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Stereum hirsutum, un basidiomicete responsable de la pudrición blanca de la
madera, mostró un buen desarrollo durante un proceso de fermentación en
estado sólido. Esta se realizó en salvado de trigo, salvado de soja o en una
mezcla de ambos. En salvado de soja presentó la mayor actividad decolorante
sobre xilidina (Ponceau 2R ), índigo-carmín y verde de malaquita. Se
obtuvieron valores óptimos de decoloración y detoxificación con una relación
de 30 g de peso fresco (sustrato+hongo) en 500 ml de solución de verde de
malaquita, con una actividad lacasa de 42 U/l. El proceso de decoloración 
se llevó a cabo sin el agregado de nutrientes ni de mediadores. Los máximos
de decoloración no fueron coincidentes con las máximas actividades
enzimáticas, pero la acción oxidante de la lacasa producida por S. hirsutum
sobre los colorantes quedó confirmada con el análisis electroforético, que
permitió relacionar la actividad de dicha enzima y su acción decolorante,
utilizando geles teñidos con índigo-carmín y con verde de malaquita, con
ABTS (2,2’-azino-bis-3-etil-benzotiazolin-6-ácido sulfónico) como mediador. 
La detoxificación se estableció en base al crecimiento de Phanerochaete
chrysosporium, un hongo sensible al verde de malaquita.
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Stereum hirsutum (Wild) Pers. action in dye
degradation

Stereum hirsutum, a white rot fungus, has a good growth in solid state
fermentation. This was carried on with wheat bran, soy bran and a mixture of
both. Mycelia grown on soy bran showed the highest decolorization activity on
Ponceau 2R (xylidine), indigo carmine and malachite green. Optimal
relationship between decolorization and detoxification of malachite green was
30 g of fresh weight (mycelia plus substrate) in 500 ml malachite green
solution, 42 U/l of laccase was measured in this solution. Decolorization was
carried on without the addition either of nutrients or mediators. Conditions for
maximal decolorization did not agree with those for maximal ligninolytic
enzyme production, but effectiveness of laccase activity on decolorization was
evidenced by electrophoretic analysis, that allowed laccase identification and
its decolorization activity in gels stained with indigo carmine and malachite
green, with ABTS as mediator. Detoxification was assayed using the sensible
fungus Phanerochaete chrysosporium.
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Grandes cantidades de compuestos aromáticos re-
calcitrantes son volcados al medio ambiente año tras año.
Los procesos de biorremediación permiten reducir la toxi-
cidad de estos compuestos, disminuyendo su impacto so-

bre el ambiente. Los basidiomicetes de la pudrición blanca
son organismos promisorios para ser aplicados en procesos
de biorremediación [18], ya que producen exoenzimas oxi-
dativas que pueden degradar dichos compuestos xenobió-
ticos. Pertenecen a este grupo de enzimas las peroxidasas
ligninolíticas con alto potencial redox (lignin peroxidasa,
manganeso peroxidasa y peroxidasa versátil) y las oxida-
sas como la lacasa [13].

La capacidad degradativa de estos hongos ha sido
ampliamente estudiada tanto actuando sobre hidrocarbu-
ros aromáticos [24], dibenzo-p-dioxina, dibenzofuran,
bifenilo y difenil éter [14], verde de malaquita [17], y en
la reducción de contaminantes derivados de la industria del
papel [2,20]. Los derivados de la industria textil son tam-
bién una importante fuente de contaminación que alcanza
volúmenes de alrededor de 800 kt/año. La similitud exis-
tente entre la estructura química de los monómeros de la
lignina y de los colorantes industriales hace posible la apli-
cación de las enzimas extracelulares de los hongos de la



pudrición blanca de la madera en la degradación de di-
chos colorantes [9,22,27]. Las investigaciones recientes 
en biorremediación utilizando estos organismos muestran
una clara tendencia al uso de mecanismos basados en la
acción de las enzimas purificadas e inmovilizadas en
columnas [1], la acción biológica del micelio puesto en
contacto con los residuos contaminantes [7], o el uso del
micelio inmovilizado en soportes sintéticos o naturales con
mecanismos de retroalimentación [4,23].

Stereum hirsutum es un basidiomicete de la pudri-
ción blanca con una alta producción de lacasa y manga-
neso peroxidasa en medio líquido [15], y con un un pro-
fuso crecimiento en fermentación en sustrato sólido. En
este trabajo se analiza el poder de decoloración y detoxifi-
cación de S. hirsutum sin la aplicación de co-sustratos,
mediadores o nutrientes en el sustrato sólido, tal como
como ocurre en otras especies [5,19], con el fin de encon-
trar un sistema de decoloración de colorantes industriales
de aplicación sencilla y económica.

Material y métodos

Organismos. Se utilizaron las cepas de colección 
S. hirsutum BAFC 2234, y Phanerochaete chrysosporium
BAFC 232 y BAFC 246. Estas fueron mantenidas en tubos

pico de flauta con medio de agar extracto de malta (agar
2%, extracto de malta 1,2% y glucosa 1%) a 4 °C.

Condiciones y medios de cultivo. Se utilizó como
sustrato sólido salvado de trigo, salvado de soja o una mez-
cla de ambos en proporción 1:1. Todos los cultivos se desa-
rrollaron a 28 °C, en matraces tipo Erlenmeyer de 100 ml
con 4 g (peso seco) del sustrato sólido hidratado con agua
corriente hasta alcanzar un contenido final del 80%. Los
inóculos se realizaron con cultivos de cinco días en medio
agar extracto de malta.

Ensayos de decoloración. Se utilizaron soluciones
de Ponceau 2R, 20 µM; índigo-carmín, 20 µM; y verde de
malaquita, 10 µM. A 30 ml de cada solución se le agrega-
ron 2 g (peso fresco) de sustrato con el hongo. Se midió la
absorbancia en tiempo cero (antes de la inclusión del agre-
gado sustrato-hongo) y a intervalos de 10 min durante la
primera hora, y cada 30 min durante la segunda hora. Las
longitudes de onda utilizadas fueron de 505 nm para la
xilidina (Ponceau 2R), 605 nm para el índigo-carmín y 
615 nm para el verde de malaquita, correspondientes a sus
máximos de absorción.

Ensayos de detoxificación. Para estos ensayos se
utilizó a P. chrysosporium como organismo test siguiendo
la técnica propuesta por Papinutti y Forchiassin [17]. Se
realizaron sobre muestras originadas por la decoloración
de soluciones de verde de malaquita. Cada muestra fue
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Figura 1. Degradación de los colorantes verde de malaquita 10 µM (�), índigo-carmín 20 µM (�) y xilidina20 µM (�) por 
S. hirsutum creciendo en tres sustratos sólidos en dos momentos de su curva de crecimiento: día 13 (A,B,C) y día 17 (D,E,F)



complementada con glucosa (1%) y extracto de malta
(1,2%). Cada una de estas muestras enriquecidas fueron
usadas como medio de cultivo para P. chrysosporium,
cuyo crecimiento se evaluó. Como testigos del nivel de
detoxificación se realizaron en forma paralela cultivos en
glucosa-malta con verde de malaquita en concentraciones
0, 2, 4, 8 y 16 µM.

Valoración de enzimas. Una porción de 4 g (peso
fresco) del agregado sustrato-hongo se suspendió en 20 ml
de agua destilada y se agitó durante 20 min. El sobrena-
dante se centrifugó a 2.000 rpm, y el extracto crudo se
congeló a –20 °C hasta el momento de su utilización.

Actividad lacasa: se valoró por oxidación del sus-
trato ABTS (2,2’–azino-bis-3-etil-benzotiazolin-6- ácido
sulfónico) 5 mM [16]. La reacción se realizó a 30 °C, en
buffer acetato de sodio (pH 3,5) y se midió el incremento
de absorbancia a 420 nm (�420 = 36/mM cm).

Actividad manganeso peroxidasa: fue medida
usando como sustrato rojo fenol en tampón 0,1 M sodio
dimetilsuccinato (pH 4,5 ) a 30 °C (�610 = 22/mM cm) [12].

Actividad glioxal oxidasa: fue determinada usando
dos reacciones acopladas, metilglioxal como sustrato de la
enzima, y rojo fenol como sustrato de la manganeso peroxi-
dasa (�610 = 22/mM cm) [11]. La unidad de actividad enzimá-
tica (U) se define como 1 mmol de producto oxidado produ-
cido por minuto, y se expresa como U/g de sustrato seco.

Electroforesis. Los extractos crudos se corrieron en
geles de poliacrilamida con sodio dodecilsulfato (SDS-
PAGE) al 9% en sistema vertical. Como solución conduc-
tora se utilizó Tris-glicina (pH 8,3). Finalizada la electro-
foresis, los geles se fijaron durante 10 min en 10% (v/v) 
de ácido acético y 40% (v/v) de metanol, y después se
sumergieron durante 10 min en solución de índigo-carmín
20 µM o verde de malaquita 10 µM en tampón acetato 
(pH 3,6). Se preservaron de la desecación con film trans-
parente y se incubaron a 36 °C con los siguientes trata-
mientos: a) sin ningún agregado, b) con el agregado HBT
(1-hidroxibenzotriazol) 8 mM, y c) con el agregado ABTS
0,5 mM.

Todos los ensayos fueron realizados por triplicado.
Los valores que se representan tienen una desviación
estandar menor al 10%.

Resultados

Ensayos de decoloración y detoxificación. S. hirsu-
tum creció formando una trama de micelio muy consis-
tente y de difícil disgregación, que convirtió al agregado
sustrato-hongo en una masa uniforme, firme y de aparien-
cia corchosa. El sistema mostró una alta flotabilidad de
manera que se encontraba en contacto con la solución del
colorante y con la atmósfera, asegurando así una degrada-
ción aeróbica.

Los ensayos de decoloración mostraron diferencias
entre los distintos sustratos sólidos sobre los que se cultivó
el hongo y el colorante aplicado. El hongo cultivado en
diferentes sustratos varió su actividad decolorante, siendo
en general más activo cuando el sustrato fue salvado de
soja. Esto se observó, principalmente, en los muestreos 
de los días 13 y 17. Los cultivos de 13 días fueron más efi-
caces en la decoloración de verde malaquita y de índigo-
carmín (Figura 1 A, B y C). Se observó a los 13 días de
desarrollo que el agregado sustrato-hongo, con salvado de
soja como sustrato, fue eficaz en la degradación de índigo-
carmín y de verde-malaquita (Figura 1A). Los cultivos de
17 días fueron más eficaces en la decoloración de xilidina
(Figura 1D); en este caso, la cepa también creció sobre sal-
vado de soja como sustrato. En los días 20 y 28 de cultivo
la actividad decolorante del hongo creciendo sobre los tres

296 Rev Iberoam Micol 2007; 24: 294-298

Figura 2. Curva de crecimiento de P. chrysosporium en las soluciones de
verde de malaquita 20 µM decoloradas y detoxificadas durante diferentes
tiempos de contacto entre la solución y el agregado sustrato-hongo 
(� 2 horas de contacto, � 3 horas de contacto, � 4 horas de contacto 
y � 24 horas de contacto) Crecimiento testigo (�) Crecimiento con verde
de malaquita 2 µM (•).

Figura 3. Producción de ligninasas: lacasa U.g-1 (�), manganeso peroxidasa
U.g-1 (�), y de glioxal oxidasa U.g-1 (�), en función del tiempo para tres
sustratos sólidos. A: salvado de soja, B: salvado de soja + salvado de
trigo 1:1, y C: salvado de trigo.

sustratos alcanzó niveles similares, siempre menores a los
registrados en los cultivos más jóvenes, y requerido de
mayores tiempos de contacto. El hongo cultivado en un
sustrato mezcla de salvado de soja y de trigo en proporción
1:1, arrojó resultados que no son intermedios a cuando se
lo cultivó en cada sustrato por separado (Figura 1). En la
tabla 1 de muestran las mejores condiciones de degrada-
ción de cada colorante con respecto a cada tipo de sustrato
utilizado.



Tomando como condición óptima de decoloración
al sistema sustrato-hongo constituído por soja, y con 
S. hirsutum con 13 días de crecimiento, se realizaron dos
tipos de estudios: a) Secuencial: se suspendieron mues-
tras de 30 g de S. hirsutum crecido en el sustrato sólido en
500 ml de una solución 10 µM de verde de malaquita. Tras
24 h de contacto, la solución fue llevada nuevamente a una
concentración de 10 µM con verde de malaquita fresco; 
b) No secuencial: se agregaron 30 g del sistema sustrato-
hongo a 500 ml de una solución 20 µM de verde de mala-
quita. En ambos casos se realizaron muestreos de las solu-
ciones decoloradas a las 2, 3, 4 y 24 h de contacto (Tabla 2).

Sobre las soluciones decoloradas se realizaron estu-
dios de toxicidad. El grado de detoxificación se estableció
con P. chrysosporium, un basidiomicete sensible al verde
de malaquita [17]. La cepa se cultivó en medio de malta
líquido con verde de malaquita en concentraciones 0, 2, 4,
8 y 16 µM, como control del nivel de resistencia de 
P. chrysosporium al colorante. De forma paralela, se cul-
tivó el hongo en las soluciones decoloradas suplementadas
con glucosa y extracto de malta. Los resultados (Figura 2
y Tabla 2) muestran la total detoxificación. El proceso fue
altamente eficiente, siendo suficientes 2 h de contacto
entre el sistema sustrato-hongo y la solución de verde de
malaquita 20 µM para la detoxificación. P. chrysosporium
creció en todas las soluciones decoloradas con la misma
cinética que en el medio testigo sin colorante (concentra-
ción 0 de verde de malaquita). Se registró un leve creci-
miento fúngico en una concentración de 2 µM del colo-
rante; en concentraciones mayores no hubo crecimiento.

Valoración de enzimas. Se realizó la valoración de
las concentraciones de lacasa, manganeso peroxidasa y
glioxal oxidasa presentes en los agregados sustrato-hongo
con cada sustrato utilizado (Figura 3). La producción 
de enzimas ligninolíticas se incrementó después de 20 días
de cultivo, pero la estimación de glioxal oxidasa mostró
otro comportamiento: su actividad máxima se observó en
el sustrato constituído por la mezcla de soja con trigo
(Figura 3B), y fue menor en trigo, con máximos en los cul-
tivos más jóvenes (Figura 3C). Cuando el sustrato fue soja
la actividad fue mucho menor, con máximos similares a
las enzimas lacasa y manganeso peroxidasa (Figura 3A).

Electroforesis y decoloración. La discrepancia entre
los máximos de decoloración y los máximos de enzimas
ligninolíticas llevó a valorar el poder decolorante de las

enzimas. Se realizó un ensayo combinado de electroforesis
y decoloración. Los geles fueron fijados y teñidos con
índigo-carmín o con verde de malaquita durante 10 min.

En los geles teñidos tanto con índigo-carmín como
verde de malaquita no se observó inicialmente decolora-
ción. Cuando se agregó ABTS, un mediador de la enzima
lacasa, el desarrollo de la decoloración fue inmediato en
los geles teñidos con índigo-carmín (Figura 4 B), y esta
acción decolorante continuó durante las siguientes horas
ampliando la zona decolorada (Figura 4 C). En los geles
teñidos con verde de malaquita se puso de manifiesto la
decoloración tras tres horas de incubación, y continuó
durante las 24 h siguientes (Figura 4 A). Cuando se agregó
HBT, otro mediador de la lacasa, la decoloración se limitó
a la banda de lacasa en el gel teñido con índigo-carmín
(dato no mostrado). En los geles teñidos con verde de
malaquita no se observó decoloración.

La utilización del ABTS como mediador [8,17] per-
mitió ver la decoloración y verificar simultáneamente el
rol decolorante de la lacasa, dado que, finalizada la pér-
dida de color, comienza la reacción de la enzima con el
ABTS, observándose la mancha verde indicadora de la
actividad de esta enzima.

Discusión

Los sustratos naturales son un medio económico
donde pueden crecer los basidiomicetes de la pudrición
blanca. S. hirsutum mostró en este trabajo una gran capaci-
dad para aprovechar estos sustratos como soporte para un
crecimiento denso y profuso. La posibilidad simultánea de
crecer sobre el soporte nutritivo y degradar compuestos re-
calcitrantes permitiría alcanzar la mineralización completa
de estos últimos. S. hirsutum se nutrió del sustrato sin la ne-
cesidad de realimentación para mantener sus propiedades
detoxificantes como ocurrió en Trametes versicolor que
necesitó el agregado de glucosa [23]. Tampoco requirió del
agregado de mediadores de la actividad lacasa [6,19]; los
intermediarios para las reacciones de oxidación habrían
sido suministrados por el metabolismo del hongo. Cama-
rero et al. [3] determinaron que los fenoles producidos por
la degradación natural de la lignina, podrían actuar como
intermediarios en la oxidación de colorantes.

Los parámetros evaluados en este trabajo permi-
tieron observar que la acción del hongo sobre los com-
puestos recalcitrantes no coincidía con los máximos de
actividad de las enzimas ligninolíticas determinados. Posi-
blemente, durante los primeros días de cultivo, la cepa
tiene una actividad más alta para degradar el sustrato y
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Tabla 1. Sistemas óptimos de decoloración para cada colorante.

Decoloración Sustrato
Día de Tiempo 

Colorante
(%) sólido

cultivo contacto
(días) (minutos)

Xilidina 77 S. Soja 17 120
Índigo 98 1Trigo:1Soja 13 40
V. malaquita 97 S. Soja 13 120

Tabla 2. Diferentes tratamientos detoxificantes para el verde de malaquita
y muestreo seriado indicando los resultados de decoloración y de
detoxificación a diferentes tiempos.

V de Malaquita T de contacto Decoloración Toxicidad
(µM) (h) (%) (%)

10 + 10 24 + 24 96 0
20 2 66 0
20 3 80 0
20 4 86 0
20 24 96 0

Figura 4. Geles de extractos crudos del agregado sustrato-hongo teñidos
con verde de malaquita (A) y índigo-carmín (B y C). En A se observa el
gel decolorado coincidiendo con las dos bandas de lacasa (24 horas de
incubación). En el gel B se observa la decoloración del índigo-carmín en
ambas bandas de lacasa y el inicio de la reacción indicadora de presencia
de la enzima con ABTS (1 hora). C muestra la evolución del gel B a las 24
horas: hay una amplia zona de decoloración y de reacción con el ABTS.



establecerse. La mayor actividad fisiológica produciría la
presencia de mediadores e intermediarios internos o la
potenciación de las ligninasas. Un posible mediador
interno en la cadena de oxidación es la citocromo P450
monoxigenasa. El rol de la citocromo P450 monoxigenasa
en la degradación de compuestos xenobióticos ha sido des-
crita; su inhibición frenó procesos de oxidación de com-
puestos xenobióticos en Phlebia lindtneri [14]. En el pre-
sente trabajo los ensayos electroforéticos mostraron la
participación de las enzimas lignolíticas, particularmente
la lacasa, en el proceso de decoloración. La decoloración
de los geles teñidos con índigo-carmín y verde de mala-
quita, coincidentes con la posición de la enzima detectada
con ABTS, es una prueba relevante. La decoloración de
los geles fue óptima cuando se utilizó ABTS como media-
dor, y no HBT. Ünyayar et al. [25] utilizaron un método
similar en el cual los geles teñidos con Drimarene Blue
X3LR fueron decolorados y luego sumergidos en una solu-
ción de guayacol para revelar la presencia de lacasa.

El sistema sustrato-hongo mostró una alta eficien-
cia: 4 g de sustrato seco, hidratado e inoculado, produjeron
21 gramos de sistema sustrato-hongo fresco, con un total
de 15 U de lacasa. Cuando establecimos las condiciones de
detoxificación, se agregaron 30 g de sistema sustrato-
hongo fresco a 500 ml de solución de verde de malaquita

20 µM, con una concentración de 0,042 U/ml. En estas
condiciones se produjo una detoxificación del 100% en
dos horas de contacto. En general, en otros reportes sobre
actividad decolorante se requieren concentraciones mayo-
res de enzimas. Con extractos crudos de Pleurotus ostrea-
tus se requirieron 30 U/ml de lacasa para obtener degrada-
ción [8]. El proceso de decoloración llevado a cabo en un
biorreactor de 2 litros de capacidad con Trametes versico-
lor utilizó 1,5 U de lacasa por mililitro [21].

El tiempo requerido para alcanzar la decoloración
en nuestro sistema también es menor que el encontrado en
otros casos. Ensayos de decoloración de remazol azul bri-
llante R con cultivos inmobilizados de Irpex lacteus en for-
ma estacionaria requirieron de dos días de contacto [10].

Dada la abundancia de residuos agroindustriales
que se generan en Argentina y la interacción entre S. hir-
sutum y estos sustratos naturales, es posible incrementar la
velocidad de compostaje y mineralización de estos resi-
duos en forma conjunta con procesos de biorremediación.

Al CONICET (PIP6069) y a UBACYT (X033) por el
soporte financiero.
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