecuación para calcular 
las unidades de color a las muestras. 

Donde: 

Unidades de color• Y x 4 •993 exio·4 
2 .6944X10"4 

Y = Absorbancia de la muestra a 465 nm. 
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9.3. PREPARACION DE LA CURVA DE CALIBRACION DE 
VERATRALDEHIDO 

Se pesaron 535 mg de veratraldehido y se disolvieron en etanol. La solución se tranfirió 
a un matraz volumétrico y se aforó a 50 mi. Esta solución es sensible a la luz, por lo que debe 
protegerse contra ésta. 

A partir de esta solución se hicieron las diluciones (por triplicado) que se muestran en 
la Tabla 11. Se leyó la absorbancia a 310 nm contra etanol como referencia. 

Tabla Il Diluciones para preparar la curva de calibración de veratraldehido. 

SOLUCION AFORO CONCENTRACION 
PATRON (mi) (nmol/ml) 

(mi) 

0.1 JO.O 10.53 

0.2 10.0 21.06 

0.3 ID.O 31.59 

0.4 ID.O 42.12 

0.5 ID.O 52.65 

0.6 ID.O 63.18 

0.7 10.0 73.71 

0.8 ID.O 84.24 

0.9 JO.O 94.77 

1.0 ID.O 105.31 
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Flgura 2. Curva de calibración de vcratraldchido 

A partir de la regresión lineal de esta curva, se planteó la siguiente ecuación, para calcular la 
cantidad de veratraldchido en los tubos de reacción: 

Donde: 

nmol/ml Veratraldehido = Y - 9 .6830Xl0"3 
9 .1947xl0"3 

Y = Absorbancia de la muestra a 310 nm. 
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m Tiempo de incubación y peso seco de P. chrysosporlwn empleando el medio basal 

TIEMPO PESO SECO 
(Días) (g/I) 

o 0.0003 

1 0.2667 

2 0.4167 

3 0.6200 

4 0.6900 

s 0.7000 

6 0.7400 

7 0.7733 

8 0.9217 

9 0.9417 

10 l.07SO 
.. Condic1onu de cultivo: 30 mi do medio, in6culo dol 10" (a.Jwtado huta 

una ablOrbancia do 0.5 a 6SO nm.), 37'C, 150 rpm., dutaDte 10 dW. 
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Tabla IV Disminución de color del efluente alcalino a varia& concentraciones en medio Kirie 
como diluyente. 

CONCENTRACION PESO COLOR COLOR DECOLORAC!ON 
(\\\, v/v) SECO INICIAL' FINAL' (%) 

(gil) (U.C.) (U.C.) 

20 1.7133 1357.50 224.53 83.47 

so 0.7500 3047.04 822.07 73.02 

60 0.7066 3729.94 699.59 81.24 

70 0.5200 4294.06 2404.36 57.26 

80 0.3766 4769.12 2096.31 56.04 
, JJ1&nco1: matraca uic11meycr1:00 N m1 oe i.a IDOULA oe e11ue-.__. .-... ....... •• ...,.......1entc~ llD.IDOCUiar. 

2. Matraces inoculadoe coa 10" do swpeuido de esporu de P. claryl0.lp0ri1111t ea relacióo al medio Kirk eo cada 
mezcla. 
Amboi incubad01 • 37•c y 150 rpm dun.ote 10 díu. 
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Tabla V Decoloración del efluente alcalino al 60 % en medio Kirk como diluyente, empleando 
P. chrysosporlum. 

TIEMPO PESO SECO COLOR COLOR ADSORBIDO 
(Olas) (gil) (U.C.) (U.C./g micelio) 

o 0.00066 3470.13 0.00 

2 0.18500 3154.67 1421.72 

3 0.24500 3214.06 1415.40 

4 0.27540 3071.17 1942.40 

5 0.31166 2985.81 1378.14 

6 0.38666 2900.72 1912.19 

7 0.36333 2898.59 1908.85 

8 0.38166 2638.79 1420.70 

9 0.53499 1182.07 668.72 

10 0.57333 1430.73 425.87 
..........._toDU: .suma oe ~lo: euu.e ... r~ _ .. \W\Uflh UlOCUlO 

del 10~. 37•c, 150 rpm, duranie 10 dCu. 
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Tabla VI Disminucidn de color del efluente alcalino a varias concentnclone1 con ajuste de 
nutrientes empleando a P. chrysosporlum. 

CONCENI'RACION PESO COLOR COLOR DECOLORACION 
<"· v/v)

1 SECO INICIAL FINAL <"> (gil) (U.C.) (U.C.) 

so 1.3328 2S46.00 398.97 84.33 

60 1.7086 2991.36 412.SS 85.21 

80 l.7T17 4041.69 2411.S7 40.33 

100 2.0110 Sl92.2S 2418.S7 S3.42 
• ,,e, .. ._mroa M» c:ompomll&el oea ~ ...... ea.,, ~-n ----19'-

a pH 4.S, • atord a u litro coa a¡WL dMtilada 7 el pH • IJQllld coa. leido 2,2-dimlitil succfrú,co. ~de 
cultivo: 30 mJ. de medio, iocScu1o 10 " (l mJ) para todu lu cooecotnciooea, 37•c, 150 rpm, daran1e 10 díu. 
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Tabla Vll Cttcimiento y actividad ligninolítica de P/uwrochaete chrysosporlum en función del 
tamaño de inóculo. 

Inóculo normal1 Inóculo aumentado' 

TIEMPO PESO SECO ACTIVIDAD• PESO SECO 
(d!as) (gil) {gil) 

o 0.0067 0.000 0.0850 

2 0.4633 0.000 -
3 0.5317 0.000 0.7766 

4 0.6467 0.000 0.8333 

s 0.7667 0.000 l.0416 

6 0.7367 0.000 1.2266 

7 0.9383 0.000 l.2733 

8 0.9533 0.000 1.4933 

9 1.0783 1.026 1.5360 

10 1.1067 4.120 1.8116 

11 - - 1.8333 

l. El iDdculo se ejwt6 a 0.5 de ~ta a una loa.¡itud de oMa do 6SO nm. 
2. El lodclllo ,. lj...S a 1.0 de lhloclJancia a uu loqitud de onda de 650 llDl. 
• La actividad eQJ:imidca cst4 dada ezl nmoUmin.ml 
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ACTIVIDAD• 

0.000 

-
0.000 

0.000 

0.000 

0.000 

3.547 

2.618 

1.678 

0.000 

0.000 



Tabla VDI Efecto de la velocidad de agitación, adición de Tween 80 y alcohol veratr111co sobre 
·la disminución de color del efluente alcalino al 60%. 

EXPERIMEN1'0 PESO SECO COLOR COLOR DECOLORACION 
(gil) INICIAL FINAL (%) 

(U.C.) cu.e:¡ 
[' 1.1888 2186.00 823.64 52.68 

2' 0.9877 2230.53 704.54 73.35 

3' 1.5622 2119.19 269.07 87.18 

4• 1.3700 2237.96 348.25 85.35 

5' 1.2375 2178.58 595.61 76.83 

6' 1.0555 2163.73 911.14 47.81 

7• 1.5966 2129.09 313.60 86.94 

8' 1.3011 2100.64 368.04 82.42 

Coodicionet: 30 mi de medio, 37'C, in6culo del 201, tiempo de incubación 1 dCu, a: 0.4 mM de alcohol 
veratrflico, 80 rpm, O.OS" de Tween IO. b: t.S mM de alcobol veratríliw, so rpm, 0.05% de Tweea 80. e: 0.4 
mM de akobol vontrílico, 1SO rpm, O.OS" de Tweea IO. •: J,S mM dealcdd Ycratrruco, 150 rpm, O.OS" de 
TWHll IO. •: 0.4i:Dtde alcohol veratrilico, 80 rpm, O.OI" de TWMD SO. (: 1.5 mM de alcohol ventrílleo, 80 
rpm, 0.08" del'wun 80. ¡: 0.4 mMde alccHI veratrilico, ISO rpm, O.O&" dol'weea IO. ll: J.S mMdeaJcobol 
veratrilico, ISO rpm, 0.08" de Tween 80, 
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Tabla IX Decoloración del afluente alcalino con las mejores condiciones empleando a 
PhaMrochaete chrysosporlwn. 

TIEMPO ACTIVIDAD PESO COLOR COLOR GLUCOSA 
(días) ENZIMATICA SECO (U.C) ADSORBIDO (gil) 

(nmol/mil.min) (gil) (U.C./g) 

o 0.000 0.007 2044.96 0.000 9.826 

2 0.000 0.435 1948.47 1766.090 9.019 

4 0.000 0.766 1306.40 368.220 9.623 

5 2.670 0.922 532.58 217.440 8.336 

6 6.1108 0.820 356.29 260.240 7.141 

7 9.815 1.013 278.35 214.320 6.897 

8 5.473 1.053 259.78 214.990 7.012 

Condiciones: 30 ml de medio, lSO rpm, o.os,; de twun 80, 0.04 mM dcalcobolveratrílico, 20% de incSc:ulo, y 
J7•c, durante 8 días. 
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Fl¡¡ura 3. Cromatograma del efluente sin tratar diluido al 60% y enriquecido con los 
componentes del medio Kirk, O.OS% de Tween 80 y 0.4 mM de alcohol veratrflico. 
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F1&11ra 4. Cromatograma del efluente diluido al 60%, tratado con Phanerochaete chrysosporium 
durante 8 días, empleando las mejores condiciones. 
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