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Siempre ten presente que la piel se arruga, 

el pelo se vuelve blanco, 

los días se convierten en años… 

Pero lo importante no cambia, 

tu fuerza y tu convicción no tienen edad. 

Tu espíritu es el plumero de cualquier telaraña. 

Detrás de cada línea de llegada, hay una de partida. 

Detrás de cada logro, hay otro desafío. 

Mientras estés viva, siéntete viva. 

Si extrañas lo que hacías, vuelve a hacerlo. 

No vivas de fotos amarillas… 

Sigue, aunque todos esperen que abandones. 

No dejes que se oxide el hierro que hay en ti. 

Haz que, en vez de lástima, te tengan respeto. 

Cuando por los años no puedas correr, trota. 

Cuando no puedas trotar, camina. 

Cuando no puedas caminar, usa el bastón… 

¡Pero nunca te detengas! 

 

                      Madre Teresa de Calcuta 

 

 

 

 

                                               
Dedicado a:         

A mis padres, mis hermanos,  

al resto de mi familia y a mi chimu. 
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RESUMEN 

En la localidad de Berisso (Buenos Aires, Argentina), “La Cooperativa de la Costa” 

cultiva la vid americana Vitis labrusca var. isabella L. para la elaboración artesanal del 

“vino de la costa” de consumo local y popular. Esta actividad origina una gran cantidad 

de subproductos de naturaleza lignocelulósica, denominados comúnmente orujos de 

uva; cuyo apilamiento en el sitio constituye un reservorio/fuente potencial de patógenos 

y vectores de impacto sanitario y ambiental. La obtención de abonos o enmiendas 

orgánicas a partir de subproductos agroindustriales representa una estrategia 

prometedora en el marco de la gestión y revalorización de este tipo de residuos. El uso 

del orujo de V. labrusca como abono orgánico está limitado por su pH ácido y la 

presencia de sustancias fenólicas con actividad antagónica sobre los microorganismos y 

las plantas. La transformación fúngica del orujo bajo condiciones de fermentación en 

estado sólido (FES) ha revelado ser una alternativa sustentable para la conversión y 

detoxificación de residuos agroindustriales utilizando hongos saprótrofos. Esto plantea 

un interrogante acerca del potencial de varios hongos saprótrofos como agentes de 

biotransformación del orujo en abono orgánico. Por lo tanto, el objetivo de este trabajo 

de tesis fue revalorizar el orujo de uva de V. labrusca var. isabella que se genera durante 

la elaboración del vino regional de la Costa de Berisso por medio de hongos saprótrofos 

bajo condiciones de FES como alternativa para la gestión del residuo y como estrategia 

para su implementación como abono orgánico. A partir del análisis físico-químico y 

biológico del orujo de V. labrusca se estimó el contenido de materia orgánica y la carga 

de diferentes macronutrientes. En base al análisis comparativo de diferentes parámetros, 

se analizó la habilidad de diferentes hongos saprótrofos para transformar el orujo bajo 

condiciones de FES, identificando alteraciones físico-químicas del orujo por la 

actividad metabólica de los hongos estudiados. Entre éstos, Ulocladium botrytis LPSC 

813 fue capaz de degradar y alcalinizar el orujo sin alterar los niveles de NH+
4-N del 

sustrato de partida. El orujo transformado con los hongos resultó ser menos fitotóxico y 

promover el crecimiento vegetal cuando fue aplicado al suelo. Por lo tanto, el 

tratamiento del orujo de la “Cooperativa de la Costa” con hongos bajo condiciones de 

FES constituye una estrategia prometedora para su revalorización como abono orgánico 

y puede ser de utilidad para la gestión sustentable de este tipo de residuo. 
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ABSTRACT 
In Berisso (Buenos Aires, Argentina), the "Cooperativa de la costa" uses the American 

grape of Vitis labrusca var. isabella L. for the craft elaboration of the wine of “la costa” 

of local and popular consumption. This activity originates a large quantity of 

lignocellulosic byproducts, commonly called grape pomace (GP); whose stacking at the 

site constitutes a potential reservoir of pathogens and vectors of sanitary and 

environmental impact. Obtaining organic fertilizers or amendments from agro-industrial 

by-products represents a promising strategy in the management and revaluation of this 

type of waste. The use of GP of V. labrusca as an organic fertilizer is limited by its acid 

pH and the presence of phenolic substances with antagonistic activity on 

microorganisms and plants. Fungal transformation of the GP under conditions of 

fermentation in solid state (SSF) has revealed to be a sustainable alternative for the 

conversion and detoxification of agroindustrial residues using saprotrophic fungi. This 

raises a question about the potential of several saprotrophic fungi as biotransformation 

agents of GP in organic manure. Therefore, the objective of this thesis work was to 

revalorize the GP from V. labrusca var. Isabella, that is generated during the elaboration 

of the regional “vino de la costa” of Berisso, using saprotrophic fungi under SSF 

conditions as an alternative for waste management and as a strategy for its 

implementation as organic fertilizer. Analyzing physical-chemical and biological 

properties of the GP, the content of organic matter and the load of different 

macronutrients were estimated. Based on the comparative analysis of different 

parameters, the ability of different saprotrophic fungi to transform GP under SSF 

conditions was analyzed, identifying physical-chemical alterations of GP by the 

metabolic activity of the fungi studied. Among these, Ulocladium botrytis LPSC 813 

was able to degrade and alkalinize the pomace without altering the NH4
+-N levels 

detected in the starting substrate. The pomace transformed with the fungi turned out to 

be less phytotoxic and promote plant growth when applied to the soil. Therefore, the 

treatment of the pomace of the "Cooperativa de la costa" with fungi under SSF 

conditions constitutes a promising strategy for its revaluation as organic fertilizer and 

may be useful for the sustainable management of this type of waste. 
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I.1- LA AGROINDUSTRIA DEL VINO 

I.1.1- Contexto mundial 

La elaboración del vino es una de las actividades agroindustriales más antiguas e 

importantes del mundo (Mateo & Maicas, 2015; Zabaniotou et al., 2018). De acuerdo al 

reporte de la Organización Internacional de la Uva y el Vino (International Organization 

of wine and vine- OIV, 2017), en el 2016 el área a nivel mundial destinada a la 

producción de la vid ocupó una superficie de 7,5 millones de ha, de las cuales se obtuvo 

una producción total de 75,8 millones de tn de uvas. Mientras que un porcentaje del 47 

% de las uvas cultivadas se destinó a la elaboración del vino, el 36 y 8 % restante se 

empleó para uvas de mesa o pasas, respectivamente. Países como Alemania, Argentina, 

Australia, Chile, España, Francia e Italia destinan un 75 % o más de su superficie 

cultivada con fines vinícolas (Fig. I.1); alcanzando una producción mundial media de 

272 millones de hl de vino en el lapso de 2012-2016 (International Organization of wine 

and vine- OIV, 2017).  

Fig. I.1. Áreas de producción de la vid y tipo de producción (Adaptado de OIV, 

2017). 

En la preparación de los vinos se emplean diferentes variedades de uva pertenecientes a 

las especies Vitis vinífera, V. labrusca y V. rotundifolia; siendo considerados los vinos 

de V. vinífera como productos finos de alta calidad (Almanza Merchán, 2012). La Fig. 

I.2 muestra las etapas del ciclo productivo del vino tinto y blanco, así como, los 
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diferentes residuos generados en cada etapa del proceso. Después de la cosecha de las 

uvas, estas son procesadas para la elaboración del vino. Inicialmente, las uvas son 

removidas del raspón o escobajo; posteriormente estrujadas en una prensa hidráulica, 

donde la presión generada expulsa el jugo que contiene los azúcares necesarios para la 

fermentación. Para la preparación de vinos tintos, el jugo extraído es fermentado en 

conjunto con el orujo de uva; el cual provee los pigmentos (antocianinas) necesarios 

para crear su color característico. Cuando la fermentación está lista, el mosto (jugo y 

orujo) es prensado y el jugo es destinado a tambores para la decantación de sedimentos 

(lodos) y posteriormente almacenado hasta obtener un producto estable para su 

embotellado. En la elaboración de los vinos blancos, las uvas se prensan antes de la 

fermentación dado que el color no es un parámetro deseable para este tipo de vino.  

Esta actividad genera aproximadamente 13 x 106 t (peso fresco) de residuos sólidos 

cada año en un breve lapso de tiempo (1-2 meses), equivalente al 20-25 % de las uvas 

producidas mundialmente; siendo ello dependiente del tipo de materia prima del 

procesamiento de elaboración (Corbin et al., 2015). Estos residuos se corresponden al 

raspón o escobajo producto del despalillado; el orujo de uva fresco o luego de la 

fermentación del mosto y los lodos o sedimentos del vino. Esta enorme cantidad de 

materia sólida generada requiere de soluciones innovadoras para un manejo adecuado y 

para desarrollar una industria sostenible (Mateo & Maicas, 2015).  
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Fig. I.2. Etapas del ciclo productivo del vino (tinto y blanco) y los residuos 

generados en el proceso. 
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I.1.2- La sustentabilidad de la industria vinícola: biorefinería 

La Organización Internacional de la Uva y el Vino define la vitivinicultura sostenible 

como “el enfoque global a escala de los sistemas de producción y de transformación de 

las uvas, asociando a la vez la perennidad económica de las estructuras y los territorios, 

la obtención de productos de calidad, la consideración de las exigencias de una 

vitivinicultura de precisión y los riesgos vinculados al medio ambiente, a la seguridad 

de los productos y la salud de los consumidores, y a la valoración de aspectos 

patrimoniales, históricos, culturales, ecológicos y paisajísticos” (OIV, 2008). De esta 

manera la industria del vino se encuentra vinculada a un conjunto de prácticas que sean 

económicamente viables, ambientalmente seguras y socialmente aceptables, con el 

objetivo de crear un sistema sostenible. Una de las medidas de gestión que debe adoptar 

el sector vinícola para alcanzar la sustentabilidad es establecer estrategias que 

contemplen el aprovechamiento de los residuos generados en las bodegas. Dependiendo 

de su origen, estos residuos contienen materia de potencial valor que puede derivar en 

nuevos productos de aplicación; siendo pertinentes considerarlos como subproductos 

(Zabaniotou et al., 2018).  

Recientemente han surgido estudios que proponen una transformación integrada, 

eficiente y flexible de los subproductos vinícolas para la obtención de un amplio rango 

de bioproductos mediante procesos físicos, químicos, biológicos o la combinación de 

los mismos (mixtos). Esta serie de procesos constituye una biorefinería (Dávila et al., 

2017; Barbosa et al., 2018; Lucarini et al., 2018). Tres tipos de biorefinerías se 

proponen, según el tipo de subproducto usado, los productos a obtener y el proceso de 

tratamiento empleado (Jin et al., 2018). La biorefinería tipo I es aquella que utiliza 

normalmente un tipo de subproducto, un proceso y un producto específico. En la tipo II, 

más de un producto puede ser generado en el proceso usando un determinado 

subproducto, lo que genera mayor aprovechamiento. La biorefinería tipo 3 no sólo es 

capaz de producir múltiples productos de valor agregado, sino que además utiliza 

diferentes tipos de materias primas (subproductos), así como varios métodos de 

tratamiento.  

El modelo de biorefinería considera la existencia de diferentes bloques estratificados en 

una pirámide, en los cuales los productos se ubican en función de las transformaciones 

empleadas de acuerdo a modelos agrícolas o económicos circulares de aplicación que 

determinan su grado de revalorización (Fig. I.3). En la parte inferior de la pirámide se 
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encuentran los productos empleados en el sector agrícola y energético (fertilizantes, 

biogás o bioetanol) de menor valor, mientras que en la parte superior se localizan 

productos de alto valor asociados al sector farmacéutico, de la química fina o de la 

industria de los alimentos (antioxidantes, colorantes, sustancias útiles para la síntesis de 

vacunas, antibióticos y proteínas de inmunoterapia, entre otros) (Lucarini et al., 2018). 

No obstante, la elección de la materia prima a utilizar, el tipo de tratamiento y los 

productos a obtener están condicionados por el contexto socio-económico y territorial 

de ámbito regional en el cual se encuentra la bodega (Nizami et al., 2017; Lucarini et 

al., 2018).   

 

Fig. I.3- Revalorización de los residuos de la agroindustria vinícola desde el 

concepto de biorefinería (Adaptado de Lucarini et al., 2018) 

I.2- EL ORUJO DE UVA Y SU REVALORIZACIÓN 

El orujo de uva es el subproducto más abundante generado durante la fabricación del 

vino, se estima que alrededor de 15-25 kg son obtenidos después del prensado de 100 kg 

de las uvas (Martínez-Cordeiro et al., 2013; Dávila et al., 2017). Este rendimiento 
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representa de 10,5 a 13,1 Mtn de orujo de uva producidos en el mundo anualmente 

(Dávila et al., 2017). Del volumen total generado, un 60 % corresponde al hollejo y el 

material remanente de la pulpa después de la extracción del jugo de la uva; mientras que 

el 40 % restante se haya constituido por las semillas (Domínguez et al., 2017). Estos 

constituyentes son la base para la reutilización del orujo en una amplia gama de 

productos de diferente valor agregado. La tabla I.1 presenta un listado de los productos 

derivados del tratamiento del orujo. La mayoría de estos productos se obtienen de forma 

aislada, como el biogás y los polifenoles mediante digestión anaeróbica y extracción 

fluida supercrítica, respectivamente; los cuales se podrían aplicar al concepto de 

biorefinería tipo I (Ghafoor et al., 2012; Fabbri et al., 2015). No obstante, con la 

creciente demanda de conducir al sector vinícola a prácticas más sustentables, 

estrategias de revalorización utilizando procesos de biorefinería tipo III han sido 

planteadas también para el orujo (Fig. I.4) (Dávila et al., 2017; Zabaniotou et al., 2018). 

Tabla I.1- Productos obtenidos a partir del orujo de uva. 

Producto Referencias 

Harina Rosales Soto et al., 2012; Argade et al., 2017                    

Vinagre Budak & Guzel-Seydim, 2010; Baldas & Altuner, 2018  

Aceite Göktürk Baydar et al., 2007; Garavaglia et al., 2016; 
Shinagawa et al., 2018  

Compuestos fenólicos* y 
otros antioxidantes 

Rockenbach et al., 2011; Ghafoor et al., 2012; Martinez et 
al., 2016; Allison & Simmons, 2018  

Biogás Fabbri et al., 2015; Da Ros et al., 2016; El Achkar et al., 
2016; Martinez et al., 2016; Allison & Simmons, 2018  

Bioetanol Fernández et al., 2010; Rodríguez et al., 2010; Zheng et al., 
2012; Corbin et al., 2015  

Enzimas fúngicas Moldes et al., 2003; Botella et al., 2007; Vallejo et al., 2012  

Suplemento para ganado Sánchez et al., 2002; Guerra-Rivas et al., 2017  

Fertilizante orgánico Nogales et al., 2005; Bustamante et al., 2009; Domínguez et 
al., 2014  

Carrier de microorganismos Bai et al., 2008 

Material adsorbente Avantaggiato et al., 2014; Nayak et al., 2016; Oliveira et 
al., 2018 

* Incluye: antocianinas, proantocianidinas, flavonoides, ácidos fenólicos, entre otros. 
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Fig. I.4- Diagrama conceptual de una biorefinería en cascada para la 

revalorización del orujo de uva (Adaptado de Dávila et al, 2017)  

I.3- FERMENTACIÓN EN ESTADO SÓLIDO (FES)   

I.3.1- Definición y antecedentes 

La FES es un proceso de transformación aeróbica que involucra un soporte sólido 

húmedo, en ausencia de agua libre y los microorganismos responsables del proceso 

(Hölker et al., 2004). En la tabla I.2 se enumeran cronológicamente algunas aplicaciones 

de la FES y sus logros. Esta técnica ha sido tradicionalmente utilizada en países del 

Sudeste asiático y África para la obtención de alimentos como el pan y el koji, poco 

explorada en países occidentales (Pandey, 1992). Recién con la utilización de residuos 

agroindustriales como sustrato para la obtención de proteínas enriquecidas como 

alimento de ganado, su empleo se potenció como consecuencia a la revalorización de 

residuos de bajo coste. En las últimas décadas, la FES se ha tornado una estrategia 

preferida para la obtención de un amplio espectro de productos, en respuesta a presentar 

una tecnología rentable que le otorga una mayor ventaja competitiva sobre diversos 

procesos biotecnológicos (Manan & Webb, 2017). 
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Tabla I.2- Antecedentes de la fermentación en estado sólido (Adaptado de Manan 

& Webb, 2017). 
 

Tiempo Logros obtenidos 
2000 A.C. Producción de pan por los egipcios. 

 Producción de queso utilizando Penicillium roqueforti. 

1000 A.C. Producción de Koji (alimento) 

550 A.C. Obtención de ácido kójico 

Siglo XVI Té fermentado 

Siglo XVIII Obtención de vinagre a partir de orujo. Producción de ácido gálico 
utilizado en cosmética y procesos de impresión. 

1860-1900 Tratamiento de aguas residuales. Producción de enzimas fúngicas 
(principalmente amilasas). 

1900-1920 Producción de otras enzimas fúngicas, ácido glucónico y ácido citrico.  

1920-1940 Desarrollo de fermentador tipo tambor.  

1940-1950 Producción de penicilina. Desarrollo de la industria de la 
fermentación. 

1950-1960 Transformación de esteroides por cultivos de hongos. 

1960-1980 Producción de micotoxinas, enriquecimiento de alimentos con 
proteínas. 

1980– 2000 Desarrollo de aspectos fundamentales de FES, bioprocesos y 
desarrollos de productos. 
Bioprocesos: biorremediación, biodegradación de materiales peligrosos, 
desintoxicación biológica de residuos agroindustriales, biotransformación de 
cultivos y residuos de cultivos para enriquecimiento nutricional, biopulpeo, 
entre otros. 

Productos:  

- Compuestos bioactivos (aflatoxina, penicilina, ácido gibereleico, 
tetraciclina, volátiles antifúngicos, etc.) 

- Enzimas (lacasa, xilanasa, endoglucanasas, etc.) 

- Ácidos orgánicos (ácido cítrico, ácido láctico, ácido gálico, ácido oxálico, 
ácido fumárico) 

- Otros productos (pigmentos, etanol, biosurfactantes, etc.) 

2000- presente La FES como un proceso de biorefinería. 

I.3.2 – Componentes de la FES 

En toda FES son necesarios dos componentes básicos: el soporte y los 

microorganismos.  Existe una gran variedad de materiales que pueden emplearse como 

soporte, los cuales pueden clasificarse en dos grupos, sintéticos y naturales (Nigam & 

Singh, 1994). Los sintéticos actúan únicamente como soporte físico siendo requerido su 

impregnación con un medio nutritivo para cubrir las demandas de los microorganismos 
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involucrados. En cambio, los soportes naturales son sitio de anclaje y fuente de carbono 

y energía para los microorganismos, por lo cual se considera que un término adecuado 

para este tipo de soporte es el de sustrato (Pandey, 1992). Los residuos generados en las 

actividades agrícolas, forestales y agroindustriales son los sustratos más buscados para 

la aplicación de la FES, debido a su gran disponibilidad (grandes volumenes de 

material), bajo costo e impacto negativo sobre el ambiente, entre otros (Sánchez, 2009; 

Sadh et al., 2018). Los principales componentes de los residuos lignocelulósicos son la 

celulosa, hemicelulosa y lignina; sin embargo, la abundancia y proporción de estos 

compuestos varía en relación a su origen vegetal (Sánchez, 2009). La celulosa es un 

homopolisacárido de moléculas de β-D-glucopiranosa (glucosa) unidas por enlaces 

glucosídicos. Estas cadenas se pueden agregar formando fibrillas, mientras que algunas 

adoptan una conformación organizada (celulosa cristalina) otras forman una trama 

desorganizada (celulosa amorfa) la cual es más susceptible al ataque microbiano 

(Klemm et al., 2005; Sánchez, 2009) (Fig I.5).  

Fig I.5- Representación de la estructura molecular de la celulosa (Klemm et al, 

2005) 

La hemicelulosa es un heteropolisacárido de menor peso molecular que la celulosa, 

formado a partir de un amplio espectro de azúcares: D-xilosa, D-manosa, D-galactosa, 

D-glucosa, L-arabinosa, ácido 4-O-metil-glucarónico y ácido D-glucarónico. Los 

azúcares están unidos entre sí por los enlaces β-1,4 y a veces, por los β-1,3 glucosídicos. 

Su estructura presenta ramificaciones  que se integran fácilmente con la celulosa, dando 

estabilidad y flexibilidad a la matriz (Sánchez, 2009; Santos et al., 2012) (Fig I.6).  

 

 

 

Fig I.6- Representación de la estructura molecular de un tipo de hemicelulosa, 

xilano (Santos et al., 2012). 
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La lignina es un heteropolímero amorfo con una estructura tridimensional compuesta 

por 3 unidades fenilpropílicas: p-hidroxifenil (H), guayacil (G) y siringil (S); derivadas 

de sus respectivos alcoholes (cumarílico, coniferílico y sinápilico) (Fig I.7) (Higuchi, 

1990). La proporción (H:G:S) varía entre los diferentes grupos de plantas vasculares e 

incluso entre las diferentes capas de la pared celular vegetal; formando en la pared 

secundaria una matriz amorfa junto con la hemicelulosa que protege a las fibras de 

celulosa. A causa de su estructura química, la lignina resulta altamente resistente a la 

degradación biológica; determinado que la lignólisis sea un proceso lento (Martínez et 

al., 2005; Bilal et al., 2017).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. I.7- Estructura química de la lignina: (a) precursores involucrados en la 

síntesis, (b) unidades fenilpropílicas del polímero y (c) una estructura modelo que 

ejemplifica los diferentes tipos de uniones entre las unidades (Adaptado y 

modificado de Higuchi (1990). 
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En relación al componente biológico, la FES puede incluir 2 tipos principales: la 

microflora natural (indígena) o microorganismos inoculados (Pandey, 1992). En 

sistemas inoculados, el sustrato debe ser previamente esterilizado a fin de asegurar la 

formación de un producto deseado, generado a partir de la transformación de la matriz 

sólida de partida por el microorganismo incorporado. Por lo tanto, la elección del tipo 

de microorganismo a inocular es crucial para el éxito del mismo. 

I.3.3- Los hongos en la FES 

El 80 % de los microorganismos utilizados en la FES corresponde a los hongos (Reino 

Fungi), debido a su versatilidad metabólica (Pandey, 1992; Soccol et al., 2017). Los 

hongos son organismos unicelulares o filamentosos eucarioticos con pared celular de 

quitina; heterótrofos por absorción y con reproducción asexual o sexual mediante la 

formación de esporas (Alexopoulos, 1962). Los hongos filamentosos tienen un cuerpo 

vegetativo representado por hifas, que se ramifican y se organizan formando el micelio. 

El crecimiento del micelio facilita la penetración, la liberación de enzimas 

extracelulares y la adquisición de nutrientes disponibles en los sustratos sólidos; 

característica que determina su mayor habilidad para colonizar y transformar los 

mismos comparado a las levaduras (Soccol et al., 2017). El crecimiento de los hongos 

filamentosos sobre el sustrato sólido permite diferenciar tres tipos de capas miceliares 

estrechamente relacionadas con la disponibilidad de oxigeno: un micelio aéreo (capa 1), 

un micelio hidratado (capa 2, caracterizada por estar asociado en el sustrato a poros 

llenos de agua) y un micelio inmerso (capa 3) (Fig I.8). La velocidad de colonización de 

las hifas en el sustrato puede ser rápida cuando las condiciones del medio son aeróbicas; 

la disponibilidad de oxigeno permite que la capa 1 se haga tan densa que comienza a 

formar la capa 2 y debido a que el hongo sigue creciendo, el espesor de la capa 2 

aumenta tanto hasta que su parte inferior impide el acceso del oxigeno a la matriz sólida 

del sustrato. En condiciones anaeróbicas, el micelio, que constituye las capas 2 y 3, 

reduce su velocidad de crecimiento e incluso puede comenzar a fermentar (Rahardjo et 

al., 2006).   



20 
 

 

Fig. I.8- Representación de las capas de micelio sobre un sustrato sólido (Adaptado 

de Rahardjo et al., 2006) 

Los hongos creciendo sobre sustratos sólidos pueden distinguirse en diferentes grupos 

ecofisiológicos; en función al modo de nutrición y hábitat (Dix & Webster, 1995). De 

acuerdo con esta clasificación podemos distinguir hongos saprótrofos: a) de la madera, 

b) de la hojarasca y c) del suelo.  

a) Hongos saprótrofos de la madera   

Estos hongos xilófagos son capaces de desintegrar las paredes de la célula y, por lo 

tanto, cambiar las características físicas y químicas de la madera; dando lugar a una 

desorganización tal de la materia denominado pudrición. De acuerdo a la naturaleza de 

su desarrollo en la madera y al tipo de deterioro que ocasionan los hongos de pudrición 

pueden clasificarse en tres grupos: blanca, castaña o blanda (Martínez et al., 2005). Los 

primeros son los únicos capaces de degradar los 3 polímeros principales que componen 

la madera (celulosa, hemicelulosa y lignina), generando una apariencia blanquecina 

característica sobre la misma. Entre los hongos de pudrición blanca (HPB) se pueden 

distinguir 2 de patrones de degradación, no mutuamente excluyentes: simultánea (no 

selectiva) y selectiva (Martínez et al., 2005; Riley et al., 2014). Mientras que en el 

primer caso los 3 polímeros son degradados a una velocidad similar; en el segundo se 

observa una degradación preferencial de la hemicelulosa y la lignina sobre la celulosa. 

Los hongos que causan este tipo de pudrición pertenecen exclusivamente al Phylum 

Basidiomycota; grupo altamente estudiados en cultivos de FES, dentro de los cuales se 

ha destacado la participación de aislamientos pertenecientes a Phanerochaete 

chrysosporium, Coriolopsis rigida, Bjerkandera adusta, Pycnoporus sanguineus, 

Pleurotus eryngii y P. ostreatus (Gómez et al., 2005; Huang et al., 2010; Salvachúa et 
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al., 2011; López-Abelairas et al., 2013). Los hongos de pudrición castaña (HPC) se 

distinguen por exhibir una preferencia por los polisacáridos de la pared celular, 

remueven selectivamente la celulosa y hemicelulosa modificando mínimamente la 

lignina mediante reacciones de fenton (Arantes et al., 2012). Esto da como resultado una 

gran acumulación de lignina, que otorga un color pardo a la madera atacada por el 

hongo al que debe su nombre. Estos hongos representan menos del 10 % de los 

Basidiomycetes involucrados en la pudrición de la madera, cumpliendo un rol 

fundamental en la descomposición de los bosques de coníferas y en la contribución a la 

formación del humus del suelo (Martínez et al., 2005). Entre ellos se pueden mencionar 

a Gloeophyllum trabeum y Postia placenta; reportándose su empleo en la generación de 

bioetanol de segunda generación bajo condiciones de FES (Rasmussen et al., 2010; 

Salvachúa et al., 2011). Por último, los hongos de pudrición blanda atacan las paredes 

secundarias de las células vegetales dando lugar a cavidades cilíndricas, a través de las 

cuales aprovechan principalmente los polisacáridos fácilmente removibles lo que 

provoca un reblandecimiento de los tejidos de la madera (Martínez et al., 2005). Estos 

hongos actúan preferentemente en maderas con un alto grado de humedad y bajo 

contenido de lignina, como Chaetomiun globosum, Aspergillus niger y Penicillium 

chrysogenum (Levy, 1966; Sánchez, 2009; Hamed, 2013). 

b) Hongos saprótrofos de la hojarasca  

Los hongos saprótrofos que participan en la descomposición de la hojarasca pueden ser 

divididos según las etapas sucesionales del proceso de transformación del mantillo 

forestal: tempranos, intermedios y tardíos (Voriskova & Baldrian, 2013; Bani et al., 

2018). En la primera etapa, se destacan aquellos que consumen compuestos solubles 

fácilmente degradables, como almidón, aminoácidos y azúcares; siendo reemplazados 

por aquellos capaces de atacar la celulosa. En el último grupo, se encuentran aquellos 

que tienen la capacidad de degradar la lignina, donde la tasa de descomposición decae 

drásticamente en comparación con la primera etapa. En la etapa inicial, los hongos del 

Phyla Ascomycota y Mucoromycota son los más frecuentes; siendo reemplazados 

subsecuentemente por representantes del Phylum Basidiomycota, dominando la etapa 

tardía (Osono, 2007). Entre los hongos de la hojarasca se pueden mencionar a 

Ciliochorella buxifoliae, Ulocladium botrytis y a miembros de los géneros Clitocybe, 

Collybia, Marasmius y Mycena; entre otros (Osono, 2007; Saparrat et al., 2008b; 

Troncozo et al., 2015). 
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c) Hongos saprótrofos del suelo  

Los hongos del suelo son ubicuos debido a su gran versatilidad metabólica y sus 

estrategias de competencia y supervivencia, como la producción de esporas en 

condiciones ambientales adversas (Gams, 1992). Ellos juegan un rol crucial en la 

fertilidad de los suelos, actuando como amonificadores, transformadores de nitrógeno, 

descomponedores de celulosa y como agentes participantes en la síntesis de ácidos 

húmicos (Waskman, 1916). Entre ellos se encuentra Trichoderma harzianum, un hongo 

ampliamente estudiado debido a su interés como promotor del crecimiento vegetal y 

agente de control biológico de hongos fitopatógenos; así como también, la producción 

de hidrolasas bajo condiciones de FES (Altomare et al., 1999; Delabona et al., 2012). 
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I.4-OBJETIVOS E HIPÓTESIS 

I.4.1-Objetivo general 

Revalorizar el orujo de uva de Vitis labrusca var. isabella que se genera durante la 

elaboración del vino regional de la Costa de Berisso por medio de hongos saprótrofos 

bajo condiciones de fermentación en estado sólido, como alternativa para la gestión del 

residuo y como estrategia para su implementación como abono orgánico. 

1.4.2- Objetivos específicos 

1. Caracterizar el orujo de uva a nivel físico-químico y biológico (Capítulo II). 

2. Usar hongos saprótrofos para transformar el orujo de uva en condiciones de 

fermentación en estado sólido (Capítulo III). 

3. Indagar los mecanismos involucrados en la transformación fúngica del orujo 

(Capítulo III). 

4. Caracterizar el orujo transformado por los hongos saprótrofos y evaluar su 

potencial como abono orgánico (Capítulo IV). 

1.4.3- Hipótesis 

1. El residuo vitivinícola es recalcitrante a la degradación debido al bajo pH y 

elevado contenido fenólico.  

2. El orujo inhibe la germinación de semillas y el crecimiento de las plantas.  

3. Los hongos saprótrofos utilizan el orujo como sustrato de crecimiento y lo 

modifican o transforman mediante diferentes estrategias metabólicas.  

4. El orujo transformado por los hongos es un producto con propiedades físico-

químicas y biológicas compatibles con las de un abono orgánico. 
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II.1- INTRODUCCIÓN 

En la zona del monte costero de la provincia de Buenos Aires (Argentina) se cultiva la 

uva americana Vitis labrusca var. isabella bajo el sistema de parral; el destino principal 

de las uvas es la producción de un vino de carácter regional, con aroma frutado y sabor 

característico (Sisterna et al., 2010; Otero, 2013) (Fig. II.1). En la actualidad, la 

superficie total de cultivo es de alrededor de 21 hectáreas distribuidas en los partidos de 

Avellaneda y Berisso (Fig. II.2), las cuales se encuentran a cargo de pequeños 

productores familiares nucleados que conforman la Cooperativa de la Costa (Resolución 

C.23/201, 2013). La sede de la cooperativa se encuentra emplazada en el partido de 

Berisso el cual abarca el 94 % del área de cultivo; reportando una producción de 350 

hectolitros de vino en el 2011 (Otero, 2013). La elaboración del vino regional origina 

anualmente una gran cantidad de subproductos sólidos de naturaleza lignocelulósica, 

siendo el más abundante el orujo de uva. Este subproducto, junto con otros, es apilado y 

descartado en el sitio generando un reservorio potencial de patógenos y vectores de 

impacto sanitario y ambiental. La Fig. II.3 muestra la bodega de la Cooperativa de la 

Costa de Berisso, parte de su mobiliario, el orujo de uva y el sitio de destino final del 

mismo. La ausencia de medidas de gestión y revalorización de los subproductos 

generados en la bodega, aleja a la cooperativa del principio de sustentabilidad propuesto 

por la Organización Internacional de la uva y del vino (OIV, 2008). 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. II.1- Vitis labrusca var. isabella: a) cultivo bajo sistema parral y b) destino 

principal de su producción (vino).  
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Fig. II.2- Áreas de producción de la vid V. labrusca var. isabella en Buenos Aires 

(Argentina). 
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Fig. II.3- Cooperativa de la Costa de Berisso: a) bodega, b) tanques fermentadores 

del vino, c) sitio de almacenamiento de las botellas de vino d) orujo de uva y e) sitio 

destino del orujo de uva y otros subproductos lignocelulósicos. 
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Una de las posibilidades para la gestión y revalorización del orujo de V. labrusca es su 

empleo como enmienda o abono orgánico. La diferencia entre estos dos tipos de 

productos radica que mientras una enmienda mejora las propiedades físicas, químicas y 

biológicas de los suelos; un abono o fertilizante además proporciona nutrientes 

esenciales a las plantas (Mazzarino & Satti, 2012). Los orujos de uva de V. vinífera se 

han empleado como abonos orgánicos, destacando entre sus características un alto 

contenido de materia orgánica y macronutrientes, especialmente el K (Ferrer et al., 

2001; Bustamante et al., 2009). Otros reportes indican que este subproducto provoca un 

efecto inmovilizador del nitrógeno después de su aplicación al suelo, el cual podría estar 

relacionado tanto por la presencia de compuestos inhibitorios como por la competencia 

de los microorganismos por este nutriente esencial (Tiquia et al., 1996; Flavel et al., 

2005). Resultados preliminares obtenidos por el grupo de trabajo, revelaron que la 

aplicación de dosis de 2,5; 5; 10 y 15 t/ha de orujo de uva de V. labrusca al suelo no 

produce ningún efecto sobre el crecimiento de plantas de lechuga y tomate cultivadas en 

macetas (datos no mostrados). En adición a esto, los orujos de uva presentan una 

composición química variable, influenciada por factores como el clima, el tipo de suelo, 

el manejo del cultivo, la variedad de vid cultivada y la fecha de muestreo (Eraso et al., 

1991; Bustamante et al., 2009; Rondeau et al., 2013; Arcanjo et al., 2017).  

La ausencia de información sobre la constitución agroquímica del orujo de uva derivado 

de la producción de la Cooperativa del Vino de la Costa, así como, dosis recomendadas 

para su empleo adecuado como abono orgánico hacen necesario el monitoreo de los 

mismos. Por lo cual, el objetivo de este estudio fue caracterizar el orujo de uva de V. 

labrusca var. isabella a nivel físico-químico y biológico. El conocimiento de estos 

parámetros contribuirá con información para establecer el potencial de éste como abono 

orgánico.  

II.2- MATERIALES Y MÉTODOS 

II.2.1- Obtención y acondicionamiento del orujo de uva  

El orujo de uva se obtuvo de la “Cooperativa de La Costa” ubicada en la calle Bagliardi 

y Tres de Abril, Berisso, Buenos Aires (latitud 34°53'22.79"S; longitud 57°49'21.11"O) 

durante 3 campañas sucesivas de muestreo realizadas en el periodo 2015-2017. Para 

cada campaña se colectaron 10 muestras de orujo al azar, las cuales fueron 

posteriormente unificadas en una muestra compuesta. En el laboratorio, una alícuota de 
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esta muestra se mantuvo en frio (4 Cº) durante un periodo como máximo de 15 días, 

para realizar el análisis microbiológico y la determinación del contenido de humedad. El 

resto del material se secó en estufa a 60 °C hasta peso constante y se fraccionó en bolsas 

de papel debidamente identificadas y posteriormente almacenadas en contenedores 

herméticamente cerrados hasta la realización de estudios posteriores. 

II.2.2- Determinaciones analíticas  

Se determinaron los siguientes parámetros físico-químicos en cada muestra compuesta 

obtenida de cada campaña de muestreo, con 2 réplicas técnicas que fueron promediadas 

para obtener un único valor. A partir de los 3 datos se calculó la media, el rango y el 

coeficiente de variación para cada parámetro. 

II.2.2.1-Humedad  
Se tomó una muestra fresca (5 g) y se determinó su peso fresco y su peso después de 

secar la muestra en estufa a 60 ºC hasta peso constante. El porcentaje de humedad se 

determinó utilizando la siguiente ecuación: 

EC. II.1     Humedad (%) = ((Peso fresco – Peso seco) / Peso fresco) * 100 

II.2.2.2-Materia orgánica (MO) y ceniza 

El contenido porcentual de materia orgánica y cenizas se determinó calcinando una 

muestra de 5 g de materia seca (5g) en mufla a 550 ºC (PROMAR, 1991).  

II.2.2.3-Carbono orgánico total (COT)  

El contenido porcentual de COT se determinó siguiendo el método de Walkley & Black 

(IRAM-SAGPyA 29571-2, 2011). Para ello, una alícuota de 0,2 g de muestra seca se 

sometió a un tratamiento con 5 ml de K2Cr2O7 1 N y 10 ml de H2SO4. La mezcla 

resultante se mantuvo en reposo durante 30 min a temperatura ambiente y transcurrido 

el tiempo se llevo a un volumen final de 15 ml con agua destilada. Posteriormente, se 

transfirieron 10 ml de la solución a un erlenmeyer al cual se le adicionó 1ml de H3PO4, 

unas gotas de difenilamina (indicador) y se valoró el exceso de dicromato utilizando una 

solución de sal de Mohr. 

II.2.2.4-Nitrógeno total (NT) 

El contenido porcentual de NT fue determinado por el procedimiento micro-Kjeldahl 

(PROMAR, 1991). Se fraccionó 0,1 g de muestra seca en un tubo a la que se le adicionó 
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0,3 ml de agua destilada, 0,2 g de mezcla catalítica y 0,5 ml de H2S04 concentrado (98 

%). Se colocó el tubo en un digestor a 100 ºC durante 3 min, hasta que la mezcla 

resultante adquiere color verde pálido (indicativo de la total conversión del nitrógeno 

orgánico a NH4SO3). Posteriormente, toda la mezcla de reacción se llevó a volumen con 

agua destilada y una alícuota se destiló por vapor de arrastre sobre H3BO3, para 

finalmente valorarse con 0,1 N de H2SO4.  

II.2.2.5-Fósforo total (PT) 

El contenido de PT se determinó siguiendo el método de amarillo vanadato-molibdato 

(Chapman & Pratt, 1973), usando como estándar una solución de KH2PO4 (50 ppm). 

Para ello, a partir de una alícuota de ceniza (0,2 g) derivada de una muestra seca de 

orujo se llevó a cabo una digestión con HNO3 0,2 N a temperatura ambiente, llevando la 

mezcla resultante a un volumen final de 50 ml con agua destilada. Posteriormente, 

utilizando una alícuota de esta solución se llevó a cabo una reacción con molibdato de 

amonio-vanadato de amonio durante 30 min a temperatura ambiente. Al final de la 

reacción, se midió la absorbancia de la mezcla a 470 nm usando un espectrofotómetro 

Metrolab (225 BD UV vis). El contenido de FT fue expresado como g/kg de peso seco 

de orujo de uva.  

II.2.2.6-Capacidad de intercambio catiónico (CIC), bases de intercambio (Na+, K+, 

Mg++ y Ca++) y saturación de bases  

La CIC y el contendido de Na+, K+, Mg++ y Ca++ se determinó siguiendo el método de 

saturación con NH4OAc (SAGyP/AACS, 2004). Para ello, una muestra seca de orujo de 

uva (2 g) se sometió a un tratamiento con 10 ml de NH4OAc 1 N a pH 7 por tres veces 

consecutivas. La mezcla resultante se agitó durante 5 min y se filtró empleando un papel 

de filtro (Whatman nº 40, 125 mm), el sobrenadante (S1) se recogió en un matraz 

erlenmeyer de 50 ml. La muestra de orujo con exceso de amonio retenida en el papel de 

filtro se lavó tres veces con 10 ml de alcohol etílico. Posteriormente, la muestra lavada 

se trató con 10 ml de NaCl acidulado al 10 % por tres veces consecutivas. La mezcla 

resultante se agitó durante 5 min y se filtró recogiendo el sobrenadante (S2) en un 

matraz erlenmeyer de 50 ml. El contenido el contenido de Na+ y K+ presentes en el S1 

se midió usando un fotómetro de llama (ZF 250 Zeltec ®), y el contenido de Ca++ y 

Mg++ mediante complejometría con EDTA 0,02 N. Para medir la CIC, una alícuota del 

S2 se destiló mediante vapor de arrastre sobre H3BO3 y se valoró con 0,02 N de H2SO4. 

Los datos obtenidos fueron expresados como cmolc/kg de orujo de uva seco. El 
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porcentaje de saturación de bases (S) se calculó a partir de los datos obtenidos usando la 

siguiente ecuación: 

EC. II.2     S (%) = (Σ Cationes/ CIC) * 100 

II.2.2.7-Obtención de la pasta de orujo (PS) y su extracto de saturación (EPS) 

A una alícuota de 12 g de orujo seco se le adicionó agua destilada y se obtuvo una PS 

(1:2,5), caracterizada con un brillo metálico en ausencia de agua libre. Trascurridas 24 h 

de reposo a temperatura ambiente, la pasta se filtró utilizando un embudo Büchner con 

papel de filtro Whatman nº 40 y se colectó la fase acuosa (EPS) que se conservó a 4 ºC. 

II.2.2.8-Sodio (Na), Potasio (K); Calcio (Ca) y Magnesio (Mg) 

Se determinó el contenido de Na y K presentes en el EPS correspondientes a las 

muestras de orujo usando un fotómetro de llama (ZF 250 Zeltec ®); el contenido de Ca 

y Mg mediante complejometría con EDTA 0,02 N (SAGyP/AACS, 2004). Los datos 

obtenidos fueron expresados como g/Kg de orujo seco, excepto para el Na que fue 

expresado como mg/Kg de orujo seco. 

II.2.2.9-pH actual (pHa)  

El pHa se determinó PS de las muestras de orujo utilizando un Benchtop pH/mv meter 

(Sper Scientific). 

II.2.2.10-Conductividad eléctrica (CE) 

Se determinó la CE en el EPS de las muestras de orujo utilizando un Benchtop pH/mv 

meter (Sper Scientific). Los datos obtenidos se expresaron como mS/m-1. 

II.2.2.11-Obtención de la fracción soluble acuosa base seca (FSAbs) 

Una muestra seca de orujo con un tamaño de partícula < 1 mm fue suspendido en agua 

destilada a una relación 1:5. La mezcla se agitó a 200 rpm durante 30 min y la solución 

resultante se centrifugó a 275 g. El sobrenadante obtenido se conservó a 4 ºC.  

II.2.2.12-Fenoles  

La determinación del contenido de fenoles libres en la FSAbs se realizó siguiendo la 

metodología reportada por Osono & Takeda (2001), empleando el reactivo de Folin-

Ciocalteau y como estándar una solución de ácido tánico (0,02 %, p/v). Para ello, a 100 

µl de la muestra se le agregó 200 µl de solución acuosa de reactivo de Folin-Ciocalteau 

(1:1) y 1.100 µl de agua destilada y se incubó 3 min a temperatura ambiente, luego se 
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adicionaron 1.500 µl de solución de Na2CO3 al 2% en 0,1 N de NaOH y posteriormente 

se incubó 1 h a temperatura ambiente. La densidad óptica del complejo azul formado se 

determinó a 760 nm usando un espectrofotómetro (UV 160-A Shimadzu) y la 

concentración de grupos fenólicos libres en la muestra estimada fueron expresados 

como mg/g de orujo seco.  

II.2.3- Análisis microbiológicos  

Se cuantificó la carga de coliformes fecales y  Salmonella spp en una muestra fresca 

compuesta de orujo de uva siguiendo la metodología reportada por Rashad et al. (2010) 

con modificaciones a través de un servicio a terceros realizada en el Centro de 

Investigaciones y Desarrollo en Criotecnología de Alimentos (CIDCA-La Plata). Los 

resultados obtenidos se expresaron como el NMP/g y el NMP/4 g de orujo fresco para 

coliformes fecales y Salmonella spp, respectivamente.  

II.2.4- Bioensayos de fitotoxicidad  

II. 2.4.1- Especies bioindicadoras 

Como organismos bioindicadores se emplearon dos especies vegetales ampliamente 

reportadas para bioensayos de fitotoxicidad: lechuga (Lactuca sativa L.) y tomate 

(Lycopersicum sculentum L.).  

II.2.4.2 - Test de germinación-elongación radicular  

El test se llevó a cabo siguiendo la metodología reportada por Tiquia et al. (1996) con  

modificaciones (Tabla II.1). Para ello, las semillas fueron incubadas en cajas de Petri 

sobre papel de filtro cargado con un rango de diluciones de la FSAbs de orujo. 

Previamente, las semillas se desinfectaron superficialmente con hipoclorito de sodio (25 

g de Cl activo/litro) durante 1 min y se enjuagaron varias veces con agua estéril. La 

FSAbs se obtuvo de acuerdo al procedimiento descripto en el punto II.2.2.12, se 

esterilizó por filtración (0,2 μm de diámetro de poro) y se diluyó con agua destilada 

estéril de manera que la concentración final del extracto fuera 2,5; 5, 10 y 20 % (p/v). 

Las placas de Petri (9 mm de diámetro) conteniendo papel de filtro se esterilizaron en 

autoclave a 121 °C a 1,5 atm durante 20 min. Las placas conteniendo las semillas 

embebidas se incubaron en estufa (25 y 28 °C para lechuga y tomate, respectivamente) 

y oscuridad por 7 días; periodo tras el cual se determinó el número de semillas 

germinadas por placa y la longitud de la radícula. Un largo de radícula equivalente a 2 
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mm fue el parámetro que se utilizó para considerar a la semilla germinada. El porcentaje 

de germinación relativa (G), longitud radicular relativa (LR) e índice de germinación 

(IG) se calculó de acuerdo con las siguientes ecuaciones: 

Ec. II.3 G (%) = (nº de semillas germinadas en presencia de la FSA a X %/ nº se 

semillas germinadas en el control negativo) *100 

Ec. II.4 LR (%) = (promedio de la longitud radicular en presencia de la FSA a X %/ 

promedio de la longitud radicular en el control negativo) *100 

Ec. II.5  IG (%) = (G * LR)/ 100 

Para cada tipo de semilla, se realizó un diseño experimental completamente aleatorizado 

con un único factor de variación correspondiente a la concentración de la FSA, con 

cuatro repeticiones para cada uno de los tratamientos. Los datos obtenidos fueron  

analizados mediante un ANOVA y test de Tuckey a posteriori (p= 0,05). Previo al 

análisis estadístico los datos fueron transformados a escala arcsen (Zar et al., 1999). 

Tabla II. 1- Test de germinación-elongación radicular  

2.4.3- Cultivo de plantas en macetas 

El experimento presentó un diseño completamente aleatorizado con un único factor de 

variación correspondiente a la dosis de aplicación de orujo (0, 20, 40 y 80 t/ha, base 

húmeda). La Fig. II.1 muestra una representación esquemática de la metodología 

empleada. Plántulas con tres hojas expandidas fueron trasplantadas a macetas de 5 l 

Cantidad de semillas por placa  20 (lechuga) y 15 (tomate) 

Volumen de la muestra/placa  3 ml   

Rango de la FSA 2,5-20 % (p/v) 

Control negativo Agua destilada 

Control positivo SO4Cu (1M) 

Número de replicas  4 

Condición lumínica Oscuridad 

Temperatura  24 ± 5 (lechuga) y 28 ± 5 (tomate) C° 

Tiempo de incubación 7 días 
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conteniendo una mezcla de suelo:arena sin esterilizar. El orujo fue adicionado y 

mezclado manualmente con los primeros 5 cm del suelo. Las plantas se cultivaron 

durante 30 días en invernáculo bajo condiciones controladas de temperatura y riego, 

hasta capacidad de campo con agua en base a la demanda del sistema de cultivo. Las 

plantas cultivadas sin la incorporación de orujo al suelo (0 t/ha) se consideraron como 

control negativo de toxicidad. El peso seco de la biomasa aérea y radicular se determinó 

mediante gravimetría, para ello las muestras se secaron en estufa a 60 ºC durante 48 h. 

El número de hojas expandidas se estimó por conteo directo y se determinó el área 

foliar por planta tomando fotografías sobre una superficie a escala que luego se 

analizaron usando el editor de imagen J software para calcular el área foliar (Schneider 

et al., 2012). El índice de verdor (IV) promedio de tres hojas expandidas al azar por 

planta se estimó usando el SPAD 502 (Minolta, Japón). Los datos obtenidos fueron 

analizados mediante un ANOVA y un Test de Tuckey a posteriori (p=0,05), excepto 

para el número de hojas que fue analizado mediante un ANOVA y un test a posteriori 

no paramétrico (Test de Kruskal-Wallis). 

 

Fig. II.1- Esquema representativo de la secuencia de pasos llevados a cabo para 

evaluar el efecto del orujo de uva sobre plantas test, usando como planta modelo el 

tomate. 
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II.3- RESULTADOS 

En la tabla II.2 se presenta los resultados de los diferentes parámetros físico-químicos 

analizados en las muestras de orujo de uva de V. labrusca var. isabella (campañas 2015-

2017). El orujo de uva presenta un alto contenido de MO respecto al contenido de 

cenizas. Entre los macronutrientes se destaca un alto contenido de potasio, que es el 

responsable de la alta base intercambiable (K+) observada. Además, este subproducto en 

estado fresco es un material altamente higroscópico (79, 2 % de humedad). Se observó 

también un alto coeficiente de variación (≥ 20 %) en el contenido de COT, potasio, 

magnesio y el catión Mg+2; así como también, en la relación C/N. 

Los análisis microbiológicos realizados mostraron que el orujo no contuvo coliformes 

fecales y Salmonella spp.  
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Tabla II.2- Parámetros físico-químicos: datos obtenidos para el orujo de uva de V. 

labrusca var. isabella y reportados para el orujo de uva de V. vinífera. 
 

 V. labrusca  V. vinífera 

Parámetro Media Rango C.V. 1       Media o rango 

MO (%) 92,5 90,9-93,6 1,5  87,3-95,9 (a,b,c)2 

Cenizas (%) 7,5 6,4-9,1 18,9  4,1-12,7 (a,b,c) 

COT (%) 47,1 34,2-55,1 23,9  21,8-48,6 (a,b,c) 

NT (%) 2,1 2,0-2,2 5,8  1,7-2,5 (a,b,c) 

C/N 22,4 16,6- 26,3 26,5  26,9 (a) 

Potasio (g/Kg) 37,6 27,7-51,7 33,3  11,8–37,9 (b,c) 

Sodio (mg/Kg) 64 57-75 15,1  71–1809 (b,c) 

Calcio (g/Kg) 4,4 3,7-5,0 15,0  5,4–20,6 (b) 

Magnesio (g/Kg) 0,7 0,5-0,8 23,2  0,7–2,2 (b) 

Fósforo total (g/Kg) 3,1 2,9-3,4 8,6  0,62–1,72 (b) 

CIC (cmolc/Kg) 43,7 41,5-46,7 6,2  n.r.3 

K+ (cmolc/Kg) 49,3 43,9-54,1 10,4  n.r. 

Ca ++ (cmolc/Kg) 7,2 6,6-7,6 7,2  n.r. 

Mg ++(cmolc/Kg) 0,9 0,4-1,7 72,9  n.r. 

Na +(cmolc/Kg) 0,4 0,4-0,5 21,0  n.r. 

S (%) 132,4 125,7-137,7 4,64  n.r. 

CE (dS/m) 5,8 5,4-6,1 6,1  3,3-5,4 (b) 

pHa 3,7 3,6-3,7 0,7  3,4–5,4 (a,b) 

Humedad (%) 79,2 78,1-80,1 1,3  59,3-73,6 (a,c) 

Fenoles (mg/g) 74,0 73,4-75,4 1,5  < 1(d) 

Valores obtenidos a partir de los datos provenientes de las 3 muestras compuestas obtenidas 
durante las campañas de muestreo (2015-2017). 1- Coeficiente de variación. 2- Referencias 
bibliográficas: a- Ferrer et al. (2001), b- Bustamante et al. (2008), c- Toscano et al. (2013), d- 
Goula et al. (2016). 3- Valor no reportado. 
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La adición de la FSAbs de orujo afectó la germinación (G), la longitud radicular (LR) y 

el índice de germinación (IG) relativos de semillas de lechuga y tomate (Tabla II.3). En 

las semillas de lechuga se observó que el incremento de la concentración de la FSAbs de 

orujo en el rango de 2,5-10 % p/v provocó una reducción mayor al 50 % de la LR, 

mientras que la G no se vio afectada (G > 80 %). En cambio, en tomate, tanto la G 

como la LR se vieron afectadas similarmente con el incremento de la concentración de 

la FSA (2,5-10 % p/v). La FSAbs al 20 % p/v inhibió totalmente la germinación en 

ambas especies bioindicadores. Las plántulas que desarrollaron en las placas inundadas 

con una concentración del FSA al 10 % presentaron una coloración parda en el extremo 

apical de la radícula de lechuga y tomate (Fig. II.2). Respecto al IG, se obtuvo valores 

comprendidos entre el 40-4 y el 80-9 % para lechuga y tomate, respectivamente.  

Tabla II.3- Efecto de la FSA de orujo de uva sobre la germinación (G), la longitud 

radicular relativa (LR) y el índice de germinación (IG) de semillas de lechuga y 

tomate. 

FSA (%, p/v) G (%) LR (%) IG (%) 

- Lechuga       

2,5 95,8 ± 5,3 a 41,8 ± 2,2 a 40,1 ± 4,3 a 

5 91,7 ± 7,2 ab 18,3 ± 2,9 b 16,9 ± 3,5 b 

10 90,7 ± 2.7 b 4,3 ± 0,6 c 3,9 ± 0,6 c 

20 0,0 ± 0,0 c 0,0 ± 0,0 d 0,0 ± 0,0 d 

- Tomate       

2,5 94,3 ± 6,5 a 84,7 ± 9,5 a 79,6 ± 7,1 a 

5 77,6 ± 3,5 b 61,2 ± 6,1 b 47,4 ± 3,5 b 

10 24,1 ± 8,1 c 39,3 ± 6,8 c 9,2 ± 2,7 c 

20 0,0 ± 0,0 d 0,0 ± 0,0 d 0,0 ± 0,0 d 

Media y desvío de cuatro réplicas. Para cada columna y especie vegetal, diferentes letras indican 
diferencias significativas (p < 0,05; Tuckey test). Número de semillas germinadas en el control 
negativo (agua): 18 y 14,5 en lechuga y tomate, respectivamente. Longitud radicular en el 
control negativo (agua): 38,9 ± 2,9 y 34,8 ± 1,8 mm en lechuga y tomate, respectivamente.   
Control positivo (1 M de CuSO4) sin germinación en ambas especies vegetales testeadas. 
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Fig. II.2- Coloración parda en el ápice radicular de semillas germinadas de lechuga 

(a) y tomate (b) expuestas a la FSA del orujo al 10 %.  

 

El crecimiento y el índice de verdor (IV) de las plantas cultivadas en el invernáculo 

fueron afectados por la adición del orujo (Tabla II.4, Fig. II.3). El peso seco aéreo de 

lechuga se redujo un 37% al aplicar 20 t/ha y un 72 % con el agregado de 40 o 80 t/ha 

de orujo, en relación al control. Una dosis ≥ 40 t/ha de orujo provocó una reducción de 

un 58 % la biomasa aérea de tomate respecto al control, la menor dosis no presentó 

ningún efecto. Las plantas de lechuga que crecieron en suelos enmendados en el rango 

de 20-80 t/ha presentaron una reducción en el numero de hojas del 18 %. En las plantas 

de tomate el número de hojas no fue afectado por la presencia de orujo en el sustrato (p 

> 0,05). La adición del orujo en el sustrato resulto en plantas con una menor área foliar 

que las testigos, alcanzando un máximo de inhibición de 71% para lechuga en el rango 

de 40-80 t/ha y de 48 % en tomate para la dosis de 80 t/ha. El efecto causado por el 

orujo sobre el IV fue diferente en relación a la especie usada. En lechuga se registró 

reducción del 23 % en el IV respecto al testigo, sin encontrar diferencias significativas 

entre las dosis de orujo aplicadas. En cambio, en tomate se detectó un incremento del 38 

% en el IV cuando se mezcló al suelo a una dosis de 80 t/ha de orujo. El peso seco 

radicular (PSR) de ambas plantas presentó diferencias significativas en función a la 

dosis de orujo aplicada (p < 0,05). La adición de 20 t/ha de orujo incrementó un 32 y 23 

% el PSR de lechuga y tomate, respectivamente, mientras que dosis comprendidas entre 

40-80 t/ha inhibieron el crecimiento radicular un 45 y 33 % para lechuga y tomate, 

respectivamente. La incorporación de 20 t/ha de orujo al suelo promovió el desarrollo 

de raíces epigeas en las plantas respecto a aquellas cultivadas sobre el suelo desnudo 

(plantas testigo) (Fig II.4). 

 

b) a) 
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Fig. II.3- Efecto de la aplicación del orujo al suelo sobre el cultivo de plantas de 

lechuga (a) y tomate (b) después de 30 días de incubación. A, B y C corresponden a 

0, 20 y 40 t/ha de orujo de uva, respectivamente. 
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Tabla II.4- Peso seco de la biomasa aérea (PSA), número de hojas expandidas 

(HE), área foliar total (AFT), índice de verdor (IV) y peso seco de la biomasa 

radicular (PSR) de plantas de lechuga y tomate cultivadas con dosis crecientes de 

orujo de uva durante 30 días. 

Dosis 
(t/ha) 

PSA HE AFT IV PSR 

(g/planta) (nº/planta) (cm2/planta) (unidades SPAD) (g/planta) 

- Lechuga 
         

0 3,6 ± 0,4 a 11 a 656,9 ± 85,3 a 28,2 ± 1,8 a 0,6 ± 0,1 b 

20 2,3 ± 0,3 b 9 b 295,7 ± 18,9 b 19,8 ± 2,9 b 0,8 ± 0,1 a 

40 1,0 ± 0,2 c 9 b 180,0 ± 30,7 c 23,3 ± 1,9 b 0,3 ± 0,0 c 

80 1,0 ± 0,3 c 9 b 195,9 ± 41,7 c 22,1 ± 1,7 b 0,3 ± 0,0 c 

- Tomate 
         

0 9,1  ± 2,2 a 11 a 552,1 ± 57,2 a 31,2 ± 4,0 b 0,6 ± 0,1 b 

20 9,5  ± 0,6 a 11 a 548,7 ± 43,9 a 31,2 ± 1,9 b 0,8 ± 0,1 a 

40 3,7  ± 1,1 b 10 a 275,7 ± 56,5 b 36,3 ± 4,8 ab 0,4 ± 0,0 c 

80 4,0  ± 1,8 b 11 a 295,6 ± 41,2 b 38,1 ± 3,5 a 0,4 ± 0,1 c 

Media y desvío o mediana de diez réplicas. Para cada columna y especie vegetal, diferentes 

letras indican diferencias significativas (p < 0,05; Tuckey test, excepto para el nº de hojas que se 

analizó las diferencias mediante un test a posteriori no paramétrico). 

 



41 
 

 

Fig. II.3- Efecto de la aplicación del orujo al suelo sobre la biomasa radicular de 

tomate después de 30 días de incubación de orujo. A, B, C y D corresponden a 0, 20, 

40 y 80 t/ha de orujo de uva, respectivamente. 
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Fig. II.4- Efecto de la aplicación del orujo al suelo sobre desarrollo del sistema 

radicular epigeo de plantas de tomate cultivadas en macetas: (a) control y (b) 20 

t/ha de orujo de uva. 

II.4- DISCUSIÓN 

La caracterización del orujo de uva de V. labrusca es un paso fundamental para la 

gestión adecuada de este subproducto como abono orgánico. En la tabla II.2 se datos 

bibliográficos obtenidos de la composición físico-química del orujo de V. vinífera con el 

fin de comparar los resultados del orujo de V. labrusca.  

 El alto contenido de MO encontrado en el orujo de V. labrusca fue similar al reportado 

para el de V. vinífera y otros subproductos agroindustriales tales como el alperujo y la 

pulpa de café, debido a su carácter lignocelulósico (Braham & Bressani, 1979; 

Alburquerque et al., 2004; Bustamante et al., 2009). Si bien el contenido de COT 

presentó un valor medio dentro del rango reportado para este tipo de subproducto, su 

alto coeficiente de variación sugiere que la fecha de muestreo tiene una mayor 

influencia sobre este valor que la especie de vid empleada.  

A diferencia de los subproductos obtenidos en la industria oleica y cafetera, los orujos 

de uva presentan un mayor contenido de NT y una relación C/N (COT/NT) próxima al 
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límite recomendado para ser empleado como abono orgánico (< 25; CCQC, 2001; Pujol 

et al., 2013). Con lo cual, su empleo como abono no limitaría la disponibilidad del 

nitrógeno en el suelo. Respecto a otros nutrientes esenciales para las plantas, el orujo de 

V. labrusca presentó un alto contenido de K que es característico de estos subproductos 

vitivinícolas y un mayor contenido de PT respecto a lo reportado para V. vinífera, 

resultando ser el subproducto de V. labrusca más atractivo desde el punto de vista 

agronómico (Bustamante et al., 2009). En cambio, un menor contenido de Ca se 

evidenció en el orujo de V. labrusca que podría deberse a que los viñedos de esta vid no 

se encuentran emplazados sobre suelos calcáreos (ricos en calcio) necesarios para la 

producción de vinos de alta calidad como los de V. vinífera (Almanza Merchán, 2012). 

La incorporación del orujo de V. labrusca como abono orgánico podría afectar la 

calidad de frutos, en términos de firmeza, puesto que este nutriente juega un rol crucial 

en la formación de la pared celular vegetal.  

El orujo de V. labrusca posee un valor de CIC similar a suelos clasificados como 

altamente fértiles (> 45), esto se puede deber a la disponibilidad de grupos funcionales 

cargados negativamente (fenoles, ácidos carboxílicos, etc) presentes en la materia 

orgánica (Garrido Valero, 1994). Por lo tanto es de esperar que la adición de orujo de 

uva al suelo reduzca el lixiviado de los cationes de nutrientes esenciales e incremente su 

disponibilidad para los cultivos (Scotti et al., 2015). Con respecto al contenido de 

cationes intercambiables, el orujo presentó una provisión muy alta de K+, media de Ca++ 

y baja de Mg++ (INTA, 1989). Esta dominancia de K podría limitar la disponibilidad Ca 

y el Mg, provocando deficiencias de estos nutrientes esenciales durante el crecimiento 

de las plantas (Hayward & Wadleigh, 1949).  

Un valor de CE superior al valor límite establecido para abonos orgánicos (4 dS/m) se 

registró en el orujo de V. labrusca, este alto contenido salino restringe su uso sobre  

cultivos sensibles (Resolución SENASA 264/11, 2011); aunque este valor podría 

deberse al alto porcentaje de saturación de bases encontrado. Es conocido que los suelos 

con una saturación de bases cercana o del 100 % presentan un pH alcalino (Garrido 

Valero, 1994); en el caso del orujo, a pesar de presentar un valor de saturación mayor, 

es un subproducto ácido. Esto se debe principalmente a la presencia de ácidos orgánicos 

propios de la uva: ácido málico y tartárico, que junto con el contenido de K y su efecto 

sobre la disminución del ácido tartárico libre determinan la acidez (Boulton, 1980). 
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Por otro lado, el alto contenido de humedad de este subproducto se corresponde con el 

rango reportado para el orujo de V. vinífera y otros residuos agroindustriales tales como 

el alperujo y la pulpa de café (Braham & Bressani, 1979; Alburquerque et al., 2004), 

cuyos valores varían entre 64-80 %. Tal característica representa un costo alto en el 

transporte, en términos económicos, y conlleva a un problema en el almacenaje del 

subproducto puesto que resulta muy susceptible al deterioro por acción de los 

microorganismos, perdiendo valor agregado cuando su predigestión no es controlada. Al 

comparar el tenor fenólico entre ambos orujos se evidenció un mayor contenido para V. 

labrusca; esta diferencia encontrada podría deberse al tipo y proporción de fenoles que 

presenta cada variedad de vid o a variaciones en la metodología de extracción (Goula et 

al., 2016).  

En relación a los niveles máximos permitidos en la legislación sobre la carga de 

microorganismos patógenos, la ausencia de coliformes fecales y Salmonella spp en el 

orujo de V. labrusca favorece su empleo como abono orgánico (Resolución SENASA 

264/11, 2011). 

A pesar de cumplir con este requerimiento sanitario y presentar características de interés 

agronómico (MO, N, P, K), el orujo de uva de V. labrusca resulto ser nocivo para el 

crecimiento y de desarrollo de semillas y plantas de lechuga y tomate. En el test de 

germinación-elongación radicular, la germinación fue menos sensible a la presencia de 

sustancias fitotóxicas presentes en la FSAbs del orujo que el crecimiento radícular, 

posiblemente porque durante esta etapa prima la adquisición de agua para salir del 

estado de dormición (Paradelo et al., 2012). Sin embargo, entre las dos especies 

testeadas, las sustancias tóxicas presentes en la FSAbs de orujo ejercieron un mayor 

efecto inhibitorio sobre lechuga (IG < 80 %; Zucconi et al., 1981). Esto indica que el 

grado de toxicidad depende del rango de tolerancia de la especie empleada, tal como fue 

reportado por otros autores (Paradelo et al., 2012; Selim et al., 2012). La coloración 

parda en el ápice radicular podría ser el resultado de una necrosis celular causada por 

los compuestos tóxicos suplementados por la FSA o la polimerización de compuestos 

(cromóforos) del exudado radicular ante el estrés impuesto por esta última. Este síntoma 

podría coincidir con el efecto aleloquímico reportado para la FSA de Sicyos deppei 

(Cucurbitaceae) sobre el crecimiento radicular en semillas de tomate (Romero-Romero 

et al., 2005). Dentro de los compuestos aleloquímicos se encuentran los fenoles, cuyo 

mecanismo de acción parece estar relacionado a la narcosis polar (alteración de la 
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estructura y función de la membrana celular), el desacoplamiento de la oxidación, 

alteraciones de electrofilicidad, de hidrofobicidad y disociación y unión de H en las 

biomoléculas (Wang et al., 2002; Ren, 2003). Puesto que el orujo de V. labrusca tiene 

compuestos fenólicos, estas sustancias podrían contribuir directamente o a través de la 

acción sinérgica con otros compuestos a la inhibición evidenciada sobre el crecimiento 

radicular. En relación al cultivo en invernáculo, el agregado de orujo al suelo también 

produjo un efecto inhibitorio sobre el crecimiento de las plantas, reafirmando la mayor 

sensibilidad de la lechuga a este subproducto y en contraposición a lo observado tras 

aplicar alpeorujo al suelo (Martı́n et al., 2002; Sampedro et al., 2005). Este resultado, 

además, refuerza la hipótesis de la presencia de sustancias tóxicas en el orujo, pero 

también sugiere otras derivadas de la degradación microbiana del mismo bajo la 

condición de cultivo impuesta. Reportes previos indican que la aplicación al suelo de 

materia orgánica fresca o después de un proceso de predigestión aún en una etapa 

inmadura ocasiona efectos negativos sobre el crecimiento de las plantas, coincidiendo 

con los resultados obtenidos (Tiquia et al, 1996; Martı́n et al., 2002; Sampedro et al, 

2005). En contraposición, un efecto estimulante del orujo fue observado sobre el 

sistema radicular de las plantas al adicionar 20 t/ha, esto podría deberse a la formación 

de agregados que reducen la compactación del suelo y facilitan la penetración radicular; 

y por otro lado el incremento de nutrientes esenciales para las plantas (Diacono & 

Montemurro, 2011). En suelos utilizados para el cultivo intensivo de lechuga y tomate, 

se ha recomendado una dosis entre 10 a 80 t/ha de abono orgánico para mantener la 

capacidad productiva del mismo; los resultados obtenidos restringen el uso del orujo 

para tal fin agronómico (Vazquez & Terminiello, 2012). 
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I.1- INTRODUCCIÓN 

La “Cooperativa de la Costa” (Buenos Aires, Argentina) emplea las uvas de V. labrusca 

var. isabella (L) para producir un vino regional que genera residuos orgánicos sin 

ningún tipo de tratamiento (Abbona et al., 2007; Sisterna et al., 2010; Otero, 2013; 

Velarde et al., 2013). El más importante es el orujo de uva (hollejo, pulpa remanente y 

semillas), con una composición química de 10,3 % de celulosa, 12,0 % de hemicelulosa 

y 37,2 % de lignina (Saparrat et al., 2009). Este subproducto contiene una cantidad de 

materia orgánica importante que permitiría mejorar las propiedades y el contenido de 

nutrientes esenciales, especialmente N y K, que estimularían el crecimiento de las 

plantas (Capítulo II). Sin embargo, su uso agronómico se halla restringido a enmienda 

orgánica o acondicionador de suelos, debido ciertas características físico-químicas del 

orujo y a la presencia de sustancias tóxicas que afectan negativamente el crecimiento y 

desarrollo de las plantas (Capítulo II; Tiquia et al., 1996). 

Los hongos saprótrofos son conocidos por su capacidad para transformar y acelerar el 

proceso de degradación de distintos tipos de residuos o subproductos agrícolas o agro-

industriales bajo condiciones de FES, por ejemplo: paja de trigo, paja de arroz, alperujo 

y restos de la post-cosecha de la caña de azúcar (Dorado et al., 1999; Sampedro et al., 

2005, 2007; Dinis et al., 2009; Yu et al., 2009; Maza et al., 2014). Esto se debe a que 

estos hongos penetran con sus hifas la matriz sólida lignocelulósica y sintetizan una alta 

cantidad de enzimas extracelulares que incrementan el acceso a los nutrientes 

disponibles en el mismo, en condiciones de baja actividad agua y altas presiones 

osmóticas (Díaz et al., 2007). Entre las enzimas liberadas se diferencian las de 

naturaleza hidrolíticas, que actúan en la degradación de los polisacáridos de la pared 

celular (celulosa y hemicelulosa), y las oxidativas no específicas que mineralizan y 

oxidan la lignina y un amplio rango de compuestos con una estructura similar a ésta 

(Saparrat et al., 2002, 2008a, 2010; Maza et al., 2015). Se ha reportado la capacidad de 

Aspergillus awamori para sintetizar xilanasa y exo-poligalacturanasa usando el orujo de 

uva como sustrato de crecimiento (Botella et al., 2005, 2007; Díaz et al., 2007). 

También se ha detectado la producción de lacasa en cultivos de Trametes hirsuta 

usando semillas de uva bajo FES (Moldes et al., 2003). Sin embargo, no hay 

antecedentes sobre los cambios generados en la matriz lignocelulósica del orujo por la 

acción de los hongos saprótrofos bajo FES. 
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Debido a que la FES con hongos es un proceso complejo, que implica seleccionar una 

cepa fúngica, el tipo de sustrato y las condiciones de cultivo adecuadas para la actividad 

fúngica; en este capítulo se describe la evaluación de la capacidad de seis hongos 

saprótrofos para transformar el orujo de uva de V. labrusca, considerando los cambios 

químicos generados en el sustrato y los mecanismos enzimáticos involucrados en el 

proceso. 

III.2- MATERIALES Y MÉTODOS  

III.2.1- Aislamientos fúngicos  y su mantenimiento 

Para estos estudios se utilizaron 5 cepas depositadas en el Cepario del Instituto Carlos 

Spegazzini de La Plata (LPSC) y 1 depositada en el Cepario de la Cátedra de 

Fitopatología de la Facultad de Ciencias Agrarias y Forestales de la Universidad 

Nacional de La Plata (FALH), las cuales presentan características fisiológicas 

diferenciales y cuya información se detalla en la Tabla III.1. El mantenimiento de la 

mayoría de las cepas fúngicas se realizó mediante subcultivos en estrías de medio agar 

extracto de malta (AEM; 20 g de extracto de malta, 2 g de extracto de levadura y 20 g 

de agar en 1l) que se conservaron a 4 ºC, con excepción de T. harzianum, para el que se 

empleo como medio agar papa glucosa (250 g de papa; 20 g de glucosa y 20 g de agar 

en 1l). 

Tabla III.1 – Aislamientos fúngicos  

Especie Cepa Sustrato de aislamiento Referencia 

Coriolopsis rigida LPSC # 232 Madera (PB)* Saparrat et al., 2000, 
2002, 2010  

Gloeophylum sepiarium LPSC # 735 Madera (PC) Murace et al., 2010  

Peniophora albobadia LPSC # 285 Madera (PB) Saparrat et al., 2000, 
2002  

Pycnoporus sanguineus LPSC # 163 Madera (PB) Saparrat et al., 2000, 
2002; Luna et al., 2004  

Trichoderma harzianum FALH  # 18 Suelo  Stocco, 2014  

Ulocladium botrytis LPSC # 813 Hojarasca  Saparrat et al., 2007, 
2008b 

* Las abreviaturas entre paréntesis indica el grupo ecofisiológico al que pertenece el hongo: PB, 

hongo de pudrición blanca y PC, hongo de pudrición castaña. 
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III.2.2- Tratamiento del orujo de uva con los hongos saprótrofos bajo FES 

III.2.2.1- Producción del inóculo  
Los hongos se cultivaron individualmente sobre medio AEM a 28 ºC durante 5 días en 

oscuridad, excepto T. harzianum el cual se incubó durante 2 días debido a su alta tasa de 

crecimiento en comparación con el resto de los aislamientos empleados (Fig. III.1). Tres 

discos de 6 mm de diámetro se cortaron del borde de crecimiento activo de la colonia y 

se inocularon en Erlenmeyer de 250 ml conteniendo 20 ml de medio líquido de extracto 

de malta. Los cultivos líquidos se incubaron en agitación (200 rpm) durante 5 días a 28 

ºC en oscuridad. Posteriormente, el micelio desarrollado contenido en cada Erlenmeyer 

se lavó con agua destilada estéril y se homogeneizó asépticamente; la suspensión 

resultante se empleó como inóculo. La biomasa fúngica inoculada se determinó 

mediante gravimetría por triplicado (Saparrat et al., 2007). La biomasa fúngica 

inoculada se determinó mediante gravimetría por triplicado (Saparrat et al., 2007). Una 

alícuota de 10 ml de la suspensión a aplicar se secó a 60 ºC y se calculó su masa seca, la 

que se expresó en mg/ml. Una representación esquemática de la secuencia de trabajo se 

muestra en la Fig. III.2. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. III.1 – Cultivo en placa de los hongos saprótrofos sobre medio AEM: (a) C. 

rigida, (b) G. sepiarium, (c) P. albobadia, (d) P. sanguineus, (e) T. harzianum y (f) U. 

botrytis. 

a) c) b) 

d) e) f) 
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Fig. III.2 – Secuencia de trabajo realizada para la obtención del inóculo fúngico. 

 
III.2.2.2- Cultivo de los hongos saprótrofos  
Se evaluó la habilidad de los hongos para colonizar y transformar el orujo de uva bajo 

condiciones de FES. Se consideró un diseño experimental completamente aleatorizado 

con dos factores de variación, como primer factor de variación se consideró el 

tratamiento del orujo de uva con los distintos hongos y como segundo factor el tiempo 

de incubación. En bolsas de polipropileno (18 x 5 cm) se fraccionó 30 gr de orujo estéril 

(autoclavado a 121 °C a 1,5 atm durante 30 min), con un contenido de humedad 

ajustado al 70%, el cual se inoculó con una suspensión al 20 % p/v (3,0 ± 0,65 mg/ml) 

obtenida en base al punto III.2.2.1. Cada bolsa se cerró empleando un cilindro de 

policloruro de vinilo (PVC) con tapón de algodón para permitir el intercambio gaseoso. 

Las bolsas inoculadas se incubaron en oscuridad a 28 °C. En paralelo se dispusieron 

bolsas sin inocular a modo de control, incluyendo 4 que se procesaron al tiempo inicial 

del ensayo. A intervalos de 30 días, 4 muestras (bolsas) al azar de cada tratamiento se 

removieron sin reposición, incluyendo del grupo control, para una verificación visual y 

microscópica del desarrollo miceliar y además para la determinación de los parámetros 

que se detallan a continuación. La Fig. III.3 muestra la secuencia de trabajo realizada 

para el cultivo de los hongos bajo FES. 
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Fig. III.3 – Secuencia de trabajo realizada para el cultivo de los hongos bajo FES. 

III.2.3-Determinaciones analíticas y actividades enzimáticas 

III.2.3.1-Pérdida de peso  

La pérdida de peso (Pp, expresada en %) de las muestras se determinó mediante el 

secado de las mismas a 60 ºC. La diferencia de peso por tratamiento fúngico se calculó 

con respecto al sustrato sin inocular (Saparrat et al., 2008b). 

III.2.3.2-Acondicionamiento de la fracción sólida (FS) 

Las muestras secas se molieron a un tamaño de partícula < 1mm y se almacenaron en 

bolsas herméticas rotuladas hasta su empleo. 

III.2.3.3-Color  

El color se evaluó en las muestras de la FS empleando un medidor de color (colorímetro 

Chroma (CR300, Minolta, Osaka, Japón), siguiendo la metodología reportada por 

Okino et al. (2009) con modificaciones. Se realizaron tres réplicas técnicas por muestra 

o réplica biológica, las cuales se promediaron previamente al análisis estadístico. Los 

parámetros medidos fueron: L*, que es una medida de la luminosidad (0 corresponde a 

negro y 100 a blanco); a* que representa el color en el rango rojo-verde (valores 

positivos a negativos); b* que designa los valores en el rango amarillo-azul (valores 

positivos a negativos). Se calculó la variación total de color (ΔE) usando las siguientes 

ecuaciones: 

Ec. III.1      ΔX = Xi - Xc 

Ec. III.2       ΔE = (ΔL*2 + Δa*2 + Δb*2)1/2 
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donde X representa a un componente del color: L*, a* o b*. El subíndice i corresponde 

al valor de la muestra tratada con un hongo para un parámetro X para un determinado 

tiempo de cultivo y c representa el valor de la muestra control (sin tratamiento fúngico) 

para ese mismo parámetro y tiempo de cultivo.  

III.2.3.4 -Espectroscopía FT-Raman 

Los espectros FT-Raman de las muestras de la FS del orujo de uva control y tratado con 

los hongos saprótrofos correspondientes a los 90 días de incubación se obtuvieron a una 

resolución de 50-3500 cm-1 usando un Microscopio Raman DXR (Thermo Fisher 

Scientific), a temperatura ambiente. Los datos fueron colectados usando una bomba de 

diodo con un láser verde de estado sólido de 532 nm a una potencia de 9 mW 

(resolución espectral de 4 cm-1) y una apertura confocal de hendidura de 50 μm. Las 

muestras se enfocaron con un objetivo de 10 ×. Tres réplicas técnicas por muestra se 

realizaron para obtener un espectro promedio. Los espectros obtenidos se analizaron 

usando OMNIC software (Thermo Electron Corporation, Madison, WI, USA). Se 

obtuvieron los datos de intensidad (I) a 1096 cm-1 (estiramiento de los enlaces C-C y C-

O ), 1600 cm-1 (estiramiento del anillo arilo, simétrico) y 1739 cm-1 (estiramiento en el 

enlace ν (C=O) del grupo éster) atribuidos a celulosa, lignina y hemicelulosa, 

respectivamente (Heredia-Guerrero et al., 2014; Durmaz et al., 2016) y se calcularon las 

relaciones de I 1600 cm-1/ I 1739 cm-1, 1600 cm-1/ I 1096 cm-1 y I 1739 cm-1/ I 1096 cm-

1 a fin de identificar alteraciones de la matriz lignocelulósica como resultado del 

tratamiento fúngico (Durmaz et al., 2016 modificado).  

III.2.3.5-Obtención de la fracción soluble acuosa base húmeda (FSAbh) 

Una fracción fresca (10 g) del orujo tratado y no tratado con los hongos saprótrofos se le 

adicionó 50 ml de agua destilada. La mezcla resultante se agitó a 200 rpm durante 30 

min, tras los cuales se filtró y centrifugó a 275 g. Alicuotas de la FSAbh obtenida se 

conservaron a 4 ºC hasta su empleo.  

III.2.3.6- Fenoles libres 

El contenido de fenoles libres se determinó en la FSAbh siguiendo la metodología 

reportada en el punto II.2.2.12. 

III.2.3.7- pH hidrolítico (pHh) 

El pHh se determinó en la FSAbh utilizando un Benchtop pH/mv meter (Sper Scientific). 



53 
 

III.2.3.8- NH4+-N 

El contenido de NH4
+-N en la FSAbh se determinó por el método de King et al. (1990). 

A 100 µl de la FSAbh de cada muestra se le adicionaron500 µl del reactivo A y 500 µl 

del reactivo B. La mezcla resultante se incubó a temperatura ambiente por 15 min y se 

determinó la densidad óptica a 635 nm usando un UV- espectrofotómetro (160-A 

Shimadzu). El reactivo A contiene fenol al 1% (p/v) y Na2 [Fe(CN)5NO] al 0,005 % 

(p/v). El reactivo B contiene NaOH al 0,5% (p/v) e NaClO al 0,84% (v/v). Se empleó 

como estándar una solución de Cl (NH4) al 0,002 % (p/v). 

III.2.3.9- Azúcares reductores  

Se determinó el contenido de azúcares en la FSAbh siguiendo la metodología de 

Somogyi-Nelson (Somogyi, 1945). La reacción colorimétrica se llevo a cabo en tubos 

de ensayos conteniendo 200 µl de muestra y 200 µl de reactivo Somogyi, los cuales 

fueron sumergidos en baño a 100 ºC por 10 min. Se dejó enfriar y se adicionó 200 µl del 

reactivo de Nelson y 2,4 ml de agua destilada. La lectura se realizo a 540 nm un 

espectrofotómetro (UV 160-A Shimadzu). Se empleó como estándar una solución 10 

mM de glucosa. 

III.2.3.10- Cromóforos 

En las FSAsbh se determinó el contenido de cromóforos midiendo la absorbancia a 395 

nm en  un UV- espectrofotómetro (160-A Shimadzu) siguiendo a  Aloui et al. (2007). 

III.2.3.11- Actividad β-1,4 endoglucanasa y β-1,4 endoxilanasa 

 La actividad de β-1,4 endoglucanasa y β-1,4 endoxilanasa se determinó utilizando 

como sustrato carboximetilcelulosa (CMC) al 0,5 % y xilano al 0,2 % en buffer Acetato 

de sodio 50 mM a pH 5, respectivamente (Saparrat et al., 2008b). La liberación de 

azúcares reductores se determinó por la técnica de Somogyi-Nelson (ver punto 

III.2.3.9). La reacción se realizó con 200 µl de la FSAbh, incubada con el sustrato a 50 

ºC durante 60 min. Los resultados fueron expresados en miliunidades por mililitro de 

FSAbh (mU/ml). 

III.2.3.12- Actividad lacasa y peroxidasa 

La actividad lacasa fue determinada por oxidación de ABTS [2,2´-azinobis-(3-

etilbenzotiazolina-6-ácido sulfónico)] 50 mM, en buffer acetato 500 mM de pH 5,5 

(Saparrat et al., 2000). En la mezcla de la reacción se midió el incremento lineal de la 
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absorbancia a 436 nm (λ436: 29.300 M-1cm-1) en un espectrofotómetro (UV 160-A 

Shimadzu). La actividad peroxidasa también se determinó en base a la cinética de 

oxidación del ABTS en presencia de peróxido de hidrógeno 0,1 mM. La actividad 

enzimática oxidativa se expresó en miliunidades por mililitro de líquido de cultivo 

(mU/ml). Una unidad enzimática se definió como la cantidad de enzima necesaria para 

producir 1 μmol de ABTS oxidado/min. 

III.2.4- Análisis estadístico 

Los datos obtenidos fueron analizados mediante un ANOVA uni o bifactorial y un Test 

de Tuckey a posteriori (p=0,05). Los datos correspondientes al porcentaje de pérdida de 

peso se transformaron a escala arcsen previo al análisis estadístico (Zar et al., 1999).   

III.3- RESULTADOS 

Todos los hongos colonizaron el orujo contenido en las bolsas luego de los 90 días de 

incubación (Fig. III.4). Mientras que los cultivos de C. rigida sobre orujo se 

caracterizaron por ser compactos, cementando los componentes de partida en una 

unidad (Fig. III.5), los cultivos de los otros hongos no generaron la agrupación entre los 

componentes del sustrato. Aunque los cultivos pertenecientes a Basidiomycota (C. 

rigida, G. sepiarium, P. albobadia y P. sanguineus) sólo diferenciaron hifas vegetativas 

características (datos no mostrados), aquellos correspondientes a T. harzianum y U. 

botrytis mostraron sus conidios distintivos desde los primeros 30 días de cultivo (Fig. 

III.6).  
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Fig. III.4 – Colonización del orujo de uva por los hongos saprótrofos después de 90 

días de incubación bajo condiciones de FES: (a) C. rigida, (b) G. sepiarium, (c) P. 

albobadia, (d) P. sanguineus, (e) T. harzianum y (f) U. botrytis. 
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Fig. III.5 – Orujo de uva colonizado por C. rigida a los 90 días de incubación: (a) 

cultivo formando un bloque compacto en ausencia del recipiente contenedor 

(bolsa) y (b) alicuotado mostrando una masa miceliar agregando los componentes 

de partida del orujo. 

 

Fig. III.6 – Observación de hifas y sistema conidial de (a) T. harzianum y (b) U. 

botrytis con un aumento de 40x.                                                                                  

Se encontraron diferencias en el porcentaje de pérdida de peso del orujo por la actividad 

de los hongos, aunque ello fue dependiente del tiempo de incubación (Fig. III.7). U. 

botrytis después de los 30 días de cultivo sólo redujo un 7,8 ± 1,1 % el peso del orujo 

comparado al resto de los cultivos fúngicos analizados, no obstante, este hongo causó la 

mayor pérdida de peso a los 90 días de incubación (32,1 % ± 1,7).                                   



 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. III.7 - Pérdida de peso (%) del orujo de uva causada por los hongos saprótrofos (H) a distintos tiempos de incubación (T; 30, 60 y 90 

días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior izquierdo se observa el valor de p derivado del ANOVA, resaltados en negrita los factores 

estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 



La Fig. III. 8 muestra los cambios de color superficial generados en la FS de los orujos 

tratados con los hongos saprótrofos a los distintos tiempos de incubación respecto al 

control. En base al sistema CIELAB, el tratamiento del orujo con los hongos generó 

variaciones en los valores de los parámetros L*, a* y b*, así como, en la ΔE; en los 

tiempos de exposición respecto a las muestras control (Fig. III. 9-12). En relación con el 

parámetro L*, un claro aumento en la luminosidad del 9,5 ± 4,3 % se produjo en las 

muestras que se trataron con G. sepiarium a los 30 días de incubación respecto al 

control; mientras que una reducción de la luminosidad del 18,1 ± 6,9 % se observó en la 

FS de las muestras tratadas con U. botrytis independientemente del tiempo de cultivo 

(Fig. III.9). La Fig. III.10 muestra que las diferencias encontradas en la variación del 

rango de color de rojo a verde (parámetro a*) no se ocasionó por el efecto interactivo 

entre las variables analizadas (tipo de tratamiento y tiempo de cultivo). Entre los hongos 

evaluados, sólo C. rigida, T. harzianum y U. botrytis enverdecieron la FS del orujo 

respecto al control, siendo U. botrytis el hongo que causó la máxima en el rango de 

color (76,7 ± 12,9 %). En relación al parámetro b*, las diferencias encontradas en el 

rango de color de amarillo azul se deben a la interacción que surge entre el tipo de 

tratamiento y el tiempo de cultivo (Fig. III.11). Mientras que las FS correspondientes al 

orujo tratado con C. rigida y G. sepiarium se tornaron más amarillentas a los 30 y 60 

días de incubación respecto al control correspondiente; este mismo efecto se evidenció a 

partir de los 60 días en las FS tratadas con P. albobadia y P. sanguineus, respecto al 

control. En cambio, las FS de las muestras correspondientes a T. harzianum y U. 

botrytis presentaron un desplazamiento del color hacia el azul respecto al control, 

destacándose en los 3 tiempos de incubación U. botrytis. La combinación de los 

parámetros L*, a* y b* reveló diferencias en el cambio de color (ΔE) de la FS de los 

orujos tratados con los hongos en función del tiempo de incubación, siendo U. botrytis 

el hongo que produjo la máxima variación del color a los 90 días de incubación (Fig. 

III.12).  
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Fig. III.8 - Color del orujo de uva control y tratado con los hongos saprótrofos 

después de 30, 60 y 90 días de incubación. 
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Fig. III.9 - Componente L* del color de la FS del orujo de uva control y tratado con los hongos saprótrofos (Tr) a distintos tiempos de 

incubación (T; 30, 60 y 90 días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior derecho se observa el valor de p derivado del ANOVA, resaltados en 

negrita los factores estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 
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Fig. III.10 - Componente a* del color de la FS del orujo control y tratado con los hongos saprótrofos (Tr) a distintos tiempos de 

incubación (T; 30, 60 y 90 días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior derecho se observa el valor de p derivado del ANOVA, resaltados en 

negrita los factores estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 



62 
 

 

Fig. III.11 - Componente b* del color de la FS del orujo de uva control y tratado con los hongos saprótrofos (Tr) a distintos tiempos de 

incubación (T; 30, 60 y 90 días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior derecho se observa el valor de p derivado del ANOVA, resaltados en 

negrita los factores estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 
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Fig. III.12 - Cambio de color (ΔE) en la FS del orujo de uva después del tratamiento con los hongos saprótrofos (H) a distintos tiempos 

de incubación (T; 30, 60 y 90 días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior izquierdo se observa el valor de p derivado del ANOVA, resaltados 

en negrita los factores estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 
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Los espectros FT-Raman del orujo de uva control (sin tratar) y los tratados con los 

distintos hongos saprótrofos a los 90 días de incubación se muestran en la Fig. III.13. Al 

comparar los espectros, se observaron variaciones en la intensidad (I) de las 

absorbancias a 1096 cm-1, 1600 cm-1 y 1739 cm-1 atribuidos a celulosa, lignina y 

hemicelulosa, respectivamente, polímeros que forman parte de en la pared de la célula 

vegetal. Los cambios relativos en las relaciones de las bandas de carbohidratos y lignina 

se muestran en la tabla III.2. El valor de la relación I. 1600 cm-1 / I 1739 cm-1 se redujo 

después del tratamiento del orujo con P. albobadia, P. sanguineus y T. harzianum, 

respecto al control; siendo este primer hongo el que provocó la mayor reducción. En la 

relación I. 1600 cm-1 / I 1096 cm-1, entre las diferencias encontradas en los valores 

obtenidos se destacó el aumento de la relación en G. sepiarium y la reducción en U. 

botrytis, respecto del control. En cuanto a la relación I 1739 cm-1/ I 1096 cm-1, se 

observó un aumento y una reducción significativa en los valores obtenidos para P. 

sanguineus y U. botrytis, respectivamente. 
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Fig. III.13 - Espectros FT-Raman de las muestras de la FS del orujo de uva control y tratados con los hongos saprótrofos después de 90 

días de incubación. Cada espectro corresponde al valor medio obtenido de 4 réplicas. 
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Tabla III.2-Cambio relativo en las relaciones I.1600 cm-1/ I.1735 cm-1, I.1600 cm-1/ I.1096 cm-1 y I.1735 cm-1/ I.1096 cm-1 de los espectros Raman 

de la FS del orujo de uva control y tratado con los distintos hongos a los 90 días de incubación. 

 

Tratamiento I.1600 cm-1/ I.1735 cm-1 I.1600 cm-1/ I.1096 cm-1 I.1735 cm-1/ I.1096 cm-1 

Control 24,9 ± 4,4 a 5,5  ± 0,6 bc 0,27 ± 0,03 bc 

C. rigida 17,2  ± 4,3 abc 7,1  ± 1,6 ab 0,23 ± 0,06 cd 

G. sepiarium 20,8  ± 6,7 ab 8,7  ± 2,3 a 0,26 ± 0,06 bc 

P. albobadia 11,8  ± 2,3 c 5,3  ± 1,2 bc 0,38 ± 0,07 ab 

P. sanguineus 14,9  ± 3,6 bc 5,8  ± 0,5 ab 0,40 ± 0,08 a 

T. harzianum 14,7  ± 2,5 bc 6,2  ± 0,9 ab 0,35 ± 0,03 abc 

U. botrytis 20,9  ± 7,2 ab 3,7  ± 0,2 c 0,11 ± 0,05 d 

Media y desvío de cuatro réplicas. Para cada columna, letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 
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Diferentes parámetros físico-químicos se analizaron sobre alícuotas de la FSAbh del 

orujo en ausencia y presencia de los hongos e incubados por 90 días a 28 °C. El 

contenido de azúcares reductores, NH4
+-N y la Abs. a 395 fueron los parámetros más 

afectados respecto a los niveles obtenidos al tiempo inicial en el control sin el agregado 

de hongos (ANEXO I, Tabla A1). Se encontraron diferencias en los niveles de azúcares 

reductores con los tratamientos realizados con algunos de los hongos (Fig. 13). Mientras 

que P. albobadia generó una reducción del 31,9 ± 4,4; 54,4 ± 2,6 y 59,8 ± 3,2 % en el 

contenido relativo de azúcares reductores a los 30, 60 y 90 días de incubación; C. rigida 

y T. harzianum sólo causaron una disminución en las muestras después de los 60 días de 

incubación. Los niveles disponibles de NH4
+-N en la FSAbh mostraron variaciones en 

los orujos expuestos a los hongos, aunque el efecto de cada hongo fue diferente y 

además estuvo en función del tiempo de incubación (Fig. III.14). C. rigida, P. 

sanguineus, T. harzianum y U. botrytis redujeron el nivel de NH4
+-N a los 30 días de 

incubación y posteriormente incrementaron la disponibilidad del mismo en la FSAbh 

cuando la incubación se extendió hasta los 90 días, excepto el orujo tratado con U. 

botrytis. Mientras que G. sepiarium y P. albobadia incrementaron los niveles de NH4
+-

N en los 3 tiempos de incubación, aunque P. albobadia demostró tener un efecto 

mineralizante superior a G. sepiarium. Excepto cuando el orujo se inoculó con G. 

sepiarium, en el resto de los tratamientos, los hongos provocaron una reducción en el 

contenido de fenoles solubles a los 30, 60 y 90 días de incubación (Fig. III.15). Este 

efecto de defenolización fue más notorio a los 30 días de incubación, siendo los hongos 

C. rigida y P. albobadia los que provocaron la mayor reducción (70,0 ± 4,0 y 80,8 ± 2,2 

%, respectivamente). No obstante, no se encontraron diferencias a lo largo del tiempo de 

incubación en los niveles de fenoles libres correspondientes al orujo tratado con C. 

rigida, P. albobadia y T. harzianum. En cambio el efecto defenolizante causado por P. 

sanguineus y U. botrytis varió en relación al tiempo de incubación, los que mostraron 

un patrón opuesto al compararlos entre sí. Con relación al pH de la FSAbh, el tratamiento 

del orujo con C. rigida, G. sepiarium, T. harzianum y U. botrytis provocaron 

incrementos en el pH a lo largo del periodo de incubación analizado, siendo este efecto 

más notorio a los 60 días de incubación del orujo inoculado (Fig. III.16). No obstante, 

los 3 hongos restantes produjeron incrementos leves a los 90 días de incubación. Al 

evaluar el contenido de cromóforos en la FSAbh de los orujos tratados con los hongos, 

sólo el orujo inoculado con U. botrytis presentó un marcado aumento del valor de 
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absorbancia a 395 nm, el cual incluso se intensificó después de los 60 días de 

incubación (Fig. III.17). Adicionalmente en el mismo tiempo de incubación se detectó 

un leve aumento relativo en el contenido de cromóforos en la FSAbh en el orujo 

inoculado con G. sepiarium.  
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Fig. III.14 – Contenido de azúcares reductores en la FSA del orujo de uva control y tratado con los hongos saprótrofos (Tr) a distintos 

tiempos de incubación (T; 30, 60 y 90 días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior derecho se observa el valor de p derivado del ANOVA, 

resaltados en negrita los factores estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 
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Fig. III.15- Contenido de NH4+-N en la FSA del orujo de uva control y tratado con los hongos saprótrofos (Tr) a distintos tiempos de 

incubación (T; 30, 60 y 90 días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior derecho se observa el valor de p derivado del ANOVA, resaltados en 

negrita los factores estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 
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III.16 - Valor de pH en la FSA del orujo de uva control y tratado con los hongos saprótrofos (Tr) a distintos tiempos de incubación (T; 

30, 60 y 90 días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior izquierdo se observa el valor de p derivado del ANOVA, resaltados en negrita los factores 

estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 
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Fig. III.17 - Contenido de fenoles solubles en la FSA del orujo de uva control y tratado con los hongos saprótrofos (Tr) a distintos 

tiempos de incubación (T; 30, 60 y 90 días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior derecho se observa el valor de p derivado del ANOVA, 

resaltados en negrita los factores estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 
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Fig. III.18 – Contenido de cromóforos detectados en la FSA del orujo de uva control y tratado con los hongos saprótrofos (Tr) a distintos 

tiempos de incubación (T; 30, 60 y 90 días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior izquierdo se observa el valor de p derivado del ANOVA, 

resaltados en negrita los factores estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05).
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En las FSAbh también se evaluó la presencia de enzimas hidrolíticas y oxidativas ya que 

las mismas podrían estar involucradas en la transformación del orujo que realizan los 

hongos incluidos en este estudio. Se detectó actividad β-1-4-endoglucanasa y β-1-4-

endoxilanasa en la FSAbh de todos los hongos evaluados, cuyos niveles variaron en 

función del tipo de aislamiento fúngico empleado y dentro del tiempo de incubación 

estudiado (Fig. III.18-19). Los máximos niveles de actividad β-1-4-endoglucanasa se 

detectaron en la mayoría de los orujos inoculados a los 30 días de incubación, siendo el 

máximo valor de actividad detectado en la FSA proveniente del orujo inoculado con G. 

sepiarium (314,3 ± 100,8 mU/ml) (Fig. III.18). Con el incremento del tiempo de 

incubación, la actividad entre los distintos hongos se equiparó. Las diferencias 

detectadas en los niveles de actividad β-1-4 –endoxilanasa se debieron al efecto de la 

interacción especie fúngica inoculada y los tiempos de cultivo evaluados (Fig. III.19). 

La incubación del orujo con C. rigida mostró el mayor nivel enzimático a los 60 días de 

incubación (164,0 ± 32,7 mU/ml). A diferencia del resto de los hongos, los niveles de 

actividad β-1-4 –endoxilanasa detectados en los orujos inoculados con G. sepiarium y 

P. sanguineus se mantuvieron relativamente constantes durante el proceso de 

incubación. Con respecto a la actividad oxidativa, la actividad lacasa fue detectada 

únicamente en las FSAs de los orujos de uva inoculados con C. rigida, P. albobadia y 

P. sanguineus. La variación en los niveles de actividad lacasa encontrados estuvo 

relacionada con el tiempo de incubación y la especie fúngica empleada (Fig. III.20). 

Durante los primeros 30 días de incubación se detectaron niveles de actividad más altos 

en los orujos inoculados con C. rigida y P. sanguineus, el orujo tratado con este último 

hongo fue el que mostró el máximo nivel (23,6 ± 5,2 mU/ml). En la FSA del orujo 

tratado con P. albobadia, los niveles de actividad lacasa encontrados a lo largo del 

proceso de incubación fueron relativamente constantes. No se detectó actividad 

peroxidasa en ninguna de las FSAs al menos en las condiciones estudiadas. 
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Fig. III.18 – Actividad β-1,4 endoglucanasa detectada en la FSA del orujo de uva tratado con los hongos saprótrofos (H) a distintos 

tiempos de incubación (T; 30, 60 y 90 días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior derecho se observa el valor de p derivado del ANOVA, 

resaltados en negrita los factores estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 

 



76 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Fig. III.19 – Actividad β-1,4 endoxilanasa detectada en la FSA del orujo de uva tratado con los hongos saprótrofos (H) a distintos 

tiempos de incubación (T; 30, 60 y 90 días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior derecho se observa el valor de p derivado del ANOVA, 

resaltados en negrita los factores estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 
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Fig. III.20 – Actividad lacasa detectada en la FSA del orujo de uva tratado con hongos saprótrofos (H) a distintos tiempos de incubación 

(T; 30, 60 y 90 días). Media y desvío de cuatro réplicas. Sobre el margen superior derecho se observa el valor de p derivado del ANOVA, resaltados en negrita los 

factores estadísticamente significativos. Letras diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 
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II.4- DISCUSIÓN 
En los suelos de los ambientes naturales los hongos saprótrofos son los principales 

agentes transformadores de la materia orgánica, ya que poseen o emplean diferentes 

estrategias para colonizar y tener ventajas competitivas con otros microorganismos con 

el fin de acceder rápidamente a los nutrientes presentes en el mismo (Cooke & Whipps, 

1993). Diferentes reportes avalan que en cultivos bajo FES en ausencia de competencia 

interespecífica, la eficiencia de degradación de los hongos depende del desempeño de 

las enzimas que son capaces de producir en relación a la composición química del 

sustrato y las condiciones del cultivo (Edman et al., 2006). Esto explicaría las 

diferencias encontradas en la reducción del peso del orujo de uva causada por el 

tratamiento con los hongos. Existen hongos que en sustratos pobres de nutrientes o 

recalcitrantes a la degradación mantienen altas tasas reproductivas lo que les permite 

explorar y colonizar el ambiente más rápidamente, denominados estrategas “r” (Pugh, 

1980). El orujo de uva es un sustrato recalcitrante (contenido de lignina > 20 %; 

Saparrat et al., 2008b), por lo cual este tipo de estrategia reproductiva podría explicar la 

mayor eficiencia de degradación causada por U. botrytis, aún cuando en los primeros 30 

días presentó el menor porcentaje de reducción de peso del orujo.  

El color es uno de los parámetros empleados para evaluar la transformación de sustratos 

sólidos o efluentes líquidos por la acción de los hongos (Dorado et al., 1999; Jaouani et 

al., 2003; Aloui et al., 2007; Okino et al., 2009). En relación a los parámetros del 

sistema CIELAB, el incremento encontrado en la luminosidad del orujo tratado con G. 

sepiarium a los 30 días de cultivo se contrapone con lo reportado para el cultivo de 

Gloeophyllum striatum, otro hongo de pudrición castaña, sobre madera de clones de 

caucho y ciprés (Okino et al., 2009). Bajo este tipo de pudrición, es de esperar que la 

degradación fúngica de un sustrato lignocelulósico se oscurezca al quedar la lignina 

expuesta por la remoción los polisacáridos de la pared. En hongos de pudrición blanca, 

en cambio, un incremento en la luminosidad indicaría el accionar de las enzimas 

oxidativas sobre la lignina; tal como se reportó sobre el alpeorujo tratado con C. rigida 

despúes de 5 meses de incubación (Sampedro Quesada, 2005). C. rigida y los otros dos 

hongos de pudrición blanca, P. albobadia y P. sanguineus, no provocaron cambios en la 

luminosidad del orujo, lo cual podría indicar que no hubo remoción de este polímero 

recalcitrante o que el tiempo de incubación no fue suficiente para poder evidenciar tal 

efecto. Entre las intensidades de color determinadas en el orujo, el rango de amarillo-
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azul (b*) fue el más afectado por los hongos, de los cuales sólo los hongos de pudrición 

evidenciaron un incremento en tal valor. Se ha reportado la variación hacia el rango del 

amarillo en el material degradado por la acción fúngica como resultado  de la presencia 

de cromóforos (Okino et al., 2009). En el caso de U. botrytis, la disminución en la 

intensidad de color en este rango, así como, la pérdida de luminosidad en el orujo, 

podría ser causada por la inmovilización de cromóforos en la matriz miceliar o esporas 

por grupos secuestrantes como las melaninas enmascarando el proceso de degradación 

(Llorente et al., 2012). En base al sistema de clasificación de la percepción del color en 

relación al ΔE* propuesto por Cui et al. (2004) (0-0,5, despreciable; 0,5-1,5, 

ligeramente perceptible; 1,5-3, perceptible; 3-6, apreciable y de 6-12 notoriamente 

apreciable), los resultados obtenidos muestran que hay alteraciones perceptibles a 

notoriamente perceptibles en el orujo, aunque ello es dependiente del tiempo de cultivo 

y el hongo inoculado, confirmando el accionar de los hongos sobre el sustrato. 

La espectroscopía FT-Raman es una herramienta novedosa para caracterizar sustratos 

lignocelulósicos y analizar cambios en su composición química por el tratamiento con 

agentes físico-químicos y biológicos (Heredia-Guerrero et al., 2014; Durmaz et al., 

2016; Özgenç et al., 2017). La actividad fúngica sobre la matriz polimérica del orujo de 

uva ha sido evaluada empleando un análisis semi-cuantitativo sobre los datos de 

intensidad Raman colectados para absorbancias asociadas a grupos funcionales 

correspondientes a la celulosa, la hemicelulosa y la lignina. La reducción en la relación 

I.1600 cm-1/ I.1735 cm-1 en el orujo tratado con P. albobadia, P. sanguineus y T. 

harzianum comparado al grupo control sugiere un incremento en el contenido de 

hemicelulosa respecto al control, lo que se debería a una remoción de la lignina 

mediante una despolimerización oxidativa por parte de los hongos. Estudios previos han 

demostrado que P. albobadia y P. sanguineus tienen actividad ligninolítica cuando se 

incuban en un amplio espectro de compuestos aromáticos sobre medios agarizados, 

sustratos lignocelulósicos bajo FES y cultivos sumergidos (Saparrat et al., 2000, 2002; 

Vikineswary et al., 2006; Jurado et al., 2009); en cambio para T. harzianum su estudio 

fue acotado a únicamente cultivos sumergidos (Hölker et al., 2002; Asemoloye et al., 

2018). Respecto a la relación I.1600 cm-1/ I.1096 cm-1, G. sepiarium mostró una 

marcada habilidad celulolítica, lo cual coincide con el patrón de pudrición castaña 

reportado para este aislamiento sobre madera de acacia blanca (Robinia pseudoacacia 

L.), acacia negra (Gleditsia triacanthos L.) y pino (Pinus ponderosa Dougl. ex. Laws) 
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(Murace et al., 2010, 2014). Un resultado similar se reportó para el hongo de pudrición 

castaña Coniophora puteana durante la degradación de la madera de abeto (Durmaz et 

al., 2016). Por otro lado, el incremento en la relación I.1735 cm-1/ I.1096 cm-1 para P. 

albobadia y P. sanguineus sobre orujo de uva sugiere un patrón de degradación 

simultaneo, lo cual se contrapone al patrón de degradación selectivo que presenta P. 

sanguineus LPSC 163 sobre madera de álamo (Luna et al., 2004). Cambios en el patrón 

de degradación de selectivo a simultaneo también han sido reportados para Ganoderma 

australe y Trametes versicolor cultivados sobre madera de pino (P. radiata) y tallos de 

bambú (Phyllostachys pubescence), respectivamente, con el incremento del tiempo de 

incubación (Ferraz et al., 2000; Zhang et al., 2007). 

El proceso de transformación del orujo de uva por el tratamiento con los hongos bajo 

estudio también ha sido evaluado a través del análisis del grado de alteración físico-

química que presenta su FSA y los mecanismos enzimáticos fúngicos involucrados 

durante el mismo. Entre los nutrientes esenciales para el crecimiento microbiano, los 

azúcares solubles son una de las principales fuentes carbonadas que los hongos utilizan 

debido a su facilidad de asimilación (Cooke & Whipps, 1993). En cultivos de Pleurotus 

eryngii y P. radiata sobre paja de trigo, se ha observado una reducción en el contenido 

de azúcares durante la fase activa de crecimiento en relación a su demanda de consumo 

y una posterior acumulación hacia etapas finales del periodo de incubación, lo que 

indicaría un descenso de la actividad metabólica de estos hongos (Dorado et al., 1999). 

La reducción observada en el contenido de azúcares en los cultivos de orujo con C. 

rigida y P. albobadia a los 60 y 90 días de incubación respecto a su control abiótico 

indicaría que ambos hongos aún se encuentran en tropofase. Si bien los niveles de 

azúcares en la FSA del orujo transformado con G. sepiarum, P. sanguineus, T. 

harzianum y U. botrytis son similares a los controles abióticos, esto podría ser el 

resultado neto entre el pool de azúcares resultantes de procesos abióticos y el aporte de 

monosacáridos liberados de la degradación fúngica de los polímeros del orujo y la 

velocidad de absorción de estos azúcares por el hongo presente en función a su 

requerimiento nutricional. Durante el ataque fúngico a las paredes celulares del sustrato, 

diferentes proteínas podrían ser hidrolizadas a sus aminoácidos y su posterior 

desaminación liberando formas nitrogenadas inorgánicas a la FSA, tal como el NH4
+1-N 

(Dorado et al., 1999). Esto explicaría el incremento encontrado en los niveles de este 

compuesto inorgánico en la FSA del orujo en la mayoría de los orujos transformados 
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por los hongos. No obstante, durante la incubación también se detectó una reducción de 

NH4
+1-N lo cual podría estar relacionado a su consumo y consecuente inmovilización en 

la biomasa fúngica (Dorado et al., 1999; Saparrat et al., 2010). Generalmente los hongos 

son conocidos por llevar a cabo sus actividades metabólicas a pH ácidos (López et al., 

2002). Excepto U. botrytis, la mayoría de los hongos cultivados sobre el orujo 

incrementaron levemente el valor de pH de la FSA sugiriendo una estrecha relación 

entre los sistemas enzimáticos y su crecimiento bajo pH ácidos (pH < 6). Estos 

incrementos en el pH podrían deberse a la liberación de iones NH4
+1-N como un 

resultado del metabolismo fúngico o así como a la aparición de otros subproductos de la 

degradación y metabolitos fúngicos sintetizados durante el periodo de incubación 

(Saparrat et al., 2007, 2010; Vylkova, 2017). El aumento en el contenido de NH4
+1-N 

sostendría el efecto detectado sobre el pH de la FSA de la mayoría de los orujos 

transformados por los hongos. No obstante, la alcalinización de la FSA causada por el 

cultivo del orujo con U. botrytis no tuvo relación a un incremento de NH4
+1-N, cuya 

actividad metabólica parece diferir notoriamente del resto de los hongos. Reportes 

previos indican que U. botrytis LPSC 813 presenta un sistema enzimático hidrolítico 

cuya actividad es óptima en el rango entre 7-8 de pH, lo cual podría estar vinculado a la 

alcalinidad propia del sustrato de aislamiento (hojarasca de Scutia buxifolia) (Saparrat et 

al., 2007, 2008b). Sin embargo, puesto que este hongo redujo el contenido de NH4
+1-N 

durante el proceso de transformación, otros agentes alcalinizantes parecerían estar 

involucrados en el proceso, aunque es necesario disponer de más información para 

corroborar tal hipótesis. En hongos patógenos se ha reportado que la alcalinización del 

medio favorece la germinación, el crecimiento de las hifas y la formación de cuerpos 

fructíferos y por ende la liberación de esporas favoreciendo la virulencia y la evasión de 

respuestas inmunitarias (Vylkova, 2017). Es conocido que los compuestos fenólicos 

presentes en residuos lignocelulósicos, como el orujo de uva, inhiben a la comunidad 

descomponedora del suelo y afectan la sanidad de los cultivos; por lo cual su remoción 

es un factor clave para acelerar la degradación y la reducción de la fitotoxicidad en estos 

tipos de sustratos (Aranda et al., 2006). Los hongos redujeron el contenido de fenoles 

del orujo, a excepción de G. sepiarium, esto podría deberse al empleo de diferentes 

mecanismos para afrontar los tenores fenólicos propios del sustrato o los generados 

durante el proceso de degradación. Reportes previos destacan la eficiencia de las lacasas 

producidas por los hongos de pudrición blanca (HPB) para la remoción de fenoles, 

dentro de los cuales se destaca la participación de C. rigida y P. sanguineus; lo cual a su 
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vez concordaría con los resultados obtenidos (Jurado et al., 2009; Saparrat et al., 2010). 

En el caso de la alta eficiencia de P. albobadia en la reducción de fenoles en el orujo, no 

hay aún información que permita relacionar ambos procesos si bien se destaca que su 

capacidad de producir lacasas bajo cultivo sumergido ya ha sido descripta (Saparrat el 

al., 2000, 2002). Ciertos hongos tienen la capacidad de degradar ciertos fenoles y no 

otros (Sampedro et al., 2004), lo cual podría explicar la remoción parcial obtenida en las 

FSA del orujo de uva tratado con T. harzianum y U. botrytis comparado con lo 

observado con los HPB. En el caso de estos dos hongos se ha demostrado su capacidad 

para producir enzimas de naturaleza oxidativa, sin embargo, sólo para U. botrytis se ha 

establecido su relación con la remoción de compuestos fenólicos (Guiraud et al., 1995; 

Hölker et al., 2002; Asemoloye et al., 2018). Por otro lado, la adsorción de fenoles por 

la biomasa fúngica podría también explicar la reducción del contenido de fenoles, tal 

como ha sido reportado para Aspergillus niger, Funalia trogii y Schizophyllum 

commune al emplear el pellet del hongo libre o el mismo inmovilizado en una matriz 

sólida (Rao & Viraraghavan, 2002; Bayramoglu et al., 2009; Kumar & Min, 2011). 

Alternativamente, la degradación estaría vinculada a la relación entre pH y los 

compuestos fenólicos libres, a pH neutro o ligeramente alcalino los fenoles pasan a 

fenatos perdiendo así su poder antimicrobiano (Sampedro Quesada, 2005). Esto podría 

vincular la reducción de fenoles y la alcalinización detectada de la FSA del orujo de uva 

tratado con U. botrytis, aunque tampoco se podría descartar los otros mecanismos 

mencionados. La medición de la absorbancia a 395 nm en la FSA del orujo tratado con 

los hongos reveló únicamente para U. botrytis un fuerte incremento en el contenido de 

cromóforos, estos pigmentos solubles podrían ser producto de la actividad del hongo 

sobre el sustrato coincidiendo potencialmente con la reducción del contenido de fenoles 

libres detectados en la FSA o la producción de moléculas precursoras de compuestos 

insolubles como las melaninas, así como también, su posterior oxidación a compuestos 

similares a los ácidos húmicos presentes en los suelos (Almendros et al., 1985; Guiraud 

et al., 1995). Dorado et al. (1999) reportó el incremento de cromóforos en la FSA de 

paja de trigo cultivada con P. eryngii con el incremento del tiempo de incubación. Otros 

estudios indican que la remoción de fenoles libres por la acción fúngica no 

necesariamente tiene una relación con la presencia de compuestos aromáticos 

coloreados (Sampedro Quesada, 2005).  
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La capacidad de los hongos para hidrolizar polisacáridos contenidos en el orujo de uva 

ha sido confirmada al detectar la presencia de β-1,4 endoglucanasa y β-1,4 

endoxilanasa. Las variaciones en los niveles de actividad detectados dependerían de la 

eficiencia de cada hongo para depolimerizar los polisacáridos de la pared celular vegetal 

durante su crecimiento, lo cual concordaría con los resultados obtenidos en el contenido 

de azúcares solubles y los cambios relativos en las relaciones lignina/celulosa y 

hemicelulosa/celulosa de los espectros Raman de la FSA y FS del orujo tratado con los 

hongos, respectivamente. Resultados similares se han reportado durante el cultivo de 

diferentes hongos sobre un mismo sustrato, tales como el raspón de los racimos de uva, 

el alperujo y los residuos de la post cosecha de la caña de azúcar (Sampedro et al., 2005; 

Levin et al., 2012; Maza et al., 2014). Entre las actividades oxidativas evaluadas en el 

presente capítulo, se ha confirmado la capacidad de producir lacasas durante el cultivo 

del orujo con C. rigida, P. albobadia y P. sanguineus, tal cual lo descripto por Saparrat 

et al. (2002a,b; 2010) y la potencial intervención de estas enzimas en la remoción de 

fenoles del orujo. En el caso de T. harzianum y U. botrytis no se detectaron actividades 

lacasa ni peroxidasa en la FSA durante el cultivo de estos hongos sobre el orujo de uva. 

Aunque ha sido reportada la producción de lacasas para T. harzianum, las mismas 

parecerían estar vínculadas a procesos de pigmentación de conidios y no como agentes 

detoxificantes de compuestos aromáticos, como los fenoles (Hölker et al., 2002; 

Asemoloye et al., 2018). No obstante, la no detección de enzimas puede ser el 

resultados de la retención de las mismas por la matriz miceliar o el sustrato, así como, 

de las condiciones y el momento de extracción, entre otros (López et al., 2002; Levin et 

al., 2012). 

La transformación y detoxificación del orujo de uva de V. labrusca por los hongos 

saprótrofos es un requisito clave para reducir el volumen de material generado por la 

actividad vinícola y conocer los cambios generados en matriz lignocelulósica 

ocasionados por la actividad fúngica. Reportes previos indicarían que los hongos de 

pudrición blanca, tales como los empleados en el presente estudio, son los agentes más 

eficientes en la reducción y detoxificación de matrices lignocelulósicas recalcitrantes; 

siendo clave la participación de enzimas de naturaleza oxidativa en el proceso (Dorado 

et al., 1999; Saparrat et al., 2010; Andrade et al., 2012). A pesar de que C. rigida, P. 

albobadia y P. sanguineus redujeron los fenoles presentes en el orujo de V. labrusca, 

mediante la participación de lacasas como mecanismo de detoxificación, presentaron 
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una menor capacidad para reducir el peso seco del orujo comparado con G. sepiarium y 

U. botrytis. Si bien G. sepiarium produjo la mayor pérdida de peso a los 30 días de 

incubación, vinculada a la participación de endoglucanasas y xilanasas, mantuvo el 

nivel de fenoles similares al control abiótico y produjo la liberación de NH4
+1-N en el 

proceso, siendo ambos compuestos reportados como tóxicos para otros 

microorganismos y plantas (Iglesias Jiménez & Perez Garcia, 1989; Tiquia et al., 1996). 

En cambio, U. botrytis provocó la mayor pérdida de peso y además durante el proceso 

redujo los niveles de NH4
+1-N y fenoles, incluyendo la alcalinización del orujo. Por lo 

cual, en base a los cambios físico-químicos generados en el orujo se permitiría 

considerar al tratamiento con U. botrytis  como el más adecuado en vistas de emplear el 

producto generado como abono orgánico. 
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IV.1- INTRODUCCIÓN 

La transformación fúngica de los subproductos agroindustriales debe generar un 

producto con características tales que su incorporación al suelo como abono sea viable. 

Ante la ausencia de una normativa sobre las características que convierten a un 

potencial sustrato en apto para ser utilizado como abono orgánico bajo este tipo de 

tratamiento, es recomendable adoptar los parámetros que se demandan para la 

producción de compostaje o vermicompostaje (Resolución SENASA 264/11; Tiquia et 

al, 1996). Entre las características físico-químicas frecuentemente empleadas se 

encuentran el contenido de M.O., macronutrientes, NH4
+-N y sales (C.E.); así como 

también, la relación C/N y el pH (Bernal et al., 1998). La revalorización de 

subproductos de la industria oleica como abono mediante esta técnica promisoria 

demostró que el accionar de los hongos sobre el sustrato produce un espectro diferencial 

en la concentración y disponibilidad de nutrientes (Sampedro, et al. 2007). Resultados 

similares se reportaron sobre sustratos derivados del cultivo de hongos comestibles, 

incluyendo además, alteraciones en el contenido de sales (Jordan et al., 2008; Paredes & 

Medina, 2009; Ribas et al., 2009). Aparejado a estos cambios, el material transformado 

con los hongos es probable que contenga sustancias que pueden afectar la actividad de 

los microorganismos del suelo y las plantas; esto sugiere que cuando se modifican 

sustratos por la actividad fúngica o como en otros bioprocesos, es indispensable 

monitorear la presencia de inhibidores por medio de bioensayos de fitotoxicidad (Tiquia 

et al., 1996). La detoxificación de residuos derivados de la industria oleica mediante 

hongos bajo FES reveló que la eficiencia del tratamiento varía en función del 

aislamiento fúngico empleado, la dosis aplicada y el tiempo requerido (Aranda et al., 

2004, 2007; Sampedro et al., 2004, 2005; Reina et al., 2017). Entre los hongos de 

pudrición blanca empleados en procedimientos como los descriptos se destacó la 

participación de Coriolopsis rigida, implicando la participación de lacasas y 

peroxidasas como los mecanismos que contribuyen a reducir la presencia de sustancias 

fenólicas fitotóxicas (Aranda et al., 2007; Saparrat et al., 2010). Resultados similares se 

obtuvieron empleando otros hongos rizosféricos tales como representantes del género 

Fusarium spp. y especies biocontroladoras de hongos patógenos como Trichoderma 

harzianum (Sampedro et al., 2004, 2007). 

El orujo de uva de V. labrusca var. isabella es un subproducto de la actividad vinícola 

regional que tiene potencial como abono orgánico, destacándose su alto contenido de K, 
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sin embargo, cuando es incorporado al suelo inhibe el crecimiento de plantas de 

importancia agrícola (Capítulo II; Tiquia et al., 1996). En el capítulo II, se estudió el 

proceso de transformación del orujo de V. labrusca con 6 hongos saprótrofos bajo FES, 

dentro de los cuales se destacó la habilidad de U. botrytis para degradar y modificar el 

mismo; desconociéndose el potencial del orujo transformado como abono orgánico. El 

objetivo del presente capítulo fue evaluar los parámetros físico-químicos y biológicos 

del orujo de uva de V. labrusca tratado con los hongos saprótrofos bajo FES. El 

conocimiento de estos parámetros permitirá establecer la viabilidad del uso de esta 

matriz y bioproceso como abono orgánico.  

IV.2- MATERIALES Y MÉTODOS 

IV.2.1- Obtención del orujo de uva y su acondicionamiento  

El orujo de uva se incubó con los hongos saprótrofos bajo FES siguiendo la 

metodología descripta en el punto III.2.3, pero empleando bolsas de polipropileno de 

30x50 cm conteniendo 200 g de orujo seco. El experimento presentó un diseño 

completamente aleatorizado con 4 réplicas por tratamiento. Una alícuota del material 

fresco expuesto al tratamiento con los hongos después de 90 días de incubación, así 

como el control no inoculado, se secó a 60 °C y se molió hasta obtener un tamaño de 

partícula < 1 mm, siendo destinado para las determinaciones analíticas y fitotoxicidad 

en semillas. El resto del material fresco se utilizó en los ensayos de fitotoxicidad en 

plantas cultivadas en macetas. 

IV.2.2- Determinaciones analíticas  

IV.2.2.1- MO, NT, PT, Ca, Mg, Na y K 

El contenido de MO, NT, PT, Ca, Mg, Na y K sobre base seca se determinó siguiendo 

las metodologías descriptas en el punto II.2.2.2-4-5 y 8, respectivamente. 

IV.2.2.2- COT 

El contenido de COT en el orujo seco se estimó siguiendo la metodología reportada por 

Ball (1964). 

IV.2.2.3- NH4+-N y NO3- -N 

El contenido de NH4
+-N y NO3

-_N se determinó por micro-Kjeldahl (SAGyP/AACS, 

2004). Se fraccionó 2 g de muestra seca en un tubo de centrifuga de 50 ml a la que se le 



88 
 

adicionó 10 ml de solución extractora 1 N de KCl y se agitó por 30 min. Luego la 

solución se filtro utilizando embudos Büchner y papel de filtro Whatman nº 40 (95 

mm). A una alícuota de 3 ml del extracto colectado se le adicionó 50 mg de MgO, se 

destilo sobre H3BO3 y se valoró con 0,1 N de H2SO4 para determinar el contenido de 

NH4
+-N. A la mezcla remanente se le adicionó 30 mg de aleación de Devarda y se 

prosiguió a destilar y valorar para determinar el contenido de NO3
-_N. 

IV.2.2.4-Fósforo asimilable (Pasim.) 

Se determinó el contenido de Pasim. siguiendo la metodología de Bray & Kurtz (IRAM-

SAGPyA 29570-1). Se fraccionó 1 g de muestra seca en un tubo al que se le adicionó 7 

ml de una mezcla de 0,03 N de NH4HF2 y 0,025 N de HCl a pH 2,6. Se tapó, se agitó 

horizontalmente por 5 min y se centrifugò. Luego se filtró utilizando embudos Büchner 

y papel de filtro Whatman nº 40 (95 mm). A una alícuota de 1 ml del extracto colectado 

se le agregò 3 ml de agua destilada, 0,2 ml de molibdato de amonio, 0,05 ml de una 

solución de Cl2Sn y se agitato. Tras dejar reposar 30 min, se realizó la lectura a 882 nm 

usando un espectrofotómetro Metrolab (225 BD UV vis).  

IV.2.2.5- pHa y CE 

El pHa y la CE se determinaron siguiendo la metodología descripta en los puntos 

II.2.2.9 y II.2.2.10, respectivamente.  

IV.2.3- Bioensayos de fitotoxicidad 

Los ensayos de toxicidad se realizaron siguiendo las metodologías descriptas en los 

puntos II.2.4.1 y II.2.4.2 con modificaciones. En el test de germinación-elongación 

radicular, las semillas se incubaron con distintas concentraciones de la FSAbs obtenida a 

partir del orujo de uva control y el tratado con los distintos hongos saprótrofos bajo 

estudio. La FSAbs se obtuvo siguiendo la metodología reportada en el punto II.2.2.11, 

donde las cuatro muestras sólidas de orujo provenientes de un mismo tratamiento se 

mezclaron para generar una muestra compuesta. El experimento presentó un diseño 

completamente aleatorizado con tres réplicas por tratamiento. Tras el periodo de 

incubación de las semillas, se determinó la cantidad de semillas germinadas y la 

longitud radicular por placa. A partir de estos datos obtenidos se calculó la germinación 

(G, %), la longitud radicular (LR, %) relativos al control negativo (agua) y el índice de 

germinación (IG, %) empleando las Ec. II.3, 4 y 5; respectivamente. Para el ensayo en 
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plantas, se empleó macetas de 1 l conteniendo 20 t/ha de orujo de uva transformado con 

los distintos hongos sin ningún tipo de pretratamiento (peso fresco) como único factor 

de variación, incluyendo macetas sin la adición de orujo como control. La dosis de 

aplicación de orujo fue seleccionada en base a los resultados obtenidos en el capítulo II. 

El experimento se llevó a cabo empleando un diseño completamente aleatorizado con 

10 réplicas por tratamiento. Se determinó el peso seco de la biomasa aérea (PSA), el 

número de hojas expandidas (HE), el índice de verdor (IV) y el área foliar total (AFT) 

usando un medidor LI-COR (modelo 3100).  

IV.2.4- Análisis estadístico 

Todos los datos obtenidos fueron analizados mediante un ANOVA, seguido de una 

comparación de medias realizado con el Test de Tuckey a posteriori (p=0,05); excepto 

para el número de hojas que fue analizado mediante un ANOVA y un test no 

paramétrico (Test de Kruskal-Wallis). Previo al análisis estadístico los datos obtenidos 

de los parámetros de germinación fueron transformados a escala arcsen (Zar et al, 

1999). Un análisis de componentes principales (ACP) se llevó a cabo para identificar los 

parámetros físico-químicos que producen la mayor variación entre el orujo control y los 

transformados con los hongos saprótrofos. Un análisis de agrupamiento de disimilitud 

(distancias euclidianas) se llevó a cabo para diferenciar grupos entre los tratamientos del 

orujo (control y tratado con los hongos) en función a los parámetros físico-químicos 

determinados. 

IV.3- RESULTADOS 

En la tabla IV.1 se presenta la composición físico-química del orujo de uva control y del 

tratado con los distintos hongos saprótrofos después 90 días. El contenido de MO y 

COT no presentó diferencias significativas tras la incubación con los hongos (p> 0,05). 

El tratamiento del orujo con G. sepiarium, P. albobadia, T. harzianum y U. botrytis 

aumentó el contenido de NT respecto al control, siendo este último hongo el que 

provocó el mayor incremento (59,4 ± 10,4 %). A excepción del tratamiento con P. 

albobadia, la relación C/N del orujo se redujo después del tratamiento fúngico, siendo 

U. botrytis el que causó la mayor reducción respecto al control (39,6 ± 2,8 %). Se 

observó un incremento en el contenido de NH4
+-N en los orujos transformados con C. 

rigida, G. sepiarium, P. albobadia y T. harzianum respecto al control, mientras que el 

tratamiento del orujo con U. botrytis redujo un 60,4 ± 14,3 % el contenido de esta forma 
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nitrogenada inorgánica respecto al control. En relación al contenido de NO3
-
 -N, se 

observó un incremento del 379,2 ± 60,8 % y una reducción del 78,9 ± 14,1 % al incubar 

el orujo con P. albobadia y U. botrytis, respectivamente. En el caso del PT, un 

incremento del 32,7 y 17,4 % se observó en el orujo tratado con T. harzianum y U. 

botrytis, respectivamente. La transformación indistinta del orujo con C. rigida, P. 

albobadia, T. harzianum y U. botrytis produjó un incremento del 75,8 ± 11,6 % en el 

contenido de Pasim., respecto al control. Si bien todos los hongos incrementaron el 

contenido de K respecto al control, el orujo tratado con U. botrytis presentó el mayor 

incremento (319,9 ± 77,2 %). El tratamiento del orujo con los hongos redujo el 

contenido de Ca, siendo los cultivos con C. rigida, P. sanguineus y T. harzianum los 

que presentaron indistintamente la máxima reducción de este nutriente respecto al 

control (98,3 ± 1,1 %). En contraposición, el contenido de Mg aumentó en el orujo 

tratado con los hongos respecto al control, excepto para U. botrytis, el cual lo redujo un 

77,1 ± 26,5 %. Los niveles de Na encontrados en los orujos transformados con los 

hongos fueron similares al contenido presente en el orujo control, aunque G. sepiarium 

produjó un incremento del 46,6 ± 31,2 %. Un aumento en la CE se produjo sobre el 

orujo tratado con los hongos saprótrofos, siendo el máximo incremento observado en el 

cultivo con U. botrytis (188,6 ± 36,3 %). La actividad de los hongos modificó el pH 

ácido del orujo, el cual alcanzó la neutralidad sólo en el orujo tratado con U. botrytis. 
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 Tabla IV.1. Composición físico-química del orujo de uva control y transformado con los hongos saprótrofos después de 90 días de 

incubación. 

Parámetro Control C. rigida G. sepiarium P. albobadia P. sanguineus T. harzianum U. botrytis 

MO (%) 91,4 ± 1,6 a 90,4 ± 1,0 a 89,4 ± 2,0 a 88,8 ± 4,6 a 89,6 ± 1,9 a 90,6 ± 1,2 a 88,4 ± 2,3 a 

COT (%) 45,7 ± 0,8 a 45,2 ± 0,5 a 44,7 ± 1,0 a 44,4 ± 2,3 a 44,8 ± 1,0 a 45,3 ± 0,6 a 44,2 ± 1,2 a 

NT (%) 2,0 ± 0,2 c 2,5 ± 0,2 bc 2,8 ± 0,29 ab 2,3 ± 0,2 ab 2,4 ± 0,1 bc 2,6 ± 0,4 b 3,2 ± 0,2 a 

C/N 23,2 ± 1,7 a 18,6 ± 1,6 b 16,3 ± 1,7 bc 19,2 ± 2,5 ab 18,8 ± 0,4 b 17,8 ± 2,9 bc 14,0 ± 0,7 c 

NH4+-N (mg/Kg) 177,5 ± 58,8 c 313,1 ± 42,6 b 417,6 ± 20,3 a 323,3 ± 38,7 ab 149,5 ± 30,3 cd 333,2 ± 60,6 ab 70,3 ± 15,2 d 

NO3- -N (mg/Kg) 111,2 ± 40,3 bcd 164,5 ± 78,7 bc 136,5 ± 39,2 bcd 533,0 ± 67,6 a 69,0 ± 45,8 cd 194,1 ± 56,1 b 23,4 ± 15,7 d 

PT (g/Kg) 2,5 ± 0,1 c 2,7 ± 0,1 bc 2,7 ± 0,1 bc 2,8 ± 0,1 bc 2,8 ± 0,1 bc 3,3 ± 0,3 a 2,9 ± 0,1 b 

P asim. (g/Kg) 1,1 ± 0,1 b 2,0 ± 0,2 a 1,7 ± 0,6 ab 1,9 ± 0,0 a 1,7 ± 0,4 ab 2,0 ± 0,1 a 1,9 ± 0,1 a 

K (g/L) 2,2 ± 0,1 e 5,0 ± 0,2 bcd 6,7 ± 0,5 b 5,6 ± 0,9 bc 3,7 ± 0,1 de 4,9 ± 0,1 cd 9,0 ± 1,7 a 

Ca (mg/L) 625,0 ± 66,1 a 4,6 ± 1,1 c 273,3 ± 89,9 b 160,0 ± 46,2 b 8,0 ± 3,6 c 20,0 ± 1,4 c 220,0 ± 74,8  b 

Mg (mg/L) 249,0 ± 34,5 b 410,5 ± 82,5 a 464,0 ± 56,6 a 504,0 ± 67,2 a 410,5 ± 83,0 a 459,3 ± 70,8 a 57,0 ± 46,0 c 

Na (mg/L) 23,5 ± 2,7 ab 22,0 ± 5,3 b 34,3 ± 7,4 a 24,0 ± 6,4 ab 24,0 ± 1,8 ab 29,8 ± 6,2 ab 23,5 ± 1,7 ab 

CE (dS/m) 6,0 ± 0,5 d 11,8 ± 0,3 b 13,9 ± 1,0 b 12,7 ± 1,3 b 9,4 ± 0,3 c 12,0 ± 0,3 b 17,3 ± 2,2 a 

pHa 3,6 ± 0,1 c 4,7 ± 0,3 b 4,8 ± 0,1 b 5,1 ± 1,2 b 4,5 ± 0,1 bc 4,6 ± 0,1 bc 6,9 ± 0,4 a 

Medias y desvíos de cuatro réplicas. Para cada fila, diferentes letras indican diferencias significativas (p < 0,05; Tuckey´s Test).
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El resultado del ACP de los parámetros físicos-químicos del orujo de uva tratados con 

los distintos hongos se muestra en la Fig. IV.1. La sumatoria de las 2 primeras CP 

explicó el 73,3 % de la variación en el set total de datos. Los vectores de mayor peso 

para el CP 1 se corresponden con la relación C/N, el pH, la CE y el contenido de NT y 

K, dentro de los cuales sólo la relación C/N presentó una correlación negativa; lo cual 

separó al orujo control de los tratados con los hongos y a su vez entre ellos al tratado 

con U. botrytis del resto, conformando 3 grupos bien definidos. El CP 2 se halló 

representado por el contenido de Mg y NH4
+-N a través de una correlación positiva, que 

separó al orujo control y tratado con U. botrytis del resto de los orujos bajo tratamiento 

fúngico. El análisis de disimilitud por distancia euclidiana mostró la separación del 

orujo control de los tratados con los hongos (Fig. IV.2). Entre los orujos tratados, U. 

botrytis se diferenció del resto de los hongos coincidiendo con el resultado del ACP. El 

grupo más homogéneo se conformó por el orujo transformado con C. rígida y T. 

harzianum. 
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Fig. IV.1- ACP de los parámetros físico-químicos del orujo de uva control y 

transformado con los hongos saprótrofos después de 90 días de incubación.  

Fig. IV.2- Dendrograma de disimilitud entre el orujo de uva control y 

transformado con los distintos hongos utilizando distancias euclidianas. 
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La FSAbs del orujo tratado con la mayoría de los hongos redujo el efecto tóxico causado 

sobre la germinación (G), la longitud radicular relativa (LR) y el índice de germinación 

(IG) de semillas de lechuga y tomate respecto al control; excepto para G. sepiarium que 

produjo un efecto igual o más nocivo dependiendo la especie vegetal evaluada (Tablas 

IV.2, 3 y 4). Se observó un porcentaje de G ≥ 80 % al aplicar la FSA al 5 % del orujo 

tratado con P. albobadia, T. harzianum y U. botrytis sobre semillas de lechuga respecto 

al control; mientras que en tomate la FSA al 10 % tratada con C. rigida, P. albobadia y 

P. sanguineus obtuvo el mismo resultado. Indistintamente de la especie vegetal utilizada 

para realizar el test, un incremento del 40 % en la LR solo se observó tras la aplicación 

de la FSA derivada del orujo tratado con U. botrytis al 1,25 %, respecto al control. Al 

combinar el G y el LR en el IG, sólo la FSA tratada con U. botrytis al 1,25 % obtuvo un 

valor ≥ 80 %, independientemente a la especie vegetal testeada. 
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Tabla IV. 2- Efecto de la FSAbs del orujo de uva control y transformado con los distintos hongos después de 90 días de incubación sobre 

la germinación relativa (%) de semillas de lechuga y tomate. 

 

FSAbs (%, p/v) Control* C. rigida G. sepiarium P. albobadia P. sanguineus T. harzianum U. botrytis 

Lechuga        

10 0,0 ± 0,0 e c 49,1 ± 6,5 b b 0,0 ± 0,0 e c 75,5 ± 3,3 a a 17,0 ± 5,7 cd b 13,2 ± 8,7 d b 34,0 ± 9,8 bc b 

5 47,2 ± 3,3 c b 54,7 ± 8,7 c b 0,0 ± 0,0 d c 81,1 ± 8,7 ab a 71,7 ± 14,3 bc a 84,9 ± 9,8 ab a 94,3 ± 8,7 a a 

2,5 81,1 ± 6,5 ab a 81,1 ± 8,7 ab a 84,9 ± 5,7 ab a 90,6 ± 5,7 ab a 66,0 ± 3,3 b a 90,6 ± 11,3 ab a 92,5 ± 8,7 a a  

1,25 84,9 ± 5,7 a a 86,8 ± 8,7 a a 67,9 ± 5,7 a b 88,7 ± 6,5 a a 83,0 ± 19,9 a a 88,7 ± 3,2 a a 90,6 ± 5,7 a a 

Tomate        

10 40,0 ± 4,3 bc b 80,0 ± 4,3 a c 20,0 ± 4,3 c b 82,5 ± 7,5 a a 90,0 ± 7,5 a b 52,5 ± 7,5 b b 77,5 ± 11,5 a b 

5 82,5 ± 13,0 a a 92,5 ± 4,3 a b 82,5 ± 7,5 a a 92,5 ± 4,3 a a 90,0 ± 0,0 a b 85,0 ± 11,5 a a 90,0 ± 7,5 a ab 

2,5 90,0 ± 7,5 a a 95,0 ± 4,3 a b 92,5 ± 8,7 a a 92,5 ± 4,3 a a 102,5 ± 4,3 a ab 87,5 ± 8,7 a a 95,0 ± 4,3 a ab 

1,25 92,5 ±  4,5 a a 107,5 ± 4,3 a a 97,5 ± 7,5 a a 97,5 ± 7,5 a a 110,0 ± 4,3 a a 102,5 ± 11,5 a a 97,5 ± 0,0 a a 

Media y desvío de tres réplicas. Para cada fila, diferentes letras indican diferencias significativas (p < 0,05; Tuckey test). Para cada columna, diferentes letras 

en negrita indican diferencias significativas (p < 0,05; Tuckey test). * Corresponde a la FSA del orujo de uva sin tratamiento fúngico. Número de semillas 

germinadas en el control negativo (agua): 18 y 13,5 en lechuga y tomate, respectivamente. Control positivo (1 M de CuSO4) sin germinación en ambas 

especies vegetales test. 
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Tabla IV. 3- Efecto de la FSAbs del orujo de uva control y transformado con los distintos hongos después de 90 días de incubación sobre 

la longitud radicular relativa (%) de semillas de lechuga y tomate. 

 

FSA (%, p/v) Control* C. rigida G. sepiarium P. albobadia P. sanguineus T. harzianum U. botrytis 

Lechuga        

10 0,0 ± 0,0 c d 23,9 ± 3,4 a b 0,0 ± 0,0 c c 23,8 ± 3,4 a c 16,3 ± 0,0  b c 16,3 ± 0,0 b c 16,3 ± 0,0 b d 

5 20,1 ± 2,2 d c 30,1 ± 2,5 c b 0,0 ± 0,0 e c 41,7 ± 4,0 b b 24,9 ± 1,8 cd c 32,2 ± 5,0 c b 59,9 ± 2,3 a c 

2,5 31,1 ± 2,3 bc b  38,9 ± 4,4 b b 19,6 ± 1,5 c b 69,3 ± 11,4 a a 39,2 ± 1,9 b b 39,5 ± 4,7 b b 75,0 ± 4,7 a b 

1,25 53,9 ± 1,0 bc a 62,6 ± 17,6 b a 34,7 ± 3,0 c a 64,1 ± 10,7 b a 59,5 ± 11,2 bc a 57,0 ± 7,2 bc a 91,7 ± 1,0 a a 

Tomate        

10 8,2 ± 2,4 cd b 19,3 ± 2,5 a c 4,3 ± 1,1 d d 20,8 ± 4,1 a b 11,4 ± 1,3 bc d 15,1 ± 1,9 ab c 5,6 ± 1,0 d d 

5 16,1 ± 4,0 bc c 22,3 ± 2,6 abc c 14,1 ± 2,3 c c 35,2 ± 14,7 ab b 20,3 ± 0,6 abc c 29,6 ± 11,4 abc bc 37,4 ± 7,3 a c 

2,5 38,1 ± 1,7 cd b 46,5 ± 5,5 bc b 28,3 ± 1,9 d b 58,5 ± 1,9 ab a 45,5 ± 5,2 bc b 48,8 ± 10,2 bc ab 63,5 ± 2,7 a b 

1,25 45,4 ± 2,5 cd a 60,5 ± 4,4 bcd a 37,8 ± 0,8 d a 77,8 ± 7,8 ab a 62,9 ± 3,2 bc a 56,8 ± 2,0 bcd a 92,4 ± 9,0 a a 

Media y desvío de tres réplicas. Para cada fila, diferentes letras indican diferencias significativas (p < 0,05; Tuckey test). Para cada columna, diferentes letras 

en negrita indican diferencias significativas (p < 0,05; Tuckey test). * Corresponde a la FSA del orujo de uva sin tratamiento fúngico. Control negativo (agua): 

12,2 ± 1, 4 y 6,5 ± 0,1 mm de longitud radicular media en lechuga y tomate, respectivamente.  
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Tabla IV. 4- Efecto de la FSAbs del orujo de uva control y transformado con los distintos hongos después de 90 días de incubación sobre 

el índice de germinación (%) de semillas de lechuga y tomate. 

 

FSA (%, p/v) Control* C. rigida G. sepiarium P. albobadia P. sanguineus T. harzianum U. botrytis 

Lechuga        

10 0,0 ± 0,0 c d 11,9 ± 3,4 a c 0,0 ± 0,0 c c 18,1 ± 3,3 a c 2,8 ± 0,9 b c 2,2 ± 1,4 b c 5,6 ± 1,6 b c 

5 9,4 ± 0,7 d c 16,4 ± 1,9 c c 0,0 ± 0,0 e c 33,8 ± 3,7 b b 18,0 ± 4,7 c bc 27,0 ± 1,3 b b 56,5 ± 2,3 a b 

2,5 25,3 ± 3,5 bc b 31,3 ± 0,7 b b 16,7 ± 1,4 c b 62,3 ± 6,6 a a 25,9 ± 2,4 bc b 36,1 ± 8,8 b b 69,1 ± 2,7 a a 

1,25 45,8 ± 3,3 bc a 53,4 ± 11,0 b a 23,6 ± 2,9 c a 56,8 ± 9,6 ab a 50,4 ± 20,5 bc a 50,4 ± 5,2 bc a 83,1 ± 7,8 a a 

Tomate        

10 3,3 ± 0,9 ef d 15,4 ± 2,3 ab c 0,9 ± 0,3 f d 17,4 ± 4,9 a c 10,3 ± 2,0 bc c 7,9 ± 1,8 cd c 4,3 ± 0,2 de d 

5 13,0 ± 2,1 b c 20,6 ± 2,7 ab c 11,6 ± 1,1 b c 32,5 ± 13,1 a bc 18,3 ± 0,5 ab c 25,2 ± 9,9 ab bc 33,3 ± 3,8 a c 

2,5 34,3 ± 3,7 cd b 44,3 ± 7,1 bc b 26,3 ± 4,0 d b 54,1 ± 1,6 ab ab 46,8 ± 7,1 abc b 42,3 ± 6,5 bc ab 60,4 ± 5,3 a b 

1,25 41,9 ± 1,2 cd a 65,1 ± 7,0 bcd a 36,8 ± 2,5 d a 76,3 ± 13,4 ab a 69,2 ± 4,5 bc a 58,2 ± 7,0 bcd a 90,1 ± 8,8 a a 

Media y desvío de tres réplicas. Para cada fila, diferentes letras indican diferencias significativas (p < 0,05; Tuckey test). Para cada columna, diferentes letras 

en negrita indican diferencias significativas (p < 0,05; Tuckey test). * Corresponde a la FSA del orujo de uva sin tratamiento fúngico.
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Los resultados obtenidos del efecto de la adición al suelo del orujo transformado con los 

hongos sobre el peso seco de la biomasa aérea (PSA), el número de hojas expandidas 

(HE), el área foliar total (AFT) y el índice de verdor (IV) de plantas de lechuga y tomate 

son presentados en las tablas VI.5 y 6. Mientras que la incorporación al suelo del orujo 

sin tratamiento fúngico redujo el PSA, número de HE y el AFT de las plantas de 

lechuga respecto al control, en tomate no se encontraron diferencias significativas. 

Variaciones en el PSA, número de HE y AFT de las plantas de lechuga y tomate se 

observaron producto de la adición del orujo tratado con los distintos hongos saprótrofos 

al suelo respecto al mismo sin ninguna enmienda, cuyo efecto dependió de la especie 

fúngica y vegetal empleada. Los orujos tratados con la mayoría de los hongos indujeron 

un aumento en el PSA de las plantas de lechuga, siendo los cultivos con C. rigida y P. 

sanguineus los que presentaron el menor coeficiente de variación (CV). En relación al 

número de HE en lechuga, se observó un aumento de una unidad en las plantas 

cultivadas con orujo tratado con los hongos indistintamente entre los mismos. Estas 

plantas, además desarrollaron un mayor AFT, alcanzando entre un 51,5 y 98,7 % de 

incremento respecto al control; siendo los cultivos expuestos a G. sepiarium, P. 

sanguineus y T. harzianum los que presentaron menor C.V. Las plantas de tomate 

presentaron un aumento del PSA y desarrollaron una mayor AFT al cultivarlas con el 

orujo tratado con los hongos, respecto al control; aunque no se encontró diferencias 

significativas entre el tipo de hongo empleado los cultivos con C. rigida y P. 

sanguíneos presentaron los menores C.V. para cada parámetro evaluado. Estas plantas 

además presentaron un aumento de una unidad en el número de HE al cultivarlas con la 

mayoría de los hongos estudiados. Respecto al IV, no se encontraron diferencias 

significativas en las plantas de lechuga y tomate cultivadas bajo los distintos tipos de 

tratamientos empleados (p > 0,05).  
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Tabla IV.5- Efecto de la adición al suelo del orujo de uva transformado con los hongos saprótrofos (20 t/ha) sobre el peso seco de la 

biomasa aérea (PSA), el número de hojas expandidas (HE), el área foliar total AFT y el índice de verdor (IV) de plantas de lechuga 

cultivadas durante 30 días. 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Control 1 y 2 se corresponde a plantas cultivadas sin la incorporación y con la incorporación de orujo sin tratamiento fúngico al suelo, 

respectivamente. Media ± D.E. o mediana de 10 réplicas. Datos entre paréntesis corresponden al coeficiente de variación. Para cada columna, 

datos seguidos por distintas letras presentan diferencias significativas (Tuckey´s Test o Kruskal-Wallis a posteriori, p < 0,05). 

Tratamiento PSA HE AFT IV 

(g/planta) (nº/planta) (cm2/planta) (unidades SPAD) 

control 1 0,7 ± 0,1 (19,4)  c 7 bc 180,5  ± 22,3 (12,4) d 8,8  ± 1,0 (11,7) a 

control 2 0,3  ± 0,1 (44,0) d 6 c 110,0  ± 44,5 (40,5) e 8,3  ± 0,7 (8,0) a 

C. rigida  1,1  ± 0,1 (13,2) a 8 ab 273,3  ± 24,7 (9,0) c 8,4  ± 1,2 (13,7) a 

G. sepiarium 1,1  ± 0,2 (21,1) ab 8,5 a 341,0  ± 36,6 (10,7) ab 9,8  ± 1,4 (14,6) a 

P. albobadia  0,8  ± 0,1 (12,8) bc 8 ab 276,2  ± 36,2 (13,1) bc 8,8  ± 1,5 (16,6) a 

P. sanguineus  1,1  ± 0,1 (13,4) ab 8 a 348,9  ± 43,4 (12,4) a 9,2  ± 1,3 (14,0) a 

T. harzianum  0,9  ± 0,2 (20,8) ab 8 a 358,5  ± 45,5 (12,7) a 8,9  ± 1,6 (17,9) a 

U. botrytis 1,0  ± 0,3 (27,2) ab 8 a 320,1 ± 87,5 (27,3) abc 9,4  ± 1,4 (14,7) a 
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Tabla IV.6- Efecto de la adición al suelo del orujo de uva transformado con los hongos saprótrofos (20 t/ha) sobre el peso seco de la 

biomasa aérea (PSA), el número de hojas expandidas (HE), el área foliar total AFT y el índice de verdor (IV) de plantas de tomate 

cultivadas durante 30 días. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Control 1 y 2 se corresponde a plantas cultivadas sin la incorporación y con la incorporación de orujo sin tratamiento fúngico al suelo, 

respectivamente. Media ± D.E. o mediana de 10 réplicas. Datos entre paréntesis corresponden al coeficiente de variación. Para cada columna, 

datos seguidos por distintas letras presentan diferencias significativas (Tuckey´s Test o Kruskal-Wallis a posteriori, p < 0,05).

Tratamiento PSA HE AFT IV 

(g/planta) (nº/planta) (cm2/planta) (unidades SPAD) 

control 1 3,4  ± 0,3 (9,0)  b 8 b 327,5  ± 45,0 (13,7)  b 33,7 ± 3,5 (10,4) a 

control 2 3,2  ± 0,3 (10,0)  b 8 b 330,4  ± 46,0 (13,9) b 33,7 ± 3,8 (11,2) a 

C. rigida  4,5  ± 0,4 (7,7)  a 9 ab 420,7  ± 36,2 (8,7) a 36,2 ± 2,2 (6,1) a 

G. sepiarium 4,8  ± 0,5 (17,8) a 9 a 455,8  ± 63,7 (14,0) a 35,4 ± 2,8 (7,9) a 

P. albobadia  4,2  ± 0,5 (10,9) a 9 a 431,6  ± 53,1 (12,3) a 35,9 ± 3,1 (8,5) a 

P. sanguineus  4,7  ± 0,4 (9,0) a 8,5 ab 445,7  ± 38,8 (8,7) a 34,1 ± 4,5 (13,2) a 

T. harzianum  4,4  ± 0,5 (10,1) a 9 a 439,7  ± 60,4 (13,7) a 35,0 ± 4,5 (12,8) a 

U. botrytis 4,4  ± 0,7 (15,6) a 9 a 402,6  ± 43,6 (10,8) a 33,3 ± 5,1 (15,4) a 
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IV.4- DISCUSIÓN 
El presente estudio evaluó el potencial uso del orujo de uva de V. labrusca tratado con 6 

hongos saprótrofos bajo condiciones de FES como abono orgánico. El tratamiento de 

una mezcla de porotos verdes (Phaseolus vulgaris), pimiento (Capsicum annumm), 

pepino (Cucumis sativus) y aserrín con Phanerochaete chrysosporium y Coriolus 

versicolor provocó una reducción del 4,8 % en el contenido porcentual de MO después 

de 90 días de incubación (López et al., 2002). Los hongos inoculados en el orujo no 

afectaron el contenido de MO, lo cual sugiere que la actividad fúngica sobre el sustrato 

bajo estas condiciones de cultivo no fue suficiente para detectar diferencias, siendo ello 

posiblemente también dependiente de la metodología empleada. En este sentido, 

tampoco no se encontraron diferencias en el contenido porcentual de COT en el orujo 

tratado con los hongos, aun cuando en las bolsas se observó su colonización por los 

diferentes hongos. En cultivos de alpeorujo con hongos de pudrición blanca tampoco se 

encontraron variaciones en el contenido porcentual de COT, a pesar de que el tiempo de 

incubación fue mayor al reportado en esta tesis (Sampedro et al., 2007). Si bien un 

aumento en el contenido de NT en el orujo tratado con G. sepiarium, P. albobadia y U. 

botrytis fue detectado, las diferencias encontradas podrían ser el resultado de un 

artefacto en el análisis estadístico de los datos. La relación C/N obtenida en el orujo 

tratado con la mayoría de los hongos presentó valores similares a los reportados para 

compostaje o vermicompostaje (Ferrer et al., 2001; Moldes et al., 2007; Martínez-

Cordeiro et al., 2013). Puesto que una relación C/N de 10:1-15:1 es considerada como 

óptima para definir un producto estable a ser incorporado al suelo, sólo el tratamiento 

del orujo de uva de V. labrusca con U. botrytis resulta prometedor en la generación de 

un abono orgánico. El incremento en los niveles de NH4
+-N en la mayoría de los orujos 

tratados con los hongos sugiere que estos cumplen un rol clave en la degradación de 

proteínas y en la desaminación de compuestos nitrogenados orgánicos. Aun así los 

niveles de NH4
+-N de los orujos transformados por los hongos son cercanos o están por 

debajo del límite establecido (400 mg/kg) para ser empleado como fertilizante orgánico, 

excepto cuando el orujo se trató con G. sepiarium (Bustamante et al., 2009). Por otro 

lado, el incremento en el contenido de NO3
- -N evidenciado en el orujo tratado con P. 

albobadia genera interrogantes sobre el rol del hongo en la nitrificación heterótrofa, tal 

como fue descripto para Aspergillus flavus en medio de cultivo líquido empleando ácido 

aspártico como sustrato para la producción de nitratos (Stein, 2011). La reducción en el 
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contenido de NH4
+-N y NO3

- en el orujo tratado con U. botrytis indicaría su  

incorporación de N en la biomasa fúngica. Durante la transformación del orujo, los 

hongos requieren además de nitrógeno otros nutrientes en base a la demanda metabólica 

que poseen. El calcio es un nutriente indispensable que juega un rol crucial en diferentes 

procesos metabólicos durante el crecimiento, desarrollo y reproducción de los hongos, 

así como, la formación de esporas y la producción de polímeros (Pitt & Ugalde, 1984; 

Roth-Bejerano et al., 2004). Por ende, la reducción en el contenido de Ca+2 en los orujos 

tratados con los hongos podría ser explicada principalmente por esta vía. En el orujo 

tratado con U. botrytis además se evidenció una notable reducción en el nivel de Mg+2, 

esto podría deberse a su incorporación a la biomasa, incluyendo su inmovilización en 

las melaninas de las estructuras diferenciadas por este hongo demateáceo. Diferentes 

grupos químicos de las melaninas tienen la capacidad de establecer interacciones 

iónicas con el Mg+2 u otros metales (Fogarty & Tobin, 1996). La transformación del 

orujo con los hongos generó un producto con un contenido de sales (CE) mayor al 

material original (5,8 dS/m; Capítulo II) y por ende aún por encima del límite 

establecido para su empleo como abono orgánico; a diferencia de su tratamiento 

mediante compostaje y vermicompostaje (4 dS/m; Resolución SENASA 264/11; Ferrer 

et al., 2001; Moldes et al., 2007; Martinez-Cordeiro et al., 2013). Es conocido que la 

degradación de la materia orgánica provoca un aumento en la extractabilidad de los 

nutrientes contribuyendo al incremento en el contenido de sales (Paula et al., 2017). Con 

el fin de reducir el contenido de sales en el orujo se recomienda realizar un lavado, sin 

embargo, este proceso implica un costo adicional cuando se trabaja a gran escala (Roy 

et al., 2015). Por otro lado, la variación en el pH del orujo (4,5- 6,9) respondería a 

diferencias en los procesos metabólicos empleados por los hongos sobre este tipo de 

sustrato, coincidiendo con los resultados obtenidos en el capítulo III. Otros residuos 

agroindustriales, como paja de trigo y alpeorujo, también presentaron diferencias en el 

nivel de pH después del tratamiento con diferentes hongos saprótrofos (Sampedro et al., 

2007). Un abono orgánico con un pH neutro o cercano a la neutralidad es preferido 

debido a que puede ser aplicado a una amplia gama de cultivos sin causar problemas de 

acidificación del suelo (Camacho Céspedes et al., 2018); por consiguiente, el 

tratamiento del orujo con U. botrytis es el único que no requeriría la aplicación de 

sustancias correctivas de pH, eliminando costos adicionales en el proceso. La relación 

C/N, el contenido de NH4
+-N, el pH y la C.E. son parámetros indicadores que 

frecuentemente son empleados en el seguimiento de procesos de transformación 
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biológica de la materia orgánica para la obtención de abonos orgánicos (Tiquia et al 

1996; Ferrer et al., 2001; Sampedro, 2005; Moldes et al., 2007; Martinez-Cordeiro et al., 

2013). Sobre la base del análisis del ACP, estos cuatro parámetros mencionados 

previamente, así como, las bases intercambiables de K+ y Mg+2 fueron las variables que 

más contribuyeron a la discriminación de los tratamientos impuestos al orujo. Esto 

permitiría seleccionar el número variables de estudio y su incorporación al modelado 

del proceso para un monitoreo práctico del mismo. Así mismo, la identificación de 

tratamientos con características físico-químicas similares, como el orujo tratado con C. 

rígida y T. harzanium, o distintivos, como el de U. botrytis, a través del análisis de 

disimilitud, podría ser empleado para establecer un primer criterio de selección.  

El compostaje y vermicompostaje del orujo de uva de V. vinifera ha sido reportado 

como estrategia para la eliminación se sustancias fitotóxicas, tras la aplicación de sus 

fracciones acuosas sobre semillas de berro de agua (Lepidium sativum L.), cebada 

(Hordeum vulgare L.) y ray grass (Lolium perenne L.) (Nogales et al., 2005; Moldes et 

al., 2007). Después del tratamiento del orujo de V. labrusca con los hongos bajo FES, 

una reducción del efecto inhibitorio se observó en la mayoría de los hongos, excluyendo 

a G. sepiarium. Este resultado podría implicar la inactivación parcial de las sustancias 

tóxicas propias del orujo o las generadas durante el proceso de transformación por 

mecanismos fúngicos relacionados con la degradación o la inmovilización (Sampedro et 

al., 2007; Saparrat et al., 2010; Capítulo III). Por otro lado, el tiempo de cultivo del 

orujo con los hongos podría ser insuficiente para lograr  una remoción total de estas 

sustancias tóxicas, o bien, para ello es necesario la participación de otros organismos tal 

como ocurre en los procesos de compostaje y  vermicompostaje  Resultados similares se 

reportaron sobre semillas de berro de agua al aplicar extractos provenientes de 

subproductos molidos de industria oleica tratados con C. rigida, Pleurotus ostreatus, 

Pycnoporus cynnabarinus y Trametes versicolor (Martirani et al., 1996; Aranda et al., 

2007). El estudio de parámetros de crecimiento de plantas de importancia agrícola 

también se ha empleado para evaluar la presencia de sustancias tanto de índole nociva 

como fitoestimulante (Sampedro et al., 2005; Ribas et al., 2009). En los cultivos con 

plantas de lechuga y tomate, una remoción total de la fitotoxicidad se obtuvo al 

incorporar al suelo el orujo de uva transformado con los hongos respecto al sin tratar; 

esto podría deberse a un efecto sinérgico ocasionado por la predigestión del orujo con 

los hongos y la capacidad de los suelos para adsorber, quelar o degradar compuestos de 

naturaleza nociva (Stevenson, 1972). No se detectaron diferencias en el crecimiento de 
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las plantas de tomate cultivadas con orujo autoclavado sin tratamiento fúngico respecto 

al control, lo cual coincide con los resultados obtenidos en el capítulo II, donde se 

empleo la misma dosis de sustrato sin ningún tipo de pretratamiento térmico. Esto 

podría indicar que el efecto del calor húmedo a presión sobre el orujo no generó 

compuestos fitotóxicos o si bien si estos fueron generados resultaron estar por debajo 

del límite de tolerancia para esta especie vegetal o detoxificados por algún mecanismo 

del sistema suelo. Ciertos microorganismos rizosféricos, como Fusarium oxysporum, 

tienen la capacidad de degradar ciertos compuestos tóxicos y otros no (Sampedro et al., 

2004). El tratamiento del orujo con los hongos además produjo un efecto 

fitoestimulante, el cual dependió del tipo de hongo y especie vegetal usada. Resultados 

similares se encontraron al cultivar plantas de tomate con alperujo tratado con diferentes 

hongos de pudrición, no obstante, previo a su aplicación este sustrato fue autoclavado 

(Sampedro et al., 2007; Reina et al., 2017). En relación a los resultados obtenidos en 

esta tesis, el efecto fitoestimulante podría ser producto a un aumento de la 

disponibilidad de los nutrientes en el orujo causado por el tratamiento con los hongos y 

su permanencia, el accionar de los microorganismos del suelo sobre el orujo predigerido 

incluyendo la liberación de sustancias promotoras del crecimiento vegetal, como 

auxinas y giberelinas , aunque deben realizarse más estudios para comprobar esta 

hipótesis.  

La información disponible sobre la FES con hongos como tecnología de tratamiento 

para la obtención de abonos o fertilizantes orgánicos es escasa (Sampedro et al., 2007; 

Reina et al., 2017). La transformación del orujo de V. labrusca bajo este tipo de 

tratamiento presentaría una serie de ventajas respecto a los métodos tradicionalmente 

empleados, compostaje y vermicompostaje. Mientras que el tratamiento con vapor 

húmedo al orujo elimina la posibilidad de introducir en el producto final organismos 

patógenos, el proceso de transformación con los hongos ocurre bajo condiciones 

controladas, libre de fluctuaciones ambientales que condicionan a los métodos 

tradicionales. Por otro lado, se podrían obtener otros productos de interés en el proceso 

o incorporar en el mismo para su optimización otros subproductos propios o no de la 

agroindustria vinícola, incrementando la sustentabilidad del sistema. Si bien aún son 

necesarios más estudios para profundizar en la temática, esta tesis sienta las primeras 

bases para revalorizar el orujo de V. labrusca como abono orgánico empleando la FES 

con hongos saprótrofos como estrategia de tratamiento.  
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CONCLUSIONES  

A partir de los resultados obtenidos en este trabajo es posible concluir que: 

• El orujo de V. labrusca var. isabella, que resulta de la producción del vino, no se 

puede utilizar como abono orgánico debido a la alta conductividad eléctrica, 

bajo pH y la presencia de sustancias fenólicas.  

• El orujo de V. labrusca tiene efecto fitotóxico, que se manifiesta en la 

germinación y el crecimiento de las plantas. 

• Los hongos ligninolíticos, C. rigida LPSC 232, P. albobadia LPSC 285 y P. 

sanguineus LPSC 163, modifican las sustancias fenólicas solubles del orujo 

involucrando enzimas con actividad lacasa.  

• Los hongos evaluados sinterizan endoglucanasas y endoxilanasas que están 

involucradas en la despolimerización de la matriz sólida del orujo. 

• La alcalinización del orujo como resultado de la actividad de Ulocladium 

botrytis LPSC 813 es independiente del proceso de amonificación. 

• El efecto tóxico del orujo sobre semillas disminuye debido a la actividad de los 

hongos ligninolíticos, C. rigida LPSC 232, P. albobadia LPSC 285 y P. 

sanguineus LPSC 163, así como por los no ligninolíticos, U. botrytis LPSC 813 

y T. harzianum FALH 18. 

• El orujo transformado por los hongos evaluados es un sustrato sin fitotóxicidad y 

con actividad fitoestimulante cuando aplicado al suelo. 
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PERSPECTIVAS  

A fines de complementar y continuar el estudio de la línea de investigación abordada en 

este trabajo de tesis doctoral, se propone tener en cuenta los siguientes puntos: 

• Evaluar el efecto de la incorporación del orujo tratado con los hongos al suelo 

analizando sus propiedades físico-químicos y biológicas. 

• Seleccionar en base a los resultados obtenidos un aislamiento fúngico para 

optimizar el proceso de obtención de un abono orgánico y la obtención de otros 

productos de interés.  

• Analizar la factibilidad de revalorización de otros subproductos derivados de la 

“Cooperativa de la Costa” para promover una gestión sustentable de los 

residuos. 
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ANEXO 
Tabla A1- Evolución de los parámetros físico-químicos de la FSAbh del orujo de uva sin la inoculación fúngica (control). 
 

Tiempo 

(días) 

Azúcares reductores  NH4+-N  Fenoles  
pH Abs. 395 nm 

(mM) (mg. 100 ml -1) (mg. 100 ml -1) 

0 0,96 ± 0,05 b 4,09 ± 0,10 b 12,62 ± 0,96 a 3,55 ± 0,02 a 0,27 ± 0,02 a 

30 0,82 ± 0,06 (-14,2) c 6,85 ± 0,61 (67,4) a 12,21 ± 0,25 (-3,2) ab 3,37 ± 0,02 (-4,9) b 0,24 ± 0,00 (-12,5) a 

60 1,42 ± 0,03 (48,8) a 6,64 ± 0,84 (62,4) a 11,22 ± 0,09 (-11,1) b 3,59 ± 0,03 (-0,7) a 0,15 ± 0,03 (-45,4) b 

90 0,95 ± 0,02 (-0,3) b 6,97 ± 0,40 (70,5) a 11,91 ± 0,40 (-5,6) ab 3,63 ± 0,05 (2,3) a 0,15 ± 0,02 (-45,8) b 

Media y desvío de cuatro réplicas. Datos entre paréntesis corresponden al porcentaje de cambio a un tiempo determinado respecto al tiempo inicial. Para cada columna, letras 

diferentes significan diferencias significativas entre los tratamientos (Tuckey test, p<0,05). 

 


