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Abreviaciones 

 

AA: auxiliary activities (enzimas con actividades auxiliares a otras CAZymas) 

CAZymes: Carbohidrate Active enZymes (CAZymas: enzimas activas en carbohidratos) 

CBM: Carbohydrate-Binding Module (modulo de union a carbohidrato) 

CDH: cellobiose dehydrogenase (enzima que oxida a la celobiosa) 
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CMC: carboximetilcelulosa 
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EC: Enzyme Comission (Comisión de Enzimas) 
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GH: glycosyl hydrolase (enzima hidrolasa de carbohidratos) 

GT: glycosyl transferase (enzima transferasa de carbohidratos) 

IEF: Isoelectroenfoque 

LPMO: lytic polysaccharide monooxygenases (enzimas que despolimerizan carbohidratos por 

mecanismos oxidativos) 

PAGE: polyacrylamide gel electrophoresis (electroforesis en gel de poliacrilamida) 

PASC: phosphoric acid swollen cellulose (celulosa tratada con ácido fosfórico) 

PL: polysaccharide lyase (enzima liasa de carbohidratos) 

rpm: revoluciones por minuto 

SDS: sodium dodecyl sulfate (dodecilsulfato sódico) 

SDS-PAGE: electroforesis en gel de poliacrilamida con dodecilsulfato sódico 

SFS: Sacarificación y fermentación simultáneas 

PI: Punto isoeléctrico  

UFC: unidades formadoras de colonia 

UV: Ultra violeta 
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Resumen 
 

La celulosa es el biopolímero más abundante de la Tierra, y representa una materia prima para 

variados rubros de la industria, destacándose en este trabajo su uso en la obtención de bioetanol.  

La degradación biológica de la celulosa la realiza un conjunto de enzimas denominadas celulasas. 

Estas enzimas son producidas por un grupo amplio de organismos, principalmente hongos y 

bacterias. En la industria del bioetanol, las celulasas se utilizan para sacarificar material celulósico y 

así obtener azúcares fermentables. Este proceso generalmente requiere de altas temperaturas, ya 

que durante el mismo se suelen utilizar enzimas mesófilas (con temperaturas óptimas de actividad 

superiores a la temperatura ambiente, producidas por microorganismos mesófilos). Luego de la 

sacarificación, se debe enfríar el material sacarificado para agregar el microorganismo fermentador 

y comenzar la producción de bioetanol. Estos procesos podrían realizarse en forma simultánea 

utilizando celulasas sicrófilas, las cuales son activas a temperaturas más bajas que las enzimas 

mesófilas (cercana a la temperatura de fermentación), ahorrando así tiempo y energía. 

En esta Tesis se presenta la optimización de la producción de celulasas extracelulares provenientes 

de un microrganismo antártico: Flavobacterium sp. AUG42.  Se estudió la cinética de producción de 

estas enzimas y se obtuvo un preparado enzimático con actividad celulasa. Mediante zimogramas, 

espectrometría de masas y análisis del genoma anotado, se determinó que el preparado presenta 

numerosas CAZymas (enzimas activas sobre carbohidratos), incluyendo varias celulasas. Los 

estudios de condiciones óptimas de actividad mostraron que éstas son estables a bajas 

temperaturas e inestables a altas temperaturas, y conservan el 100 % de actividad luego de ser 

liofilizadas. A su vez, son activas en condiciones de pH y temperatura compatibles con los procesos 

de sacarificación y fermentación simultánea. Dos de estas celulasas se seleccionaron para realizar 

estudios de modelado y “docking” con sustratos celulósicos in silico, los cuales mostraron que se 

trataría en ambos casos, de endocelulasas. El preparado puede sacarificar diferentes materiales 

celulósicos, siendo la carboximetilcelulosa el sustrato que libera mayor cantidad de azúcares 

reductores en las condiciones ensayadas. Por ello, se lo seleccionó para realizar ensayos de 

sacarificación (con el preparado enzimático) y fermentación (con la levadura Saccharomyces 

cerevisiae CAT-1). El potencial de sacarificación del preparado fue bajo, y consecuentemente se 

obtuvo una baja producción de bioetanol, determinado por GC-FID. Como perspectiva se buscará 

optimizar la producción de estas enzimas mediante tecnología de ADN recombinante, en otro 

hospedero. Parte de los resultados están publicados en un artículo, adjuntado al final de esta Tesis.  
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1. Introducción 
 

La celulosa es el biopolímero más abundante de nuestro planeta, pues se estima que anualmente 

se producen más de 1,5 x 10 12 toneladas de celulosa (Klemm et al., 2005). Desde épocas tempranas 

la celulosa ha despertado el interés humano, teniendo relevancia desde lo cultural (los egipcios y 

sus papiros), hasta lo textil (telas de algodón). Hoy en día, la celulosa tiene múltiples usos en la vida 

cotidiana y abarca importantes industrias. La celulosa se utiliza como materia prima para la 

fabricación de muchos productos: algunos compuestos de la industria farmacéutica (excipientes de 

medicamentos, laxantes, emulsificantes, entre otros); materiales de laboratorio (filtros, matrices de 

uso bioquímico); sensores (UV, humo, humedad), entre otros. Aparte de los usos mencionados, la 

celulosa es una fuente renovable de azúcares que se pueden fermentar para la producción de 

biocombustibles, como el bioetanol (Ueda et al., 1994; Ummartyotin & Manuspiya, 2015). Aunque 

la celulosa tiene amplios usos, esta Tesis se focalizará en el último punto mencionado: el uso de la 

celulosa para la producción de un biocombustible: el bioetanol. 

La celulosa es sintetizada por un importante grupo de organismos: algunos del dominio Bacteria, 

animales (tunicados), la mayor parte de las algas y todas las plantas (Wilson, 2011). En especial, 

como se mencionará a continuación, estas últimas contienen celulosa tanto en la pared vegetal 

primaria como en la secundaria, y son las responsables de producir la mayor parte de este tipo de 

biomasa. 

 

1.1 Pared celular vegetal 
 

La principal reserva de carbohidratos de nuestro planeta está presente en la biomasa vegetal. Las 

paredes celulares de las plantas están compuestas por diversos carbohidratos, entre los que se 

destaca la celulosa (polisacárido que es uno de los puntos claves del trabajo de esta tesis). La pared 

celular tiene numerosas funciones en la planta, pues representa una continuidad molecular con la 

membrana celular y el citoesqueleto, por lo que resulta esencial para mantener la forma de la célula 

y responder frente al estrés osmótico. Esta estructura es fundamental para algunas células 

diferenciadas, por ejemplo las células que forman tejidos vasculares (xilema y floema), encargados 

del transporte de agua, nutrientes y savia elaborada por toda la planta. Por otro lado, cuando se 

produce un daño físico en la pared (ambiental o por patógenos), ésta responde produciendo 
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moléculas señales: péptidos y oligosacáridos, denominados DAMPs (damage‐associated molecular 

patterns) que son reconocidos por complejos proteicos asociados a la membrana, que activan la 

respuesta inmune (Bacete et al., 2018; Carpita & Gibeaut, 1993). 

La composición química de la pared celular vegetal varía según la especie, el tejido, el estado 

fisiológico y la etapa de crecimiento de la planta. Brevemente, se pueden describir en ella dos niveles 

estructurales: una pared celular primaria, que rodea las células capaces de crecer o en crecimiento, 

y una pared celular secundaria, que rodea a las células que ya dejaron de crecer (Keegstra, 2010). 

La pared celular primaria está compuesta por microfibras de celulosa, asociadas mediante enlaces 

cruzados con otros polisacáridos, como la hemicelulosa y la pectina (ver Figura 1.1). La pectina a su 

vez es el principal componente de la lámina media, estructura más externa de la pared celular 

(Alberts et al., 2002; Wang et al., 2018). 

 

 

 

Figura 1.1. Modelo de pared celular vegetal primaria. Modificación de imagen extraída del trabajo publicado 
por Loix et al., (2017). 
 

La pared celular secundaria (Figura 1.2) presenta una composición similar a la pared primaria, pero 

en vez de presentar pectina, tiene lignina. Este último, hace a la pared celular más rígida e 

impermeable (Vanholme et al., 2010).  
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Figura 1.2. Modelo de pared celular vegetal secundaria. Modificación de imagen extraída del trabajo 
publicado por Loix et al., (2017). 

 

¿Cómo es la estructura química de los polímeros de la pared celular? 

La lignina es un heteropolímero formado por diversos compuestos aromáticos (Figura 1.3). Es el 

principal componente no-carbohidrato de la pared celular secundaria. 

 

Figura 1.3. Modelo de estructura de lignina de paja de trigo. Imagen extraída del capítulo “Structure, 
ultrastructure, and chemical composition” del libro Cereal straw as a resource for sustainable biomaterials 
and biofuels (Xu, 2010). 
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La hemicelulosa y la pectina son heteropolisacáridos de composición muy variable (ver Figura 1.4). 

La hemicelulosa está compuesta por xilanos y xiloglucanos (polímeros de arabinosa, xilosa, manosa, 

galactosa, glucosa, entre otros, y modificaciones de éstos; por ejemplo con grupos acetilo). La 

pectina está formada principalmente por homogalacturonano, ramnogalacturonano I y 

ramnogalacturonano II (polímeros formados principalmente por ácido galacturónico, galactosa, 

ramnosa y arabinosa, entre otros; sin o con modificaciones tales como acetilaciones, metilaciones).  

 

Figura 1.4. Esquema de las estructuras de los polisacáridos más abundantes de la pared celular de la raíz de 
Arabidopsis. Imagen extraída y modificada del trabajo “Cell Wall Heterogeneity in Root Development of 
Arabidopsis” (Somssich et al., 2016). 
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La celulosa en cambio es un homopolímero, compuesto por un solo monosacárido: glucosa. Las 

moléculas de glucosa (D-glucosa) se encuentran unidas por enlaces glucosídicos del tipo β-1,4, que 

suelen formar cadenas largas. La cantidad de glucosas unidas determina el largo de la cadena, 

precisamente el grado de polimerización (Klemm et al., 2005). En una molécula de celulosa hay dos 

extremos: uno no reductor que contiene el OH original en el C4 de la glucosa, y otro reductor que 

tiene el OH en el C1 en equilibrio con su estructura aldehídica (ver Figura 1.5).  

La celulosa es insoluble en agua y en muchos solventes orgánicos, pero se puede disolver en agua a 

pH extremos, en particular si se agrega un co-soluto de polaridad intermedia. La insolubilidad en 

agua se debe a la importante interacción de los enlaces de hidrógeno entre las moléculas de celulosa 

que mantienen unidas fuertemente las cadenas, formando fibras de longitud y espesor variable 

(Medronho et al., 2012). 

 

 

Figura 1.5. Estructura de molécula de celulosa (conformación silla). n indica el grado de polimerización.  
Imagen tomada y modificada del trabajo de Klemm et al. (2005).  

 

Mediante difracción de rayos X, Fink et al. (1987) distinguieron regiones cristalinas y regiones 

amorfas, en la estructura de celulosa purificada. Las regiones cristalinas reciben este nombre por el 

patrón de difracción que producían (patrón de difracción no difuso y bien definido, característico 

para cada tipo de celulosa), mientras que las regiones amorfas se denominan así porque irrumpen 

la continuidad de la estructura cristalina. Los estudios mediante rayos X permitieron comprobar que 

la posición de los enlaces de hidrógeno intercatenarios (intermoleculares) condiciona la estructura 

de la celulosa, resultando en estructuras amorfas o cristalinas, de distintos tipos. 

Dentro de los polimorfismos existentes en la celulosa, los más importantes están dados por las 

conformaciones estereoquímicas de los sustituyentes hidroximetilados respecto a la piranosa, pues 

éstos son quienes forman enlaces de hidrógeno con las moléculas cercanas. Esto es la causa de las 

diversas estructuras de la celulosa, por ejemplo la celulosa cristalina I y la celulosa cristalina II que 

se muestran en la Figura 1.6. 
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Figura 1.6 Proyección planar de estructuras de celulosa cristalina de celulosa I (a) y celulosa II (b). En línea 
punteada se muestra el patrón de enlaces de hidrógeno formados entre las cadenas de celulosa. Imagen 
extraída del trabajo publicado por O’Sullivan (1997). 

  

Algunos tratamientos en medio ácido, modifican la estructura de la celulosa cristalina, 

transformándola en estructuras con un mayor contenido amorfo. Por ejemplo, cuando se trata la 

celulosa con ácido fosfórico se obtiene lo que se denomina PASC (sigla proveniente del inglés 

phosporic acid swollen cellulose) (Reese, 1956).  

Otros tratamientos permiten solubilizar la celulosa mediante la adición de grupos más hidrofílicos, 

por ejemplo por la adición de grupos carboximetilos, para producir carboximetilcelulosa (CMC) 

(Figura 1.7). Ésta se forma por una reacción entre la celulosa y moléculas de monocloroacetato de 

sodio; siendo este último el que reacciona con el hidroxilo del carbono C2, C3 o C6 de la glucosa, y 

forma un enlace éter. Estos sustituyentes poseen un carboxilo ionizado en su extremo, que favorece 

su interacción con el agua mediante interacciones ion-dipolo, y por lo tanto aumentan su solubilidad 

(Early, 1998).   

 

Figura 1.7. Esquema de la estructura de carboximetilcelulosa (CMC). Los R son los sustituyentes del oxígeno, 
que pueden ser H (hidrógenos) o carboximetilos. Imagen modificada, tomada del catálogo de SIGMA-ALDRICH 
(https://www.sigmaaldrich.com/catalog/product/aldrich/419311?lang=en&region=UY). 
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1.2 Celulasas 
 

Las celulasas son las enzimas responsables de la degradación de la celulosa. Según el lugar de la 

molécula de celulosa que ataquen, se pueden clasificar como endocelulasas, exocelulasas o β-

glucosidasas. Cuando las enzimas atacan la celulosa en el interior de la cadena polisacarídica en 

forma aleatoria, se dice que son endocelulasas, y su producto final suele ser variable (cadenas de 

tres o más unidades de glucosa). La actividad exocelulasa, refiere a aquellas enzimas que atacan la 

molécula desde los extremos de la cadena (ya sea el extremo reductor o no reductor), y su producto 

es la celobiosa (disacárido de glucosa) o glucosa. La actividad β-glucosidasa, refiere a la degradación 

de celobiosa cuyo producto de degradación sería la glucosa (Hu & Ragauskas, 2012; Saha et al., 

1994; Sarkar & Etters, 2001; Christakopoulos et al., 1999) (Figura 1.8).  

 

Figura 1.8. Esquema que representa la estructura de la celulosa (regiones cristalinas y amorfas) y las celulasas 
involucradas en su degradación. 

 

Las celulasas más estudiadas han sido las glicosil hidrolasas (GHs), encargadas de hidrolizar los 

enlaces glicosídicos, pero también existen otras celulasas clasificadas en diversos grupos. Para 

comprender la clasificación de las celulasas, y de todas las enzimas involucradas en el metabolismo 

de los carbohidratos, a continuación se hablará de las CAZymas (del inglés CAZymes: Carbohidrate 

Active enZymes). 

 

1.3 CAZymas 

 

Debido a la enorme diversidad estructural de los carbohidratos, los organismos producen una gran 

variedad de enzimas que actúan sobre los mismos, tanto en su síntesis como en su degradación 
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(Cantarel et al., 2008). Al igual que el resto de las enzimas, estas son clasificadas de acuerdo a su 

actividad por la Comisión de Enzimas (Enzyme Comission; EC). Sin embargo, debido a la presencia 

de una evolución convergente y a la diversidad de sustratos que acepta una misma enzima, se vio 

la necesidad de realizar otra clasificación, complementaria a la EC  (Henrissat, 1991). Desde 

entonces, colectivamente se nombró CAZymas a aquellas proteínas con dominios involucrados en 

el metabolismo de carbohidratos (Aspeborg et al., 2012). Aquellos dominios proteicos que 

presentan homología de secuencia, de estructura tridimensional y al menos uno de ellos está 

caracterizado bioquímicamente (se conocen el sustrato y el mecanismo de acción), se agrupan en 

una misma categoría (ver a continuación: GH, GT, entre otras) y una misma familia, identificada con 

un número (Lombard et al., 2013). Las categorías son:  

 GH (del inglés Glycosyl Hydrolase), que incluye enzimas con dominios con actividad 

glicosidasa o transglicosidasa;  

 GT (Glycosyl Transferase), grupo  que involucra dominios que catalizan la formación de  

enlaces glicosídicos;  

 PL (Polysaccharide Lyase), que hidrolizan enlaces glicosídicos de polisacáridos que 

contienen ácido urónico;  

 CE (Carbohydrate Esterase) que hidrolizan grupos éster presentes en carbohidratos;  

 AA (Auxiliary Activities), generalmente con actividad oxidasa tales como: lignino-

peroxidasas, involucradas en la degradación de materiales lignocelulósicos; LPMOs (del 

inglés lytic polysaccharide monooxygenases); CDHs (del inglés cellobiose dehydrogenases), 

que oxidan celobiosa, entre otras.  

Las categorías arriba descritas hacen referencia a dominios catalíticos o actividades específicas; pero 

también están los dominios no catalíticos, los CBM (Carbohydrate-Binding Module), que colaboran 

en la interacción CAZyma-carbohidrato (Cantarel et al., 2008; Levasseur et al., 2013). 

Para clasificar, organizar y comparar este tipo de proteínas, existe una base de datos 

(CAZy; http://www.cazy.org) donde se registran las secuencias proteicas y su respectiva 

clasificación; y servidores tales como dbCAN (DataBase for automated Carbohydrate-active enzyme 

ANnotation, http://csbl.bmb.uga.edu/dbCAN/) que permite anotar las CAZymas presentes en los 

genomas, metagenomas, o cualquier secuencia proteica (Kameshwar & Qin, 2016; Yin et al., 2010). 

En particular al conjunto de CAZymas presentes en el genoma de un organismo, se le denomina 

CAZoma. 
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Si bien en esta tesis se focalizará en el estudio de las GHs que hidrolizan celulosa, es necesario aclarar 

que algunas GHs de las familias 13, 65, 94, 112 y 130 no son hidrolasas, son celulasas fosforilasas 

que actúan sobre la celulosa usando pirofosfato como nucleófilo en vez de agua, en una reacción 

de fosforólisis, liberando glucosa-1-fosfato (Nihira et al., 2013; Saranraj et al., 2012). 

Aparte de las GHs, como ya se mencionó, existen celulasas oxidativas agrupadas dentro de las 

Auxiliary Activities (AAs). Las CDHs (celobiosa deshidrogenasas), oxidan la celobiosa a 

celobiolactona, utilizando quinonas como aceptores de electrones (Cameron & Aust, 2001; Cohen 

et al., 1997), o sin aceptor aromático produciendo radicales libres (reacción de Fenton); estos 

radicales libres atacarían los enlaces β-1,4 de la celulosa produciendo su ruptura (Henriksson et al., 

2000).  Las LPMO pueden cortar cadenas de celulosa atacando el oxígeno del hidroxilo unido al C1 o 

C4 del azúcar, provocando la descristalización del polímero, y con ello, facilitando el acceso de otras 

celulasas para despolimerizar la molécula de celulosa. 

 

1.3.1 Glicosil hidrolasas 

Particularmente las GHs pueden clasificarse a grosso modo según la estructura tridimensional del 

sitio activo, tal como se muestra en la Figura 1.9. Las endoglucanasas (denominadas así por 

hidrolizar los enlaces internos de los polisacáridos) suelen presentar un sitio activo abierto en forma 

de hendidura o surco; las exoglucanasas (hidrolizan el polisacárido desde el extremo de la cadena), 

suelen presentar un sitio activo en forma de túnel; y las β-glucosidasas (atacan el enlace glicosídico 

de disacáridos o glicoconjugados) suelen presentar un sitio activo en forma de bolsillo, tal como se 

muestra en la Figura 1.7 (Davies & Henrissat, 1995; Hildén & Johansson, 2004).  

 

Figura 1.9. Tres tipos de sitios activos presentes en glicosil hidrolasas. a) Sitio activo en forma de bolsillo 
(glucoamilasa de Aspergillus awamon), b) en forma de canal o surco (endoglucanasa de Trichoderma fusca y 
c) de túnel (celobiohidrolasa de Trichoderma reesei). Imagen extraída y modificada del artículo de Davies & 
Henrissat (1995).  
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Esta clasificación es una simplificación, ya que se han descripto “endoglucanasas” (sitio activo en 

forma de surco) con acción “exo-like procesive”: actividad tipo exoglucanasa (ya que ataca la cadena 

desde el extremo de la cadena) y procesiva (porque libera el producto de hidrólisis mientras 

permanece firmemente unida a la cadena de polisacárido); y algunas exocelulasas pueden abrir el 

sitio activo en forma de túnel, quedando como canal, para permitir una acción significativa tipo 

endoglucanasa (Hildén & Johansson, 2004). 

 

1.4 Celulasas y la industria: 
 

Las celulasas y hemicelulasas ocupan el 20 % del mercado mundial de enzimas (Mantyla et al., 1998; 

Bhat, 2000) y tienen numerosas aplicaciones industriales.  

En la industria textil, las celulasas se utilizan para el tratamiento de telas producidas con fibras de 

celulosa (como el algodón) y el lavado de las mismas, pues las celulasas se agregan a detergentes 

para ropa junto a otras enzimas (como lipasas y proteasas) para optimizar su limpieza y tratamiento. 

Las celulasas al ponerse en contacto selectivamente con las fibras de celulosa, disminuyen la 

hidrofobicidad de la tela, facilitando la limpieza. A su vez, mejoran la apariencia del tejido, ya que 

eliminan fibrillas que se desprenden durante el uso, dejando la superficie más lisa y suave, con el 

color más visible (Belghith et al., 2001; Cavaco-Paulo, 1998; Ibrahim et al., 2011; Kuhad et al., 2011). 

En la industria alimenticia, las celulasas se utilizan para la extracción de jugos vegetales, producción 

de néctares y purés, en la extracción de aceite de oliva, tratamiento de semillas y granos. También 

se usan en la elaboración de cerveza, vino, en la extracción de carotenoides, entre otros. Se aplican 

además en la industria de panificados, para aumentar la cantidad de monosacáridos en la masa, 

incrementando así su elasticidad (Coughlan & Folan, 1979; Nadeem et al., 2009).  

Además, las celulasas se agregan como aditivos en forrajes, optimizando las propiedades 

nutritivas de los alimentos al facilitar su digestión (Saranraj et al., 2012). 

En la industria papelera, las celulasas y hemicelulasas se utilizan en la obtención y tratamiento de 

pulpa de celulosa (para reducir asperezas e incrementar el brillo de las fibras de celulosa). A su vez, 

se utilizan para el tratamiento del papel a reciclar pues las celulasas ayudan a desprender los 

colorantes presentes en estos, facilitando su reciclaje (Bhat, 2000). 

El uso de las celulasas para la degradación (sacarificación) de residuos vegetales representa una 

prometedora forma de obtener azúcares; y éstos se pueden fermentar para producir etanol. Este 

etanol de celulosa se conoce con el nombre de “oro verde” (Pichs, 2008) y puede utilizarse como 
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biocombustible, con algunas ventajas: la obtención de alcohol a partir de una fuente renovable, y la 

utilización de materiales celulósicos considerados subproductos industriales (Chandel et al., 2012; 

Knauf & Moniruzzaman, 2004; Zittelli et al., 2013).  

Las celulasas son ampliamente demandadas por varias industrias que requieren que estas enzimas 

actúen en diversas condiciones bioquímicas. Por ejemplo, las celulasas sicrófilas podrían utilizarse 

en la producción de bioetanol para degradar el material celulósico, al mismo tiempo que las 

levaduras mesófilas (como Saccharomyces cerevisiae) fermentan los azúcares liberados, ya que 

ambos procesos (sacarificación con la enzima sicrófila y fermentación) podrían realizarse en un 

mismo rango de temperatura (Cinelli et al., 2015). Este punto, incluyendo la definición de enzimas 

sicrófilas, será tratado posteriormente en esta sección. 

 

1.5 Producción de celulasas 
 

Las celulasas son enzimas producidas por seres vivos de todos los reinos,  destacándose los del reino 

Procariota y el Fungi (Hildén & Johansson, 2004). En sentido estricto, los verdaderos 

microorganismos celulolíticos son aquellos capaces de degradar celulosa natural y convertirla en 

azúcares simples, mediante la acción de enzimas denominadas celulasas (Pringsheim, 1912). Desde 

1950 se conoce que la degradación de celulosa debía realizarse al menos en dos pasos: 1) 

degradación de celulosa natural por celulasas, hasta obtener oligosacáridos lineales (paso que se 

realiza únicamente por microorganismos celulolíticos) y 2) conversión de los oligosacáridos en 

azúcares simples, como la glucosa (paso realizado por microorganismos celulolíticos o no 

celulolíticos en sentido estricto) (Reese et al., 1950). Hoy en día se sabe que el proceso es muy 

complejo e involucra una gran variedad de CAZymas específicas para los diferentes tipos de celulosa 

en cuestión. 

La mayoría de los microorganismos aeróbicos que producen celulasas producen enzimas 

individuales o libres, es decir enzimas que no están asociadas con otros complejos proteicos. Estas 

suelen tener un dominio catalítico unido por un “brazo” flexible a un dominio de unión a 

carbohidratos. Estas celulasas, si bien se encontrarían libres en el exterior celular, suelen actuar de 

manera sinérgica con otras celulasas de distinta especificidad para degradar la celulosa, 

aumentando su actividad específica cuando actúan en conjunto, respecto a las enzimas individuales.  

Otros microorganismos (específicamente bacterias anaeróbicas) suelen producir un complejo 

multienzimático denominado celulosoma (Wilson, 2011), que se mantiene anclado a la membrana 
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celular mediante una proteína de anclaje, y mantiene las distintas actividades celulolíticas en un 

mismo complejo, facilitando la hidrólisis de los sustratos. En la Figura 1.10 se muestra un modelo de 

celulosoma, en el cual se detallan las proteínas involucradas: una proteína de anclaje, una 

escafoldina (con CBM) y varias subunidades enzimáticas, unidas entre sí por dominios cohesina-

dockerina.  

 

Figura 1.10. Modelo de celulosoma, tomado de (“Cellulosome Systems | Ed Bayer’s Group,” n.d.). En color 
naranja se muestra la proteína de anclaje a la bacteria, con un dominio cohesina. Ese dominio cohesina se 
adhiere al dominio dockerina de la siguiente subunidad: la escafoldina (color amarillo). La escafoldina contiene 
un dominio de unión a carbohidratos (CBM) y numerosos dominios cohesina, que a su vez interaccionan con 
los dominios dockerina de las distintas subunidades enzimáticas-catalíticas (colores celeste, azul, verde).  

 

 

1.6 Microorganismos adaptados al frío y celulasas sicrófilas 
 

Los microorganismos han colonizado prácticamente todo el planeta y su adaptación a distintos 

ambientes se ha acompañado por una adecuación metabólica que les permite vivir en diferentes 

ambientes, incluso en condiciones humanamente extremas (baja concentración de oxígeno o 

nutrientes, ambientes muy ácidos o muy básicos, muy calientes o muy fríos, entre otros). 

En este trabajo se enfatizará en los microorganismos adaptados a vivir a bajas temperaturas: los 

sicrófilos y los sicrotolerantes o sicrótrofos. Estos términos datan ya desde principios del siglo XX, 

donde Schmidt-Nielsen (1902) denominó microorganismos sicrófilos a aquellos capaces de crecer a 

0 °C. Luego, Morita (1975) los redefinió como aquellos que tienen temperatura óptima de 

crecimiento igual o inferior a 15 °C, máxima a los 20 °C o menor, y mínima a los 0 °C o inferior (Kasana 

& Gulati, 2011; Morita, 1975). Los microorganismos sicrotolerantes o sicrótrofos, son aquellos cuya 
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temperatura óptima de crecimiento se encuentra entre los 15 y 20 °C y la temperatura máxima a la 

cual puede crecer es superior a los 20 °C (Moyer & Morita, 2007). 

Estos microorganismos han desarrollado varias estrategias para sobrellevar estas condiciones, entre 

las que se encuentran la producción de ácidos grasos insaturados que le dan mayor flexibilidad a 

sus membranas, la producción de moléculas anticongelantes, etcétera. Entre estas adaptaciones 

también está la producción de enzimas activas a bajas temperaturas, enzimas denominadas 

sicrófilas (Rodrigues & Silva, 2016). 

Estas enzimas poseen alta eficiencia catalítica a temperaturas más bajas comparadas con las 

enzimas producidas por microorganismos mesófilos y termófilos (microorganismos con 

temperaturas óptimas de crecimiento entre 20 y 45 °C y por encima de 45 °C, respectivamente) 

(Smith et al., 1960; Szilágyi & Závodszky, 2000). Además de presentar alta eficiencia catalítica a bajas 

temperaturas, las enzimas sicrófilas presentan termolabilidad, inactivándose con pequeños 

aumentos de temperatura. Debido a estas propiedades bioquímicas, las enzimas sicrófilas pueden 

ser un insumo importante para algunas industrias, especialmente cuando hay que llevar acabo 

procesos a bajas temperaturas (por ejemplo, por la inestabilidad de los productos, o para reducir 

costos energéticos).  

 

 

1.7 Biocombustibles: la celulosa como fuente de azúcares para la producción de 

bioetanol 
 

Los biocombustibles son aquellos combustibles obtenidos a partir de biomasa, tales como plantas, 

algas, residuos animales, entre otros.  

Estos pueden clasificarse en primarios o secundarios. Los primarios son los utilizados en forma no 

procesada (como madera utilizada para obtener energía calorífica o eléctrica). Los biocombustibles 

secundarios se producen mediante el procesamiento de la biomasa renovable: por ejemplo el 

bioetanol y el biodiesel. Estos últimos suelen ser más fáciles de transportar comparados con los 

primarios, y producen residuos gaseosos luego de su combustión, lo que permite su utilización en 

vehículos y en diversos procesos industriales. A su vez, los biocombustibles secundarios se dividen 

en biocombustibles de primera, segunda y tercera generación en base al sustrato o la materia prima 

utilizada para su producción (Nigam & Singh, 2011; Pandey & Tewari, 2018). Los de primera 

generación se producen a partir de semillas o azúcares; los de segunda generación, a partir de 
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biomasa no alimentaria, ejemplo: residuos lignocelulósicos; y los de tercera generación a partir de 

biomasa de microorganismos que no compiten con la producción de alimentos, por ejemplo 

microalgas (Chakraborty et al., 2012).  

En la próxima sección se profundizará en los biocombustibles de segunda generación; en especial el 

bioetanol. 

 

1.8 Bioetanol 
 

El bioetanol es un biocombustible secundario que se puede producir a partir de diversas fuentes de 

biomasa. En nuestro país la empresa ALUR (Alcoholes del Uruguay) produce bioetanol a nivel 

industrial a partir de jugo y melaza de caña, y jugo de sorgo dulce; es decir, de acuerdo a las 

definiciones antes mencionadas, se produce bioetanol de primera generación. Una vez extraídos los 

jugos y melaza, la biomasa lignocelulósica excedente se utiliza como biocombustible primario, ya 

que se quema para producir energía (“ALUR - Complejo Agroenergético - Bella Unión, Artigas,” n.d.). 

No obstante, se podría utilizar esa biomasa lignocelulósica para producir bioetanol de segunda 

generación.  

Para producir bioetanol de segunda generación se deben seguir los siguientes pasos: 1) 

Pretratamiento del sustrato: químico (ácidos o bases fuertes), físico (alta presión y temperatura) y/o 

bioquímico (enzimas deslignificantes), 2) Sacarificación: proceso de liberación de azúcares 

fermentables a partir de polisacáridos vegetales, 3) Fermentación alcohólica, generalmente llevada 

a cabo por levaduras y 4) Destilación del producto de interés: el bioetanol (Chakraborty et al., 2012). 

 

1.8.1 Sacarificación 

Este proceso se lleva a cabo por enzimas del tipo CAZymas, que actúan en conjunto para liberar 

azúcares fermentables a partir de la celulosa. Este proceso suele llevarse a cabo por enzimas 

provenientes de microorganismos mesófilos, generalmente producidas por hongos; que actúan a 

temperaturas bastante elevadas e hidrolizan el sustrato a medida que éste se va enfriando (pues 

durante el pretratamiento se suele calentar el sustrato, ya que esto además de pre-tratar 

físicamente el material, lo desinfecta para pasos posteriores). Sin embargo, cuando se eligen otros 

pretratamientos que no implican elevar la temperatura, las celulasas provenientes de 
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microorganismos adaptados al frío resultan más eficientes. Además las enzimas sicrófilas podrían 

continuar sacarificando durante la fermentación (Barroca et al., 2017).  

1.8.2 Fermentación 

Existen numerosos microorganismos capaces de fermentar azúcares y producir bioetanol. Sin 

embargo, Saccharomyces cerevisiae es el microorganismo elegido por excelencia para este fin por 

la industria. Esta levadura, además de ser una excelente fermentadora, posee estrategias de 

adaptación a altas concentraciones de etanol, pudiendo sobrevivir hasta en un 50 % v/v de este 

producto (a diferencia por ejemplo de Zymomonas mobilis, que muere luego se superar 16 % v/v de 

etanol). En la Figura 1.11 se muestra un esquema de las vías metabólicas relacionadas a la 

producción de bioetanol de S. cerevisiae (Macedo & Brigham, 2014). Se muestra cómo a partir de 

glucosa, se obtienen como productos etanol, glicerol, acetato y 2,3-butanodiol, siendo el primero 

de éstos, el producto de mayor concentración. Aun así, continúan los esfuerzos por parte de la 

comunidad científica, para modificar genéticamente estas levaduras, y sesgar las vías para producir 

etanol en forma más eficiente (Babrzadeh et al., 2012).  

En esta Tesis se trabajó con la cepa de S. cerevisiae CAT-1 (gentileza de la Dra. Silvia Batista y la Mag. 

Karen Malán). Esta es la cepa más utilizada en fermentaciones de caña de azúcar en Brasil, aislada 

en este país y que a partir de 1998, se utiliza en forma comercial (Basso et al., 2008). Esta cepa es 

tolerante a altas temperaturas (hasta 42 °C), presenta altas tasas de brote (cel/mL) y de viabilidad 

celular en la propagación, alto rendimiento fermentativo y velocidad de fermentación (información 

recabada de https://lnf.com.br/acucar-e-etanol.html). 
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Figura 1.11. Esquema de las vías metabólicas relacionadas al metabolismo fermentativo de S. cerevisiae. 

Esta figura fue traducida al español por quien expone esta Tesis, pero proviene del artículo de Macedo & 

Brigham (2014).  

 

1.8.3 Sacarificación y fermentación ¿secuencial o simultánea? 

Tal como se describió anteriormente, para la obtención de bioetanol de segunda generación se 

realiza la sacarificación y luego la fermentación en dos pasos independientes. Esto conlleva a un 

gasto operacional grande, pues: 1) se debe elevar la temperatura del sustrato para ser sacarificado 

(con celulasas mesófilas), 2) se debe enfriar el sistema, y generalmente ambos procesos 

(sacarificación y fermentación) suelen realizarse en fermentadores independientes, a temperaturas 

diferentes, 3) los productos de hidrólisis de la celulosa inhiben las enzimas, por lo tanto se debe 

utilizar una mayor cantidad de éstas (lo que representa el 20 - 30% del costo de producción del 

bioetanol) (Hamelinck et al., 2005; Shadbahr et al., 2017).   

Una extensa investigación ha demostrado que mediante la sacarificación y la fermentación 

realizadas de manera simultánea (proceso SFS) se logran mayores rendimientos, ya que los azúcares 

liberados en la sacarificación se consumen por el microorganismo fermentador (no hay inhibición 

de las celulasas por el producto). A su vez ambos procesos se llevan a cabo en un mismo 

fermentador, lo cual disminuye costos operacionales (Cantarella et al., 2004; Shadbahr et al., 2017; 
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Siriwong et al., 2019). No obstante, el proceso SFS es complejo y su rendimiento está influenciado 

por muchos factores tales como el tipo de materia prima lignocelulósica, la concentración del 

sustrato, el tipo y la cantidad de enzimas y/o microorganismos celulolíticos, pH de la solución y 

temperatura de reacción, agitación, entre otros (Shadbahr et al., 2017). Las condiciones reportadas 

como óptimas para un proceso SFS serían a pH 5,0 y temperatura de 37 °C (Zhu et al., 2012), aunque 

siempre están condicionadas al tipo de enzimas que se utilice, y al microorganismo fermentador.  
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Hipótesis y objetivos 
 

En este trabajo de Tesis se planteó la siguiente hipótesis de trabajo: dentro de nuestra colección de 

microorganismos antárticos, deben existir algunos capaces de producir celulasas sicrófilas, cuyas 

condiciones de catálisis sean compatibles con procesos SFS para la producción de bioetanol 

celulósico. 

Dicha hipótesis corresponde al objetivo general de este trabajo, que es: Contribuir al desarrollo de 

métodos sustentables de producción de biocombustibles a través del uso de enzimas activas a 

bajas temperaturas. 

Como objetivos específicos se planteó 

 Seleccionar un microorganismo productor de celulasas en medio líquido. 

 Optimizar la cinética de producción de estas enzimas y obtener un preparado enzimático 

con actividad celulasa. 

 Caracterizar bioquímicamente el preparado: conocer las condiciones óptimas de pH y 

temperatura de actividad celulasa, evaluar su estabilidad y el efecto de diversos agentes 

químicos. 

 Identificar las proteínas presentes en el preparado, en especial las celulasas, y también 

conocer el CAZoma del microorganismo seleccionado. 

 Aplicar el preparado enzimático en ensayos de sacarificación de diversos sustratos 

celulósicos. 

 Producir bioetanol a partir de la sacarificación de un sustrato celulósico con el preparado 

enzimático y fermentación de los azúcares liberados con S. cerevisiae CAT-1. 
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2. Materiales y métodos 

 

En el siguiente diagrama (Figura 2.1) se muestra esquemáticamente el transcurso experimental de 

este trabajo de Tesis, a modo de ubicar al lector en la serie de pasos que se dieron. 

 

Figura 2.1. Diagrama de transcurso experimental de este trabajo de Tesis. 

 

 

 

 



28 
 

2.1 Selección del microorganismo productor de celulasas  

 

Se trabajó con una colección de bacterias provenientes de la microflora de un oligoqueto 

identificado como Grania sp., presente en la Isla Rey Jorge, Antártida, capaces de hidrolizar CMC en 

placas de cultivo (Herrera et al. 2017). Esta colección de microorganismos se mantiene en el 

Laboratorio de la Sección Bioquímica y Biología Molecular de Facultad de Ciencias. 

A partir de colonias aisladas provenientes de un cultivo fresco de los aislamientos (Flavobacterium 

sp. AUG1, Pseudomonas sp. AUG8, Pseudomonas sp. AUG38, Flavobacterium sp. AUG42, 

Psychrobacter sp. AUG47, Serratia sp. AUG50, Psychrobacter sp. AUG53) se inocularon tubos de 

precultivo conteniendo 5 mL de medio LB (para la composición de éste y de los medios a utilizar a 

continuación en esta Tesis, ver Anexo 1. Medios de cultivo).  Los tubos se incubaron a 16 °C bajo 

agitación a 200 rpm por 48 h. Posteriormente se utilizaron para inocular matraces de 500 mL 

conteniendo 50 mL de los medios M9, GS2 o LB, suplementados con papel de filtro Whatman N°1 

al 0,5 % m/v como fuente de carbono celulósico y se incubaron por 48 h en las condiciones 

anteriormente indicadas. Cada cultivo se centrifugó (12000 rpm, 15 min, 4 °C) y el sobrenadante de 

cultivo se filtró usando filtros de 0,45 µm, para obtener así un cultivo libre de células. En el mismo, 

se analizaron las actividades CMCasa y PASCasa (usando como sustratos CMC y PASC 

respectivamente), tal como se indica en los puntos 2.4.1 y 2.4.2. 

 

 

2.2 Microscopía de barrido electrónico de células de Flavobacterium sp. AUG42 

 

Se creció la bacteria en medio GS2, suplementada con papel de filtro (muestra 1) y sin agregado de 

fuente celulósica (muestra 2). Como control, se incubó medio GS2 con papel de filtro sin bacteria 

(muestra 3). Los matraces se incubaron a 16 °C, bajo agitación de 200 rpm por 48 h. Luego, para la 

muestra 1 se tomó una alícuota del cultivo y se centrifugó a 12000 rpm durante 10 min. Se descartó 

el sobrenadante y se procedió al tratamiento del pellet para su posterior visualización. Para las 

muestras 2 y 3, se retiró del matraz una tira de papel de filtro para observarlas en el microscopio de 

barrido electrónico y se procedió con el tratamiento para la visualización. Primero se fijaron las 

muestras con glutaraldehído al 2.5 % v/v durante una hora, se deshidrataron con concentraciones 

crecientes de etanol (50, 75, 95 y 100 % v/v) y por último se usó CO2 como secador de punto crítico. 

Posteriormente se metalizó con oro. La observación se realizó en el microscopio Jeol JSM 5900 LV. 
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2.3 Obtención del preparado enzimático a partir de Flavobacterium sp. AUG42. 

Caracterización del perfil de crecimiento y la cinética de producción de celulasas 
 

2.3.1 Preparación del inóculo 

Se transfirió una colonia Flavobacterium sp. AUG42 (obtenida por siembra en estría en placas de LB 

incubada por 7 días a 10 °C) de a 5 mL de LB y se suspendió en vórtex. Estos 5 mL se transfirieron a 

un matraz de 200 mL conteniendo 25 mL de LB, y se incubó bajo agitación (200 rpm), durante 68 h, 

a 16 °C. Esta suspensión se utilizó como inóculo de los siguientes experimentos.    

 

 

2.3.2 Condiciones de cultivo para la producción de celulasas 

Se transfirieron 5 mL del inóculo obtenido en 2.3.1 a matraces de 2 L conteniendo 500 mL de medio 

GS2 suplementado con diferentes fuentes de carbono celulósico: carboximetilcelulosa (CMC, SIGMA 

C5678), papel de filtro Whatman N°1, Celulosa (SIGMA 435236) o Avicel (SIGMA 11363) en 

concentraciones de 0,5 % m/v. Se realizó también un cultivo control, sin el agregado de sustrato 

celulósico. En todos los casos se incubó durante 72 h a 16 °C, con agitación a 200 rpm y a diferentes 

tiempos se tomaron alícuotas para la determinación del crecimiento y la producción de celulasas, 

según se describe a continuación.  

 

 

2.3.3 Determinación del perfil de crecimiento y la cinética de la producción de celulasas   

Se evaluó el crecimiento de AUG42 mediante la determinación de las Unidades Formadoras de 

Colonias (UFC), para lo cual se tomaron alícuotas del cultivo (cada 12 h) y se realizaron las diluciones 

seriadas hasta obtener colonias aisladas sobre placas de Petri conteniendo LB-agar, según el método 

de la gota, que se explicará en el próximo párrafo. También se estimó la concentración celular 

midiendo la turbidez del cultivo a 620 nm, pero solamente cuando se utilizó CMC como sustrato 

(único medio que no presentaba partículas en suspensión que interfieran en la medida de la 

turbidez). Para ello se utilizó la siguiente estimación: una turbidez a 620 nm igual a 1 equivale 

aproximadamente a 2,5 x 10 8 células/mL (Stevenson et al., 2016).  

Asumiendo que existiría un crecimiento bacteriano similar entre el medio conteniendo CMC y el 

resto de los medios de cultivo, se realizó el cálculo de dilución de los mismos, que permitiera obtener 

un número contable de células por placa. Se trabajó con tres diluciones seriadas, de forma tal que 
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la dilución intermedia presentara un número contable de células (entre 5 y 25 colonias por gota). 

Para cada dilución, se sembraron (por cuadruplicado) gotas de 10 µL, en un extremo de una placa 

conteniendo LB-agar y se dejó deslizar la gota hacia el otro extremo de la placa. Las placas se 

incubaron durante 4 días a 16 °C, se contaron las UFC, y se realizó el cálculo pertinente para obtener 

las UFC/mL de cultivo. 

Al mismo tiempo que se sacó una alícuota para medir el crecimiento, se extrajeron alícuotas de 2 

mL del cultivo, se centrifugaron (10 min a 10000 rpm, 4 °C) y el sobrenadante se filtró utilizando 

filtro estéril de Poliéster sulfona (PES) de 0,45 µm de poro (se descartó el uso de filtros de celulosa 

por el posible efecto de las celulasas sobre el material del filtro). Estos sobrenadantes de cultivo 

libre de células se utilizaron para el análisis de actividad celulasa, mediante el análisis de las 

actividades PASCasa (usando PASC como sustrato) y CMCasa (usando CMC como sustrato). Los 

ensayos de actividad se describen en los puntos 2.4.1 y 2.4.2, respectivamente. 

Se estudiaron también ambas actividades en los sobrenadantes de cultivo de AUG42 crecido en el 

medio GS2, utilizando en este caso algodón, swichgrass (pasto varilla) y Eucalyptus globulus a una 

concentración de 0,5 % m/v. Los dos últimos sustratos, fueron previamente tratados por explosión 

a vapor, 10 min a 200 °C (gentileza de Fabiana Rey, LATU).  Se siguió el mismo procedimiento de 

cultivo descrito anteriormente aunque sólo se tomó una muestra, a las 48 h de iniciado el cultivo. 

Se preparó un extracto libre de células, tal cual se indicó anteriormente en la sección 2.3.3, y se 

realizó el análisis de actividades CMCasa y PASCasa. 

 

 

2.3.4 Temperatura óptima para la producción de celulasas 

Una vez seleccionado un sustrato celulósico para la producción de las enzimas, se analizó el perfil 

de crecimiento y la cinética de producción de celulasas descritos en la sección 2.3.3 a las 

temperaturas de 11 oC,  16 oC y 21 oC. 

 

 

2.4 Determinación de las actividades CMCasa y PASCasa 

2.4.1 Actividad PASCasa 

La mezcla de reacción se preparó incubando 75 µL de sobrenadante de cultivo libre de células con 

25 µL de buffer acetato de sodio 500 mM, pH 5,5 y 150 µL de PASC (obtenido mediante hidrólisis 

parcial previa; concentración aproximada 7,5 mg/mL; ver preparación de PASC en Anexo 4. Otras 
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mezclas y soluciones) durante 3 h a 40 °C, con agitación orbital de 1000 rpm en el equipo Multi-

Therm de Benchmark. La reacción se detuvo por enfriamiento en baño de hielo y se centrifugó 

(12000 rpm, durante 12 min, a 4 °C). En el sobrenadante de mezcla de reacción obtenido, se analizó 

la liberación de azúcares reductores mediante el método del ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS; 

Bernfeld, 1955), según se describe en el punto 2.4.3. Una unidad de enzima (U) se definió como la 

cantidad necesaria de enzima para liberar 1 µmol de azúcares reductores en 1 h a 40 °C en buffer 

acetato de sodio 50 mM, pH 5,5.  

 

2.4.2 Actividad CMCasa 

La mezcla de reacción se preparó incubando 80 µL de sobrenadante de cultivo libre de células con 

20 µL de buffer acetato de sodio 500 mM, pH 5,5 y 100 µL de CMC al 2 % m/v (disuelto en agua), 

durante 1 h a 40 °C, bajo agitación orbital a 1000 rpm en el equipo Multi-Therm de Benchmark. La 

reacción enzimática se detuvo por enfriamiento en baño de hielo y se determinó la liberación de 

azúcares reductores por el método del DNS, según se describe en la sección 2.4.3. Una unidad de 

enzima (U) se definió como la cantidad necesaria de enzima para liberar 1 µmol de azúcares 

reductores en 1 h, a 40 °C, en buffer acetato de sodio 50 mM, pH 5,5. 

 

2.4.3 Detección de azúcares reductores: Método del ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS) 

Se mezclaron volúmenes iguales de mezcla de reacción (o sobrenadante de mezcla de reacción, para 

los ensayos de actividad PASCasa, como se explica en la sección 2.4.1) y de reactivo DNS: 200 µL 

para la actividad CMCasa y 125 µL para la actividad PASCasa (para la preparación del DNS ver el 

Anexo 4. Otras mezclas y soluciones). En ambos casos, la mezcla se llevó a ebullición en baño de 

agua durante 10 min y luego se enfrió en baño de hielo durante 5 min. Posteriormente se midió la 

absorbancia a 550 nm en lector de placas de 96 pocillos (usando un volumen de 200 µL por pocillo). 

Se realizó una curva de calibración con glucosa en un rango de concentración de 0 a 0,3 mM (ver 

Anexo, 5. Curvas de calibración) y a partir de la ecuación de la recta se calculó la concentración de 

azúcares reductores liberados durante las reacciones enzimáticas, y expresados como equivalentes 

de glucosa. 
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2.4.4 Determinación de las condiciones de velocidad inicial para las actividades CMCasa y 

PASCasa 

Para ello se realizaron los ensayos de actividades PASCasa y CMCasa utilizando volúmenes mayores 

de reacción (1,5 mL) pero conservando las mismas proporciones para la mezcla de reacción 

detalladas en las secciones 2.4.1 y 2.4.2. Se tomaron alícuotas de 200 µL para medir el avance de la 

reacción cada 30 y 15 min, y hasta un máximo de 210 y 90 min, respectivamente. Se analizó el avance 

de la reacción graficando la liberación de azúcares reductores en función del tiempo de reacción, y 

se determinó entre qué tiempos la reacción estaría en condiciones de velocidad inicial. 

 

 

2.5 Caracterización parcial del preparado enzimático 

 

Se definió como “preparado enzimático” al sobrenadante de cultivo de AUG42 libre de células, 

obtenido en medio GS2 suplementado con papel de filtro, luego de 48 h de crecimiento a 16 °C. 

Sobre dicho preparado se realizaron los siguientes ensayos de caracterización de las actividades 

CMCasa y PASCasa: 1) a diferentes temperaturas y pHs; 2) en presencia de diferentes agentes 

químicos; 3) estabilidad en diferentes condiciones de almacenamiento. 

A este preparado se le analizaron además, 4) actividades amilasa y celobiasa, y su correspondiente 

caracterización parcial de propiedades bioquímicas (pH y temperatura óptimos).   

Se procedió luego a un análisis del secretoma (proteínas presentes en el preparado enzimático) 

mediante: 5) SDS-PAGE e isoelectroenfoque, ambos acoplados a zimogramas (para evaluar 

proteínas secretadas con actividad CMCasa y conocer su tamaño y punto isoeléctrico).  

A su vez, y teniendo a disposición el genoma de AUG42, se realizó 6) el estudio del CAZoma, para 

identificar los genes relacionados a la producción de celulasas y 7) un shotgun de proteínas, para 

identificar las proteínas secretadas y correlacionar esa información con el CAZoma.  

 

2.5.1 Condiciones óptimas de temperatura y pH   

Se analizaron las actividades CMCasa y PASCasa a diferentes temperaturas (20, 30, 40, 50, 60 y 70 

oC), en buffer acetato de sodio 50 mM, pH 5,5 según se detalló en los puntos 2.4.1 y 2.4.2.  

Para determinar el pH óptimo, se determinaron las actividades CMCasa y PASCasa a 40 °C según se 

describió en los puntos 2.4.1 y 2.4.2, a diferentes pHs (3,5-9,5). Se utilizó el buffer de amplio rango 

de pH denominado buffer mezcla (ver Anexo 2. Buffers) descrito por Ellis & Morrison (1982), que 
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mantiene la fuerza iónica constante (0,10 ± 0,01 M), ajustando el pH con soluciones de NaOH 4 M o 

HCl 4M. 

Tanto para la temperatura, como para el pH óptimo, se graficó la cantidad de azúcares reductores 

liberados (µ moles/mL de preparado enzimático) por hora, en función de la temperatura o pH de 

reacción. 

 

2.5.2 Determinación del efecto de diferentes agentes químicos sobre las actividades CMCasa 

y PASCasa 

Para este ensayo, se incubaron 35 µL de solución de agente a evaluar con 45 µL del preparado 

enzimático (a 25 oC, en agitación orbital de 1000 rpm, durante 15 min), luego se agregó el sustrato 

(PASC o CMC 2 % m/v) y buffer acetato de sodio 50 mM, pH 5,5 y se procedió tal cual se describió 

en los puntos 2.4.1 y 2.4.2. Los agentes utilizados fueron los siguientes, en las concentraciones 

finales indicadas: cloruro de cobalto (CoCl2) y de manganeso (MnCl2) en 10 μM; dodecilsulfato 

sódico (SDS) en 10 mM, 2 mM y 0.2 mM; fluoruro de fenilmetilsulfonilo (PMSF) en 1 mM; sulfato de 

cobre (CuSO4) en 1 mM; sulfato de amonio [(NH4)2SO4] en 45 mM; sulfato de magnesio (MgSO4) en 

20 mM y sulfato de potasio (K2SO4) en 1 mM; sacarosa en 300 mM; N-etilmaleimida (NEM) en 1 mM; 

y ácido etilendiaminotetraacético (EDTA) en 1 mM y 0,1 mM.  

Se realizó un control sin agente químico (agregando agua destilada). Se determinó la actividad 

remanente, considerando a la actividad registrada para el control, como el 100 %.  

A su vez se realizaron controles negativos, invirtiendo el orden de los reactivos en el ensayo: a la 

solución de sustrato se agregó el agente químico, luego el reactivo DNS y finalmente el preparado 

enzimático. Para comparar los resultados y obtener una actividad relativa respecto al control 

positivo, se realizaron análisis estadísticos de los datos por ANOVA mediante el test Dunnett's 

Multiple Comparison. 

 

2.5.3 Estabilidad del preparado en diferentes condiciones de almacenamiento 

Para evaluar la estabilidad a largo plazo del preparado enzimático, se midieron las actividades 

CMCasa y PASCasa al inicio (día que se levantó el cultivo) y al cabo de 30 días de almacenamiento a 

-20 oC, 4 oC y 20 oC. Se graficó la actividad remanente respecto al inicial (considerada como el 100 

%) y los datos se analizaron por ANOVA mediante el test Dunnett's Multiple Comparison. 
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También se evaluó el efecto de la liofilización sobre estas actividades del preparado enzimático. Para 

ello, se midieron las actividades PASCasa y CMCasa del preparado antes y después a ser liofilizado. 

El liofilizado se disolvió en agua Milli Ro estéril (en el mismo volumen previo a la liofilización). 

 

2.5.4 Ensayos de actividades celobiasa y amilasa 

Estas actividades enzimáticas se analizaron en el preparado enzimático (definido en la sección 2.4) 

según se describen a continuación.  

 

2.5.4.1 Actividad amilasa 

La presencia de amilasas se evaluó incubando 100 µL de preparado enzimático (sin concentrar y 

concentrado 5 veces por liofilización, 5X) con 100 µL de almidón soluble al 1 % m/v (preparado en 

buffer acetato de sodio 50 mM, pH 4,6) a temperatura ambiente. La mezcla se incubó por 1h, 2h, 

3h o 24 h y al cabo de los mismos, se agregó DNS (200 L) y se llevó a ebullición en baño de agua 

durante 5 min. Se agregaron 1,5 mL de agua destilada, se enfrió en baño de hielo y se midió la 

absorbancia a 540 nm. La concentración de azúcares reductores se calculó usando una curva de 

calibración con glucosa (concentración entre 0 y 0,6 mg/mL).   

 

2.5.4.2 Actividad celobiasa 

Para la mezcla de reacción se incubaron 400 µL de preparado enzimático con 100 µL de celobiosa 

40 mM disuelta en el buffer acetato de sodio 50 mM, pH 5,5 por 2 h, a 40 °C, bajo agitación orbital 

de 1000 rpm en el equipo Multi-Therm. Luego de cada reacción, la cantidad de glucosa liberada se 

midió utilizando el kit Glucosa-Spinreact (Ref 1001191), siguiendo las instrucciones del fabricante. 

Se incubaron 20 µL de mezcla de reacción con 200 µL de reactivo (provisto por el kit) durante 30 

min a temperatura ambiente. Luego se midió la absorbancia a 505 nm y los valores de absorbancia 

se correlacionaron con una curva de calibración realizada con glucosa en concentraciones conocidas 

(0,1 a 0,8 mg/mL). Como control positivo de actividad celobiasa se utilizó una mezcla de enzimas 

comerciales (pCL5 Cytolase).   

Se determinaron también, el pH (entre 3,5 - 9,5 a 40 °C, utilizando el buffer mezcla) y temperatura 

(entre 10 y 60 °C, a pH 5,5, utilizando el buffer acetato de sodio tal cual se describe en el párrafo 

anterior) óptimos del ensayo de actividad.  
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2.5.5 Análisis del secretoma 

Se definió secretoma al conjunto de proteínas presentes en el preparado enzimático. Este se estudió 

mediante técnicas de electroforesis, espectrometría de masas (shotgun de proteínas) y análisis 

bioinformáticos asociados especialmente a la búsqueda de celulasas. 

 

 

2.5.5.1 Electroforesis desnaturalizante (SDS-PAGE) acoplada a zimograma 

Se analizó el preparado enzimático mediante SDS-PAGE en condiciones desnaturalizantes y 

reductoras (la muestra se trató con SDS y β-mercaptoetanol en el buffer de muestra) pero sin 

calentar a ebullición. Se sembraron 5 µL de la muestra (2,5 veces concentrado por liofilización;  2,5X) 

en diferentes carriles, en gel de poliacrilamida (separador al 12% y concentrador al 6%) y se realizó 

la corrida durante 75 min a 110 V (la preparación de buffers y geles de poliacrilamida se describen 

en el Anexo 3. Geles de poliacrilamida). Para estimar el tamaño molecular de las proteínas se utilizó 

el marcador Color Plus (NEB Cat: P7711S), con proteínas de tamaño en el rango de 10 a 230 kDa. 

Luego de la corrida electroforética el gel se dividió en dos partes, dejando por un lado un carril 

sembrado con la muestra (parte A) y por otro lado una mitad de gel donde se sembró la muestra y 

el marcador de tamaño molecular (parte B).  

Sobre el gel de la parte A, se realizó el zimograma: las proteínas se transfirieron por contacto a un 

segundo gel de poliacrilamida preparado al 10 % de entrecruzamiento con CMC incluida a una 

concentración de 0,14 % m/v. Ambos geles, siempre en contacto entre ellos, se sumergieron en 

buffer acetato de sodio 50 mM, pH 5,5 a 37 °C. Luego de 1 h ambos geles se separaron.  El gel con 

CMC se incubó con solución de Rojo Congo al 0,1 % m/v a temperatura ambiente durante 15 min y 

luego se lavó tres veces con NaCl 1M. La hidrólisis del CMC se visualiza como bandas más claras de 

color blanco-amarillo en un fondo rojo.    

El gel de la parte B se incubó con solución de Coomassie R-250 (ver su preparación en el Anexo 4. 

Otras mezclas y soluciones) para la visualización de bandas proteicas. Considerando que la corrida 

electroforética se desarrolló de manera uniforme, se compararon indirectamente las partes A y B 

del mismo gel. Las bandas de actividad celulasa del zimograma se confrontaron con las bandas de 

proteínas del gel B (muestra y marcador de tamaño molecular), identificando así el tamaño 

molecular aparente de las celulasas. 
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2.5.5.2 Isoelectroenfoque acoplado a zimograma 

El preparado enzimático (25X, con alta concentración de sales provenientes del medio de cultivo) 

se desaló utilizando una columna de gel filtración comercial (NAP-5, GE Healthcare), pre-equilibrada 

con una solución de NaCl 0,15 M. Se aplicaron 500 µL del preparado enzimático concentrado y se 

eluyeron con 1 mL de NaCl 0,5 M (la concentración final del preparado enzimático fue de 12,5X). El 

mismo procedimiento se realizó también para un preparado enzimático 5X (luego de eluído, 

concentración final de la muestra 2,5X). 

El isoelectroenfoque (IEF) se realizó en el equipo automatizado PhastSystem (Pharmacia LKB, 

Suecia), sembrando la muestra en el gel comercial PhastGel IEF 3-9 (con gradiente de pH entre 3 y 

9) y siguiendo las especificaciones indicadas por el fabricante. Las bandas proteicas se visualizaron 

por tinción automática en el mismo equipo, mediante tinción con plata (gel A).  

Se realizó un segundo IEF (sin la etapa de tinción automática), se realizó la transferencia a un gel de 

poliacrilamida con CMC (gel B) y se revelaron las bandas con actividad celulasa tal cual se indicó más 

arriba (sección 2.5.5.1). Luego se sumergió el gel en ácido acético 0,1 M para modificar su color de 

rojo a azul y facilitar la visualización.   

Por comparación del perfil de proteínas entre ambos geles, el marcador de punto isoeléctrico (pI) y 

las bandas con actividad celulasa (comparación de los geles A y B), se determinó el pI de las proteínas 

con actividad celulasa. 

 

 

2.5.5.3 SDS-PAGE e identificación de bandas presentes en el preparado enzimático. 

Se realizó una SDS-PAGE desnaturalizante, de igual manera que se detalló en sección 2.5.5.1, pero 

esta vez la muestra tratada se calentó en baño a ebullición durante 5 min. Las bandas visibles, luego 

de la tinción con Coomassie R-250, se enviaron a identificar al servicio de espectrometría de masas 

(UbyPA) del Institut Pasteur (Montevideo, Uruguay). Los péptidos obtenidos se compararon con el 

genoma anotado de la cepa tipo de Flavobacterium frigidarium, bacteria de alta homología con 

AUG42 según la secuencia del gen codificante para ARN ribosomal 16S (al momento de este ensayo 

no contábamos con el genoma de la cepa AUG42 secuenciado). 

 

2.5.6 Búsqueda de posibles celulasas en el genoma de AUG42: análisis del genoma y CAZoma 

Durante el desarrollo de la Maestría, se envió a secuenciar el genoma de Flavobacterium sp. AUG42, 

el cual se ensambló y anotó por un integrante de nuestro grupo de trabajo en el servidor RAST 
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Versión 2.0 (Rapid Annotation using Subsystem Technology) (Aziz et al., 2008). Las secuencias 

proteicas de AUG42 se analizaron utilizando la base de datos PFAM 31.0 (https://pfam.xfam.org/) 

que realiza la búsqueda basada en similitudes de dominios, para la identificación de proteínas (Finn 

et al., 2016).  

Para la identificación particular de las enzimas activas sobre carbohidratos (CAZymas, en inglés 

Carbohydrate Active Enzymes, CAZymes), todas las secuencias aminoacídicas se analizaron 

mediante la base de datos dbCAN (Yin et al., 2012), un servidor web utilizado para identificar las 

CAZymas y los dominios de unión a carbohidratos. Los resultados obtenidos por dbCAN también se 

analizaron manualmente mediante BLASTP utilizando la base de datos UniprotKB-SwissProt 

(https://www.uniprot.org/statistics/Swiss-Prot) y PDB (https://www.rcsb.org/). Al conjunto de 

secuencias aminoacídicas posiblemente involucradas en el metabolismo de carbohidratos se le 

denominó CAZoma. 

 

2.5.7 Shotgun de proteínas: estudio del secretoma por espectrometría de masas  

Se analizó el preparado enzimático mediante un análisis total de las proteínas presentes mediante 

espectrometría de masas, definido como shotgun de proteínas. Para ello, se liofilizaron tres réplicas 

del preparado enzimático, se suspendieron en agua destilada y se cuantificó la concentración de 

proteínas por el método de Bradford (Bradford, 1976). Se realizó una SDS-PAGE sembrando los 

preparados tratados en condiciones desnaturalizantes, calentando en baño a ebullición durante 5 

min (cantidad de proteína conocida, ver Sección 3. Resultados) y se procedió de igual manera que 

se explica en la sección 2.5.5.1.  

La corrida electroforética se detuvo luego que las muestras ingresaran 1 cm en el gel separador. Se 

realizó la fijación y tinción con Coomassie G-250 (ver Anexo 4. Otras mezclas y soluciones), se 

recortaron las bandas proteicas y se enviaron a identificar al servicio CEQUIBIEM (Universidad de 

Buenos Aires/CONICET, Argentina). Luego de realizada la espectrometría de masas se consideraron 

aquellas proteínas representadas por al menos dos péptidos. Contando con el genoma del 

microorganismo (particularmente el CAZoma), se realizó una comparación para identificar las 

proteínas presentes en el secretoma.  

 

2.5.8 Modelado y docking de algunas proteínas 

Se construyeron los modelos de los sitios catalíticos (módulos GH) de las proteínas 265 y 976, 

detectados a partir del análisis en dbCAN. Para la proteína 265, el módulo catalítico a modelar fue 
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el GH9, comprendido entre los aminoácidos 31 - 467, y para la proteína 976, el módulo catalítico 

fue el GH5, comprendido entre los aminoácidos 50 - 307. Para ello, se utilizó el servidor SWISS-

MODEL (https://swissmodel.expasy.org/), donde se incluyó la secuencia de aminoácidos 

correspondiente al dominio GH a modelar. Se eligieron los tres moldes de mayor puntaje (proteínas 

con estructura resuelta usadas como molde), y se construyeron los modelos en el mismo sitio web. 

Se eligió el modelo que presentó mayor GMQE (Global Model Quality Estimate), se visualizaron los 

aminoácidos en posiciones permitidas y no permitidas, según el gráfico de Ramachandran, y se 

continuó trabajando con los modelos en el programa Chimera 1.13.1 

(http://www.rbvi.ucsf.edu/chimera). Posteriormente, se utilizó el servidor PubChem 

(https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/) para obtener la estructura de los sustratos celulósicos: 

celotetraosa (cuatro unidades de glucosa unidas por enlaces β-1,4) y celobiosa. Dichos sustratos se 

utilizaron para realizar el docking en el programa Chimera.  

Para realizar los docking fue necesario conocer previamente la zona probable del sitio activo del 

modelo. Para ello se realizó una búsqueda de un “modelo semilla”, una estructura proteica 

cristalizada con su sustrato (proveniente de la lista de posibles moldes, obtenida por SWISS-MODEL). 

Se compararon ambas estructuras mediante una búsqueda de homología estructural con la 

herramienta MatchMaker del programa Chimera. Se visualizó la probable zona del sitio activo y se 

registraron las coordenadas del sitio. Posteriormente, se abrieron las estructuras de interés para el 

docking: modelo de celulasa creado (o ligando) y celotetraosa (o sustrato) y se prepararon para 

docking mediante la herramienta Dock Prep, del programa Chimera. Posteriormente, se utilizó la 

herramienta AutoDock Vina (también del programa Chimera) para proceder al docking.  

Para el caso de la proteína 265 se realizó un segundo docking con una molécula de celobiosa. Luego 

de realizado el docking, se señaló la superficie del modelo, el sustrato y las estructuras secundarias 

del modelo y se enfatizó en los aminoácidos involucrados en el sitio activo, especialmente los 

enlaces de hidrógeno entre la proteína y el sustrato, y los aminoácidos catalíticos.  
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2.6 Aplicación del preparado enzimático para sacarificación y posteriores ensayos de 

fermentación 

 

2.6.1 Selección de sustrato a sacarificar 

Se analizaron distintos sustratos factibles de sacarificar: CMC, papel de diario con tinta negra, papel 

de diario sin tinta, α-celulosa (SIGMA C8002), avicel (SIGMA, 11363), celulosa microcristalina 

(SIGMA, 435236), switchgrass, E. globulus y papel de filtro Whatman No 1 en concentración final de 

0,5 % m/v. Se incubaron 150 µL de preparado enzimático con 150 µL de sustrato en buffer acetato 

de sodio 50mM pH 5,5 (ó con el sustrato dispuesto en cinta torneada, como en el caso de los 

papeles) durante 4 h a 40 °C y bajo agitación orbital a 1000 rpm en Thermomixer. Luego se midieron 

los azúcares reductores liberados, mediante el método del DNS. 

 

2.6.2 Condiciones de sacarificación de CMC 

Una vez seleccionada la CMC como sustrato, se evaluó la capacidad de sacarificación del preparado 

enzimático, en dos condiciones: 1) en buffer acetato de sodio, y 2) en un medio mínimo de cultivo 

utilizado en ensayos de fermentación alcohólica (Medio Ingeniería, ver Anexo 1. Medios de cultivo), 

ambos a pH 5,5.  

Los ensayos se realizaron según se describió en la Sección 2.6.1, pero en volúmenes mayores (2 mL 

de volumen final). Se tomaron alícuotas cada 12 h aproximadamente, durante 55 h, a las cuales se 

les determinaron los azúcares reductores por el método del DNS. 

Para el ensayo 1), se mezclaron 800 µL de preparado enzimático con 1000 µL de CMC 2 % m/v 

(concentración final 1 % m/v) y 200 µL buffer acetato de sodio 500 mM (concentración final 50 mM), 

a pH 5,5. Para el ensayo 2), se mezclaron 800 µL de preparado enzimático con 1000 µL de CMC 2 % 

m/v, suspendido en Medio Ingeniería (preparado al doble de su concentración, 2X) a pH 5,5 y 200 

µL de agua destilada. Ambas reacciones se incubaron a 30 °C bajo agitación orbital a 1000 rpm. Se 

graficaron los azúcares reductores obtenidos (la absorbancia medida a 550 nm) en función del 

tiempo de incubación. 

 

2.6.3 Preparación de pre-inóculo e inóculo de Saccharomyces cerevisiae CAT-1 

El realizó un pre-inóculo de S. cerevisiae, colocando de manera aséptica una colonia de la levadura 

en un tubo de precultivo con 5 mL de Medio Inóculo (ver Anexo 1. Medios de cultivo). Se creció toda 
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la noche a 37 °C, bajo agitación a 200 rpm. Se agregó este pre-inóculo (1% v/v) a un matraz de 1L 

conteniendo 200 mL de Medio Inóculo, se creció en las mismas condiciones que el pre-inóculo 

durante 24 h y se midió la turbidez a 620 nm. Se centrifugó el cultivo (10000 rpm, 10 min, 4 °C), se 

descartó el sobrenadante y se suspendió el pellet celular en 400 mL NaCl 0,9 % m/v estéril. La 

suspensión se centrifugó en las mismas condiciones, se descartó nuevamente el sobrenadante y se 

suspendió el pellet en NaCl 0,9 % m/v estéril hasta llegar a un volumen total conocido, por ende una 

turbidez conocida, tal que permitiera una turbidez final de 10 unidades en los viales de fermentación 

(ver más adelante, Sección 2.6.4).  

 

2.6.4 Ensayos de sacarificación y fermentación secuencial 

Se realizaron distintos ensayos de sacarificación y fermentación secuencial (como se muestra en la 

Figura 2.2). En los mismos se variaron: 1) la cantidad de preparado enzimático (liofilizado y disuelto 

en el mínimo volumen de agua Milli Ro) en el rango de actividad CMCasa entre 0,8  y  44,3 U/mL; 2) 

el tamaño de los viales (100 mL o 20 mL); 3) el volumen de medio de fermentación en los viales 

(Medio Ingeniería): 40 mL para los viales de 100 mL y 10 o 15 mL de medio para los viales de 20 mL; 

4) la temperatura de pre-sacarificación (30, 37 o 50  oC) y 5) la concentración de sustrato celulósico, 

CMC (en el rango de 1 % a 5 % m/v). 

El medio de fermentación se distribuyó en los viales, que posteriormente se sellaron y esterilizaron 

por autoclave. Se inyectó de manera aséptica el preparado enzimático (filtrado a esterilidad por 

filtros de 0,45m) conteniendo una cantidad conocida de unidades CMCasas y se procedió a la pre-

sacarificación. La misma se evaluó durante un tiempo determinado (rango de 20 a 40 h), a una 

temperatura controlada (30, 37 o 50 °C) y bajo agitación orbital a 200 rpm. Se extrajo de manera 

aséptica una alícuota de 1 mL (volumen pequeño para no alterar de manera significativa el volumen 

de fermentación en batch) para determinar azúcares reductores. Posteriormente, se inyectó un 

inóculo de Saccharomyces cerevisiae CAT1 en los viales. La concentración de este inóculo fue tal que 

luego de su inyección en los viales, la concentración final celular en el medio de fermentación tuviera 

una turbidez de 10 unidades (medida a 620 nm, camino óptico de 1 cm). La fermentación se dejó 

transcurrir por 48 h. Se realizaron controles positivos: 1) con glucosa 1 % m/v como sustrato, 2) con 

glucosa 1 % m/v y preparado enzimático y; 3) utilizando celulasas comerciales (Mix de celulasas 

producidas por Aspergillus niger; SIGMA, 22178) (concentración final de 17,5 mg/mL). También se 

realizaron controles negativos: 1) fermentaciones sin preparado enzimático y 2) sin sustrato (ni CMC 

ni glucosa).  
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En otros ensayos, se incorporó una celobiohidrolasa I de Trichoderma reseii (SIGMA, E6412) a una 

concentración de 0,22 U/mL de actividad CMCasa, a los efectos de reforzar el preparado enzimático.  

Se tomaron alícuotas de 1 mL en manera aséptica cada 24 h, se filtraron por filtro de 0,22 µm y se 

congelaron a -20 °C hasta su posterior análisis. Luego, se midió la cantidad de azúcares reductores 

liberados por el método del DNS y la cantidad de etanol producido por fermentación luego de las 

48 h de fermentación, utilizando el equipo GC-FID Shimadzu 2010 plus, inyectando la muestra con 

1-butanol como estándar interno. Los primeros ensayos de Fermentación (extracción de muestras 

y medida de etanol), fueron realizados por la Mag. Victoria Braña en el Instituto de Investigaciones 

Biológicas Clemente Estable. 
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Figura 2.2. Esquema que representa el procedimiento de sacarificación y fermentación alcohólica 

 

 

2.6.5 Rendimiento de etanol 

Se calculó el rendimiento porcentual de producción de bioetanol, asumiendo que rendimiento ideal 

que sigue la siguiente relación: 1 mol de glucosa se convierte en 2 moles de etanol. Esta relación, 

equivale a decir que cada 1 g de glucosa se obtienen 0,51 g de etanol.  
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Cuando se utilizó un sustrato celulósico (CMC, con grado de carboximetilación entre 0,65 y 0,90), se 

promedió el peso molecular de la glucosa probablemente sustituída con grupos carboximetil-sodio, 

siendo este de 232,7 g/mol. Esto equivale a decir que en un rendimiento ideal (100 %), por cada 1 g 

de CMC existirían 4,3 mili-moles de glucosa, que se convertirían en 8,62 mili-moles de etanol, por lo 

tanto, 1 g de CMC se convertiría en 0,40 g de etanol.   
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3. Resultados 
 

3.1 Selección del microorganismo productor de celulasas  
 

En las etapas iniciales de esta Tesis, se trabajó con siete aislamientos bacterianos (entre los cuales 

estaba Serratia sp. AUG50, microorganismo propuesto inicialmente en el proyecto de Tesis). Como 

resultado, no se detectó actividad PASCasa ni CMCasa en el sobrenadante de cultivo de ninguno de 

los aislamientos, a excepción de Flavobacterium sp. AUG42. Este aislamiento fue el único que 

produciría enzimas con actividades CMCasa y PASCasa en medio líquido con papel de filtro como 

fuente de carbono celulósico, razón por la que se lo eligió para centrar los estudios de esta Tesis.  

 

3.2 Microscopía de barrido electrónico de AUG42  
 

Para determinar el tamaño y la forma de las células de Flavobacterium sp. AUG42, y su 

comportamiento con el papel de filtro, se recurrió al análisis de microscopía de barrido electrónico. 

Se trata de un bastón de aproximadamente 2 µm de largo y 0,5 µm de ancho. Cuando creció en 

medio GS2, sin el agregado de una fuente celulósica, se formaron cadenas de bacterias unidas en 

sus extremos, y probables vesículas que se conectan entre si formando estructuras denominadas 

collares de perlas (Figuras 3.1 y 3.2). Cuando creció en medio GS2 con papel de filtro, se observaron 

colonias aisladas, distribuidas de manera aleatoria sobre la superficie del papel (Figuras 3.3 y 3.4). 

La estructura del papel, no se vio significativamente afectada respecto a la muestra control de papel 

sin cultivo bacteriano (Figuras 3.3, 3.4 y 3.5). 
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Figura 3.1. Flavobacterium sp. AUG42 8500X, microscopía electrónica de barrido (MEB). Se observa un 
agrupamiento de las bacterias formado cadenas largas. 

 

 

Figura 3.2. Flavobacterium sp. AUG42 27000X, MEB. Se muestra como las bacterias interactúan entre sí, 
mediante los “collares de perlas”: cadenas de vesículas que conectan las células. 
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Figura 3.3. Flavobacterium sp. AUG42 crecida en GS2 con papel de filtro Whatman N°1 como sustrato 
celulósico, 2200X, MEB. Se muestra la estructura superficial de la celulosa, con las bacterias sobre su 
superficie. 

 

 

Figura 3.4. Flavobacterium sp. AUG42 crecida en GS2 con papel de filtro Whatman N°1, 16000X, MEB. 
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Figura 3.5 Papel de Filtro Whatman N° 1 incubado por 48 h en medio GS2 a 16 °C, 200 rpm. Aumento 7500X, 

MEB.  

 

 

3.3 Perfil de crecimiento y cinética de producción de celulasas producidas por 

Flavobacterium sp. AUG42  
 

A partir del resultado presentado en el punto 3.1, se decidió evaluar otros sustratos celulósicos 

(además del papel de filtro) para determinar si éstos eran también inductores de la producción de 

celulasas; y además, dilucidar entre ellos, cuál sería el mejor inductor para AUG42. Para ello, se 

estudió el perfil de crecimiento (Figura 3.6) y la cinética de producción de celulasas (Figura 3.7, y 

3.8) utilizando el medio de cultivo GS2, suplementado con distintas fuentes celulósicas (CMC, avicel 

y celulosa) y como control, se utilizó el medio sin fuente celulósica agregada.  
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3.3.1 Perfil de crecimiento de Flavobacterium sp. AUG42 

Los resultados se muestran en la Figura 3.6 y revelan que AUG42 tiene un perfil de crecimiento 

similar en las cuatro fuentes celulósicas ensayadas, destacándose la CMC como el sustrato que 

permitió obtener el mayor valor de UFC/mL. Para el caso control (sin sustrato celulósico), la bacteria 

creció de manera exponencial durante las primeras 24 h de cultivo, con un tiempo de generación 

similar al observado para los cultivos suplementados con fuentes celulósicas (3,3 ± 0,3 h). Luego de 

este tiempo (24 h), el número de bacterias viables se mantuvo estable, es decir, el cultivo comenzó 

la fase de crecimiento estacionaria alcanzando un máximo de 1 E 9 UFC/mL el cual se mantuvo hasta 

las 72 h de crecimiento.  

Para los otros cultivos (GS2 con diferentes sustratos celulósicos) se observó un crecimiento diáuxico 

con cambio de fuente de carbono y energía: durante las primeras 26 h el cultivo creció en presencia 

de extracto de levadura, luego la bacteria utiliza los sustratos celulósicos para continuar creciendo 

hasta las 40 - 48 h de crecimiento, tiempo en el cual se alcanzó la mayor cantidad de UFC/mL (1 E 

10 UFC/mL, aproximadamente). Luego de este tiempo, el número de bacterias viables continuó en 

el mismo órden (fase estacionaria) hasta las 72 h de crecimiento. 

 

Figura 3.6. Curvas de crecimiento de Flavobacterium sp. AUG42 en medio GS2 suplementado con distintos 

sustratos celulósicos, a 16 oC y 200 rpm. El crecimiento está expresado en Log10 (UFC/mL) en función del 

tiempo de crecimiento. Las barras de error corresponden al desvío estándar. 
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3.3.2 Cinética de producción de celulasas de AUG42 

La producción de celulasas se siguió mediante los ensayos de actividades PASCasa y CMCasa, y los 

resultados se muestran en las Figuras 3.7 y 3.8, respectivamente.  

 

Figura 3.7. Actividad PASCasa de los sobrenadantes de cultivo de Flavobacterium sp. AUG42 crecida en medio 
GS2 suplementado con distintos sustratos celulósicos, a 16 oC y 200 rpm, en función del tiempo de 
crecimiento. Las barras de error corresponden al desvío estándar. 

 

  

Figura 3.8. Actividad CMCasa de los sobrenadantes de cultivo de Flavobacterium sp. AUG42 en medio GS2 

suplementado con distintos sustratos celulósicos, a 16 oC y 200 rpm, en función del tiempo de crecimiento. 

Las barras de error corresponden al desvío estándar.  
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Se observó que en ambos casos la actividad enzimática presente en los sobrenadantes libres de 

células, fue máxima cuando el microorganismo creció con papel de filtro como sustrato celulósico. 

A su vez, la mayor actividad sobre ambos sustratos (PASC y CMC) se logró alrededor de las 48 h de 

crecimiento, tiempo que coincide con una fase de crecimiento exponencial tardía, principios de la 

fase estacionaria.  

Estos resultados sugieren que todos los sustratos celulósicos evaluados inducen la producción de 

celulasas en AUG42; que el papel de filtro es el mejor inductor; y que la máxima producción ocurre 

durante la fase exponencial tardía, principios de la fase estacionaria. En base a esto, se probó si 

otros sustratos celulósicos eran capaces de inducir la producción de celulasas, a las 48 h de 

crecimiento. 

 

3.3.3 Sustratos celulósicos alternativos para inducir la producción de celulasas  

Se exploró también el potencial de otros sustratos celulósicos como posibles inductores de la 

producción de celulasas, pero analizando la actividad a un único tiempo de crecimiento (48 h), el 

tiempo que coincide con la mayor producción de celulasas en los medios antes explorados. Los 

resultados (Tabla 3.1) muestran que ninguno de los tres nuevos sustratos (algodón, switchgrass y E. 

globulus) resultó ser buen inductor de la producción de PASCasas. Sin embargo, se obtuvo una 

actividad CMCasa de 4,3 ± 0,3 U/mL cuando AUG42 creció con switchgrass como sustrato celulósico, 

lo cual representa un 50 % de la actividad CMCasa detectada en el sobrenadante de cultivo de la 

bacteria crecida en papel de filtro, para un mismo tiempo de crecimiento.  

Tabla 3.1. Actividad PASCasa y CMCasa, medida en el sobrenadante de cultivo de Flavobacterium 

sp. AUG42 luego de 48 h de crecimiento a 16 °C y  200 rpm.. 

Sustrato celulósico (0,5 % 

m/v) 

PASCasas (U/mL) CMCasas (U/mL) 

Algodón 0,17 ± 0,01 2,4 ± 0,2 

Switchgrass 0,26 ± 0,02 4,3 ± 0,3 

E. globulus 0,13 ± 0,03 0,43 ± 0,04 

Avicel 0,17 ± 0,08 2,0 ± 0,1 

CMC 0,18 ± 0,08 2,0 ± 0,1 

Celulosa 0,06 ± 0,09 1,0 ± 0,1 
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Papel de filtro 1,2 ± 0,2 8,2 ± 0,1 

Control sin fuente celulósica 0,08 ± 0,08 0,1 ± 0,1 

3.3.4 Temperatura óptima para la producción de celulasas 
Una vez establecido que se trabajaría con el aislamiento AUG42 crecido en el medio GS2 

suplemetado con papel de filtro como fuente de carbono celulósico, se analizaron el perfil de 

crecimiento y la cinética de producción de celulasas, a diferentes temperaturas. 

Para ello, se varió la temperatura de crecimiento de la bacteria y se determinaron las actividades 

CMCasa y PASCasa en los sobrenadantes de cultivo libres de células a tres temperaturas: 16 ± 5 oC 

(11 oC y 21 oC). Los resultados se muestran en las Figuras 3.9 (curvas de crecimiento) y 3.10 

(actividades PASCasa y CMCasa). 

 

Figura 3.9. Crecimiento de Flavobacterium sp. AUG42 a temperaturas de 11, 16 y 21 oC, en medio GS2 

suplementado con papel de filtro como sustrato celulósico. Las barras de error corresponden al desvío 

estándar.  

 

Flavobacterium sp. AUG42 mostró mayor crecimiento a 16 °C (Figura 3.9), donde se obtuvo el mayor 

número de células viables [1 E (10,3 ± 0,4) UFC/mL] comparado con el crecimiento a 21 °C [1 E (9,4 

± 0,1) UFC/mL] y 11 °C [1 E (9,0 ± 0,1) UFC/mL].  
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Figura 3.10. Cinética de producción de celulasas a diferentes temperaturas de crecimiento. a) Actividad 
PASCasa y b) actividad CMCasa de los sobrenadantes de cultivo de AUG42 crecida a 11, 16 y 21 oC, en función 
del tiempo de crecimiento. Las barras de error corresponden al desvío estándar. 

 

Para las tres temperaturas probadas, el máximo valor de UFC/mL se obtuvo a las 48 h de 

crecimiento. Luego de este tiempo, la cantidad de bacterias viables se estabilizó (comienza la fase 

estacionaria) o incluso disminuyó, como se observa a los 16 y 21 °C, sugiriendo que la cantidad de 

células que mueren es mayor a la cantidad que se está generando (fase de muerte). AUG42 presentó 

un tiempo de generación durante la fase de crecimiento exponencial de: 1) 3,3 ± 0,3 h a 16 °C; 2) 

3,8 ± 0,3 h a 21 °C; y 3) 5,0 ± 0,3 h a 11 °C.  

Respecto a los niveles de actividades enzimáticas, presentes en los sobrenadantes de cultivo de 

AUG42 crecida a las tres temperaturas mencionadas (Figura 3.10), se encontró que la mayor 

actividad celulasa (tanto PASCasa como CMCasa) se detectó cuando la bacteria creció a 16 °C luego 

de 48 h de crecimiento.  

A partir de los resultados anteriores, se definió como “preparado enzimático” al sobrenadante de 

cultivo de AUG42 obtenido luego de crecer la bacteria en medio GS2 suplementado con papel de 

filtro por 48 h a 16 °C. A continuación se describe la caracterización bioquímica realizada al mismo. 

 

 

 

 

a) b) 
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3.4 Caracterización bioquímica del preparado enzimático 
 

3.4.1 Determinación de las condiciones de velocidad inicial de la actividad celulasa 

Si bien la determinación de actividad enzimática en condiciones de velocidad inicial se realiza con 

enzimas puras, en este caso se buscaba conocer en qué tiempos de incubación, del preparado 

enzimático con el sustrato, las condiciones se acercan a las de velocidad inicial. Para ello, se lo incubó 

con los sustratos celulósicos CMC y PASC durante diferentes tiempos y se siguió a la reacción 

mediante la liberación de azúcares reductores, en condiciones de pH y temperatura controladas.  

Los resultados se muestran en las Figuras 3.11 y 3.12 (para actividades PASCasa y CMCasa, 

respectivamente). Para los mismos se buscó el mejor ajuste de las series de datos, siendo éste un 

ajuste hiperbólico, pero también se realizó una regresión lineal de los datos determinándose que 

dentro de los primeros 180 y 60 min de incubación (actividades PASCasa y CMCasa, 

respectivamente) la cantidad de producto liberado estuvo en una proporción directa respecto al 

tiempo de incubación, mostrando un R2 de 0,96 y 0,97, respectivamente. Por ello, se continuó 

trabajando con la concentración de sustrato y tiempos de incubación detallada en Materiales y 

Métodos.  
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Figura 3.11. Actividad PASCasa en función del tiempo de incubación del preparado enzimático con el sustrato 

PASC (a 40 °C y pH 5,5). Ajuste realizado de tipo no lineal, hiperbólico. Las barras de error corresponden al 

desvío estándar. 
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CMCasas
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Figura 3.12. Actividad CMCasa en función del tiempo de incubación del preparado enzimático con el sustrato 

CMC (a 40 °C y pH 5,5). Ajuste realizado de tipo no lineal hiperbólico. Las barras de error corresponden al 

desvío estándar. 

 

3.4.2 Determinación de la temperatura y pH óptimos 

Para determinar la temperatura a la cual se obtiene la mayor cantidad de producto por unidad de 

tiempo, se incubó el preparado enzimático con ambos sustratos, variando la temperatura del 

ensayo entre 20 y 70 °C, y trabajando a pH constante (5,5). Los resultados se muestran en la Figura 

3.13 y se observa que tanto para la actividad PASCasa como para la CMCasa, la mayor cantidad de 

azúcares reductores liberados se obtuvo cuando el ensayo se realizó a 50 °C. Realizando un análisis 

del gráfico, y considerando como 100 % los azúcares reductores producidos a 50 °C, se calcularon 

los porcentajes relativos de los azúcares reductores liberados a partir de ambos sustratos celulósicos 

(PASC y CMC), los cuales se presentan la Tabla 3.1.  
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Figura 3.13. Actividades PASCasa a) y CMCasa b) del preparado enzimático a diferentes temperaturas. Se 

muestran los µmoles de azúcares reductores liberados por mL del preparado enzimático en una hora de 

reacción, en buffer acetato de sodio 50 mM, pH 5, 5. Las barras de error corresponden al desvío estándar. 

 

Tabla 3.1. Azúcares reductores liberados a partir de PASC y CMC, utilizando el preparado enzimático 

a distintas temperaturas de incubación. 

  
Porcentaje de azúcares reductores relativo a 

distintas temperaturas 
 

Sustratos  60 °C 50 °C 40 °C 30 °C 20 °C 

PASC 27 100 75  55 35  

CMC 60 100 94  50 45  

 

 

Basados en estos resultados, la caracterización del pH óptimo se realizó a 40 °C, condición que se 

acerca a la temperatura óptima para la fermentación etanólica por levaduras. Para ello, se realizaron 

los ensayos enzimáticos a diferentes pHs en un rango de 3,5 a 9,5, utilizando el buffer mezcla 

descripto en el ANEXO 2. Buffers. Los resultados se muestran en la Figura 3.14 (a y b). 

El pH óptimo para la actividad PASCasa fue de 5,5 (Figura 3.14a) y para la actividad CMCasa fue de 

6,5 (Figura 3.14b). De acuerdo al perfil de los gráficos obtenidos, ambas enzimas actuarían mejor a 

pHs neutros-levemente ácidos, mostrando una notoria pérdida de actividad a pHs básicos. 

 

 

a) b) 
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Figura 3.14. Determinación de pH óptimo para las actividades PASCasa a) y CMCasa b). Se muestran los valores 

de azúcares reductores liberados por hora de reacción, a 40 °C en buffer mezcla, por mL de preparado 

enzimático. Las barras de error corresponden al desvío estándar. 

 

El resto de la caracterización de las actividades enzimáticas se realizó a pH 5,5 y 40 °C, condiciones 

cercanas a las utilizadas durante la fermentación etanólica, y que no se alejan de las óptimas de 

actividad del preparado enzimático.  

 

 

3.4.3 Efecto de agentes químicos sobre las actividades enzimáticas  

Con el fin de identificar posibles moléculas capaces de potenciar o inhibir las actividades CMCasa y 

PASCasa, se incubó el preparado enzimático con diferentes agentes y posteriormente se agregó el 

sustrato correspondiente (CMC o PASC) y se prosiguió con el ensayo enzimático, como se detalla en 

Materiales y Métodos. Como control positivo, el preparado enzimático se incubó con agua destilada. 

La actividad de este control se consideró como 100 % y se calculó la actividad relativa o remanente 

para cada uno de los agentes analizados. Los resultados se muestran en las Figuras 3.15 y 3.16. 

a) b) 
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Figura 3.15. Actividad PASCasa frente a diferentes agentes químicos. Actividad remanente obtenida luego de 

incubar el preparado enzimático con distintos compuestos químicos. Análisis estadístico realizado con One 

way ANOVA, Dunnett's Multiple Comparison Test. Las barras de error corresponden al desvío estándar. 
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Figura 3.16. Actividad CMCasa frente a diferentes agentes químicos. Actividad remanente obtenida luego de 

incubar el preparado enzimático con distintos compuestos químicos. Análisis estadístico realizado con One 

way ANOVA, Dunnett's Multiple Comparison Test. Las barras de error corresponden al desvío estándar. 
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Estos resultados revelaron que el detergente aniónico SDS, a una concentración de 10 mM, 

disminuyó en un 60 % y 80 % las actividades relativas CMCasa y PASCasa, respectivamente. A 

concentraciones menores (2mM y 0,2 mM), este agente no modificó la actividad celulasa de manera 

significativa según el test utilizado. 

El ion cobre Cu2+ inhibió la actividad PASCasa, obteniéndose un 40 % de la actividad remanente, en 

las condiciones ensayadas. 

El efecto de los cationes Mn2+ y Co2+ no se analizó, ya que los mismos reaccionaron con el DNS, 

desarrollando valores de absorbancia superiores al rango de sensibilidad del reactivo (incluso en 

controles realizados sin la enzima). 

Ninguno de los agentes utilizados incrementó la actividad celulasa de manera significativa, por lo 

tanto, no se detectó ningún activador de las actividades CMCasa ni PASCasa. 

 

 

3.4.4 Estabilidad de las actividades PASCasa y CMCasa del preparado enzimático 

Se estudió la estabilidad del preparado enzimático, evaluando las actividades PASCasa y CMCasa 

luego de 30 días de almacenamiento a diferentes temperaturas: -20, 4 y 20 °C. Los resultados se 

muestran en la Figuras 3.17a y 3.17b. 

Figura 3.17. Estabilidad a diferentes temperaturas. a) Actividad PASCasa y b) CMCasa. Se graficó el porcentaje 

(%) de la actividad remanente del preparado enzimático luego de su almacenamiento a distintas temperaturas 

durante 30 días, analizado estadísticamente con ANOVA mediante el test Dunnett's Multiple Comparison. * 

significa “grado de significancia”, y ns significa “no significativo”. Las barras de error corresponden al desvío 

estándar. 

 

a) 
b) 
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Se observó que luego de 30 días de almacenamiento el preparado mantiene más del 60 % de la 

actividad inicial a todas las temperaturas evaluadas, con la particularidad de que a 20 °C, el % de 

actividad remanente fue menor que a 4 y a -20 °C. La actividad PASCasa disminuyó 

significativamente en las tres temperaturas de almacenamiento. Según el test Dunnett's Multiple 

Comparison, se encontró un grado de significancia para -20 °C y dos y tres grados de significancia 

para 4 y 20 °C respectivamente, respecto al control (actividad medida el día cero). En tanto, la 

actividad CMCasa disminuyó de manera significativa (utilizando el mismo test estadístico que en el 

caso anterior), sólo cuando el preparado se almacenó a 20 °C. 

Evaluando otras condiciones de almacenamiento (que a su vez pudieran facilitar el transporte y 

manejo del preparado enzimático, sobre todo en un contexto industrial), se liofilizó el preparado 

enzimático. Como resultado, se vio que el preparado mantuvo el 100% de ambas actividades luego 

de liofilizarlo.  

Estos resultados permitieron afirmar que era posible almacenar el preparado enzimático a 4 °C 

durante 30 días, sin una gran pérdida de actividades CMCasa y PASCasa, y que a su vez es posible 

concentrarlo por liofilización, dato relevante por ejemplo, para almacenarlo, transportarlo o para 

concentrarlo y profundizar en su caracterización. 

 

 

3.4.5 Determinación de otras actividades glucolíticas en el preparado enzimático 

Se analizó su potencial para degradar otros sustratos glucosídicos como almidón (polímero de D-

glucosas, unidas por enlaces α-1,4 y α-1,6) y celobiosa (dímero de D-glucosa unidas por un enlace 

β-1,4). En ninguna de las condiciones evaluadas se detectó la presencia de actividad amilasa, pues 

se probó el preparado enzimático concentrado, sin concentrar, a distintos tiempos de incubación, 

entre otros y no se detectaron azúcares reductores. 

Cuando se evaluó la presencia de actividad celobiasa en el preparado enzimático, (realizada de 

acuerdo a lo descripto en Materiales y Métodos, Sección 2.5.4), se detectó una liberación de 0,50 ± 

0,05 µmoles de glucosa por mL de preparado enzimático, por hora de reacción en buffer acetato de 

sodio 10 mM, pH 5,5 y a 40 °C.  

Posteriormente se evaluó esta actividad a distintos pHs (Figura 3.18) y temperaturas (Figura 3.19).  
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Figura 3.18. Actividad celobiasa en función del pH, utilizando Buffer mezcla ajustado a distintos pHs. Las barras 

de error corresponden al desvío estándar. 

 

 

Figura 3.19. Actividad celobiasa del preparado enzimático, en función de la temperatura de incubación. Las 

barras de error corresponden al desvío estándar. 

 

Como resultado se determinó que el pH óptimo de la actividad celobiasa es de 5,5. Al igual que las 

actividades CMCasa y PASCasa, la actividad celobiasa también funcionaría bien a pHs levemente 

ácido-neutros presentando además, un notorio descenso de actividad a pH básicos. En cuanto al 

efecto de la temperatura, se vio que a 40 °C se obtuvo la mayor liberación de producto. A 

temperaturas superiores a 50 °C la actividad celobiasa es nula. A su vez, se observó un 30 % de 

actividad remanente a 10 °C (considerando el 100% de actividad a 40 °C), dato que puede interesar 

para diversos ámbitos de la industria de enzimas sicrófilas. 
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3.4.6 Análisis del secretoma  

En esta sección, se denominó “secretoma” específicamente a las proteínas presentes en el 

preparado enzimático, que por tratarse de un sobrenadante de cultivo libre de células, incluiría 

únicamente las proteínas secretadas por AUG42. No se analizaron otros posibles metabolitos que 

se pudieran haber secretado. 

Los experimentos anteriores nos permitieron conocer que el secretoma contenía enzimas con 

actividades PASCasa, CMCasa y celobiasa. Para acercarnos a la identificación de estas enzimas se 

realizaron varios estudios: 1) análisis electroforéticos (SDS-PAGE, isoelectroenfoque y zimogramas), 

que permitieron conocer el número de bandas proteicas con actividad CMCasa, sus tamaños 

moleculares y sus puntos isoeléctricos y 2) ensayos analíticos/bioinformáticos (shotgun de proteínas 

comparado con el CAZoma de AUG42), que permitieron identificar las glicosil hidrolasas presentes 

en el secretoma. 

 

 3.4.6.1 Análisis electroforéticos 

La Figura 3.20 muestra un zimograma acoplado a una SDS-PAGE (con la muestra sin desnaturalizar 

por calor) donde se visualizaron cuatro bandas de hidrólisis (señaladas con flechas), dos de ellas de 

aproximadamente 80 y 100 kDa (con mayor actividad) y otras dos de menor tamaño, alrededor de 

30 kDa (con menor actividad). Respecto a los tamaños moleculares es válido destacar que las 

muestras no fueron desnaturalizadas por calor, por lo tanto, se trata de tamaños moleculares 

aparentes.  
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Figura 3.20. Zimograma y SDS PAGE. A. zimograma, B. SDS-PAGE (carril 1: Preparado enzimático 5X 
concentrado por liofilización y disuelto en agua Milli Q, carril 2: marcador de tamaño molecular Color Plus NEB 
Cat: P7711S).  

 

Para determinar los puntos isoeléctricos de las CMCasas, se realizó un isoelectroenfoque y un 

zimograma acoplado, tal como se detalla en Materiales y Métodos. 

Los resultados obtenidos se muestran en la Figura 3.21. El preparado enzimático presentaría varias 

enzimas con actividad CMCasa, cuyos puntos isoeléctricos varían desde 5,8 a 7,4, aproximadamente. 

Se destacan dos bandas de hidrólisis más intensas, con puntos isoeléctricos alrededor de 6,0 y 7,3. 

La multiplicidad de bandas de hidrólisis, correspondientes a enzimas de distintos puntos 

isoeléctricos, podría deberse a la presencia de isoenzimas con distinta carga neta, y/o 

glicosilaciones, entre otras.  

 

 

80 kDa 

100 kDa 

30 kDa 

B 

1 2 

25 kDa 

A 
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Figura 3.21. A: Isoelectroenfoque del preparado enzimático y revelado de proteínas con tinción con plata. B: 

Zimograma realizado a partir del isoelectroenfoque. Pocillos 1, 2 y 5: preparado enzimático 2,5 X; pocillos 3, 

4 y 6: preparado enzimático 12,5 X.  C: Marcador de puntos isoeléctricos.  

 

Como resumen, se puede concluir que el preparado enzimático presentaría al menos cuatro 

proteínas con actividad CMCasa, de tamaños moleculares aparentes entre los 100 y 30 kDa, y puntos 

isoeléctricos variables entre 5,8 y 7,4.  

 

3.4.6.2 Identificación de proteínas por Espectrometría de Masas 

Se realizó también una SDS-PAGE de las muestras desnaturalizadas por calor, y para identificar las 

bandas presentes se utilizó el servicio de espectroscopía de masas (MS-MALDI/TOF), de UBYPA del 

Institut Pasteur. Se enviaron a identificar cinco bandas proteicas, señaladas en la Figura 3.22. 

Los resultados obtenidos se muestran en la Tabla 3.2. Estos resultados no permitieron identificar las 

celulasas, probablemente porque la comparación peptídica se realizó contra la base de datos del 

genoma anotado de una bacteria del mismo género que AUG42 (Flavobacterium frigidarium), pero 

se desconoce si AUG42 pertenece a la misma especie. Dos de tres bandas, no presentan homología 

significativa con ninguna de las proteínas presentes en la base de datos utilizada. Pese a ello, se 

identificó una proteína como una xilosa isomerasa, proteína que normalmente está involucrada en 

el metabolismo de la hemicelulosa, ya que isomeriza xilosa a glucosa. 

 

 1      2      3      4        5       6 1      2       3      4       5      6 

A B C 
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Figura 3.22. SDS-PAGE realizada para identificación de proteínas. A. SDS-PAGE, carril 1: se muestra el perfil de 

proteínas del preparado enzimático y en el carril 2: el marcador de tamaño molecular. B. Marcador de tamaño 

molecular utilizado: Color Plus NEB Cat: P7711S. La imagen es la parte superior del gel, ya que no se 

observaron bandas menores a 40 kDa. 

 

Tabla 3.2. Resultados de la identificación de proteínas por espectrometría de masa.  

 

En la primera columna se detalla el número de la muestra, en la segunda columna se describe la proteína con 
mayor homología presente en las bases de datos, y en la tercera columna está la masa molecular teórica de 
la proteína de mayor homología. 

 

 

 

Muestra Proteína identificada por Espectrometría de masa Masa mol. teórica (kDa.) 

1 “xylose isomerase”  de Flavobacterium frigidarium 48.8 

2 “methionine adenosyltransferase”  de Flavobacterium 

frigidarium 
45.5 

3 “dihydrolipoyl dehydrogenase”  de Flavobacterium 

frigidarium 
49.4 

4 No identificada - 

5 No identificada - 

1 2 

A B 
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3.5 Análisis del genoma de AUG42: Búsqueda de posibles celulasas 
 

En esta etapa, se buscó identificar las enzimas involucradas en la degradación de los sustratos 

celulósicos, a nivel del genoma de la bacteria. De esta manera, por análisis y comparación de datos 

in sílico fue posible obtener el conjunto de proteínas involucradas en el metabolismo de 

carbohidratos, también conocido como CAZoma.   

Es de mencionar que el ensamblado y anotación del genoma de AUG42 fue realizada por el Lic. 

Danilo Morales, integrante de nuestro grupo de trabajo. Basados en este trabajo previo, en esta 

Tesis se identificó un total de 157 proteínas con 179 dominios relacionados al metabolismo de 

carbohidratos. Los resultados se muestran en la Tabla 3.3 y la Figura 3.23.  Algunas proteínas 

presentaron dominios de unión a carbohidratos (CBM, del inglés Carbohydrate Binding Module), y/o 

dominios de actividad enzimática del tipo “CAZymas” (del inglés CAZymes: Carbohydrate Active 

Enzymes). Dentro de ellas, se identificaron 34 CBM, 46 dominios GH, 9 dominios PL, 23 dominios CE, 

64 GT y 3 dominios AA.  

En el gráfico de proyección solar (Figura 3.18) se puede ver que la mayoría de los dominios 

relacionados al metabolismo de carbohidratos corresponde a glicosil transferasas, seguido por una 

gran variedad de glicosil hidrolasas. Respecto a los dominios con actividades auxiliares, solo se 

detectaron tres, y no corresponderían directamente a oxidasas de carbohidratos, sino a peroxidasas 

o catalasas del metabolismo general.  

En particular, dentro de las GHs, se identificaron posibles celulasas, xilanasas, β-glucosidasas, 

mananasas, agarasas, liqueninasas, quitinasas, neopululanasas y amilasas; esto convierte a esta 

bacteria en un nicho de genes codificantes para numerosas enzimas del tipo carbohidrato 

hidrolasas.  
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Tabla 3.3. Anotación de proteínas en dbCAN. Se muestran los dominios correspondientes a 

polisacárido liasas (PL), glicosil transferasas (GT), dominios con actividades auxiliares (AA), glicosil 

hidrolasas (GH), carbohidrato esterasas (CE) y dominios de unión a carbohidratos (CBM) 

Dominio Cantidad  Dominio Cantidad  Dominio cantidad 

PL 

PL12 1  

GH 

GH10 3  

CE 

CE1 8 

PL17 1  GH109 3  CE10 4 

PL5 1  GH113 1  CE11 1 

PL6 1  GH127 1  CE14 2 

PL7 4  GH13 3  CE3 4 

PL9 1  GH130 1  CE4 3 

    GH15 1  CE7 1 

GT 

GT20 1  GH16 5     

GT27 1  GH19 3  

CBM 

CBM13 3 

GT28 2  GH23 2  CBM16 1 

GT30 1  GH25 1  CBM20 1 

GT4 19  GH3 5  CBM23 2 

GT5 2  GH30 2  CBM3 1 

GT51 5  GH31 2  CBM32 1 

GT7 1  GH42 1  CBM44 3 

GT81 1  GH43 1  CBM48 1 

GT9 2  GH5 3  CBM5 1 

GT10 1  GH64 1  CBM50 14 

GT13 1  GH65 1  CBM6 1 

GT19 1  GH73 1  CBM60 1 

GT2 26  GH74 1  CBM 67 1 

    GH8 1  CBM 70 1 

AA 
AA2 2  GH82 1  CBM 9 2 

AA3 1  GH9 1     

    GH99 1     
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Figura 3.23. Gráfico de jerarquía tipo proyección solar, que muestra según los colores presentes la diversidad 

de dominios relacionados al metabolismo de carbohidratos, presentes en el genoma. El gráfico sigue el mismo 

código de colores que la Tabla 3.3.  

 

Tras la búsqueda con énfasis en las CAZymas que podrían liberar azúcares reductores a partir de los 

sustratos CMC, PASC y celobiosa, se realizó una curación manual de todo el CAZoma. Para ello, todas 
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las proteínas con dominios GHs de familias 3, 5, 9 ,10 y 30 (posiblemente involucradas en la hidrólisis 

de enlaces del tipo β-1,4 presente en sustratos celulósicos, ver Tabla 3.4) se analizaron en otras 

bases de datos, tal como se explica en Materiales y Métodos.  

Como consecuencia del análisis del genoma de AUG42, también se encontraron genes codificantes 

para proteínas de transporte de carbohidratos que normalmente se encuentran en la membrana de 

las bacterias Gram-negativas, como SusC, SusD y TonB; que estarían involucradas en la 

internalización de carbohidratos, incluyendo derivados de la celulosa (trealosa y celobiosa, cadenas 

de 3 y 2 moléculas de glucosa respectivamente, unidas por enlaces β-1,4). La búsqueda de proteínas 

con dominios dockerina y/o cohesina no arrojaron resultados positivos. 

 

3.6 Shotgun de proteínas, secretoma y genoma de AUG42 
 

Para conocer cuáles proteínas del CAZoma estaban presentes en el preparado enzimático, 

(secretoma) se realizó una identificación masiva de proteínas (shotgun de proteínas), tal como se 

explica en Materiales y Métodos. Se enviaron a identificar al servicio de CEQUIBIEM, tres réplicas 

biológicas del preparado enzimático (con 93, 85 y 58 µg de proteínas totales). 

Mediante este ensayo, se identificaron una totalidad de 312 ± 12 proteínas (el error proviene de las 

réplicas biológicas), representadas por al menos dos péptidos. Se esperaba que la mayoría de las 

proteínas presentes fueran extracelulares; sin embargo, también se encontraron proteínas de 

localización y función intracelular, probablemente liberadas al medio de cultivo por la muerte y/o 

lisis de algunas bacterias durante el crecimiento, centrifugación del cultivo, filtración, u otros. 

Tras la comparación del secretoma con el CAZoma, se identificaron 16 proteínas con al menos un 

dominio relacionado al metabolismo de carbohidratos. Estas proteínas están contenidas en la Tabla 

3.4 (representadas con un asterisco). Además la Tabla contiene las proteínas del CAZoma con 

dominios GH posiblemente involucrados en la hidrólisis de enlaces β-1,4. 
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Tabla 3.4. Análisis y curación manual del CAZoma y secretoma de Flavobacterium sp. AUG42.  

Proteína Blastp/Uniprot-Swissprot 

Código de acceso 

(%cov/%iden) 

Blastp/PDB  

Código de acceso  (%cov/%iden) 

Dominios PFAM  Dominios 

DBCAN 

PI/PM 

(Da) 

265* Endoglucanase E-4 P26221.2 

(52/54) 

Chain A, endoexocellulase:cellobiose 

from Thermomonospora 

1JS4 (51/54) 

PF00759.18 GH9 

PF00942.17 CBM3 

GH9 

CBM3 

7.13 / 

125643.81 

266* Cellulase E1 

 P54583.1 (42/45) 

Chain A, Acidothermus cellulolyticus 

Endocellulase E1 

1ECE (42/46) 

PF00150.17 Cellulase GH5 6.22 / 

91976.75  

282* No significant similarity 

found 

No significant similarity found PF01833.23 

TIG (immunoglobulin 

like) 

CBM23  

283* Endo-1,4-beta-xylanase 

Q59675.2  (64/36) 

Native Xylanase10c From Cellvibrio 

Japonicus 

1US3 (64/36) 

PF00331.19 GH10 GH10 5.52 / 

50405.16 

293 Endo-1,4-beta-xylanase A 

P49942.1 (90/41) 

Crystal structure of a novel reducing-

end xylose-releasing exo-

oligoxylanase 

4PMV (87/64) 

PF00331.19 GH10 GH10 6.48 / 

43802.97  

394* Beta-porfyranase 

D7GXG3.1 (45/38) 

Beta-Porphyranase Bpgh16b 

(Bacple_01689) From Bacteroides 

Plebeius 

4AWD (44/36) 

PF14200.5 

RicinB lectin2 

CBM13 8.02 / 

71004.74 

439 Beta-hexosaminidase 

P40406.1 (99/28) 

Beta-n-hexosaminidase (ybbd) From 

Bacillus subtilis 

3BMX (99/28) 

PF00933.20 GH3 GH3  5.71 / 

59206.93 

565* GlcNAc-Mal deacetylase 1 

Q81ST8.1 (99/38) 

Putative Deacetylase Bc1534 From 

Bacillus Cereus  

2IXD (94/37) 

PF02585.16 PIG-L CE14 5.41 / 

26495.08 

649 Beta-N-

acetylglucosaminidase/beta-

glucosidase  

Q7WUL3.1 (38/28) 

Crystal Structure Of Mutant (d318n)  
Bacillus subtilis Family 3 Glycoside 

Hydrolase 

4GIJ (51/30) 

PF00933.20 GH3 

PF00144.23 Beta 

lactamase 

PF01915.21 GH3_C 

GH3  8.25 / 

112589.87

  

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/1JS4_A?report=genbank&log$=protalign&blast_rank=1&RID=5T9N2ADB01R
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/P54583?report=genbank&log$=protalign&blast_rank=1&RID=5TH82CF901R
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1827681
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1827681
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_695721849
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_695721849
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_695721849
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/4PMV_A?report=genbank&log$=prottop&blast_rank=1&RID=5TWV6MTA014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/P40406?report=genbank&log$=protalign&blast_rank=1&RID=5TW2033W014
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_218681747
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_218681747
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Proteína Blastp/Uniprot-Swissprot 

Código de acceso 

(%cov/%iden) 

Blastp/PDB  

Código de acceso  (%cov/%iden) 

Dominios PFAM  Dominios 

DBCAN 

PI/PM 

(Da) 

719* 2-hydroxy-6-oxo-6-

phenylhexa-2,4-dienoate 

hydrolase 

P9WNH4.1 (96/28) 

Probable hydrolytic enzyme 

(PA3053) from Pseudomonas 

aeruginosa 

4FOJ (99/50) 

PF00561.19 

Abhydrolase 

PF12146.7 

Hydrolase 4 

PF12697.6 

Abhydrolase 6 

PF03096.13 Ndr 

CE1 8.42 / 

31876.78 

750* 
Catalase-peroxidase    

Q6D5X9.1 (95/79) 

Catalase-peroxidase, Katg, from 

Synechococcus Pcc7942  

(3WNU) (95/76) 

PF00141.22 

Peroxidase 

AA2 

AA2 

5.03 / 

83019.97  

890* Glycosyl hydrolase family 

protein 3B 

 A7LXU3.1 (99/46) 

Xyloglucan Pul Gh3b With Bound 

Glucose from  Bacteroides ovatus 

5JP0 (96/47) 

PF00933.20 GH3 

PF01915.21 GH3_C 

PF14310.5 FN3 like 

GH3 5.72 / 

83592.27  

891* Acid beta-glucosidase 

Q9BDT0.1 (86/33) 

Acid-Beta-Glucosidase  

2V3D (86/33) 

PF02055.15 GH30 

PF17189.3 GH30_C 

GH30 7.60 / 

54726.14  

976* Cellulase Z 

P07103.2 (41/59) 

Cellulase Cel5 From Erwinia 

chrysanthemi 

1EGZ (36/65) 

PF00150.17 Cellulase GH5 

CBM60 

CBM5 

 5.75 / 

85670.49  

1483* Acidic endochitinase SP2 

P42820.1 (9/33) 

Endolysin from Salmonella 

typhimurium 

4OK7 (6/42) 

PF01551.21 Peptidase 

M23 

PF00182.18 GH19 

GH19 7.73 / 

114613.32 

1608* Prolyl tripeptidyl peptidase 

Q7MUW6.1 (45/28) 

Dipeptidyl Aminopeptidase Iv From 

Stenotrophomonas Maltophilia 

2 EFC (55/27) 

PF00326.20 Peptidase 

S9 

PF00930.20 DPPIV N 

PF02129.17 Peptidase 

S15 

CE10 6.50 / 

87117.45 

1719* Prolyl endopeptidase 

P27028.1 (96/64) 

Appep_d622n Opened State 

3IUN (96/61) 

PF02897.14 Peptidase 

S9 N 

PF00326.20 Peptidase 

S9 

CE10 6.75 / 

78016.95 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/Q6D5X9?report=genbank&log$=protalign&blast_rank=1&RID=F8BMJ8T2014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/A7LXU3?report=genbank&log$=protalign&blast_rank=1&RID=5TM2VR58015
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1052245077
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1052245077
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/P07103?report=genbank&log$=protalign&blast_rank=1&RID=5TJ47RF1015
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_4699637
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_4699637
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/1EGZ_A?report=genbank&log$=prottop&blast_rank=1&RID=5TJBV525014
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En la columna 1, se identifica el nombre de la proteína: cuando está seguida de un asterisco (*) significa que 

está presente en el secretoma. En las columnas 2 y 3 se incluye el nombre de la proteína que presentó mayores 

valores de cobertura e identidad respecto a la secuencia aminoacídica, comparándola con las bases de datos 

Uniprot-SwissProt, y PDB respectivamente. En la columna 4, se describen los dominios PFAM y su 

correspondiente función, y en la 5 los dominios dbCAN. En la columna 6 se muestran los puntos isoeléctricos 

y el peso molecular teóricos. 

Proteína Blastp/Uniprot-Swissprot 

Código de acceso 

(%cov/%iden) 

Blastp/PDB  

Código de acceso  (%cov/%iden) 

Dominios PFAM  Dominios 

DBCAN 

PI/PM 

(Da) 

1992 Cellulase 2 

 P37701.1 (77/41) 

Endoglucanase A From Clostridium 

thermocellum At Atomic Resolution 

1IS9 (72/39) 

PF01270.16 GH8 GH8 8.76 / 

53495.18  

2218 Cellobiase 

P33363.2 (94/42) 

Crystal structure of GH3 beta-

glucosidase from Bacteroides 

thetaiotaomicron 

5XXL (94/46) 

PF00933.20 GH3 

PF01915.21GH3_C 

PF14310.5 FN3 like 

GH3 5.85 / 

84425.56  

2261* Carboxylesterase 2 

Q53547.1 (97/29) 

Esterase Pe8 

5DWD (83/27) 

PF02230.15 

Abhydrolase 2 

PF00756.19 Esterase 

PF03959.12 FSH1 

PF01738.17 DLH 

PF07819.12 PGAP1 

PF10503.8 Esterase 

phd 

CE1 5.23 / 

24447.66 

3439  Probable mannan endo-1,4-

beta-mannosidase 

Q0C8J3.1 (21/29) 

 

Native Structure Of Endo-1,4-Beta-D-

Mannanase From Thermotoga 

petrophila Rku-1  

3PZ9 (24/25) 

PF00150.17 Cellulase 

PF02836.16 GH2_C 

GH5 8.69 / 

61002.69  

3507* Probable dipeptidyl-

aminopeptidase B  

B2A951.1 (85/35) 

Porphyromonas gingivalis Dipeptidyl 

Peptidase 4 

5OLJ (97/46) 

PF00930.20 DPPIV N 

PF00326.20 Peptidase 

S9 

PF02129.17 Peptidase 

S15 

PF07676.11 PD40 

PF01738.17 DLH 

CE1 5.80 / 

81846.38 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/P37701?report=genbank&log$=protalign&blast_rank=1&RID=5TYSNU0Y015
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_23200137
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_23200137
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/P33363?report=genbank&log$=protalign&blast_rank=1&RID=5TJPK1NX015
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1312331040
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1312331040
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1312331040
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_365812951
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_365812951
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_365812951
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Este análisis permitió confirmar la presencia de celulasas en el preparado enzimático, indicando que 

las mismas serían las proteínas identificadas como 265, 266 y 976; y que además posee otras GHs, 

probablemente involucradas en la degradación de hemicelulosa como la 283, la 293, entre otras.  

 

3.7 Modelado y docking de 265 y 976 
 

Dentro de las GHs identificadas por el análisis de proteínas, se seleccionaron dos para estudiarlas 

estructuralmente, mediante modelado y simulacro de interacción con sustratos (docking). Se 

eligieron las proteínas identificadas como 265 y 976, ya que eran las únicas identificadas como 

celulasas con alto porcentaje de homología con las bases de datos consultadas que cuentan con 

módulos de unión a carbohidratos (ver Tabla 3.4). Primeramente, se identificó, a nivel de estructura 

primaria, la distribución de los distintos dominios tal como lo muestra la Figura 3.24. La enzima 265 

presenta un dominio catalítico GH9, y la 976 un dominio GH5. 

 

 

 

Figura 3.24. Distribución de dominios CAZy detectados por dbCAN para la proteína 265 (A) y la proteína 976 

(B). En color verde se muestra el péptido señal, en color bordó y rojo muestran los dominios catalíticos GH9 y 

GH5; en color violeta el CBM3, en amarillo el CBM60 y en fucsia el CBM5. 

 

En principio, ninguna de las dos proteínas pudo modelarse por completo, ya que no existen moldes 

disponibles con homología adecuada para la secuencia completa. Por ello, se decidió modelar 

solamente sus dominios GHs.  

Se utilizaron los moldes suministrados por el servidor SwissModel (los de mayores puntajes 

proporcionados por el servidor) y se realizaron los modelos con este mismo servidor.  

Se evaluó la calidad de los modelos mediante los valores de: GMQE (sigla proveniente del inglés 

Global Model Quality Estimation) que refiere a un valor indicador de la calidad global del modelo 

(cuanto más cercano a uno, mejor es la calidad) y QMEAN (sigla proveniente del inglés Qualitative 
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Model Energy ANalysis) cuyo valor debe ser mayor a -3 para ser aceptable; ambos indicaron una 

buena calidad de los modelos. Éstos a su vez, se analizaron mediante gráficos de Ramachandran, los 

cuales arrojaron un alto porcentaje de residuos aminoacídicos ubicados en zonas favorables (Tabla 

3.5). Estos valores permitieron continuar trabajando con ellos ya que se trataría de modelos de 

calidad aceptable.   

 

Tabla 3.5 Calidad de modelado de los módulos catalíticos GH9 y GH5 de las proteínas 265 y 976 

respectivamente. 

N.D. significa no detectado. 
*La posición se considera desde la primer metionina de la secuencia codificante entera. 

 

Una vez obtenidos los modelos, éstos se utilizaron para realizar estudios de interacción (docking) 

con sustratos celulósicos, como se muestra en la Figura 3.25 y en la Tabla 3.5.  

El dominio catalítico modelado de la celulasa 265 tiene la estructura tridimensional característica 

de la familia GH9. Tiene una estructura en barril formada por 12 cadenas α (α/α)6, con un surco 

ubicado donde las cadenas α dan el giro, con capacidad para acomodar una cadena larga de al 

menos seis glucosas. El modelo conservó uno de los dos sitios de unión a Ca2+ presentes en el molde, 

que probablemente tenga un rol activo en la catálisis enzimática.  
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265 1js4 

63.74 

%/ 

99 % 

0,83 -1,88 94,94 % 1js4 

Celo-

tetraosa 

 y  

celobiosa 

F(228) 2,131  

W(284) 2,105   

R (341) 1,991   

R (341) 1,409  

L (413) 2,353  

R (403) 2,167  

S (237)  

D (241)  

E (242) 

D (81) 

D (84) 

E (453) 

  

976 4m1r 

71,66 

%/ 

96 % 

0,85 -0,04 94,72 % 2a3h 
Celo-

tetraosa  

H (140) 2,383  

K (300) 2,028  

Q (212) 1,818  

N .D. 
E (261) 

E (173) 
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Mediante el docking realizado, se pudo inferir que el sustrato ingresaría al surco catalítico por el 

extremo no reductor y que la hidrólisis estaría catalizada por los aminoácidos E (453), D (81) y D 

(84), aminoácidos reportados como involucrados directamente en la hidrólisis del enlace glicosídico 

(Figura 3.25).  

También se realizó un modelado de la celulasa 265 incluyendo el dominio de unión a carbohidratos 

(CBM3) donde se vio que el CBM presenta continuidad entre su dominio de unión y el surco del sitio 

activo del GH9 (Figura 3.26).  
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Figura 3.25 Modelos de los módulos GH9 (izquierda) y GH5 (derecha) de las proteínas 265 y 976, 
respectivamente. A) y B) muestran la superficie de los módulos modelados, con el sustrato celulósico (color 
rojo) en el sitio activo. C) y D) muestran la estructura secundaria (láminas β, hélices α y giros). E) y F) muestran 
los aminoácidos más cercanos al sustrato (5 Å), que formarían el sitio activo. En color gris se muestra la 
proteína. En color celeste, un átomo de Ca2+, en color verde, los enlaces de hidrógeno, y en color violeta los 
aminoácidos reportados como responsables de la hidrólisis. 
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Figura 3.26. Modelo parcial de la proteína 265 (módulo GH9 en azul y CBM3 en rosado; sustrato en color 

negro). Se muestra la proteína parcialmente modelada, vista desde el dominio catalítico GH9 (A), vista lateral 

(B) y vista desde el dominio CBM3 (C). Las imágenes A y C permiten visualizar una continuidad entre el dominio 

de unión a carbohidratos y el dominio catalítico. 

 

Esto coincide con lo demostrado por Sakon et al. (1997), lo cual podría estar sugiriendo un carácter 

procesivo de la enzima, con clivaje de la cadena de celulosa y producción de oligosacáridos de cuatro 

glucosas de longitud, lo que la define como una endocelulasa.  

Para el caso de la celulasa 976, el modelado del dominio catalítico sugiere que esta tiene las 

características típicas de un dominio GH5. Presentó una forma de barril (α/β)8, formado por ocho 

cadenas α externas y ocho β internas. Su sitio activo se observó como un surco ubicado en el final 

de las cadenas α y comienzo de las β, y cuenta con dos aminoácidos catalíticos E(173) y E(261) 

ubicados en la lámina β4 y β7 respectivamente, que atacarían el enlace glicosídico mediante el 

mecanismo de doble desplazamiento de Koshland, donde uno de los ácidos glutámicos actuaría 

como nucleófilo y el otro como electrófilo, tal cual se ha descripto para otras GH5. Esta proteína 

tendría una alta homología estructural con la proteína 4m1r (pues es el molde elegido por el servidor 

Swiss-Model), cristalizada por Alvarez et al. (2013), quienes reportaron actividad endocelulasa para 

la enzima producida de manera recombinante. 

 

 

3.8 Ensayos de sacarificación y fermentación secuencial 
 

Una vez culminada la caracterización parcial del preparado enzimático, el mismo se utilizó para la 

sacarificación y posterior producción de etanol, según se describe a continuación.  
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3.8.1 Sacarificación de distintos sustratos 

Se exploraron diez sustratos celulósicos para evaluar el potencial celulolítico del preparado 

enzimático, de los cuales sólo tres (PASC, CMC y celobiosa) demostraron interaccionar con el 

preparado, de acuerdo a los valores obtenidos de azúcares reductores liberados. No se detectó 

liberación de azúcares reductores luego de la incubación del preparado enzimático con papel de 

filtro, papel de diario (con o sin tinta), α-celulosa, avicel y celulosa microcristalina, E. globulus, 

switchgrass, en las condiciones ensayadas.  

De los tres sustratos que dieron resultados positivos, la CMC fue el sustrato donde se detectó la 

mayor liberación de azúcares reductores; por lo tanto, se eligió como sustrato celulósico para 

realizar los ensayos de sacarificación y fermentación, tal cual se describió en Materiales y Métodos, 

cuyos resultados se expresan a continuación.  

 

3.8.2 Búsqueda de condiciones para la sacarificación de CMC 

Se realizó una sacarificación mezclando el sustrato CMC al 1% (preparado en buffer acetato de sodio 

50 mM y en Medio Ingeniería, ver composición en ANEXO 1. Medios de cultivo; ambos a pH 5,5) y 

el preparado enzimático y se determinó la liberación de azúcares reductores a lo largo del tiempo, 

expresados como Absorbancia a 550nm (Fig. 3.22). Se vio que luego de 16 h de incubación, la 

cantidad de azúcares reductores deja de aumentar de manera lineal, y por más que se incremente 

el tiempo de incubación, la misma no aumenta de manera significativa. Por otra parte, si el ensayo 

de sacarificación se realizaba en el Medio Ingeniería, la cantidad de azúcares reductores era cercana 

al 75% de los valores obtenidos cuando el ensayo se realizaba en buffer acetato de sodio. Entonces 

se concluyó que las sacarificaciones se realizarían en un rango de 16 - 20 h de incubación, y aunque 

en el Medio Ingeniería se detectó 25% menos eficiencia de sacarificación, se continuaría utilizando 

para los ensayos de sacarificación y fermentación. 
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Figura 3.27. Ensayo de sacarificación en función del tiempo de incubación enzima-sustrato. La liberación de 

azúcares reductores se presenta como Absorbancia a 550 nm. Los ensayos se realizaron en Medio Ingeniería 

y en buffer acetato de sodio 50mM, ambos a pH 5,5, 30 °C. Las barras de error corresponden al desvío 

estándar. 

 

Basados en estos resultados, se procedió a realizar las sacarificaciones en viales de distintos 

volúmenes, como se explica en Materiales y Métodos. Los resultados se muestran en la Tabla 3.6.  

A continuación se describen las condiciones de cada uno de los experimentos realizados.  

Experimento A - En una primera instancia se agregaron 0,8 U/mL de CMCasas (liofilizado del 

preparado enzimático, suspendido en agua) a un volumen de 40 mL de CMC al 1% m/v en Medio 

Ingeniería. La cantidad de azúcares reductores obtenidos fue muy baja: menor a 0,3 g/L de azúcares 

reductores. Por lo tanto, se decidió aumentar la cantidad de preparado enzimático a agregar. 

Experimento B - En el siguiente ensayo, se triplicó la cantidad de enzima y el ensayo se realizó en las 

mismas condiciones que el experimento anterior. En esta oportunidad se incrementó al doble la 

cantidad de azúcares reductores liberados, sugiriendo que posiblemente se obtengan mejores 

resultados si se aumenta la carga de enzimas aplicadas.  

Experimento C - En otro ensayo, se disminuyó el volumen del vial y de líquido a sacarificar (10 mL 

en viales de 20 mL) y se mantuvo la misma cantidad de enzima (2,9 U/mL) y demás condiciones de 

trabajo, obteniéndose prácticamente la misma cantidad de azúcares reductores. Por lo tanto, se 

decidió seguir trabajando con los viales de menor tamaño. 
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Experimento D - El próximo paso fue aumentar la temperatura de sacarificación (de 30 a 37 °C). La 

cantidad de azúcares reductores obtenida fue prácticamente igual, sugiriendo que un aumento de 

7 °C en la temperatura de reacción no tendría un efecto importante en la sacarificación.  

Experimento E - Posteriormente, se incrementó la cantidad de enzima (se pasó de 2,9 a 7,13 U/mL) 

y la temperatura de sacarificación (de 30 a 50 °C, temperatura óptima de trabajo de la actividad 

CMCasa), obteniéndose como resultado una cantidad de azúcares reductores prácticamente igual a 

la cantidad obtenida en los experimentos B a D.  

También se aumentó el volumen de medio en los viales, con el fin de generar condiciones más 

anaeróbicas para la posterior fermentación alcohólica. Hasta este momento y con todas las 

variaciones ensayadas, no se logró incrementar la cantidad de azúcares reductores. Ello nos llevó a 

pensar en la posibilidad de que el sustrato (CMC) fuese limitante por lo que se decidió aumentar la 

concentración del mismo.  

Experimento F – Se duplicó entonces, la concentración del sustrato CMC (pasando de 1 a 2 %, m/v) 

y se repitió el ensayo en las condiciones utilizadas en el Experimento E. Los resultados mostraron 

que en este caso, fue posible duplicar la cantidad de azúcares reductores liberados. 

A partir de este resultado, se decidió incrementar la concentración de sustrato hasta llegar a 5% 

m/v (en concentraciones mayores, el CMC quedaba muy viscoso, con aspecto de gel) y se decidió 

también seguir trabajando a 30 °C para mantener la sacarificación en condiciones cercanas a las 

utilizadas durante la fermentación alcohólica. 

Experimento G – Al aumentar la concentración de sustrato (5% m/v) se logró mejorar el proceso de 

sacarificación (mayor cantidad de azúcares reductores).  

Experimento H - Posteriormente, se duplicó el tiempo de sacarificación, pero esta modificación no 

incrementó la cantidad de azúcares reductores liberados, surgiendo que un tiempo de sacarificación 

cercano a las 20 h sería suficiente, al igual que lo informado anteriormente en este mismo punto. 

Experimento I – En este experimento se evaluó: la cantidad de glucosa, dentro de los azúcares 

reductores liberados. Para ello se utilizó un kit específico para determinación de glucosa. Como 

resultado, se observó que sólo una parte de los azúcares reductores eran glucosa (3,7 µmol/mL de 

glucosa presentes en 10,3 µmol/mL de azúcares reductores).  

Experimentos J y K - En última instancia, se quintuplicó el agregado de preparado enzimático (con 

actividad CMCasa) y en uno de los experimentos (K) se agregó celobiohidrolasa comercial para 

determinar si era posible aumentar la cantidad de glucosa liberada, para su posterior fermentación. 

En ambos experimentos se duplicó la cantidad de azúcares reductores con respecto a los resultados 
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obtenidos en el experimento I. Además, se vio que los valores de concentración de glucosa 

(determinados por el kit Glucosa-Spinreact (Ref 1001191)) eran similares a los valores de 

concentración total de azúcares reductores, de lo que podría inferirse que todos los azúcares 

reductores medidos por el ensayo de DNS serían glucosa.  

A pesar de ello, la concentración de glucosa presente continuó siendo baja para los objetivos de 

fermentación: alrededor de 20 µmol/mL que representan 3,6 g/L de glucosa. El agregado de 

celobiohidrolasa comercial no produjo diferencias significativas en la liberación de glucosa, por lo 

cual se concluyó que no sería necesario su agregado. 

 

Tabla 3.6. Resultados de los experimentos de sacarificación de CMC. 
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A 1 100 40 0,8 20 30 1,61±0,05 NM 

B 1 100 40 2,9 20 30 3±1 NM 

C 1 20 10 2,9 20 30 3,8±0,3 NM 

D 1 20 10 2,9 20 37 3,6±0,5 NM 

E 1 20 15 7,13 20 50 3,3±0,2 NM 

F 2 20 15 7,13 20 50 6,0±0,1 NM 

G 5 20 15 10 20 30 9,1±0,1 NM 

H 5 20 15 11 40 30 8,4±0,1 NM 

I 5 20 15 9 24 30 10,3±0,1 3,7±0,1 

J 5 20 15 44 21,5 30 17±2 21±1  

K 5 20 15 44* 21,5 30 19±2 20±1 

NM: No medido.  

*Preparado enzimático suplementado con celobiohidrolasa comercial (SIGMA, E6412) (CMCasas 0,22 U/mL). 

Primera columna: identifica el experimento. Segunda columna: concentración de CMC (% m/v). Tercera 

columna: volumen total del vial de pre-sacarificación. Cuarta columna: volumen de fermentación. Quinta 

columna: Unidades de enzima usadas por mL de sustrato. Sexta columna: tiempo de presacarificación. 
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Séptima columna: temperatura de presacarificación. Octava columna: azúcares reductores obtenidos luego 

de la presacarificación, y Novena columna: cantidad de glucosa obtenida luego de la presacarificación. 

 

3.8.3 Fermentación alcohólica 

Luego de realizada la sacarificación se agregó la levadura fermentadora, hasta llegar a una turbidez 

final de 10 (medida a 620 nm, camino óptico 1 cm) y se incubó a 30 °C y 200 rpm, según se explica 

en Materiales y Métodos. Los resultados se muestran en la Tabla 3.7.  

En ninguno de estos ensayos se obtuvo cantidad significativa de etanol, dado que los valores fueron 

en su mayoría inferiores a 1,5 g/L (valor mínimo utilizado para realizar la curva de calibración, ver 

ANEXO 5. Curvas de calibración). En los primeros ensayos (del A al I) no se consumieron los azúcares 

reductores disponibles, por lo cual se justifica la baja producción de etanol. En los ensayos J y K la 

levadura consumió los azúcares reductores, y produjo etanol, pero la concentración obtenida del 

mismo es un estimado, ya que se encuentra en el límite inferior de la curva de calibración.  

 

Tabla 3.7 Resultados de fermentación alcohólica. 
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4. Discusión 
 

Producción de celulasas en medio líquido 

Como un primer objetivo de esta Tesis nos planteamos encontrar un microorganismo de nuestra 

colección que produjera y secretara celulasas en medio líquido, seleccionándose a la cepa 

bacteriana Flavobacterium sp. AUG42. Si bien existían reportes de producción de celulasas por 

miembros de los géneros Serratia (Sethi et al., 2013), Pseudomonas (Bakare et al., 2002) y 

Psychrobacter (Kim et al., 2011), probablemente nuestras cepas necesiten otras condiciones de 

cultivo para producir estas enzimas, tales como: la temperatura de crecimiento, pH del medio de 

cultivo, tiempo de producción, agitación, nutrientes, fuente de carbono celulósico u otros sustratos 

inductores (Mountfort & Asher, 1985; Gashe, 1992).  

A partir de este resultado, el trabajo de Tesis se centró en el estudio del potencial de AUG42 para 

producir celulasas. 

 

Flavobacterium sp. AUG42 

AUG42 es parte del microbioma de un oligoqueto antártico (Grania sp.), que habita la Rey Jorge, 

Antártida (Herrera et al., 2017). Esta bacteria pertenece al filo Bacteroidetes. El 22% de los 

organismos de este filo contienen en su genoma al menos tres genes codificantes para celulasas 

(Medie et al., 2012); por lo tanto, se consideró probable que AUG42 produjera varias celulasas (un 

coctel de enzimas con actividad celulolítica), hipótesis que posteriormente abordamos a través de 

análisis de espectrometría de masas y zimogramas.  

Los estudios de Gram realizados anteriormente por nuestro grupo (Herrera et al., 2017) y de 

Microscopía de Barrido Electrónico realizados en esta Tesis, mostraron que se trata de una bacteria 

Gram negativa, aeróbica, de color anaranjado, con forma de bacilo (0,5 x 2 µm), que suele asociarse 

entre sí formando cadenas largas de microorganismos (estreptobacilos), lo cual ya había sido 

reportado para bacterias de este género (McCammon & Bowman, 2000). AUG42 presenta 

formaciones que rodean a su membrana (estructuras similares a vesículas), que en ocasiones se 

disponen en cadena. Estas estructuras y su potencial relación con la producción de celulasas se 

discutirán posteriormente en esta sección.  
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Optimización de la producción de celulasas de AUG42 

Nuestro siguiente objetivo fue determinar cuál sustrato celulósico actúa como un inductor eficiente 

de la producción de estas enzimas, y en qué fase de crecimiento se logra una mayor secreción de 

celulasas. La selección de AUG42 se había dado en medio GS2 incluyendo papel de filtro como 

sustrato celulósico, sustrato previamente reportado como inductor de celulasas (Alvelo-Maurosa et 

al., 2016; Li et al., 2017), pero era necesario probar otros posibles sustratos. La literatura reporta 

varios casos de inducción de la producción de celulasas por distintas fuentes celulósicas; por 

ejemplo, Liang et al. (2014) observaron como una cepa de Paenibacillus terrae incrementaba la 

producción de CMCasas cuando crecía en medio con CMC, y que quintuplicaba dicha actividad en 

presencia de salvado de trigo, respecto a un control sin fuente celulósica. Para algunas cepas de 

hongos de los géneros Trichoderma, Neocallimasticx y Volvariella, se encontró que los mejores 

inductores eran el papel de filtro y el avicel (Cai et al., 1999).  

Dado que no se tenía información sobre la inducción de la producción de celulasas en 

microorganismos del género Flavobacterium, se evaluó una serie de diferentes fuentes de carbono 

celulósico. Se trabajó con: 1) celulosa altamente purificada: avicel y celulosa de Sigma, ambos con 

tamaño de partícula definido (50-51 µm de diámetro y una densidad similar de 0,6 g/cm3, con alto 

porcentaje de celulosa cristalina); y celulosa soluble: CMC (con grado de sustitución de 0,65 - 0,90, 

es decir, los polímeros contienen unidades de anhidroglucosa sustituidas de acuerdo a la siguiente 

fórmula general: [C6H7O2 (OH) x (OCH2COONa) y]n,  donde n es el grado de polimerización, x = de 

2,05 a 2.35; y = de 0,65 a 0,95; x + y = 3,0 (datos colectados a partir de las hojas de especificaciones 

de los productos SIGMA, https://www.sigmaaldrich.com); 2) sustratos con alto porcentaje de 

celulosa: papel de filtro y algodón; y 3) otros sustratos más complejos, conteniendo celulosa, 

hemicelulosa y lignina, como switchgrass y E. globulus. 

Al igual que lo observado para algunos hongos y bacterias, AUG42 produjo celulasas sólo en 

presencia de sustratos celulósicos, al menos en las condiciones ensayadas. De acuerdo al estudio 

del perfil de crecimiento de AUG42, se observó un mayor número de células cuando la bacteria 

creció en presencia de CMC, pero el hecho de que creciera más no implicó una mayor producción 

de celulasas. Por otro lado, se observó que esta bacteria produce mayores niveles de celulasas 

(unidades de enzima por mL de cultivo) en presencia de papel de filtro como fuente celulósica. Nos 

preguntamos entonces, ¿por qué AUG42 crece mejor usando CMC como fuente de carbono 

celulósico pero produce más celulasas cuando la fuente es el papel?  
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Para responder esto manejamos diversas hipótesis. La primera, sería que la determinación del 

número de UFC/mL en el medio con papel de filtro está subestimada, probablemente porque parte 

de las células se encuentren adheridas al papel. Los estudios de microscopía realizados, confirmaron 

que muchas células de AUG42 se encuentran asociadas al papel de filtro, aunque las células se 

encuentran bastante separadas, por lo tanto la subestimación no sería tan significativa.  

Una segunda hipótesis, sería que la CMC es más fácil de degradar que los otros sustratos utilizados, 

y por ello AUG42 no produce tantas celulasas, pues la bacteria de alguna manera sensa (del latín 

sentĭo, usa los sentidos) la cantidad de azúcares disponibles como parte de la regulación de la 

expresión de las celulasas. La CMC tiene un grado de polimerización menor que los otros sustratos 

y es soluble o se dispersa en agua (dadas las interacciones ión-dipolo entre el carboxilo del CMC y 

el agua presente en el medio, a diferencia de los otros sustratos que contienen celulosa cristalina, 

estructura química más compleja de degradar y más recalcitrante para las celulasas), por lo tanto 

está uniformemente distribuida en el medio y es más accesible a las enzimas con actividad celulasa. 

A favor de esta hipótesis se vio que la cantidad de azúcares reductores presentes en el sobrenadante 

de cultivo de AUG42 cuando había crecido en medio con CMC, era mayor que la presente en el 

medio con papel de filtro o los otros sustratos. Con una mayor disponibilidad de azúcares, la bacteria 

crecería más en CMC que en los otros sustratos, sin “necesidad” de producir tantas enzimas, 

habiendo una regulación de expresión de las enzimas dependiente del producto. Esta hipótesis 

resulta más fuerte que la anterior, y se retomará más adelante en esta discusión. 

 

Respecto a la fase de crecimiento en la que se detectó la mayor actividad celulasa (fase exponencial 

tardía - comienzos de fase estacionaria), se proponen dos hipótesis, de acuerdo a los resultados. La 

primera es que estas enzimas comienzan a producirse una vez que las otras fuentes de carbono y 

energía más accesibles (extracto de levadura) se acaban (hipótesis ya abordada por otros autores  

[Sanchez et al., 1999]). Experimentalmente, a favor de este hecho, observamos que cuando AUG42 

crece sin sustrato celulósico, comienza su fase estacionaria de crecimiento a las 26 h (momento en 

el cual el extracto de levadura, única fuente de carbono y energía del medio GS2 sin suplemento 

celulósico, comenzaría a escasear). En los otros cultivos, luego de este tiempo se hace más notoria 

la actividad celulasa. Esto indicaría que la bacteria está secretando estas enzimas para contrarrestar 

la falta de una fuente de carbono disponible (extracto de levadura ya agotado) y pasa a atacar la 

siguiente fuente de carbono: la celulosa. Observando las curvas de crecimiento a su vez, se observa 

un crecimiento diáuxico, con una acentuada fase de crecimiento exponencial en presencia de 



87 
 

extracto de levadura, y luego una segunda etapa de crecimiento, utilizando la fuente celulósica 

gracias a las celulasas presentes. Como segunda hipótesis, se planteó que la mayoría de estas 

celulasas podrían estar adheridas a la pared celular de las bacterias, o incluso en el espacio 

periplasmático o en el citoplasmático (para aquellas enzimas que actúan sobre oligómeros) 

(Ransom-Jones et al., 2012), y por eso lo que se estaría detectando en el sobrenadante de cultivo 

sería el contenido liberado de las células muertas. En las primeras horas de cultivo, hay pocas 

bacterias muertas, por lo tanto se detectaría baja actividad celulasa en el sobrenadante de cultivo. 

Cuando comienza la fase estacionaria, la velocidad de división y muerte de las células es similar, y 

las células que mueren liberan su contenido intracelular; por lo cual, de haber producción de 

celulasas intracelular, en el espacio periplasmático o adheridas a la pared, se detectarían al liberarse 

al sobrenadante de cultivo. Esta hipótesis también fue abordada por Berg et al. (1972) para Cellvibrio 

fulvus, donde detectaron una mayor cantidad de celulasas a comienzos de la fase estacionaria en el 

sobrenadante de cultivo (libre de células); pero cuando medían la actividad celulasa en el cultivo 

homogéneo (con las células, sin filtrar ni centrifugar) la misma fue mayor durante la fase 

exponencial. Para sustentar esta hipótesis, se debería realizar un ensayo similar, durante el 

crecimiento de AUG42, midiendo la actividad celulasa en el sobrenadante de cultivo libre de células, 

y en el cultivo sin filtrar, y ver si la diferencia es significativa o no. Otro abordaje sería determinar la 

actividad celulasa en preparaciones de extracto intracelular y extracto periplasmático. También se 

podrían realizar ensayos moleculares, como una PCR cuantitativa, y comparar la cantidad de 

transcriptos específicos de celulasas (ARN mensajeros) a lo largo de la fase exponencial y la fase 

estacionaria del cultivo (Goyal et al., 2011). Todas estas interrogantes, surgidas a partir de los 

resultados de esta Tesis, constituyen importantes insumos para las perspectivas del trabajo. 

Ahora, ¿por qué el papel de filtro es un inductor de la producción de celulasas más eficiente que las 

otras fuentes de celulosa utilizadas? Como se discutió anteriormente, quizás la CMC está más 

accesible en el medio líquido de cultivo comparado con la celulosa presente en el papel de filtro, y 

por lo tanto la bacteria no necesitaría producir tanta cantidad de enzima para liberar los azúcares 

necesarios para el metabolismo celular. Y es más, podría haber una regulación génica que impida la 

expresión de las celulasas en presencia de monosacáridos y disacáridos libres, productos de la 

hidrólisis de la CMC tal como lo vieron Han et al. (2003). Curiosamente, el papel de filtro tiene 

además de celulosa, un pequeño porcentaje de otros azúcares, como la fructosa y la manosa, tal 

cual fue detectado por Bonn et al. (1984) por HPLC; y dependiendo del origen, el papel podría tener 

otro tipo de azúcares hemicelulósicos como la xilosa. La presencia de estos monosacáridos podría 
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explicar la preferencia de este sustrato en la inducción de la producción de celulasas. Este aspecto 

se abordará nuevamente más adelante, con el estudio de las CAZymas del preparado enzimático, y 

su posible relación con la expresión génica de las celulasas. Se podría decir que quizá, la regulación 

de la expresión de las celulasas producidas por AUG42 esté coordinada con la expresión de otras 

glicosil hidrolasas, como las xilanasas, tal cual reportan otros autores (Mach-Aigner et al., 2008). 

El siguiente paso en nuestro trabajo fue investigar cuál era la temperatura óptima para producir 

estas enzimas, y ver si esta temperatura coincidía con la temperatura óptima de crecimiento de 

AUG42. Al tratarse de un microorganismo antártico, sabíamos que al menos sobrevivía a bajas 

temperaturas, pero dentro de este género existen tanto microorganismos termófilos 

(Flavobacterium thermophilum, Flavobacterium autothermophilum) como mesófilos 

(Flavobacterium granuli), aunque la mayoría de las especies descriptas son sicrotolerantes o 

sicrófilas (Oshima & Yamakawa, 1974; Goto et al., 1978; Aslam et al., 2005; Bernardet & Bowman, 

2006). Los resultados apuntan a que, según su perfil de crecimiento, AUG42 sería una bacteria 

sicrotolerante y la temperatura óptima de crecimiento coincide con la temperatura de mayor 

producción de celulasas. Pero para afirmar que es una bacteria sicrotolerante, se debería 

determinar la temperatura óptima de crecimiento realizando ensayos que cubrieran otras 

temperaturas más allá de las analizadas en esta Tesis, pues de acuerdo a Moyer & Morita, (2007) 

una bacteria sicrotolerante tiene una temperatura óptima de crecimiento superior a los 15 °C, y en 

este trabajo sólo se comprobó que crece mejor a 16 °C que a 11 °C y 21 °C. Por supuesto, las 

definiciones tienen temperaturas precisas, pero sabemos que en biología no se puede hablar de 

números sino de rangos, y con los datos obtenidos se observó que esta bacteria tendría un 

comportamiento sicrotolerante.  

 

Condiciones óptimas para la actividad celulasa  

A partir de las condiciones determinadas para la producción de celulasas (y por ende, para la 

obtención del preparado enzimático), nos planteamos las siguientes interrogantes: ¿Cuáles son las 

condiciones óptimas de trabajo de estas enzimas (pH y temperatura)? ¿Existe algún agente químico 

potenciador o inhibidor de la actividad? ¿Este preparado, tendría propiedades bioquímicas 

compatibles con su uso en la industria de los biocombustibles? Sabemos que las determinaciones 

de condiciones óptimas de actividad enzimática refieren directamente a enzimas puras; pero, en 

esta Tesis, estos conceptos se manejaron asociados al comportamiento bioquímico de un 
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“preparado enzimático”, teniendo presente que los resultados para cada experimento son en 

realidad, la sumatoria de los resultados para cada enzima presente en el mismo. 

Nuestro objetivo era contar con un preparado enzimático capaz de ser utilizado para sacarificar 

material celulósico y fermentar los productos de la sacarificación para producir bioetanol, en un 

proceso SFS. Las condiciones óptimas de fermentación alcohólica llevada a cabo por Saccharomyces 

cerevisiae suelen estar en el entorno de los 30 °C y pH ácido (Z. Li et al., 2017; Tomás‐Pejó et al., 

2008); por lo tanto, deseábamos que nuestro preparado enzimático tuviera actividad celulósica 

cercana a estas condiciones de pH y temperatura. Los ensayos de temperatura óptima de actividad 

celulasa mostraron que 50 °C es la mejor temperatura para sacarificar los sustratos CMC y PASC, en 

los tiempos fijados (1 y 3 h respectivamente). Este resultado fue inesperado, ya que tratándose de 

un microorganismo sicrotolerante se esperaba que produjera enzimas sicrófilas, es decir con 

temperaturas óptimas más bajas. Sin embargo, el origen de los microorganismos adaptados al frío 

está bastante discutido, algunos autores proponen que éstos provienen de mesófilos, por lo tanto, 

muchas de sus enzimas tendrían una temperatura óptima similar a la que exhiben los mesófilos 

(Feller, 2017). Por otra parte, la expresión de genes del microorganismo en su propio bioma es 

desconocida, y seguramente difieran de la expresión dada en el preparado enzimático. Sin embargo, 

experimentalmente se determinó que existía una disminución de actividad a 60 °C (en la actividad 

PASCasa prácticamente es nula), lo cual es característico de las enzimas activas en frío, o enzimas 

sicrófilas (D'Amico et al., 2002).  

A pesar de estar trabajando con un preparado enzimático (mezcla de diferentes enzimas), nuestros 

resultados se asemejan a los obtenidos por Ueda et al. (2018), quienes caracterizaron una celulasa 

de Bellamya chinensis (bacteria sicrotolerante) con temperatura óptima de 50 °C y con alto 

porcentaje de actividad remanente a temperaturas inferiores (alrededor del 70 %, a 30 °C); 

curiosamente, nuestro preparado presenta la misma temperatura óptima y conserva más del 50 % 

de la actividad a 30 °C.  

Es válido considerar que la temperatura óptima de las enzimas se afecta por la presencia de 

determinados agentes químicos y/o por la fuerza iónica del medio, entre otros; Nunokawa & 

McDonald, [1968]).  

En relación al pH óptimo, vemos que el preparado enzimático presentaba actividad celulasa máxima 

a pHs levemente ácidos,  lo que lo hace compatible con procesos de SFS y a su vez, en otros usos 

biotecnológicos, como la clarificación de bebidas, como jugos frutales y vinos, procesos que también 

se realizan a pHs ácidos (Colagrande et al., 1994; Vaillant et al., 1999). 
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El estudio del efecto de diferentes agentes químicos sobre las actividades enzimáticas del preparado 

permitió determinar que el SDS inhibe las actividades PASCasa y CMCasa. Este detergente aniónico 

posiblemente interaccione con las celulasas alterando el microambiente que las rodea, o incluso 

alterando su estructura nativa, afectando el sitio activo, sitios de unión a sustratos, etc., 

justificándose así, la pérdida de actividad celulasa observada. Nuestros resultados coinciden con 

numerosas publicaciones (Kim, 1995; Ueda et al., 1994; Yin et al., 2010) donde se sugiere que este 

tipo de celulasas no podrían utilizarse en productos que contengan SDS, ni probablemente cualquier 

otro detergente iónico. De todos modos, esto no invalidaría su uso en los procesos SFS. 

Existen trabajos que reportan una disminución de la actividad celulasa en presencia de fluoruro de 

fenilmetilsulfonilo (PMSF). El PMSF se une específicamente a residuos de serina del sitio activo de 

algunas proteasas inhibiéndolas y por ende, minimizando su capacidad para degradar celulasas y 

otras proteínas (Gaur & Tiwari, 2015). En nuestro preparado, la actividad celulasa no se vio afectada 

por este agente. Este resultado permite considerar el uso de PMSF como conservante del preparado 

enzimático (en caso que hubiera proteólisis de las celulasas por parte de proteasas propias de 

AUG42, o durante su eventual producción recombinante en otro microorganismo; Kim et al. [2008]). 

Trabajos recientes han demostrado que las LPMO (del inglés lytic polysaccharide monooxygenase) 

pueden aumentar el rendimiento hidrolítico de los cócteles de celulasas, principalmente al mejorar 

la accesibilidad de las enzimas al componente celulósico (Isaksen et al., 2014; Rubio et al., 2016). 

Como las LPMO suelen activarse en presencia  del catión Cu2+ (Song et al., 2018), se estudió el efecto 

de este agente sobre la actividad celulasa del preparado. Los resultados no evidenciaron un 

aumento significativo en las actividades medidas, por lo tanto, se podría descartar la posibilidad de 

que el preparado contenga LPMOs dependientes de cobre (dato que posteriormente se verificó tras 

el análisis por espectrometría de masas e identificación proteica en el CAZoma). Sí se observó que 

este catión actuó como inhibidor de la actividad PASCasa. ¿Por qué inhibiría la actividad PASCasa y 

no la CMCasa? Este resultado sugeriría que las enzimas involucradas en la degradación del sustrato 

PASC no serían exactamente las mismas que las encargadas de degradar la CMC. ¿Son estos 

sustratos específicos de algún tipo de enzima? Numerosos son los artículos que describen al PASC 

como sustrato ideal para la determinación de la actividad exocelulasa, y la CMC para endocelulasa; 

sin embargo, cuando se analizan los productos de hidrólisis de estos sustratos por HPLC, en ambos 

casos los autores encuentran azúcares de largo de cadena variable, sin permitir una clara distinción 

entre una actividad endocelulasa y exocelulasa dependiente del tipo de sustrato utilizado. Los 

reportes previos de Geiger et al. (1998) muestran que una concentración de 0,2 mM de Cu2+ 
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disminuía la actividad en un 50 % de una celulasa producida por Trichoderma viride, usando avicel 

como sustrato. Xu et al. (2009) observaron además, como el Cu2+ oxidaba extremos reductores del 

PASC, disminuyendo la cantidad de sustrato disponible para las exocelulasas, enzimas que atacan 

este sustrato desde los extremos reductores.  

¿Podríamos considerar entonces que en nuestro preparado enzimático hay exocelulasas que atacan 

desde los extremos reductores? (pues también existen exocelulasas que atacan desde el extremo 

no reductor). En este caso el metal actuaría sobre el sustrato, y no como inhibidor de las enzimas 

propiamente dicho. Sería interesante realizar ensayos para verificarlo, por ejemplo, medir los 

extremos reductores de PASC, y luego medir la cantidad de extremos reductores del PASC tratado 

con Cu2+ con el mismo reactivo (DNS); si la cantidad de extremos reductores disminuye en presencia 

de cobre, se evidenciaría la oxidación química del sustrato (ver a continuación en Perspectivas). En 

caso de evidenciar la oxidación de sustrato, coincidiríamos con los autores que afirman que el PASC 

es un sustrato para las exocelulasas, y el CMC es el preferido para endocelulasas, algo que no queda 

claro en la bibliografía consultada y que simplemente muchos investigadores dan por hecho. Como 

consecuencia, podríamos también sugerir que nuestro preparado presenta ambos tipos de enzimas: 

endocelulasas y exocelulasas, siendo estas últimas, catalíticas del extremo reductor.  

¿Qué importancia tendría la potencial inhibición de la actividad celulasa por el Cu2+ en el contexto 

del uso de este preparado enzimático en procesos SSF? Si se pretendiera por ejemplo, utilizar 

madera reciclada para sacarificar y producir bioetanol (Johnson et al., 2009) habría que tener en 

cuenta la procedencia de ésta, pues si la madera fue tratada con algún conservante químico, como 

sulfato de cobre o el CCA (cromo-cobre-arsénico) utilizados con frecuencia en el “curado” de 

maderas (Hattori et al., 2015; Robey et al., 2018), este preparado tendría baja eficiencia en la 

degradación de sus fibras celulósicas. 

También se estudió la actividad celulasa frente a  sales como sulfato de amonio, de magnesio y de 

potasio, ya que éstos son comúnmente utilizados en los medios de fermentación alcohólica de S. 

cerevisiae (Demiray et al., 2018b, 2018a). Según los resultados obtenidos, estas sales no interferirían 

en la capacidad de sacarificación del preparado enzimático, por lo tanto podrían utilizarse sin 

problemas en el medio de fermentación. 

Resulta importante poder determinar si las actividades enzimáticas del preparado enzimático sufren 

inhibición por producto. Existen reportes de que altas concentraciones de monosacáridos inhiben 

las actividades de estas enzimas (Hsieh et al., 2014; Xiao et al., 2004). Ello no fue posible con el 

método del DNS, usado a lo largo de la Tesis para determinar azúcares reductores. Para realizar 
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estos ensayos de inhibición convendría analizar los productos de hidrólisis por HPLC o similar, y 

contar con los patrones que permitan discriminar los distintos azúcares reductores en los 

cromatogramas (Hsieh et al., 2014).  

Dentro de potenciales inhibidores de naturaleza glucídica, decidimos incluir la sacarosa, dado que 

este disacárido no tiene extremos reductores y por lo tanto, no interfiere con las medidas de 

actividad por el método del DNS, o sea la determinación de la liberación de azúcares reductores. 

Los resultados demostraron que este disacárido no altera la actividad del preparado. Esto nos 

permite además, inferir que el preparado enzimático no presenta actividad de invertasa (Wan et al., 

2018), pues en el ensayo control (donde se incubó el agente químico: sacarosa, con el preparado 

enzimático, sin sustrato celulósico), no se detectaron  azúcares reductores por el método del DNS. 

Si hubiera actividad invertasa en el preparado enzimático, se habrían liberado fructosa y glucosa, 

quienes hubieran reaccionado con el DNS. A favor de esto, en el genoma no se habían detectado 

secuencias codificantes para este tipo de enzimas. 

Otros agentes químicos como la N-etilmaleimida (NEM, compuesto utilizado para la metilación de 

grupos tioles y capaces de modificar cisteínas y enlaces disulfuro de las proteínas) y como el ácido 

etilendiaminotetraacético (EDTA, agente quelante de metales divalentes que muchas veces pueden 

ser esenciales para la actividad de algunas enzimas), tampoco modificaron las actividades 

analizadas, al menos en las condiciones trabajadas. Esto también fue reportado por Prabhu et al. 

(2017), donde en concentraciones similares a las ensayadas en nuestro trabajo, la actividad CMCasa 

no disminuía significativamente, al contrario de lo que reportaron Mushimiyimana & Tallapragada 

(2015), quienes determinaron que el EDTA era un fuerte inhibidor de las celulasas.  

Probablemente, las celulasas de nuestro preparado enzimático no presenten enlaces disulfuro o 

cisteínas relevantes para su actividad, ni necesiten cationes divalentes para su actividad. Igualmente 

se incluyó en el estudio otros metales divalentes (aparte del cobre y el magnesio) que pudiesen 

potenciar la actividad del preparado enzimático. Se evaluó el efecto de manganeso y cobalto, que 

habían sido reportados como potenciadores de la actividad celulasa por Hartati et al. (2012) y Wang 

et al. (2012), respectivamente. Pero encontramos que éstos reaccionaron con el DNS (dando valores 

muy altos de absorbancia del control negativo), lo cual impidió evaluar el efecto de estos metales 

en las actividades, utilizando el método del DNS. Posteriormente a este resultado encontramos en 

la literatura, una mención a este hallazgo, abordado por Sinegani & Emtiazi (2006), quienes 

reportaron que estos cationes reaccionan con el reactivo DNS, provocando cambios en la coloración 

de la mezcla de reacción independientemente de la concentración de los azúcares reductores. Este 
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reporte pondría en duda el resultado expresado por Hartati y Wang. Y en nuestro caso, para conocer 

el efecto de estos metales, se deberían analizar los productos de reacción por HPLC, con los patrones 

adecuados (ver Perspectivas). 

Finalmente, respecto a la estabilidad con el tiempo de las actividades PASCasas y CMCasas, luego 

de almacenar el preparado enzimático a distintas temperaturas, se puede inferir que a mayores 

temperaturas de almacenamiento es menor la estabilidad del mismo, por lo que sugerimos 

almacenar el preparado a -20°C o liofilizado.  

 

Microscopía electrónica de Barrido Electrónico 

La observación de esta bacteria por microscopía electrónica de barrido, nos permitió conocer su 

forma y tamaño, y como se mencionó, permitió visualizar formaciones vesiculares en su superficie. 

Si efectivamente se tratara de vesículas, éstas probablemente liberen su contenido al medio de 

cultivo, algo que ya se ha visto en otros microorganismos (Arias et al., 2012). Algunas vesículas 

estaban dispuestas en cadenas, formando lo que se conoce como “collares de perlas” que 

conectarían diferentes células entre sí, siendo una particular forma de comunicación entre células 

(Gilbert et al., 2013; Møller et al., 2005). Estos collares de perlas también fueron observados por 

otros autores, al menos en un aislamiento de Flavobacterium frigidarium (Møller et al., 2005). 

No se observaron células de AUG42 adheridas propiamente dicho al papel de filtro (no se 

observaron estructuras típicas de adherencia como fimbrias por ejemplo),  ni estructuras tipo 

celulosomas como los observados por Shoham et al. (1999) y Ferdinand et al. (2013) para bacterias 

del género Clostridium. Esto podría deberse a que la resolución del equipo no fue lo suficientemente 

alta, o simplemente, porque esta bacteria no produce estas estructuras. La ausencia del complejo 

celulosoma fue posteriormente confirmada por el análisis del genoma, ya que no se detectaron 

proteínas con dominios dockerina, ni cohesina.  

Aun así, sería interesante realizar ensayos inmunológicos (con anticuerpos marcados anti-GH) de 

co-localización de las GH presentes en el CAZoma, para ver si en algún momento estas presentan 

adherencia a la superficie celular, tal como lo hicieron Artzi et al. (2018), pues podrían haber 

celulasas ancladas a la superficie celular sin necesidad de formar un complejo del tipo celulosoma. 

Este punto se volverá a plantear en Perspectivas. 
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Otras actividades enzimáticas tipo glicosidasa 

Para conocer mejor nuestro preparado enzimático, se evaluó también la posible hidrólisis de 

almidón y de celobiosa. El preparado enzimático no hidrolizó almidón sugiriendo que el mismo no 

contendría proteínas con actividad amilasa, al menos en las condiciones ensayadas. Esto no coincide 

con lo descripto previamente por nuestro grupo, donde se reportó actividad amilasa cuando AUG42 

creció en medio sólido con almidón (Herrera et al., 2017), pero las condiciones de crecimiento de 

AUG42 no fueron las mismas, lo que podría explicar esta diferencia. Curiosamente, en el genoma de 

AUG42 se identificaron varios genes codificantes para amilasas (con dominios PFAM o dominios 

CAZy característicos de amilasas; proteínas: 2341, PF02806.17, GH13; 3479, PF00128.23, GH13; 

3488, PF00128.23, GH13 y 3670, PF02806.17, PF02922.17, PF00128.23, GH13 y CBM48), pero 

probablemente estos genes no se estarían expresando en las condiciones ensayadas (las proteínas 

tampoco se detectaron en el estudio del secretoma por espectrometría de masas).  

En cambio, sí se detectó actividad celobiasa. La celobiosa es el sustrato de algunas β-glucosidasas, 

también consideradas celulasas, y suele ser el producto del clivaje de polisacáridos por parte de 

algunas exocelulasas (conocidas como celobiohidrolasas). Evaluamos la temperatura óptima de la 

actividad celobiasa, y se vio que tenía un comportamiento similar al que presentan las enzimas 

sicrófilas (D'Amico et al., 2002), aunque de nuevo, hay que reiterar que probablemente esta 

actividad tenga involucrada a más de una enzima de nuestro preparado. Un aspecto que queda 

pendiente a futuro (ver Perspectivas), es la realización de zimogramas para determinar el número 

de posibles celobiasas presentes en el preparado enzimático. Si bien no se encontraron técnicas en 

la bibliografía para la realización de zimogramas que impliquen degradación explícita de celobiosa, 

se encontraron protocolos para realizar zimogramas de actividad β-glucosidasa, utilizando esculina 

como sustrato. La esculina es un glucósido formado por una glucosa y un compuesto aromático 

denominado esculetina (ver Figura 4.1). Este último, al ser liberado de la glucosa por acción de una 

β-glucosidasa, reacciona con Fe3+ y se colorea de marrón, lo cual permitiría identificar la/s banda/s 

de hidrólisis (Saqib & Whitney, 2006). 
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Figura 4.1. Esculina (6,7-dihidroxicoumarin-β-D-glucosa), sustrato de β-glucosidasas, que por hidrólisis del 
sustrato liberan glucosa y esculetina. 

 

Genoma y CAZoma 

A través del estudio del genoma, en particular del CAZoma, identificamos numerosos genes 

involucrados en la degradación de carbohidratos, destacándose los codificantes para posibles 

celulasas, xilanasas, β-glucosidasas, mananasas, agarasas, liqueninasas, quitinasas, neopolulanasas 

y amilasas. Además, se encontraron genes codificantes de polisacárido liasas, enzimas involucradas 

en la degradación de alginato, polisacárido aniónico presente en las paredes celulares de las algas 

marinas pardas (posible fuente de nutrientes de AUG42; [Herrera et al., 2017]). También se 

encontraron numerosos genes de glicosil transferasas, revelando el potencial de síntesis y 

modificación de carbohidratos de AUG42, por ejemplo con un rol durante la formación de biofilms, 

tal como exponen varios autores para bacterias de este género (Cai et al., 2013; Duchaud et al., 

2007). 

Este resultado resalta el gran potencial de AUG42 para hidrolizar diferentes polisacáridos, sobre 

todo si tenemos en cuenta que se detectaron quince tipos de dominios de unión a carbohidratos.  

 

Caracterización del secretoma de AUG42: zimogramas y espectrometría de masas 

En esta Tesis se utilizó el término “secretoma” para describir al conjunto de proteínas presentes en 

el preparado enzimático, sin considerar en esta denominación a cualquier otra biomolécula 

presente en el mismo.  

La actividad CMCasa se estudió mediante zimogramas, sin embargo ello no fue posible para la 

actividad PASCasa, ya que el PASC (al no ser soluble) no se distribuyó en forma homogénea cuando 

se lo incluyó en un gel de poliacrilamida. La multiplicidad de bandas de hidrólisis de la CMC 
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detectadas en el zimograma evidenció la presencia de varias enzimas con actividad CMCasa. 

Posteriormente con el shotgun de proteínas y el estudio del CAZoma, se pudo verificar la presencia 

de varias GH, probablemente involucradas en la degradación de la celulosa. No se encontraron GHs 

correspondientes a celulasas fosforilasas, ni AAs correspondientes a LPMOs, ni a CDHs, lo cual 

indicaría que la degradación de la CMC sería por hidrólisis mediante las GHs.  

En ambos zimogramas (SDS-PAGE e IEF acoplados a geles con CMC) se destacaron dos intensas 

bandas de hidrólisis de CMC. Esto nos llevó a pensar que se trataría de las mismas dos CMCasas. Sin 

embargo, los ensayos que realizamos no permiten correlacionar las GHs encontradas en el CAZoma 

con estas bandas de hidrólisis. A futuro, deberían identificares esas proteínas correspondientes a 

las bandas de actividad por espectrometría de masas, y correlacionarlas con la notación de CAZymas 

de AUG42.  

En el zimograma acoplado a la SDS-PAGE se observaron bandas de 100, 80 y 30 kDa, 

aproximadamente. Considerando que en nuestro caso el preparado enzimático no se desnaturalizó 

por calor, el tamaño molecular observado no necesariamente corresponde con los tamaños de los 

patrones utilizados (Weber et al., 1972).  Lo que sí resulta llamativo, es que en el CAZoma no se 

detectaron GHs con tamaños moleculares cercanos a 30 kDa (todas las GH identificadas superan los 

50 kDa, diferencia muy notable con lo visualizado en la SDS-PAGE y zimograma, ensayo repetido en 

cuatro instancias). Para interpretar este resultado, nos planteamos una hipótesis: ¿existen celulasas 

que pudiesen ser degradadas por proteasas en un patrón particular, tal que parte del producto de 

degradación sean estructuras proteicas con tamaños cercanos a 30 kDa, conteniendo el módulo 

catalítico que degrada CMC? Entonces, ¿podría ser que la banda de 30 kDa sea el producto de la 

digestión de una celulasa, y solo corresponda a su sitio catalítico? Ya hay reportes de proteólisis de 

celulasas, donde los productos de hidrólisis conservan la actividad hidrolítica, pero disminuyen la 

afinidad por el sustrato, sugiriendo que existiría una proteólisis que libera el módulo GH del CBM 

(Langsford et al., 1987). En nuestro secretoma se identificaron algunas proteasas (como la 1608), 

pero para discernir esta duda, lo más adecuado sería identificar la proteína presente en la banda de 

hidrólisis del gel de zimograma, con tamaño aparente de 30 kDa, y realizar un análisis por 

espectrometría de masas comparado con el genoma anotado de AUG42. Respecto a las bandas de 

alrededor de 100 kDa, este tamaño podría corresponder a varias celulasas del CAZoma de AUG42 

(proteínas 265, 266 y 976). 



97 
 

Respecto al análisis del secretoma por espectrometría de masas se evidenció la presencia de varias 

CAZymas. Se detectaron CEs;  que podrían actuar sobre la hemicelulosa, en especial para liberar 

grupos acetilo presentes en algunos azúcares (Biely et al., 1985; Jeffries, 1991).  

También se detectaron numerosas GHs. Tres de ellas presentan módulos catalíticos, probablemente 

celulolítico (dos con GH5 y una con GH9). Dos de ellas presentaron dominio de unión a 

carbohidratos, lo cual es característico de las celulasas individuales (no asociadas a un complejo del 

tipo celulosoma) (Talamantes et al., 2016). Estas proteínas se caracterizaron in sílico mediante su 

modelado y estudios de docking (lo que se discutirá más adelante).  También se encontraron dos 

proteínas con dominio GH tipo endoxilanasas (proteínas 283 y 890) y se detectó una proteína (282) 

que no presentó homología significativa con ninguna de las bases de datos analizadas (PDB y 

SwissProt), pero que tiene un dominio CBM23 en el extremo C-terminal (dominio de unión a 

manosa) y su gen codificante se encuentra adyacente al gen codificante para la proteína 283 

(ubicado aguas arriba). La proximidad física de las secuencias codificantes de estas proteínas en la 

molécula de ADN indicaría una probable regulación bajo un mismo promotor, por lo tanto podrían 

tener una función similar o coordinada. Por ejemplo, estas proteínas podrían estar involucradas en 

el reconocimiento e hidrólisis de algunas hemicelulosas, cuyos oligómeros podrían transportarse 

hacia el periplasma y/o citoplasma hasta su completa degradación (Ransom-Jones et al., 2012; 

Tauzin et al., 2016). 

Algunos azúcares podrían ser responsables de inducir la expresión de los genes codificantes de las 

celulasas de AUG42, tal cual describieron Stricker et al. (2006) para Hypocrea jecorina. Estos autores 

reportaron que Xyr1, un gen codificante para un regulador de la producción de xilanasas, era 

fundamental para la expresión de xilanasas y celulasas. Quizá la proteína 282, 283, y/o 890 sean 

responsables de degradar el papel de filtro liberando azúcares presentes en su fracción 

hemicelulósica (xilosa o manosa), desencadenando la producción de celulasas. Esto explicaría por 

qué se producen bajos niveles de celulasas en presencia de celulosa pura, pero sí en presencia de 

papel de filtro (el algodón y el switchgrass también indujeron la producción de celulasas). Para 

verificar esta hipótesis, se deberían realizar mutaciones de estos genes y ver si esto afecta la 

inducción de celulasas o no. Si se comprueba su relación, se podría probar la inducción de celulasas 

en AUG42 nativa utilizando azúcares hemicelulósicos como la xilosa, manosa, etc. (ver en 

Perspectivas).  
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Modelado y docking de las proteínas 265 y 976 

Modelar in silico una proteína muchas veces ayuda a entender su mecanismo de acción, sobre todo 

si se realizan estudios de interacción con el sustrato. Sin embargo, para obtener un modelo es 

necesario contar con un molde confiable, una proteína con estructura similar resuelta por 

cristalografía. En nuestro caso, las proteínas escogidas (265 y 976) para realizar los estudios de 

modelado y docking permitieron modelar los módulos catalíticos de ambas (los GHs), y en particular 

dilucidar su sitio activo, lográndose detectar los aminoácidos posiblemente involucrados.  

A partir de este análisis, podría sugerirse que las proteínas 265 y 976 serían endocelulasas, siendo 

la primera probablemente una enzima procesiva. 

 

Sacarificación y Fermentación alcohólica 

Luego de evaluar el potencial sacarificante del preparado enzimático frente a distintas fuentes 

celulósicas, se vio que éste no degradaba celulosa cristalina, al menos en las condiciones ensayadas. 

Correlacionando este hecho con la definición de microorganismos celulolíticos propuesta en la 

introducción, se podría inferir que Flavobacterium sp. AUG42 no es un microorganismo 

estrictamente celulolítico. Sin embargo, se debe considerar que quizá los sustratos a sacarificar 

ofrecidos no fueron los adecuados para determinar el potencial del preparado enzimático. Hay casi 

infinitos esteroisómeros de celulosa, y seguramente existan celulasas específicas para cada tipo.  

Nuestro objetivo se enfocaba en que el preparado enzimático liberara azúcares reductores de algún 

material que fuera ambientalmente y económicamente viable para producir bioetanol a gran escala 

(como el switchgrass y/o E. globulus). Entre otros, resultaría interesante ensayar el preparado 

enzimático sobre sustratos celulósicos provenientes de algas antárticas, sustrato que coincide con 

la fuente de alimentación del gusano desde el cual este microorganismo fue aislado (Herrera et al., 

2017). 

Si bien nos interesaba desarrollar procesos de sacarificación y fermentación simultánea, los 

resultados nos muestran que el poder de sacarificación de nuestro preparado enzimático no fue 

suficiente para sacarificar la CMC a un ritmo adecuado para alimentar al microorganismo 

fermentador. Se decidió entonces, incubar previamente el sustrato y el preparado enzimático (pre-

sacarificación), de este modo se estaría agregando la levadura cuando el medio ya tuviera algo de 

azúcares libres para su fermentación. De esta manera, se realizaron ensayos de sacarificación y 

fermentación secuencial, que difieren de los procesos industriales discutidos en la introducción, ya 

que ambas etapas se realizan a una misma temperatura (en prácticamente todos los ensayos), y en 
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el mismo recipiente, condiciones en las cuales las enzimas podrían continuar sacarificando el 

sustrato luego del agregado de la levadura; lo cual era congruente con la “filosofía de ahorro” de los 

procesos de sacarificación y fermentación simultánea.  

Como describimos en las secciones anteriores (Materiales y Métodos, y Resultados) se realizaron 

numerosas modificaciones a los ensayos, con el fin de mejorar los procesos. En las condiciones 

ensayadas sólo fue posible obtener una cantidad de producto equivalente a 3,6 g/L de glucosa; y las 

cantidades de etanol fueron tan bajas, que prácticamente no superaron la mínima concentración 

utilizada para la curva de calibración. Si bien se podía haber realizado una curva de calibración con 

menores concentraciones de etanol, no se realizó, dado que rendimientos tan bajos no tendrían 

sentido a nivel de su aplicación.    

Los distintos controles realizados nos permiten afirmar que la levadura CAT-1 produce alcohol frente 

a glucosa, tal como estaba reportado para esta cepa (Basso et al., 2008), mostrando un rendimiento 

prácticamente igual al teórico; que el preparado enzimático no inhibía la fermentación de glucosa, 

por lo tanto no sería tóxico para la levadura (no se encontró en la bibliografía consultada ninguna 

mención a que bacterias de este género pudiese tener efectos antifúngicos sobre las levaduras; pero 

habría que realizar ensayos de determinación del posible efecto antagónico entre cepas). A su vez, 

confirmamos que CAT-1 produce etanol a partir de CMC, sacarificado con una mezcla de celulasas 

comerciales.  

Por otro lado, durante la fermentación encontramos que la cantidad de azúcares reductores totales 

nunca aumentó, incluso en algunos ensayos los mismos disminuyeron. En esto nos basamos para 

organizar esta parte de la discusión, donde todos los ensayos realizados se dividieron en dos grupos: 

los experimentos A, B, C, D, E, H e I en el grupo “X” (donde la cantidad de azúcares reductores se 

mantuvo constante) y los experimentos J y K en el grupo “Z” (donde los valores de azúcares 

disminuyeron durante la fermentación). 

Para los resultados obtenidos a partir de los experimentos del grupo X, se proponen dos hipótesis:  

1) La cantidad de azúcares reductores se mantuvo constante porque a medida que éstos se iban 

consumiendo, las enzimas liberaban más producto. Luego, la levadura sobrevivió fermentando estos 

azúcares (ya que en los viales había poco oxígeno como para tener un metabolismo aeróbico), 

produciendo bajas cantidades de Bioetanol.  

2) Los azúcares producidos no fueron consumidos por la levadura, lo que se basaría en que la CMC 

que se utilizó tenía un grado de sustitución de 0,65 - 0,90, es decir que un alto porcentaje de los 
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monómeros liberados durante el proceso de sacarificación contenían un grupo carboximetilo, y 

éstos probablemente no fueran metabolizados por S. cerevisiae.  

Se ha reportado que la carboximetilación de celulosa puede afectar su reconocimiento por algunas 

enzimas. Por ejemplo, Wirick (1968) describió que a mayor grado de sustitución de distintos éteres 

de celulosa, menor era la actividad celulasa de un preparado enzimático de Aspergillus niger. En 

este trabajo vieron que era necesaria la presencia de tres o más glucosas sin sustituyente para que 

las enzimas puedan atacar la cadena celulósica. Además existen reportes que afirman que las 

celobiohidrolasas (exocelulasas que liberan celobiosa) no son activas frente a CMC, ya que no 

reconocen los extremos de las cadenas si estos presentan sustituyentes en los grupos hidroxilo 

(Jeffries, 1987).  

 Se postula que los azúcares reductores presentes provendrían de oligosacáridos de CMC y que 

realmente las unidades de glucosa libre, serían muy pocas. Con esto se concluiría que la etapa de 

degradación de oligómeros de CMC sería la limitante de la cadena de reacciones necesaria para la 

liberación de glucosa. A su vez, la carboximetilación conforme incide en la actividad celulasa, podría 

incidir en la actividad de algunas enzimas de las vías metabólicas de S. cerevisiae. Si esto fuera así, 

la levadura no reconocería los productos carboximetilados como sustratos válidos para metabolizar. 

La última hipótesis sería la más apropiada para explicar los resultados obtenidos, por lo tanto se 

continuará la discusión a partir de dicho supuesto.  

Para analizar los resultados obtenidos a partir de los experimentos del grupo Z, donde la cantidad 

de azúcares reductores disminuyó luego de agregar la levadura, debemos mencionar que hubieron 

dos grandes diferencias entre estos ensayos y los del grupo X: la primera, fue la cantidad de 

preparado enzimático que se utilizó (en los experimentos del grupo Z se quintuplicó las unidades de 

enzima, respecto a los X); y la segunda, fue que para los ensayos del grupo Z se utilizó un preparado 

enzimático que había sido liofilizado inmediatamente después de su obtención (en seguida que se 

finalizó el cultivo, se centrifugó, filtró y liofilizó). Mientras que para los ensayos del grupo X, el 

preparado enzimático se había liofilizado luego de 24 h de obtenido.  

En estos ensayos Z, la cantidad de glucosa coincide con la cantidad de azúcares reductores, y la 

glucosa sí podría ser metabolizada por la levadura. En este punto, pensamos que la pregunta a 

contestar es: ¿existe alguna enzima que actúe sobre los grupos carboximetilo de la glucosa 

modificada y la convierte en glucosa? En este caso, esta enzima sería muy inestable y se inactivaría 

en menos de 24 h, y se mantendría estable luego de liofilizar el preparado inmediatamente a su 

producción. Se realizó una búsqueda bibliográfica, y no se encontraron trabajos que reporten la 



101 
 

descarboximetilación biológica de CMC; y en algunos trabajos probaron que efectivamente esto no 

ocurría (Levinson et al., 1951). Podríamos proponer que AUG42 produce una enzima encargada de 

la descarboximetilación de los azúcares y que sería una eterasa que reconoce el enlace éter 

(formado entre un hidroxilo del azúcar en el carbono 2, 3 o 6 y el sustituyente, ver Figura 1.4 de la 

sección Introducción). Sin embargo, tras buscar eterasas en el genoma anotado, no se encontró 

ninguna proteína con esta posible función. Por lo tanto, descartamos esta posibilidad para AUG42. 

Planteamos a su vez, que la CMC fue completamente metabolizada en el control positivo realizado 

con en Mix de celulasas comerciales, debido a la presencia de eterasas que quitan los carboximetilo 

sustituyentes, dejando unidades de glucosa disponibles para fermentar. 

De esta discusión, resulta claro que nuestro preparado enzimático presenta actividad celulasa pero 

la misma es de niveles bajos, quizá insuficientes para sacarificar adecuadamente el sustrato 

ofrecido, y así, no habría suficientes azúcares reductores para fermentar. Todos los ensayos 

realizados sugieren que la cantidad de enzima (o preparado enzimático) sería limitante en las 

condiciones ensayadas, y que sería necesario aumentar aún más la cantidad de enzima aplicada para 

obtener valores de glucosa libre compatibles con una fermentación eficiente desde el punto de vista 

comercial. Quizá la actividad celulasa esté estancada en algún producto, y éste actúe como inhibidor 

de la actividad celulasa en general. Esto se podría aclarar analizando los productos de hidrólisis por 

HPLC, de esta manera conocer el problema en la sacarificación para poder resolverlo. 

En resumen, en todos los ensayos de sacarificación se detectó una baja cantidad de glucosa 

disponible para su fermentación por S. cerevisiae, y la levadura no contó con sustrato suficiente para 

producir bioetanol. En el caso que se obtuvo mayor cantidad de azúcares se utilizó mucho preparado 

enzimático (se liofilizaron dos litros de sobrenadante de cultivo para inyectar nueve viales con una 

concentración de 44 U por mL de medio de fermentación), lo cual deja de ser económicamente y 

ecológicamente redituable, dígase que la sacarificación en estas condiciones no sería 

industrialmente factible. Si consideramos algunas publicaciones disponibles, en otros ensayos de 

sacarificación y fermentación de sustratos celulósicos el agregado de enzima fue mucho mayor, se 

agregaban 50 veces más de unidades de enzima para obtener resultados positivos (Asgher et al., 

2014; de Almeida et al., 2014; Sawisit et al., 2018). 

En conjunto, los resultados permiten concluir que la producción de celulasas, en las condiciones que 

seleccionamos, es insuficiente para producir un preparado enzimático con poder sacarificador 

adecuado para la industria de etanol celulósico. Por este motivo, lo más conveniente sería identificar 

los genes codificantes para las celulasas presentes en el preparado enzimático (que ya se realizó en 
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esta Tesis), para clonarlos y expresarlos en forma recombinante en otro organismo, y obtener mayor 

cantidad de enzima (más U/mL), entre otros. 

 

Potenciales implicancias de las celulasas producidas por AUG42 en su ambiente 

natural 

En este trabajo se discutió la caracterización de las propiedades bioquímicas del preparado 

enzimático, y su potencial uso en la industria de los biocombustibles, pero también es interesante 

discutir cuál sería la importancia de la producción de CAZymas de AUG42 en su ambiente nativo.  

Resulta difícil recrear el contexto natural donde esta bacteria produciría celulasas, pero teniendo en 

consideración de que AUG42 sería parte de la microbiota del gusano antártico Grania (quien se 

alimenta de algas rojas y pardas; Herrera et al. [2017]), se podría proponer que la degradación de 

los sustratos celulósicos presentes en las algas produjera nutrientes biodisponibles suficientes para 

alimentar estas bacterias y al gusano, sobre todo teniendo en cuenta un ambiente oligotrófico como 

lo es la Antártida. Basados en la complejidad de la constitución de las paredes celulares de las 

plantas, la mayoría de los microorganismos que degradan este tipo de biomasa exhiben una batería 

de enzimas con una función sinérgica. Como se esperaba, AUG42 produce un conjunto de enzimas 

con actividad sinérgica para degradar el material celulósico. Mediante el análisis por la 

espectrometría de masas se identificaron glicosil hidrolasas que probablemente estén cooperando 

en la degradación de diferentes sustratos celulósicos. El análisis in silico de las proteínas 

identificadas en el secretoma sugiere que estas enzimas pueden reconocer un conjunto de 

polisacáridos como la celulosa, la quitina (un polímero de cadena larga de N-acetilglucosamina, 

componente de las paredes celulares en los hongos, los exoesqueletos de insectos, entre otros) y 

xilanos (un grupo de hemicelulosas que se encuentran en las paredes celulares de las plantas y 

algunas algas). Guo et al. (2017) informaron que un extracto enzimático (un cóctel de celulasas, 

xilanasa y laccasa) producido por una bacteria celulolítica, crecida en un medio de sales minerales y 

salvado de trigo como fuente de carbono, hidroliza eficientemente las paredes celulares de las algas, 

facilitando la liberación de compuestos involucrados en los ciclos de carbono. Aunque durante esta 

tesis no nos enfocamos en el estudio de las celulasas producidas por las células de AUG42 en su 

ambiente natural (en asociación con el gusano Grania), los resultados sugieren que Flavobacterium 

sp. AUG42 contiene información genética suficiente para producir un grupo de celulasas que 

podrían ayudar en la descomposición de las algas. En caso que estas se expresaran, esta capacidad 
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puede tener un papel central en la alimentación del gusano Grania sp. y en el ciclo del carbono, 

contribuyendo así a la descomposición y al reciclaje de nutrientes en el ecosistema antártico. 

De todos modos, para conocer la expresión de proteínas in situ se deberían realizar estudios de 

proteómica, de manera tal que se pudieran identificar las proteínas presentes en el ambiente 

natural. 
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5. Conclusiones y perspectivas 
 

En nuestra colección de microorganismos antárticos se encontró una bacteria capaz de producir y 

liberar celulasas al medio de cultivo, y se pusieron a punto algunas condiciones de su producción. 

Además, se caracterizó el potencial de AUG42 para sintetizar y degradar carbohidratos a través del 

estudio del genoma, y se determinó cuáles serían las enzimas secretadas al medio de cultivo 

mediante shotgun de proteínas. Estas celulasas serían capaces de hidrolizar CMC, PASC y celobiosa, 

y lo harían en condiciones compatibles con los procesos de sacarificación y fermentación 

simultánea. Sin embargo, la baja actividad del preparado no permitiría obtener azúcares reductores 

en cantidades suficientes para que la levadura fermentadora produzca bioetanol en 

concentraciones industrialmente significativas.  

Como ya se evidenció durante la Discusión, los resultados generados en esta Tesis abren una serie 

de interrogantes, cuya respuesta puede ayudar a comprender los resultados. Teniendo 

contextualizadas las perspectivas del trabajo en la sección anterior, a continuación se listarán 

brevemente las propuestas: 

 Optimizar la producción de celulasas de AUG42 incluyendo como inductores en el medio de 

cultivo otros monosacáridos como xilosa, fructosa y manosa. 

 Analizar los productos de hidrólisis de los sustratos celulósicos por HPLC. 

 Analizar la ubicación de las celulasas de AUG42 (extracelular o intracelular, asociadas a 

membrana o pared, etc.). 

 Mutar genes posiblemente relacionados al reconocimiento de carbohidratos 

hemicelulósicos y evaluar la expresión de las celulasas. 

 Evaluar la oxidación de PASC con cobre, y su posible relación con la actividad exocelulasa. 

 Estudiar la actividad celobiasa mediante zimogramas. 

 Analizar el potencial del preparado enzimático de degradar hemicelulosa, pectina y lignina 

de distintos vegetales. 

 Seleccionar los posibles genes codificantes para celulasas, clonarlos y expresarlos en otro 

organismo, como forma de aumentar los niveles de producción enzimática.  
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ANEXO 

1. Medios de cultivo 
Los medios de cultivo utilizados (M9, GS2, LB y Medio Ingeniería) se esterilizaron por calor 

húmedo en autoclave, durante 20 min a 121 °C (1,02 atm). 

1.1 Medio de cultivo M9  
 

Reactivo Cantidad 

NaCl  0,5 g 

NH4Cl 1 g 

KH2PO4 3 g 

Na2HPO4 anhidro 6 g 

FeSO4.7H20 3 E -9 g * 

Soluciones traza** 7,8 mL 

H20 Milli Ro Cantidad suficiente para 

(C.S.P) 1 L 

*Reactivos agregados luego que el medio estaba listo, estéril por filtración. 
** Soluciones traza, ver Anexo Soluciones trazas utilizadas para 1L de M9 o GS2 
 

1.2 Medio de cultivo GS2 

Reactivo Cantidad 

K2HPO4 0,5 g 

MgCl2.6H2O 0,5 g 

KH2PO4 0,5 g 

(NH4)2SO4 0,5 g 

MOPS 10,5 g 

Extracto de levadura 5 g 

Soluciones traza* 7,8 mL 

H2O Milli Ro C.S.P. 1L 

Se ajustó a pH 7,0. 

* Soluciones traza, ver Anexo Soluciones trazas utilizadas para 1L de M9 o GS2 
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1.2.2 Soluciones traza utilizadas para 1L de M9 ó GS2 

Solución Cantidad 

CaCl2  (10g/L) 775 μL 

CuSO4.5H20 (1g/L) 2,5 μL 

ZnSO4  (1g/L) 1,8 μL 

Na2B4O7 (0.1g/L) 5 μL 

MnCl2 (1g/L) 15,7 μL 

CoCl2 (1g/L) 7,1 μL 

Na2MoO4 (1g/L) 4,3 μL 

H2O Milli Ro 7 mL 

 

1.3 LB 

Reactivo Cantidad 

Triptona 10 g 

Extracto de levadura 5 g 

NaCl 10 g 

H2O Milli Ro C.S.P 1L 

*Para realizar LB-agar, se agregaron 15 g de agar. 

 

1.4 Medio ingeniería 

Reactivo Cantidad 

KH2PO4 0,6 g 

K2SO4 4,6 g 

(NH4)2SO4 0,6 g 

MgSO4.7H20 2,4 g 

H2O Milli Ro C.S.P 1L 

El pH fue ajustado a 5,5 con HCl 4 M 
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1.5 Medio Inóculo para S. cerevisiae 

Reactivo Cantidad 

Sacarosa 100 g 

Extracto de levadura 10 g 

Peptona 20 g 

H2O Milli Ro C.S.P 1L 

 

2. Buffers  
 

2.1 Buffers de actividad 
Las actividades enzimáticas (CMCasa, PASCasa y celobiasa) se midieron en soluciones de buffer 

acetato de sodio, buffer mezcla o directamente, en Medio Ingeniería. 

 

2.1.1. Buffer acetato de sodio 1 M pH 5,5 

Reactivo Cantidad 

Ácido acético 

glacial, CH3COOH 

0,152 mol 

Acetato de sodio , 

C2H3NaO2 

0,848 mol 

H2O Milli Ro C.S.P 1L 

 

2.1.2 Buffer mezcla 

Reactivo Cantidad 

Ácido acético  0,5 mol 

MES 0,5 mol 

Trizma base  1 mol 

H2O Milli Ro C.S.P 1L 

*El pH se ajustó con NaOH 4 M y HCL 4 M, en el rango de 3,5 a 9,5. 
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2.2 Buffer para electroforesis y zimogramas 
 

2.2.1 Buffer de corrida 10 X 

Reactivo Cantidad 

Glicina 72 g 

SDS 5 g 

Trizma base 15,1 g 

H2O Milli Ro C.S.P 500 mL 

 

2.2.2 Buffer de carga 4 X 

Reactivo Cantidad 

Trizma base 0,76 g 

SDS 1 g 

Azul de bromofenol 0,5 mg 

β-mercaptoetanol 1 mL 

Glicerol 10 mL 

H2O Milli Ro* C.S.P 25 mL 

* El pH se ajustó a 6,8 con HCl 4 M, previo al ajuste de volumen final con agua. 

 

2.2.3 Buffer Tris 1,5 M pH 8,8 

Reactivo Cantidad 

Trizma Base 27,23 g 

H2O Milli Ro* C.S.P. 150 mL 

* El pH se ajustó a 8,8 con HCl 4 M, previo al ajuste de volumen final con agua destilada. 

 

2.2.4 Buffer Tris 0,5 M pH 6,8 

Reactivo Cantidad 

Trizma Base 6 g 

H2O Milli Ro* C.S.P. 100 mL 

* El pH se ajustó a 6,8 con HCl 4 M, previo al ajuste de volumen final con agua destilada. 
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3. Geles de poliacrilamida 
 

3.1 Gel concentrador 6% 

Reactivo Cantidad (mL) 

H2O Milli Q 2,70 

Acrilamida/bisacrilamida  1,00 

Tris 0,5 M pH 6,8 1,25 

SDS 10 % (m/v) 0,05 

APS* 10 % (m/v) 0,03 

TEMED 0,005 

* Persulfato de amonio 

3.2 Gel separador 10 % 

Reactivo Cantidad (mL) 

H2O Milli Q 4,1 

Acrilamida/bisacrilamida  3,3 

Tris 1,5 M pH 8,8 2,5 

SDS 10 % (m/v) 0,1 

APS 10 % (m/v) 0,05 

TEMED 0,005 

 

3.3 Gel con CMC 14% m/v 

Reactivo Cantidad (mL) 

H2O Milli Q 0,6 

Acrilamida/bisacrilamida  3,4 

Tris 0,5 M pH 6,8 5,2 

CMC 2 % (m/v) 0,7 

APS 10 % (m/v) 0,05 

TEMED 0,005 
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4. Otras mezclas y soluciones 
 

4.1 Solución de acrilamida/bisacrilamida 

Reactivo Cantidad  

Acrilamida 30 g 

Bisacrilamida  0,8 g 

H2O Milli Ro C.S.P. 100 mL 

*La solución se filtró con filtro de 45 µm y se almacenó a 4°C en frasco ámbar. 

 

4.2 PASC: Phosphoric acid swollen cellulose, sustrato de PASCasas 
 

En un matraz de vidrio de 2 L se colocaron 1,5 g de avicel con 5 mL de H2O Milli Ro. Luego se 

agregaron 75 mL de ácido fosfórico 85 % y se dejó agitando durante 3 h en campana de extracción 

de gases. La solución se volvió translúcida. Posteriormente, se trasvasó ese contenido lentamente 

con agitación, a un matraz de 2 L conteniendo 375 mL de H2O Milli Ro. Se centrifugó a 10000 RPM 

durante 35 min, se descartó el sobrenadante. Se agregó 375 mL de H2O Milli Ro, y se agitó con vórtex 

para suspender y lavar el pellet. Se centrifugó y se descartó el sobrenadante. La operación de lavado 

se repitió 3 veces para eliminar el ácido. Por último se suspendió el pellet en 200 mL de H2O Milli Ro 

y se ajustó el pH a 7 con solución de NaOH 4M. Se guardó a 4 oC. 

 

4.3. Reactivo DNS 
En un vaso de bohemia de 2 L se disolvieron 16 g de hidróxido de sodio (NaOH) y 300 g de tartrato 

de sodio y potasio (KNaC4H4O6.4H2O) en aproximadamente 600ml de agua destilada. 

Posteriormente se adicionaron 10 g de ácido 3,5 dinitrosalicílico (DNS) y se colocó en agitador 

magnético con calentador, controlando que la temperatura no fuera superior a los 50 °C. Cuando la 

solución quedó homogénea, se aforó a 1 L con agua destilada. La solución se reservó en frasco 

ámbar, protegido de la luz. 
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4.4. Tinción con R-250 
Solución de tinción 

Reactivo Cantidad 

H20 Milli Ro 500 mL 

Etanol 95 % v/v 400 mL 

Ácido acético glacial 100 mL 

Azul Brillante de Coomassie R-250 1 g 

 

Solución decolorante 

Reactivo Cantidad 

H20 Milli Ro 500 mL 

Etanol 95 % v/v 400 mL 

Ácido acético glacial 100 mL 

 

4.5. Tinción con G-250 
 

Solución fijadora 

Reactivo Cantidad 

Etanol absoluto 30 mL 

Ácido fosfófico 85 % v/v 2,37 mL 

H20 Milli Ro C.S.P. 100 mL 

 

Solución de tinción 

Reactivo Cantidad 

Metanol 18 mL 

Sulfato de amonio, 

(NH4)2SO4 

17 g 

Ácido fosfófico 85 

% v/v 

2,37 mL 
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Azul de coomasie 

G-250 

0,05g 

H20 Milli Ro C.S.P. 100 mL 

 

Solución de decoloración 

Reactivo Cantidad 

Metanol 35 mL 

Ácido acético glacial 2 mL 

H20 Milli Ro C.S.P. 100 mL 

 

 

5. Curvas de calibración 
 

5.1 Glucosa por el método de DNS 
 

Se trabajó con una cantidad variable y conocida de glucosa en el rango de 0 a 3 x 10-1 μmol. 

Se mezclaron 100 μL de la solución de glucosa con 100 μL de DNS. Se colocó en baño de agua en 

ebullición durante 10 min, y se detuvo la reacción en hielo. Luego se colocó todo el volumen (200 

μL) en pocillos de placa de ELISA (de 96 pocillos), y midió la absorbancia a 550 nm. Se realizó el 

ensayo por triplicado, y se calculó el promedio de los valores con su respectivo desvío estándar. A 

cada uno de los valores se les restó el promedio del “blanco” (valor de absorbancia de 0 μmol de 

glucosa) y se graficaron los valores obtenidos. Se realizó una línea de tendencia lineal, con la 

respectiva ecuación de recta que se utilizó para extrapolar los valores de absorbancia desconocida 

a cantidad de glucosa (Figura Anexo 1).    
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Figura Anexo 1. Curva de calibración, utilizando la glucosa como azúcar reductor. La ecuación de la 

recta que respalda la regresión lineal realizada muestra un Rsquare= 0,993 y la ecuación de la recta 

obtenida es Y = 4,138 x - 0,07251 

 

5.2. Etanol por GC-FID 
 

Se realizó una curva de calibración utilizando tres réplicas para cada concentración de etanol, 

manteniendo una concentración constante de 1-butanol.  

Se graficó el área promedio de los cromatogramas obtenidos, dividido el área de 1-butanol, en 

fución de la concentración de etanol (ver Figura anexo 2). A partir de una regresión lineal se 

obtuvo una ecuación de recta que permitió extrapolar la concentración de etanol presente en las 

muestras de fermentación. 
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[EtOH] 

(g/L) 

Tiempo ret. ± 

desvest 

(min) 

Prom. Área ± 

desvest 

[1-butanol] 

(g/L) 

Tiempo ret. 

(min) 

Prom. Área ± 

desvest 

1,25 3,477 ± 0,001 

 

(8 ± 1) E3 

 

10 8,216 ± 0,001 1,6 ± 0,1 E5 

 

2,5 

3,478 ± 0,006 (2,0 ± 0,3) E4 

10 8,25 ± 0,07 1,9 ± 0,1 E5 

 

5 

3,479 ± 0,009 (5,0 ± 0,5) E4 

10 8,26 ± 0,07 1,9 ± 0,2 E5 

 

10 

3,49 ± 0,01 (7,0 ± 0,5) E4 

10 8,26 ± 0,09 1,160 ± 0,002 

E5 

 

15 3,49 ± 0,01 (2,0 ± 0,06) 

E5 

10 8,26 ± 0,06 1,920± 0,009 E5 

 

 

 

Figura Anexo 2. Curva de calibración, utilizando etanol en distintas concentraciones y 1-butanol 

como estándar interno. La ecuación de la recta que respalda la regresión lineal realizada muestra 

un Rsquare= 0,9982 y la ecuación de la recta obtenida es Y = (0,06252 ± 0,001529)x - 0,02807 


