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Resumen  

La industria textil de mezclilla es una de las principales generadoras de contaminantes 

a través de sus efluentes; el contaminante de interés en nuestra investigación es el 

colorante azul índigo, caracterizado por su baja solubilidad, elevada estabilidad 

química y toxicidad. En la región de Tehuacán, Puebla, el uso de aguas residuales 

textiles para riego agrícola ha ocasionado una acumulación en los agroecosistemas, 

afectando los suelos y las fuentes hídricas de la región, lo que representa un riesgo 

ambiental. La presente investigación tuvo como objetivo evaluar la tolerancia y 

capacidad de biodecoloración del azul índigo por cepas autóctonas de Trichoderma 

harzianum aisladas de suelos agrícolas contaminados. 

Se analizaron muestras de suelo y agua conforme a las normas NOM-021-

SEMARNAT-2000 y NOM-230-SSA1-2002, encontrándose parámetros 

fisicoquímicos excedentes a los límites permisibles, además de detectarse 

concentraciones de azul índigo en agua y suelo. Se aislaron cinco cepas: tres del 

género Trichoderma, una del género Fusarium y la última del género Aspergillus. Las 

cepas aisladas fueron identificadas morfológica y molecularmente mediante la región 

ITS. Se seleccionaron únicamente las cepas de Trichoderma harzianum para realizar 

el ensayo de tolerancia al colorante azul índigo, el cual se llevó a cabo en medio PDA 

suplementado con diferentes concentraciones de azul índigo (0.05–0.20 g/L). Se 

determinó el porcentaje de inhibición de crecimiento radial (PICR), el número de 

esporas y su viabilidad. 

La capacidad de biodecoloración se evaluó con las dos cepas más tolerantes de 

Trichoderma harzianum (TehAzo1 y TehAzo2), realizándose tres ensayos. En los tres 

se cuantificó el porcentaje de biodecoloración, la constante de biodecoloración (k) y 

el tiempo de vida media (t₁/₂). El primer ensayo fue in vitro en medio mineral líquido 

(0.2 g/L de azul índigo), donde se determinó el producto de oxidación mediante 

análisis FTIR y HPLC, confirmándose la transformación del azul índigo a isatina como 

principal producto de oxidación. El porcentaje de biodecoloración alcanzado fue de 

61.28% ± 0.779 para la cepa TehAzo1 y de 74.29% ± 0.166 para la cepa TehAzo2 a 

las 336 h. No hubo diferencias significativas entre las cepas. Se registraron k de 0.122 

± 0.039 para TehAzo1 y de 0.139 ± 0.035 para TehAzo2, con tiempos de vida media 

de 5.63 ± 0.703 y 4.97 ± 0.229 días, respectivamente. Además, se registraron 
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actividades enzimáticas de lacasa, veratril alcohol oxidasa y manganeso peroxidasa, 

siendo la mayor actividad enzimática la de la cepa TehAzo2. 

El segundo ensayo, correspondiente a agua residual ex situ, se incluyó un tratamiento 

adicional (Cocultivo de las dos cepas). El porcentaje de biodecoloración alcanzado 

fue de 71.10% ± 1.792 para TehAzo1, 79.78% ± 1.347 para TehAzo2 y 68.55% ± 

1.421 para el cocultivo a las 336 h. Se observó una diferencia significativa entre los 

tratamientos, siendo el cocultivo el más bajo, mientras que entre TehAzo1 y TehAzo2 

no se detectaron diferencias significativas. Los valores de k fueron de 0.141 ± 0.059 

para TehAzo1, 0.157 ± 0.069 para TehAzo2 y 0.135 ± 0.075 para el cocultivo. El 

tiempo de vida media fue de 4.90 ± 0.629, 4.38 ± 0.220 y 5.10 ± 0.239 días, 

respectivamente. Se registraron diferencias significativas entre las tres cepas, siendo 

TehAzo2 la mejor en comparación con los otros tratamientos. 

Por último, en el ensayo de suelo modelo contaminado con azul índigo a nivel 

microcosmos se cuantificó la sobrevivencia de los hongos y el porcentaje de 

biodecoloración alcanzado. Ambas cepas lograron un 100% ± 0.001 a las 336 h, sin 

diferencias significativas entre ellas. La cepa TehAzo1 presentó un valor de k de 0.404 

± 0.902 y la cepa TehAzo2 de 0.406 ± 0.826, con tiempos de vida media de 1.71 ± 

0.279 y 1.70 ± 0.390 días, respectivamente, sin diferencias significativas. 

Estos resultados evidencian el potencial biotecnológico de T. harzianum autóctono 

para la micorremediación de efluentes y suelos contaminados con azul índigo, 

constituyendo una alternativa sostenible para su aplicación en la región de Tehuacán, 

Puebla.  
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1. Introducción  

 

A nivel mundial, en los últimos años, se ha observado una preocupante degradación 

de suelos agrícolas debido a la disminución de la materia orgánica, la emisión de 

gases de efecto invernadero, la aplicación excesiva de fertilizantes, la erosión, la 

pérdida de diversidad genética, la acidificación, la salinización y la contaminación 

(Kopittke et al., 2019). La constante degradación del suelo tiene consecuencias 

significativas, ya que reduce el rendimiento de los suelos contribuyendo a la pérdida 

del mismo. En México, también se sufre esta problemática, se estima que entre el 

55% y el 90.7% de los suelos presenta algún tipo de degradación (Álvarez-Arteaga et 

al., 2020). En particular, la contaminación del suelo es uno de los factores críticos que 

contribuyen a esta degradación y debe ser abordada de manera prioritaria. Los 

contaminantes liberados a los suelos como los hidrocarburos de petróleo, los metales 

pesados, los plaguicidas y diversos contaminantes emergentes, los cuales son 

perjudiciales para el medio ambiente causando graves impactos en los ecosistemas 

(Sales da Silva et al., 2020). Uno de los contaminantes emergentes más relevantes 

en los últimos años son los colorantes de tipo textil, los cuales son liberados a través 

de sus efluentes por las industrias a través del proceso de lavado en prendas 

(Ramírez-Madriz, 2022). Una de las regiones más afectadas en México por este 

contaminante es la zona de Tehuacán, en el estado de Puebla. La cual tienen una 

grave contaminación en sus suelos causada por desechos de lavanderías textiles de 

mezclilla (Soriano, 2022); esta región es considerada una de las principales zonas de 

maquila de prendas de vestir de exportación a nivel nacional (Cervantes-Loera, 2022). 

La intensa actividad industrial tiene como resultado el desecho de aguas residuales, 

estas aguas residuales contienen diversos contaminantes como blanqueadores, 

detergentes y colorantes (González-Torres, 2019), el colorante con mayor presencia 

es el azul índigo. Este colorante se encuentra actualmente en numerosos cuerpos de 

agua residuales textiles en todo el mundo y representa una amenaza para la 

biodiversidad y el medio ambiente (Sánchez-Cerón, 2023).  En muchas regiones el 

agua residual de la industria textil de mezclilla es usada para el riego de suelos 

agrícolas, lo que genera que los colorantes se bioacumulen y perjudiquen la fertilidad 

de los suelos (Zapata-Loaiza, 2022), se han documentado casos de afectaciones a la 
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salud de las personas expuestas a este tipo de contaminación (Slama et al., 2021; 

Gallego-Ramírez et al., 2022).  

La contaminación del suelo por colorantes puede tener efectos adversos en la calidad 

de los cultivos y en la salud de los seres vivos debido a la toxicidad (Islam y Mostafa, 

2019). Varios estudios han demostrado que la presencia de los colorantes en el 

ambiente puede generar diferentes efectos como la inhibición del crecimiento de 

microorganismos, además de un impacto visual negativo de las fuentes hídricas y 

cambios en los procesos biológicos como la fotosíntesis (Gallego-Ramírez et al., 

2022). La degradación del azul índigo es un proceso complejo y depende de varios 

factores; existen procesos físicos, químicos y biológicos los cuales son ocupados para 

su degradación (Slama et al., 2021). Sin embargo, los procesos biológicos han 

destacado en los últimos años, los microorganismos del suelo, como hongos, tienen 

la capacidad de biodegradar colorantes y transformarlo en compuestos menos tóxicos 

(Bernal et al., 2021).  

La micorremediación emerge como una opción prometedora para abordar la 

contaminación por azul índigo en suelos agrícolas. Algunos hongos presentes en 

estos suelos poseen la capacidad de biodegradar contaminantes (Rai y Vijayakumar, 

2023). La utilización de diversas enzimas ha demostrado ser efectiva en la 

decoloración de colorantes sintéticos, sin generar intermediarios tóxicos. Trichoderma 

se postula como una fuente prometedora de estas enzimas al degradar sustratos 

lignocelulósicos (Hernández-Melchor et al., 2019). El género Trichoderma, es 

reconocido por su habilidad para transformar diversos contaminantes y adaptarse 

fácilmente a ellos (Cruz-Apunte y Lincango-Tuquerres, 2021). Se espera que 

Trichoderma pueda prosperar en aguas residuales textiles y degradar el colorante 

azul índigo gracias a su maquinaria metabólica, que facilita la síntesis de una amplia 

variedad de enzimas (Daou et al., 2021). Además, este género es reconocido por los 

múltiples beneficios que aporta a los suelos y es objeto de amplia investigación debido 

a su diversidad de aplicaciones en la agricultura (Companioni-González et al., 2019). 

Siendo así Trichoderma un modelo de estudio para el proceso de micorremediación 

transformadora de azul índigo. 
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2. Planteamiento del problema 

 

La industria textil en la producción de mezclilla, que involucra teñido, lavado y 

acabado, han desencadenado un problema ambiental en el mundo. En México la 

contaminación ha sido significativa donde una de las regiones más afectadas es 

Tehuacán, Puebla. Esta industria a comprometido la seguridad hídrica de la zona de 

estudio a causa de la sobreexplotación de los mantos acuíferos y liberación de 

contaminantes a través de la descarga de aguas residuales que son reutilizadas para 

riego agrícola (Boix-Cruz et al., 2023).  

Las aguas residuales liberadas en su mayoría contienen colorantes y aditivos textiles 

que son tóxicos y no biodegradables (Núñez-Moreno et al.,2023). Además, las aguas 

residuales liberadas son altamente alcalinas (Arbona-Cabrera et al., 2022). Uno de 

los contaminantes de interés es el colorante azul índigo, ya que esta presenta en 

mayor proporción en la mayoría de descargar de aguas residuales.  

Este contaminante no solo impacta negativamente el entorno natural de la región, 

sino que también genera una grave contaminación toxica en las fuentes de agua 

locales y en los suelos (Barrios-Ziolo et al., 2016). 

Los métodos convencionales de remediación de aguas residuales textiles son a través 

de procesos físicos, químicos y biológicos los cuales reducen o eliminan los 

colorantes presentes en las aguas residuales. Sin embargo, estos métodos suelen 

tener limitaciones, técnicas o económicas. (Acosta-Torres et al., 2018). Los métodos 

biológicos a través de enzimas producidas por hongos han tenido un buen resultado 

en el proceso de decoloración de este compuesto (Ziegler-Muñoz et al., 2022). La 

micorremediación se presenta como una opción prometedora para la transformación 

del azul índigo en sistemas contaminados.  

  



17 
 

3. Marco conceptual 

3.1 Industria textil a nivel mundial  

 

La industria textil, a nivel mundial, representa un sector económico vital con un 

crecimiento constante a lo largo de los años. En general la industria textil a nivel global 

ha sido un motor económico esencial durante décadas, desempeñando un papel 

fundamental en la economía, representa el 2% del PIB mundial, con un valor de 3 

billones de dólares (López, 2020). Este crecimiento constante ha impulsado la 

economía de numerosos países a nivel mundial, generando importantes ganancias 

económicas. Se destacan países como Estados Unidos y China, siendo este último 

el mayor productor textil en el mundo (Gallego-Ramírez et al., 2022). Sin embargo, 

este crecimiento económico ha traído consigo problemas ambientales. La industria 

textil es catalogada como la segunda industria más contaminante en el mundo, pero 

no se le ha dado la importancia que esta merece y ha sido ignorada durante mucho 

tiempo. El sector textil es una industria compleja que involucra variados insumos de 

producción, por este motivo se generan una gran cantidad de residuos al final de su 

producción (Moazzem et al., 2021; Slama et al., 2021). 

Uno de los desafíos ambientales más preocupantes se relaciona con las aguas 

residuales generadas, en la industria textil se genera más de 300 000 L de aguas 

residuales por tonelada de producto, las cuales causan grandes daños al ambiente y 

a la salud humana (Díaz-Córdova, 2021; Slama et al., 2021). Más del 50% de las 

industrias textiles descargan sus aguas residuales a los ríos, sin realizar tratamientos 

previos o con tratamientos muy precarios. Además, la cantidad de agua que necesitan 

las fábricas para crear las prendas que habitualmente ocupamos como unos jeans 

necesitan un aproximado de 42 litros para la fabricación, esto por el proceso de teñido, 

lavado y acabado. Este uso excesivo de agua va más allá de la industria. En los 

hogares de la comunidad se estima que se gasta un aproximado de 21 litros de agua 

en el lavado de prendas (Sánchez y Uribe, 2018; Rincón-Restrepo y Sanabria-

Guerrero, 2021). 

Las aguas residuales de la industria textil contienen una mezcla diversa de 

contaminantes, entre los que destacan los colorantes; se estima que hasta un 50% 

de los colorantes utilizados en los procesos de teñido termina en las aguas 
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descargadas, las concentraciones de colorantes en las aguas residuales esta entre 

los 100 y 500 mg/L (Zaruma et al., 2018).  

El principal daño causado por el efluente de tinte industrial es la afectación a los 

cuerpos de agua, esta agua se propaga a grandes distancias causando daños a 

distintas formas de vida afectando la calidad de los cuerpos acuíferos y la salud de 

los suelos (Slama et al., 2021). Los colorantes son muy recalcitrantes incluso en bajas 

concentraciones (>1 mg/L) (Slama et al., 2021). 

3.2 Industria textil en México 

 

La industria textil en México ha experimentado una evolución significativa, se 

compone de alrededor de 20,000 empresas en su mayoría de pequeñas y medianas 

empresas, que desempeñan un papel crucial en la creación de empleos y en la 

economía local, la industria textil aporta el 3.2% del PIB del sector manufacturero 

siendo una de las actividades más importante entre las actividades económicas, el 

85.7% de la producción de la industria textil lo concentran diez estados, México 

22.4%, Puebla 16.9%, Hidalgo 12.6%, Ciudad de México 6.3%, Guanajuato 6% 

Coahuila de Zaragoza 7%, Tlaxcala 5.1%, San Luis potosí 4.1%, Querétaro 3.5%, 

Chihuahua 3.5% y el resto de estados 14.3% (Barboza y Tello, 2019; Villagómez et 

al., 2020). Este crecimiento industrial trajo consigo problemas ambientales 

relacionados con las aguas residuales de las grandes y pequeñas industrias textiles. 

La producción textil genera una gran cantidad de aguas residuales los cuales terminan 

en cuerpos acuíferos, cerca de 80% de las aguas residuales son usadas para riego 

agrícola, representando un problema sanitario significativo (Mendoza-Retana et al., 

2021; Soriano, 2022).  

3.3 Industria textil de mezclilla en Tehuacán, Puebla 

 

La industria textil de mezclilla en Puebla, tuvo un auge de crecimiento transnacional 

de industrias textiles y del vestido en los años noventa. Los municipios más 

destacados fueron Puebla, Tehuacán, Huejotzingo-Texmelucan y Tezuitlán 

(Carstensen, 2019). El municipio que más destaca es la región de Tehuacán, este 

municipio es un importante centro de actividad textil. Esta región pasó de una 

sociedad completamente agrícola a un lugar de producción industrial textil (Requena 

et al., 2019). Tuvo un rápido crecimiento de la producción, desempeño un papel 
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crucial en la economía local, generando empleo y riqueza. En el año 2000, tan solo 

42,463 personas trabajaban en el ensamblaje de prendas de vestir en la industria 

maquiladora, pero este número aumentó a 282,755 empleados en este sector en años 

posteriores (Carstensen, 2019). Tehuacán es un municipio importante en cuestión de 

industria textil, este tipo de industria tiene un producto interno bruto de $5,480,000,000 

MX (Gobierno de México, 2023). Sin embargo, este cambio de actividad trajo consigo 

varios problemas, ahora se utilizaban volúmenes excesivos de agua, alrededor de 50 

a 100 litros para cada kilogramo producido, alcanzando un punto alarmante de 

consumo de agua de hasta150 mil millones de metros cúbicos por año (Díaz Córdova, 

2021). 

La concentración de la industria textil de mezclilla en Tehuacán tuvo un gran impacto 

negativo causando daños ambientales, particularmente en lo que respecta al acceso 

y uso de los recursos hídricos. La falta de regulación y control en el uso del agua por 

parte de las empresas textileras ha llevado a una sobreexplotación de los recursos 

hídricos en la región (Requena et al., 2019). Además, las aguas residuales de estas 

textilerías contaminan significativamente los cuerpos de agua locales, lo que tiene un 

efecto perjudicial tanto en la calidad del agua como en la calidad de vida de los 

habitantes que dependen de estos recursos hídricos para actividades como la 

agricultura (Soriano, 2022). 

3.4 Afectaciones en los agroecosistemas por el riego de agua residual 

 

Los principales problemas de los efluentes industriales se encuentran en la presencia 

de color, sólidos disueltos y materiales refractarios como detergentes, contaminantes 

orgánicos y iones de metales pesados (Ortiz, 2021). De acuerdo a Abubacker y 

Kirthiga (2017), el riego con aguas residuales textiles causo una disminución de la 

materia orgánica y el contenido total de nitrógeno disponible en el suelo de estudio. 

Además, se encontró una alta concentración de metales pesados en las semillas de 

Pennisetum typhoides, esto indica que el suelo regado con estas aguas residuales a 

través del tiempo pierde su fertilidad. Esto también se reporta en otros estudios como 

el de Younas et al. (2020) donde se reporta que grandes volúmenes de efluentes 

liberados sin tratamiento puede causar efectos perjudiciales en los sistemas vivos 

afectando cuerpos de agua, biota acuática, vida terrestre, ganado y cultivos. También 

se reduce la fertilidad del suelo regado con efluentes textiles no tratados. Sin 
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embargo, lo reportado por García et al. (2020) en su estudio de alfalfa regada con 

agua residual de la industria textil, expone que el riego con estas aguas no genera 

afectaciones a la planta ni a la semilla, tampoco existe una acumulación significativa 

de metales pesados en la planta o suelo. Estas variaciones son de acuerdo a que 

cada industria textil contiene distintos tipos de contaminantes en sus efluentes que 

pueden perjudicar o no a los agroecosistemas en donde son vertidas (Giraldo et al., 

2023).  

3.5 Diversos factores que afectan la calidad de los agroecosistemas 

 

La calidad de la salud de los agrocoesistemas puede verse comprometida por una 

serie de factores: 

Prácticas Agrícolas Incorrectas. Las prácticas agrícolas incorrectas, como el cambio 

de uso de la tierra y la labranza inadecuada, provocan la degradación del suelo y la 

erosión. Esto afecta negativamente la calidad del suelo, disminuye la producción 

agrícola y tiene consecuencias ambientales perjudiciales para los agroecosistemas 

(Bustamante-Neira y Galarza-Villamar, 2022). 

Urbanización. El proceso de urbanización conlleva un problema generalizado de 

pérdida de suelo en muchas regiones. A medida que las áreas urbanas se expanden, 

a menudo lo hacen a expensas de tierras que antes se utilizaban para la agricultura, 

áreas boscosas y cuerpos de agua (Ramón-González y Aguilar, 2021). Este 

fenómeno es observable en diversas partes del mundo, y sus efectos ambientales 

son significativos. La transformación de suelo rural en suelo urbano es un patrón 

común, con áreas que anteriormente eran tierras de cultivo ahora utilizadas para 

desarrollo residencial e industrial. Esta tendencia tiene repercusiones en la calidad 

del suelo y la biodiversidad (Guida Johnson et al., 2020). 

Desertificación. Es resultado de la actividad humana y en ocasiones, de cambios 

climáticos que perturban los ciclos naturales. La erosión hídrica y eólica, la 

sedimentación, la salinización y otros procesos naturales se aceleran o 

desencadenan por la intervención humana, llevando a la degradación del suelo (Lino-

Villamar, 2023). La pérdida de suelo es un componente clave de la desertificación, 

con consecuencias económicas y ambientales. Esto incluye cambios en el uso del 

suelo, reducción de la productividad agrícola y de pastizales, y la deforestación. 
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Además, fenómenos climáticos, como fuertes vientos, promueven la erosión, 

contribuyendo a la degradación del suelo y a la afectación de los agroecosistemas 

(Guevara-Macías, 2020). 

Contaminación. La industrialización y los avances tecnológicos han llevado a la 

contaminación y deterioro de los agroecosistemas, con la contaminación del suelo 

siendo un problema creciente debido a la liberación de contaminantes persistentes. 

Estos contaminantes, que incluyen sustancias químicas tóxicas, metales pesados y 

compuestos orgánicos, tienen un impacto negativo en la salud humana y el medio 

ambiente (Carliño et al., 2021). La contaminación del suelo agrícola es a menudo el 

resultado de prácticas agrícolas inadecuadas, métodos inapropiados de eliminación 

de residuos líquidos, sólidos y contaminación externa. Esto lleva a la acumulación de 

sustancias químicas en el suelo que pueden llegar a la cadena alimentaria y las 

fuentes de agua, representando un riesgo para la salud humana y causando 

enfermedades (Leon-Rojas, 2021). 

3.6 Contaminantes en las aguas residuales de las industrias textiles 

 

Las aguas residuales de las industrias textiles contienen una amplia gama de 

contaminantes, entre los que se encuentran productos químicos tóxicos, aditivos, 

colorantes y diversos compuestos que resultan de los procesos de teñido, acabado y 

lavado de textiles como se muestra en la Figura 1 (Soriano, 2022).  
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Figura 1. Diagrama de procesos de contaminantes en aguas residuales textiles 

(Soriano, 2022).  

 

Los colorantes reactivos utilizados en la industria textil de mezclilla, como los azoicos, 

indigoides, antraquinona y ftalocianina, se han asociado con riesgos significativos 

para el medio ambiente y la salud humana. Estos colorantes reactivos son tóxicos, 

cancerígenos y mutagénicos, lo que los convierte en una amenaza para la salud 

(Hossen et al., 2019). Su presencia en las aguas superficiales y subterráneas no solo 

afecta negativamente la biodiversidad acuática, sino que también plantea riesgos para 

la salud humana, causando enfermedades como dermatitis, irritación del tracto 

respiratorio y efectos alergénicos. Además, la presencia de estos colorantes reactivos 

en los cuerpos de agua reduce la penetración de la luz solar y el suministro de 

oxígeno, lo que afecta la calidad del agua y su capacidad para mantener la vida 

acuática (Barathi et al., 2020). Los seres humanos y los animales que dependen de 

estos recursos hídricos corren un mayor riesgo de infecciones y enfermedades 

graves, incluyendo el cáncer, cuando se exponen a concentraciones más altas de 

estos tintes mutagénicos. En la región de Tehuacán, la descarga incontrolada de 
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efluentes textiles en los cuerpos de agua agrava la situación, se estima que cada 

empresa descarga un aproximado de 31 mil m3 de aguas residuales, estos 

compuestos químicos se esparcen en el medio ambiente, afectando la biodiversidad 

acuática y el crecimiento de las plantas (González Torres, 2019; Lemus, 2019). Las 

personas que viven cerca de estas industrias textiles se ven amenazadas por la 

degradación ambiental y la contaminación resultante (Soriano, 2022). 

3.7 Toxicología de colorantes 

 

La toxicología de colorantes se relaciona con los impactos negativos en el medio 

ambiente y la salud humana debido a la liberación de colorantes y pigmentos en aguas 

residuales. Estos compuestos presentan características tóxicas y persistentes, lo que 

dificulta su eliminación y transformación. La contaminación de cuerpos de agua con 

colorantes puede alterar los sistemas acuáticos al interferir con la penetración de la 

luz y contener partículas potencialmente tóxicas (Moazzem et al., 2021). En México 

la Norma Oficial Mexicana NOM-065-ECOL-1994, establece los límites máximos 

permisibles de contaminantes en las descargas de aguas residuales a cuerpos 

receptores provenientes de las industrias de pigmentos y colorantes de acuerdo a las 

Tabla 1 y Tabla 2 (Ministerio de Desarrollo Social, 1995). 

Tabla 1. Límites máximos permisibles de contaminantes para la industria de 

pigmentos inorgánicos en las descargas de aguas residuales a cuerpos receptores 

(Ministerio de Desarrollo Social, 1995).  

Parámetro 
Promedio 

diario 
Instantáneo 

pH (unidades de pH) 6 – 9 6 – 9 

Demanda química de oxígeno (DQO) 

(mg/L) 
100 150 

Grasas y aceites (mg/L) 40 50 

Sólidos sedimentables (ml/L) 1.0 2.0 

Sólidos suspendidos totales (mg/L) 200 250 
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Tabla 2. Límites máximos permisibles de contaminantes para las industrias de 

pigmentos orgánicos y colorantes en las descargas de aguas residuales a cuerpos 

receptores (Ministerio de Desarrollo Social, 1995). 

  

Parámetro Promedio diario Instantáneo 

pH (unidades de pH) 6 – 9 6 – 9 

Demanda química de oxígeno (DQO) (mg/L) 300 360 

Grasas y aceites (mg/L) 40 50 

Sólidos sedimentables (ml/L) 1.0 2.0 

Sólidos suspendidos totales (mg/L) 200 250 

 

Sin embargo, estos límites permisibles no son respetados por las industrias 

provocando una gran contaminación a causa de la grave toxicidad de los compuestos 

químicos ocupados en las industrias, los colorantes ocupados afectan visualmente 

las aguas residuales y presentan una alta toxicidad para los seres vivos que tienen 

contacto con estas (Gallego Ramírez et al., 2022). Se han realizado varios estudios 

que muestran que los colorantes son muy tóxicos. En estos estudios, se evaluó su 

efecto en pequeños organismos acuáticos llamados Daphnias. Los resultados 

indicaron que una concentración de colorante entre 3.6 y 6.0 mg/L es suficiente para 

matar al 50% de las Daphnias. Estos efectos adversos generados en Daphnias, son 

suficientes para concluir los posibles daños e impactos sobre todos los ecosistemas 

que reciban aguas residuales textiles (Restrepo et al., 2019). Estos estudios resaltan 

la importancia de evaluar y controlar la toxicidad de los colorantes en diversos 

sectores industriales. Los efectos de la toxicología de colorantes se extienden más 

allá de los organismos acuáticos, ya que también pueden tener efectos indirectos en 

la salud humana y en los organismos del suelo. Las personas pueden sufrir 

afectaciones en cerebro, riñón, hígado y corazón, también en los sistemas 

respiratorios, inmunológicos y reproductivos. Esto ocurre directamente a través de la 

inhalación o indirectamente a través de la cadena alimentaria (Slama et al., 2021). En 
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la región de Tehuacán los índices de enfermedades hepáticas, los tumores malignos 

en estómago y cerebro se elevaron considerablemente por consecuencia de las 

descargas de aguas residuales de las industrias textiles (Lemus, 2019). 

3.8 Composición química del azul índigo 

 

El azul índigo, un compuesto químico fundamental en la industria textil, ha 

desempeñado un papel significativo en la coloración de textiles, especialmente en la 

producción de prendas de mezclilla. Su síntesis se atribuye a Adolf von Baeyer en 

Alemania en 1880, marcando el inicio de su uso generalizado en la industria textil 

debido a su excepcional resistencia a la decoloración (Watson y Penning, 1926). El 

azul índigo pertenece al grupo de colorantes conocidos como colorantes indigoides, 

los cuales se caracterizan por su insolubilidad y un compuesto de tipo indólico. El azul 

índigo, con fórmula química C12H10O2N2, es un polvo cristalino azul oscuro con un 

punto de fusión elevado, aproximadamente entre 390 y 392 oC. Su degradación es 

complicada debido a su estructura molecular plana y conjugada, posee anillos de 

benceno fusionados y una cadena de dobles enlaces (Figura 2). Es insoluble en agua, 

alcohol y éter debido a las fuertes fuerzas intermoleculares generadas por los puentes 

de hidrógeno, pero muestra solubilidad en cloroformo, nitrobenceno y ácido sulfúrico 

concentrado (Figueroa, 2022; González, 2023). En el estado sólido, el índigo se 

aglutina en una estructura polimérica en la que cada molécula de índigo se enlaza 

con cuatro moléculas circundantes. En disolventes no polares, el índigo se presenta 

como una molécula individual, mientras que, en disolventes polares, se produce una 

unión entre moléculas y la solución adquiere un tono azul (Figueroa, 2022). 

 

Figura 2. Estructura química de azul índigo (Figueroa, 2022). 
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3.9 Toxicidad del azul índigo 

 

El uso constante del azul índigo en el teñido de mezclilla textil ha causado un grave 

problema ambiental, en donde se utiliza de 3 a 12 g de tinte índigo para colorear un 

par de jeans azules (Trujillo-Reyes et al., 2010). Solamente el 80 % del colorante se 

fija a la tela; el resto se descarga como residuo lo que es perjudicial para el medio 

ambiente (Wambuguh y Chianelli, 2008). 

Estudios realizados en organismos acuáticos como el pez cebra (homología del >70% 

con genes humanos) demuestra la gran toxicidad de este colorante demostrando que 

tiene efectos teratogénicos, causando coagulación del huevo, desprendimiento de 

cola, edema del saco vitelino, edema pericárdico y flexión de la cola. Además, son 

genotóxicos causando cambios histológicos al organismo de estudio (Porkodi et al., 

2024). 

Otro estudio realizado por Ayebidun y Ajibare (2023), demostró la alta toxicidad del 

azul índigo en el organismo Oreochromis niloticus. El organismo se sometió a 

concentraciones de 1.5, 2.0 y 2.5 mg/L. Se demostró que la concentración letal de 

azul índigo fue de 2.5 mg/L demostrando una degeneración de las células, lo que 

afecto el corazón, las branquias, el riñón y el bazo. Las repuestas conductuales de 

los organismos eran natación irregular, hiperventilación, movimiento rápido de 

opérculos e inquietud. 

En general, los colorantes son potencialmente carcinogénicos y mutagénicos, tienen 

baja solubilidad en agua y son altamente lipofílicos, por lo tanto, se bioacumulan 

fácilmente en los organismos (Abdel y Mansour, 2016; Barakat et al., 2011). 

3.10 Ruta de degradación de azul índigo 

 

El azul índigo (C16H10O2N2) es un colorante formado por dos anillos indólicos unidos 

por un doble enlace central (–CH=CH–), responsable de su coloración azul y su alta 

estabilidad química. Aunado a la baja solubilidad en agua dificulta su eliminación, 

convirtiéndolo en un contaminante persistente en el medio ambiente (Figueroa, 2022). 

La degradación del azul índigo implica un proceso de oxidación en donde se realiza 

la ruptura del doble enlace conjugado y la posterior transformación de sus anillos 

aromáticos. El proceso de oxidación puede iniciarse mediante reacciones enzimáticas 
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cómo lacasas, peroxidasas de manganeso (MnP) y peroxidasas de lignina (LiP), 

presentes en diversos hongos ligninolíticos. Estas enzimas generan radicales libres 

que atacan el enlace central, dando lugar a productos intermedios como isatina 

(C₈H₅NO₂), un compuesto derivado de la ruptura del sistema indólico, y a su vez 

predecesor de otras moléculas como ácido antranílico (C₇H₇NO₂) o isatoico anhidrita, 

que pueden continuar degradándose hacia moléculas simples como CO₂ y H₂O. El 

proceso de oxidación también puede llevarse fotoquímicamente (Iuga et al., 2012; 

Zhou et al., 2023). 

Estudios analíticos mediante técnicas como espectrometría de masas-masas 

(MS/MS) y cromatografía líquida acoplada a espectrometría de masas (HPLC-MS) 

han permitido identificar no solo los productos de degradación como la isatina y el 

ácido antranílico, sino también nuevos compuestos intermedios con diferentes grados 

de oxidación. Estos productos incluyen derivados oxigenados y compuestos de menor 

peso molecular, lo cual sugiere la existencia de rutas de degradación adicionales más 

complejas (Mantzouris et al., 2014; Witkoś et al., 2015). 

La ruta reductiva, por otro lado, el azul índigo al reducirse se forma leucoíndigo, una 

versión incolora y soluble que puede oxidarse nuevamente en contacto con oxígeno. 

Esta reacción implica una adición de electrones al doble enlace central (–CH=CH–), 

interrumpiendo su sistema conjugado y eliminando su cromoforicidad (Harriman, 

2025). 

3.11 Tratamiento de las aguas residuales de las industrias textiles 

 

El tratamiento de aguas residuales textiles plantea un desafío debido a su falta de 

biodegradabilidad y alta toxicidad. El tratamiento es a través de procesos físicos, 

químicos y biológicos que reducen o eliminan los colorantes presentes en las aguas 

residuales. Sin embargo, los métodos actualmente disponibles presentan 

limitaciones, ya sea desde una perspectiva técnica o económica. En la mayoría de los 

casos, es necesario combinar los tipos de tratamientos para lograr una eliminación 

efectiva de los colorantes (Acosta Torres et al., 2018). 

El tratamiento de las aguas residuales industriales implica procesos como la 

adsorción, la filtración, el intercambio iónico, la oxidación, coagulación, la floculación, 

la ozonización, biológicos y combinados (Slama et al., 2021). 
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a) Adsorción: Implica la unión de contaminantes a materiales adsorbentes, como 

carbón activado o alternativas más asequibles como arcilla de bentonita. Esto se logra 

a través de una alta área superficial de adsorbente y se ha investigado ampliamente 

(Arora et al., 2020). 

Las nanopartículas debido a su pequeño tamaño y alta superficie, se utilizan para 

adsorber los colorantes de las aguas residuales, con la posibilidad de ser regeneradas 

y reutilizadas. (Umar et al., 2021).  

b) Filtración: Involucra procesos de separación basados en membranas, como la 

ósmosis inversa, ultrafiltración y nanofiltración, para obtener agua reutilizable y 

colorantes reciclados (Liu et al., 2020). 

c) Intercambio iónico: Los adsorbentes de intercambio iónico se usan en aguas 

residuales para unir iones dañinos de carga opuesta y liberar iones de hidrógeno no 

dañinos. Esta técnica se emplea para eliminar colorantes reactivos y catiónicos. A 

pesar de su eficacia para eliminar contaminantes tóxicos y solubles, su uso es limitado 

debido a su alto costo (Hassan y Carr, 2018).  

d) Oxidación: Los procesos de oxidación avanzada (AOP) se usan ampliamente 

para descomponer tintes textiles y otros contaminantes en aguas residuales. Estos 

métodos implican la generación de radicales activos en presencia de un catalizador, 

como en la reacción de Fenton que utiliza peróxido de hidrógeno y iones de hierro en 

un medio ácido. Este proceso puede generar subproductos peligrosos en caso de 

oxidación incompleta y formación de lodos (Anisuzzaman et al., 2022).  

e) Coagulación/floculación: La coagulación y floculación son métodos químicos 

simples para el tratamiento previo de aguas residuales con tintes textiles. Implican la 

adición de productos químicos cargados, como sulfato de aluminio y cloruro de hierro, 

para inducir la formación de partículas que se sedimentan y eliminan materiales 

insolubles en suspensión (Lu et al., 2016). 

f) Ozonización: El ozono se utiliza como un fuerte oxidante para eliminar 

compuestos tóxicos en aguas residuales textiles. Además de su capacidad de 

limpieza, el ozono en estado gaseoso no afecta el volumen de las aguas residuales 

ni genera lodos. Sin embargo, este proceso es sensible a factores como el pH, las 

sales y la temperatura, además de que puede liberar compuestos tóxicos (Slama et 

al., 2021).  
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g) Tratamiento biológico: La biorremediación es un proceso natural que involucra 

una amplia variedad de microorganismos, como bacterias, hongos, algas y levaduras, 

presentes en las aguas residuales contaminadas (Zhao et al., 2020,). Estos 

microorganismos pueden utilizar diversas técnicas, como adsorción, biosorción, 

bioacumulación, eliminación o mineralización, para convertir sustancias nocivas en 

productos no dañinos (Donkadokula et al., 2020). Esta estrategia es respetuosa con 

el medio ambiente, segura, limpia y económica, y puede combinarse con otras 

tecnologías.  

h) Tratamientos combinatorios: A menudo, se aplican varios pasos de tratamiento 

para obtener una descontaminación completa. Esto puede incluir tratamientos 

químicos seguidos de biodecoloración y, finalmente, procesos físicos para garantizar 

la eliminación total de contaminantes en las aguas residuales textiles (Aragaw, 2020). 

3.12 Micorremediación   

 

La micorremediación es un proceso efectivo para tratar aguas residuales textiles 

mediante el uso de hongos, que son altamente eficientes en la degradación de 

contaminantes orgánicos e inorgánicos. Los hongos utilizan múltiples mecanismos 

para transformar los compuestos contaminantes. Su maquinaria enzimática, es 

crucial para la degradación de tintes textiles, y su capacidad para adsorber colorantes 

los hace especialmente adecuados (Rai y Vijayakumar, 2023). Los hongos son 

excelentes degradadores debido a su crecimiento vigoroso, redes de hifas extensas, 

resistencia a las condiciones ambientales cambiantes y sistemas enzimáticos 

extracelulares. Utilizan diversas estrategias, como la biodecoloración, la biosorción y 

la bioconversión, para limpiar el entorno de contaminantes persistentes. Los hongos 

se están convirtiendo en herramientas valiosas para la remediación ambiental debido 

a sus grandes beneficios, diversos estudios han evaluado la reducción de 

contaminantes a través de esta técnica (Yadav et al., 2021) (Mooralitharan et al., 

2021). La micorremediación ha demostrado una gran eficacia en la degradación de 

diversos contaminantes tales como pesticidas, herbicidas, insecticidas, metales 

pesados, colorantes y productos farmacéuticos (Mooralitharan et al., 2021). Se debe 

entender que la micorremediación se puede aplicar tanto en suelos como agua. Los 

hongos más destacables ocupados son los hongos Aspergillus sydowii, Aspergillus 

destruens y Trichoderma harzianum, los cuales han sido ocupados para biorremediar 
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aguas residuales de biorrefinerías contaminadas y en degradación de diésel (Yadav 

et al., 2021). 

3.13 Trichoderma en la micorremediación de colorantes textiles 

 

Entre los hongos utilizados en micorremediación, el género Trichoderma ha 

destacado por su versatilidad metabólica, crecimiento rápido, resistencia a 

condiciones ambientales adversas y capacidad para producir una amplia gama de 

enzimas extracelulares, especialmente lacasas, lignina peroxidasas y manganeso 

peroxidasas (Harman et al., 2004; Nugroho et al., 2023), las cuales permiten la 

degradación oxidativa de moléculas complejas, como los colorantes, 

transformándolos en compuestos menos tóxicos. 

 

Trichoderma es un género de hongos filamentosos presente en suelos, donde actúa 

como descomponedor de materia orgánica y como organismo antagonista de 

fitopatógenos. Esta capacidad adaptativa, junto con su habilidad para colonizar 

medios contaminados, lo convierte en un excelente candidato para aplicaciones de 

micorremediación (Dahliaty et al., 2025). 

Diversos estudios han demostrado que especies como T. asperellum, T. virens y T. 

harzianum son capaces de biodecolorar eficientemente distintos tipos de colorantes 

textiles. Estos procesos pueden involucrar tanto la biosorción, como la 

biodecoloración enzimática, siendo esta última la más efectiva para la eliminación 

completa del compuesto (Dahliaty et al., 2025; Sweety et al., 2017). De acuerdo a Pay 

Casalla (2023) el hongo Trichoderma muestra una capacidad de degradación ante 

compuestos fenólicos, es capaz de degradar el rojo de fenol a través de las enzimas 

generadas por el hongo, las cuales son las responsables de descomponer el 

colorante.  

En estos estudios, se ha observado que la actividad enzimática de lacasas puede ser 

inducida por la presencia del colorante, lo que sugiere un mecanismo de respuesta 

adaptativa del hongo al estrés químico (Nugroho et al., 2023). 
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3.14 Generalidades de Trichoderma 

 

El género Trichoderma (Tabla 3) pertenece al grupo de los ascomicetos, es conocido 

por su capacidad para degradar la celulosa a través su maquinaria enzimática. Este 

género abarca una amplia variedad de especies de hongos saprófitos comunes en 

suelos, originalmente se identificaron alrededor de 30 especies basándose en sus 

características morfológicas, sin embargo, en la actualidad se han identificado más 

de 100 especies de Trichoderma a través de técnicas moleculares y biotecnológicas 

(Companioni González et al., 2019). 

 

Tabla 3. Taxonomía de Trichoderma spp (Quevedo Jaramillo, 2022). 

Nombre Trichoderma spp. 

Reino Fungi 

Filo  Ascomycota 

Clase Sordariomycetes 

Orden Hypocreales 

Familia Hypocreaceae 

Género Trichoderma 

 

Las especies de Trichoderma comparten características como la presencia de micelio 

con septos simples en su fase vegetativa, la reproducción asexual mediante conidios 

y la capacidad de formar clamidosporas que les permiten sobrevivir en condiciones 

adversas. En particular, existen especies notables como T. harzianum, T. viride, T. 

koningii y T. hamatum los cuales son de importancia en la agricultura. Estas especies 

se caracterizan por su rápido crecimiento, alta producción de esporas y su capacidad 

para adaptarse a diversas condiciones de suelos agrícolas. Además, pueden actuar 

como endófitos en la rizosfera de las plantas, colonizando el sistema radicular y 

protegiendo a las plantas de patógenos (Quevedo-Jaramillo, 2022) (Bonifaz-Játiva y 

Rubio-Zurita, 2023). Trichoderma ejerce su acción contra los patógenos a través de 
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varios mecanismos, como la competencia por nutrientes, la producción de metabolitos 

antibióticos, el micoparasitismo y la estimulación del crecimiento y la resistencia de 

las plantas (Quevedo-Jaramillo, 2022). 

El género Trichoderma se utiliza en aplicaciones agrícolas y de biorremediación 

debido a su capacidad para degradar contaminantes, controlar patógenos de plantas 

y estimular el crecimiento de las plantas. Este género es valioso porque ayuda a 

proteger las plantas y mejorar la salud del suelo de manera sostenible, minimizando 

la necesidad de productos químicos dañinos. Su resistencia a condiciones adversas 

y alta capacidad de esporulación lo hacen una opción eficaz y versátil en estas 

aplicaciones (Pessôa et al., 2021). 

Trichoderma es un grupo de hongos que se encuentra en el suelo y se caracteriza 

por su resistencia a diversos compuestos tóxicos, como metales pesados, sustancias 

químicas nocivas, e incluso pueden soportar amplias variaciones de temperatura. 

Estas propiedades hacen que Trichoderma sea una de las mejores opciones para la 

biorremediación de sustancias tóxicas. Además, diversas especies de Trichoderma 

han demostrado su capacidad como biocatalizadores para descomponer 

contaminantes orgánicos, incluyendo la descomposición de suelos contaminados con 

diésel (Cruz-Apunte y Lincango-Tuquerres, 2021). Estudios realizados destacaron a 

Trichoderma, como un género destacable en la biorremediación de contaminación por 

metales pesados como el cadmio. Estos hongos han mostrado la capacidad de 

capturar hasta el 96% del metal presente en su biomasa fúngica. Esta capacidad del 

hongo se basa en su composición de pared celular, que contiene diferentes polímeros 

con diversos grupos funcionales, lo que le permite unirse a los metales pesados. 

Estos hongos no degradan el metal, pero lo transforman de una forma de oxidación o 

complejo orgánico a otra y sea menos tóxico (Rodríguez-Villanueva, 2022). 

3.15 Las actividades enzimáticas de Trichoderma 

  

El género Trichoderma tiene la capacidad de producir una alta tasa de enzimas que 

ayudan a biorremediar diversos compuestos recalcitrantes como los colorantes, 

además este género tiene una gran ventaja. ya que es de fácil crecimiento, soporta 

variación de temperatura y en especial por su producción lítica, que es la etapa donde 

se producen enzimas extracelulares (Pay-Casalla, 2023; Soto-Cardona, 2023).  
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Trichoderma es capaz de producir una variedad de enzimas extracelulares cómo 

xilanasas, lacasas, pectinasas, peroxidasas y otras hidrolasas, que permiten la 

descomposición eficiente de componentes como la celulosa, hemicelulosa y lignina 

(Teo et al., 2024). 

Entre las especies más estudiadas se encuentra Trichoderma reesei, conocida por su 

elevada producción de celulasas y hemicelulasas. Esta especie ha demostrado la 

producción de enzimas como endoglucanasas, β-glucosidasas y xilanasas, tanto en 

medios con celulosa como con glucosa como fuente de carbono (Zhao et al., 2023). 

Por otro lado, Trichoderma harzianum también ha demostrado ser un excelente 

productor de enzimas lignocelulolíticas. Bajo condiciones óptimas de humedad, pH e 

inóculo, esta especie puede alcanzar altos niveles de actividad enzimática (Teo et al., 

2024). Además de enzimas hidrolíticas, Trichoderma puede producir enzimas 

oxidativas como las lacasas. Estas enzimas tienen un papel relevante en procesos de 

biorremediación, ya que son capaces de oxidar compuestos fenólicos, colorantes y 

otros contaminantes ambientales (Abd El-latif et al., 2024). 
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4. Justificación 

 

En los últimos años, se ha observado un aumento significativo en la pérdida de suelos 

agrícolas debido a la contaminación causada por una variedad de contaminantes los 

cuales incluyen sustancias químicas tóxicas como metales pesados, agroquímicos, 

hidrocarburos, colorantes, etc.  

En Tehuacán, Puebla el problema actual radica en los productos químicos y tintes de 

la industria textil en la producción de mezclilla debido a las aguas residuales. El uso 

excesivo de estos compuestos en la industria textil de mezclilla ha dado lugar a la 

contaminación de suelos agrícolas, generando impactos directos en el rendimiento de 

los cultivos y poniendo en riesgo la salud de los productores. 

Esta contaminación del suelo tiene el potencial de causar efectos adversos en los 

agroecosistemas, perjudicando la productividad de los cultivos, alterando la 

microbiota del suelo y afectando la salud de quienes trabajan en el campo.  

La micorremediación de hongos autóctonos encontrado en los suelos agrícolas 

presenta un potencial de transformación de azul índigo para biorremediar los suelos 

contaminados por este colorante. En este sentido, el género Trichoderma es un 

candidato para la biorremediación en suelos agrícolas contaminados por azul índigo 

en la zona de Tehuacán. Se debe aprovechar el potencial biotecnológico de estos 

hongos en la degradación de contaminantes. Los resultados de este proyecto pueden 

ser fundamentales para el desarrollo de estrategias efectivas en el tratamiento de 

aguas residuales que son aprovechadas en el sector agrícola y la promoción de la 

sostenibilidad en la agricultura. 
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5. Objetivos 

 

5.1 Objetivo general: 

 

Evaluar la micorremedición a través de la biodecoloración de azul índigo mediante 

cepas de hongos del género Trichoderma autóctonos a nivel in vitro y ex situ. 

5.2 Objetivos específicos: 

 

1. Analizar mediante métodos físicos y químicos muestras de suelo y agua de la 

localidad de estudio contaminados con azul índigo bajo la normativa mexicana. 

2. Aislar, identificar y caracterizar cepas de hongos presentes en los suelos 

agrícolas de Tehuacán, Puebla contaminados con azul índigo. 

3. Evaluar la tolerancia de las cepas fungicas a diferentes concentraciones de 

azul índigo bajo condiciones in vitro. 

4. Evaluar el porcentaje de biodecoloración del azul índigo y las actividades 

enzimáticas (lacasas, veratril alcohol oxidasa y manageneso peroxidasa) por 

las cepas de Trichoderma harzianum bajo condiciones in vitro. 

5. Evaluar la biodecoloración de azul índigo por las cepas fúngicas en aguas 

residuales provenientes de la industria textilería de mezclilla bajo condiciones 

ex situ. 

6. Evaluar la biodecoloración de azul índigo por las cepas fúngicas en suelo 

modelo agrícola a nivel microcosmos. 
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7. Hipótesis 

 

Las cepas autoctónas del género Trichoderma biodecolorán el azul índigo a través 

de la micorremediación in vitro y ex situ. 
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8. Metodología 

  

8.1 Sitio de studio 

 

La zona de muestreo se ubica en Tehuacán, en el Estado de Puebla, México, con 

coordenadas de 18.43145° N y 97.35834° O (Figura 3). Tehuacán cuenta con un clima 

semiseco cálido, su temporada de lluvias es en verano; es el clima predominante en 

el área correspondiente al Valle de Tehuacán. La temperatura media anual en 

Tehuacán es entre 22°C y 18°C, la precipitación anual de 200 a 1,800 mm (Conabio, 

2019).  

En el área, se encuentran dos caudales de agua. Uno de ellos proviene de un pozo y 

se utiliza para uso común en la comunidad, mientras que el otro caudal corresponde 

a agua residual, principalmente destinada al riego de cultivos. Es una zona de cultivo 

de maíz, se riega periódicamente con el caudal de aguas residuales contaminadas 

con efluentes textiles. 

 

Figura 3. Campos agrícolas en el Ejido de San Diego Chalma Tehuacán Puebla. 

 

La vegetación predominante de la región es de tipo xerófila, con plantas adaptadas a 

las condiciones de sequía, como cactáceas, agaves y otras suculentas. Además, se 

pueden encontrar árboles como el mezquite y el huizache. Los cultivos principales en 
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la zona incluyen maíz, frijol, chile, tuna, maguey, hortalizas, entre otros (Conabio, 

2019).  

8.1.1 Caracterización física y química de agua y suelo de Tehuacán, Puebla. 

 

Se llevaron a cabo las actividades de muestreo en la zona de estudio de acuerdo con 

las normativas establecidas Norma Oficial Mexicana NOM-021-SEMARNAT-2000 

para la toma de muestras de suelo y NOM-230-SSA1-2002 para la toma de muestras 

de agua. 

8.1.2 Análisis de suelo 

 

Las muestras de suelo (suelo impactado por la industria textil y suelo sin afectaciones 

industriales textiles) se analizaron de acuerdo con los parámetros de la Norma Oficial 

Mexicana NOM-021-SEMARNAT-2000: pH, CE (dS cm⁻¹), textura (%), materia 

orgánica (%), nitrógeno total (%), fósforo disponible (mg/kg), macronutrientes (cmol(+) 

kg⁻¹), micronutrientes (mg/kg) y elementos potencialmente tóxicos (mg/kg) (DOF, 

2002). 

8.1.3 Análisis de agua 

 

Las muestras de agua (caudal de pozo y caudal impactado con aguas industriales 

textiles) se analizaron de acuerdo a los parámetros de la norma NOM-230-SSA1-

2002: pH, conductividad eléctrica (µS/cm), coliformes fecales (NMP/100 mL), sólidos 

suspendidos totales, demanda bioquímica de oxígeno, demanda química de oxígeno, 

N-nitratos, N-nitritos, nitrógeno total Kjeldahl, nitrógeno total, fósforo total, sulfatos, 

sulfuros, arsénico, cobre y mercurio (mg/L) (DOF, 2005).  

8.1.4 Determinación de la concentración de azul índigo en el suelo 

Se recolecto 50 g de muestra de suelo contaminado, el suelo fue tamizado utilizando 

una malla número 16 (1.00 mm, pulg. 0.0394). Posteriormente, se colocó 1 g de suelo 

tamizado en un matraz de vidrio envuelto en papel aluminio y se añadieron 13.5 mL 

de agua destilada. La mezcla se sometió a agitación durante 30 minutos a 250 rpm. 

Este procedimiento se realizó por triplicado. Al finalizar la agitación, se filtró el 

contenido de cada matraz con un embudo y papel filtro (Whatman no.1). El filtrado 
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obtenido se centrifugó a 10,000 rpm durante 5 minuto. Finalmente, cada muestra se 

analizó en un espectrofotómetro a una longitud de onda de 649 nm. 

8.1.5 Determinación de la concentración de azul índigo en el agua 

Se recolecto 50 mL de muestra de agua contaminada. La muestra se colocó en 

microtubos y se centrifugó a 10,000 rpm durante 5 minuto. Posteriormente, se realizó 

una dilución de la muestra en una proporción de 1:4. Cada muestra diluida se analizó 

por triplicado en un espectrofotómetro a una longitud de onda de 649 nm. 

8.2 Aislamiento de hongos autóctonos 

8.2.1 Preparación de medio de cultivo nutritivo líquido 

 

Se llevó a cabo la preparación de medio de cultivo nutritivo líquido (Tabla 4) 

suplementado con micronutrientes (la formulación de micronutrientes se muestra en 

la Tabla 5). Se realizó diluciones mediante matraces de 50 ml de capacidad. La 

elaboración de este medio de cultivo es esencial para que los microorganismos 

presentes en la muestra se adapten de manera óptima al medio y, de esta manera, 

se pueda obtener un crecimiento más rápido y eficiente (Sánchez y Martínez, 2012). 

Los matraces se sometieron a un proceso de esterilización para garantizar la 

esterilidad del medio de cultivo. 

Tabla 4. Formulación del cultivo nutritivo líquido. 

Composición        g/L 

NH4NO3 7  

K2HPO4 1  

KH2PO4 1  

Malta 0.2  

Micronutrientes 1 ml 

Eritromicina 0.15 g/ml etanol al 96% 15 μL 

Azul índigo 0.2 g/L 

pH 5.6 
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Tabla 5. Formulación de la solución de micronutrientes.   

Composición g/L 

MgSO4 7H2O 4  

FeSO4 7H2O 0.2  

CaCl2 2H20 0.2  

 

Una vez esterilizados, se añadió 1 g de muestra de suelo al primer matraz. Se incubó 

a 28°C durante 7 días a 140 rpm. Se realizó un monitoreo diario para evaluar el 

crecimiento de los microorganismos presentes en la muestra y la precipitación del 

colorante en el medio de cultivo. La agitación constante a 140 rpm permitió la 

homogenización del medio de cultivo y estimuló el crecimiento de los 

microorganismos. 

En el tercer día de incubación, se observó un aumento significativo en el crecimiento 

de microorganismos, en particular de hongos y actinomicetos. Este crecimiento se 

evidenció por la disminución progresiva del colorante en el medio de cultivo. 

Transcurridos los días establecidos, se procedió a transferir 1 ml del contenido del 

primer matraz al segundo matraz. Una vez transferido, se incubará a 28°C durante 7 

días a 140 rpm. Durante este proceso se registró las observaciones pertinentes y se 

dejó el primer matraz en la incubadora a 28°C para que continúe su crecimiento. 

En el tercer día, se observó un cambio en la coloración del medio del segundo matraz 

y se comenzó a notar la precipitación del colorante en la parte baja del mismo, 

indicando un crecimiento microbiano. Transcurrido los días, se procedió a transferir 1 

ml del inoculo al tercer matraz al tercer matraz. El tercer matraz se incubo a 28°C 

durante 7 días a 140 rpm. Una vez coxncluido el proceso se procedió a sembrar 

directamente de los matraces en placas Petri con medio mineral enriquecido de malta. 

8.2.2 Preparación de placas con medio mineral enriquecido de malta 

 

Se realizó la preparación de placas Petri con medio mineral enriquecido de malta y 

eritromicina (Tabla 6) para aislar hongos del género Trichoderma hasta la obtención 

de cultivos axénicos (Sánchez Y Martínez, 2012). 
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Tabla 6. Formulación del medio mineral enriquecido de malta. 

Composición g/L 

Extracto de Malta 20  

KH2 PO4 0.5  

MgSO4 7H2O 0.5  

NH4 NO3 0.5  

Solución de micronutrientes 1 ml 

pH 5.6 

Eritromicina 0.15 g/ml etanol al 96%  1 ml 

Agar 20  

 

Durante un periodo de incubación de 7 días a 28°C. Una vez concluida la etapa de 

incubación, se procedió a agrupar los microorganismos con características 

morfológicas similares. En el caso de los hongos, se utilizó su estructura y color para 

su identificación y se les asigno una clave de identificación.   

 

8.2.3 Conservación de los hongos aislados 

 

Se empleó la técnica de crioconservación con glicerol descrita por Corredor (2002). 

Para ello, se añadió 1 mL de glicerol al 20% (v/v) previamente esterilizado y 500 μL 

en microtubos estériles de 2 mL. Posteriormente, se incorporó el cultivo esporulado 

de los hongos. Los microtubos fueron almacenados a -20°C para su conservación. 

8.3 Identificación de hongos aislados del suelo 

 

8.3.1 Identificación microscópica  

 

Se llevó a cabo la técnica de microcultivos descrito por Arenas-Guzmán y Torres-

Guerrero (2020) con el objetivo de identificar los hongos obtenidos.  

La visualización de las estructuras reproductivas de cada hongo permitió una 

identificación considerando las características morfológicas como la estructura de 

hifa, forma y tamaño de esporangios y presencia o ausencia de clamidosporas.   
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Los microcultivos consistieron en la siembra de los hongos en PDA, para permitir la 

formación de estructuras reproductivas. Una vez formadas estas estructuras, se 

realizó la observación microscópica con ayuda de un portaobjetos y un cubreobjetos, 

esto con el fin de determinar la morfología y características de los hongos. Se corto 

un fragmento de 1 cm2 de agar PDA y fue colocado sobre un portaobjetos, se 

prosiguió a inocular por picadura en cada lado y fue cubierto con un cubreobjetos. 

Posteriormente fueron incubados a 28°C durante un periodo de tiempo de tres días. 

Una vez formadas las estructuras reproductivas de los hongos, se procedió a la 

observación microscópica utilizando un microscopio óptico. La identificación de los 

géneros de hongos se realizó comparando las características morfológicas de la 

colonia (textura, tipo de micelio, color, tipo de hifas) de acuerdo a la guía de 

identificación propuesta por Barnett y Hunter (2006). 

8.3.2 Identificación por la amplificación de secuencias intergénicas (ITS)  

 

Se realizó un aislamiento en placas Petri con medio PDA de los hongos 

seleccionados, los cuales fueron identificados a través de la amplificación y 

secuenciación de la región ITS. Las cepas seleccionadas se enviaron al servicio de 

secuenciación del Colegio de Posgraduados. La amplificación por PCR de la región 

ITS se realizó con los cebadores ITS5 (5’-GGA AGT AAA AGT CGT AAC AAG G-3’) 

e ITS4 (5’-TCC TCC GCT TAT TGA TAT GC-3’) (White et al., 1990).  

Las secuencias obtenidas fueron sometidas a un análisis filogenético utilizando 

inferencia bayesiana. Las secuencias se depositaron en la base de datos del 

GenBank con numero de accesión PV707074, PV707075 y PV707076. 

8.4 Pruebas de tolerancia de azul índigo 

 

Las pruebas de tolerancia de azul índigo se llevaron a cabo con la técnica modificada 

de Gao y cols. (2023). Se realizó medio de cultivo PDA suplementado con azul índigo 

por triplicado. Se agregaron diferentes concentraciones de azul índigo: 0 (testigo), 

0.05, 0.10, 0.15, y 0.20 g/L como se muestra en la Tabla 7. En donde se sembraron 

los hongos de interés para la investigación. Se utilizó papel celofán el cual se colocó 

entre el medio de cultivo y el inoculo del hongo esto con el fin de medir la biomasa 

seca al final del ensayo. El testigo permitió la comparación de las tasas de crecimiento 

de los hongos sembrados en las distintas concentraciones con colorante. 
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Las placas se incubaron a 28°C durante 7 día. Se realizó un monitoreo cada 24 h 

donde se tomarán mediciones del micelio para determinar el porcentaje de inhibición 

de crecimiento radial (PICR) (Martínez-Salgado et al., 2021). Además, se calculó el 

porcentaje de viabilidad de esporas.  

Para conseguir el cálculo de porcentaje de inhibición  se implementó la Ecuación no. 

1 indicada a continuación: 

 

 

 

Tabla 7. Diseño experimental de prueba resistencia de azul índigo. 

Cepas fúngicas azul índigo [g/L] 

TehAzo1 0 (Testigo) 

TehAzo2 0 (Testigo) 

TehAzo5 0 (Testigo) 

TehAzo1 0.05 

TehAzo2 0.05 

TehAzo5 0.05 

TehAzo1 0.10 

TehAzo2 0.10 

TehAzo5 0.10 

TehAzo1 0.15 

TehAzo2 0.15 

TehAzo5 0.15 

TehAzo1 0.20 

TehAzo2 0.20 

TehAzo5 0.20 

 

 

 

 

% PICR = (
(CR Testigo mm)(CR Tratamiento mm)

(CR Testigo mm)
) x 100 
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8.4.1 Viabilidad de esporas 

 

Una vez transcurridos los 7 días de incubación, se llevó a cabo la recolección de 

esporas aplicando 1 ml de agua estéril a una placa petri. Posteriormente, se realizaron 

diluciones seriadas hasta 10-4. Se contaron las esporas utilizando una cámara de 

Neubauer y también fueron leídas a una longitud de onda de 610 nm en un 

espectrofotómetro.  

Una vez concluido el recuento de esporas, se sembró cada dilución en medio de 

cultivo PDA a 28°C durante 7 días. Se realizó un monitoreo cada 24 h para el conteo 

de esporas totales germinadas, y se calculó la viabilidad de esporas de acuerdo a la 

ecuación no. 2. 

 

  

 

8.5 Ensayos de biodecoloración de Azul índigo 

 

Se realizó en matraces de 125 ml con 50 ml de medio mineral líquido suplementado 

con azul índigo a 0.2 g/L (Tabla 8). Se prosiguió a inocular por triplicado de forma 

individual 3 discos de 10 mm de diámetro de solamente dos cepas estudiadas: 

TehAzo1 y TehAzo2. Los matraces inoculados se incubaron en agitación constante a 

100 rpm a 28 °C durante 14 días. Matraces sin inocular fueron utilizados como control. 

Se realizo un monitoreo cada 24 h durante 14 días, en un espectrofotómetro con un 

rango de longitud de onda de 325 nm a 650 nm. El blanco correspondiente fue el 

medio de cultivo sin concentración de azul índigo. Además, se realizó a la par un 

monitoreo del producto de decoloración (isatina). Para visualizar los productos de 

decoloración se utilizó el espectrofotómetro, siguiendo la metodología de Tello-

Burgos y colaboradores (2022). El pico del azul índigo se leyó a 649 nm y el pico del 

producto de degradación (isatina) se observó en un rango de 325 a 400 nm. Se 

verifico el producto de degradación isatina por medio Infrared spectroscopy (FT-IR) y 

a través de Cromatografía líquida de alta eficacia (HPLC). 

  

%Viabilidad = (
No. esporas germinadas tratamiento

No. esporas germinadas testigo
) x 100 
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Tabla 8. Formulación del cultivo nutritivo líquido para ensayo de biodecoloración. 

Composición        g/L 

NH4NO3 7  

K2HPO4 1  

KH2PO4 1  

Malta 0.2  

Micronutrientes 1 ml 

Azul índigo 0.2 g/L 

pH 5.6 

 

Para conseguir el cálculo de degradación en porcentaje se implementó la ecuación 

no. 3.  

Ecuación no. 3:  

Biodecoloración = 
(𝐓𝐞𝐬𝐭𝐢𝐠𝐨)−(𝐓𝐫𝐚𝐭𝐚𝐦𝐢𝐞𝐧𝐭𝐨)×𝟏𝟎𝟎

𝐓𝐞𝐬𝐭𝐢𝐠𝐨
 

 

El análisis de las cinéticas de biodecoloración permite medir la velocidad, la eficiencia en el 

desarrollo de la biodecoloración de nuestro contaminante en el medio, además permite 

caracterizar la concentración remanente del colorante en el tiempo y predecir la cantidad en 

un tiempo futuro (Agarry y Latinwo, 2015). 

Las cinéticas fueron expresadas de acuerdo a un modelo de regresión lineal. Se 

implementaron las ecuaciones no.4 y no.5 

8.5.1 Estimación de la constante de biodecoloración (k) 

 

Ecuación no.4  

k=-(
ln Ct/Co

t
) 

Donde: 

Ct= Promedio de la concentración inicial del colorante 

Co= Promedio de la concentración residual del colorante  

t= tiempo en días  
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8.5.2 Estimación del tiempo de vida media en la biodecoloración (t1/2) 

 

Ecuación no. 5 

t1/2=
ln2

𝑘
 

Donde: 

k= constante de biodecoloración por día  

 

8.5.3 Curva de calibración de azul indigo 

 

Se realizó una curva de calibración de azul índigo a concentraciones de 0.05, 0.06, 

0.07, 0.08, 0.09, 0.1, 0.15, y 0.20 g/L (Figura 4). Las lecturas fueron realizadas por 

triplicado y leídas en un espectrofotómetro con una longitud de onda de 649 nm. El 

blanco utilizado fue medio de cultivo.  
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Figura 4. Curva de calibración de azul índigo. 
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8.5.4 Curva de calibración de isatina 

 

Se realizó una curva de calibración de isatina a concentraciones de 0.05, 0.06, 0.07, 

0.08, 0.09, 0.1, 0.15, y 0.20 g/L (Figura 5). Las lecturas fueron realizadas por triplicado 

y leídas en un espectrofotómetro con una longitud de onda de 325 nm. El blanco 

utilizado fue medio de cultivo. 

 

 

 

Figura 5. Curva de calibración de isatina. 
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8.5.5 Análisis del producto de biodecoloración a través de FITR y HPLC 

 

Para el análisis del producto de degradación se emplearon dos técnicas analíticas: 

espectroscopía infrarroja por transformada de Fourier (FTIR) y cromatografía líquida 

de alta resolución (HPLC).  

Las muestras analizadas por FTIR fueron previamente filtradas utilizando papel 

Whatman No. 1 y posteriormente se secaron en una estufa a 50 °C durante 7 días. 

Una vez secas, fueron analizadas en un espectrofotómetro FTIR modelo 630 (Agilent 

Technologies), acoplado a un accesorio de reflectancia total atenuada (ATR), en un 

rango de espectro de 5000 a 650 cm⁻¹. También se analizaron los estándares internos 

de azul índigo e isatina con las mismas condiciones. Los espectros obtenidos fueron 

procesados y analizados mediante el software MicroLab. 

Las muestras analizadas por HPLC fueron inicialmente filtradas con papel Whatman 

No. 1 y luego centrifugadas a 10,000 rpm durante 5 minutos. Posteriormente, las 

alícuotas del sobrenadante fueron filtradas nuevamente utilizando filtros de 

membrana de 0.2 µm (Whatman), y colocadas en viales para su análisis.  

Las muestras fueron inyectadas en un sistema UltiMate 3000 HPLC (Thermo 

Scientific), equipado con una columna C18 (250 mm × 4.6 mm, 5 µm, 120 Å). La fase 

móvil empleada consistió en un sistema de elución en gradiente compuesto por 

eluyente A, correspondiente a una solución de 0.2 M de acetato de amonio en agua 

grado HPLC, y eluyente B, acetonitrilo grado HPLC. El análisis se realizó con un flujo 

constante de 1.0 mL/min, un volumen de inyección de 20 µL, y detección a una 

longitud de onda de 307 nm mediante un detector UV-Vis de arreglo de diodos (DAD). 

El gradiente de elución comenzó con 100 % de eluyente A, seguido de una transición 

a 40 % de eluyente A y 60 % de eluyente B a los 20 minutos, mantenido hasta los 30 

minutos, para luego regresar a 100 % de eluyente A a los 32 minutos y finalizar a los 

40 minutos con las mismas condiciones iniciales. Los tiempos de retención obtenidos 

se compararon con los de los estándares, los cuales fueron inyectados en las mismas 

condiciones. El procesamiento e interpretación de los cromatogramas se realizó 

mediante el software Chromeleon versión 6.8. 
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8.5.6 Determinación de actividades enzimáticas 

 

Se cuantificaron tres tipos de enzimas: Veratryl Alcohol Oxidasas (VAO), Lacasas 

(Lac) y Manganeso Peroxidasas (MnP). Cada 24 h se tomó una alícuota por triplicado 

de 2 ml por cada matraz para ser leída por UV-Vis. Al termino de los 14 días se 

recolecto el micelio de cada matraz para determinar el peso seco constante, a través 

de un papel filtro Whatman No. 1, el micelio obtenido se secó con la ayuda de una 

estufa 50 °C durante 7 días. Posteriormente, el filtrado se centrifugó en microtubos de 

2 ml durante 1 min a 10,000 rpm y fue almacenado a - 4 °C para la determinación de 

las actividades enzimáticas expresadas como Unidad enzimática (U) por gramo de 

micelio seco de acuerdo a la ecuación no. 4. 

Ecuación no. 4:  

Actividad enzimática especifica= 

 
(𝐀𝐁𝐒 𝐟𝐢𝐧𝐚𝐥)−(𝐀𝐁𝐒 𝐢𝐧𝐢𝐜𝐢𝐚𝐥)(𝐯𝐨𝐥𝐮𝐦𝐞𝐧 𝐭𝐨𝐭𝐚𝐥 𝐝𝐞 𝐫𝐞𝐚𝐜𝐜𝐢ó𝐧 (𝐋))

(𝐂𝐨𝐞𝐟𝐢𝐜𝐢𝐞𝐧𝐭𝐞 𝐝𝐞 𝐞𝐱𝐭𝐢𝐧𝐜𝐢ó𝐧 𝐦𝐨𝐥𝐚𝐫)(𝒕𝒊𝒆𝒎𝒑𝒐 𝒅𝒆 𝒓𝒆𝒂𝒄𝒄𝒊ó𝒏 𝒎𝒊𝒏.)(𝑽𝒐𝒍𝒖𝒎𝒆𝒏 𝒅𝒆 𝒎𝒖𝒆𝒔𝒕𝒓𝒂 (𝑳))(𝑷𝒆𝒔𝒐 𝒔𝒆𝒄𝒐 𝒎𝒖𝒆𝒔𝒕𝒓𝒂 (𝒈))
 

 

8.5.6.1 Determinación de VAO 

 

La mezcla de reacción se realizó a 25°C. Esta contenía 200 μL de 1mM de veratryl 

alcohol, 1600 μL de 0.25 M de buffer de tartrato de sodio pH 5 y 200 μL de extracto 

enzimático para un volumen final 2 ml. La oxidación del sustrato fue monitoreado a 

una absorbancia de 325 nm que corresponde a veratraldehido formado. Se reporto la 

actividad enzimática especifica, expresada como Unidad enzimática (U) por gramo de 

micelio seco con un valor de coeficiente de extinción molar (ε)= 1.5533 mM VAO. 

8.5.6.2 Determinación de Lacasas 

 

La actividad de enzimática de Lacasa fue monitoreada por oxidación de 2,2'-azinobis, 

3-ethylbenzothiazoline-6-sulphonate (ABTS) a 25 °C y leída a 436 nm. La mezcla de 

reacción se realizó con el extracto enzimático 800 μL y 100 μL ABTS (0.5 mM 

concentración final en etanol) fueron diluidas con 100 μL de buffer de acetato de sodio 

60 mM (pH 4.5). Será un volumen final de 2 ml. Se reporto la actividad enzimática 
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especifica, expresada como Unidad enzimática (U) por gramo de micelio seco con un 

valor de ε= 0.7743 mM Lac. 

8.5.6.3 Determinación de MnP  

 

La actividad enzimática de MnP fue determinada por la formación de complejos de 

Mn3+-malonato a 25°C y leída a 610 nm. La mezcla de reacción se realizó con 1620 

μL de buffer de malonatos (malonato de sodio) 50 mM (pH 4.5) con 100 μL MnSO4 

1mM, 20 μL de H2O2 0.1 mM, 200 μL de extracto enzimático, 20 μL rojo de fenol al 

0.01%, 20 μL lactato 25 mM y 20 μL albúmina de huevo 0.1%. Para obtener un 

volumen final 2 ml. Se reporto la actividad enzimática específica, expresada como 

Unidad enzimática (U) por gramo de micelio seco con un valor de ε= 0.4062 mM MnP. 

8.6 Ensayo de biodecoloración ex situ de agua residual textil contaminada 

con azul indigo 

 

Se recolectó agua residual textil proveniente de una industria textil, la cual fue 

almacenada en refrigeración a 4 °C hasta su uso en los ensayos. Se tomó 1 litro del 

agua recolectada la cual se sometió a centrifugación a 10,000 rpm durante 5 minutos 

para posteriormente ser filtrada utilizando papel filtro Whatman No. 1. 

Una vez finalizado el proceso de filtración, al agua residual se le adicionó un 10% (v/v) 

de medio mineral líquido (ver Tabla 8), con el objetivo de suplementar nutrientes 

esenciales para favorecer el desarrollo de las cepas. Posteriormente, se distribuyó en 

18 matraces Erlenmeyer con 50 mL de agua residual cada uno. Se procedió a 

inocular, por triplicado y de forma individual, el 1% (v/v) de cultivo de las cepas 

TehAzo1, TehAzo2 y de un cocultivo de ambas cepas (TehAzo1 y TehAzo2). Cada 

tratamiento incluyó sus respectivos controles negativos (matraces sin inoculación). 

Las cepas TehAzo1 y TehAzo2 fueron previamente preinoculadas por separado en 

medio mineral líquido e incubadas durante 48 horas a 28 °C, en agitación constante 

a 100 rpm, con el fin de facilitar su adaptación al medio de agua residual.  

Todos los matraces fueron incubados a 28 °C, con agitación constante a 100 rpm, 

durante un periodo de 14 días. Se realizó un monitoreado cada 48 horas mediante 

espectrofotometría UV-Vis, en un rango de longitud de onda de 649 nm. Para calcular 

el porcentaje de degradación, se aplicó la Ecuación No. 3. 
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El análisis de las cinéticas de biodecoloración fueron expresadas de acuerdo a un 

modelo de biodecoloración lineal. Se implementaron las ecuaciones no.4 y no.5 

8.7 Ensayo de biodecoloración en suelo modelo contaminado con azul 

índigo a nivel microcosmo  

Se pesaron 10 kg de suelo limpio previamente recolectado, el cual se tamizó 

utilizando un tamiz No. 10. Posteriormente, el suelo se distribuyó en bolsas de 

polipapel, colocando 250 g en cada una, y se sometió al proceso de tindalización. Una 

vez tindalizado, a cada bolsa se le adicionaron 14.28 mL de una solución de nitrato 

de potasio 0.1 M para compensar la falta de nitrógeno. Después, se contamino con 

azul índigo a una concentración de 200 ppm. El suelo preparado fue transferido a 

frascos estériles, los cuales se cubrieron con papel aluminio para permitir el 

intercambio de oxígeno. Se procedió a realizar el conteo de esporas hasta llegar a las 

108. Una vez contadas las esporas se inoculo el 1% (v/v) por frasco. Se establecieron 

cinco tratamientos por triplicado en frascos: suelo contaminado con azul índigo 

inoculados con TehAzo1, TehAzo2 y sin inocular; y suelo no contaminado inoculado 

con TehAzo1, TehAzo2. Se incubaron durante 14 días a 28 °C. 

Para la determinación de la biodecoloración de azul índigo, se tomó 1 g de suelo cada 

48 h, el cual se colocó en 13.5 mL de agua tridestilada, con agitación constante a 250 

rpm durante 30 minutos. Una vez terminado se filtró con papel Whatman No. 1 y el 

sobrenadante se centrifugo a 10,000 rpm por 5 minutos. Posteriormente, se midió la 

biodecoloración a través de UV-Vis a a una longitud de onda de 649 nm mediante un 

espectrofotómetro. Para calcular el porcentaje de degradación, se aplicó la Ecuación 

No. 3. 

El análisis de las cinéticas de biodecoloración fueron expresadas de acuerdo a un 

modelo de regresión lineal y se implementaron las ecuaciones no.4 y no.5. 

Simultáneamente, se realizó el conteo de unidades formadoras de colonias (UFC). Se 

tomó 1 g de suelo de cada frasco, se realizaron diluciones seriadas hasta 10⁻⁴ con 

agua tridestilada estéril y se sembraron 100 µL en placas con PDA. Las placas fueron 

incubadas a 28 °C durante 48 h transcurrido el tiempo se procedió a contar las 

esporas germinadas que fueron consideradas como parámetro de sobrevivencia. 

También, se realizó una cinética de viabilidad de esporas determinando el número de 
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esporas germinadas durante los dias de experimentación; se calculó la µ (tasa de 

esporulación) durante la fase exponencial del hongo experimental de acuerdo a la 

adaptación de la ecuación no. 6 (Madigan y col., 2001). 

Ecuación no. 6 

                                µ = b 

 

Donde: 

b = ordenada al origen de la recta 

Xo = número inicial de esporas germinadas que han ocurrido durante el período 

de fase exponencial. 

Xt = número final de esporas germinadas que han ocurrido durante el período de 

fase exponencial 

m = Pendiente de la recta 

t = horas de crecimiento en la etapa exponencial. 

8.8 Análisis de resultados 

  

Los datos generados se analizaron con el programa estadístico Statgraphics 

Centurion versión 16.1 para Windows. Se realizaron análisis de varianza de una y 

dos vías (ANOVA), según el diseño experimental correspondiente, y pruebas de 

comparación de medias múltiples de Tukey con un nivel de significancia de p ≤ 

0.05. 

 

 

 

 

 

log10 Xt – log10 Xo 

m*t 
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9. Resultados 

9.1 Análisis de agua 

 

Tabla 9. Resultados de análisis de agua de los dos caudales de la región comparados 

con los límites máximos permisibles dados por la NOM-001-SEMARNAT-1996.  

Parámetro Caudal de agua 

de pozo 

Caudal de 

agua residual 

 

NOM-001-

SEMARNAT-1996. 

límites máximos 

permisibles en aguas 

residuales 

pH 7.8 7.2 5 – 10 

Conductividad eléctrica (gs/cm) 1779 2000 No normado 

Coliformes Fecales 

(NMP/100mL) 

15 93 2000 

Azul índigo (g/L) N.D. 0.364 N.A. 

Sólidos Suspendidos Totales 

(mg/L) 

 

17 

 

326.667 

 

200 

Demanda Bioquímica de 

Oxígeno (mg/L) 

3.2 437.0 200 

Demanda Química de Oxígeno 

(mg/L) 

34 706 No normado 

N-Nitratos (mg/L) 13.082 0.680 No normado 

N-Nitritos (mg/L) 0.012 0.010 No normado 

Nitrógeno Total Kjeldahl (mg/L) 0.500 78,042 No normado 

Nitrógeno Total (N-Nitritos+N-

Nitratos+ NTK) (mg/L) 

13.594 78.732 60 

Fósforo Total (mg/L) 0.25 10.89 30 

Sulfatos (mg/L) 169.450 118.679 No normado 

Sulfuros (mg/L) 0.100 163.758 No normado 

Arsénico (mg/L) 0.0170 0.0134 0.4 

Cobre (mg/L) 0.1000 0.1000 6.0 

Mercurio (mg/L) 0.0010 0.0010 0.02 

N.D.: no detectado; N.A.: no aplica 
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Los resultados de las muestras de agua (Tabla 9) se realizaron de acuerdo a la 

NORMA Oficial Mexicana NOM-001-SEMARNAT-1996 (DOF, 2022). Los resultados 

obtenidos en el análisis de los dos caudales de agua muestran una gran diferencia en 

la calidad del agua. El caudal de agua residual presenta niveles elevados de sólidos 

suspendidos totales (326.667 mg/L), demanda bioquímica de oxígeno (437.0 mg/L) y 

demanda química de oxígeno (706 mg/L), superando los límites permisibles 

establecidos por la NOM-001-SEMARNAT-1996, lo que indica una alta carga de 

contaminación orgánica y partículas. Además, el Nitrógeno Total (N-Nitritos + N-

Nitratos + NTK) en el agua residual (78.732 mg/L) también excede el límite permitido 

(60 mg/L), esto por la contaminación de compuestos nitrogenados. En caso de los 

niveles de coliformes fecales y metales pesados en ambos caudales se encuentran 

dentro de los límites normativos. La concentración de azul índigo encontrada en agua 

fue 59 veces mayor que la dosis letal reportada por Restrepo et al. (2019) en Daphnia, 

lo que indica una grave afectación a los organismos acuáticos. 
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9.2 Análisis de suelo 

 

Tabla 10. Resultados del análisis de suelo de la zona de muestreo de acuerdo a la 

NOM-021 RECNAT2000. 

 

Parámetros 

Control del 

suelo sin 

efectos de 

contaminación 

Suelo 

impactado con 

pigmentos 

textiles 

Clasificación de 

acuerdo a la NOM-021-

RECNAT2000 

pH 7.93 8.18 Medianamente Alcalino 

CE (dS cm-1) 0.16 0.18 Efectos Despreciables 

Textura (%) (arena: limo: arcilla) 53.0: 34.0: 13.0 54.0: 36.0: 10.0 N.A. 

Materia orgánica (%) 8.51 8.61 Medio 

Nitrogeno total (%) 0.68 0.70 Bajo 

Fósforo disponible (mg/kg) 44.15 47.22 Alto 

Azul índigo (g/L) N.D. 0.083 N.A. 

Macronutrientes (cmol (+) kg-1)    

Na 3.80 3.80 N.A. 

K 1.04 1.04 N.A. 

Ca 39.50 40.53 N.A. 

Mg 5.41 6.41 N.A. 

CIC 12.5 17.5 Media 

Micronutrientes (mg kg-1)    

Cu 2.52 3.80 Adecuado 

Fe 1118.9 40.53 Adecuado 

Mn 26.58 6.41 Adecuado 

Zn 9.08 1.04 Adecuado 

Elementos potencialmente 

toxicos (mg kg-1) 

   

Pb 6.90 3.40 Normal 

Cd 0.28 0.38 Normal 

Cr 1.99 2.3 N.A. 

Ni 5.84 1.32 

 

Normal 
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N.D.: no detectado; N.A.: no aplica 

El resultado de la muestra de suelo impactado con pigmentos industriales de acuerdo 

a la NORMA Oficial Mexicana NOM-021-RECNAT2000 (DOF, 2001) (Tabla 10) 

muestra que el suelo ha estado expuesto a aguas residuales de la industria textil de 

mezclilla ya que el pH del suelo es de 7.93, clasificado como medianamente alcalino. 

Esto puede ser consecuencia de la descarga de aguas residuales textiles (Arbona-

Cabrera et al., 2022). La conductividad eléctrica es de 0.16 ds/cm, lo cual indica una 

baja salinidad. El contenido de materia orgánica del suelo es del 8.51%, clasificado 

como medio. La textura del suelo, con 53.0% de arena, 34.0% de limo y 13.0% de 

arcilla, indica que es un suelo franco arenosa. El fósforo presenta un valor elevado de 

44.15 mg/kg, clasificado como alto, lo cual podría deberse a los detergentes y agentes 

blanqueadores utilizados en la industria textil que son ricos en fosfatos (Garnica-

Subiabre, 2023. El nitrógeno total es bajo, con un valor de 0.68%. 

La capacidad de intercambio catiónico (CIC) de 12.5 cmol(+)/kg, clasificada como 

media, sugiere una moderada capacidad del suelo para retener y liberar nutrientes, 

En cuanto a la presencia de metales pesados estos no son significativos. El cobre 

(2.52 mg/kg), hierro (1118.9 mg/kg), manganeso (26.58 mg/kg) y zinc (9.08 mg/kg) 

están en niveles adecuados, los niveles son normales de cadmio (0.28 mg/kg), plomo 

(6.90 mg/kg) y níquel (5.84 mg/kg). La concentración de cromo (1.99 mg/kg) tampoco 

es significativa.  

La concentración de azul índigo en el suelo (0.083 g/L) es 4 veces menor que la 

concentración en el agua (0.364 g/L). Sin embargo, esta concentración sigue estando 

por encima de la dosis letal reportada en varios estudios relacionados con este 

contaminante (Restrepo et al., 2019; Slama et al., 2021). 
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9.3 Identificación de cepas 

  

Tabla 11. Identificación por amplificación de genes ITS de los hongos aislados en las 

zonas de estudio y morfología microscópica. 

Aislado 
Morfología 

microscópica 

Morfología 

macroscópica 

Afilación 

Filogenética 

% 

Identi

dad 

UFC g-1 

suelo seco 
 

TehAzo1 

 
 

Trichoderma 

harzianum 
100 1.45 ±1.6 

 

TehAzo2 

 

 

Trichoderma 

harzianum 
100 0.10 ±0.6 

 

TehAzo3 

 
 

Aspergillus 

fischeri 
100 0.39 ±0.6 

 

TehAzo4 

 

 

Fusarium spp. 100 0.01 ±0.01 

 

TehAzo5 

 

 

 

Trichoderma 

harzianum 
100 0.01 ±0.01 
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En la zona de estudio se aislaron e identificaron cinco hongos los cuales se 

describieron de acuerdo a su morfología macroscópica y microscópica. 

De acuerdo a las características morfológicas coloniales se encontraron que las cepas 

TehAzo1, TehAzo2 y TehAzo5 presentan características de color verdoso y micelio 

rugoso similares al género Trichoderma. Las otras dos cepas TehAzo3 y TehAzo4 

tenían una estructura y color diferente (Tabla 11).  

La morfología microscópica nos muestra conidióforos, fiálides y conidios similares a 

los reportados en el género Trichoderma para las cepas TehAzo1, TehAzo2 y 

TehAzo5. la cepa TehAzo3 corresponde al género Aspergillus por presentar 

conidióforos, conidios y esporangio. Finalmente, la cepa TehAzo4 corresponde al 

género Fusarium por presentar macroconidias, clamidosporas y conidióforos (Tabla 

9).   

 

Figura 12. Árbol filogenético de las cepas de Trichoderma harzianum 

La identificación por morfología microscópica fue comprobada a través del análisis de 

las secuencias ITS para las cinco cepas aisladas (Tabla 11). De acuerdo al análisis 

bayesiano (Figura 12) las cepas TehAzo1, TehAzo2 y TehAzo5 corresponden al 

Trichoderma harzianum. Además, tienen un 100% de similitud en sus secuencias de 

acuerdo al alineamiento realizado con la herramienta BLAST en la base de datos del 

GenBank. La cepa TehAzo3 corresponde a Aspergillus fischeri con 100% de similitud 

y TehAzo 4 corresponde al género Fusarium 
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9.4 Tolerancia de las cepas de Trichoderma 

 

 Tabla 12. Prueba de tolerancia de las cepas fúngicas a azul índigo. 

Los valores representan la media ± desviación estándar. PICR: Porcentaje de 

inhibición al azul índigo. Medias con letras diferentes en la columna, indican 

diferencias significativas con la prueba de Tukey (p = 0.05). NA: No aplica. 

La cepa Trichoderma harzianum TehAzo2 presento el 20.40 % ± 0.80 de inhibición 

(PICR) a altas concentraciones de azul índigo, siendo la cepa más resistente, además 

de que su viabilidad de esporas también fue alta (66.1% ± 0.21). Las otras dos cepas 

TehAzo1 y TehAzo5 presentaron un porcentaje de inhibición de 38.14% ± 0.239 y 

Cepa 

fúngica 

 

Concentración 

de azul índigo 

(g/L) 

No. esporas 

(x106 ml-1) 

Viabilidad de 

esporas (%) 

PICR (%) Peso micelar 

(mg) 

T. harzianum 

TehAzo1 

0 (Control) 4.55 ± 0.050 b 100 ± 0.001 a NA 376 ± 0.461 a 

 0.05 3.21 ± 0.005 f g 72.00 ± 2.646 b 2.65 ± 0.455 a 363 ± 0.577 a 

 0.10 3.18 ± 0.005 f g 69.33 ± 2.517 b 11.18 ± 1.290 c 296 ± 0.577 a b c 

 0.15 3.17 ± 0.015 g 68.67 ± 1.528 b 24.54 ± 2.180 f 250 ± 0.346 b c d 

 0.20 3.16 ± 0.010 g 67.67 ± 1.528 b 38.08 ± 0.415 g 230 ± 0.001 b c d 

T. harzianum 

TehAzo2 

0 (Control) 4.77 ± 0.075 a 100 ± 0.001 a NA 390 ± 0.173 a 

 0.05 3.41 ± 0.010 c 71.33 ± 0.577 b 4.20 ± 0.498 a b 310 ± 0.100 a b 

 0.10 3.36 ± 0.010 c d 70.33 ± 0.577 b 5.84 ± 0.240 b 236 ± 0.230 b c d 

 0.15 3.30 ± 0.001 d e  68.33 ± 2.082 b 11.00 ± 0.620 c 213 ± 0.152 c d 

 0.20 3.26 ± 0.020 e f 66.00 ± 2.000 b 20.84 ± 0.510 e 203 ± 0.152 c d 

T. harzianum 

TehAzo5 

0 (Control) 2.31 ± 0.010 h 100 ± 0.001 a NA 323 ± 0.404 a b 

 0.05 1.41 ± 0.015 i 44.67 ± 3.055 c 5.90 ± 0.098 b 263 ± 0.251 b c d 

 0.10 1.21 ± 0.010 j 37.33 ± 2.082 d 18.07 ± 0.396 d 240 ± 0.346 b c d 

 0.15 0.885 ± 0.015 k 27.67 ± 3.215 e 35.90 ± 0.865 g 206 ± 0.208 c d 

 0.20 0.690 ± 0.010 l 21.33 ± 3.215 f 40.99 ± 0.948 h 183 ± 0.057 d 
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40.32% ± 0.549 respectivamente y una viabilidad de 69.4% ± 0.333 y 21.4% ± 0.333. 

Siendo TehAzo5 la cepa menos resistente a comparación de las otras dos cepas 

(Tabla 12).  

Tabla 13. Crecimiento de las cepas Trichoderma harzianum en diferentes 

concentraciones de azul índigo.  

Cepa Testigo 0.5 g/L 0.10 g/L 0.15 g/L 0,20 g/L 

TehAzo1 

     

TehAzo2 

     

TehAzo5 

     

 

El crecimiento de las cepas Trichoderma harzianum TehAzo1, TehAzo2 y TehAzo5 

se evaluó a diferentes concentraciones de azul índigo (Tabla 13). A concentraciones 

bajas, como 0.05 y 0.10 g/L, el crecimiento micelial fue normal, sin alteraciones 

significativas en la morfología ni en la velocidad de desarrollo. Sin embargo, a 

concentraciones más altas, como 0.15 y 0.20 g/L, se observó una disminución notable 

en el crecimiento del micelio. Asimismo, el micelio presentó una reducción en la 

coloración verde y un crecimiento no uniforme. 
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9.5 Biodecoloración de las cepas TehAzo1 y TehAzo2 

 

 

Figura 13. Porcentaje de biodecoloración de Trichoderma harzianum cepa Tehazo1 

a las 336 h de incubación a 28 °C. 

 

La curva correspondiente a la cepa Trichoderma harzianum TehAzo1 (Figura 12) 

mostró una biodecoloración constante del azul índigo a lo largo del tiempo. 

Inicialmente, a las 24 h, se observó una degradación del 36.32% ± 2.561. El punto 

máximo se alcanzó a las 336 h, donde logró decolorizar el 61.28% ± 0.779 del 

colorante. Esto resultó en una disminución de la concentración de azul índigo en el 

medio de cultivo, que inicialmente era de 0.20 g/L, a 0.0629 g/L ± 0.001 a las 336 h. 

Aunque el control también experimentó una degradación química mínima, esta no fue 

significativa en comparación con la biodecoloración observada con la cepa TehAzo1.  
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Figura 14. Porcentaje de biodecoloración de Trichoderma harzianum cepa TehAzo2 

a las 336 h de incubación a 28 °C. 

 

La curva correspondiente a la cepa T. harzianum TehAzo 2 (Figura 14) mostró una 

biodecoloración constante del azul índigo a lo largo del tiempo. Inicialmente, a las 24 

h, se observó una degradación del 37.81% ± 4.011. El punto máximo de 

biodecoloración se alcanzó a las 336 h, con un 74.29% ± 0.166 de descolonización 

del colorante. Esto resultó en una disminución de la concentración de azul índigo en 

el medio de cultivo, que inicialmente era de 0.20 g/L, a 0.0426 g/L ± 0.001 a las 336 

h. Después de este punto, la degradación continuó, pero en valores mínimos. El 
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control también experimentó una degradación química mínima, pero esta no fue 

significativa en comparación con la biodecoloración observada con la cepa TehAzo 2.  

 

 

Figura 15. Biodecoloración de azul índigo por las cepas de Trichoderma harzianum 

(TehAzo1) y (TehAzo2) a las 336 h de incubación a 28 °C. 

 

Ambas cepas de Trichoderma harzianum: TehAzo1 y TehAzo2 (Figura 15), tuvieron 

un comportamiento constante en la decoloración del azul índigo. La cepa TehAzo2 

mostró una eficiencia de decoloración, alcanzando una degradación del 74.29% ± 

0.166 a las 336 h y una reducción de la concentración del azul índigo de 0.20 g/L a 

0.0426 g/L ± 0.001. En comparación, la cepa TehAzo1 alcanzó su máximo de 

degradación del 61.28% ± 0.779 a las 336 h, reduciendo la concentración a 0.0629 

g/L ± 0.001. No se observaron diferencias significativas en la capacidad de 

biodecoloración entre las dos cepas según un análisis de comparación de medias 
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(prueba de Tukey, p ≤ 0.05). Ambas cepas mostraron una biodecoloración efectiva a 

las 336 h. El control mostró una degradación química mínima del 17.94% ± 1.132, en 

comparación con las cepas. 

La Tabla 14 muestra los parámetros cinéticos y el porcentaje de biodecoloración del 

azul índigo alcanzados por las cepas Trichoderma harzianum TehAzo1 y TehAzo2, 

comparados con un control sin inoculación. 

El control presentó una tasa constante de biodecoloración (k) de 0.080 por día y un 

tiempo de vida media (t1/2) de 8.57 días, con apenas un 17.94% ± 1.132 de 

biodecoloración. Lo que indica que la degradación química que sufre es muy lenta. 

En comparación, la cepa TehAzo1 alcanzó una k de 0.122 por día, lo que acortó el 

t1/2 a 5.63 días, logrando un 61.28% ± 0.779 de biodecoloración. Este aumento es 

significativamente mayor respecto al control. 

La cepa TehAzo2 mostró mejor desempeño, con una k de 0.139 por día y un t1/2 de 

solo 4.97 días, alcanzando 74.29% ± 0.166 de biodecoloración.  

Se observaron diferencias significativas en la tasa constante de biodecoloración (k) y 

tiempo de vida media entre los tratamientos según un análisis de comparación de 

medias (prueba de Tukey, p ≤ 0.05). Siendo TehAzo2 la cepa con una mejor constante 

de biodecoloración reduciendo la vida media del contaminante.  

Tabla 14. Tasa constante de biodecoloración (k) y tiempo de vida media (t1/2) de la 

biodecoloración de azul índigo por los diferentes tratamientos de las cepas de T. 

harzianum.  

 

Los valores representan la media ± desviación estándar; control: medio sin inocular; k: constante de 

biodecoloración; t1/2: tiempo de vida media de la biodecoloración del azul índigo; R2: coeficiente de la 

regresión lineal. Medias con letras diferentes en la columna, indican diferencias significativas con la 

prueba de Tukey (p = 0.05). 

  

Tratamientos 
k 

(día-1) 

t1/2  

(días) 

Biodecoloración 

(%) 

Valor 

R2 

Ecuación de la 

regresión lineal 

Control 0.080 ± 0.022 a 8.57 ± 0.140 a 17.94% ± 1.132 a 0.991 y = -0.0003x + 0.9974 

TehAzo1 0.122 ± 0.039 b 5.63 ± 0.703 b 61.28% ± 0.779 b 0.764 y = -0.0009x + 0.8359 

TehAzo2 0.139 ± 0.035 c 4.97 ± 0.229 c 74.29% ± 0.166 b 0.806 y = -0.0011x + 0.8281 
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Figura 16. Producto de degradación del azul índigo de la cepa Trichoderma 

harzianum (TehAzo 1) a las 336 h.  
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Figura 17. Producto de degradación del azul índigo de la cepa Trichoderma 

harzianum (TehAzo 2) a las 336 h. 

 

Las cepas de Trichoderma harzianum TehAzo 1 y TehAzo 2 llevaron a cabo una 

decoloración efectiva del azul índigo, convirtiéndolo en isatina mediante un proceso 

de oxidación (Tello Burgos et al., 2022). Las dos cepas llegaron al punto máximo a 

las 336 h; el producto de degradación, isatina, en TehAzo 1 (Figura 16) se detectó a 

una longitud de onda de 342 nm con una absorbancia de 0.324. Mientras que la cepa 

TehAzo 2 (Figura 17); el producto de degradación, isatina, se detectó a una longitud 

de onda de 336 nm con una absorbancia de 0.375. Aunque el azul índigo todavía 

estaba presente en el espectro de ambas cepas a una longitud de onda de 649 nm, 

su absorbancia era significativamente menor que la del control. Esto indica que gran 

parte del azul índigo fue transformado en isatina. 
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Figura 18. Espectros FT-IR de la biodecoloración de azul índigo por las cepas de 

Trichoderma harzianum. a) estándar de referencia de isatina; b) producto de 

biodecoloración por la cepa TehAzo1 y c) producto de biodecoloración por la cepa 

TehAzo2. 
 

La Figura 18 presenta los espectros FT-IR correspondientes a la biodecoloración de 

azul índigo, se observa el estándar de isatina y los productos de biodecoloración por 

las cepas Trichoderma harzianum TehAzo1 y TehAzo2. En el espectro del estándar 
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de isatina (a) se observan bandas características e intensas a 3300 cm⁻¹ (vibración 

de N–H), 1615 cm⁻¹ (vibraciones C=C en anillos aromáticos), 1350 cm⁻¹ (vibración de 

C=O de grupos cetona), así como señales adicionales en 1092 cm⁻¹ (C–N) asociadas 

a deformaciones de enlaces. Los espectros correspondientes a las cepas TehAzo1 

(b) y TehAzo2 (c) presentan bandas muy similares al patrón de isatina, destacando 

señales en 1626 cm⁻¹ (vibraciones C=C en anillos aromáticos), 1356–1368 cm⁻¹ 

(vibración de C=O de grupos cetona), 1087–1096 cm⁻¹ (C–N) y 937–942 cm⁻¹. Estas 

bandas sugiere la ruptura del doble enlace central (–CH=CH–) del azul índigo, lo que 

divide la molécula en dos unidades de anillo indólico. Cada unidad sufre oxidación 

para formar el grupo carbonilo (C=O) característico de la isatina. Este proceso 

conserva la mayor parte de los grupos funcionales del índigo, en especial el sistema 

aromático. 
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Figura 19. Cromatogramas por HPLC de los productos de biodecoloración de azul 

índigo por Trichoderma harzianum. a) estándar de referencia de isatina; b) estándar 

de referencia de azul índigo; c) medio de cultivo sin inocular; d) producto de 

biodecoloración por la cepa TehAzo1 y e) producto de biodecoloración por la cepa 

TehAzo2. 
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La Figura 19 presenta los cromatogramas obtenidos mediante cromatografía líquida 

de alta resolución (HPLC) para los productos resultantes del proceso de 

biodecoloración del azul índigo llevado a cabo por las cepas Trichoderma harzianum 

TehAzo1 y TehAzo2. El cromatograma del estándar de isatina (a) mostró un pico 

característico a un tiempo de retención de 12.5 min, mientras que el estándar de azul 

índigo (b) presentó un pico de retención a 8.8 min. En el control (c), correspondiente 

al medio inicial sin inocular, se detectó un pico en 8.4 min, confirmando la presencia 

del azul índigo en el medio inicial. En contraste, los cromatogramas obtenidos para 

las cepas TehAzo1 (d) y TehAzo2 (e) no mostraron el pico correspondiente al azul 

índigo, pero sí presentaron tiempos de retención a 13.1 min (TehAzo1) y 12.8 min 

(TehAzo2), tiempos muy similares al estándar de isatina. La ausencia del pico del azul 

índigo en los tratamientos con TehAzo1 y TehAzo2, junto con la aparición de picos de 

tiempo de retención similares al estándar de isatina, confirma la biotransformación del 

colorante hacia su principal producto de degradación la isatina. 
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9.6 Actividad enzimática de las cepas 

 

Figura 20. Actividad enzimática de Veratryl alcohol oxidasa por las cepas TehAzo1 

y TehAzo2. (*): diferencia significativa con la prueba de Tukey (p = 0.05) a 336 h. 

 

Las cepas TehAzo1 y TehAzo2 mostraron una actividad enzimática especifica 

constante de la VAO durante las 336 h (Figura 20). El pico máximo de la cepa 

TehAzo1 se alcanzó a las 192 h presentando una actividad enzimática específica de 

0.997 U g-1 ± 0.010 Mientras, para la cepa TehAzo2 alcanzó una actividad enzimática 

especifica de 1.141 U g-1 ± 0.017 a las 144 h. La cepa TehAzo2 presento una mayor 

actividad enzimática especifica en menor tiempo.  
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Figura 21. Actividad enzimática de manganeso peroxidasa por las cepas TehAzo1 y 

TehAzo2. (*): diferencia significativa con la prueba de Tukey (p = 0.05) a 336 h. 

La actividad enzimática de MnP (Figura 21) no fue constante durante 336 h. Ambas 

cepas iniciaron su actividad enzimática a las 48 h y decayeron a las 216 h.  La 

actividad enzimática mayor 1.198 U g-1 ± 0.039 de la cepa TehAzo1 se alcanzó a las 

192 h. Mientras que para la cepa TehAzo 2 la actividad enzimática mayor 1.263 U g-

1 ± 0.028 se alcanzó a las 144 h. La enzima MnP de la cepa TehAzo2 fue la más alta 

de las tres enzimas cuantificadas.  
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Figura 22. Actividad enzimática de Lacasas por las cepas TehAzo1 y TehAzo2. (*): 

diferencia significativa con la prueba de Tukey (p = 0.05) a 336 h. 

Las cepas TehAzo1 y TehAzo2 mostraron actividad constante de la enzima Lac 

(Figura 22) durante los 336 h. La actividad enzimática máxima 0.139 U g-1 ± 0.003 por 

la cepa TehAzo 1 fue a las 168 h. Mientras la cepa TehAzo 2 presento una actividad 

máxima de 0.151 U g-1 ± 0.004 a las 144 h. La enzima Lac fue la más baja cuantificada 

para las dos cepas.  

Se observaron diferencias estadísticamente significativas en las tres enzimas 

analizadas entre las cepas TehAzo1 y TehAzo2. En todos los casos, TehAzo2 mostró 

una mayor actividad enzimática en menor tiempo, destacándose como la cepa con 

mejor desempeño. La prueba de comparaciones múltiples de Tukey confirmó que 

TehAzo2 supera significativamente a TehAzo1 en la actividad enzimática de cada 

enzima evaluada (p ≤ 0.05).  
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9.7 Biodecoloración ex situ de agua residual textil contaminada con azul 

índigo por las cepas de Trichoderma harzianum  

 

 

Figura 23. Biodecoloración ex situ de agua residual textil contaminada con azul índigo 

con la cepa T. harzianum TehAzo1  
 

La curva correspondiente a la cepa T. harzianum TehAzo1 (Figura 23) mostró una 

biodecoloración de azul índigo en agua residual a lo largo del tiempo. Inicialmente, a 

las 48 h se observó una biodecoloración del 46.33% ± 1.614. El punto máximo se 

alcanzó a las 336 h, con una capacidad de biodecoloración del 71.10% ± 1.792; y una 

disminución de la concentración inicial de azul índigo de 0.20 g/L a 0.0439 g/L ± 0.003. 

El control también mostró una degradación química-biológica 27.48% ± 1.223 por la 

presencia de microorganismos en el agua residual, esta no fue significativa en 

comparación con la biodecoloración observada con la cepa TehAzo1.  
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Figura 24. Biodecoloración ex situ de agua residual textil contaminada con azul índigo 

con la cepa T. harzianum TehAzo2 

 

La cepa T. harzianum TehAzo2 (Figura 24) mostró una biodecoloración constante del 

azul índigo en agua residual a lo largo del tiempo. Inicialmente, a las 48 h, se observó 

una biocoloración del 49.95% ± 1.195. El punto máximo de biodecoloración se 

alcanzó a las 336 h, con un 79.78% ± 1.347 y una concentración residual 0.0313 g/L 

± 0.004 de azul índigo. 
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Figura 25. Biodecoloración ex situ de agua residual textil contaminada con azul índigo 

con cocultivo de las cepas de Trichoderma harzianum TehAzo1 y TehAzo2 

 

El cocultivo de T. harzianum con las cepas TehAzo1 y TehAzo2 (Figura 25) mostró 

una biodecoloración constante del azul índigo en agua residual. Inicialmente, a las 48 

h se observó una biocoloración del 43.06% ± 1.302. El punto máximo de 

biodecoloración se alcanzó a las 336 h, con un 68.55% ± 1.421 de biodecoloración 

del colorante y una concentración residual de 0.0485 g/L ± 0.005 de azul índigo. El 

cocultivo mostró ser 14.08% menos eficiente que la cepa TehAzo2 y 3.59% menos 

eficiente que la cepa TehAzo1.  
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Figura 26. Comparación de las tres cepas de Trichoderma harzianum en la 

biodecoloración ex situ de agua residual textil contaminada con azul índigo. (*): 

diferencia significativa con la prueba de Tukey (p = 0.05) a 336 h. 

  

Los tres tratamientos de las cepas de Trichoderma harzianum en la biodecoloración 

de azul índigo en agua residual (Figura 26), tuvieron un comportamiento constante en 

la biodecoloración del azul índigo. La cepa TehAzo2 mostró una eficiencia de 

biodecoloración, alcanzando una degradación del 79.78% ± 1.347 a las 336 h y una 

reducción de la concentración del azul índigo de 0.20 g/L a 0.0313 g/L ± 0.004. 

Seguido, de la cepa TehAzo1, la cual alcanzó su máximo de biodecoloración del 

71.10% ± 1.792 a las 336 h, reduciendo la concentración a 0.0439 g/L ± 0.003. Por, 

último, el cocultivo de las dos cepas alcanzó su máximo de biodecoloración del  

68.55% ± 1.421 a las 336 h, reduciendo la concentración a 0.0485 g/L ± 0.005. 

Demostrando que el último tratamiento fue el menos efectivo que las cepas 

individuales en la biodecoloración del azul índigo.  

De acuerdo al análisis estadístico, se observó una diferencia significativa entre los 

tratamientos, siendo el cocultivo el más bajo. Los tratamientos de TehAzo1 y TehAzo2 
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no mostraron diferencias significativas en la capacidad de biodecoloración de acuerdo 

a un análisis de comparación de medias (prueba de Tukey p ≤ 0.05). El control mostró 

una mínima degradación química-biológica del 27.48% ± 1.223. 

La Tabla 15 muestra los parámetros cinéticos y el porcentaje de biodecoloración del 

azul índigo alcanzados por los tratamientos de T. harzianum TehAzo1, TehAzo2 y el 

cocultivo de las dos cepas comparados con un control sin inoculación. El control 

presentó una tasa constante de biodecoloración (k) de 0.085 por día y un tiempo de 

vida media (t1/2) de 8.13 días, y un 27.48% ± 1.223 de biodecoloración. Lo que indica 

una degradación química-biológica baja con respecto a los tratamientos inoculados. 

Por otro lado, la cepa TehAzo1 alcanzó una k de 0.141 por día, lo que acortó el t1/2 a 

4.90 días, logrando un 71.10% ± 1.793 de biodecoloración. Este aumento es 

significativamente mayor respecto al control. La cepa TehAzo2 mostró mejor 

desempeño, con una k de 0.157 por día y un t1/2 de solo 4.38 días, alcanzando 79.78% 

± 1.348 de biodecoloración. Por último, el cocultivo presentó menor capacidad de 

biodecoloración (68.55% ± 1.421) en comparación con los monocultivos, con un valor 

de k de 0.135 por día y un t1/2 de 5.10. Se observaron diferencias significativas en la 

tasa constante de biodecoloración (k) y tiempo de vida media entre los tratamientos 

según un análisis de comparación de medias (prueba de Tukey, p ≤ 0.05). Siendo la 

cepa TehAzo2 con una mejor constante de biodecoloración reduciendo la vida media 

del contaminante en aguas residuales de origen textil. 

Tabla 15. Tasa constante de biodecoloración (k) y tiempo de vida media (t1/2) del azul 

índigo ex situ en agua residual por las cepas de Trichoderma harzianum.  

 

Los valores representan la media ± desviación estándar; control: agua residual sin inocular; k: 

constante de biodecoloración; t1/2: tiempo de vida media de la biodecoloración del azul índigo; R2: 

coeficiente de la regresión lineal. Medias con letras diferentes en la columna, indican diferencias 

significativas con la prueba de Tukey (p = 0.05). 

 

Tratamientos 
k 

(día-1) 

t1/2  

(días) 

Biodecoloración 

(%) 

Valor 

R2 

Ecuación de 

regresión lineal 

Control 0.085 ± 0.062 a 8.13 ± 0.108 a 27.48% ± 1.223 a 0.993 y = -0.0005x + 0.9974 

TehAzo 1 0.141 ± 0.059 b 4.90 ± 0.629 b 71.10% ± 1.793 b 0.773 y = -0.0012x + 0.8476 

TehAzo 2 0.157 ± 0.069 c 4.38 ± 0.220 c 79.78% ± 1.348 b 0.744 y = -0.0013x + 0.8262 

Cocultivo 0.135 ± 0.075 d 5.10 ± 0.239 d 68.55% ± 1.421 c 0.782 y = -0.0012x + 0.8567 
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9.8 Ensayo de biodecoloración en suelo modelo contaminado con azul 

índigo a nivel microcosmos 

Figura 27. Biodecoloración de azul índigo en suelo modelo contaminado a nivel 

microcosmos por T. harzianum TehAzo1. 

 

El ensayo de biodecoloración en suelo modelo tindalizado contaminado con azul 

índigo por la cepa T. harzianum TehAzo1 (Figura 27), mostró una biodecoloración a 

través del tiempo. A las 48 h se observó una biodecoloración del 47.56% ± 1.304. El 

punto máximo se alcanzó a las 336 h con una biodecolorización del 100% ± 0.001 

que corresponde a 0.20 g/L de azul índigo. El control también experimentó una 

degradación del 73.36% ± 1.313 al término del ensayo, está biodecoloración se 

atribuye a la flora nativa del suelo que resistió las condiciones de temperatura durante 

la tindalización del suelo. La sobrevivencia de la cepa TehAzo1 aumentó a través del 

tiempo, con una producción final de 4.40 x106 ml-1 esporas viables al termino del 

experimento por lo que el colorante no afectó la tasa de esporulación. 
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Figura 28. Biodecoloración de azul índigo en suelo modelo contaminado a nivel 

microcosmos por T. harzianum TehAzo2. 

La cepa T. harzianum TehAzo2 (Figura 28) también mostró una biodecoloración de 

azul índigo a través del tiempo. A las 48 h presentó una biodecoloración del 50.71% 

± 1.701. El punto máximo se alcanzó a las 336 h, con una biodecoloración del 100% 

± 0.001. La sobrevivencia de la cepa fue progresiva, con una producción final de 

esporas viables de 4.45 x106 ml-1.  
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Figura 29. Comparación de las dos cepas de Trichoderma harzianum en la 

biodecoloración en suelo modelo contaminado con azul índigo a nivel microcosmos. 
 

Las dos cepas de T. harzianum TehAzo1 y TehAzo2 presentaron un comportamiento 

constante en la biodecoloración de azul índigo en suelo a nivel microcosmos (Figura 

29). Con una eficiencia de biodecoloración del 100% ± 0.001 a las 336 h. De acuerdo 

al análisis estadístico, no se observaron diferencias significativas en la capacidad de 

biodecoloración por las dos cepas de acuerdo a un análisis de comparación de 

medias (prueba de Tukey, p ≤ 0.05). 

La Tabla 16 muestra los parámetros cinéticos de la biodecoloración de azul índigo en 

suelo modelo por las cepas de T. harzianum TehAzo1 y TehAzo2. El tratamiento de 

suelo contaminado con azul índigo sin inoculación presentó una tasa constante de 

biodecoloración (k) de 0.129 por día y un tiempo de vida media (t1/2) de 5.33 días, con 
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una biodecoloración final del 73.36% ± 1.313. Por otro lado, la cepa TehAzo1 alcanzó 

una k de 0.404 por día, lo que disminuyó el t1/2 a 1.71 días, logrando un 100% ± 0.001 

de biodecoloración y una tasa de esporulación (µ) de 0.426 esporas viables h-1. Este 

aumento en los parámetros de biodecoloración fue significativamente mayor con 

respecto al tratamiento sin inocular. La cepa TehAzo2 mostró una k de 0.406 por día 

y un t1/2 de solo 1.70 días, alcanzando un 100% ± 0.001 de biodecoloración; la tasa 

de esporulación (µ) fue de 0.426 esporas viables h-1. Los parámetros de k y t1/2 no 

presentaron diferencias significativas con respecto a la cepa TehAzo1, así como la 

tasa de esporulación (µ). Además, la tasa de esporulación de TehAzo1 y TehAzo2 en 

suelo contaminado presentó una disminución significativa con respecto al suelo no 

contaminado, que no repercutió en la biodecoloración del azul índigo. Los valores de 

la tasa esporulación (µ) en el suelo no contaminado para la cepa TehAzo1 fue de 

0.456 esporas viables h-1 y para la cepa TehAzo2 fue de 0.463 esporas viables h-1. 

 

Tabla 16. Tasa constante de biodecoloración (k), tiempo de vida media (t1/2) y tasa de 

esporulación (µ) de la biodecoloración en suelo modelo contaminado por azul índigo 

a nivel microcosmo por los diferentes tratamientos de las cepas de Trichoderma 

harzianum. 
 

 

Los valores representan la media ± desviación estándar. k: constante de biodecoloración; t1/2: tiempo 

de vida media de la biodecoloración del azul índigo; µ: tasa esporulación; R2: coeficiente de la regresión 

lineal; NA: No aplica. Medias con letras diferentes en la columna, indican diferencias significativas con 

la prueba de Tukey (p = 0.05).  

Tratamientos 
K 

(día-1) 

t1/2 

(días) 

Biodecoloración 

(%) 

Valor 

R2 

Ecuación regresión 

lineal 

µ 

(esporas h-1) 

Suelo 

contaminado: 

    

 

  

Sin inocular 0.129 ± 0.521 a 5.33 ± 0.235 a 73.36 ± 1.313 a 0.991 y = -0.0003x + 0.997 NA 

TehAzo1 0.404 ± 0.902 b 1.71 ± 0.279 b 100% ± 0.001 b 0.764 y = -0.0009x + 0.835 0.426 ± 0.825 b 

TehAzo2 0.406 ± 0.826 b 1.70 ± 0.390 b 100% ± 0.001 b 0.805 y = -0.0011x + 0.828 0.426 ± 0.789 b 

Suelo no 

contaminado: 

      

TehAzo1 NA NA NA NA NA 0.456 ± 0.811 a 

TehAzo2 NA NA NA NA NA 0.463 ± 0.653 a 
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10. Discusión 

En la localidad de San Diego Chalma, Tehuacán, Puebla, México, el uso de aguas 

residuales textiles como fuente de riego ha comenzado a alterar significativamente 

las condiciones fisicoquímicas del suelo. El suelo de esta región presenta una textura 

franco arenosa, buena retención de nutrientes y niveles adecuados de materia 

orgánica y micronutrientes; existe una deficiencia de nitrógeno total (Nt) de acuerdo a 

lo establecido por la NOM-021-RECNAT-2000-AS-12 (Ding et al., 2021). La 

concentración de metales pesados como Pb, Cd, Cr y Ni fue baja respecto a los límites 

establecidos por la normativa mexicana (DOF, 2002). Se observó un aumento en el 

pH del suelo (de 7.93 a 8.18), así como el incremento del 12.5% en la conductividad 

eléctrica (CE) y 40% de la capacidad de intercambio catiónico (CIC). Estos 

indicadores reflejan un desequilibrio químico asociado al uso de efluentes textiles, 

también se confirmó la presencia de azul índigo en una concentración de 0.083 g/L. 

Este hallazgo es consistente con estudios recientes que demuestran que los 

colorantes, al ser vertidos en cuerpos receptores tienden a acumularse en la matriz 

edáfica, bioacumularse en organismos y alterar la salud de los ecosistemas (Gallego-

Ramírez et al., 2022; Singh et al., 2021). El azul índigo (C16H10O2N2), colorante 

ampliamente utilizado en la industria textil, presenta una estructura aromática 

altamente estable, compuesta por dos anillos indólicos unidos por un doble enlace 

central (–CH=CH–). Esta configuración le confiere una alta resistencia química, lo que 

lo convierte en un contaminante persistente en medios naturales (Figueroa, 2022; 

Witkoś et al., 2015). Además de su baja solubilidad, este colorante puede inducir 

efectos tóxicos en los organismos acuáticos y terrestres, comprometiendo la 

seguridad alimentaria y la salud del ecosistema agrícola. 

Las aguas residuales de origen textil utilizadas para riego agrícola también mostraron 

altas concentraciones de azul índigo (0.364 g/L), este valor excede 59 veces la dosis 

letal reportada por Gallo et al., 2016. Aunado a los niveles altos de sulfuros 

cuantificados, probablemente derivados de jabones sulfurosos utilizados en la etapa 

de teñido de la mezclilla (Verma et al., 2021), por lo que se demuestra un deterioro 

progresivo de la calidad del agua en esta zona. El aumento de parámetros como la 

DBO, DQO, SST y CE refleja un ecosistema afectado por la descarga directa de 

efluentes textiles, sin tratamiento previo. 
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En el presente estudio, se aislaron cinco cepas autóctonas de suelos contaminados 

por efluentes textiles: TehAzo1, TehAzo2 y TehAzo5 identificados como Trichoderma 

harzianum; TehAzo3 pertenece al género Aspergillus y TehAzo4 al género Fusarium. 

Su identificación se realizó mediante caracterización morfológica y microscópica, así 

como secuenciación de la región ITS, con un 100% de identidad filogenética (Tabla 

11). Estos géneros han sido previamente reportadas como organismos con capacidad 

de tolerar y degradar compuestos aromáticos complejos, gracias a su sistema 

enzimático extracelular no específico (Daou et al., 2021; Kulkarni et al., 2024; Peng 

et al., 2024).  

Las cepas TehAzo1 y TehAzo2 mostraron tolerancia a concentraciones de azul índigo 

de hasta 0.2 g/L, manteniendo un crecimiento micelial activo en concentraciones 

inferiores (0.05–0.10 g/L). La cepa TehAzo2 presentó una mayor resistencia, 

posiblemente debido a una mayor plasticidad metabólica y en la expresión de enzimas 

oxidativas (Mendarte Alquisira et al., 2024). Niveles elevados pueden resultar tóxicos 

para los microorganismos, inhibiendo su crecimiento o su capacidad de producción 

enzimática por lo que se observó una reducción en el crecimiento micelial a partir de 

los 0.15 g/L de azul índigo. Esto puede deberse al efecto tóxico acumulativo de los 

colorantes, que altera la integridad de la membrana celular e interfiere con procesos 

respiratorios y rutas metabólicas centrales (Yang, 2016; Ge et al., 2024). Estos 

resultados fueron similares con lo reportado por Kalia et al. (2023), quienes 

observaron que cepas del género Trichoderma mostraron una tolerancia al colorante 

Reactive Black 5, con una capacidad de biodecoloración mayor al 90%. 

Los hongos pueden eliminar colorantes mediante tres vías principales: biosorción, 

bioacumulación y biodecoloración (Yang et al., 2016; Deng et al., 2024). La biosorción 

involucra la adhesión pasiva de moléculas de tinte a los grupos funcionales presentes 

en la pared celular fúngica, tales como amino, carboxilo o fosfato (Nabeela et al., 

2023). Por otro lado, la bioacumulación implica la internalización del contaminante a 

través de procesos activos, dependientes del metabolismo celular. Finalmente, la 

biodecoloración proceso que se estudió observado en este trabajo, se basa en la 

acción de enzimas no específicas capaces de romper enlaces carbono-carbono y 

carbono-heteroátomo en la estructura de los colorantes, especialmente aquellos con 

anillos aromáticos condensados. 
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En las pruebas de biodecoloración en medio líquido sumplementado con 0.2 g/L de 

azul índigo, se observó una reducción progresiva en la absorbancia del azul índigo a 

649 nm. El análisis a través de espectrofotometría UV-Vis reveló la aparición de un 

pico de absorción entre 336–342 nm, correspondiente al producto de oxidación 

isatina, con un espectro similar al del estándar (328 nm), lo que indicó que hubo 

ruptura del sistema indólico. Esto coincide con lo reportado por Cano et al. (2011) y 

Pellizzer et al. (2024), quienes demostraron la conversión del azul índigo a isatina por 

acción de hongos ligninolíticos como Trametes versicolor y Paramarasmius 

palmivorus. 

El análisis por FT-IR (espectroscopía infrarroja por transformada de Fourier) evidenció 

la presencia de bandas características de isatina en las cepas TehAzo1 y TehAzo2, 

particularmente en las regiones 1626, 1368, 1356, 1096, 1087, 942, 937 cm⁻¹. Estas 

señales coinciden con lo reportado por Wahyuningsih et al. (2017), confirmando la 

transformación estructural del azul índigo mediante procesos oxidativos. A su vez, el 

análisis por cromatografía líquida de alta resolución (HPLC) confirmó la presencia de 

isatina como producto principal de la biotransformación. Los cromatogramas de las 

cepas presentaron tiempos de retención equivalentes a los del estándar de isatina, 

mientras que el medio inicial mostró tiempos de retención semejantes al estándar de 

azul índigo, confirmando la eficacia del proceso de biodecoloración por parte de las 

cepas. Estudios como los de Bankole et al. (2017), Pellizzer et al. (2024) y Rodrigues 

et al. (2024), respaldan estos hallazgos, al reportar patrones similares tanto en FT-IR 

como en HPLC. 

Los resultados obtenidos con las cepas de Trichoderma harzianum TehAzo1 y 

TehAzo2 no solo evidencian su capacidad para degradar el azul índigo, sino que 

resaltan su potencial competitivo frente a otros hongos comúnmente utilizados en 

biorremediación, como Aspergillus niger, Rhizopus arrhizus y Rhizopus oryzae, los 

cuales también han sido ampliamente estudiados por su habilidad para decolorar 

colorantes sintéticos. Estas especies, al igual que Trichoderma, han demostrado 

eficacia tanto en la biosorción como en la biodecoloración de compuestos textiles, 

gracias a su sistema enzimático robusto y adaptabilidad a condiciones contaminadas 

(Yang, 2016; Ben-Ali et al., 2020). 
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Por ejemplo, Aspergillus niger se ha descrito como un organismo con gran capacidad 

de adsorber colorantes sobre su superficie celular. Sin embargo, su acción 

biodegradadora está más limitada a ciertos colorantes azo, y depende de la 

suplementación del medio con inductores enzimáticos o mediadores redox. En 

cambio, diversas cepas de Trichoderma tienen la ventaja de un sistema enzimático 

más versátil y activo, incluso sin adición de cofactores específicos (Deng et al., 2024; 

Ge et al., 2024). 

En el caso de Rhizopus oryzae y Rhizopus arrhizus, se ha demostrado su capacidad 

significativa de biosorción para colorantes catiónicos, debido a la carga negativa de 

sus paredes celulares. No obstante, su eficiencia disminuye frente a colorantes no 

iónicos o neutros como el azul índigo. Además, sus tasas de crecimiento micelial y 

esporulación son más sensibles a compuestos tóxicos en comparación con 

Trichoderma, lo que limita su aplicación en matrices contaminadas complejas, como 

las aguas residuales textiles (Fu y Viraraghavan, 2001; Srinivasan y Viraraghavan, 

2010; Silva-Lisboa et al., 2017). 

Los mecanismos enzimáticos involucrados en la degradación de colorantes por 

hongos incluyen principalmente lacasas (Lac), manganeso peroxidasas (MnP), lignina 

peroxidasas (LiP), tirosinasas, veratryl alcohol oxidasas (VAO) y aril alcohol oxidasas 

(AAO). En este trabajo, se comprobó la participación de las enzimas lacasas, MnP y 

VAO para la transformación del azul índigo a isatina, lo que respalda la participación 

de un mecanismo oxidativo no específico. Estas enzimas generan radicales libres 

altamente reactivos que atacan el doble enlace central del índigo, provocando la 

ruptura del sistema conjugado y permitiendo la formación de productos intermedios 

más simples y solubles. Como indican Hadibarata et al. (2013), la lacasa puede oxidar 

estructuras aromáticas conjugadas sin requerir peróxido de hidrógeno, a diferencia 

de las peroxidasas, lo que la hace particularmente útil para procesos de oxidación de 

colorantes recalcitrantes. 

Cabe destacar que estos mecanismos enzimáticos no dependen exclusivamente de 

la especie fúngica, sino también de factores como el pH, la temperatura, la presencia 

de cofactores y nutrientes en el medio de cultivo. Como señalan Deng et al. (2024) y 

Ge et al. (2024), la producción de enzimas como Lac y MnP es inducida bajo 
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condiciones de estrés nutricional, especialmente en medios con bajo contenido de 

nitrógeno o suplementados con compuestos lignocelulósicos. 

El producto principal de la biodecoloración del azul índigo fue identificado como isatina 

(C₈H₅NO₂), un compuesto heterocíclico con estructura parcialmente oxidada, 

validando la oxidación del azul índigo hacia esta molécula. 

El azul índigo se puede reducir u oxidar, en su reducción, el azul índigo puede ser 

reducido a leucoíndigo, una forma incolora, soluble y químicamente inestable. Este 

proceso implica la adición de electrones al doble enlace central, interrumpiendo el 

sistema π conjugado responsable de su color azul intenso (Harriman, 2025). 

No obstante, la ruta oxidativa sigue siendo la más eficaz para la biodecoloración 

completa del azul índigo, como se ha observado en las cepas TehAzo1 y TehAzo2 

bajo condiciones de cultivo in vitro. Estudios como los de Pellizzer et al. (2024), 

Bankole et al. (2017), Magalhães et al. (2024), Sánchez-Martínez et al. (2024) y 

Ainhoa et al. (2024) corroboran que la producción de isatina a partir de azul índigo por 

procesos enzimáticos oxidativos.  

Estudios como los Mantzouris et al. (2014) y Zhou et al. (2023) describen que después 

de la formación de isatina, pueden generarse otros productos intermedios como ácido 

antranílico e isatoico anhidrita, los cuales eventualmente pueden continuar su 

degradación hacia moléculas pequeñas como CO₂, NH₄⁺ y H₂O, completando un 

proceso de mineralización. Estas rutas han sido observadas tanto en hongos 

ligninolíticos como en especies filamentosas no basidiomicotas, como Trichoderma 

harzianum. 

Por otro lado, Silva-Lisboa et al. (2017), Ben-Ali et al., (2020) y Dahliaty et al. (2025) 

han demostrado que cepas de T. atroviride y T. virens, poseen una capacidad 

enzimática superior que cepas ligninolíticas clásicas como Phanerochaete 

chrysosporium. Es debido a su habilidad para producir combinaciones específicas de 

Lac, MnP y LiP, ajustando su perfil enzimático según las condiciones ambientales lo 

que representa una plasticidad metabólica elevada. 
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Asimismo, Trichoderma harzianum ha sido ampliamente reportado como un 

organismo seguro, no patógeno, y con aplicaciones en agricultura (biocontrol, 

biofertilización), lo que amplía su versatilidad como candidato para micorremediación 

ambiental (Dahliaty et al., 2025). En comparación a Aspergillus y Rhizopus, que a 

pesar de tener aplicaciones de micorremediación, también se asocian con riesgos 

toxigénicos en ciertas cepas, limitando su aplicación. 

En las pruebas de escalamiento realizadas con efluentes textiles fueron 

suplementadas con 0.5% (v/v) de medio mineral. Esta estrategia, ha sido utilizada por 

Nabeela et al. (2023) y Laothanachareon et al. (2023), donde adicionaron co-sustratos 

lignocelulósicos, para incrementar la biomasa e inducir los sistemas ligninolíticos. 

Además, en nuestro estudio el pH del efluente textil fue ajustado a 5.6, para la 

optimización del sistema enzimático; en la literatura indica que muchas de las enzimas 

implicadas en la degradación de colorantes especialmente las lacasas, presentan una 

actividad óptima bajo condiciones ligeramente ácidas (pH 4.5–6.0), mientras que las 

peroxidasas como MnP y LiP requieren de la presencia de peróxidos como H₂O₂ para 

mantener su actividad catalítica (Silva-Lisboa et al., 2017). 

En el ensayo, las cepas TehAzo1 y TehAzo2 mostraron un rendimiento óptimo en las 

aguas residuales textiles sin tratamiento previo y sin esterilización, demostrando que 

las cepas de Trichoderma no solo pueden biodecolorar, sino que también pueden 

coexistir con diversos microorganismos y crecer en un ambiente de estrés inducido 

por los contaminantes del agua textil. La producción de enzimas ligninolíticas por 

parte de Trichoderma no es constitutiva, sino inducida por estrés, como es el caso del 

azul índigo. Esta respuesta adaptativa está mediada por vías de señalización celular 

que modulan la expresión de enzimas como MnP, VAO y Lac (Valdez-Vázquez et al., 

2020; Kita et al., 2022). Esto explicaría la variabilidad observada entre cepas, incluso 

dentro de una misma especie, respecto a su desempeño enzimático bajo idénticas 

condiciones. 

Los resultados obtenidos en la biodecoloración de azul índigo en suelo modelo a nivel 

microcosmos evidenciaron que ambas cepas de Trichoderma harzianum (TehAzo 1 

y TehAzo 2) alcanzaron una eliminación completa del colorante a las 336 h, con tasas 

constantes de biodecoloración (k) superiores a 0.40 día⁻¹ y tiempos de vida media 
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(t₁/₂) de apenas 1.70–1.71 días. Estos resultados demuestras el potencial de las 

cepas fungicas para la remediación de suelos contaminados por efluentes textiles. 

La eficiencia observada se puede atribuir a la versatilidad metabólica de T. harzianum, 

que ha sido documentada como un hongo filamentoso con capacidad para adaptarse 

y degradar compuestos aromáticos recalcitrantes (Siddiqui et al., 2025). Estudios 

recientes indican que Trichoderma no solo actúa sobre el contaminante, sino que 

también mejora las propiedades fisicoquímicas y biológicas del suelo, incrementando 

la actividad enzimática y favoreciendo la microbiota (Wang et al., 2024). Este efecto 

sinérgico podría haber facilitado la persistencia y crecimiento de las cepas, 

evidenciado por la elevada sobrevivencia durante todo el ensayo. Además, demuestra 

que la biodecoloración del colorante está altamente ligada a la parte metabolica del 

microorganismo inoculado, la tasa de biodecoloración iba aumento con la tasa de 

crecimiento.  

El gran aumento en la biodecoloración aparente del azul índigo en este ensayo podría 

no deberse exclusivamente a la actividad biológica de las cepas de Trichoderma 

harzianum, sino también a procesos bióticos (flora resistente a la tindalización) y 

abióticos que contribuyen a la reducción del color visible. Uno de los mecanismos es 

la adsorción del colorante en las partículas del suelo, un fenómeno en el que las 

moléculas de azul índigo se fijan a superficies minerales y a la materia orgánica a 

través de interacciones electrostáticas, enlaces de hidrógeno y fuerzas de Van der 

Waals (Forgacs et al., 2004). Esta retención física puede reducir significativamente la 

concentración de colorante, por ende, su detección espectrofotométrica, sin que 

necesariamente haya ocurrido una transformación química del contaminante. 

Adicionalmente, el suelo actúa como un sistema amortiguador que modula la 

movilidad de los colorantes. La CIC, el contenido de arcillas y la presencia de grupos 

funcionales reactivos en la materia orgánica edáfica pueden incrementar la afinidad 

del azul índigo por la matriz sólida, inmovilizándolo parcialmente (Robinson et al., 

2001). Este fenómeno ha sido reportado incluso en suelos con bajo contenido de 

materia orgánica, donde la fracción mineral, especialmente arcillas, presentan sitios 

activos capaces de retener moléculas orgánicas de gran tamaño (Aksu y Tezer, 

2005). 
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Los resultados de este estudio demuestran que las cepas autóctonas de Trichoderma 

harzianum TehAzo1 y TehAzo2 poseen un alto potencial como agentes de 

micorremediación para la eliminación de azul índigo, tanto en condiciones controladas 

como en matrices complejas como el suelo contaminado y efluentes textiles sin 

tratamiento. Su eficiencia se basa en una combinación de mecanismos biológicos, 

principalmente la biodecoloración oxidativa no específica, y procesos fisicoquímicos 

propios del medio, como la adsorción en partículas del suelo, que pueden contribuir 

a la desaparición visual del colorante. Esta dualidad resalta la necesidad de 

considerar futuras investigaciones para una escala real, optimizando las condiciones 

para maximizar la actividad enzimática y asegurar la transformación química del 

contaminante. 
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11. Conclusiones 

 

El análisis fisicoquímico de las muestras de agua y suelo agrícola de Tehuacán, 

Puebla, evidenció que la industria textil de mezclilla contribuye significativamente a la 

degradación ambiental del agroecosistema de acuerdo a lo establecido en las normas 

mexicanas (NOM-230-SSA1-2002 y la NOM-021-SEMARNAT-2000) con una 

cuantificación de azul índigo de 0.364 g/L en agua y 0.083 g/L en suelo. 

A partir de los suelos contaminados, se aislaron e identificaron cepas autóctonas de 

Trichoderma harzianum, destacando su tolerancia a 0.2 g/L de azul índigo y una 

capacidad de biodecoloración de hasta un 74% a nivel in vitro. 

El análisis mediante FT-IR y HPLC confirmó que las cepas de T. harzianum 

transformaron el azul índigo en isatina, indicando un proceso de oxidación biológica 

mediado por su maquinaria enzimática como VAO, lacasas y MnP. 

En pruebas de escalamiento con agua residual textil a nivel ex situ, las cepas de T. 

harzianum mostraron una alta eficacia en la biodecoloración.  

La biodecoloración de azul índigo en suelo modelo a nivel microcosmos, las cepas de 

T. harzianum presentarón una biodecoloración del 100% y mantuvieron su 

sobrevivencia a través del tiempo. 

Estos resultados confirman que el uso de T. harzianum, representa una estrategia 

biotecnológica viable y sostenible para la transformación del azul índigo y la 

restauración de agroecosistemas afectados por la actividad textil. 
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