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De los miedos nacen los corajes; y de las dudas, las certezas. Los sueños anuncian 

otra realidad posible y los delirios, otra razón. 

Al fin y al cabo, somos lo que hacemos para cambiar lo que somos. 

Eduardo Galeano. 
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1. INTRODUCCIÓN 

Los hongos son organismos heterótrofos cuya nutrición se realiza por absorción. 

Este tipo de nutrición implica la degradación de los sustratos para incorporar los 

nutrientes al micelio, lo cual es posible mediante la producción de enzimas 

extracelulares. 

La descomposición de los materiales lignocelulósicos producida por los hongos se 

denomina pudrición o podredumbre. De acuerdo con la manera en que degradan la 

lignocelulosa, los hongos se han clasificado en distintos tipos de pudrición: pudrición 

blanda, pudrición oscura y pudrición blanca; la mayoría de los hongos llevan a cabo 

ésta última, principalmente los basidiomicetos (Mata y Salmones, 2007; Peralta et al., 

2017). Cada tipo de pudrición produce diferentes enzimas, lo que permite a los hongos 

colonizar diferentes nichos ambientales (Mata et al., 2017). 

Se han reportado investigaciones donde se cuantifica y evalúa la actividad 

enzimática extracelular (principalmente las enzimas oxidasas e hidrolasas) de algunos 

hongos basidiomicetos de podredumbre blanca tales como: Pleurotus ostreatus y 

Pleurotus sajor-caju (Reddy et al., 2003; Khalil et al., 2011), Coprinus comatus, 

Macrolepiota procera, Lentinula edodes (Fen et al., 2014), Pycnoporus sanguineus y 

Daedalea elegans (Chan-Cupul et al., 2016), por mencionar sólo algunos, cuando se 

utilizan como sustrato de crecimiento desechos biodegradables lignocelulósicos en 

cultivos sólidos. 

Otros estudios han sido realizados con Hericium erinaceus (Bull.: Fr.) Pers., este 

hongo presenta gran interés de estudio debido a que, además de ser un hongo 

comestible, las investigaciones demuestran que es un hongo con importantes 

propiedades medicinales, entre las que resaltan: actividades neuroprotectoras 

(Kolotushkina et al., 2003), antihiperglucémicas y antihiperlipidémicas (Wang et 

al., 2005; Liang et al., 2013), anticancerígenas e inmunomoduladoras (Thongbai et al., 

2015), etc. 

Sin embargo, aún hacen falta más investigaciones que involucren el estudio de la 

actividad extracelular de las enzimas de este hongo, tales como: lacasas, amilasas, 

celulasas, invertasas, pectinasas y xilanasas utilizando materiales lignocelulósicos 

como sustratos de crecimiento, dado que estas enzimas son de gran importancia para 
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la industria farmacéutica, alimentaria y textil, así como en los procesos de 

biorremediación de los ambientes que han sido alterados por contaminantes. 

Es por esto, que en este trabajo de investigación se evaluó la actividad enzimática 

extracelular de lacasas y algunas hidrolasas de Hericium erinaceus crecido en cultivo 

sólido. 
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2. MARCO TEÓRICO 

2.1. Hongos degradadores de la madera 

Los hongos son los principales organismos descomponedores del material 

orgánico renovable más abundante en la naturaleza: la lignocelulosa (Peralta et al., 

2017), que se compone de lignina, hemicelulosa y celulosa. Basado en la habilidad 

para degradar lignina junto (o no) con celulosa y hemicelulosa, la degradación de la 

madera ha sido tradicionalmente dividida en: pudrición blanda, provocada 

principalmente por ascomicetos; pudrición oscura, también llamada pudrición marrón 

o parda; y pudrición blanca; éstas dos últimas realizadas principalmente por 

basidiomicetos (Mata y Salmones, 2007; Peralta et al., 2017). En cada tipo específico 

de pudrición se producen diferentes enzimas, lo que permite a los hongos colonizar 

diferentes nichos ambientales (Mata et al., 2017). 

 Pudrición blanda 

El nombre podredumbre (o pudrición) blanda se usa debido a la consistencia 

blanda de la madera que se descompone por los ascomicetos y los deuteromicetos. 

En la podredumbre blanda la destrucción de las paredes celulares siempre tiene lugar 

en las inmediaciones de las hifas. Esto conduce a la degradación de la celulosa y la 

formación de cavidades dentro de la pared celular, que en la sección transversal 

aparecen como pequeños agujeros circulares u ovales en la pared secundaria 

(Schwarze et al., 2000; Mata et al., 2017). Deacon (2006) menciona como ejemplos de 

hongos de pudrición blanda a especies de los géneros Chaetomium, Ceratocystis, 

Lulworthia, Halosphaeria y Pleospora. 

 Pudrición oscura 

El término podredumbre oscura (marrón o parda) se refiere al color característico 

de la madera descompuesta por ciertos hongos, donde la mayoría de la celulosa y la 

hemicelulosa se degrada (Deacon, 2006); en lo que respecta a la lignina, los hongos 

pueden únicamente modificarla y ésta permanece como un residuo polimérico en la 

degradación de la madera (Arantes y Goodell, 2014). 

De acuerdo con Deacon (2006) y Peralta et al. (2017), la descomposición es 

típicamente desigual, con algunos grupos de celdas de madera muy degradadas, 
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mientras que otros sólo lo son ligeramente. Esto hace que la madera se agriete de 

manera similar a un ladrillo, lo cual es un rasgo característico de los hongos que 

realizan este tipo de pudrición. 

Las hifas de los hongos de podredumbre parda se producen muy escasamente en 

la madera, a menudo restringidas a la luz de las células leñosas. Los hongos de 

podredumbre marrón degradan la celulosa mediante un proceso oxidativo, que implica 

la producción de peróxido de hidrógeno (H2O2) durante la descomposición de las 

hemicelulosas. Al ser una molécula pequeña, el H2O2 puede difundirse a través de las 

paredes celulares leñosas para causar una descomposición generalizada. Este modo 

de ataque es una forma eficiente de utilizar los escasos recursos de nitrógeno en la 

madera, ya que no requiere la liberación de grandes cantidades de enzimas 

extracelulares (Deacon, 2006). Algunas especies que realizan este tipo pudrición son: 

Gloeophyllum trabeum, Fomes fomentarius y Serpula lacrymans (Peralta et al., 2017). 

 Pudrición blanca 

De acuerdo con Peralta et al. (2017), los hongos de pudrición blanca son llamados 

así debido a la apariencia blanquecina que se observa con frecuencia en la madera 

que han atacado. Los hongos de podredumbre blanca se pueden dividir en dos 

subtipos: 1) los degradadores simultáneos, involucrados en la escisión oxidativa de 

lignina y polisacáridos estructurales a tasas similares, y 2) los delignificadores 

selectivos, capaces de eliminar la lignina en avance de celulosa y hemicelulosas; el 

primer subtipo se considera el proceso más común de degradación de la madera y es 

utilizado por la mayoría de los hongos de pudrición blanca (Skyba et al., 2013). 

Peralta et al. (2017) mencionan a Lentinula edodes, Trametes versicolor, Pleurotus 

ostreatus y Ganoderma lucidum como ejemplos de especies que realizan este tipo de 

podredumbre y son de las especies de hongos más comúnmente estudiadas por sus 

variables capacidades para degradar la lignina, la celulosa y la hemicelulosa. Otros 

ejemplos de hongos de pudrición blanca son especies del género Hericium, como 

Hericium cirrhatum, Hericium coralloides y Hericium erinaceus (Boddy et al., 2011). 
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2.2. Características generales de Hericium erinaceus 

Hericium erinaceus (Bull.: Fr.) Pers. comúnmente conocido como “melena de 

león”, “cabeza de mono”, “cabeza de oso”, “seta erizo”, entre otros, es un hongo 

basidiomiceto que se encuentra clasificado dentro de la clase Agaricomycetes, en el 

orden Russulales, en la familia Hericiaceae y en el género Hericium (Index Fungorum, 

2021). 

Boddy et al. (2011) mencionan que, aunque se ha visto a H. erinaceus fructificando 

en árboles vivos, una investigación más detallada generalmente indica que son en 

realidad las partes muertas de tales árboles las que albergan el micelio subyacente del 

hongo, ya que al igual que H. cirrhatum y H. coralloides, H. erinaceus es saprófito de 

madera muerta. La melena de león se puede encontrar creciendo en árboles muertos 

o moribundos de robles (Quercus sp.), hayas (Fagus sp.), arces (Acer sp.), nueces 

(Juglans sp.), olmos (Ulmus sp.), abedules (Betula sp.), sicomoros (Ficus sp.), entre 

otros. Se encuentra con mayor frecuencia en troncos o tocones (Stamets, 2000; Fora 

et al., 2009). 

El hongo H. erinaceus se caracteriza por presentar un cuerpo fructífero en forma 

de una masa globosa blanca de hasta 40 cm de diámetro en la naturaleza, está 

compuesto de espinas o agujas simples, blandas y descendentes que miden de 2 a 6 

cm de longitud, que se disponen en cascada y sin bifurcación; este hongo carece de 

estípite pues está adherido a los troncos en los que se encuentra. En un principio, el 

cuerpo fructífero de H. erinaceus es típicamente blanco hasta que comienza a 

envejecer y se decolora a marrón o amarillo marrón, especialmente desde la parte 

superior (Figura 1) (Stamets, 2000; De Diego, 2009). 

El micelio es blanquecino al principio y a medida que envejece se puede volver 

amarillo claro o rosado, crece formando zonas triangulares de rizomorfos recogidos 

(hebras trenzadas y retorcidas, a menudo de diferentes diámetros) que irradian desde 

la sección central densa; las esporas son elipsoides, lisas o ligeramente rugosas y 

miden alrededor de 5.5–7 × 4.5–5.5 μm (Stamets, 2000). 
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El hongo melena de león, además de ser comestible es un hongo medicinal. Se 

ha reportado que H. erinaceus presenta: actividades neuroprotectoras, los extractos 

de H. erinaceus mostraron capacidades para promover el desarrollo normal de las 

células cerebelosas cultivadas y demostraron un efecto regulador sobre el proceso de 

génesis de mielina (Kolotushkina et al., 2003); actividad antienvejecimiento, los β-

glucanos de H. erinaceus mostraron propiedades significativas contra el 

envejecimiento de la piel en modelos de ratas envejecidas (Xu et al., 2010); actividad 

antioxidante, Zhang et al. (2012) sugirieron que los extractos de H. erinaceus pueden 

ser una buena fuente para aumentar las actividades de enzimas antioxidantes en 

humanos; efectos antihiperglucémicos y antihiperlipidémicos, éstos se han 

demostrado en diversos estudios con ratas diabéticas inducidas por estreptozotocina 

utilizando extractos de H. erinaceus (Wang et al., 2005; Liang et al., 2013); y 

actividades anticancerígenas e inmunomoduladoras, varios tipos de cáncer pueden 

tratarse mediante la administración de preparaciones basadas con este hongo, por 

ejemplo, cáncer de esófago, cáncer intestinal, cáncer de páncreas y cáncer de 

estómago (Thongbai et al., 2015).  

Figura 1. Cuerpo fructífero de Hericium erinaceus 

 
Fuente: 

https://www.reddit.com/r/mycology/comments/e9h9i6/was_told_i_should_put_this_in_here_to

o_lions_mane/ 
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Se ha informado sobre los efectos beneficiosos de H. erinaceus para la salud a 

partir de estudios con los extractos químicos de los cuerpos fructíferos y el micelio 

(Khan et al., 2013) con lo que resalta la importancia del cultivo de este hongo. 

El cultivo de H. erinaceus y otros hongos de pudrición blanca requiere de sustratos 

compuestos de materiales que le proporcionen las características físicas y la 

composición química adecuada para su crecimiento y desarrollo en condiciones 

controladas. Los sustratos lignocelulósicos cumplen con las condiciones generales 

requeridas por estos hongos (Montoya-Barreto, 2012). 

2.3. Sustratos lignocelulósicos 

Los materiales lignocelulósicos son los principales constituyentes de los vegetales, 

representados por lignina, celulosa, hemicelulosa y pectina en sus paredes celulares 

y el almidón utilizado como reserva energética de la célula. Generalmente las materias 

primas que componen los sustratos que se utilizan para el desarrollo y crecimiento de 

hongos de pudrición blanca son materiales heterogéneos que poseen, además de las 

fuentes de carbono, una cantidad de minerales asociados que pueden servir como 

inductores dependiendo de las concentraciones en las que se encuentren presentes 

(Montoya-Barreto, 2012).  

Algunos de los sustratos que se han utilizado para el cultivo de estos hongos se 

encuentran en la tabla 1 donde también se incluyen sus principales componentes. 
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SUSTRATO 
LIGNINA 

(%) 
CELULOSA 

(%) 
HEMICELULOSA 

(%) 
OTROS COMPONENTES 

(%) 
REFERENCIA 

Aserrín de jacaranda 
(Jacaranda sp.) 

35.08 49.51 14.86 Ceniza: 0.4 
 

Urrelo et al. (2016) 
 

Cascarilla de cacahuate 
(Arachis hypogaea) 

27-33 35-45 23-30 
Grasa: 1-2 
Ceniza: 2-4 
Humedad: 8-10 

 
Gatani et al. (2010) 

 
 

Olote de maíz 
(Zea mays) 

15-15.8 45 33.6-35 

Ác. acético: 3.7 
Ác. urónicos: 3.45 
Arabinano: 3.04 
Arabinosa: 4.6 
Ceniza: 2 
Glucosa: 3.2 
Grupos acetilo: 3.07 
Proteína: 3.25 
Xilosa: 35.3 

Cruz et al. (2000) 
Howard et al. (2003) 
Garrote et al. (2007) 
Córdoba et al. (2013) 

 

Rastrojo de maíz 
(Zea mays) 

6.8-15 37.6-45.5 27.6-35 

Ác. acético: 2.3 
Arabinosa: 3.6 
Ca: 0.5 
Carbohidratos: 71.4 
Ceniza: 6.2 
Glucosa: 2.0 
Grasa: 1.1 
P: 0.08 
Proteína: 5.7 
Xilosa: 22.5 

Cruz et al. (2000) 
García et al. (2005) 
Rodríguez (2012) 
Costa et al. (2015) 

Tabla 1. Composición química de algunos sustratos lignocelulósicos 
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Tabla 1. Composición química de algunos sustratos lignocelulósicos (continuación) 

SUSTRATO 
LIGNINA 

(%) 
CELULOSA 

(%) 
HEMICELULOSA 

(%) 
OTROS COMPONENTES 

(%) 
REFERENCIA 

Salvado de trigo 
(Triticum sp.) 

12.6 37.6 34.5 

Ác. fenólicos: 0.761-1.384 
Ác. ferúlico: 0.138-0.631 
Ác. fítico: 2.3-6.0 
Almidón: 21.1-38.9 
Arabinoxilanos: 5.0-26.9 
Ca: 24-150 
Ceniza: 5.7-6.5 
Fe: 2.5-19.0 
Fibra: 35.7-53.4 
Humedad: 11.6-12 
K: 1 182-1 900 
Lípidos: 5-6.3 
Mg: 390-640 
Mn: 4-14 
Na: 2-41 
P: 900-1500 
Proteína: 9.9-18.6 
Zn: 2.5-14.1 
β-glucano: 1.1-2.6 

Chaquilla-Quilca et al. 
(2018) 

Bagazo de caña de azúcar 
(Saccharum officinarum) 

25.15 40.19 26.42 

Arabinano: 2.00 
C: 48.58 
Ceniza: 1.26 
Cl: 0.05 
Galactano: 1.40 
Glucano: 40.19 
H: 5.97 
Humedad: 4 
Manano: 0.48 
N: 0.2 
O: 38.94 
Xilano: 22.54 

Neureiter et al. (2002) 
Asadullah et al. (2007) 
Manals-Cutiño et al. 

(2015) 
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Tabla 1. Composición química de algunos sustratos lignocelulósicos (continuación) 

SUSTRATO 
LIGNINA 

(%) 
CELULOSA 

(%) 
HEMICELULOSA 

(%) 

OTROS 
COMPONENTES 

(%) 
REFERENCIA 

Cascarilla de arroz 
(Oryza sativa) 

9-20 28-36 24 

Ác. urónicos: 1.14 
Arabinano: 1.68 
Ca: 0.6-1.3 
Carbohidratos: 26.5-
29.8 
Ceniza: 14.3 
Fibra: 34.5-45.9 
Grasa: 0.3-0.8 
Grupos acetilo: 1.62 
P: 1.3-0.7 
Pentosas: 21-22 
Proteína: 2.5 
SiO2: 18.8-22.3 

Garrote et al. (2007) 
Vargas et al. (2013) 

 

Paja de arroz 
(Oryza sativa) 

17.2-18 32.1-43.5 18-24 

Ác. acético: 1.05 
Arabinosa: 3.4 
Glucosa: 3.29 
Xilosa: 18.33 

Sun y Cheng (2002) 
Mussatto y Roberto (2002) 

Howard et al. (2003) 
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Para poder llevar a cabo la descomposición de los materiales lignocelulósicos, los 

hongos producen enzimas conforme a la composición de estos sustratos y de esta 

manera obtienen los nutrientes que necesitan para desarrollo desde el crecimiento del 

micelio (Montoya-Barreto, 2012). 

Sokół et al. (2016) mencionan que la tasa de crecimiento del micelio del hongo 

melena de león en el sustrato está estrechamente relacionada con su actividad 

enzimática; H. erinaceus causa la descomposición de lignina, celulosa, hemicelulosa, 

almidón y demás componentes en el sustrato en que crece, gracias a su producción 

de enzimas extracelulares. 

2.4. Enzimas extracelulares 

Las enzimas extracelulares fúngicas actúan fuera de la célula y su principal función 

es disminuir el tamaño de las moléculas complejas que se encuentran en el medio 

sobre el que está creciendo el hongo, las cuales posteriormente son absorbidas como 

fuente de nutrientes y energía (Bommarius y Riebel, 2004). 

Las enzimas lignocelulolíticas actualmente han alcanzado gran relevancia por su 

capacidad de descomponer una amplia variedad de sustratos de origen vegetal, en 

conjunto, estas enzimas son capaces de transformar moléculas que tienen un campo 

de aplicación biotecnológica muy interesante así como de degradar compuestos 

altamente recalcitrantes (Téllez-Jurado et al., 2016) mediante una serie de 

mecanismos enzimáticos: oxidorreductasas (como las lacasas) e hidrolasas (como las 

amilasas, celulasas, invertasas, pectinasas y xilanasas) (Peralta et al., 2017). 

 Lacasas 

Las lacasas (EC 1.10.3.2) son enzimas que contienen cobre que cataliza la 

oxidación de varios compuestos aromáticos, específicamente fenoles y anilinas, 

mientras que reducen concomitantemente el oxígeno molecular al agua. La 

consiguiente reacción de acoplamiento oxidativo es importante en la síntesis de 

numerosos complejos naturales como sustancias húmicas, ligninas, taninos, 

melaninas y alcaloides. Esta misma reacción está involucrada en la transformación de 

numerosos químicos agrícolas e industriales y puede causar, por ejemplo, su 

incorporación a la materia orgánica del suelo (Gianfreda et al., 1999). 
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Estas enzimas forman parte de las enzimas ligninolíticas que presentan los hongos 

de pudrición blanca para degradar la lignina y son secretadas en múltiples isoformas 

dependiendo de la especie de hongo y de las condiciones de desarrollo (Giardina et 

al., 1999). 

Las lacasas fúngicas no tienen un sustrato específico, por lo que pueden 

transformar y algunas veces mineralizar por completo gran variedad de contaminantes 

en el medio ambiente (Wilkolazka et al., 2002). 

Moreira et al. (1999) mencionan que las lacasas tienen muchas aplicaciones, como 

son: clarificación del vino (remover compuestos fenólicos), análisis de drogas 

(distinguir morfina de codeína), delignificación y procesos de biorremediación 

(decoloración de efluentes, blanqueamiento y delignificación de la pulpa de papel, 

degradación de herbicidas, entre otros). 

 Amilasas 

Las amilasas se clasifican en α-amilasas, β-amilasas y γ-amilasas. Las amilasas 

son hidrolasas que actúan sobre los enlaces glucosídicos α-1-4. Se distribuyen 

ampliamente en los sistemas vivos y tienen sustratos específicos (Guzmán-Maldonado 

y Paredes-López, 1995; Gupta et al., 2003). Los sustratos de las amilasas están 

ampliamente disponibles en fuentes vegetales baratas, lo que hace que las 

aplicaciones potenciales de la enzima sean más abundantes en términos de costos 

(Gopinath et al., 2017). 

Las amilasas se pueden dividir en endoamilasas y exoamilasas. Las endoamilasas 

catalizan la hidrólisis de manera aleatoria dentro de la molécula de almidón. Esta 

acción provoca la formación de oligosacáridos lineales y ramificados de varias 

longitudes de cadena. Las exoamilasas catalizan la hidrólisis del sustrato desde el 

extremo no reductor, dando como resultado productos finales sucesivamente más 

cortos (Gupta et al., 2003). Todas las α- amilasas (EC 3.2.1.1) actúan sobre el almidón 

(polisacárido) como sustrato principal y producen pequeñas unidades de glucosa 

(monosacárido) y maltosa (disacárido). El almidón está formado por dos polímeros de 

glucosa, amilosa y amilopectina, que comprenden moléculas de glucosa que están 

conectadas por enlaces glucosídicos (Gopinath et al., 2017). 



13 

 

Téllez-Téllez et al. (2013) y Raveendran et al. (2018) mencionan que el principal 

uso de estas enzimas es la hidrólisis parcial o total del almidón para producir dextrinas 

y jarabes ricos en glucosa. También mencionan que las amilasas reducen la viscosidad 

de la solución de almidón utilizada en el recubrimiento del papel, retrasan el 

estancamiento en la industria de la panificación, se usan como suplemento para 

mejorar la digestión, producen jarabes ricos en maltosa, soluciones con actividad 

antiinflamatoria y participan en el proceso de malteado de la cebada antes de la 

fermentación alcohólica en la producción de cerveza. 

 Celulasas 

Las celulasas son enzimas cuyo sustrato es la celulosa polimérica donde hidrolizan 

los enlaces β-1,4 para liberar unidades de glucosa. Las tres clases principales de 

celulasas son endo-(1,4)-β-D-glucanasa (EC 3.2.1.4), exo-(1,4)-β-D-glucanasa (EC 

3.2.1.91) y β-glucosidasa (EC 3.2.1.21) (Kuhad et al., 2011). 

La exoglucanasa (CBH) actúa en los extremos de la cadena de celulosa y libera 

β-celobiosa como producto final; la endoglucanasa ataca aleatoriamente los enlaces 

O-glucosídicos internos, lo que resulta en cadenas de glucano de diferentes 

longitudes; y las β-glucosidasas actúan específicamente sobre los disacáridos de β-

celobiosa produciendo glucosa (Bayer et al., 1994; Singh, 1999). 

De acuerdo con Kuhad et al. (2011) y Téllez-Téllez et al. (2013), dada la función 

de estas enzimas para hidrolizar la celulosa, se han utilizado con diferentes propósitos 

tales como: aumentar la digestibilidad de las fibras cuando se usan como alimento en 

rumiantes, favorecer la formación de azúcares fermentables utilizados para la 

producción de etanol, butanol y metano, actuar contra enfermedades de las plantas, 

aumentar los rendimientos de jugo, aclarar y estabilizar los vinos, restaurar la suavidad 

y el brillo del color del algodón, contribuir a la estabilidad del color de los carotenoides, 

mejorar la extracción de aceite de oliva, etc. 

 Invertasas 

Las invertasas (β-D-fructofuranósido-fructohidrolasa, EC 3.2.1.26) son enzimas 

que catalizan la hidrólisis de los residuos terminales de β-fructofuranósido no reductor 

en β-fructofuranósidos (Romero-Gómez et al., 2000). Uno de los sustratos sobre los 



14 

 

que actúan las invertasas es la sacarosa donde catalizan su hidrólisis a glucosa y 

fructosa. Estas enzimas son glicoproteínas, y algunos residuos de manosa son el 

componente principal del resto de carbohidratos. Las invertasas son unas de las 

enzimas más utilizadas en la industria alimentaria, especialmente en la preparación de 

mermeladas y dulces (Klein et al., 1989; Chen et al., 1996). 

La producción de jarabe de azúcar no cristalizable a partir de sacarosa es una de 

las principales aplicaciones de la enzima invertasa. El jarabe invertido tiene 

propiedades higroscópicas lo que lo hace útil en la fabricación de caramelos blandos 

y fondants como ahumectantes (Kotwal y Shankar, 2009). Además, las bebidas 

alcohólicas, el ácido láctico, el glicerol, etc., que son producidos por fermentación de 

sustratos que contienen sacarosa, requieren el uso de invertasa. También se asocia 

con insulinasa para la hidrólisis de inulina (polifructosa) a fructosa (Sturm, 1999).  

 Pectinasas 

Las pectinasas se pueden clasificar funcionalmente como exo y endo 

poligalacturonasas (cortan por hidrólisis los enlaces glucosídicos α-1-4), pectina 

esterasas (remueven los grupos acetilo y metoxilo de la pectina) (Téllez-Téllez et al., 

2013) y pectina liasa y pectato liasa, que realizan una descomposición no hidrolítica 

de pectatos y pectinatos, caracterizada por una división trans-eliminatoria del polímero 

péctico; rompen el enlace glucosídico en C-4 y simultáneamente eliminan el H de C-5 

(Ayers et al., 1966; Téllez-Téllez et al., 2013). 

El sustrato sobre el que actúan estas enzimas es la pectina. Las moléculas de 

pectina están formadas por enlaces α-1,4-glucosídicos entre los anillos de piranosa de 

las unidades de ácido D-galacturónico (Sakai et al., 1993). 

De acuerdo con Téllez-Téllez et al. (2013), la principal aplicación de las pectinasas 

es en la industria alimentaria, donde se utilizan para aumentar los rendimientos en la 

obtención de jugos así como también en la clarificación de éstos y de los vinos; otros 

usos que se le dan son la aplicación en el tratamiento de aguas residuales de las 

industrias de frutas y verduras, también se aplican en el procesamiento de fibras 

textiles como lino, yute y cáñamo, se usan en la fermentación de café y té, son útiles 

para favorecer la extracción de aceite vegetal y el tratamiento de la pulpa de papel, 

etc. 
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 Xilanasas 

Las principales xilanasas son: las endoxilanasas (endo-β-1,4-xilanasas; EC 

3.2.1.8), son las enzimas que actúan sobre la cadena principal del xilano hidrolizando 

los enlaces internos β(1-4) entre moléculas de xilosa, dando lugar a una mezcla de 

xilooligosacáridos de diferentes tamaños (Biely, 1985); las exoxilanasas, en estas 

enzimas, el ataque de la molécula de xilano se produciría a partir de un extremo de la 

misma (y no en el interior de la molécula como sucede en las endoxilanasas), 

generándose un único tipo de xilooligosacárido como producto de la hidrólisis del 

xilano (Reilly, 1981; Kubata et al., 1995), este modo de acción equivaldría a la 

degradación procesiva de celulosa por parte de las exocelulasas (Sánchez et al., 

2003); y, por último, las β-xilosidasas (EC 3.2.1.37), enzimas que actúan sobre 

xilobiosa y xilooligosacáridos cortos no sustituidos, hidrolizando los enlaces β(1-4) y 

liberando así residuos de D-xilosa a partir del extremo no reductor de estos sustratos 

(Reilly, 1981). 

Como se ha mencionado anteriormente, el sustrato de las xilanasas es el xilano, 

que está formado por un esqueleto de moléculas de β-D-Xilosa unidas entre sí por 

enlaces β(1-4), normalmente la cadena de β-D-xilopiranosas presenta ramificaciones 

laterales de diferente naturaleza, ya que, aunque en algunas plantas se han 

encontrado homoxilanos formados exclusivamente por xilosa, lo más frecuente es que 

el xilano se encuentre en forma de heteropolisacárido (Beg et al., 2001). 

Estas enzimas tienen diversas funciones: se consideran aditivos que se utilizan 

para aumentar el volumen del pan; liberan pentosas en el tratamiento enzimático de la 

alimentación animal y participan en la degradación de los residuos agrícolas; y se 

utilizan en el blanqueo biológico de la pulpa y el papel. También son ingredientes en 

detergentes que ayudan al cuidado de las telas, como espesantes y aditivos 

anticongelantes y participan en la producción de biocombustibles (Téllez-Téllez et al., 

2013). 
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3. ANTECEDENTES 

Se han realizado algunas investigaciones con diferentes hongos, principalmente 

basidiomicetos, para evaluar su actividad enzimática extracelular cuando son 

cultivados sobre ciertos sustratos lignocelulósicos seleccionados de acuerdo con su 

disponibilidad en el área de estudio. 

En la investigación de García y Torres (2003), se evaluó la capacidad de Trametes 

versicolor, Pleurotus floridae y Phanerochaete chrysosporium de crecer sobre ciertos 

desechos agroindustriales y, a partir del crecimiento del micelio, cuantificaron las 

enzimas lignolíticas que producen estos hongos en los diferentes sustratos a un tiempo 

fermentativo de 21 días, utilizando las temperaturas óptimas de crecimiento de cada 

hongo (T. versicolor y P. floridae a 28°C y P. chrysosporium a 37°C). Ellos reportan, 

respecto a la actividad de lacasa, que ésta se vio favorecida en los siguientes 

sustratos: salvado de trigo, donde T. versicolor obtuvo actividad de 0.94 U/g, P. floridae 

0.84 U/g y P. chrysosporium 1.43 U/g; olote de maíz, con actividades de 1.58 U/g para 

T. versicolor, 3.20 U/g para P. floridae y 0.00567 U/g y para P. chrysosporium; paja de 

arroz, que para T. versicolor se encontró una actividad de 3.07 U/g, P. floridae 3.21 

U/g y P. chrysosporium no presentó actividad; y paja de trigo, donde T. versicolor 

mostró 3.07 U/g de actividad, P. floridae 3.21 U/g y ninguna actividad para P. 

chrysosporium. 

En el 2003, Reddy et al. emplearon residuos agrícolas de la platanera (Musa 

paradisiaca), que utilizaron de forma separada en biomasa foliar y pseudotallos para, 

sobre estos sustratos, realizar el crecimiento de Pleurotus ostreatus y Pleurotus sajor-

caju con la finalidad de poder determinar la producción de algunas enzimas, entre las 

que se encuentran: lacasa, xilanasa, endo-1,4-β-D-glucanasa (CMCasa) y exo-1,4-β-

D-glucanasa (actividad de papel filtro), durante la degradación de la biomasa de la 

platanera por estas dos especies del género Pleurotus. Realizaron el cultivo a 25°C y 

tomaron muestras desde el día 10 y posteriormente a intervalos de 5 días hasta el día 

40 del crecimiento del micelio. 

Al cultivar a P. ostreatus sobre biomasa foliar de la platanera, las actividades 

específicas máximas de las enzimas lacasa y xilanasa se presentaron en el día 20 

(1.7106 U/mg-1 y 0.1435 U/mg-1, respectivamente). Los niveles de CMCasa para 
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endoglucanasa y actividad FP (papel filtro) para exoglucanasa fueron relativamente 

bajos durante todo el periodo de cultivo. Sobre biomasa de pseudotallo de la platanera, 

las actividades específicas máximas de lacasa y xilanasa se observaron el día 10 

(0.4722 U/mg-1) y el día 20 (0.0408 U/mg-1), respectivamente. De igual forma, 

detectaron niveles muy bajos de actividades de actividad de CMCasa y FP. 

Por otro lado, al cultivar el hongo P. sajor-caju sobre biomasa foliar de la platanera, 

encontraron la actividad específica más alta de lacasa en el día 10 de cultivo (1.6669 

U/mg-1 de proteína) mientras que la actividad específica de la xilanasa fue 0.1411 

U/mg-1 el día 10 y 0.1174 U/mg-1 el día 40. En su investigación, sólo pudieron detectar 

niveles bajos de actividad de CMCasa y FP. Cuando utilizaron biomasa del pseudotallo 

de la platanera como sustrato, observaron un aumento en la actividad específica de 

lacasa desde el día 10 (0.1122 U/mg-1) al día 20 (0.7415 U/mg-1). La actividad 

específica de xilanasa fue de 0.0237 U/mg-1 el día 10 y 0.0862 U/mg-1 el día 40 y, 

nuevamente, sólo pudieron detectar niveles muy bajos de actividad de CMCasa y FP. 

En el trabajo realizado por Khalil et al. (2011), se investigó la producción de 

celulasa por P. ostreatus y P. sajor-caju en fermentación en estado sólido (SSF) de 

biomasa lignocelulósica a intervalos de 2 días hasta el día 14 del crecimiento del 

micelio a temperatura ambiente (25-28 °C). En sus resultados, la actividad de endo-β-

1,4-glucanasa alcanzó un pico a los 10 días de fermentación en P. ostreatus, después 

de lo cual los niveles disminuyeron gradualmente. La actividad máxima (7.08 U) se 

encontró cuando el sustrato era paja de arroz al 1%, mientras que la actividad mínima 

(1.45 U) fue para paja de arroz al 4%. Por otro lado, encontraron que la actividad endo-

β-1,4-glucanasa alcanzó un pico a los 10 días de fermentación en P. sajor-caju, 

después de lo cual los niveles disminuyeron gradualmente. El máximo (1.9 U) se 

determinó cuando el 1% de paja de arroz fue el sustrato, mientras que el nivel mínimo 

(0.41 U) fue para el 1% de aserrín. 

La actividad exo-β-1,4-glucanasa alcanzó un pico a los 10 días de SSF en P. 

ostreatus, después de lo cual los niveles disminuyeron gradualmente. La actividad más 

alta (7.36 U) se encontró cuando el 1% de paja de arroz era el sustrato, mientras que 

el nivel más bajo (1.88 U) fue para el 1% de aserrín. De nuevo, se encontró que la 

actividad exo-β-1,4-glucanasa alcanzaba un pico a los 10 días de fermentación en P. 
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sajor-caju, después de lo cual los niveles disminuyeron gradualmente. La actividad 

máxima (2.03 U) se encontró cuando el 4% de bagazo de caña de azúcar fue el 

sustrato, mientras que el nivel mínimo (0.38 U) fue para el 1% de aserrín. 

A su vez, observaron que la actividad de la β-glucosidasa alcanzó un pico a los 10 

días de SSF en P. ostreatus, después de lo cual los niveles disminuyeron 

gradualmente. La actividad máxima (3.60 U) se encontró cuando el 1% de paja de 

arroz era el sustrato, mientras que el nivel mínimo (1.29 U) fue para el 1% de aserrín. 

Se encontró que la actividad de la β-glucosidasa alcanzaba un pico a los 10 días de 

fermentación en P. sajor-caju, después de lo cual los niveles disminuyeron 

gradualmente. La actividad máxima (2.63 U) se encontró cuando el 1% de paja de 

arroz era el sustrato, mientras que el nivel mínimo (0.20 U) fue para el 1% de aserrín. 

En el 2014, Krupodorova et al. trabajaron con diferentes basidiomicetos, entre los 

que se encontraba H. erinaceus, para determinar la actividad enzimática extracelular 

de amilasas, lacasas, proteasas y otras enzimas a los 14 días de crecimiento del 

micelio incubado a 26 ± 2ºC. Utilizaron medio basal GPDA, g/L: glucosa – 5, peptona 

– 2.5, extracto de levadura – 0.5. Dividieron la actividad enzimática extracelular en la 

siguiente escala: 0 – reacción negativa (color del medio sin cambios); 1 – reacción 

positiva débil (zona de actividad para amilasa y lipasa ≤ 2 mm; para proteasa zona 

clara apenas apreciable alrededor de la colonia); 2 – reacción positiva (actividad de 

zona para amilasa y lipasa 2.1–6.9 mm, para proteasa – 1–2 mm); 3 – reacción positiva 

fuerte (actividad de la zona para amilasa y lipasa ≥ 7 mm; para proteasa – 4–5 mm). 

Sus resultados reportan que H. erinaceus mostró alta actividad de amilasa al tener un 

valor de 3 en la escala; baja actividad de lacasas con valor de 1 y nula actividad de 

proteasas al obtener 0. 

En el mismo año, Fen et al. investigaron la capacidad de algunos hongos como: 

Coprinus comatus, Macrolepiota procera, Lentinula edodes, Pleurotus nebrodensis, H. 

erinaceus y otros más, para producir CMCasa y lacasa durante el crecimiento del 

micelio. Realizaron un primer experimento sobre cajas Petri para observar la 

capacidad de los hongos para degradar medios de carboximetilcelulosa (CMC), papel 

filtro y guaiacol a una temperatura de 26°C, a partir de ahí seleccionar los que tuvieron 

mejores resultados. H. erinaceus mostró ser el mejor en la degradación de la CMC (a 
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una semana de crecimiento) en comparación con los demás hongos y junto a M. 

procera, degradó muy bien el papel filtro (a medio mes de crecimiento). Con respecto 

al guaiacol, fue también H. erinaceus quien obtuvo los mejores resultados (a una 

semana de crecimiento). 

Por ello el hongo melena de león, junto con los que presentaron buenos resultados 

como C. comatus y M. procera, continuaron siendo organismos de estudio en el 

siguiente experimento sobre matraces Erlenmeyer a una temperatura de 26°C, donde 

se tomaron muestras cada 24 h para la determinación de CMCasa y cada 48 h para la 

determinación de lacasas. H. erinaceus mostró la segunda mejor actividad de CMCasa 

al alcanzar su pico más alto el día 10 con 22.58 U/L; fue superado por C. comatus, 

cuyo pico de actividad más alto fue el día 9 con 33.92 U/L y que además, presentó 

valores altos de actividad desde el día 5, mientras que H. erinaceus presentó valores 

más bajos y el día 10 aumentó muy considerablemente su actividad con respecto a los 

días anteriores. En cuanto a la actividad de lacasa, C. comatus y P. nebrodensis 

mostraron actividades mucho más altas (496.67 U/L y 489.17 U/L el día 16 y el día 18, 

respectivamente) que H. erinaceus (48.54 U/L el día 10).  

En otra investigación realizada por Chan-Cupul et al. (2016), se evaluó la actividad 

de enzimas ligninolíticas de Daedalea elegans, Pycnoporus sanguineus, y Trametes 

maxima sobre paja de trigo, bagazo de caña y aserrín de pino en SSF durante 30 días 

de crecimiento del micelio a una temperatura de 25 ± 1ºC, tomando muestras de 

residuo agroindustrial cada 72 h para la cuantificación de la actividad enzimática. En 

sus resultados, obtuvieron la máxima actividad de lacasa con el hongo P. sanguineus 

cultivado sobre paja de trigo (a los 15 días) y sobre bagazo de caña (a los 6 días) con 

1409.0 U/mg de peso seco (118.2 U/L) y 1404.8 U/mg de peso seco (76.7 U/L), 

respectivamente. Encontraron que ambos valores fueron estadísticamente mayores a 

la máxima actividad de lacasa de D. elegans (a los 21 días) obtenida sobre paja de 

trigo con 133.9 U/mg de peso seco (27.2 U/L). Sin embargo, reportan que la máxima 

actividad de lacasa de T. maxima obtenida en bagazo de caña (874.4 U/mg de peso 

seco = 62.1 U/L) a los 3 días de cultivo fue estadísticamente igual a las máximas 

actividades obtenidas por P. sanguineus cultivado sobre paja de trigo (1409.0 U/mg de 

peso seco = 118.2 U/L) y bagazo de caña (1404.8 U/mg de peso seco = 76.7 U/L). 
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Respecto al aserrín de pino, en P. sanguineus (990.4 U/mg de peso seco = 100.1 U/L, 

a los 6 días) obtuvieron significativamente una mayor actividad de lacasa en 

comparación con T. maxima (587.9 U/mg de peso seco = 60.2 U/L, a los 6 días) y D. 

elegans (11.8 U/mg de peso seco = 2.1 U/L, a los 9 días) establecidos sobre el mismo 

sustrato. 
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4. JUSTIFICACIÓN 

Los hongos de podredumbre blanca, como H. erinaceus, tienen la capacidad de 

degradar compuestos lignocelulósicos gracias a la producción de enzimas. Las 

enzimas fúngicas, y su actividad, dependen de los sustratos sobre los que se crecen. 

En función de la composición de los sustratos, los hongos producen enzimas 

(principalmente oxidasas e hidrolasas) para degradar estos materiales que a su vez 

les permite obtener los nutrientes necesarios para su desarrollo. Además, estas 

enzimas son de gran interés para la biotecnología por lo que han sido utilizadas en la 

industria farmacéutica, alimentaria y textil, así como en los procesos de 

biorremediación de los ambientes que han sido alterados por contaminantes. 

Por ello, es importante determinar la actividad enzimática extracelular de lacasas 

(oxidasas) y algunas hidrolasas de H. erinaceus crecido sobre distintos sustratos en 

caja de Petri, que nos permita conocer la capacidad de producción de estas enzimas. 

 

5. PREGUNTA DE INVESTIGACIÓN 

¿Presentará actividad de lacasas e hidrolasas H. erinaceus crecido en cultivo 

sólido? 

 

6. OBJETIVOS 

6.1. Objetivo general 

Determinar la actividad enzimática extracelular de lacasas y algunas hidrolasas de 

H. erinaceus crecido en cultivo sólido. 

6.2. Objetivos específicos 

• Evaluar la velocidad de crecimiento y las características miceliales de H. 

erinaceus sobre diferentes sustratos lignocelulósicos y sobre PDA en caja 

Petri. 

• Cuantificar la actividad extracelular de lacasas y algunas hidrolasas de H. 

erinaceus crecido en cultivo sólido en caja Petri. 
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7. MATERIALES Y MÉTODOS 

En la figura 2 se presenta el diagrama general de la metodología. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Diagrama general de la metodología 
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7.1. Material biológico 

Para este proyecto de investigación se trabajó con H. erinaceus, cepa que se 

encuentra registrada con la clave HEMIM-145 dentro del cepario HEMIM (Herbario 

Micológico de Morelos) en el Laboratorio de Micología del Centro de Investigaciones 

Biológicas de la Universidad Autónoma del Estado de Morelos (CIB-UAEM). 

Se utilizaron nueve diferentes sustratos para crecer la cepa HEMIM-145: 1) aserrín de 

jacaranda, 2) cascarilla de cacahuate, 3) olote de maíz, 4) rastrojo de maíz, 5) salvado 

de trigo, 6) bagazo de caña de azúcar, 7) cascarilla de arroz, 8) paja de arroz y 9) Agar 

Papa y Dextrosa (PDA), éste último como control para el experimento. Se realizaron 

cuatro repeticiones para cada sustrato. 

7.2. Resiembra de la cepa HEMIM-145 

La cepa de H. erinaceus (HEMIM-145) se mantuvo mediante subcultivo en cajas Petri 

(60 mm) con medio PDA y se utilizó como inóculo una vez que el micelio cubrió el 80% 

de la superficie del medio. 

7.3. Preparación y esterilización de sustratos 

Se redujo el tamaño (0.5 cm aproximadamente) de cada uno de los diferentes sustratos 

lignocelulósicos (a excepción del salvado de trigo, el bagazo de caña de azúcar y la 

cascarilla de arroz) por separado; se trituraron. Se llenó una caja Petri de vidrio de 60 

mm de diámetro con el sustrato (la finalidad de ello fue calcular aproximadamente 

cuánto sustrato era necesario por caja) y se depositó en una bolsa rotulada, esto se 

repitió cuatro veces; para cada sustrato se realizó lo mismo. Posteriormente se 

hidrataron los sustratos en cada bolsa colocándoles dentro agua caliente durante 30 

min. Trascurrido este tiempo, se drenaron y después se enjuagaron con agua a 

temperatura ambiente por aproximadamente 10 min y se volvieron a drenar. Una vez 

drenada el agua, se colocó cada sustrato en una caja Petri hasta aproximadamente la 

mitad de la caja y se pesó la cantidad de sustrato agregado, esta misma cantidad se 

colocó en tres cajas más, teniendo un total de cuatro cajas por sustrato (modificado de 

Acosta-Urdapilleta et al., 2010). Las cajas Petri con los diferentes sustratos se 

esterilizaron durante 2 h a 121°C.  
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Se realizó exactamente el mismo procedimiento utilizando cajas Petri de vidrio de 90 

mm de diámetro. 

7.4. Inoculación de H. erinaceus en diferentes sustratos 

A partir de las cajas resembradas de la cepa HEMIM-145 se inocularon las cajas Petri 

de 60 y 90 mm de diámetro con los sustratos estériles. Para las cajas Petri de 60 mm, 

se utilizó un horadador metálico estéril con el que se cortaron discos de 4 mm de 

diámetro del borde del crecimiento activo del micelio y cada uno se colocó en el centro 

de cada caja. Por último, las cajas Petri se sellaron con una película de Parafilm para 

retener la humedad. Posteriormente, se resguardaron las cajas a temperatura 

ambiente (aproximadamente 20°C), cubriéndolas de la luz. En el caso de las cajas 

Petri de 90 mm de diámetro, se utilizaron discos de 5 mm de diámetro y se incubaron 

a 25°C en ausencia de luz (Sánchez y Royse, 2001). 

Para ambos experimentos, se inocularon 8 cajas más (4 en cada uno) con medio de 

cultivo PDA para utilizarse como control de referencia respecto a las características 

morfológicas y la velocidad de crecimiento del micelio. 

Las inoculaciones se realizaron en condiciones asépticas en una cabina de flujo 

laminar. 

7.5. Características morfológicas del micelio de H. erinaceus 

A los 17 días de crecimiento fúngico, se observó y caracterizó el micelio que colonizó 

los diferentes sustratos en las cajas Petri a temperatura ambiente y las incubadas a 

25°C. Se tomaron en cuenta: forma, densidad, textura, color, tipo de micelio y 

observaciones (modificado de Sobal et al., 2007; Acosta-Urdapilleta, 2020). 

7.6. Velocidad de crecimiento micelial de H. erinaceus 

La velocidad de crecimiento se determinó tomando, con un vernier, las medidas 

radiales del número de milímetros avanzados cada 24 h por el micelio a partir del 

inóculo (colocado en la parte central de la caja Petri) (Sánchez y Royse, 2001; Acosta-

Urdapilleta, 2020). Durante las mediciones, las cajas Petri se mantuvieron en 

incubación y a temperatura ambiente como se menciona en el apartado 7.4. 
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7.7. Obtención de los extractos enzimáticos extracelulares de H. erinaceus 

Los extractos enzimáticos extracelulares se obtuvieron a los 17 días de crecimiento a 

partir del sustrato lignocelulósico invadido con micelio de H. erinaceus (incubado a 

25°C). Se agregaron 25 mL de agua destilada estéril por cada gramo de biomasa seca 

y se agitaron con movimientos circulares por 2 min aproximadamente. Posteriormente 

se colocaron en refrigeración (4°C) por 24 h. Una vez pasado el tiempo, se filtraron y 

se almacenaron a -20°C hasta su uso (Téllez-Téllez et al., 2012). 

7.8. Determinación de la actividad enzimática extracelular de H. erinaceus 

 Enzimas extracelulares 

7.8.1.1. Lacasas 

Se utilizó como sustrato 2,6-dimetoxifenol (DMP) a 2 mM. Se realizó a pH de 3.5 a 5.5. 

En los diferentes pH, cada tubo de ensayo contuvo la mezcla de reacción compuesta 

por 900 µL de sustrato (DMP en buffer de acetatos 0.1 M a pH de 3.5, 4.5, 5.0 y 5.5) y 

100 µL extracto crudo enzimático (ECE) diluido 1:10, excepto a pH 4.0 donde en cada 

tubo la mezcla de reacción contuvo 980 µL de sustrato (DMP en buffer de acetatos 0.1 

M a pH 4.0) y 20 µL ECE sin dilución. Posteriormente la reacción se incubó a 40°C 

durante 10 min, y se analizó en el espectrofotómetro; la absorbancia se leyó a 468 nm. 

Se consideró una unidad de actividad enzimática de lacasas como la cantidad de 

enzima que aumenta una unidad de absorbancia en la mezcla de reacción por minuto 

y se reportó en unidades (U) por g de biomasa seca (U/gXseca) (Téllez-Téllez et al., 

2008). 

7.8.1.2. Amilasas 

Se utilizó como sustrato almidón al 1%. En cada tubo de ensayo la mezcla de reacción 

contuvo 900 µL de sustrato (almidón en buffer de acetatos 0.1 M a pH 5.0) con 100 µL 

de ECE. La reacción se incubó a 35°C por 30 min. 

Siguiendo el método de Miller (1959), se utilizó ácido dinitrosalicílico (DNS) (Anexo A); 

una vez transcurrido el tiempo de incubación, en cada tubo se agregaron 2 mL de DNS 

para detener la reacción y posteriormente se colocaron los tubos en agua en ebullición 

por 5 min. Se dejó enfriar la reacción a temperatura ambiente y se analizó en el 

espectrofotómetro; se leyó la absorbancia a 575 nm (Díaz-Godínez et al., 2016). 
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7.8.1.3. Celulasas 

Se utilizó como sustrato carboximetilcelulosa (CMC) al 1%. En cada tubo de ensayo la 

mezcla de reacción contuvo 900 µL de sustrato (CMC en buffer de acetatos 0.1 M a 

pH 4.8) con 100 µL de ECE. La reacción se incubó a 50°C durante 45 min. Transcurrido 

este tiempo, se añadieron 2 mL de DNS (Miller, 1959) para detener la reacción y 

posteriormente se colocaron los tubos en agua en ebullición durante 5 min. Se dejó 

enfriar la reacción a temperatura ambiente y se analizó en el espectrofotómetro; se 

leyó la absorbancia a 575 nm (Díaz-Godínez et al., 2016). 

7.8.1.4. Invertasas 

Se utilizó como sustrato sacarosa a 0.1 M. En cada tubo de ensayo la mezcla de 

reacción contuvo 900 µL de sustrato (sacarosa en buffer de acetatos 0.1 M a pH 5.5) 

y 100 µL de ECE. La reacción se incubó a 30°C durante 35 min. Transcurrido este 

tiempo, se adicionaron 2 mL de DNS (Miller, 1959) para detener la reacción y 

posteriormente se colocaron los tubos en agua en ebullición durante 5 min. Se dejó 

enfriar la reacción a temperatura ambiente y se analizó en el espectrofotómetro; se 

leyó la absorbancia a 575 nm (Díaz-Godínez et al., 2016).  

7.8.1.5. Pectinasas 

Se utilizó como sustrato ácido poligalacturónico al 0.5%. En cada tubo de ensayo la 

mezcla de reacción contuvo 900 µL de sustrato (ácido poligalacturónico en agua 

destilada estéril) con 100 µL de ECE. La reacción se incubó a 45°C durante 45 min. 

Transcurrido este tiempo, el volumen se ajustó con 2 mL de DNS (Miller, 1959) para 

detener la reacción y posteriormente se colocaron los tubos en agua en ebullición 

durante 5 min. Se dejó enfriar la reacción a temperatura ambiente y se analizó en el 

espectrofotómetro; se leyó la absorbancia a 575 nm (Díaz-Godínez et al., 2001). 

7.8.1.6. Xilanasas 

Se utilizó como sustrato xilano al 0.5%. En cada tubo de ensayo la mezcla de reacción 

contuvo 900 µL de sustrato (xilano en buffer de acetatos 0.1 M a pH 5.3) con 100 µL 

de ECE. La reacción se incubó a 50°C durante 45 min. Transcurrido este tiempo, se 

agregaron 2 mL de DNS (Miller, 1959) para detener la reacción y posteriormente se 
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colocaron los tubos en agua en ebullición durante 5 min. Se dejó enfriar la reacción a 

temperatura ambiente y se analizó en el espectrofotómetro; se leyó la absorbancia a 

575 nm (Díaz-Godínez et al., 2016).  

 

Todos los experimentos se realizaron por triplicado. Se incluyó un blanco por ensayo 

de enzima, cuyo tubo contuvo la misma cantidad de sustrato para cada enzima 

reemplazándose únicamente la cantidad de ECE por agua destilada estéril. 

Las actividades de las hidrolasas fueron reportadas en unidades internacionales (UI) 

y una unidad de actividad enzimática fue definida como la cantidad de enzima que 

libera 1 mM de producto por minuto; se reportó como unidades internacionales por g 

de biomasa seca (UI/gXseca) (Téllez-Téllez et al., 2008). Todos los valores de 

actividad se informaron como la media  desviación estándar. 
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8. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

8.1. Características morfológicas del micelio de H. erinaceus 

Las características morfológicas de la cepa H. erinaceus sobre cajas Petri a 

temperatura ambiente (20°C aproximadamente) (Tabla 2) fueron muy similares a las 

que presentó la misma cepa sobre cajas Petri cuando se incubaron a 25°C a los 17 

días de crecimiento (Tabla 3). 

No hubo diferencia de características en algunos de los sustratos para ambas 

temperaturas, por ejemplo: el micelio fue de tipo ligeramente aéreo, hialino y con 

densidad escasa cuando se utilizó aserrín de jacaranda como sustrato; micelio aéreo, 

ligeramente blanco y ligeramente algodonoso cuando se creció sobre cascarilla de 

cacahuate y olote de maíz; y micelio aéreo, blanco, con densidad abundante y de 

textura algodonosa cuando se utilizó rastrojo de maíz. Al crecer a H. erinaceus sobre 

salvado de trigo, tanto a 20°C como a 25°C se observó un micelio de color blanco, con 

densidad muy abundante y de textura algodonosa. En cuanto a la paja de arroz, el 

micelio fue ligeramente aéreo, blanco, con densidad regular y de textura algodonosa; 

lo cual pudo observarse en ambas temperaturas de crecimiento. En bagazo de caña 

de azúcar, el micelio fue de tipo rastrero, ligeramente blanco y ligeramente algodonoso 

en los dos experimentos. Sobre cascarilla de arroz, el micelio fue ligeramente blanco 

y ligeramente algodonoso tanto a 20°C como a 25°C. La densidad del micelio en 

bagazo de caña fue escasa y en cascarilla de arroz fue regular a los 17 días de 

crecimiento a 20°C y 25°C sobre cajas Petri, esto resulta opuesto a lo encontrado por 

Ko et al. (2004), quienes cultivaron a H. erinaceus en tubos de ensayo durante 20 días 

a 28°C en diferentes sustratos y encontraron un micelio con densidad regular y escasa 

cuando se creció sobre bagazo de caña de azúcar y cascarilla de arroz, 

respectivamente. 

Algunas diferencias se pudieron apreciar en sustratos como: aserrín de jacaranda, 

que a temperatura ambiente dio crecimiento a un micelio escasamente algodonoso 

pero a incubación de 25°C el micelio fue ligeramente algodonoso; olote de maíz, donde 

la densidad del micelio cambió de escasa a regular para 20°C y 25°C, respectivamente; 

salvado de trigo, que a 20°C presentó micelio de tipo ligeramente aéreo mientras que 

a 25°C el micelio fue aéreo; y cascarilla de arroz, que a temperatura ambiente 
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desarrolló micelio rastrero mientras que a temperatura constante de incubación el 

micelio fue ligeramente aéreo.  

También se observaron diferencias y similitudes con respecto al PDA como 

control. La densidad, generalmente fue de regular a abundante en los sustratos y en 

el control sólo regular. Por otro lado, en el control como en los sustratos utilizados, la 

textura varió entre ligeramente algodonosa y algodonosa dependiendo de la 

temperatura. A 20°C y a 25°C los sustratos presentaron micelio de tipo rastrero, aéreo 

o ligeramente aéreo, mientras que en el control sólo fue rastrero. El tipo de micelio 

rastrero fue observado por Park et al. (2018) al evaluar 18 cepas silvestres de la 

melena de león recolectadas en Corea y 2 cultivares de H. erinaceus a los 14 días de 

crecimiento sobre PDA a 25°C, también reportan en su investigación que la mitad de 

las cepas presentaron un color marrón y la otra mitad un color blanquecino, éste último 

color coincide con el observado en esta investigación, sin embargo, el color marrón no 

se observó en la cepa HEMIM-145 a los 17 días de crecimiento sobre PDA ni tampoco 

se apreció sobre los sustratos lignocelulósicos. En estos sustratos, el color del micelio 

se percibió de ligeramente blanco a blanco mientras que en el PDA fue claramente 

blanco. Tanto en PDA como en la mayoría de los sustratos lignocelulósicos, se observó 

un cambio de color en el micelio de blanco o ligeramente blanco a amarillo claro a los 

30 días de crecimiento, lo cual coincide con lo reportado por Stamets (2000) quien 

menciona que el hongo H. erinaceus presenta un micelio blanquecino que con el 

tiempo se torna amarillo claro o rosado. 

En general, H. erinaceus presentó mejores características miceliales cuando se 

utilizaron sustratos lignocelulósicos que cuando se utilizó el medio de cultivo PDA. Los 

sustratos sobre los que se presentaron mejores características miceliales fue cuando 

se creció sobre salvado de trigo, rastrojo de maíz y cascarilla de cacahuate. Además, 

se demostró que la temperatura constante de 25°C favoreció las características 

miceliales sobre la temperatura ambiente de aproximadamente 20°C. 
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Sustrato 
Tipo de 

micelio 
Color Densidad Textura AH Observaciones Imagen 

Aserrín de 

jacaranda 

Ligeramente 

aéreo 
Hialino Escasa 

 Escasamente 

algodonosa 
A 

Micelio aéreo 

poco visible 

 

 

 

 

Cascarilla de 

cacahuate 
Aéreo 

Ligeramente 

blanco 
Regular 

Ligeramente 

algodonosa 
A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

 

 

 

Olote de 

maíz 
Aéreo  

Ligeramente 

blanco 
Escasa 

Ligeramente 

algodonosa 
A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

Rastrojo de 

maíz 
Aéreo  Blanco Abundante Algodonosa A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

 

 

 

Salvado de 

trigo 

Ligeramente 

aéreo 
Blanco 

Muy 

abundante  
Algodonosa A 

Micelio aéreo 

poco visible 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

Tabla 2. Características morfológicas del micelio de Hericium erinaceus sobre diferentes sustratos a 20°C 

 



31 

 

 

Tabla 2. Características morfológicas del micelio de Hericium erinaceus sobre diferentes sustratos a 20°C (continuación) 

Sustrato 
Tipo de 

micelio 
Color Densidad Textura AH Observaciones Imagen 

Bagazo de 

caña de 

azúcar 

Rastrero 
Ligeramente 

blanco 
Escasa 

Ligeramente 

algodonosa 
A - 

 

 

 

 

Cascarilla de 

arroz 
Rastrero 

Ligeramente 

blanco 
Regular 

Ligeramente 

algodonosa 
A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

 

 

 

Paja de arroz 
Ligeramente 

aéreo 
Blanco  Regular Algodonosa A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

PDA Rastrero  Blanco Regular 
Ligeramente 

algodonosa 
A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

 

 

 

AH: Agregaciones hifales 
 A:  Ausente 
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Sustrato 
Tipo de 

micelio 
Color Densidad Textura AH Observaciones Imagen 

Aserrín de 

jacaranda 

Ligeramente 

aéreo 
Hialino  Escasa 

Ligeramente 

algodonosa 
A 

Micelio aéreo 

poco visible 

Cascarilla de 

cacahuate 
Aéreo 

Ligeramente 

blanco 
Regular  

Ligeramente 

algodonosa 
A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

 

 

Olote de 

maíz 
Aéreo 

Ligeramente 

blanco 
Regular 

Ligeramente 

algodonosa 
A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

 

 

 

Rastrojo de 

maíz 
Aéreo Blanco  Abundante Algodonosa A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

 

 

 

Salvado de 

trigo 
Aéreo  Blanco 

Muy 

abundante 
Algodonosa A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

 

 

 

Tabla 3. Características morfológicas del micelio de H. erinaceus sobre diferentes sustratos a 25°C 
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Tabla 3. Características morfológicas del micelio de Hericium erinaceus sobre diferentes sustratos a 25°C (continuación) 

Sustrato 
Tipo de 

micelio 
Color Densidad Textura AH Observaciones Imagen 

Bagazo de 

caña de 

azúcar 

Rastrero  
Ligeramente 

blanco 
Escasa 

Ligeramente 

algodonosa 
A - 

 

 

 

 

Cascarilla de 

arroz 

Ligeramente 

aéreo 

Ligeramente 

blanco  
Regular 

Ligeramente 

algodonosa 
A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

 

 

Paja de 

arroz 

Ligeramente 

aéreo  
Blanco Regular Algodonosa A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

 

 

 

PDA Rastrero Blanco  Regular Algodonosa A 

Color amarillo 

claro a los 30 

días 

 

 

 

 

AH: Agregaciones hifales 
 A:  Ausente 
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8.1. Velocidad de crecimiento micelial de H. erinaceus 

En las figuras 3 y 4 se muestra la velocidad de crecimiento micelial de H. erinaceus 

a 20°C y 25°C, respectivamente. 

Al mantenerse a 20°C, el micelio creció más rápido sobre cascarilla de arroz 

(0.01207 mm/h), seguido de paja de arroz (0.01025 mm/h) y bagazo de caña (0.01017 

mm/h); el crecimiento resultó lento sobre aserrín de jacaranda (0.00858 mm/h) (Figura 

3).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Por otra parte, cuando las cajas Petri se incubaron a 25°C, el crecimiento fue más 

rápido comparado con las cajas Petri incubadas a 20°C, siendo nuevamente cascarilla 

de arroz (0.01442 mm/h) donde se presentó mayor velocidad de crecimiento, seguido 

de bagazo de caña (0.01382 mm/h) y paja de arroz (0.01282 mm/h) (Figura 4). A 

diferencia de Ko et al. (2004) que reportan que H. erinaceus crece más rápido sobre 

bagazo de caña de azúcar (124 mm/20 días) que sobre cascarilla de arroz (103 mm/20 

días) a 28°C. Cabe mencionar que se ha observado que el crecimiento difiere entre 

cepas de H. erinaceus de acuerdo con lo reportado por Siwulski et al. (2009) al evaluar 

la tasa de crecimiento de tres cepas del hongo melena de león (D5, D9, H1) utilizando 

como sustrato una mezcla de aserrín de haya y pino que se complementó con salvado 

Figura 3. Velocidad de crecimiento micelial de H. erinaceus sobre diferentes 
sustratos (a 20°C) 
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de trigo y con glucosa en tubos de ensayo incubados a 25°C por 21 días. En sus 

resultados, la cepa D9 presentó el crecimiento más rápido (94 mm/21 días), el micelio 

de la cepa H1 creció más lento (86 mm/21 días) que el de D9, mientras que la cepa 

D5 se caracterizó por el crecimiento micelial más lento (80 mm/21 días) de las 3 cepas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Se obtuvo generalmente un mayor crecimiento en los sustratos utilizados que en 

control, además de que H. erinaceus creció mejor a temperatura constante que a 

temperatura ambiente. El crecimiento de los hongos es un fenómeno complejo que no 

tiene una definición sencilla, es un incremento ordenado de los componentes celulares 

que involucran un aumento de biomasa (Prosser, 1995; Sánchez y Royse, 2001). La 

velocidad de crecimiento celular pueden variar por diferentes factores, tales como las 

características genéticas y el número de generaciones (multiplicaciones) de la cepa. 

Intervienen factores externos como las condiciones ambientales, las condiciones de 

asepsia de las plantas de producción donde se desarrollan los cultivos, el estado 

Figura 4. Velocidad de crecimiento micelial de H. erinaceus sobre diferentes 
sustratos (a 25°C) 
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(sólido o líquido) y las características fisicoquímicas de los sustratos en los que crecen, 

entre otros (Chang y Miles, 2004). 

Dado que a temperatura de 25°C se obtuvieron mejores resultados para la 

velocidad de crecimiento y las características morfológicas, se obtuvieron los ECE del 

micelio crecido sobre los sustratos en las cajas Petri incubadas a 25°C para la 

determinación de su actividad enzimática extracelular. 

8.2. Actividad enzimática extracelular de H. erinaceus 

 Lacasas 

Al comparar la actividad de lacasas de H. erinaceus a diferentes pH de los ECE 

(obtenidos de las cajas Petri incubadas a 25°C), los valores más altos se obtuvieron 

en cascarilla de cacahuate (Figura 5), que de acuerdo con Gatani et al. (2010), 

contiene un 27-33% de lignina, componente de la lignocelulosa que degradan las 

lacasas. En este sustrato, el pH con mayor actividad fue 5.0 (788.66 U/gXseca), 

seguido de 4.5 (636.41 U/gXseca).  

En cuanto al resto de los sustratos utilizados, la mayoría presentó mayor actividad 

de lacasas a pH 4.0, seguido del pH 4.5. En el olote de maíz y la paja de arroz se 

obtuvo la mayor actividad a pH 4.0, con 360.02 U/gXseca y 329.43 U/gXseca, 

respectivamente. Estas actividades son más altas que las encontradas por García y 

Torres (2003), quienes reportan que a los 21 días y a temperatura óptimas de 

crecimiento de cada hongo (T. versicolor y P. floridae a 28°C y P. chrysosporium a 

37°C), P. floridae y T. versicolor tuvieron actividades de 3.20 U/g y 1.58 U/g, 

respectivamente, cuando se utilizó olote de maíz como sustrato de crecimiento, 

mientras que, en paja de arroz P. floridae presentó una actividad de 3.21 U/g, T. 

versicolor 3.07 U/g y P. chrysosporium no presentó actividad. 
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Las actividades de lacasas más bajas encontradas en este trabajo se presentaron 

en el salvado de trigo: 48.87 U/gXseca a pH 4.0, 43.99 U/gXseca a pH 4.5, 17.91 

U/gXseca a pH 5.0, 16.99 U/gXseca a pH 3.5 y 10.08 U/gXseca a pH 5.5 (Figura 5). 

García y Torres (2003) reportan, para salvado de trigo, una actividad de 1.43 U/g, 0.94 

U/g y 0.84 U/g para P. chrysosporium, T. versicolor y P. floridae, respectivamente. En 

comparación con los resultados de los autores antes mencionados, las actividades de 

H. erinaceus sobre salvado de trigo fueron más altas. 

Algunos de los sustratos utilizados en la presente investigación provinieron de la 

misma planta: rastrojo y olote son ambos de maíz, y cascarilla y paja de arroz. A pesar 

de que cada par de residuos pertenece a la misma poácea, tienen diferente 

composición química, por lo que la actividad de enzimas detectada sobre estos 

sustratos es diferente. Estas diferencias entre residuos de la misma procedencia 

también fueron observadas en la investigación de Reddy et al. (2003), quienes usaron 

platanera (Musa paradisiaca) de forma separada en biomasa foliar y pseudotallos para 

evaluar la producción de algunas enzimas (entre las que se encuentran las lacasas) 

de P. ostreatus y P. sajor-caju; ambas especies presentaron mejor actividad cuando 
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se utilizó la biomasa foliar de la platanera, que cuando se utilizó el pseudotallo de la 

misma. Encontraron las más alta actividad para ambas especies de Pleurotus 

cultivadas en biomasa de platanera; 1.7106 U/mg-1 el día 20 y 1.6669 y U/mg-1 el día 

10 para P. ostreatus y P. sajor-caju, respectivamente. Estas actividades son mayores 

a la máxima actividad de lacasa encontrada en este trabajo para H. erinaceus (788.66 

U/gXseca a pH 5.0 el día 17). Cabe mencionar que estos autores utilizaron también 

una temperatura de 25°C. 

De acuerdo con el trabajo de Fen et al. (2014), H. erinaceus mostró una actividad 

de lacasas de 48.54 U/L el día 10 a una temperatura de 26°C en un medio de guaiacol; 

los valores obtenidos en esta investigación son más altos que los que ellos reportan. 

En este trabajo en todos los sustratos lignocelulósicos utilizados (excepto salvado de 

trigo) se favoreció la producción de lacasas. 

Las variaciones de actividades de lacasas encontradas en los diferentes sustratos 

a diferentes pH podrían indicar que es posible que se trate de diferentes isoenzimas 

que excreta H. erinaceus en cada uno de los sustratos probados. Esto puede ser 

explicado dado que los sustratos tienen diferente composición lignocelulósica y de 

acuerdo con Carlile et al. (2001), cuando se cultivan hongos de pudrición blanca en 

medios de composición ligeramente diferente, se sintetizan diversas formas de una 

misma enzima (isoenzimas) que a pesar de poseer propiedades catalíticas similares, 

difieren notablemente en sus características físico-químicas, por lo que se deduce que 

hay formas múltiples que coexisten en determinado momento; así como que también 

puede variar la proporción de estas isoenzimas a lo largo del desarrollo del hongo. 

 

 Amilasas 

Los valores más altos de actividad de amilasas se obtuvieron cuando se creció a 

H. erinaceus sobre salvado de trigo (9.62 U/gXseca), éste puede contener de 21.1% 

hasta 38.9% de almidón (Chaquilla-Quilca et al., 2018); componente que es sustrato 

de las amilasas y que, al estar presente estimula al hongo para la producción de estas 

enzimas que realizan la degradación del almidón. 
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El segundo valor más alto se encontró en el rastrojo de maíz con poco más de la 

mitad del valor del sustrato anterior (5.31 U/gXseca) y la menor actividad se presentó 

en bagazo de caña (1.57 U/gXseca) (Figura 6). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Celulasas 

La actividad más alta para las celulasas se encontró cuando se creció a la cepa 

HEMIM-145 sobre cascarilla de cacahuate (6.46 U/gXseca), cuyo contenido de 

celulosa está reportado por Gatani et al. (2010) de 35 a 45% mientras que el porcentaje 

de lignina en este sustrato es menor (27-33%). Chan-Cupul et al. (2016) mencionan 

que puede ser que, al haber un menor contenido de lignina, esto le facilite al hongo la 

accesibilidad a la celulosa, fuente de carbono para el crecimiento fúngico y síntesis 

enzimática de celulasas que lleven a cabo la degradación de la celulosa. Fen et al. 

(2014) demostraron que H. erinaceus produce CMCasa en medios de cultivo que 

contienen CMC, donde la temperatura de incubación fue de 26°C. En sus 

experimentos obtuvieron una actividad de CMCasa de 22.58 U/L el día 10 que fue 

menor a la mayor actividad encontrada en esta investigación. 

El salvado de trigo mostró la segunda mejor actividad de celulasas (5.49 

U/gXseca), mientras que los sustratos sobre los que se encontraron los valores más 

bajos fueron cascarilla de arroz y bagazo de caña (0.027 U/gXseca y 0.029 U/gXseca) 

respectivamente (Figura 7). 

Figura 6. Actividad de amilasas de H. erinaceus sobre diferentes sustratos 
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 Invertasas 

En la figura 8 se puede apreciar la actividad enzimática extracelular de las 

invertasas, al crecer a H. erinaceus sobre salvado de trigo se obtuvo la mayor actividad 

de estas enzimas (6.25 U/gXseca), seguido de rastrojo de maíz (3.04 U/gXseca) con 

aproximadamente la mitad del valor sobre el sustrato anterior y al final de todos se 

encuentra cascarilla de arroz (0.087 U/gXseca) con el valor más bajo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Figura 8. Actividad de invertasas de H. erinaceus sobre diferentes sustratos 

 

Figura 7. Actividad de celulasas de H. erinaceus sobre diferentes sustratos 
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 Pectinasas 

Al evaluar la actividad de pectinasas sobre los diferentes sustratos evaluados, se 

encontró que el hongo melena de león presentó el valor más alto de actividad de estas 

enzimas al utilizarse salvado de trigo como sustrato de crecimiento (5.34 U/gXseca) 

(Figura 9). Esta actividad es menor a lo reportado por De Souza et al. (2006) para el 

hongo Pleurotus pulmonarius que presentó actividades de pectinasas de 63 U/g el día 

5, 91 U/g el día 10 y 83 U/g el día 20 de cultivo sobre salvado de trigo, donde la 

temperatura de incubación fue de 28°C. 

En esta investigación, H. erinaceus mostró la menor actividad de pectinasas sobre 

bagazo de caña de azúcar (0.64 U/gXseca) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Xilanasas 

Por último, en la cuantificación de la actividad de las xilanasas, el valor más alto 

para esta enzima fue de 12.74 U/gXseca y se obtuvo al crecer a H. erinaceus sobre 

salvado de trigo, que contiene un porcentaje de 34.5% de hemicelulosa (cuyo 

componente principal es el xilano) y de 5.0% a 26.9% de arabinoxilanos (Chaquilla-

Quilca et al., 2018). Reddy et al. (2003) encontraron la mayor actividad de xilanasas 

fue de 0.1435 U/mg-1 el día 10, al crecer P. ostreatus sobre la biomasa foliar de la 

platanera y de 0.1411 U/mg-1 para P. sajor-caju el día 20. Estas actividades son 

Figura 9. Actividad de pectinasas de H. erinaceus sobre diferentes sustratos 
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mayores a la máxima actividad de xilanasa encontrada para H. erinaceus cuando el 

hongo fue crecido en salvado de trigo.  

Sobre cascarilla de cacahuate se obtuvo la segunda mejor actividad (9.93 

U/gXseca) mientras que la actividad más baja se presentó sobre bagazo de caña (0.35 

U/gXseca) y aserrín de jacaranda (0.49 U/gXseca) (Figura 10). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Figura 10. Actividad de xilanasas de H. erinaceus sobre diferentes sustratos 
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9. CONCLUSIÓN 

Las condiciones de crecimiento y fuente de nutrientes son factores muy 

importantes en el cultivo de hongos. La cepa H. erinaceus creció mejor a 25°C, 

desarrolló mejores características miceliales sobre: salvado de trigo, rastrojo de maíz 

y cascarilla de cacahuate, mientras que en sustratos como: cascarilla de arroz y 

bagazo de caña de azúcar se favoreció su velocidad de crecimiento. 

Los sustratos utilizados para el cultivo de los hongos de pudrición blanca 

proporcionan nutrientes, energía, e incrementan o disminuyen producción de enzimas 

extracelulares. Los valores de actividades enzimáticas extracelulares encontrados en 

esta investigación fueron altos para lacasas y relativamente bajos para las enzimas 

hidrolasas analizadas. A excepción del salvado de trigo, todos los sustratos 

lignocelulósicos utilizados en esta investigación favorecieron la producción de lacasas. 

Para amilasas, invertasas y pectinasas presentaron mejor actividad cuando se utilizó 

salvado de trigo y rastrojo de maíz. La actividad de celulasas y xilanasas se vio 

favorecida cuando los sustratos de crecimiento fueron cascarilla de cacahuate y 

salvado de trigo. En general H. erinaceus presentó baja actividad de hidrolasas, se 

podría optimizar la condición de cultivo para mejorar la actividad de estas enzimas y, 

dadas las variaciones en la actividad de lacasas, se podría determinar si existen 

diferentes isoenzimas de estas enzimas oxidasas en cada cultivo. 

Con base en los resultados, puede afirmarse que los sustratos lignocelulósicos 

utilizados dieron a H. erinaceus las características fisicoquímicas necesarias para la 

producción de lacasas, mientras que no favorecieron la actividad de hidrolasas. 
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10. PERSPECTIVAS 

A partir de este proyecto de investigación se proponen las siguientes perspectivas: 

 

• Realizar mezclas de cascarilla de cacahuate, rastrojo de maíz y salvado de trigo 

para el cultivo de H. erinaceus.  

• Cuantificar la actividad enzimática extracelular de H. erinaceus en cultivo sólido 

de una mezcla de cascarilla de cacahuate, rastrojo de maíz y salvado de trigo, 

obteniendo muestras en diferentes días. 

• Realizar zimogramas para detectar la presencia de isoformas de lacasas. 

• Cuantificar la actividad enzimática intracelular de H. erinaceus durante 

diferentes etapas celulares. 
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12. ANEXOS 

12.1. Anexo A: Preparación de DNS 

 

Se utilizó: 

• NaOH al 1% 

• Na2SO3 al 0.05% 

• Fenol al 0.02% 

• DNS al 1% 
 
Se colocó el NaOH en un vaso de precipitado, se agregó agua destilada estéril (menor 

a la cantidad del volumen final deseado) y se mezcló con ayuda de un agitador 

magnético. Una vez disuelto el NaOH, se agregó el Na2SO3 , a continuación el fenol y 

por último el DNS hasta su completa disolución. Posteriormente se aforó al volumen 

final, después se colocó en un frasco de vidrio ámbar y finalmente se refrigeró a 4°C 

hasta su posterior uso. 
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