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Resumen

Cepas aisladas de Trametes versicolor (L.:Fr.) Pilát causando pudrición blanca en especies arbóreas de amate amarillo (Ficus petiolaris), cirián o cuatecomate (Crescentia alata), guayaba (Psidium guajava) y sauce colorado (Salix humboltiana) en los municipios de Ayala, Cuautla, Cuernavaca, Jojutla, Tepalcingo, Tlaltizapán, Tlaquiltenango y Zacatepec de Hidalgo en el estado de Morelos, México se desarrollaron en medio de cultivo agua-agar enriquecido con 2,4-D amina en concentraciones de 0, 50, 100, 150, 250, 500, 1000, 2000, 3000, 4000 y 5000 ppm, con el objetivo de conocer su desarrollo en esta sal. Los mejores resultados se obtuvieron en un intervalo de 50 a 1000 ppm con un óptimo de 500 a 1000 ppm.L, las concentraciones de 2000 a 5000 ppm inhiben el desarrollo del hongo. Se confirma que las cepas aisladas de T. versicolor pueden emplearse como herramienta potencial de biorremediación de aguas contaminadas por ácido 2,4-D que es empleado como herbicida para el control de malezas de hoja ancha en cultivos de maíz, arroz, caña de azúcar y sorgo en la región de estudio.
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Abstract

Trametes versicolor (L.: Fr) Pilát was identified causing white rot of hardwood tree species of amate amarillo (Ficus petiolaris), cuatecomate or cirián (Crescentia alata), guayava (Psidium guajava) and sauce colorado (Salix humboltiana) in municipalities of Ayala, Cuautla, Cuernavaca, Jojutla Tepalcingo Tlaltizapan, Tlaquiltenango and Zacatepec de Hidalgo in the state of Morelos, Mexico. Collected strains were grown in water-agar culture medium with 2,4-D amine at concentrations of 0, 50, 100, 150, 250, 500, 1000, 2000, 3000, 4000 and 5000 ppm with the aim of know their growth in this salt. The best results were found from 50 to 1000 ppm concentration with an optimum from 500 to 1000 ppm. Concentrations from 2000 to 5000 ppm inhibited fungal growth. The strains of T. versicolor can be used as a potential tool of bioremediation of water contaminated by 2,4-D which is wide used as a herbicide to control of broadleaf weeds in corn, rice, sugarcane and sorghum in the studied region.
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Introducción

Los basidiomicetos que causan la pudrición blanca de la madera son especies con características adecuadas para ser utilizados en diferentes procesos biotecnológicos, incluidos los de biorremediación (Déley, 2010). Este tipo de hongos poseen la capacidad de degradar mayoritariamente la lignina, lo que les confiere la capacidad de descomponer los componentes de la madera hasta su total mineralización (Buswell, 1992). Además de esta característica también tienen la capacidad de degradar otros compuestos de estructura aromática, debido a la baja especificidad de las enzimas ligninolíticas que generan (Davis y Burns, 1990; Haglund, 1999). Este grupo de hongos ha mostrado ser efectivo para remover y detoxificar efluentes industriales (Kumar et al., 2007). 

Varias especies de hongos han sido estudiadas para ser empleadas en procesos de biorremediación principalmente en la industria textil y de colorantes (Sayadi y Ellouz, 1995) donde es de consideración el uso de Aspergillus fumigatus, T. versicolor y Phanerochaete chrysosporium (Mohammad et al., 2006; Benito et al., 1997; Dhamankar, 2000; Eaton et al., 1980). Otras especies de hongos han mostrado una alta eficiencia en la eliminación de residuos de la industria papelera como es el caso de Ceriporiopsis subvermispora, P. chrysosporium, T. versicolor, Rhizopus oryzae y Rhizomucor pusillus (Manzanares et al., 1995; van Driessel y Christov, 2002; Nagarathnamma y Bajpai, 1999; Nagarathnamma et al., 1999; Córdoba y Ríos, 2012). El primer paso en el proceso para obtener una cepa de hongo eficiente es la identificación de un microorganismo adecuado y las condiciones de cultivo necesarias para su rápido crecimiento así como la producción de enzimas relevantes en la biorremediación (Boman et al., 1988). Diversas especies de basidiomicetos han sido estudiadas debido a su habilidad para degradar lignina y compuestos fenólicos. Uno de los hongos lignolíticos más estudiados es T. versicolor (Michaela et la., 2011; Hor et al., 2011) que también es utilizado para la delignificación debido a los procesos oxidativos no específicos que incluye tres diferentes enzimas lignolíticas  para su catálisis (Lacasa, peroxidasa de la lignina y peroxidasa del manganeso) 

Considerando que la lignina es un polímero no específico, el sistema involucrado en su descomposición también funciona de manera no específica (Bumpus, 1985). Esto permite que el sistema ligninolítico de los hongos de pudrición blanca reduzca una gran variedad de contaminantes aromáticos (Bumpus et al., 1987; Aust, 1990). No obstante, existe una especificidad en la eficacia de la degradación de dichos compuestos por parte de las cepas de estos hongos (George and Neufeld, 1989; Morgan et al., 1991; Qiu and McFariand, 1991). El objetivo de la presente investigación es identificar al agente causal de la pudrición blanca de especies arbóreas latifoliadas de la región central del estado de Morelos, México asociadas a cultivos de maíz, caña de azúcar, arroz y sorgo, así como evaluar la respuesta de las cepas colectadas al crecimiento en medio de cultivo enriquecido con 2,4-D amina para su empleo futuro como agentes de biorremediación de aguas contaminadas por este herbicida.

Materiales y métodos

Colecta de basidiocarpos
Durante el ciclo primavera-verano del año 2011 y 2012 se colectaron basidiocarpos desarrollados sobre madera de especies arbóreas latifoliadas en áreas de cultivo de caña de azúcar, maíz, sorgo y arroz con síntomas de pudrición blanca en diferentes puntos geográficos del estado de Morelos, México (tabla 1). Las características morfológicas de los basidiocarpos así como de la madera en descomposición fue registrada y estos fueron llevados al Laboratorio de Fitopatología del Instituto Profesional de la Región Oriente de la Universidad Autónoma del Estado de Morelos para la realización de aislamientos y su identificación. A las 72 horas de que se desarrolló el micelio del basidiocarpo en placas de medio de cultivo malta-agar (MA), se hicieron reaislamientos de la periferia del crecimiento del micelio en el mismo medio de acuerdo a Hernández (1996), los cuales se incubaron nuevamente en oscuridad total y a 25°C. A las 48 horas de incubación se desarrolló el micelio con las mismas características a las del aislamiento inicial el cual fue utilizado para la medición de los parámetros estudiados.

Identificación
El huésped del cual fueron colectadas las muestras de basidiocarpos se identificó por medio de monografías de Bonilla, 1994; Bonilla y Villaseñor, 2003; Flores, 1988; Galindo, 1999; Piedra et al., 2006; Rendón y Fernández, 2007 y Rzedowski, 1992. Para el caso de los basidiocarpos, se hicieron aislamientos empleando medio de cultivo MA (Addleman et al., 1995) y el micelio se identificó por medio de las claves dicotómicas de Nobles (1965). Los aislamientos fueron sometidos a la prueba de fenol-oxidasas empleando medio MA mas ácido tánico al 0.5% w/v (Fahraeus y Reinhammar, 1967; Blanchette, 1982; Hernández, 1996). La identificación de los basidiocarpos se realizó empleando las claves de géneros ilustrados de Fergus, 1963; Nobles, 1965; Gilbertson y Rivarden, 1987; Rajchenbert, 1996.

Preparación del medio de cultivo con ácido 2,4-diclorofenoxiacetico
Como fuente de 2,4-D se empleó la marca comercial Hierbamina® (2,4-D amina) al 49.4% de ingrediente activo equivalente al 83% de ácido de 2,4-D para preparar una solución patrón de 100,000 ppm en un matraz volumétrico de 100 ml y de la cual se tomaron las cantidades necesarias para la preparación del medio de cultivo enriquecido. Se preparó medio de cultivo sólido Agua-Agar (AA) agregando 0.7 g de Agar (SIGMA®) en tubos de ensayo con capacidad de 60 ml, se adicionaron 20 ml de agua destilada precalentada a cada uno de estos y se esterilizaron a 15 lb de presión por 20 minutos. Una vez esterilizados se mantuvieron a temperatura constante de 40°C para evitar que se solidificaran y alcanzada esta temperatura, se agregaron las cantidades necesarias de la solución patrón para obtener las concentraciones de 0, 50, 100, 150, 250, 500, 1000, 2000, 3000, 4000 y 5000 ppm.

Registro del desarrollo de las cepas colectadas en medio de cultivo sólido enriquecido
Discos de 6 mm de diámetro de medio de cultivo MA con crecimiento micelial de cada una de las cepas recolectadas e identificadas se sembraron en cajas Petri con medio de cultivo enriquecido y se incubaron a 25°C en oscuridad total. Cada tratamiento (concentración) tuvo tres repeticiones y el desarrollo del hongo se midió a las 48, 96, 144, 192, 240, 288 y 336 horas después de la siembra. Los datos se registraron para su posterior análisis de varianza y prueba de comparación de medias de Tukey con un nivel de significancia del 1% bajo un diseño experimental completamente al azar con el paquete de análisis estadístico SAS®.

Resultados y discusión

Identificación
Los basidiocarpos colectados presentaron una consistencia blanda si se encontraban junto al suelo o coriácea si estaban menos expuestos a la humedad, de color blanco en la superficie de los poros y con zonas multicoloreadas a manera de anillos con tonalidades oscuras, blancas y ligeramente azulosas y de aspecto velloso en el envés. Presentan ligeras ondulaciones en el margen distal del esporocarpo y bajo condiciones de poca humedad éste se dobla hacia el himenio o zona de poros. La prueba de fenol-oxidasas fue positiva, observándose que los cultivos desarrollados en MA + ácido tánico al 0.5% w/v mostraron un cambio de coloración en la periferia de la colonia a las 48 horas de haberse sembrado, la cual se extiende hacia la parte externa de la placa de cultivo en la caja Petri, indicando con esto que los aislamientos corresponden a una especie de macromiceto que degrada lignina y por consiguiente produce pudrición blanca de la madera (Hernández, 1996), alcanzando la colonia un diámetro de 45 mm siete días después de haberse sembrado la cepa. Para la identificación por micelio, tras un periodo de incubación de 48 hrs en el medio de cultivo MA se desarrolló un micelio de color blanco que con el tiempo toma una consistencia algodonosa conforme llena la placa, formando anillos concéntricos visibles al paso de la luz. El micelio presenta hifas con fíbulas en toda la colonia, de pared delgada, hialino en medio de cultivo MA y granuloso y fibulado en medio de cultivo de MA más ácido tánico 5% w/v, con nódulos junto a la septas en ambos medios y con basidióforos y basidiosporas en los extremos del micelio cuando se desarrolló en MA mas ácido tánico.

Las características observadas en los basidiocarpos y el micelio desarrollado en medio de cultivo MA y MA + ácido tánico coinciden con la descripción taxonómica de Bavendamm (1928), Davidson et al. (1938), Fergus (1963), Nobles (1965), Sepúlveda (1966), Wright y Deschamps (1972), Sklark et al. (1989), Rajchenberg y Greslebin (1995), Hernández (1996) y Rajchenberg (1996), confirmándose la presencia de Trametes versicolor (L.:Fr.) Pilát en el estado de Morelos, México con un rango de altitud sobre el nivel medio del mar entre los 888 m y 1923 m sobre especies latifoliadas de amate amarillo (Ficus petiolaris), cirián o cuatecomate (Crescentia alata), guayaba (Psidium guajava) y sauce colorado (Salix humboltiana) con un alto grado de deterioro y en zonas de cultivo de caña de azúcar , maíz, arroz y sorgo en los Municipios de Ayala, Cuautla, Cuernavaca, Jojutla, Tepalcingo, Tlaltizapán, Tlaquiltenango y Zacatepec de Hidalgo (tabla 1).

Tabla 1. Ubicación geográficas y especies arbóreas de donde fueron colectadas las cepas de Trametes versicolor (L.:Fr.) Pilát en el estado de Morelos, México.
	
	
	Especie arbórea con
	
	
	Altitud

	Localidad
	Cepa
	desarrollo de basidiocarpo
	Latitud
	Longitud
	(msnm)

	1. Ayala
	Mo001
	Ficus petiolaris, Crescentia alata
	18°44’37.76”
	98°54’33.40”
	1298

	2. Cuautla
	Mo002
	Crescentia alata, Psidium guajava
	18°47’34.36”
	98°58’19.43”
	1254

	3. Cuernavaca
	Mo003
	Psidium guajava
	18°59’01.42”
	99°14’15.49”
	1923

	4. Tlaquiltenango
	Mo004
	Psidium guajava, Crescentia alata
	18°36’00.96”
	99°10’49.87”
	888

	5. Tepalcingo
	Mo005
	Salix humboltiana, Ficus petiolaris, Crescentia alata
	18°37’44.98”
	98°50’10.00”
	1217

	6. Tlaltizapan(A)
	Mo006
	Salix humboltiana
	18°41’28.26”
	99°06’33.76”
	943

	7. Tlaltizapan(B)
	Mo007
	Crescentia alata
	18°43’15.85”
	99°06’37.30”
	956

	8. Jojutla
	Mo008
	Ficus petiolaris, Crescentia alata, Salix humboltiana
	18°33’19.10”
	99°07’16.95”
	920

	9. Zacatepec de 
    Hidalgo
	Mo009
	Crescentia alata, Ficus petiolaris, Salix humboltiana
	18°39’53.39”
	99°10’14.07”
	946



Desarrollo de las cepas en medio de cultivo enriquecido
Las cepas aisladas de el estado de Morelos presentaron el mayor desarrollo cuando el medio de cultivo enriquecido con 2,4-D presentó una concentración de 500 ppm, seguidas por las concentraciones de 250, 150, 100, 50 y 1000 ppm con diámetros de colonia de 67.73, 66.78, 64.29, 61.02, 55.20 y 54.63 mm respectivamente; mientras que en el control se registró un diámetro35.93 mm (tabla 2). En concentración de 2000 ppm se presentó el menor desarrollo del hongo donde el promedio del diámetro fue de 6.95 mm observándose que conforme se incrementa ésta existe un incremento en el desarrollo de las cepas; sin embargo, una vez que se excede la concentración de 1000 ppm, el diámetro se reduce significativamente y se inhibe por encima de 3000, 4000 y 5000 ppm (figura 1). La respuesta de cada una de las cepas a las diferentes concentraciones de 2,4-D amina muestra que aquella que fue aislada del área de Jojutla (Mo008) es más tolerante a este herbicida registrándose el mayor diámetro de colonia; sin embargo, no hubo diferencias estadísticas significativas con las demás cepas a excepción de la encontrada en Zacatepec de Hidalgo (Mo003) la cual presentó el menor desarrollo (figura 2). Estos resultados indican que todas las cepas aisladas en el estado de Morelos presentan un desarrollo en medio de cultivo enriquecido con 2,4-D amina existiendo una correlación negativa entre el diámetro de la colonia en la caja Petri y la cantidad de este empleada (R2: -0.6484) debido a que al someter a las cepas a concentraciones superiores a 1000 ppm su desarrollo se ve afectado.


Tabla 2. Comparación de medias del diámetro de colonia (  ) de las cepas aisladas de Trametes versicolor (L.:Fr.) Pilát del estado de Morelos, México.
	
	Intervalo de Evaluación

	
	48 hrs
	96 hrs
	144 hrs
	192 hrs

	   ]
	 en mm
	 en mm
	 en mm
	 en mm

	0
	  4,30                D
	12,18               D
	25,79             D
	39,84             D

	50
	10,90            C
	21,72      B C
	41,74      B C
	70,10          C

	100
	13,40       B  C
	25,72  A B
	50,73  A B
	79,48  A B C

	150
	16,37  A  B
	28,65  A B
	56,74  A B
	85,59  A B C 

	250
	17,41  A  B
	30,84  A *
	62,25  A*
	91,50  A B

	500
	19,14  A*
	32,52  A
	60,76  A
	94,43  A*

	1000
	  9,75            C
	21,55          C  D
	30,46          C D
	74,11      B C

	2000
	  0,00                     E
	  2,87                   E
	  5,74                 E
	  7,67                E

	3000
	  0,00                     E
	  0,00                      F
	  0,00                     F
	  0,00                    F

	4000
	  0,00                     E
	  0,00                      F
	  0,00                     F
	  0,00                    F

	5000
	  0,00                     E
	  0,00                      F
	  0,00                     F
	  0,00                    F

	
	Intervalo de Evaluación

	
	240 hrs
	288 hrs
	336 hrs
	Media General

	   ]
	 en mm
	 en mm
	 en mm
	 en mm

	0
	  55,55     B
	  69,56     B
	  83,46  A*
	35,93         C

	50
	  86,32  A*
	  97,65  A*
	100,00  A
	55,20  A B

	100
	  97,63  A
	100,00  A
	100,00  A
	61,02  A B

	150
	  98,43  A
	100,00  A
	100,00  A
	64,29  A B

	250
	100,00  A
	100,00  A
	100,00  A
	66,78  A B

	500
	100,00  A
	100,00  A
	100,00  A
	67,73  A*

	1000
	  96,04  A
	100,00  A
	100,00  A
	54,63      B

	2000
	  10,52        C
	  13,37         C
	  16,88        B
	  6,95             D

	3000
	    0,00            D
	    0,00             D
	    0,00              C
	  0,00                  E

	4000
	    0,00            D
	    0,00             D
	    0,00              C
	  0,00                  E

	5000
	    0,00            D
	    0,00             D
	    0,00              C
	  0,00                  E


 : Concentración; : Diámetro de colonia
*Tratamientos con la misma letra son estadísticamente iguales según prueba de Tukey (α=0.01)


















Figura 1. Distribución promedio del diámetro de colonia de las cepas aisladas de Trametes versicolor (L.:Fr.) Pilát en el estado de Morelos, México.


Figura 2. Distribución del diámetro de colonia (mm) de las cepas colectadas de Trametes versicolor (L.:Fr.) Pilát en el estado de Morelos, México.


El uso de hongos para limpiar suelos contaminados se inició a mediados de 1980 cuando P. chrysosporium fue empleado para metabolizar contaminantes orgánicos (Canet et al., 2001; Trejo et al., 2001), posteriormente esta habilidad fue demostrada con otros hongos de pudrición blanca como T. versicolor y Pleurotus ostreatus (Ghani et al., 1996). Este tipo de hongos son los más ampliamente estudiados a la fecha por su actividad ligninolitica y han demostrado tener la capacidad de metabolizar compuestos como el benceno, tolueno (Demir, 2004), fenantreno (Hann et al., 2004), TNT (Jackson et al., 1999), atrazina y terbutylazina (Bending et al., 2002). Ahora se sabe que la degradación de pesticidas por estos hongos es realizada por un complejo de enzimas que degradan lignina (Magan et al., 2010) y que existe una especificidad en cada una de las cepas de éstos hongos (George and Neufeld, 1989; Morgan et al., 1991; Qiu and McFariand, 1991), con lo cual pueden ser empleados en la biorremediación de suelos y aguas contaminadas (Field et al., 1992; Ka, 1992). La biodegradación de 2,4-D por microorganismos ha recibido considerable atención últimamente, no sólo debido a su amplio uso, sino también porque sirve como un modelo para entender el mecanismo de la biodegradación de otros estructuralmente relacionados (Greer et al., 1990; Ka, 1992; Oh and Tuovinen, 1990; Sinton et al., 1986; Yadav and Reddy, 1993). T. versicolor ha sido investigado en la remoción de contaminantes orgánicos del aíre (Adamiak and Szklarczyk, 2001) así como para la biorremediación de suelos donde se ha mostrado que es más eficiente que P. chrysosporium y Pleurotus ostreatus degradando 25 g/kg de suelo en 12 mese (Yateem et al., 1998), capacidad que las cepas aisladas en el estado de Morelos han demostrado al desarrollarse en concentraciones de 50 a 1000 ppm de 2,4-D amina (ácido 2,4-diclorofenoxiacético) el cual es ampliamente utilizado como herbicida para el control de malezas de hoja ancha en cultivos de maíz, caña de azúcar, arroz y sorgo, cultivos asociados a las especies arbóreas latifoliadas en la zona de estudio de donde fueron colectadas.

Conclusiones

El hongo de pudrición blanca T. versicolor (L.:Fr.) Pilát está presente en el estado de Morelos, México en especies arbóreas latifoliadas de amate amarillo (Ficus petiolaris), cirián o cuatecomate (Crescentia alata), guayaba (Psidium guajava) y sauce colorado (Salix humboltiana) en los municipios de Ayala, Cuautla, Cuernavaca, Jojutla, Tepalcingo, Tlaltizapán, Tlaquiltenango y Zacatepec de Hidalgo y se desarrolla en altitudes entre los 888 a 1923 m de altura sobre el nivel medio del mar. Las cepas aisladas presentaron una respuesta positiva al desarrollarse en medio de cultivo AA enriquecido con 2,4-D amina en un rango óptimo de concentración de 50 a 1000 ppm, mientras que cuando es expuesto a concentraciones de 2000 a 5000 ppm se inhibe su desarrollo. Estos resultados sugieren que las cepas aisladas a excepción de Mo003, pueden emplearse como herramientas potenciales de biodegradación del ácido 2,4-diclorofenoxiacetico.
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