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1.1 Introducción 

 Los hongos son organismos eucariontes distribuidos en todo el globo terrestre, 

abarcando desde zonas desérticas hasta las gélidas. Se pueden encontrar 

colonizando sustratos orgánicos e inertes en descomposición (saprobios) como 

hojas, ramas, suelo, troncos, entre otros. Su papel es esencial para el 

funcionamiento, estructura y equilibrio de los ecosistemas; por lo tanto, son 

responsables de la nutrición mineral y de la supervivencia de muchas plantas; 

además, forman parte de la dieta de otros organismos como colémbolos, ácaros y 

lombrices (Dighton, 2003). El impacto de los hongos en el ambiente se debe a su 

papel central de degradadores de la materia orgánica y las asociaciones parasitarias 

o simbióticas que establecen con muchos organismos. Los hongos están muy bien 

representados en todos los ambientes, en especial en los trópicos donde podemos 

encontrar una gran variedad de especies y precisamente son estos ecosistemas los 

menos conocidos en cuanto a su potencial biotecnológico y los más afectados por 

el hombre (Cappello y Hernández-Trejo, 1990).  

En este sentido, los hongos tropicales han sido objeto de estudio ya que poseen 

una amplia diversidad, resiliencia y nuevos metabolitos en comparación a sus 

homólogos de ambientes templados (Mtui, 2012). Los hongos secretan varias 

enzimas que les permiten degradar los sustratos orgánicos que colonizan, a éstas 

se les conoce como enzimas extracelulares, las enzimas extracelulares están 

ampliamente distribuidas entre plantas, hongos, insectos y algunas especies 

bacterianas las cuales se liberan al medio para captar su alimento, defender su 

sustrato y en respuesta a la presencia de otro hongo (Score et al., 1997). 

Actualmente, las enzimas fúngicas extracelulares como las lacasas, amilasas, 

proteasas, lipasas, etc., están siendo estudiadas por su papel biotecnológico y sus 

múltiples aplicaciones industriales empleadas en agricultura, en la industria de la 

pulpa y papel, manejo de residuos, mejoramiento en la calidad de los detergentes, 

procesamiento de alimento, biocombustibles, fabricación de vinos y cervezas, 

procesamiento del cuero, farmacéutica, textiles, el bio-blanqueo y la 

biorremediación de aguas (Ahmed et al., 2013; Meyer et al., 2020). 
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Los hongos macroscópicos que pertenecen al género Trametes son los más 

estudiados en cuanto a su producción de enzimas siendo T. versicolor el organismo 

modelo. Otras especies fúngicas productoras de enzimas incluyen: Bjerkandera 

adusta, Pycnoporus sanguineus, P. coccineus, Pleurotus ostreatus, P. dejamour, 

Ganoderma sp, entre otros (Yang et al., 2013). En cuanto a hongos microscópicos, 

las especies más estudiadas destacan Aspergillus, Acremonium, Cladosporium 

Trichoderma, Penicillium, Verticilium, Fusarium, Emericella, por mencionar algunos. 

(Krull et al., 2013). En las últimas décadas se ha demostrado el potencial de los 

hongos para transformar compuestos contaminantes considerados peligrosos a 

moléculas más simples e inocuas, tal es el caso de xenobióticos, bifenilos 

policlorados, hidrocarburos policíclicos aromáticos, plaguicidas clorados, 

plaguicidas organofosforados, son todos efectivamente mineralizados a CO2 por 

varias especies de hongos (Dávila y Vázquez- Dunhalt, 2006). 

El Estado de Tabasco alberga una gran riqueza de especies fúngicas, 

especialmente en la Sierra del Estado donde el clima y vegetación predominante 

favorece el crecimiento de varias especies, por este motivo es necesario estudiar y 

conocer los tipos de hongos, sus enzimas y el tipo de interacciones que existen en 

esos ambientes del trópico, donde se tiene escasa o nula información al respecto. 

En la sierra del estado de Tabasco, se han elaborado trabajos en los cuales se 

reportan recolectas biológicas e inventarios de hongos macroscópicos (Hernández 

et al., 2011), sin embargo, la mayoría de los estudios están enfocados en aspectos 

ecológicos de educación ambiental para la conservación de las áreas de la selva 

que aún perduran como lo son Poaná, Tapijulapa y el Madrigal. 

El presente trabajo tuvo como propósito la bioprospección enzimática de 150 

taxones de un estimado de 1,000 hongos aislados de tres sustratos (hoja, suelo y 

madera) de la sierra tropical del Estado de Tabasco, para conocer el potencial 

enzimático de los hongos de esta zona; la preselección estuvo basado en 

características como la morfología del micelio y tinción del medio en cepas raras, 

frecuentes y abundantes. Posteriormente se llevó a cabo la clasificación taxonómica 

y el screening enzimático en medio sólido para la selección de cepas activas; los 
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mejores hongos se llevaron a cuantificación enzimática en medio líquido y por último 

se seleccionó a las cinco mejores cepas y se pusieron en interacción dual para 

conocer el tipo de comportamiento que experimentaron, ya sea potenciando la 

producción de enzimas o tener un efecto antagonista entre ellos.  
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1.3 Antecedentes 

Desde tiempos remotos los hongos han jugado un papel importante en la vida del 

hombre incluyendo algunas especies en su alimentación, fermentación y en 

medicina tradicional (Mtui, 2012); a partir de los descubrimientos realizados por 

Fleming en 1928 con la enzima antimicrobiana lisozima y la penicilina (Penicilium 

notatum) los hongos adquirieron mayor interés económico y científico. Sin duda 

alguna, uno de los retos de la humanidad a principios de siglo XXI, es el empleo de 

la biotecnología para convertir los organismos vivos en un recurso rentable que 

ayuden de alguna manera al control, prevención y remediación de contaminantes 

ambientales (Dávila y Vázquez-Dunhalt, 2006). Una de las propiedades que se les 

atribuye a los organismos fúngicos, es su capacidad de secretar enzimas 

extracelulares, las cuales son liberadas para degradar los sustratos orgánicos que 

colonizan, y con ello captar su alimento, defender su sustrato y en respuesta a la 

presencia de otro hongo (Score et al., 1997). Muchos factores favorecen a las 

enzimas de origen microbiano en comparación con aquellas derivadas de plantas o 

animales, incluyendo mayores rendimientos, facilidad de manipulación, mayor 

actividad catalítica, producción rápida en medios económicos; además de ser 

biodegradables y ser activos en condiciones de pH y temperatura adecuada (Lange 

et al., 2020). 

La aplicación de las enzimas extracelulares de origen microbiano inició cerca de 

1980, primero en alimento para animales y después en alimentos para consumo 

humano (Bhat, 2000). También se emplean para favorecer la extracción y filtración 

de jugos de frutas o verduras, filtración de mostos, extracción de aceites 

comestibles, etc. (Raveendran et al., 2018). La producción enzimática fúngica ha 

sido ampliamente explotada por sus múltiples aplicaciones de importancia industrial 

como son: en el área textil, industrialización de los detergentes, papelera, almidón, 

vinos, alimento animal, en la producción de compuestos bioquímicos, químicos, 

pigmentos y biorremediación, es debido a esto que ha ido creciendo en el campo 

de la biotecnología (Sukumaran et al., 2005; Kumar et al., 2019; Kalra et al., 2020). 
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Los hongos en particular son una fuente inagotable de enzimas con una amplia 

variedad en el mundo del mercado debido a los avances de la ingeniería de 

proteínas y en la tecnología de genes recombinantes lo cual ha revolucionado la 

producción y comercialización de las enzimas (Polizeli, 2014). 

 El mercado de la industria de las enzimas tiene previsto un alcance de $ 8,636 mil 

millones de dólares en el 2019 y se proyecta que alcance $ 14,507 millones en el 

2027 ( Global industrial Enzyme Market); dividida en tres secciones: la primera son 

las enzimas técnicas las cuales acaparan el 65% de ventas, aproximadamente US 

$ 1.5 mil millones e incluyen a las proteasas, amilasas y celulasas, empleándose en 

la industria del detergente, el almidón, el textil, el cuero, la pulpa y papel y de cuidado 

personal. El segundo rubro es para las enzimas alimentarias (Lipasas y Pectinasas), 

las cuales abarcan industrias de lácteos, vino, cerveza, aceites y pastelería con un 

porcentaje de ventas del 25%. El último rubro es para enzimas para alimento animal 

que comprenden enzimas como fitasas, xilanasas y β- glucanasas con un 

porcentaje de ventas del 10% (Cherry and Fidantsef, 2003).  

Además, el mercado de la producción de enzimas abarca principalmente 20 

compañías de Europa, Japón y Estados Unidos, entre estas destacan Novozymes, 

DuPont, Koninklijke, BASF, Advanced Enzyme Technologies, AB Enzymes, entre 

otras (Polizeli, 2014; Chambergo, 2016).  
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Tabla 1.1 Ejemplos de algunos hongos productores de enzimas y sus aplicaciones 

Hongo Enzima Aplicación País Referencia 
Trichocladium 
canadense 

Lacasas, MnP Biodegradación de 
aguas residuales 

Brasil Silva et al., 2009 

Ganoderma lucidum Lacasas, MnP Biorremediación y 
alimento animal 

Tailandia Punnapayak et al., 2009 

Pochonia 
chlamydosporia 

Lipasas, Esterasas 
y Proteasas 

Biorremediación Reino Unido Esteves et al., 2009 

Paecilomyces farinosus Lacasas Detoxificación de 
fenoles 

España Sampedro et al., 2009 

Penicilium echinulatum Celulasas y 
Xilanasas 

Mejoramiento de 
alimento animal 

Brasil Camassola and Dilon, 2009 

Cladosporium 
cladosporioides 

Lacasas Biorremediación México Pérez- Armendáriz, 2010 

Chaetomium sp Glucosidasa, 
Endoglucanasa 

Mejoramiento de 
alimento animal 

India Ravindran et al.,2010 

Nigrospora sp Quitinasas Preservación de 
alimento 

Canadá El Hadrami et al., 2010 

Melanocarpus 
albomyces 

Xilanasa sacarificación India Biswas et al., 2010 

Pleurotus ostreatus Lacasas, LiP Biorremediación Reino Unido Magan et al., 2010 
Lentinus crinitus Lacasas, LiP Decolorización y 

mejoramiento de 
alimento animal 

Brasil Niebisch et al., 2010 

Trematosphaeria 
mangrovei 

Lacasas, MnP Biorremediación Egipto Mabrouk et al., 2010 

Pycnoporus coccineus Lacasas Biopulpa Malasia Singh et al., 2010 
Japonicus, A. terreus Xilanasas Alimento animal Malasia Jahromi et al., 2011 
Emericella variecolor Celulasas y 

Glugosidasas 
Sacarificación Brasil Herkulano et al., 2011 

Coriolus versicolor Manganeso 
peroxidasa (MnP) 

Biopulpa Malasia Liew et al., 2011 

Lentinus squarrosulus MnP, Oxidasas biorremediación India Triphati et al.,2011 
Aspergillus niger Glucosidasas, 

Xilanasas  
Tratamiento de aguas 
residuales. 

 India Gautam et al.,2011 

Macrocibe titans Beta-g 
alactosidasas 

Mejoramiento de 
alimento animal 

Brasil Zilly et al., 2011 

Phanerochaete 
chrysosporium 

Xilanasas,            
Celulasa 

Mejoramiento de 
alimento animal 

India Sharma and Aurora, 2011 

Pleurotus djamor Lacasas biorremediación  Cuba Manzano-Leon et al., 2011 
Scytalidium 
thermophilum 

Catalasas Estabilizadores 
industriales 

México Sánchez et al., 2011 

Trichoderma reesei Celulasas, 
Xilanasas 

biocombustibles México Quiroz-castañeda, 2011 

Geotrichum sp Lipasas Biorremediación Colombia Aceves et al., 2012 
Mortierella alpina Lipasas Biorremediación Hungría Kotogan et al., 2014 
Trametes gibbosa Lacasas Biopulpa India Sudarson et al., 2014 
Trametes hirsuta 
Trametes sp 

Lipasas 
Celulasas 

Biodiesel 
Industria de la pulpa y 
papel 

Brasil 
México 

Villela et al., 2015 
Ayala-Mendivil et al., 2016 

Trametes singulata Protesas Industria del detergente Túnez Benmrad et al., 2016 
Trametes sp MnP, Lacasas Biorreme(diación Argentina Fonseca et al., 2016 
Penicillium Proteasa, 

Endoglucanasa 
biocombustibles Corea Park et al., 2016 
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Las enzimas degradadoras de lignina, son capaces de degradar compuestos 

xenobióticos, y entre las especies fúngicas probadas hasta ahora, sólo unos pocas 

son útiles para el suelo contaminado, la mayoría de los experimentos de 

biodegradación in situ han utilizado Phanerochaete chrysosporium, Trametes 

versicolor, o Pleurotus ostreatus (Bogan et al.,1999; Tuomela et al.,1999). Estas 

especies se caracterizan por su capacidad para colonizar el suelo que contiene un 

microbiota nativo (Paszczynski y Crawford, 2000; Baldrian et al., 2000). También se 

ha reportado que el hongo de la madera Trichoderma sp. mejora la degradación de 

xenobióticos cuando se colocan en co-cultivo con los hongos del suelo (Freitag, 

C.M. y Morrell,1992; Green y Highley, 1997). Entre los hongos que se emplean en 

la industria por tener buenos rendimientos en condiciones de co-cultivos podemos 

mencionar a Aspergillus niger y Aspergillus orizae que son de los más importantes 

para aplicaciones biotecnológicas por su fácil manipulación y rápido crecimiento en 

laboratorio (Coutinhio et al., 2009). 

1.3.4 Enzimas de estudio. 

La selección de las enzimas de estudio se basó principalmente en las múltiples 

aplicaciones que estos tienen tanto en la industria, biotecnología, biorremediación y 

alimentos; además que son enzimas comúnmente encontradas en microorganismos 

fúngicos de ambientes tanto tropicales como templados. 

1.3.4.1. Lacasas 

Las lacasas (E.C. 1.10.3.2: ρ-difenil- dioxígeno oxidoreductasas) son una clase de 

enzimas oxidativas que pertenecen a la familia conocida como multicobre azul, que 

se caracterizan por tener dos dominios altamente conservados unidos a cuatro 

moléculas de cobre (un dominio monocobre y un dominio tricobre). La disponibilidad 

del cobre en el medio es indispensable en la actividad de las lacasas (Baldrian y 

Gabriel, 2002). Yoshida fue la primera persona en describir a las lacasas en 1883 

de los exudados del árbol Toxicodendron vernicifluum llamado comúnmente árbol 

de la laca, mientras que Bertrand y Laborde (1896) demostraron que las lacasas 

provenían de enzimas fúngicas. Las lacasas son capaces de hidrolizar compuestos 

fenólicos como también reducir el oxígeno molecular del agua (Thurston, 1994). Las 
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lacasas están ampliamente distribuidas en plantas y hongos superiores, así como 

también en bacterias e insectos; sin embargo, la mayoría de las lacasas están 

descritas que provienen de hongos como Ascomicetos, Deuteromicetos y 

Basidiomicetos. La primera lacasa caracterizada a partir de un Ascomiceto fue la 

Monocilium indicum con actividad peroxidativa (Thakker et al., 1992).  

 

Dentro de las propiedades moleculares de las lacasas, estas presentan un 

monómero glicosilado o una proteína homodimérica generalmente con pocos 

compuestos sacáridos (10-25%) como hexoaminas, glucosa, manosa, galactosa, 

fucosa y arabinosa con un peso molecular de 60-100 kDa, una absorbancia de 330 

nm, un rango de punto isoeléctrico (pI) de 3 a 7 y un pH de 3.6 a 5.2. La glicosilación 

en lacasas es la responsable de la secreción, susceptibilidad proteolítica, actividad, 

retención de cobre y estabilidad térmica (Xu, 1999). Según el modo de acción, las 

lacasas solamente atacan subunidades fenólicas de lignina dando lugar a la 

oxidación del Cα, ruptura de Cα-Cβ y fragmentación del alquilo de arilo. Se 

considera que la catálisis de las lacasas involucra: 1) Reducción del cobre tipo I por 

reducción del substrato. 2) Transferencia interna del electrón del tipo I al cobre tipo 

2 y tipo 3 y 3) Reducción del oxígeno a agua al sitio cobre tipo 2 y tipo 3 (Xu, 1999). 

En la industria de la pulpa y papel, las enzimas lacasas son empleadas para el 

blanqueo, separación y degradación de la lignina evitando el uso convencional de 

oxidantes químicos basados en cloro (Viswanath et al., 2014). En biorremediación 

se usan para el tratamiento de efluentes industriales contaminados con 

xenobióticos, tales como compuestos fenólicos y tintes textiles (Peralta-Zamora et 

al., 2003). En la industria farmacéutica y cosmética se emplean las lacasas por su 

actividad antimicrobiana, desintoxicantes o agentes activos de cuidado personal, se 

emplean también en síntesis orgánica y en la industria de alimento, mejorando su 

calidad y rendimiento, disminuyendo costos de producción (Brijwani et al., 2010; 

Osma et al., 2010). 
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1.3.4.2 Amilasas 

Las amilasas son enzimas hidrolíticas que catalizan la hidrólisis de los enlaces α-

1,4 glucosídicos de alto peso molecular, tales como el almidón y el glucógeno 

liberando productos de bajo peso como glucosa, maltosa y maltotriosa, es decir, 

separa los enlaces glucosídicos, produciendo una reducción en el grado de 

polimerización del sustrato (Gupta et al., 2003; Polizeli, 2014).  De acuerdo con su 

modelo de acción las amilasas pueden clasificarse en dos categorías: endoamilasas 

y exoamilasas. Las endoamilasas hidrolizan los enlaces glucosídicos al azar dentro 

de la molécula de almidón liberando oligosacáridos y las exoamilasas hidrolizan 

sucesivamente los enlaces glucosídicos desde el extremo no reductor de la 

molécula de almidón liberando glucosa o maltosa (Guzmán-Maldonado y Paredes- 

López, 1995). En el grupo de las endoamilasas encontramos a la α-amilasa (E.C. 

3.2.1.11, 4-α-glucano glucanohidrolasa) que son endoenzimas que hidrolizan los 

enlaces glucosídicos α-1,4 desde de la amilosa y amilopectina liberando 

oligosacáridos con diferentes longitudes de cadena. La especificidad de las α-

amilasas para los enlaces glucosídicos α-1,4 no son absolutos, algunas α- amilasas 

también pueden degradar enlaces α-1,6, sin embargo, la velocidad de reacción es 

menor que loe enlaces α-1,4. En las exoenzimas encontramos a las β-amilasas 

(E.C. 3.2 1.2 1,4 α-D-glucano maltohidrolasa). Son exoenzimas que hidrolizan el 

penúltimo enlace α-1,4 del extremo no reductor de la molécula de almidón, liberando 

unidades de β- maltosa.  Entre otras exoenzimas podemos mencionar a las 

glucoamilasas, α-D glucosidadas, exo-(1,4)-α-D-glucanasas, pululanasas, 

isopululanasas, isoamilasas, ciclomaltodextrinas D-glucotransferasa (Polizeli, 

2014). 

 

1.3.4.3 Xilanasas  

Las endo-1,4- xilanasas (E.C. 3.2.1.8) son enzimas hidrolíticas que catalizan la 

degradación de los xilanos, rompiendo al azar los enlaces glicosídicos -1,4 de las 

cadenas de xilosa; es decir separa los enlaces glucosídicos, produciendo una 

reducción en el grado de polimerización del sustrato, y los enlaces seleccionados  

para la hidrólisis dependen de la naturaleza de la molécula del sustrato, de acuerdo 
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a la longitud de la cadena, el grado de ramificación y la presencia de sustituyentes 

(Polizeli, 2014). Los productos principales de la hidrólisis en la reacción son 

oligómeros de β-D xilopiranosilo o moléculas pequeñas como mono, di y tri-

sacáridos β-D xilanopiranosil (Reilly, 1981; Puls y Poutanen, 1989; Bhardwaj et al., 

2019). Entre sus características generales las xilanasas tienen aproximadamente 

un peso molecular entre 60 y 360 kDa, presentan un amplio rango de pH; sin 

embargo, el óptimo están entre 4.0 y 5.0. La temperatura óptima se encuentra 

alrededor de los 60 °C (Polizeli, 2014). Estas enzimas son producidas 

principalmente por microorganismos y participan en la descomposición de las 

paredes celulares vegetales. Entre las fuentes microbianas se ha visto que los 

hongos son los que segregan niveles de enzimas más altos que los encontrados en 

levaduras o bacterias (Li et al., 2022). 

 

Por otra parte, se ha visto que la termoestabilidad que presentan estas enzimas es 

altamente variable y depende de cada organismo. Un buen ejemplo de una enzima 

estable es la de Aspergillus phoenicis, que conservó el 100% de su actividad 

después de 4 h a 60 ºC x 21 días a temperatura ambiente (Rizzatti et al., 2001). Por 

otra parte, se ha notado que muchos microorganismos termófilos y extremófilos 

producen enzimas de mayor estabilidad (Haltrich et al., 1996). Entre los hongos 

termofílicos se incluyen Chaetomium thermophile, Humicola insolens, Humicola 

lanuginosa, Humicola grisea, Melanocarpus albomyces, Paecylomyces variotii, 

Talaromyces byssochlamydoides, Talaromyces emersonii, Thermomyces 

lanuginosus y Thermoascus aurantiacus (Ahmed et al., 2005; Ahmed et al., 2012). 

Las xilanasas de estos hongos poseen temperaturas óptimas de entre 60 ºC y 80 

ºC. Estas enzimas suelen ser glicoproteínas y la mayoría muestran mayor actividad 

a un pH ácido 4.5-6.5 (Hakulinen et al., 2003). 

 

Las xilanasas se comenzaron a usar en los años 80´s con la preparación de 

alimento para animal y más tarde en la industria alimentaria, textil y papelera. El uso 

de enzimas en la producción de alimento animal es un sector importante de la 

agroindustria, con una producción mundial anual superior a 600 millones de 
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toneladas y una facturación de más de 50 mil millones de dólares (Twomey et al., 

2003). Entre los hongos empleados en la industria para obtener xilanasas se 

encuentran principalmente Aspergillus niger, Trichoderma sp. y Humicola insolens 

(Ahmed et al., 2005). 

Las xilanasas tienen aplicaciones potenciales en las industrias de los alimentos, 

procesos textiles, sacarificación enzimática de materiales lignocelulósicos y 

tratamiento de aguas (Kulkarni et al., 1999). Otras de las aplicaciones son en la 

elaboración de la cerveza para aumentar la filtrabilidad del mosto. Sin embargo, la 

aplicación más amplia para las xilanasas es en la industria de la pulpa y papel, 

donde las regulaciones ambientales han puesto una restricción al uso del cloro en 

el proceso de bio-blanqueo, ya que los subproductos formados durante el 

procesamiento químico son tóxicos, mutagénicos y causan alteraciones 

perjudiciales en los sistemas biológicos, además reduce la turbidez del producto 

final para la extracción del café en la preparación del café soluble (Kavanagh, 2011). 

 

1.3.4.4 Proteasas 

 Las Proteasas o Peptidasas (EC 3.4) son una clase de enzimas que hidrolizan el 

enlace peptídico (CO-NH) en una molécula de proteína. Representan el 2% del total 

de proteína presentes en todos los tipos de organismos (Savitha et al., 2011). Las 

proteasas se dividen en dos grupos principales dependiendo su sitio de acción: 

exopeptidasas y endopeptidasas, estando distribuidas tanto en animales como en 

especies microbianas. Pueden dividirse en tres grupos basándose en la naturaleza 

del residuo del aminoácido en el sitio activo de la enzima: serina carboxipeptidasas, 

metalocarboxipeptidasas y carboxipeptidasas de serina (Rao et al., 1998). El 

mecanismo básico de las proteasas de serina consiste en transferir la porción del 

acilo del sustrato al grupo funcional de la enzima (Alves et al., 2005). La 

especificidad de una enzima hacia un sustrato es importante en los sistemas 

biológicos y la selección del sustrato dependerá de varios factores, incluyendo su 

ubicación dentro de la célula y la regulación de la expresión enzimática (Wildeboer 

et al., 2009). 
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Las múltiples aplicaciones biotecnológicas de las proteasas han acaparado la 

atención en el empleo de los hongos, ya que poseen ciertas cualidades que los 

consideran una opción preferida, incluyendo su amplia diversidad bioquímica y 

susceptibilidad a la manipulación genética (Kavanagh, 2011). Las cepas fúngicas 

como las del género Aspergillus se han usado ampliamente para la producción 

industrial de proteasas con amplios rangos de diversidad de pH (Mohammad et al., 

2022). 

  

La importancia de las proteasas en la industria ha sido ampliamente investigada y 

las aplicaciones han sido en las industrias del alimento, farmacéutica y química 

(Esteves et al., 2009). Existe una amplia aplicación de enzimas proteolíticas en la 

industria de los detergentes debido a una serie de características atractivas como 

la estabilidad de un amplio intervalo de temperaturas y actividad óptima de pH 

alcalinos (Mohammad et al., 2022). Las proteasas añadidas a los detergentes 

permiten la liberación de manchas proteínicas como queratina, sangre, leche y 

salsa. Con respecto a la industria lechera la principal aplicación de las proteasas es 

en el cuajo (Penicillium roqueforti y Penicillium casei) y elaboración de quesos 

(Polizeli, 2004). Para el cuajo actualmente y con la ayuda de la proteasa fúngica de 

Mucor miehei y Mucor pusillus (Alves et al., 2005). Se sabe también que las enzimas 

proteolíticas de Aspergillus oryzae se han utilizado para corregir la hipotiroidema; y 

que general la diversidad de las proteínas permite una mayor explotación de estas 

potencias microbianas (Souza et al, 2015). 

 

1.3.4.5 Lipasas 

Las enzimas lipasas (EC 3.1.1.3) son una clase de enzimas hidrolíticas que 

catalizan la hidrólisis de triacilgliceroles insolubles para generar ácidos grasos libres, 

diacilgliceroles, monoacilgliceroles y glicerol. Las enzimas pueden catalizar no sólo 

la hidrólisis si no también la síntesis de varias moléculas de acilglicerol de cadena 

larga de carbono (Sharma et al., 2011). También pueden catalizar la esterificación, 

interesterificación y reacciones de transterificación en medios no acuosos (Maia et 
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al., 1999). Debido a estas propiedades catalíticas, las lipasas encuentran 

aplicaciones prometedoras en una amplia gama de procesos biotecnológicos e 

industriales incluyendo el mejoramiento del sabor en los alimentos, la producción 

del biodiesel y procesamiento farmacéutico (Jaeger y Eggert, 2002). 

Las lipasas son producidas por varios organismos incluyendo plantas, animales y 

microorganismos como bacterias y hongos. La mayoría de las enzimas comerciales 

actuales se derivan de fuentes microbianas debido a la alta productividad, fácil 

manipulación genética, así como la disminución de los costos de operación (Treichel 

et al., 2010). Un gran número de lipasas de fuentes fúngicas se han caracterizado 

y se ha demostrado que cuentan con propiedades con respecto a la especificidad 

de posición, la especificidad de la grasa, la termoestabilidad y la actividad óptima. 

Las cepas de hongos que producen lipasas de interés comercial incluyen a 

Rhizopus sp., Rhizomucor miehei, Geotrichum candidum, Pichia burtonii y Candida 

cilindracae (Polizeli, 2014). 

La primera lipasa comercial -Lipolase-, se originó del hongo Thermomyces 

lanuginosus; sin embargo, debido al bajo rendimiento, el gen que codifica para la 

proteína se clonó y posteriormente se expresó en Aspergillus oryzae el cual es 

empleado en la industria del detergente (Polizeli, 2014). La aplicación más 

significativa de las lipasas es su adición a detergentes tanto en productos 

domésticos como industriales, estos tienen la ventaja de ser biodegradables, no 

dejan residuos nocivos, por lo tanto, no representan un riesgo para la vida acuática 

(Kotogan et al.,2014). 

Para lograr un mejor rendimiento para la producción de enzimas extracelulares, la 

selección apropiada de las condiciones de cultivo es esencial (Mateos-Díaz et al., 

2006). Un gran número de factores es determinante para la producción de lipasas 

por hongos bajo condiciones de cultivo, entre los más importantes son el empleo de 

un inductor, parámetros fisiológicos como pH, temperatura y niveles de oxígeno 

(Treichel et al., 2010).   
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1.4 Interacciones fúngicas (co-cultivos) 

Los hongos en la naturaleza y durante su ciclo de vida comparten hábitat con otros 

microorganismos en comunidades mixtas con interacciones complejas, como la 

simbiosis o la competencia por los recursos (Chi et al., 2007). Las interacciones 

pueden ser sinérgicas; es decir, las hifas pueden actuar en conjunto para degradar 

al mismo sustrato, antagónicas como interacciones de remplazo, cuando un hongo 

ocupa el espacio de otro hongo; y de bloqueo cuando ninguno de los hongos gana 

territorio (Hiscox et al., 2010). Las interacciones son importantes para el desarrollo 

de comunidades de hongos, se sabe que algunas actúan en la descomposición de 

la madera mediante estrés oxidativo que crea especies reactivas de oxígeno (ERO) 

y también en el reciclaje de carbono en ecosistemas boscosos (Hammel et al., 

2008).  

Por otra parte, se sabe que las interacciones antagónicas entre hongos conducen a 

cambios morfológicos miceliales, cambios metabólicos, lo que conlleva a la 

producción y liberación de metabolitos secundarios y enzimas extracelulares 

(Boddy, 2000; Gómez-Cornelio et al., 2016). Diversos estudios han demostrado que 

los cultivos duales o mixtos de hongos conllevan a una mayor producción de 

enzimas extracelulares, sin embargo, también se ha demostrado que esta 

producción depende de la combinación de especies en particular, el modo de 

interacción entre las especies y de las condiciones microambientales o nutricionales 

del sustrato (Gutierrez-Correa y Tengerdy, 1997). Aspergillus niger y Trichoderma 

reesei fueron co-cultivadas para la producción de celulasa (Hu et al., 2011), mientras 

que A. ellipticus y A. fumigatus fueron cocultivados para la producción de celulasa 

y -glucosidasa (Knowles et al., 2022). El cultivo de Pleurotus ostreatus y 

Phanerochaete chrysosporium produjo una mayor producción de enzimas 

lignolíticas (Verma y Madamwar, 2002), que también fue encontrado para una cepa 

de Trametes y Trichoderma (Zhang et al., 2006). 
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1.5 Trabajos previos con enzimas en ambientes tropicales 

En los últimos años se han publicado diversos estudios donde se emplean a los 

hongos como fuente prolífera de enzimas extracelulares. En este apartado 

destacaré las investigaciones realizadas en ambientes tropicales, los cuales han 

sido objeto de estudio debido a que disponen de una cobertura más amplia en 

cuanto a su diversidad, resiliencia y nuevos metabolitos, en comparación a sus 

homólogos de ambientes templados (Mtui, 2012).  

En Chile, Chávez et al. (2006), reportan al género Penicilium con potencial para 

secretar Xilanasas empleadas en el bioblanquemiento de la pulpa y papel. En Perú, 

Ramírez- Coha et al., (2003), reportan a la especie Streptomyces sp. productoras 

de celulasas, endoglucanasa y β-glucosidasa con aplicación en el mejoramiento de 

alimento animal. En Brasil, Guimaraes et al., (2006), realizan un análisis con el 

hongo Rhizopus microsporus en donde se observó actividad xylanasa, fosfatasa 

ácida, pectinasa, y amilasa, con aplicaciones en la industria textil y mejoramiento de 

alimentos. En Ecuador, Paredes et al., (2010), encontraron que las especies 

Lentinula edodes, Pleurotus ostreatus y Pleurotus pulmunarius poseen habilidad 

para secretar enzimas celulasas empleadas en la producción de bioetanol. En Cuba, 

Manzano-León et al., (2011), aislaron enzimas capaces de secretar Lacasas a partir 

de Pleurotus djamor y Ganoderma sp. empleadas en biorremediación.  Por otra 

parte, en Colombia, Rivera-Hoyos et al., (2013), reportan basidiomicetos y 

ascomicetos productores de Lacasas con aplicaciones en biorremediación; y en 

Argentina, Fonseca et al., (2016), reportan cepas de Trametes sp. con habilidad de 

producir Proteasas, MnP y Lacasas empleadas en biorremediación. 

En México, entre los autores que reportan estudios sobre hongos productores de 

enzimas extracelulares con potencial para ser aplicados en la industria y la 

biotecnología podemos citar los siguientes: Rodríguez,1999; Camarero et al., 2005; 

Dzul-Puc et al., 2005; Vázquez-Dunhalt et al., 2005; Torres y Duarte 2009; Pérez-

Armendáriz, 2010; Sánchez et al., 2011; Quiroz-Castañeda, 2011; Cortés-Sánchez 

et al., 2013; Chan- Cupul et al, 2014; Téllez-Gutiérrez-Soto et al., 2015; Ayala-

Mendívil et al., 2016; Téllez-Téllez y Díaz- Godínez, 2019;entre otros. 
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Con respecto al Estado de Tabasco solamente se reportan algunos trabajos de 

tesis, el más reciente emplean al hongo fitopatógeno Moniliophlora roreri con 

actividad enzimática extracelular de 1,3 (4)-β endoglucanasa (Sánchez, 2011). En 

particular para la sierra del Estado solamente se han reportan inventarios con 

hongos macroscópicos y otros relacionados con la flora y la fauna (López-

Hernández et al., 2011), por lo tanto, y dada la pérdida constante de la biodiversidad 

en el país, y particularmente en el trópico mexicano, es de gran relevancia 

determinar la producción enzimática que producen las comunidades fúngicas en 

estos ambientes, así como los tipos de interacciones que existen en donde la 

competición por alimento y espacio es reñido con posibilidad de incrementar dicha 

producción, por lo tanto se aporta nuevo conocimiento al estudio de los hongos 

tropicales con un enfoque biotecnológico y ambiental. 

 

1.6 Objetivos 

1.6.1 General 

Evaluar el potencial enzimático producido por hongos aislados de la sierra de 

Tabasco y el efecto de cultivos duales en la expresión de las enzimas extracelulares. 

1.6.2 Objetivos específicos 

1. Identificar las 150 cepas fúngicas por taxonomía clásica. 

2. Evaluar enzimáticamente las 150 cepas por el método cualitativo en placa. 

3. Estandarizar los ensayos enzimáticos para cada una de las enzimas de 

estudio, mediante el control del pH, temperatura, agitación, concentración de 

inductores, etc., en los medios de cultivo. 

4. Cuantificar la actividad enzimática y contenido de proteínas en medio 

líquido de las cepas seleccionadas. 

5. Determinar el efecto de los cultivos duales en la actividad de las enzimas 

extracelulares en medio líquido.  
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1.7 Hipótesis  

 

Los hongos lignocelulósicos aislados de la sierra de Tabasco podrían expresar un 

aumento de su actividad enzimática estando en co-cultivos que, en monocultivo, e 

interesantes para ser aplicados en la industria alimentaria y biotecnológica. 
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Resumen 

 
La sierra tropical húmeda en México propicia un lugar idóneo para el desarrollo de 

una alta diversidad de plantas, por ello es un sitio interesante para la bioprospección 

enzimática de los hongos, quienes se ocupan de un reciclaje eficiente y acelerado 

de la materia orgánica, y cuyas enzimas podrían presentar múltiples aplicaciones 

biotecnológicas. Para este estudio se colectaron un total 1000 cepas de morfotipos 

fúngicos tanto macroscópicos como microscópicos provenientes de sustratos como 

suelo, hojarasca y carpóforos. Para el cribado enzimático fueron seleccionadas 150 

cepas (50 de cada sustrato) y 50 carpóforos. De esta primera fase se registraron 51 

cepas con actividad positiva para una de las cinco enzimas evaluadas, de las cuales 

20 fueron aisladas de la hojarasca, 16 del suelo y 12 de carpóforos; para la 

cuantificación enzimática fueron seleccionadas las 10 mejores cepas, tomando en 

cuenta el índice de potencia (IP) y la expresión de al menos dos enzimas. La 
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actividad sobresaliente se registró para la enzima lacasa con 1179 U/mg y 710.66 

U/mg de Trametes villosa y Marasmius sp. respectivamente, mientras que Daedalea 

flavida mostró tanto actividad lacasa (521.85 U/mg) como proteasa (80.66 U/mg), y 

las especies del género Fusarium spp. PH-79 y FS-400 con actividad amilasa (14.0 

U/mg, 49.23 U/mg) y xilanasa (40.05 U/mg, 36.03 U/mg), respectivamente. Estos 

resultados confirman que los hongos tropicales tienen un buen potencial enzimático 

para aplicaciones en la industria. 

 

Abstract 

The humid tropical provides an ideal place for the development of a high diversity of 

plants; this is why it is an interesting site for the enzymatic bioprospecting of fungi 

that are responsible for the recycling of organic matter in an efficient and accelerated 

way and whose enzymes could have multiple biotechnological applications. For this 

study, 1250 isolates of macroscopic and microscopic fungal morphotypes were 

collected from soil, leaf litter, and wood. For the enzymatic screening, 150 strains 

(50 from each source) were selected. From the first phase, 51 strains with positive 

activity for five enzymes were evaluated, of which 20 were isolated from leaf litter, 

18 from the soil, and 13 from wood. The ten best strains were selected for the 

enzymatic quantification, considering the potency index and the production of at 

least two enzymes. High laccase activity was detected for Trametes villosa FE35 

and Marasmius sp. CE25 (1179 and 710.66 U/mg of respectively), while Daedalea 

flavida PE47 showed laccase (521.85 U/mg) and protease activities (80.66 U/mg). 

Fusarium spp. PH79 and FS400 strains had amylase (14.0 U/mg, 49.23 U/mg) and 

xylanase activities (40.05 U/mg, 36.03 U/mg) respectively. These results confirm that 

tropical fungi have a good enzymatic potential for applications in the industry.  

   

Keywords: hydrolases; oxidoreductases; enzyme extracellular; screening 
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2.1 Introduction 

The geographical position of Mexico (Nearctic and Neotropical) favors a moun-

tainous tropical climate with a great variety of ecosystems and diversity of species, 

occupying fifth place within the group of megadiverse countries in the world, hosting 

around 12% of the planet's biodiversity [1,2]. The humid tropics of Mexico are 

characterized by typical high jungle perennial vegetation and environmental 

conditions with high temperatures and annual rainfall, which generates an 

accelerated and continuous environment in the recycling of nutrients, decomposition 

of organic matter, and competition for substrates. 

[3,4]. All these peculiarities make these environments optimal for developing a high 

diversity of fungi; therefore, in this area, it is possible to find fungi that produce hy-

drolytic and lignin-degrading enzymes with biotechnological potential that are still 

unexplored [5]. The physiological adaptability and multienzyme metabolic system of 

the fungi constitute the base of their amazing ability to develop under diverse 

environmental conditions, considered the drivers of the natural restoration of the 

ecosystems; they are natural decomposers of organic matter to absorb their 

nutrients, thus allowing recycling, mineralization, and compound release for the use 

of the community and the ecosystem [6,7]. 

Extracellular enzymes of fungal origin, both oxidoreductive and hydrolytic, have 

been reported for various industrial and biotechnological applications, like medicine 

[8], agriculture [9], in the pulp and paper industries [10], textiles [11], detergents [12], 

food processing [13], biofuels [14]; and bioremediation [15]. In addition, fungal 

enzymes have a more significant advantage over those derived from plants or 

animals due to their easy handling, rapid production at low-cost media, higher yields, 

and catalytic activity [16]. Although the tropics have the most remarkable diversity of 

fungal species, there are only a few enzymatic bioprospecting studies reported for 

the Mexican southeast [17–19]; Therefore, the objective of this work is to explore 

and evaluate qualitatively and quantitatively the types of enzymes secreted in fungi 

isolated from three sources (leaf litter, soil, and wood) of the humid tropical 

rainforest. 
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2.2 Materials and Methods 

2.2.1. Biological sampling.  

The samples were collected from three conserved tropical sites in the sierra region 

of the south of Mexico: Coconá (17°33’46.6’’N, 92°55’31’’W); Puyacatengo 

(17°31’34.2’’N, 92°55’31’’W) and La Florida biological station (17°27.8’33’’N, 

99°45’99’’W). It is a mountainous area of tropical jungle with water bodies like rivers 

and streams where a humid climate prevails with rains all year round. The region 

registers the highest rainfall in Mexico, with an annual average between 2,214 and 

3,382 mm in rainy seasons (from August to March), while there is a period of drought 

from April to July. The annual average temperature is between 22 and 26.8 °C.  

2.2.2. Isolation of the microorganisms. 

The medium for the isolates was potato dextrose agar (PDA) with chloramphenicol 

(15 µg/mL) to reduce bacterial growth. Soil fungi were isolated by washing and 

filtrating particles techniques using microsieves reported by [20]; after removing the 

moisture excess, five soil particles were inoculated on each plate. The sporocarps 

from wood debris and leaf litter collected were superficially washed with 2% sodium 

hypochlorite for 1 min, 70% ethanol for 1 min, and three washes were performed 

with sterile distilled water [21]. The sporocarps (MAF) were cut into small fragments 

and inoculated with a fine needle, while the leaf litter was cut into fragments of 1 

cm2, and five fragments were inoculated in the plate. The culture media plates were 

incubated at 28 °C, and periodic checks were carried out every third day for one 

month. Emerging cultures were transferred onto new plates with PDA until obtaining 

pure cultures.  

2.2.3. Morphological identification. 

1,250 macroscopic (MAF) and microscopic fungal (MIF) were isolated from soil, leaf 

litter, and decaying wood. The strains were grouped by source, morphotype, and 

percentage of occurrence (data not shown); later, 50 strains from each source were 

selected (soil, leaf litter, and decaying wood), excluding the typical morphologies of 

Penicillium, Cladosporium, and Trichoderma. Fungi were identified by macroscopic 

and microscopic characteristics using taxonomic keys and consulting specialized 
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references [22–28]. The MIF isolates from leaf litter and soil that did not show spores 

were inoculated in corn agar, oatmeal agar, potato carrot agar, V8 agar, humic acid 

agar, and leaf litter agar to promote sporulation, incubating them for six weeks under 

continuous black light at 28 °C [20]. All isolates were maintained in PDA slant tube 

and stored in 20 % glycerol at 80 °C, and mycelium plug was stored in sterile distilled 

water at room temperature (28-30 °C). 

2.2.4. Qualitative assay in solid medium. 

For the enzyme screening in the 150 selected strains, plates with minimal mineral 

medium (0.6 g/L NH4NO3, 0.2 g/L KH2PO4, 0.2 g/L MgSO4·7H2O, 0.001 g/L 

FeSO4·7H2O , 15 g/L bacteriological agar) supplemented with specific substrates 

were used; 0.5 mM 2,2'-azino-bis 3-ethylbenthiazoline-6-sulfonic acid (ABTS ), 0.9 

mM guaiacol for laccases [29,30], 6% (v/v) olive oil, 0.2 % (v/v) Tween 80, and 

0.001% rhodamine B solution, pH 7.0 for lipases [31], 1% soluble starch, pH 6.0 for 

amylases [32], 1% birch xylan for xylanases [33], and 1% skim milk powder for 

proteases [34]. All the media were sterilized for 15 min at 120 °C. An 0.5 cm2 

inoculum of the fungus was placed in the center of the Petri dishes and incubated at 

28 °C for 15 days. All strains that showed a bluegreen oxidation halo for laccases 

were considered positive, as well as a clear area around the fungal growth product 

of the hydrolysis of starch, xylan, and casein, while an orange fluorescence halo was 

observed for lipase activity. All the tests were carried out in triplicate. The activity 

was reported as potency index (IP) measured every 24 h, as the halo diameter 

formed between the mycelial growth´s diameter [35]. 

2.2.5. Basal medium for enzyme production 

To evaluate laccase activity, the modified medium of Sivakumar et al., 2010 [36], 

was used (10 g/L fructose, 2.5 g/L malt extract, 2.5 g/L yeast extract, 1 g/L KH2PO4, 

0.05 g/L (NH4)2SO4, 0.5 g/L MgSO4, 0.01 g/L CaCl2, 0.001 g/L MnSO4, 0.001 g/L 

ZnSO4, and 0.2 mM CuSO4·5H2O, adjusted at pH 4.8). For amylase and xylanase 

activity, was used 2.5 g/L yeast extract, 0.6 g/L NH4NO3, 0.2 g/L KH2PO4, 0.2 g/L 

MgSO4·7H2O, 0.001 g/L FeSO4·7H2O, supplement 10 g/L soluble starch for amylase 

and 10 g/L birch xylan, 5 g/L wheat bran for xylanase, both medium adjusted at pH 
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6.0. To evaluate protease and lipase activity the following medium was used: 2.0 g/L 

yeast extract, 0.02 g/L MgSO4, 2.0 g/L glucose, and 0.1 g/L KH2PO4, supplemented 

with 20 g/L casein and 2% v/v olive oil, respectively 

2.2.6. Enzyme production by submerged fermentation 

The submerged fermentation medium for enzyme production was sterilized for 20 

min at 120 °C; 100 mL of the sterile basal medium was prepared as earlier described 

with the appropriate carbon source in 250 mL flasks. Each fungus was grown for 2 

at 7 days on PDA, and 8 mm agar plugs were then cut and transferred in flasks, 

keeping them in an orbital shaking at 140 rpm at 28 °C for 16 days.  

For the enzymatic quantification, the protein content was measured according to the 

Lowry, 1951 method [37]. For this purpose, 5 mL of the supernatant were taken 

every second day, centrifuging at 1,487 × g for 10 min, followed by filtration on 

Whatman filter paper number 1. The experiments were performed in triplicate for 

each fungal strain. 

2.2.6.1. Quantitative assay Lacasse activity  

Laccase (lignin peroxidase) activity was determined by oxidation of the ABTS. The 

reaction mixture contained 0.5 mM ABTS, 0.1 M sodium acetate buffer (pH 4.5), and 

100 µL of supernatant. Substrate oxidation was monitored by increasing absorbance 

at 420 nm (ε420 = 3.6 × 104 M cm-1) for 5 min. The enzymatic activity was expressed 

as U = 1 µmol of ABTS oxidized per-min at 25 °C [29]. 

2.2.6.2. Quantitative assay Amylase activity 

Amylase activity was determined with the DNS method (3,5-dinitrosalicylic acid) [37] 

by quantifying the reducing sugars released during the assays using 1% soluble 

starch as substrate dissolved in 0.1 M sodium citrate buffer, at pH 5.6. The reaction 

mixture comprised 0.5 mL of the enzyme supernatant and 0.5 mL of pH buffer 

followed by incubation in a water bath at 40 °C for 30 min. The reaction was stopped 

with 2 mL of the DNS reagent followed by heating to 100 °C for 5 min. Optimum 

density was read at 540 nm against a blank without the enzyme, and a glucose 

standard curve (1 mg/mL) was performed under the same assay conditions. 
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Amylase activity was expressed in U/mL defined as the amount of enzyme that 

releases 1 µmol of reducing sugar equivalent to glucose per-mL in one minute [38]. 

2.2.6.3. Quantitative assay Xylanase activity 

The assays were carried out in triplicate. Xylanase activity was evaluated by the 

DNS method [37] to quantify the reducing sugars formed during the hydrolysis of the 

endo-1,4 β-D bonds of the xylan skeleton. The reaction mixture comprised 0.5 mL 

of the enzyme supernatant in 0.05 M of sodium acetate buffer, pH 5.3, and 0.5 mL 

of 1% of birch xylan followed by incubation at 40 °C for 30 min. The reaction was 

stopped by adding 2 mL of the DNS reagent; then, samples were heated at 80 °C 

for 5 min, then the absorbance was read at 540 nm. A xylose standard curve (1 

mg/mL) was performed under the same test conditions. Xylanase activity was 

expressed as the amount of enzyme that releases 1 µmol equivalent of xylose per-

mL in one minute [39]. 

2.2.6.4. Quantitative assay Protease activity 

Protease activity was quantified using the technique proposed by Cupp-Enyard et 

al., 2008 [40]. For this test, 0.65% of a casein solution was prepared in 50 mM 

potassium phosphate buffer, pH 7.5, 5 mL of the solution were added in test tubes 

and incubated in a water bath at 37 °C for 5 min. After incubation, 1 mL of the enzyme 

supernatant was added to the test tubes and vortexed for 10 min. The same 

procedure was carried out for the blank without the supernatant. The reaction was 

stopped with 5 mL of 110 mM trichloroacetic acid. Afterward, the samples were 

filtered, and 2 mL of the filtrate was added to 5 mL of 500 mM sodium carbonate and 

1 mL of the 0.5 mM Folin’s reagent; all this was mixed perfectly and incubated at 

room temperature in the dark for 30 min. The absorbance was measured at 660 nm, 

and a tyrosine standard curve (0.2 mg/mL) was developed under the same assay 

conditions. One unit of protease was defined as the amount of enzyme that releases 

1 µmol of tyrosine per minute under these conditions [34]. 

2.2.6.5. Quantitative assay Lipase activity 

Lipase activity was quantified using ρ-nitrophenyl palmitate (ρ-NPP) as substrate, 

dissolved in 10% isopropanol (10 mL) and mixed with 50 mM potassium phosphate 
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buffer (90 mL) at pH 8.0, 207 mg of sodium deoxycholate, and 100 mg of gum arabic 

for a final concentration of 790 µM of the ρ-NPP substrate solution, finally, 50 µL of 

Triton X-100 were added for clarification. For the test, 2.4 mL of the substrate 

solution were incubated with 0.1 mL of the enzyme supernatant at 37 °C for 15 min. 

The samples were measured in a spectrophotometer at 410 nm with a standard 

curve for ρ-nitrophenol (30 µg/ml). The enzymatic activity was expressed as U = 1 

µmol of ρ-nitrophenol released per-mL in for minute [41,42]. Total protein 

concentration was determined using the method of [43] with a calibration curve at a 

concentration of 1 mg/mL with bovine serum albumin as a protein standard with a 

linear response (r2 =0.997). 

2.2.7. Statistical analysis. 

Enzyme quantification results were analyzed with multiple comparisons of means, 

performing a one-way analysis of variance (ANOVA), followed by a Tukey test. In 

the analyzes, a significance of α = 0.05 was considered with the statistical package 

Sta-graphics 7. 

2.3 Results 

From the 1,250 fungi isolates of the humid tropical rainforest in Mexico, 150 (50 from 

soil, 50 from leaf litter, and 50 from sporocarps of wood) were selected and eval-

uated to determine their enzymatic potential. Regarding the taxonomic analysis, of 

the 51 active strains, five were identified at the species level, 32 at the genus level, 

four at the family level, and ten as Mycelia sterilia. The composition of the fungal 

strains selected for each source was first analyzed, finding Auricularia, Trametes, 

Neonothopanus, Hexagonia, Marasmius, Marasmiellus, Daedalea, Panus, 

Rigidoporus genera, and two Basidio-mycetes and one Ascomycete on fruiting 

bodies from decaying tree trunks. Regarding the leaf litter isolates, we identified 

Acremonium, Fusarium, Aspergillus, Nodulisporium, Drechslera, Monodictys 

genera, a member of the Xylariaceae family, and eight Mycelia sterilia. In contrast, 

from the soil, Acremonium, Cylindrocarpon, Graphium, Gliomastix, Paecilomyces 

genera, a Xylariaceae, two Mycelia sterilia, besides Aspergillus and Fusarium 

genera were found (Table 1).  
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From the 150 strains evaluated, 51 fungal strains (13 from wood, 20 from leaf litter, 

and 18 from the soil) showed positive results in the qualitative plate method 

evidencing the presence of extracellular enzyme oxidoreductases (laccases), and 

hydrolases (amylase, lipase, proteases, and xylanases). A close relationship 

between the enzymatic activity and the isolation source was observed; 8% of the 

evaluated strains showed laccase activity, all isolated from wood and leaf litter. For 

hydrolytic enzymes, 4.6% expressed amylase activity (leaf litter and soil), while 9.3% 

of the strains evaluated showed lipase activity, 12% for proteases, and 7.2% for 

xylanases of the three sources (Table 1 and Figure 1). The collection sites were not 

significantly different (p < 0.05) regarding the number of strains and enzymatic 

activity of the fungi isolated on the three sources evaluated. 
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Table 2.1. Enzymatic capability on agar plate assay of strains positive fungal isolates from 

Sierra of Tabasco, México. 

  Sampling site Source Fungi Potency index (PI) 

    Laccase Protease Amylase Xylanase Lipase 

Cocona Wood Basidiomycete CE10  2.3    

Cocona Wood Marasmius sp. CE25* 1.7    2.3 

Cocona Wood Basidiomycete CE34  3.0    

La florida Wood Auricularia sp. FE15     2.5 

La florida Wood Neonothopanus sp. FE33* 1.2   1.6  

La florida Wood Trametes villosa FE35* 2.3    2.1 

La florida Wood Hexagonia sp. FE40  2.0    

La florida Wood Marasmiellus sp.  FE46 1.8     

La florida Wood          Rigidoporus sp. FE55*             1.9   1.8  

Puyacatengo Wood Ascomycete PE37 1.8     

Puyacatengo Wood Marasmius sp. PE38     2.2 

Puyacatengo Wood Panus sp. PE43 2.1     

Puyacatengo Wood Daedalea flavida PE47* 2.2 2.4   2.2 

Cocona Leaf litter      Mycelia sterilia CH464                       1.6     

Cocona Leaf litter Xylariacea sp. CH240 1.4     

Cocona Leaf litter Mycelia sterilia CH546  2.2    

Cocona Leaf litter Monodictys sp. CH616  2.6    

Cocona Leaf litter Mycelia sterilia CH630  2.3    

Cocona Leaf litter Mycelia sterilia CH631  2.1    

Cocona Leaf litter Aspergillus sp. CH665    3.5  

Cocona Leaf litter Drechslera sp. CH681 1.8     

Cocona Leaf litter Aspergillus sp. CH693*   2.5  2.3 

La florida Leaf litter Mycelia sterilia FH175   2.4   

La florida Leaf litter Mycelia sterilia FH321  2.3    

La florida Leaf litter Mycelia sterilia FH338   2.2   

La florida Leaf litter Fusarium sp. FH676     2.3 

La florida Leaf litter Fusarium sp. FH702    3.2  

Puyacatengo Leaf litter Fusarium sp. PH20  2.2    

Puyacatengo Leaf litter Fusarium sp PH79*   1.9 1.8  

Puyacatengo Leaf litter Xylariaceae PH208*   1.9 1.9  

Puyacatengo Leaf litter Nodulisporium sp. PH223 1.4     

Puyacatengo Leaf litter Nodulisporium sp. PH225   1.8   

Puyacatengo Leaf litter Mycelia sterilia PH706    2.6  

Cocona Soil Acremonium sp. CS330    1.2  

Cocona Soil Xylariaceae CS708    1.4  

Cocona Soil Aspergillus sp. CS1022     2.1 

Cocona Soil Fusarium sp. CS1053   2.2    

La florida Soil Fusarium sp. FS400*  3   2.1 

La florida Soil Paecilomyces sp. FS446  2.3    

La florida Soil Cylindrocarpon sp. FS457    1.6  

La florida Soil Paecilomyces sp. FS470  2.1    

La florida Soil Fusarium sp. FS720*   2.5 1.7  

La florida Soil Graphium sp. FS835     2.3 

La florida Soil Fusarium sp. FS903     2.2 

La florida Soil Mycelia sterilia FS907     2.2 

La florida Soil Mycelia sterilia FS943     2.3 

Puyacatengo Soil Acremonium sp. PS595  2.8    

Puyacatengo Soil Aspergillus sp. PS948  2.7    
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Figure 2.1. Number of fungal strains isolated from different sources and their relationship with 

enzyme production. 

 

2.3.1 Qualitative plate test.  

The laccase enzymatic activity was detected by the oxidation of the ABTS (blue 

green halo) and guaiacol (brown halo) around the colony, mainly of fungi known as 

lignin degraders or white rot (Fig. 2.2 A-B), the strains with the highest activity were 

Trametes villosa FE35, Daedalea flavida PE47 Panus sp. PE43, Rigidoporus sp. 

FE55, and Marasmius sp. (CE25), with enzymatic potency index (PI) of 2.3, 2.2, 2.1, 

1.9, and 1.7, respectively, recovered from wood (Table 1). Protease activity was 

evident with a clear zone (substrate hydrolyzed) around the colony (Fig. 2.2 C) in 

isolated strains of wood, Basidiomycete CE34 (3.0), CE10 (2.3), and Daedalea 

flavida PE47 (2.4) and recovered from leaves Monodictys sp. CH616 (2.6). The best 

activity was registered for the recovered fungi of soil like Ascomycete PS1130 (3.2), 

Fusarium spp. FS400 (3.0), Acremonium sp. PS595 (2.8), Aspergillus sp. PS948 

(2.7), Gliomastix sp. PS1298 (2.4) and Paecilomyces sp. FS446 (2.3). 

Regarding the detection of amylase, positive results were visualized after adding an 

iodine solution (0.3% iodine, 0.6% potassium iodide) that caused a clear zone 

around the colonies because of the hydrolysis of starch (Fig. 2.2 D). The amylase 

activity was not detected for strains recovered from wood. In isolated strains of leaf 

litter (PI), they stand out Aspergillus sp. CH693 (2.5), the Mycelia sterilia FH175 (2.4) 
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and FH338 (2.2), Nodulisporium sp. PH225 (1.8), Fusarium sp. PH79 (1.9) and 

Xylariaceae PH208 (1.9), while in the soil, only Fusarium sp. FS720 (2.5). In 

xylanases, the visualization was by adding a Congo red solution (0.4%) that stains 

the plates red, observing a lighter area around the colonies that indicate the 

presence of xylanase activity (Fig. 2.2 E). The activity was recorded in the three 

sources, in leaf litter was observed for Aspergillus sp. CH665 (3.5), Fusarium spp. 

FH702 (3.2) and PH79 (1.8), sterile mycelium PH706 (2.6), Xylariaceae PH208 (1.9), 

in wood Rigidoporus sp. FE55 (1.8) and Neonothopanus sp FE33 (1.6), and soil 

Fusarium sp. FS720 (1.7), Cylindrocarpon sp. FS45 (1.6), Xylariaceae CS708 (1.4) 

and Acremonium sp. CS330 (1.2), (Table 1). 

Regarding lipase activity, the positive strains were determined by forming an orange, 

fluorescent halo around the colonies visible under UV light at 350 nm, a product of 

the interaction of rhodamine B with the fatty acids released during the enzymatic 

hydrolysis of the triacylglycerols (Fig. 2.2 F). The lipases were positive for the fungi 

isolated from the three sources: in the soil, Graphium spp. FS835 (2.3) and PS1143 

(2.2), two Mycelia sterilia FS943 (2.3) and FS907 (2.2), Fusarium spp. FS903 (2.2) 

and FS400 (2.1), Aspergillus sp. CS1022 (2.2); in leaf litter to Aspergillus sp. CH693 

(2.3) and Fusarium sp. FH676 (2.3); and wood were Auricularia sp. FE15 (2.5), 

Marasmius spp. CE25 (2,3) and PE38 (2,2), Daedalea flavida PE47 (2,2) and 

Trametes villosa FE35 (2,1), (Table 1). 
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Figure 2.2 Qualitative enzymatic plate assay on solid medium with visible enzymatic activity (A, 

B, C, D, E, F) and without activity (G, H, I, J, K). 

 

2.3.2 Enzymatic activity quantification. 

In a second test, the enzyme expression was quantified by liquid fermentation of the 

10 fungi that showed the highest PI and more than one enzyme in the qualitative 

tests. These were Marasmius sp. CE25, Neonothopanus sp. FE33, Trametes villosa 

FE35, Daedalea flavida PE47, Aspergillus sp. CH693, Rigidoporus sp. FH55, 

Xylariaceae PH208, and three Fusarium spp. FH79, FS400, and FS720. Enzymatic 

quantification of blue multicopper oxygen oxidoreductases was performed for the 

wood isolates of Trametes villosa FE35, Daedalea flavida PE47, Marasmius sp. 

CE25, Neonothopanus sp. FE33, and Rigidoporus sp. FH55. The results of this 

quantification show that these fungi reach maxi-mum activity between 14 and 16 

days of culture except for Rigidoporus sp. FH55, which was 8 days later. The highest 

activity was for Trametes villosa FE35 with 1,179 U/mg (82.78 U/mL), followed by 

Rigidoporus sp. FH55. with 1,044 U/mg (73.06 U/mL), Marasmius sp. EC25 with 

326.28 U/mg (78.25 U/mL), Daedalea flavida PE47 with 521.8 U/mg (48.0 U/mL), 

and finally Neonothopanus sp. FE33 with 161.38 U/mg (12.49 U/mL). Laccase 

activity reported in this work for Daedalea flavida PE47 was on day 16. However, 

this time was not enough to record its maximum activity; since it was observed that 

in subsequent days, it kept increasing (Fig. 2.3A). 
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The hydrolysis of casein during the quantification of proteases showed a maximum 

expression point after four days of culture of Daedalea flavida PE47 with 80.67 U/mg 

(47.24 U/mL) followed by Fusarium sp. FS400 with 160.61 U/mg (88.33 U/mL) after 

ten days of culture (Fig. 2.3 B). For amylases, only two strains of Fusarium sp. (PH79 

and FS720) from leaf litter and soil, respectively, showed amylase activity after 10 

days of culture with 14 U/mg (0.998 U/mL) and 40 U/mg (2.27 U/mL). Regarding 

Aspergillus sp. CH693 and Xylariaceae PH208, under the culture conditions, these 

strains did not show amylase enzyme activity (Fig. 2.3 C). 

Xylanase activity was detected in fungi isolated of the three sources, showing the 

maximum activities at 4 and 6 days of culture using Fusarium sp. PH79 with 49.23 

U/mg (4.41 U/mL) and Fusarium sp. FS720 with 36.06 U/mg (3.44 U/mL), followed 

by Rigidoporus sp. FH55 with 24.38 U/mg (216 U/mL) and Xylariaceae PH208 with 

20.11 U/mg (2.36 U/mL); only Neonothopanus sp. FE33 showed two peaks at 8 and 

12 days of culture with 18.82 U/mg (1.88 U/mL) and 19.21 U/mg (1.94 U/mL), 

respectively(Fig. 2.3 D) Regarding lipases, the five strains evaluated Aspergillus sp. 

CH693 with 0.018 U/mg (0.017 U/mL), Daedalea flavida PE47 with 0.014 U/mg 

(0.010 U/mL), Fusarium sp. FS400 with 0.045 U/mg (0.015 U/mL), Marasmius sp. 

EC25 with 0.040 U/mg (0.042 U/mL) and Trametes villosa FE35 with 0.039 U/mg 

(0.014 U/mL) showed very low concentrations of lipases during the first ten days of 

culture, however the activity was lost totally in later days (Fig .2.3 E). 
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Figure 2.3 Enzymatic activity quantification of the ten selected fungi expressed as U/mg: (A) 

Laccase (B) Protease (C) Amylase (D) Xylanase, and (E)Lipase. 
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2.4. Discussion 

The bioprospecting of fungal organisms isolated from tropical environments 

continues to be a topic of great interest in the ecological field such as bioremediation 

and biological control, in biotechnological processes such as biofertilizers, biofuels, 

as well as industrial in food processing, detergent industry, textile, pharmaceutical, 

among other. This shows the importance of understanding and identifying the 

functioning of fungal biodiversity in these little explored environments to preserve, 

take advantage of and exploit these compounds [8].  

The peculiarity of the humid tropics greatly influences the development and 

physiology of the fungal species that live there, which is reflected in the catalytic 

properties of their extracellular enzymes to degrade the sources that they colonize. 

This catalytic effect was observed in qualitative tests on agar through a dark blue 

halo from the first day of culture around the colonies of fungi with oxidoreductase 

activity; a similar effect was observed in strains with a hydrolytic activity where a 

product halo of the hydrolysis was detected from the fourth day of culture. The 

potency index was recorded; it represents the potential of the halo produced by the 

strain through the qualitative estimation that is not precisely related to the 

quantification of the enzyme expressed for the fungus [18,35]. 

In qualitative tests, substrates and solid media can rule out false positives for 

enzyme production. In the case of laccase, guaiacol (0.9 mM) was first used, a 

substrate frequently used to evaluate laccase-producing ligninolytic fungi [30,44]. 

However, the affinity constants and the number of rotation of laccases towards 

guaiacol are low, which can be confused with other oxidases. Therefore, the activity 

was confirmed with a second test using the ABTS (0.5 mM), a fluorogenic substrate 

that acts as a multicopper blue oxidase mediator [44,45], excluding isolates that do 

not produce laccase. A clear example was Neonothopanus sp. FE33 that in the 

guaiacol test showed a halo of PI 4.6 (data not shown), while in the test with ABTS, 

the halo was 1.2 (Table 1). Regarding the hydrolytic enzymes, the culture media 

were the key to detecting the presence or absence of the enzyme using only minimal 
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mineral medium and supplemented with the respective substrate as carbon source, 

limiting the feeding of the fungi in the culture medium [46]. 

The results show that the laccase activity by fungi depends on the substrate where 

they are isolated, since the close relationship between sources with high lignin 

content such as wood and laccase production has been documented [51].  Laccase 

activity results were mainly from white rot fungi isolated from wood and leaf; This is 

due to the fact that lignolytic basidiomycetes have a unique and non-specific enzyme 

system that allows them to efficiently mineralize lignin, which is one of the 

compounds of plant material structurally constituted by phenolic hydroxyl groups 

where laccase exerts its action through enzymes. Lignolytic extracellular cells to be 

able to reach the cellulose and hemicellulose from where they obtain their energy 

source, and which is widely documented in several enzymatic bioprospecting works 

[47–49]. 

The secretion of several enzymes by the same fungus was key for the quantitative 

evaluation phase, i.e., in the case of Neonothopanus sp. FE33 that showed activity 

for laccase and xylanase was selected instead of Panus sp., which only presented 

a higher PI for laccase activity (Table 1), even though strains related to the Panus 

genus have been reported to be a good producer of laccase complex enzymes [49–

51]. Although Trametes villosa FE35, Daedalea flavida PE47, Marasmius sp. CE25 

and Rigidoporus sp. FH55 collected of wood produce more than one enzyme, in 

addition to the large number of laccase isoenzymes that some ligninolytic species 

can express [52]. On the other hand, the laccase activity presented by Trametes 

villosa (1179 U/mg) is similar to other works reported for tropical environments 

[52,53]. However, this laccase activity can be improved by adding Cu2+ to the culture 

medium as an inducer [54,55] and/or changing the carbon source [56,57]. Initially, in 

the quantitative analysis, low laccase activity was obtained, which improved by 

adding CuSO4-0.2 mM; the addition of fructose to the culture medium instead of 

glucose increased the size and texture of the pellets, the amount of biomass, and 

the specific activity of the enzyme (data not shown). Possibly a higher N-

glycosylation of proteins with fructose oligosaccharides may give the enzyme 
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structure greater stability and protection against degradation caused by proteases 

during liquid fermentation [59]. 

It is well understood that macroscopic fungi also produce extracellular hydrolytic 

enzymes [58,59]. Daedalea flavida PE47, besides secreting laccases, also produces 

proteases, finding that only Souza et al. [60] have reported the expression of 

proteases by a strain of the genus Daedalea. Interestingly, these enzymes are 

economically important in the detergent industry [61], and food processing [62]. 

Nevertheless, subsequent assays are necessary for Daedalea flavida PE47 to 

optimize and increase protease production due to its rapid growth in a liquid medium 

and longer stability time, similar to the expression of proteases by microfungi [16], 

which are more efficient in producing extracellular enzymes due to their ease of 

cultivation, manipulation, growth, stability, and high productivity at low cost [16,63]. 

As observed with the strain of Fusarium sp. (FS400) isolated from soil, in addition to 

presenting greater protease activity than Daedalea flavida PE47, it exceeded the 

values found by other authors for species of the same genus [66,67]. On the other 

hand, it has been shown that a low pH (4.8 to 6) and low nitrogen availability in 

tropical soils can promote the presence of proteases [68,69]. 

The production of xylanases in macroscopic fungi is related to sources rich in xylan, 

the main component of hemicellulose in leaves and wood [70]. In this case, the 

isolated strains of wood, Rigidoporus sp. FS55 (24.38 U/mg) and Neonothopanus 

sp. FE33 (18.82 U/mg) showed higher xylanase expression. whereas Fusarium 

strains PH79 (49.23 U/mg) from leaf litter and FS720 (36.06 U/mg) from soil 

presented the highest amylase activity, even with values higher than those reported 

in other studies [71,72]. The species of the genus Fusarium are strongly associated 

as phytopathogens; since their extracellular enzymatic action, they infect the leaves 

and fruits of plants [64,65]. Although, the amylase activity evaluated in this work is 

lower compared to other studies [66,67]. The importance of amylases and xylanases 

in agricultural residues' saccharification and fermentation processes to obtain 

bioethanol and their potential in the food industry is relevant. Therefore, optimization 

is necessary for a greater expression of the enzyme [68,69]. 
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In the qualitative phase of lipase evaluation, fungi Marasmius sp. CE25, Trametes 

villosa FE35, Daedalea flavida PE47, Aspergillus sp. CH693, Fusarium sp. FS400 

showed a high PI to be considered in the quantitative phase. However, under the 

experimental conditions, no lipase activity was detected. False positives could cause 

this due to the interaction with Rhodamine B and the presence of cutinases. The 

cutinases are members of the α/β hydrolase family, capable of hydrolyzing fatty acid 

esters and emulsified triacylglycerols with the same efficiency as lipases since both 

share structural and catalytic similarities [70,71]. Cutinases can be secreted mainly 

by phytopathogenic fungi from the genera Fusarium, Trichoderma, Aspergillus, 

Colletotrichum, and sometimes by basidiomycetes [72]; they feed on the cuticle a 

rigid wall of plants that provides protection, rich in fatty acids of 16 and 18 carbons 

linked together by ester bonds [73]. 

2.5. Conclusions 

The abundant vegetation and climatic conditions that predominate in tropical 

rainforests make possible the development of fungi with particular characteristics 

like the catalytic properties and stability of their extracellular enzymes, which are 

essential for future biotechnological applications. The enzymatic assays revealed 

that onethird of the 150 fungi selected for this study show some types of enzymatic 

activity. Isolated wood fungi Trametes villosa FE35, Marasmius sp. CE25, and 

Daedalea flavida PE47 showed high laccase activity. While for protease activity was 

recorded by Fusarium sp. FS400 isolated from soil followed by Daedalea flavida 

PE47 with moderate activity, while two other strains of Fusarium sp. PH79 and 

FS720 from leaf litter and soil obtained the highest yields for amylase and xylanase. 

There is no doubt that the isolating sources of the strains greatly influence finding 

the given types of enzymes; such is the case that none of the fungi evaluated in the 

quantitative phase presented lipase activity. This work represents the first 

comprehensive study of lignocellulosic fungi with enzymatic potential from the 

Mexican humid tropics. 
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Capítulo III.  

Co-cultivo de hongos lignocelulolíticos de ambientes tropicales como 

estrategia para potencializar la producción enzimática. 

 

Co-cultivation of lignocellulolytic fungi from tropical environments as a 

strategy to enhance enzyme production. 
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Enviado: 16 de marzo del 2022. 

Resumen 

El co-cultivo de hongos sigue siendo una herramienta importante para estimular 

mayores rendimientos en la excreción de enzimas y metabolitos valiosos por sus 

múltiples aplicaciones a nivel industrial y biotecnológico. Para este estudio se 

seleccionaron cinco cepas fúngicas (Trametes villosa, Daedalea flavida, Marasmius 

sp., Fusarium sp. FH79 y Fusarium sp. FS720) con potencial enzimático 

lignocelulósico aislados de hojarasca, suelo y madera del trópico húmedo mexicano 

con la finalidad de determinar el comportamiento y potencial incremento en la 

producción de sus enzimas estando en co-cultivo. Los resultados de las 

interacciones en medio líquido revelan que existe un aumento en la actividad lacasa, 

amilasa, xilanasa y proteasa en cultivos duales entre basidiomicetos; sin embargo, 

las máximas actividades fueron mostradas cuando fueron co-cultivadas con cepas 

U
niversidad Juárez A

utónom
a de Tabasco. 

M
éxico.



55 
 

de Fusarium sp.; entre los registros más relevantes de aumento en la actividad 

destacan el co-cultivo de Trametes villosa y Fusarium sp. FS720 con 1.66 U/mL 

para la actividad lacasa, Fusarium sp.PH79 y Fusarium sp. FS720 con 2.03 U/mL , 

2.65 U/mL para las actividades amilasa y xilanasa, y Marasmius sp. con Daedalea 

flavida con 122 U/mL para la actividad proteasa. Este incremento en la actividad 

enzimática demuestra que las interacciones entre especies pueden estimular la 

producción, por ello puede ser de gran utilidad para su aplicación industrial.  

 

Palabras clave:  Interacción, lacasa, amilasa, xilanasa, proteasa 

 

Abstract 

The co-culture of fungi continues to be an important tool to stimulate higher yields in 

the excretion of enzymes and valuable metabolites due to its multiple applications at 

the industrial and biotechnological levels. For this study, five fungal strains 

(Trametes villosa, Daedalea flavida, Marasmius sp., Fusarium sp. FH79 and 

Fusarium sp. FS720) with lignocellulosic enzymatic potential isolated from letter, soil 

and wood of the Mexican humid tropics were selected to determine the behavior and 

potential increase in the production of its enzymes being in co-culture. The results 

showed an increase in laccase, amylase, xylanase and protease activity in dual 

cultures between basidiomycetes; however, the maximum activities were shown 

when they were co-cultivated with strains of Fusarium sp.; Among the most relevant 

records of increased activity, the co-culture of Trametes villosa and Fusarium sp. 

FS720 with 1.66 U/mL for laccase, Fusarium sp.PH79 and Fusarium sp.FS720 with 

2.03 U/mL, 2.65 U/mL for amylase and xylanase, Marasmius sp. and Daedalea 

flavida with 122 U/mL for proteases. This increase in enzymatic activity shows that 

interactions between species can stimulate production; therefore, it can be very 

useful for its industrial application. 
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 Introducción 

Los hongos en su ambiente natural no se encuentran aislados, por el contrario, 

están en constante interacción, compitiendo por territorio y alimento; todo esto a 

través de interacciones antagonistas o sinergistas, que son las que determinan el 

desarrollo de la comunidad a través de la descomposición y variación del carbono 

en el medio ambiente. Estas interacciones pueden ser generalmente de dos tipos, 

la primera llamada de reemplazo y ocurre cuando un hongo desplaza de su territorio 

a otro hongo, y punto muerto en donde ninguno de los dos hongos gana; estas 

interacciones van acompañadas de cambios morfológicos y metabólicos como 

secreción de toxinas, gases, metabolitos y enzimas oxidativas (J. Hiscox et al., 

2018; Jennifer Hiscox et al., 2010) .  

La importancia de entender y conocer los tipos de interacciones que se llevan a 

cabo con hongos de igual y diferente género es de vital importancia tanto a nivel 

ecológico, para comprender los procesos de descomposición, de sucesión fúngica, 

determinación de la función del ecosistema y la resiliencia al cambio climático; como 

a nivel industrial y biotecnológico para el aprovechamiento de las enzimas y 

metabolitos empleados en el control biológico de hongos patógenos, 

biorremediación, mineralización de compuestos recalcitrantes, detoxificación de 

xenobióticos, blanqueamiento de pulpa y papel, biocombustibles, entre otros 

(Jennifer Hiscox & Boddy, 2017; Sperandio & Ferreira Filho, 2019). 

En varias investigaciones han empleado las interacciones fúngicas en condiciones 

de co -cultivos; como una alternativa para aumentar la producción en la actividad 

enzimática; (Ijoma et al., 2019; Kuhar et al., 2015; Lira-Pérez et al., 2020); 

demostrando que se promueve la activación de rutas cripticas silenciadas en 

monocultivos de cepas (Serrano et al., 2017); sin embargo, todavía se necesita una 

interpretación más amplia y clara de las redes de comunicación molecular en las 

interacciones microbianas que nos ayuden a entender el funcionamiento fisiológico 

y metabólico, beneficiando de esta manera los avances en biotecnología con 

alternativas sostenibles para las bioproducciones. En los ambientes tropicales este 

fenómeno de interacción se lleva a cabo de manera eficiente, debido a la diversidad 
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de especies de hongos presentes que compiten por un mismo espacio y sustrato,el 

cual por las condiciones ambientales y la actividad microbiana es degradado de 

forma rápida y continua; por esta razón en el trópico húmedo de la sierra de Tabasco 

se llevó a cabo un estudio de bioprospección fúngica enzimática donde se encontró 

la presencia de enzimas oxidativas e hidrolíticas con resultados interesantes y 

potencial para continuar con estudios de interacción de las hongos con mayor 

actividad como Trametes villosa(lacasa), Daedalea flavida(lacasa y proteasa), 

Marasmius sp. (lacasa) y dos cepas de Fusarium PH79 y FS720 (Amilasa y 

xilanasa) (Peraza-Jiménez et al., 2022); por tales motivos el objetivo de este trabajo 

es determinar la actividad enzimática de co-cultivos duales de las cinco cepas con 

buena actividad enzimática para determinar el impacto de las interacciones durante 

el proceso y el comportamiento de sus enzimas. 

 Materiales y métodos 

Cepas fúngicas 

En un estudio previo se evaluó la actividad enzimática de 150 cepas fúngicas 

aisladas de la sierra de Tabasco (Peraza-Jiménez et al., 2022). De las cuales se 

seleccionaron las cinco cepas con mayor actividad enzimática lacasa, amilasa, 

proteasa y xilanasa y mediante ensayos duales en placa de Petri se evaluó la 

compatibilidad entre ellas. Las cepas fueron Marasmius sp. (CE25) del cerro 

Coconá (17°33′46.6″ N, 92°55′31″ W), Daedalea flavida (PE47) y Fusarium sp. 

(PH79) de Puyacatengo (17°31′34.2″ N, 92°55′31″ W) y de la estación biológica la 

Florida (17°27.8′33″ N, 99°45′99″ W) Trametes villosa (FE35) y Fusarium sp. 

(FS720). Todos estos sitios se caracterizan por tener un clima lluvioso en la mayor 

parte del año con un promedio de precipitación que oscila entre los 2,214 y 3,382 

mm, abarcando de agosto a marzo con temperaturas promedio de 22 y 26.8 °C. 

Co-cultivo en medio sólido 

Para conocer el tipo de interacción interespecífica que existe entre hongos de la 

podredumbre blanca y hongos filamentosos; se construyó una matriz de interacción 

con diez combinaciones (tabla 1). Para el experimento de cultivos duales, discos de 

8 mm aproximadamente de Trametes villosa, Daedalea flavida, y Marasmius sp. 

U
niversidad Juárez A

utónom
a de Tabasco. 

M
éxico.



58 
 

fueron inoculadas en cajas Petri (90 mm Ø) con agar papa dextrosa (PDA) tres días 

antes de iniciar el ensayo por su lento crecimiento, seguido de los discos de 

Fusarium sp. (PH79) y Fusarium sp. (FS720) dejando un espacio entre ambas de 

50 mm. Los cultivos duales se llevaron a incubación por 7 días a 25 ºC hasta 

observar el tipo de interacción. El experimento se realizó por triplicado y como 

controles se inocularon las cinco cepas en monocultivos en las mismas condiciones. 

El ensayo se detuvo cuando uno de los hongos llegó al borde de la placa de Petri.  

Tabla 1 Matriz de combinaciones fúngicas en co-cultivos (en verde)  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Co-cultivos en medio líquido. 

Una vez identificado el tipo de interacción presentada en medio sólido entre ambas 

especies y que se descartara posibles efectos alelopáticos se procedió a inocular 

los hongos en 120 mL de medio (modificado para cada enzima) contenidos en 

matraces Erlenmeyer de 250 mL. Para evaluar actividad lacasa se empleó el medio 

(Sivakumar, 2010) (g/L fructosa 10, extracto de levadura 2.5, KH2PO4 1.0, 

(NH4)2SO4 0.05, MgSO4 0.5, CaCl2 0.01, MnSO4 0.001, ZnSO4 0.001 y CuSO45H2O 

0.2mM, con pH 4.8), para evaluar las actividades amilasa y xilanasa se empleó 

medio mínimo (g/L) NH4NO3 0.6, KH2PO4 0.2, MgSO4.7H2O 0.2, FeSO4.7H2O 0.001, 

a pH 5.8 suplementada con respectiva fuente de carbono (1% de almidón y 1% de 

xilano de abedul, w/v). Para evaluar la actividad proteasa se preparó el medio 

compuesto por (g/L) Extracto de levadura 1.0, MgSO4 0.02, glucosa 2.0, KH2PO4 
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0.1, a pH 7.0. Con la ayuda de un transfer se inocularon los medios con seis discos 

de 8 mm de diámetro de monocultivos axénicos de cepas Trametes villosa, 

Daedalea flavida y Marasmius sp., transcurridos tres días de incubación orbital, se 

inocularon otros seis discos de Fusarium sp. (FH79) y Fusarium sp. (FS720) en los 

mismos matraces. Todos los medios se incubaron a 25 ºC por 16 días a 130 rpm en 

agitación orbital. Para la cuantificación de la enzima se tomaron 5 mL del 

sobrenadante a los 8, 10, 12 y 14 días cultivo, posteriormente se centrifugó por 10 

min a 10,000 rpm y se filtró en papel Whatman No 1 para la evaluación del extracto 

enzimático. Todos los ensayos se realizaron por triplicado y monocultivos de las 

cepas de estudio en las mismas condiciones del experimento se tomaron como 

controles.  

Cuantificación de actividad lacasa 

Para la evaluación de actividad lacasa se determinó mediante la oxidación del 2,2´-

azino-bis ácido 3-etilbenthiazoline -6-sulfonic (ABTS). La mezcla de reacción 

consistió en 0.5 mM de ABTS, 0.1 M de un buffer de acetato de sodio (pH 4.5) y 100 

µL de sobrenadante enzimático. La oxidación del sustrato fue monitoreada por el 

incremento en la absorbancia a 420 nm (Ƹ 420= 3.6 x 10 4 M-1. Cm-1) durante 5 min. 

La actividad enzimática fue expresada como U= 1µmol de ABTS oxidado por min a 

25 °C (Sunil et al., 2011). 

Cuantificación de actividad amilasa y xilanasa 

Ambas enzimas fueron cuantificadas mediante el método de (Miller, 1959) que 

emplea al DNS (3, 5 ácido dinitrosalicílico) para determinar la formación o liberación 

de los azúcares reductores durante el ensayo. La mezcla de reacción consistió en 

1% de almidón soluble como sustrato disuelto en amortiguador citrato de sodio 0.1 

M, pH 5.6, 5 mL del sobrenadante para amilasas y 1% de xilano de abedul en 0.05 

M de amortiguador acetato de sodio, pH 5.3, 5 mL del sobrenadante para xilanasas; 

posteriormente se llevó a incubación a 40 °C durante 30 min. La reacción fue 

finalizada con la adición de 2 mL del reactivo DNS y calentamiento a 80 °C durante 

5 min. La absorbancia fue leída a 540 nm frente a un blanco sin la enzima en las 

mismas condiciones de ensayo; simultáneamente se realizó dos curvas estándar de 
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calibración (glucosa y xilosa,1 mg/mL). La actividad amilasa y xilanasa fueron 

expresadas como la cantidad que libera 1 µmoL de azúcar reductor equivalentes a 

glucosa y xilosa por mL en un minuto (Ravichandra et al., 2016; Singh et al., 2014). 

Cuantificación de actividad proteasa 

Para la determinación de actividad proteasa se preparó una solución de caseína 

65% en un amortiguador de fosfato de potasio 50 mM, pH7.5; 5 mL, la solución se 

transfirió en tubos de ensayo llevándolos a incubación a baño maría a 37 ºC por 5 

min; posteriormente se añadió 1 mL del sobrenadante enzimático, se mezcló con la 

ayuda de un vortex y se mantuvo en incubación a 37ºC por 10 min. La mezcla de 

reacción se detuvo añadiendo 5 mL de TCA (ácido tricloro acético) 110 mM. Por 

último, las muestras fueron filtradas y a 2 mL de muestra se le adicionó 5 mL de 

carbonato de sodio 500 mM, 1 mL de Folin’s 0.5 mM, todo esto se llevó a incubación 

en oscuridad a temperatura ambiente por 30 min. Una curva estándar de tirosina 

(0.2 mg/mL) y blancos fueron desarrollados bajo las mismas condiciones. La 

absorbancia fue medida a 660 nm y la actividad enzimática fue definida como la 

cantidad de enzima que libera 1 mol de tirosina por minuto (Cupp-Enyard & Aldrich, 

2008). 

Análisis estadísticos 

Todos los datos de cuantificación enzimática fueron realizados por triplicado. La 

determinación de las diferencias significativas se realizó mediante una comparación 

múltiple de medias empleando un análisis de varianza (ANOVA) de una vía, seguida 

de la prueba Tukey. En los análisis de datos se consideró una significancia de 

α=0.05 con el paquete estadístico Statgraphis 7. 

  

U
niversidad Juárez A

utónom
a de Tabasco. 

M
éxico.



61 
 

Resultados 

Interacción en placa en medio sólido 

Los resultados de interacción interespecífica mediante la interacción entre cepas de 

la podredumbre blanca Trametes villosa, Daedalea flavida y Marasmius sp. CE25 y 

dos hongos microscópicos Fusarium sp. PH79 y FS720, mostraron un tipo principal 

de interacción; de punto muerto ó deadlock que sucede, cuando ninguno de los dos 

hongos gana territorio, este fenómeno se visualizó entre la interacción de todas las 

combinaciones realizadas (Fig.1 A, B, C, D, E, F, G y H). A pesar, del rápido 

crecimiento de Fusarium sp. PH79 este no logra colonizar un mayor espacio a los 

basidiomicetos lignícolas que contendieron, mientras que Fusarium sp. FS720 

siempre fue inhibido a consecuencia de su lento crecimiento (Fig.1 F y G). Con base 

a estos resultados se realizó el bioensayo de fermentación en medio líquido 

inoculando las cepas de acuerdo con la matriz propuesta (Tabla 1).  

 

Figura. 1 interacciones duales (A, B) Fusarium sp. PH79 vs Trametes villosa, (C) Marasmius sp. vs 

Trametes villosa, (D) Daedalea flavida vs Marasmius sp., (E) Daedalea flavida vs Trametes villosa, 

(F) Fusarium sp. PH79 vs Fusarium sp. FS720, (G) Trametes villosa vs Fusarium sp. FS720, (H) 

Fusarium sp. PH79 vs Daedalea flavida. 

 

Interacciones en medio líquido y evaluación enzimática 

Una vez identificado el tipo de interacción en los cultivos duales entre las cinco 

cepas fúngicas en medio sólido, se procedió con el ensayo de fermentación en 

medio líquida. En la evaluación del rendimiento de la actividad enzimática de las 
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cinco cepas seleccionadas en condiciones de co-cultivos destacan para la actividad 

lacasa de Trametes villosa FE35 con Fusarium sp. FS720 (1.66 U/mL) y Trametes 

villosa FE35 con Fusarium sp. PH79 (1.55 U/mL) fueron los co-cultivos con mayor 

actividad con un máximo a los 14 días de incubación, en comparación de su 

respectivo monocultivo (T. villosa) con 1.02 U/mL a los mismos días; seguido de la 

interacción de Daedalea flavida PE47 y Fusarium sp. PS720( 0.76 U/mL) a los 12 

días, por otra parte Daedalea flavida PE47 con Fusarium PH79 (0.52 U/mL) a los 

12 días de cultivo, mientras que el monocultivo de PE47 solamente reportó 0.36 

U/mL; en cuanto a la interacción de Marasmius sp. CE25 y Fusarium sp. FS720 

(0.99 U/mL) así como Marasmius sp.CE25 con Fusarium sp. PH79 (1.02 U/mL) se 

observó un ligero aumento en comparación de su monocultivo con (0.90 U/mL) (Fig. 

2 A).  

Por otra parte, las interacciones entre basidiomicetos en algunos casos no 

mostraron diferencias significativas en su actividad tal es el caso de Marasmius sp. 

CE25 con Daedalea flavida PE47 con (0.96 U/mL) comparado con sus monocultivos 

CE25 (0.90 U/mL), mientras que para Daedalea flavida PE47 fue de 0.36 U/mL. En 

cuanto a la interacción de Trametes villosa FE35 con Marasmius sp. CE25 se 

potencializó la actividad en co-cultivo de 1.51 U/mL a los 14 días , mientras que en 

monocultivos los valores fueron de 1.3 y 0.9 U/mL, respectivamente; por último la 

interacción de Trametes villosa FE35 y Daedalea flavida PE47 fue positiva para 

Daedalea flavida pasando de (0.36 U/mL) en monocultivo a (0.75 U/mL) a los 14 

días en co-cultivo; Sin embargo, para Trametes villosa FE35 experimentó un 

descenso en la actividad pasando de (1.37 U/mL) en monocultivo a (0.75 U/mL) en 

co-cultivo (Fig. 2 A). 

Para el caso de actividad amilasa, la mayor actividad en los ensayos monocultivos 

y cocultivos se observó al día 10; las interacciones más sobresalientes fueron para 

el co-cultivo entre cepas del mismo género de Fusarium sp. 720 y Fusarium sp. 

PH79 pasando de 1.75 y 1.09 U /mL respectivamente en monocultivos hasta 

alcanzar una actividad máxima de (2.03 U/mL) en co-cultivo, bajando su actividad 

en días consecutivos (Fig. 2 B). 
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Figura. 2 cuantificación enzimática de cepas en co-cultivos A) Lacasa, B) Amilasa, C) xilanasa y D) 

proteasa. Mara CE25 = Marasmius sp., Daeda PE47= Daedalea flavida,Trame FE35 = Trametes 

villosa; Fusa FS720 = Fusarium sp. 720,Fusa PH79 = Fusarium sp.79.  

 

Con respecto a la interacción con basidiomicetos, la máxima actividad con 

diferencias estadísticamente significativas se registró en los co-cultivos de Trametes 

villosa FE35 y Fusarium sp. FS720 con (2.02 U/mL) a los 10 días, seguida de las 

interacciones entre Daedalea flavida PH47 y Fusarium sp. 720 con (1.99 U/mL) a 

los 10 días, en comparación de sus respectivos monocultivos (Fig. 2 B). Por otro 

lado, las interacciones con Fusarium sp. PH79 solamente mostraron un ligero 

aumento en la actividad pasando de (1.09 U/mL) en monocultivo a (1.20, 1.26 y 1.28 

U/mL) en co-cultivos con Trametes villosa FE35, Daedalea flavida PE47 y 

Marasmius sp. CE25 a los 10 días respectivamente. Cabe recalcar que la 

interacción de Marasmius sp. CE25 con Fusarium sp. 720 no se observaron 

cambios significativos en su actividad. 
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Para xilanasas la máxima actividad es registrada a los 12 días de cultivo en las 

interacciones entre Fusarium sp. PH79 y Fusarium sp. FS720 con 2.65 U/mL, 

seguida de la interacción entre Fusarium sp. PH79 y Marasmius sp. CE25 con 2.59 

U/mL a los mismos días. Por otro lado, se observó, que el co-cultivo de Daedalea 

flavida PH47 y Fusarium sp. PH79 y Fusarium sp. FS720 no mostraron diferencias 

significativas de actividad en comparación a sus respectivos monocultivos de las 

cepas de Fusarium. En adición, la cepa de Trametes villosa FE35 con Fusarium 

sp.PH79 y Fusarium sp. FS720 mostraron un descenso en la actividad xilanasa en 

comparación cuando los dos Fusarium sp. están en monocultivos (Fig. 2 C). 

Para la enzima proteasa la mayor actividad fue registrada a los diez días de cultivo 

por la interacción de Marasmius sp. CE25 y Daedalea flavida PE47 con 122 U/mL; 

mientras que para los co-cultivos de Daedalea flavida PE47 y Fusarium sp. PH79, 

Fusarium sp. FS720 y Trametes villosa FE35 fue de 119, 118 y 119 U/mL 

respectivamente a los mismos días (Fig. 2 D). 

3.4 Discusión  

La activación o desbloqueo de rutas biosintéticas cripticas es un fenómeno que 

ocurre cuando algunas especies de hongos son retadas por otros hongos 

compitiendo por espacio y alimento estando en cultivos duales o mixtos; esta 

activación favorece en la codificación de enzimas y metabolitos de interés comercial 

y biotecnológico; además de potencializar su actividad como lo demuestran varios 

trabajos de investigación (Abdalla et al., 2017; Jiménez-Barrera et al., 2018; Sanitá 

Lima & Coutinho de Lucas, 2022). 

Las interacciones duales presentadas en este trabajo son de cepas de hongos 

estudiados con anterioridad y seleccionados por su alta actividad enzimática 

(Peraza-Jiménez et al., 2022) con el objetivo de determinar el rendimiento de sus 

enzimas estando en condiciones de co-cultivos. En la mayoría de las interacciones 

entre basidiomicetos y basidiomicetos con los filamentosos del género Fusarium, se 

observó una interacción de punto muerto en todas sus réplicas, esto nos sugiere, 

que existe un grupo reducido de sustancias bioactivas durante las interacciones 

micelares, que pueden producir efectos en las capacidades de inhibición, 
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producción de pigmentos, modificación del color de la colonia, entre otros (Brglez et 

al., 2020). Por otra parte, la interacción entre Fusarium sp. PH79 con Fusarium sp. 

FS720 fue la única donde se observó un antagonismo de reemplazo en donde la 

cepa Fusarium sp. PH79 gana territorio e inhibe parcialmente el crecimiento a 

Fusarium sp. FS20; esto podría deberse al sustrato de aislamiento de Fusarium sp. 

PH79 que cuenta con la capacidad de degradar tanto celulosa como hemicelulosa, 

ya que tiene un origen en hoja (Anasontzis et al., 2016; Huang et al., 2015) y que 

en el medio de cultivo con PDA obtuvo su mejor expresión, por la disponibilidad de 

nutrientes del medio de cultivo, compuesto en su mayoría de carbohidratos y 

nitrógeno; mientras que Fusarium sp. FS720 tiene un origen en suelo; 

acostumbrado posiblemente a una mayor disponibilidad de nitrógeno y otros 

minerales, que en el medio de cultivo no pudo adquirir (Lin et al., 2016). 

El comportamiento de las enzimas lacasas durante las interacciones 

interespecíficas duales entre hongos de la podredumbre blanca demostraron que 

Trametes villosa FE35 vs Marasmius sp. CE25 obtuvieron un mejor desempeño 

enzimático en co-cultivo; esto posiblemente se debe a que ambos comparten el 

mismo índice de crecimiento miceliar (datos no mostrados), además el tipo de 

interacción que presentan (punto muerto) indica que hay un efecto sinérgico que 

potencializa su actividad; por este motivo es que en los ecosistemas naturales la 

interacción entre dos o más especies lignícolas acelera la descomposición de la 

madera y restos vegetales (Baldrian, 2004; Mali et al., 2017; Sánchez, 2009). Por 

otro lado, la actividad enzimática que presentan es alta comparada con otras 

interacciones duales de especies lignícolas (Ijoma et al., 2019; Lira-Pérez et al., 

2020). 

Un dato interesante fue la interacción dual de cepas filamentosas de Fusarium con 

las cepas de Trametes, Daedalea y Marasmius que potencializó la producción de 

enzima lacasa; a pesar de que las cepas Fusarium spp. no presentan esta actividad 

estando en condiciones de monocultivos, se puede sugerir que podrían fungir como 

excelentes inductores de la actividad lacasa en interacciones duales con 

basidiomicetos, similar a lo que ocurre los hongos del género Trichoderma (Bertrand 
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et al., 2013; Sjaarda et al., 2015). En la literatura existen escasos reportes de 

incremento en la actividad lacasa por interacciones entre especies del género 

Fusarium con especies de basidiomicetos; por lo tanto, estas cepas podrían 

considerase como excelentes candidatos para continuar con el estudio sobre las 

numerosas biomoléculas que intervienen en estas interacciones y como afectan la 

expresión de genes de la enzima lacasa, las cuales son de gran importancia en 

áreas de la biotecnología por sus aplicaciones en medicina, agricultura, 

manufactura de pulpa y papel, biorremediación, biocombustibles, entre otros (El-

Sawah et al., 2021; Kapoore et al., 2022; Meyer et al., 2020; Ming et al., 2019). 

La industria de los alimentos y biocombustibles cada vez exige mayores 

rendimientos a bajo costo para solventar sus gastos de producción, por lo tanto, han 

apostado por los co-cultivos de hongos como una estrategia para aumentar su 

productividad (Wang et al., 2014; Yu et al., 2021); en este sentido la interacción 

entre las cepas de Fusarium sp. PH79 con Fusarium sp. 720 fueron de las más 

prometedoras por su aumento en las actividades amilasa y xilanasas, enzimas 

capaces de hidrolizar los enlaces glucosídicos α- 1, 4 y β-1, 6 xilano de la biomasa 

vegetal lignocelulósica como fuente de biocombustibles y comúnmente producida 

por hongos filamentosos (Gómez et al., 2016; Nwagu & Okolo, 2011; 

Ramanjaneyulu et al., 2017). Por otra parte los co-cultivos de Deadalea flavida y 

Marasmius sp. CE25 representa una fuente nueva de producción de enzimas 

proteasas, que a pesar, de no ser comúnmente encontradas en basidiomicetos, la 

diversidad y complejidad de acción de esta enzima ha dado lugar a estudios 

recientes por su empleo en la industria del detergente (Inacio et al., 2015; Peralta et 

al., 2017); esta actividad en basidiomicetes está asociada con el agotamiento de 

nitrógeno en el sustrato durante el metabolismo secundario con condiciones que 

promueven la degradación de la lignina (Greenfield et al., 2021). 
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Conclusiones. 

Este trabajo representa un estudio preliminar de interacciones interespecíficas entre 

hongos basidiomicetos y filamentosos aislados de sustratos de hoja, madera y suelo 

del trópico húmedo mexicano. Las interacciones de co-cultivos entre estas cepas 

estudiadas demostraron ser eficientes para inducir las interacciones célula-célula 

con un aumento en su actividad enzimática. Sin embargo, es necesario estudios 

posteriores para comprender el comportamiento de genes y proteínas involucradas 

en las interacciones interespecíficas micelares, clave para explicar y modelar el 

desarrollo de una comunidad y las funciones asociadas a un ecosistema. 
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Capítulo IV 

Conclusiones Generales 

 

1.La identificación taxonómica de las 150 cepas fúngicas colectadas en la sierra del 

Estado consistió en cinco a nivel de especie, 113 a nivel de género, 17 a nivel de 

familia y diez como micelio estéril. En el  análisis de cada fuente de aislamiento se 

encontraron géneros como Auricularia, Trametes, Neonothopanus, Hexagonia, 

Marasmius, Marasmiellus, Daedalea, panus, Rigidoporus, dos basidiomicetos y un 

ascomiceto aislados de troncos de madera en descomposición; mientras para los 

aislados de hojarasca se identificaron cepas de Acremonium, Fusarium, Aspergillus, 

Nodullisporium, Dreshlera, Monodictys, Xylarial y diez micelios estériles; en 

contraste con el suelo se identificaron cepas de Acremonium, Cylindrocarpon, 

Graphium, Gliomastix, Paecilomyces, Xylariaceas y cinco micelios estériles.  

2.  La evaluación enzimática cualitativa en placa permitió seleccionar de forma 

rápida y eficaz las cepas con actividad enzimática lacasa, amilasa, proteasa, lipasa 

y xilanasa mediante el empleo de los sustratos y adecuación de medios de cultivo 

para cada enzima. 

3. El empleo de inductores (Cu++, almidón, salvado de trigo, gelatin y tween 20), así 

como la modificación en la composición y concentración de los nutrientes en los 

medios de cultivo fue de gran utilidad para el incremento de la actividad enzimática 

y contenido de proteínas durante la fermentación en medio líquido. 

4. Las interacciones interespecíficas duales entre las cinco mejores cepas 

seleccionadas evidenció que existe un tipo principal de antagonismo dead lock o de 

punto muerto en la cual ninguno de los dos hongos gana territorio. Este tipo de 

interacción mostró un efecto sinérgico con un aumento en la actividad enzimática 

lacasas, amilasas, proteasa y xilanasa durante la interacción de Trametes villosa, 

Marasmius sp. y Daedalea flavida con cepas Fusarium sp. PH79 y FS720 que con 

cepas del mismo género.  
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5. Este trabajo de investigación representa el primer aporte del estudio enzimático 

de los hongos de la Sierra tropical húmeda del Estado de Tabasco, el cual constituye 

una fuente promisoria de nuevas y mejores enzimas con cualidades únicas para ser 

empleadas en futuros bioprocesos en la industria alimentaria y biotecnológica; a 

nivel ecológico nos da una pauta para entender  las sucesiones biológicas de las 

especies en los sustratos, sus interacciones con otros organismos, así como el 

índice de degradación  de la materia orgánica; es por ello que es urgente proponer 

alternativas de agricultura sustentable en esos lugares que propicien su 

conservación y por ende salvaguardar la biodiversidad de especies de hongos que 

ahí habitan.  
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Anexos técnicos 

  

U
niversidad Juárez A

utónom
a de Tabasco. 

M
éxico.



77 
 

Anexos  

Curva de calibración por el método del ácido dinitrosalicílico (DNS) para cuantificar 

la concentración de amilasa y xilanasa a 540 nm. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

   

Curva de calibración para cuantificación de proteasas a 680 nm 
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Curva de calibración para cuantificación de lipasas a 410 nm 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

        Curva de calibración para cuantificación de proteínas a 740 nm. 
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