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1. Resumen 

Las enzimas son biocatalizadores eficientes que se investigan para su uso a escala 

industrial. Según Business Communication Company (BCC) Research, se prevé que el 

mercado global de enzimas aumente de $ 5.01 mil millones en 2016 a $ 6.32 mil millones 

en 2021, con tendencias del mercado que predice un cambio hacia una mayor producción 

de enzimas para las industrias textiles, del papel, el cuero y las biorrefinerías (Chapman, 

Ismail y Dinu, 2018). Se estima que tales proyecciones de mercado son en gran medida 

impulsadas por el desarrollo de procesos en la producción enzimática de biocombustibles 

que han crecido en últimas décadas. Este interés está motivado por el enorme potencial 

que tiene la biomasa lignocelulósica para la generación de energía y bio-productos y la 

reducción de la dependencia de materias primas no renovables, lo que conduce a una 

reducción de las emisiones de gases de efecto invernadero (Silva, Vaz y Filho, 2018).  

Es en este contexto que surge el concepto de biorrefinería, en la que se busca agregar 

valor a la biomasa lignocelulósica. Sin embargo, la etapa de hidrólisis enzimática de la 

lignocelulosa está en desarrollo ya que existen dificultades operacionales, como 

resultado el proceso general es muy costoso y se refleja en el precio del producto, lo que 

reduce la competitividad en el mercado. Por lo tanto, aún se necesita mucha 

investigación para mejorar la viabilidad operacional y financiera de este proceso. Una de 

las vías es mejorar la etapa de hidrólisis enzimática a través de la eficiencia de la enzima 

y la reducción del costo de producción de ésta (Kumar y Sani, 2017). En particular, dentro 

del sistema de enzimas degradadoras del material lignocelulósico, las xilanasas y celulasas 

tienen una importancia significativa en esta y otras industrias.  

En la presente tesis se contribuyó a la valorización de residuos lignocelulósicos mediante 

la aplicación de enzimas xilanasa y celulasa producidas a partir de microorganismos 

nativos. De acuerdo a los objetivos propuestos en esta tesis, se realizaron aislamientos 

de microorganismos a partir de diferentes partes (ramas, corteza y hojas) de un árbol de 

Eucalyptus globulus. Sobre todos los microorganismos aislados (bacterias y hongos) se 

realizó un cribado cualitativo de actividades xilanasa y celulasa. Luego de seleccionar los 

microorganismos que se mostraron positivos a estas actividades se llevó a cabo un 

análisis cuantitativo de las actividades xilanasa y celulasa producidas en los 

microorganismos aislados. De esta forma se seleccionaron los microorganismos que 

presentaron una mayor actividad enzimática. Estos microorganismos fueron 

identificados mediante observación macroscópica y microscópica y análisis moleculares. 

Posteriormente, se realizó un estudio de la variación de la producción de las actividades 

xilanasa y celulasa en cada microorganismo seleccionado a través del tiempo de 

incubación y utilizando diferentes medios de cultivo. Con los resultados obtenidos se 
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profundizó en el estudio de la actividad xilanasa producida por una cepa de Bacillus, una 

de Pseudozyma y una de Penicillium. Para ello se realizó la purificación parcial de las 

enzimas a partir de los cultivos de los microorganismos. Las xilanasas parcialmente 

purificadas se caracterizaron en relación a su temperatura óptima, pH óptimo y en cuanto 

a los productos de hidrólisis del xilano de haya. 

Por último se analizó la hidrólisis de corteza deslignificada de Eucalyptus dunnii mediante 

las xilanasas parcialmente purificadas producidas por Bacillus sp. EBV 12-22 y 

Pseudozyma sp. EBV 97-87. El material vegetal resultante se estudió mediante 

microscopía electrónica de barrido. También se realizó el análisis químico del mismo y 

del sobrenadante con el fin de evaluar los productos de biotransformación obtenidos a 

partir de la hidrólisis enzimática y alcanzar de esta forma datos para una posible 

aplicación de las enzimas. A partir de los resultados obtenidos en este estudio se procedió 

a evaluar la aplicación de la enzima xilanasa producida por la levadura Pseudozyma sp. 

EBV 97-87. Para ello se realizó la hidrólisis enzimática de la corteza deslignificada y la 

xilosa obtenida como principal producto de hidrólisis se utilizó para la producción de 

xilitol mediante la fermentación por una levadura, Wickerhamomyces anomalus Z1. Por 

otro lado el material remanente de la hidrolisis con xilanasa se utilizó para la estudio de 

la producción de etanol B2G.  

Los resultados obtenidos en la presente tesis permiten contribuir al desarrollo de 

conocimiento, técnicas biotecnológicas y de análisis para ser aplicados sobre diferentes 

biomasas lignocelulósicas en búsqueda de su valorización mediante la obtención de 

productos de mayor valor agregado. 
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2. Introducción y marco teórico 

2.1. Situación forestal en Uruguay 
A partir de la aplicación de la ley forestal en el año 1987, el sector forestal ha mostrado 

un continuo crecimiento en las exportaciones, situándose para el año 2016 en 1.512.856 

miles de dólares el total de exportaciones de productos forestales (Boscana y Boragno, 

2017). La producción de plantas del género Eucalyptus, han sido las mayoritarias desde 

1991 hasta la actualidad (Figura 1) al igual que la extracción de maderas (Figura 2).  

 

Figura 1- Producción de plantas según género por los años relevados (Boscana y Boragno, 2017). 

 

Figura 2- Extracción de madera en rollo 2000 – 2016 en miles de m3 (Boscana y Boragno, 2017). 
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2.1.1. El género Eucalytpus  

El Eucalyptus es un género de árboles de madera dura, originarios de Australia. En la 

actualidad se distribuye globalmente en las áreas templadas y debido a su alta tasa de 

crecimiento y la pequeña longitud de sus fibras es de gran interés en la producción de 

celulosa para papel fino a partir del proceso de pulpeo químico (Gellerstedt, Ek y 

Henriksson, 2009). Existen alrededor de 700 especies de Eucalyptus y en Uruguay fue 

introducido por el empresario Thomas Tomkinson en la década de 1830, al traer las 

semillas y plantarlas en su campo en la zona de Paso de la Arena convirtiéndose en los 

árboles más comercializados del país (Askey, no date). Según datos de 2016, en nuestro 

país la especie Eucalyptus dunnii representa el 58.5% del total de plantines de Eucalyptus 

producidos, seguido de E. grandis con un 28.5%, E. benthamii con un 6.4%, E. smithii con 

un 1.1% y E. globulus ssp. globulus con un 0.8% (Boscana y Boragno, 2017). En Uruguay, 

la utilización de la madera de Eucalyptus está destinada principalmente a la producción 

de pulpa de celulosa (Doldán, Fariña y Tarigo, 2008).  

2.1.2. Residuos forestales 

La extracción de madera para sus diferentes usos (para aserradero, para la producción 

de pulpa, entre otros) conlleva a la generación de residuos. Éstos pueden dividirse en dos 

clases: los que proceden de la recolección y extracción de los montes y los que generan 

las propias industrias forestales durante el proceso de fabricación de madera, tableros 

contrachapados, tableros de partículas, producción de pulpa (FAO, 1991).  

De 100 toneladas de madera comercial producidas, se calcula que  se generan 64 

toneladas de residuos (corteza, ramas y madera no comercial) (Mantero, Fernández y 

Ros, 2008; Reina et al., 2016). Estos residuos son considerados valiosos y posibles 

recursos como materia prima para la producción de energía u otros productos 

relacionados (FAO, 2014). Estos residuos forestales, junto con los residuos de la 

agricultura y los pastos, constituyen la biomasa lignocelulósica siendo este el recurso 

orgánico renovable más importante del planeta  (Hadar, 2013).  

2.2. Composición química del material 
lignocelulósico leñoso 

Las células vegetales están recubiertas por la pared celular; en algunos tipos celulares, 

como es el caso del material lignocelulósico leñoso, esta pared está compuesta por la 

pared primaria (formada por una capa) y las paredes secundarias (formada de 2 a 3 

capas). A su vez, las células están conectadas entre sí por la región de laminilla media 

intercelular (Gellerstedt, Ek y Henriksson, 2009). En la Figura 3, se muestra un modelo 
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típico de la organización de la pared celular. Está compuesta estructuralmente por tres 

polímeros principales: celulosa, hemicelulosas y lignina. En términos simplificados, la 

celulosa forma un esqueleto que está rodeado por las hemicelulosas y la lignina. Desde 

el punto de vista químico los dos primeros son polisacáridos, mientras que la lignina es 

un polímero aromático de origen fenólico. La presencia y concentración de los polímeros 

en las paredes celulares dependen de la ubicación de la célula en el vegetal, la especie y 

la etapa de crecimiento (Isikgor y C. Remzi Becer, 2015). 

 

Figura 3- Diferentes capas de la pared celular vegetal. ML: Laminilla media; P: pared primaria; S1,2,3: pared secundaria 
y las respectivas capas; W: capa verrugosa. La flecha indica la dirección de las microfibrillas de celulosa en la pared 
secundaria (Gellerstedt, Ek y Henriksson, 2009)  

En el caso de material lignocelulósico leñoso, la región de la laminilla media es rica en 

lignina (ML) (Figura 3). Si bien el contenido de lignina de esta laminilla es alto, debido a 

que la capa es delgada solo el 29-25% de la lignina total está presente en esta capa.  

La pared primaria (P) forma la capa externa de la célula y está compuesta por 

microfibrillas de celulosa orientadas al azar junto con las hemicelulosas y otros 

polisacáridos presentes en menor medida conocidos como pectinas  (Figuras 3).  

La pared secundaria está compuesta de 2-3 capas conocidas como capas S1, S2 y S3, las 

capas S1 y S3 son comparativamente delgadas y la capa central S2 forma la parte principal 

de la pared celular. Esta última es de una importancia primordial debido a su grosor y a 

la orientación casi vertical de las microfibrillas de celulosa, que confiere a las células 

leñosas resistencia e imparte las principales propiedades mecánicas y físicas del material 

lignocelulósico. Esta capa de la pared secundaria contribuye entre el 80 y 90 % del total 

de la pared y tiene diferentes cantidades de celulosa, hemicelulosa y lignina (Gellerstedt, 

Ek y Henriksson, 2009; Wertz, Bédué y Mercier, 2010). 
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2.2.1. Lignina 

Como se explicó en la sección anterior, el material lignocelulósico está compuesto 

principalmente por celulosa, hemicelulosa y lignina. Después de los polisacáridos de 

celulosa y hemicelulosa, la lignina es el polímero orgánico más abundante en el reino 

vegetal. Tiene la estructura más compleja entre los polímeros de origen natural con una 

mezcla de restos aromáticos y alifáticos. No es un polímero lineal como la celulosa o un 

polímero ramificado como las hemicelulosas o la pectina, sino una red tridimensional, 

con los monómeros (los bloques de construcción) (Figura 4) conectados con varios 

enlaces éteres (C-O-C) diferentes y enlaces carbono - carbono (C-C) obtenidos a partir de 

reacciones radicalarias,  que se distribuyen aleatoriamente (Timell, 2004).   

Las ligninas se forman por la  polimerización  de tres monómeros (propilfenoles) 

principalmente, alcohol p-cumarílico, alcohol coniferílico y alcohol sinapílico. Su 

diferencia radica en el número de grupos metoxilo en el  anillo (Figura 4). La estructura 

de la lignina de las maderas duras se la conoce como siringil-guayacil (S-G) lignina, y 

contiene principalmente unidades de alcohol coniferílico (G) y sinapílico (S). La síntesis de 

este polímero se realiza mediante reacciones radicalarias catalizadas principalmente por 

enzimas oxidorreductasas presentes en el vegetal. Como la mayoría de los enlaces que 

se forman en el polímero son de tipo éter, con el oxígeno proveniente de los hidroxilos 

fenólicos, al final, solo aproximadamente el 10 % del polímero tiene residuos fenólicos 

(Gellerstedt, Ek y Henriksson, 2009) (Figura 5).  

 

                                

Figura 4- Monómeros de lignina. Propil fenoles (Gellerstedt, Ek and Henriksson, 2009) 
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Figura 5- Estructura sugerida de lignina de maderas duras 

La lignina tiene varias funciones en la planta. Una muy importante es la de actuar como 

un cemento que fija a los polisacáridos de la pared vegetal, proporcionándole a las fibras 

su rigidez, y actuando en su conjunto como soporte mecánico para que el árbol pueda 

desarrollar las ramas y el follaje y permitiéndole competir por más luz solar. Además tiene 

la capacidad de adherir las células entre sí, al estar presenten en la laminilla media. Por 

otro lado, la estructura de la lignina y su forma de recubrir el material, hace a la pared 

vegetal hidrofóbica, requisito necesario para un eficiente transporte de nutrientes y agua. 

Por último, la lignina tiene un rol fundamental en la protección del árbol contra la 

degradación microbiológica debido a que forma una capa muy compacta sobre los 

polisacáridos impidiendo el ingreso de las enzimas extracelulares microbianas para la 

degradación de los azúcares (Figura 6). Sin embargo, algunos hongos y bacterias logran 

degradar la lignina eficientemente debido a que han desarrollado sistemas enzimáticos 

formados principalmente por oxidasas y peroxidasas (Hadar, 2013; Bertrand et al., 2016).  

La concentración y estructura de la lignina difiere según las partes del árbol y el grado de 

lignificación es dependiente de la edad del mismo. Por otra parte, al estar tan asociada a 

los polisacáridos es muy difícil obtener la lignina aislada en su forma nativa lo cual hace 

difícil la determinación del peso molecular y el conocimiento de su estructura real 

(Gellerstedt, Ek and Henriksson, 2009). 
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Figura 6- Asociación de la lignina con los diferentes polisacáridos dentro de la pared celular vegetal (Gellerstedt, Ek 
and Henriksson, 2009) 

 

2.2.2. Celulosa 

El principal componente de las células vegetales de todas las plantas es la celulosa, este 

hecho junto con la gran abundancia del material vegetal en la tierra, hacen de la celulosa 

el biopolímero más abundante del planeta. Este polímero tiene una gran simpleza 

estructural ya que está  constituida por cadenas  largas y sin ramificaciones de glucosa y 

exhibe varias propiedades de gran interés científico y tecnológico (Ramawat y Mérillon, 

2015). Siguiendo el ejemplo de la madera como material compuesto, la celulosa serían 

las fibras que le dan la fuerza y estructura al material. 

A la celulosa se la puede describir desde diferentes niveles estructurales. Como 

estructura primaria, las cadenas lineales formadas por unidades de -glucopiranosa 

unidas por enlaces glicosídicos 1→4 y con grado de polimerización alto, de 

aproximadamente 15000 residuos de glucosa por cadena. En la cadena, cada unidad de 

glucosa se rota 180 ° respecto a la próxima. En la Figura 7 se muestra la numeración de 

los carbonos de la glucosa en el anillo, se observan dos oxígenos unidos al C1, 

sustituyentes hidroxilo en los carbonos C2, C3 y un oxígeno unido al C4, en el C5 hay un 

sustituyente metil-hidroxilo. Las posiciones C1 y C4 están involucradas en la unión de dos 

monosacáridos para la formación de la cadena. Los diferentes C1 corresponden a una 

unión acetal a lo largo de la cadena excepto el extremo derecho que corresponde a un 

carbono hemiacetal con propiedades reductoras. Este extremo se lo conoce como 

extremo reductor, corresponde a un grupo hemiacetal no sustituido, por el otro lado, el 

extremo izquierdo se lo conoce como extremo no reductor  (Wertz, Bédué y Mercier, 
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2010). Dentro de la estructura secundaria se destacan los enlaces de hidrógeno 

intramoleculares (O3-H→O5' y O6→H-O2') que estabilizan los enlaces glicosídicos y 

dejan rígida la estructura. También hay enlaces de hidrógeno entre dos cadenas 

adyacentes (O6-H→O3') (Figura 7) (Pinkert et al., 2009).  Esta disposición mantiene a la 

red plana y permite que las cadenas paralelas formen una “hoja de celulosa” 

interaccionando entre ellas por fuerzas débiles de van der Waals entre las partes más 

“apolares” del anillo que corresponderían a los átomos de carbono. Al unirse estas hojas 

de celulosa se pueden formar dos tipos de cristales distintos en la celulosa natural, los 

cuales se denominan, celulosa I e I. La diferencia entre ellos se debe a la forma en que 

se apilan los residuos de glucosa de las diferentes láminas y si existe o no un 

desplazamiento en la posición de las cadenas en las láminas de celulosa adyacentes. 

Como se observa en la Figura 8, la tercera lámina se puede desplazar en la misma 

dirección que la segunda, formando celulosa I o en la dirección opuesta, formando 

celulosa I. Ambos tipos de cristales co-existen en la celulosa (Gellerstedt, Ek y 

Henriksson, 2009; Wertz, Bédué y Mercier, 2010). 

 

 

Figura 7- Enlaces de hidrógeno intra e inter – moleculares en la celulosa (Pinkert et al., 2009) 

 

Figura 8- Cadenas de celulosa, apiladas en la parte superior e inferior. La estructura izquierda es celulosa I  y la derecha 

es celulosa I (Gellerstedt, Ek y Henriksson, 2009). 

Las largas hojas de celulosa, forman microfibrillas, una estructura fibrilar rígida, insoluble 

y cristalina. En las microfibrillas, las partes cristalinas se acompañan con regiones amorfas 

menos estructuradas (Hearle, 1958).  
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El alto grado de polimerización, las interacciones entre las cadenas, y la organización en 

microfibrillas le otorgan a la celulosa sus inusuales propiedades dentro del resto de los 

polisacáridos. Estas serían su gran fuerza como material, su insolubilidad en agua en 

condiciones fisiológicas (a pesar de la gran cantidad de grupos hidroxilos) y la resistencia 

a la derivatización química  (Arenas-Cárdenas et al., 2017). 

2.2.3. Hemicelulosa 

Las hemicelulosas son uno de los componentes mayoritarios de la madera, entre un 16 y 

un 35 % del peso seco. Son el segundo polisacárido más abundante de la naturaleza, luego 

de la celulosa y también se lo considera un carbohidrato estructural, ya que se encuentra 

en la pared celular formando la matriz donde se localizan las fibras de celulosa y la lignina. 

Además de encontrarse en la madera al igual que la celulosa, las hemicelulosas se 

encuentran en pastos, cereales y algunas plantas primitivas, pero varían en su 

composición y estructura (Kumar y Sani, 2017). En general las hemicelulosas son 

heteropolisacáridos formadas principalmente por hexosas (glucosa, manosa o galactosa) 

y/o pentosas (xilosa o arabinosa), en algunos casos se encuentran deoxi-azúcares y ácidos 

urónicos. Como se observa en la Tabla 1, donde se detallan las estructuras de los 

principales tipos de hemicelulosas, muchos de los azúcares están acetilados. Las 

hemicelulosas forman enlaces de hidrógeno con la celulosa y enlaces covalentes con la 

lignina (principalmente uniones -bencil-éter y enlaces éster) (Gatenholm y Tenkanen, 

2003).   

En general, la estructura principal de las hemicelulosas es una cadena de residuos de 

azúcares en su forma piranosa, unidos por enlaces 1→4 y está más o menos sustituido 

por pequeñas ramificaciones. Su grado de polimerización (DP) es menor que el de la 

celulosa, siendo de aproximadamente 200 unidades. Por otra parte, debido a su 

estructura de heteropolisacárido, con la existencia de ramificaciones y sustituyentes, la 

estabilidad térmica y química de la hemicelulosa es menor que la de la celulosa 

(Mussatto, 2016). Presentan, al igual que la celulosa, extremo reductor y no reductor de 

la cadena principal. 
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Tabla 1 - Principales tipos de hemicelulosas en maderas duras y blandas (Gírio et al., 2010). 

Tipo de polisacárido Origen  Cantidad Cadena 
principal 

Sustituyentes Tipos de 
unión 

DP Representación esquemática 

Arabinogalactano Madera blanda 1-3;35 -D-Galp -D-Galp 

-L-Araf 

-D-Arap 

-(1→6) 

-(1→3) 

-(1→3) 

100-600 

 

Xiloglucano Madera dura, 
pastos 

2-25 -D-Glcp 

-D-Xilp 

-D-Xilp 

-D-Galp 

-L-Araf 

-L-Fucp 
Acetil 

-(1→4) 

-(1→3) 

-(1→2) 

-(1→2) 

-(1→2) 

  

Galactoglucomanano Madera blanda 10-25 -D-Manp 

-D-Glcp 

-D-Galp 
Acetil 

-(1→6) 40-100 

 

Glucomanano Maderas 
blandas y duras 

2-5 -D-Manp 

-D-Glcp 

  
40-70 

 

Glucuronoxilano Maderas duras 15-30 -D-Xilp 4-O-Me--D-
GlcpA 
Acetil 

-(1→2) 100-200 

 

Ac 



 

10 
 

Arabinoglucuronoxilano Pastos, cereales 
y maderas 
blandas 

5-10 -D-Xilp 4-O-Me--D-
GlcpA 

-L-Araf 

-(1→2) 

-(1→3) 

50-185 

 

Arabinoxilano Cereales 0.15-30 -D-Xilp -L-Araf  
Feruloil 

-(1→2) 

-(1→3) 

  

Glucuronoarabinoxilano Pastos y 
cereales 

15-30 -D-Xilp -L-Araf 

4-O-Me--D-
GlcpA 

-(1→2) 

-(1→3) 

 

 

Homoxilano Algas  
 

-D-Xilp 
   

 

 

-D-Xil p = D-xilosa en forma piranosa,  configuración del 
hidroxilo anomérico 

-L-Fuc p= L-fucosa en forma piranosa, 

 configuración del hidroxilo anomérico 

-D-Gal p= D-galactosa en forma piranosa,  configuración del 
hidroxilo anomérico 

-D-Glc p= D-glucosa en forma piranosa,  configuración del 
hidroxilo anomérico 

-D-Man p= D-manosa en forma piranosa,  configuración del 
hidroxilo anomérico 

-L-Ara f =L-arabinosa en forma furanosa,  configuración del 
hidroxilo anomérico 
-L-Ara p=L-arabinosa en forma piranosa,  configuración del 
hidroxilo anomérico 

4-O-Me--D-Glc pA =4-O-Metil- −D-ácido glucurónico en forma 

piranosa,  configuración del hidroxilo anomérico 

Acetilo = grupo acetilo 

Ácido ferúlico = grupo sustituyente  

Ácido 
ferúlico 
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2.2.3.1. Xilano 
Los glucuronoxilanos, o más comúnmente denominados xilanos, son el tipo de 

hemicelulosa más relevante junto con los glucomananos ya que son ubicuos en las 

plantas.  Tienen una cadena principal de residuos de 1→4 -D-xilopiranosido (Gírio et al., 

2010). La mayoría de los xilanos de madera dura, tienen como grupo lateral, ácido 4-O-

metil-D-glucurónico (MeGlcA), unido por enlace  - (1→2)  a la cadena de xilano y 

contienen además grupos acetilos. Como se observa en la Figura 9, la hemicelulosa 

presente en el género Eucalyptus es principalmente O-acetil-(4-O-metilglucurono) xilano. 

En promedio hay un ácido 4-O-metil glucurónico cada 8-20 residuos de xilosa y la cadena 

principal está parcialmente acetilada. Se han reportado pesos moleculares de entre 5.600 

a 40.000 Da y un grado de polimerización de entre 100 y 220 unidades. Los grupos 

acetilos están en general en las posiciones C2 y C3 y el grado de acetilación es variable 

(Evtuguin et al., 2003; Vega et al., 2015).   

 

Figura 9- Representación de la estructura del xilano de Eucalyptus (Vega, 2017). 

 

Debido a la existencia de estas ramificaciones, no es posible un arreglo molecular 

cristalino, como en el caso de la celulosa (Gellerstedt, Ek y Henriksson, 2009). 
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2.3.  Biorrefinerías 

2.3.1. Productos comercializados a partir de material 
lignocelulósico  

La madera es una materia prima versátil y tiene una inmensa importancia para la 

humanidad como fuente de energía, material de construcción y los productos obtenidos 

a partir de pulpa de celulosa como el papel. El uso de madera (y otra biomasa) para la 

obtención de productos químicos es, sin embargo, una industria incipiente con un 

volumen de producción bastante moderado ya que el petróleo constituye hasta hoy un 

material de partida excelente y versátil para la industria química y de polímeros. Solo en 

algunas áreas específicas, los productos químicos a base de biomasa lignocelulósica han 

podido competir exitosamente con los derivados del petróleo. El más importante de 

estos es el Lyocell, es el nombre genérico de una fibra de celulosa que se utiliza para 

realizar prendas de vestir. Se obtiene mediante un proceso de disolución de la fibra de 

celulosa, en un disolvente (mezcla de agua y otros productos químicos como N-

metilmorfolina),  posteriormente esta solución se filtra y se hila en un baño de 

coagulación para formar las fibras. En el proceso se recupera el solvente para su posterior 

uso (Ramawat y Mérillon, 2015). En algunas fábricas donde se utilizan los procesos sulfito 

y kraft, la lignina disuelta se recupera por evaporación o precipitación y se procesa en 

productos como agentes dispersantes. De las fábricas con proceso kraft de madera 

blanda, los extractivos volátiles se recuperan como trementina, mientras que la parte 

restante de los extractivos forman el llamado tall oil.  

Se desprende entonces que debido a su estructura química, de la biomasa lignocelulósica, 

se podrían obtener una infinidad de posibles productos químicos (Isikgor y C. Remzi 

Becer, 2015). A pesar de los posibles beneficios del uso de lignocelulósicos, la conversión 

de la biomasa es un gran desafío. El material lignocelulósico ha evolucionado para resistir 

la degradación enzimática y química. Por lo que para cambiar las propiedades físicas y 

químicas de la matriz lignocelulósica, es necesario realizar pretratamientos sobre este 

material. Estos procesos son costosos económica y energéticamente, entonces en la 

actualidad se están llevando a cabo extensas investigaciones en todo el mundo para 

abordar estas dificultades (Isikgor y C. Remzi Becer, 2015). 

2.3.2. Concepto de biorrefinería 

El uso de los diferentes componentes de la biomasa para la obtención de distintos 

productos de alto valor comercial ha sido reconocido como la estrategia más promisoria 

para maximizar el valor derivado de dicha materia prima y para crear nuevas industrias. 

Este enfoque integrado surge a finales del siglo XX, se conoce como biorrefinería y 
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representa una pieza clave hacia la sustentabilidad (Mussatto, 2016). Según la Agencia 

de Energía Internacional (IEA) la biorrefinería se define  como el procesamiento de 

manera sustentable de biomasa para lograr su conversión en una variedad de productos 

bio-compuestos (comida, sustancias químicas, materia prima) y bioenergía 

(biocombustibles, calor) (International Energy Agency, 2009). Con el fin de identificar los 

productos más prometedores, o con mayor potencial económico para una biorrefinería, 

se deben considerar varios factores, por ejemplo, precio, composición y disponibilidad de 

materia prima; precio de la energía; el pretratamiento de biomasa elegido; necesidades 

del mercado; y condiciones regulatorias, entre otras.  

A lo largo de su corta historia, se ha intentado clasificar a las biorrefinerías de diferentes 

formas, pero hoy día la más aceptada es la de dividirla en dos categorías, dependiendo 

del tipo principal de producto (energético o no energético) obtenido a partir de la 

biomasa (Jungmeier et al., 2015; Kumar y Sani, 2017). 

Biorrefinería DIRIGIDA A LA ENERGIA: donde la biomasa se usa principalmente para 

producir biocombustibles de transporte, energía y / o calor, y los subproductos del 

proceso se venden como alimento o se modifican mínimamente a productos de mayor  

valor agregado para proporcionar un beneficio ambiental y económico adicional. 

Biorrefinería DIRIGIDA A LOS PRODUCTOS: donde la biomasa se fracciona en múltiples 

sustancias químicas o materiales con alto valor agregado, y los subproductos resultantes 

se procesan o utilizan para proporcionar calor y / o energía (para la venta o para uso 

interno de la fábrica). A través de este enfoque en cascada, es posible obtener el mayor 

valor económico de la biomasa. 

En la Figura 10 se muestra una representación de la pirámide de valor de los productos 

que se podrían obtener de la biomasa. Aquellos dirigidos a la salud humana van a ser los 

de mayor valor agregado. Por otro lado, la producción de energía, si bien se pueden 

obtener grandes cantidades, es menos rentable económicamente.  
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Figura 10- Pirámide de valor de diferentes aplicaciones de la biomasa (International Energy Agency, 2009). 

El enfoque en la investigación para cada tipo de biorrefinería es diferente (Figura 11). Por 

un lado, la investigación en la biorrefinería dirigida a la producción de combustibles 

tiende a evaluar un gran número de tecnologías distintas para producir pocos o un único 

producto previamente identificado, es decir, la investigación de biocombustibles es 

convergente. La tecnología para un proceso de producción de combustible se estudia y 

se descarta o no en favor de procesos más económicos. Por lo tanto, la identificación del 

producto conduce a la elección de la tecnología.  

Si los productos químicos se incluyen como parte de la cartera de la biorrefinería, la 

cantidad de productos posibles aumenta, lo que se explica cómo un estudio divergente.  

Esta elección de productos químicos a producir en la biorrefinería enfrenta  dos desafíos 

principales (1) la falta de tecnologías de conversión universales que se adapten a las 

diferentes biomasas. (2) La producción de bio-productos es cuestionada por un exceso 

de objetivos. Esto significa que, como se explicó anteriormente, el potencial de productos 

posible a obtener es muy grande, por lo tanto se deben evaluar cuáles son los productos 

más beneficiosos y las necesidades para su desarrollo.  

Entonces el desafío consiste en identificar las estructuras que se obtendrían más 

fácilmente a partir de un proceso de conversión determinado, en lugar de intentar obligar 

a un proceso de conversión a ajustarse a una estructura previamente identificada (Figura 

11). Varias agencias como el departamento de energía de Estados Unidos o la Comisión 

Europea (Bozell & Petersen, 2010; E4tech, Re-Cord, & Wur, 2015; Werpy & Petersen, 
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2004) han realizado la selección de productos y tecnologías teniendo en cuenta 

diferentes criterios que se listan en la tabla 2.   

 

Figura 11- Investigación en combustibles y sustancias químicas a partir de biomasa 

 

Tabla 2- Criterios de evaluación de oportunidades para el desarrollo de tecnologías y productos de interés en 

biorrefinerías a partir de carbohidratos. Adaptado de (Bozell & Petersen, 2010). 

Criterios de selección 

El compuesto o tecnología ha recibido una atención significativa en la literatura. 

El compuesto se obtiene a partir de una tecnología aplicable a múltiples productos. 

La tecnología proporciona sustitutos directos para sustancias petroquímicas 

existentes. 

La tecnología es aplicable a productos que se obtienen en grandes cantidades. 

El compuesto sirve como material de partida para la producción de variados derivados 

ofreciendo una gran flexibilidad y amplitud a la biorrefinería. 

Está en vías de desarrollo el pasaje a escala piloto, demostración o comercial del 

producto o la tecnología. 

La investigación conduciría a mejoras en la producción o nuevos usos de productos 

existentes mejorando su utilidad. 

 

Los criterios citados anteriormente se fijaron teniendo en cuenta diferentes factores 

como  los procesos, la economía, la viabilidad industrial, el tamaño de los mercados y la 

capacidad de un compuesto para servir como plataforma para la producción de derivados 

(Bozell y Petersen, 2010).  

Combustibles 
(Convergente) 

Sustancias 
químicas 

(Divergente) 

Tecnología 1 

Tecnología 2 

Tecnología 3 

1 sólo producto (ej: EtOH) 

1 Tecnología 

Producto 1 

Producto 2 

Producto 3 

Etc. 
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2.3.3. Principales productos a obtener a partir de 
azúcares 

En 2004 el Departamento de Energía de Estados Unidos (DOE) seleccionó, en base a los 

criterios descritos anteriormente, una lista de doce productos químicos derivados de 

azúcares (Tabla 3). Estos doce “bloques de construcción” o productos intermediarios, son 

moléculas con múltiples grupos funcionales que se pueden convertir posteriormente en 

una serie de productos químicos o materiales de alto valor (Werpy y Petersen, 2004).  

Esta lista de productos de interés no busca ser una lista invariable, sino que la intención 

de su realización fue catalizar la identificación y el desarrollo de las tecnologías necesarias 

para la síntesis de los múltiples productos de la lista. 

Tabla 3- Vías actualmente utilizadas o potenciales para obtener los doce productos de mayor interés según la DOE. F = 
fermentación, Q = química, B = biotransformación. El subíndice C = comercializado (en 2004). 

Azúcar del 

que deriva 

Producto Formas de producción (C = 

Comercializado) 

C5, C6 1,4-diácidos (succínico, fumárico y málico) F 

C6 ácido 2,5-furano-dicarboxílico Q 

C5, C6 ácido 3-hidroxipropiónico F 

C5, C6 ácido aspártico F / B 

C6 ácido glucárico F / Q 

C5 ácido glutámico FC 

C5 ácido itacónico FC 

C5 ácido levulínico Q 

C5, C6 3-hidroxibutirolactona Q 

C5, C6 glicerol F / QC 

C6 sorbitol F / QC / B 

C5 xilitol / arabinitol F / B/QC 

 

Desde el reporte original de la DOE otros autores han incluido un número mayor de 

productos de interés como el etanol, butanol, acetona, el ácido láctico y furfural. Por otro 

lado, quitaron de la lista a otros que no lograron en esos años desarrollarse y ganar 

importancia, como el caso del ácido glucárico (Bozell & Petersen, 2010). 
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La mayoría de los productos citados en la Tabla 3 son obtenidos en general mediante 

transformaciones biológicas de los azúcares provenientes de la biomasa, pero las 

transformaciones químicas predominan en la conversión de estos  intermediarios a otros 

productos de mayor valor (Werpy y Petersen, 2004).  

Las principales barreras técnicas existentes en la obtención de los productos 

intermediarios mediante procesos biológicos son, la necesidad de mejorar el 

biocatalizador microbiano para reducir los co-productos de fermentación como los ácidos 

orgánicos, aumentar los rendimientos y las productividades y por otro lado, reducir los 

costos del proceso de recuperación de los productos. Por último, sería necesario también 

solucionar problemas de escalado e integración de las diferentes etapas de los procesos 

(Werpy y Petersen, 2004; E4tech, Re-Cord y Wur, 2015; Kumar y Sani, 2017). 

Aparte de los posibles “bloques de construcción” que se pueden obtener de los 

monosacáridos provenientes de los polímeros de celulosa y hemicelulosa, se ha 

estudiado la funcionalización de esos polímeros, (Vega, 2017; Gabova, 2018), con 

aplicaciones en campos como la medicina, biotecnología y embalaje. Además se ha 

estudiado el desarrollo de la nanocelulosa, (fibras de celulosa de micrómetros de largo 

funcionalizadas o no)  que  se utilizan para modificar la reología de diversos materiales, 

la formación de nuevos materiales compuestos y como estabilizantes de emulsiones 

(Arola, 2015). Estos materiales son obtenidos por combinación de métodos químicos, 

físicos y enzimáticos.  

Por último,  otros productos que han atraído la atención en las últimas décadas, son los 

xilooligosacáridos (XOS) obtenidos a partir de la degradación química o enzimática o una 

combinación de ambas, de diferentes materiales lignocelulósicos. Originalmente este 

término estaba reservado para aquellos oligosacáridos obtenidos de la hidrólisis del 

xilano con un grado de polimerización (DP) de entre 3 a 10 unidades de xilosa pero en 

otros estudios se extiende la definición a todos aquellos fragmentos solubles en agua 

obtenidos de la degradación del xilano (en general con un DP < 20) (Moure et al., 2006). 

Se ha reportado que estos productos son utilizados principalmente como prebióticos ya 

que al ser consumidos en la dieta mejoran el desarrollo de la flora bacteriana del intestino 

(principalmente bifidobacterias y lactobacillus) (Driss et al., 2014). Además se han 

reportado otras actividades ya que pueden actuar como, sustancias antioxidantes y 

antiinflamatorias por lo que al consumirse  en la dieta, pasan a ser parte de los llamados 

alimentos funcionales. El mercado de estos productos crece anualmente y se reporta a 

Japón como uno de los principales productores de XOS, aproximadamente 650 toneladas 

por año que se venden a 24 dólares / kg (Taniguchi, 2004). 
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2.3.4. Procesos para la obtención de azúcares a partir 
de lignocelulósicos  

La biomasa se puede dividir en productos forestales (como leña de los árboles o arbustos, 

corteza, ramas), residuos agrícolas (como biomasa no leñosa como paja, cáscara, 

rastrojo), cultivos  energéticos (como sorgo y caña de azúcar) y desechos animales (como 

estiércol). La diferencia principal entre ellas es que los cultivos energéticos como los 

azucareros y los ricos en almidón, son más simples en su procesamiento para la obtención 

de azúcares que los residuos formados por lignocelulosa, ya que los azúcares están libres 

o en el caso de los almidones, solamente se necesita una hidrólisis previa utilizando una 

mezcla de -amilasa y glucoamilasa (Kawa-Rygielska y Pietrzak, 2014; Costa et al., 2018). 

Los cultivos energéticos, hoy en día, son la biomasa más utilizada en las biorrefinerías 

instaladas, para la producción de energía. Sin embargo son muy criticados ya que este 

tipo de biomasa podría utilizarse como alimento. Actualmente se exige que toda nueva 

práctica de biorrefinería que se vaya a desarrollar debe evaluarse a través de toda la 

cadena de valor para asegurar la sostenibilidad ambiental, económica y social (Kumar y 

Sani, 2017). 

La biomasa lignocelulósica, a diferencia de los cultivos energéticos, necesita una gama 

relativamente grande de tecnologías de procesamiento para el tratamiento de la misma. 

De hecho, la mayoría de estas tecnologías aún se encuentran en la etapa pre-comercial. 

Por lo tanto, uno de los objetivos de investigación más importantes es fraccionar el 

material en sus tres componentes principales: celulosa, hemicelulosas y lignina 

(Mupondwa et al., 2017).  

En la conversión del material lignocelulósico en los azúcares para luego obtener 

diferentes productos químicos como los descritos anteriormente están involucrados una 

multiplicidad de pasos. Los principales se ilustran en la Figura 12. 

 

 

Figura 12- Pasos involucrados en el procesamiento de la biomasa lignocelulósica. 

De ellos, el pretratamiento, etapa en la que se cambian las características de unión 

natural de los componentes del material lignocelulósico mediante la modificación de la 
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estructura supramolecular de la matriz celulosa-hemicelulosa-lignina, es el paso más 

importante (Arenas-Cárdenas et al., 2017; Mupondwa et al., 2017). 

Después del pretratamiento, la celulosa liberada y las hemicelulosas se hidrolizan a 

azúcares monoméricos (hexosas y pentosas) usando métodos químicos o enzimáticos. La 

hidrólisis enzimática por celulasas y hemicelulasas es el método preferido debido a los 

mayores rendimientos de conversión y condiciones menos corrosivas y tóxicas en 

comparación con la hidrólisis ácida. La fermentación de todos los azúcares libres a 

diferentes productos se lleva a cabo por levaduras, bacterias u hongos filamentosos, 

genéticamente modificadas o no (Hadar, 2013). 

2.3.4.1. Pretratamientos 
Se han estudiado y desarrollado diversas técnicas de pretratamiento para modificar la 

estructura física y química de la biomasa lignocelulósica y separar eficientemente las 

fracciones de hemicelulosa y lignina de la celulosa sin promover la degradación de los 

azúcares. Cada uno de estos métodos tiene claras ventajas y desventajas. El paso de 

pretratamiento es hoy en día el tema de mayor complejidad debido a varios factores 

estructurales como son los enlaces de hidrógeno intra e intermoleculares en la celulosa, 

la existencia de múltiples enlaces entre la lignina (polímero aromático) y los polisacáridos. 

Si se pretende trabajar sobre los polisacáridos, para su conversión en monosacáridos, la 

lignina permanece sin transformarse porque usualmente requiere altas temperaturas de 

procesamiento (>250 °C) en comparación con los polisacáridos (<230 °C). Si por otro lado, 

se intenta despolimerizar la lignina simultáneamente, las reacciones de degradación de 

los azúcares se vuelven muy importantes. En la mayoría de los casos, la lignina no 

degradada también es capaz de inhibir los sitios catalíticos de las enzimas que se utilizan 

en el paso posterior de hidrólisis de los polisacáridos (Kraus, Stankiewicz y Siedl, 2015).  

Un pretratamiento entonces, debe presentar los siguientes requisitos para ser utilizado 

a nivel industrial (Arenas-Cárdenas et al., 2017; Sun y Cheng, 2002): 

- mejorar la hidrólisis enzimática  

- prevenir la pérdida o degradación de carbohidratos 

- evitar la formación de inhibidores para los posteriores procesos de hidrólisis y 

fermentación  

- ser económico  

- generar celulosa altamente hidrolizable para la rápida conversión y permitir un 

bajo uso de enzimas   

- que sea aplicable a diferentes residuos lignocelulósicos y de fácil operación.  
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A nivel industrial hoy en día se utilizan en conjunto la reducción mecánica del tamaño de 

partícula y la explosión por vapor o el tratamiento con ácido diluido (E4tech, Re-Cord y 

Wur, 2015). A continuación se presenta una descripción breve de los pretratamientos 

más importantes y más estudiados.  

2.3.4.1.1. Pretratamientos físicos 

2.3.4.1.1.1. Reducción mecánica 

Se puede reducir el tamaño de partícula y la cristalinidad de la celulosa de los residuos 

mediante una combinación de corte, trituración y molienda. Esta molienda requiere altas 

cantidades de energía, determinada por el tamaño final de la partícula, características de 

la biomasa y el contenido de humedad en el residuo.  

La reducción mecánica se puede combinar con otro pretratamiento, logrando que el 

proceso consuma menos energía y aumentando la recuperación de monosacáridos en 

etapas posteriores (Ramawat y Mérillon, 2015).  

2.3.4.1.2. Pretratamientos termo-químicos 

Muchos métodos termoquímicos han sido utilizados para el pretratamiento e hidrólisis 

de residuos lignocelulósicos agroindustriales. Los métodos termoquímicos más 

importantes son la explosión por vapor, el tratamiento con álcalis o ácidos y el proceso 

organosolv. El objetivo de estos pretratamientos es exponer los carbohidratos (celulosa 

y hemicelulosa) a ser hidrolizados a través de la expansión de la fibra o mediante la 

digestión de la lignina. Más recientemente diversos procesos como el tratamiento con 

líquidos iónicos, el uso de dióxido de carbono en condiciones supercríticas o la 

autohidrólisis con agua a altas temperaturas y presiones se han llevado a cabo (Hadar, 

2013). 

2.3.4.1.2.1. Explosión por vapor 

Es el método más común para el pretratamiento de residuos lignocelulósicos; es una 

combinación de fuerzas mecánicas y efectos químicos.  La biomasa se trata con vapor 

saturado a alta presión y luego se reduce la presión, provocando una descompresión 

explosiva, que provoca la evaporación de la humedad contenida en el material, lo que 

conduce a la separación de la matriz lignocelulósica. A su vez, se da una hidrólisis ácida 

de los azúcares debido a la hidrólisis de grupos acetilo de la hemicelulosa. Este proceso 

provoca la eliminación de la hemicelulosa y expone la superficie de la celulosa por lo que 

aumenta el acceso de las enzimas celulasas a las microfibrillas de celulosa. Es un proceso 

que se ha probado en una gran variedad de residuos lignocelulósicos como ser madera 

de olivos, bagazo de caña, residuos de Eucalyptus, paja de trigo, entre otros (Mandelli et 

al., 2014; Chang et al., 2017).  
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Las ventajas del proceso de explosión por vapor son varias, en primer lugar el bajo 

requerimiento de energía en comparación con la molienda mecánica; sin impactos 

ambientales negativos y en términos de costos, es uno de los procesos más efectivos. Sin 

embargo, las desventajas del proceso son la destrucción de una porción de la fracción de 

hemicelulosa; rotura incompleta de la matriz de lignina-carbohidrato; generación de 

inhibidores como derivados de furano, ácidos débiles y compuestos fenólicos (Chen et 

al., 2017).  

2.3.4.1.2.2. Proceso organosolv 

En este método, varios solventes orgánicos (metanol, etanol, acetona, etilenglicol, 

trietilenglicol, alcohol tetrahidrofurfurílico, etc.) o solventes orgánicos con agua en 

presencia de ácidos minerales u orgánicos (H2SO4, HCl, ácido oxálico, ácido salicílico, 

ácido acetilsalicílico, etc.) se utilizan para eliminar la lignina. En este proceso ocurre 

también hidrólisis de las hemicelulosas, lo cual facilita la digestibilidad posterior de la 

celulosa (Kumar y Sani, 2017). Se requiere que los solventes orgánicos utilizados en este 

método sean recuperables para que el proceso sea más económicamente viable. Además 

la producción de lignina de muy alta calidad hace que este método sea competente, ya 

que esta lignina se puede utilizar para la síntesis de varios productos químicos valiosos 

(Hadar, 2013).  

2.3.4.1.2.3. Pretratamiento alcalino 

El método de hidrólisis alcalina consiste en la saponificación de los enlaces éster 

intermoleculares entre xilano y los otros componentes como la lignina. El tratamiento 

con NaOH diluido sobre el material lignocelulósico causa separación de las fibras, lo que 

provoca un aumento del área superficial interna del material, debido a que esas uniones 

desaparecen. Este pretratamiento se puede realizar a temperatura ambiente y presión 

atmosférica y en general se degradan menos los azúcares que en el pretratamiento ácido 

(Chen et al., 2017). En general ha mostrado mejores efectos en residuos agroindustriales 

(biomasa no leñosa) que en lignocelulósicos (Yan et al., 2015; Heggset, Syverud y Øyaas, 

2016). 

2.3.4.1.2.4. Hidrólisis ácida 

El objetivo principal del pretratamiento ácido es solubilizar la fracción de lignina y la 

hidrólisis parcial de los polisacáridos. El proceso implica el uso de ácidos concentrados o 

diluidos. La temperatura es un factor importante; la reacción puede llevarse a cabo a 

bajas temperaturas con ácidos concentrados o a altas temperaturas con ácidos diluidos. 

Sin embargo, debido al tratamiento con ácido, algunas porciones de azúcares se 

transforman posteriormente en furanos (furfural e hidroximetilfurfural) y otros 
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subproductos ácidos, lo que conduce a la pérdida de azúcares y posible inhibición de las 

enzimas en el posterior paso de hidrólisis (Hadar, 2013). 

El tratamiento con ácido concentrado se refiere al uso de ácido con una concentración 

superior al 30% para la hidrólisis de los polisacáridos, con la temperatura de reacción 

dentro de los 100 ° C durante 2 - 10 horas a presión atmosférica. La hidrólisis llevada a 

cabo en ácido concentrado es relativamente lenta. Además, la mayoría de los ácidos 

concentrados son altamente tóxicos y corrosivos, por lo que el ácido debe ser 

recuperado, y el equipo utilizado debe tener resistencia a la corrosión ácida, lo cual 

ocasiona altos costos de operación y mantenimiento. Lo anteriormente planteado son 

desventajas importantes de los pretratamientos ácidos concentrados, que reducen el 

interés de aplicarlo a escala comercial. Sin embargo, la tasa de conversión de azúcares de 

este método es relativamente alta. Tanto la celulosa como la hemicelulosa pueden 

alcanzar una tasa de conversión superior al 90% (Arenas-Cárdenas et al., 2017). 

El tratamiento con ácido diluido generalmente se refiere a la reacción de hidrólisis con 

una concentración de ácido igual o menor a 10% como catalizador. La reacción se da a 

una temperatura entre 140-210 °C con una presión de hasta 10 atm durante unos 

segundos a varios minutos. El tratamiento con ácido diluido es un proceso rápido que 

ataca mayoritariamente la porción de hemicelulosa debido a que es más fácilmente 

hidrolizable por poseer cadenas más cortas y ramificaciones. En general se reportan 

porcentajes de hasta un 90% de recuperación de hemicelulosa degradada en 

oligosacáridos y monosacáridos, mientras que el sólido resultante queda rico en lignina y 

celulosa. La remoción de la hemicelulosa aumenta la porosidad del material, a su vez la 

estructura de la lignina se degrada levemente (Mussatto, 2016). Además de los azúcares 

provenientes de la hemicelulosa, en el sobrenadante se puede encontrar ácido acético, 

furfural e hidroximetilfurfural (generados por la degradación de las pentosas y hexosas) 

que son en general tóxicos para los microorganismos y por lo tanto su concentración 

debe ser la más baja posible. Entre las principales desventajas se encuentra el uso de 

equipo que sea resistente a la corrosión, que por lo general son costosos. El uso de altas 

temperaturas y presiones lleva a un gran consumo de energía lo cual tiene un impacto en 

el costo del proceso, al igual que la necesidad de neutralizar el sobrenadante, y la 

consecuente generación de sales que se deben separar del medio y disponer de forma 

adecuada (Chen et al., 2017).  

Otra metodología descrita es el uso de ácido acético y peróxido de hidrógeno (método 

de ácido peracético) para eliminar la lignina antes de la hidrólisis enzimática tanto para 

la producción de XOS como para la posterior fermentación de los azúcares  a etanol. El 

uso de este método no solo se considera amigable con el medio ambiente, sino que 
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también es muy eficaz en la escisión de los anillos aromáticos presentes en la lignina 

(Bragatto, Segato y Squina, 2013; Song et al., 2016). 

2.3.4.1.3. Pretratamientos biológicos 

El pretratamiento biológico de la biomasa es el método más seguro y amigable con el 

medio ambiente. Se utiliza la habilidad de un grupo de hongos filamentosos 

pertenecientes al phylum basidiomycota, (conocidos como hongos de la podredumbre 

blanca de la madera) los cuales degradan selectivamente la lignina, utilizando un sistema 

enzimático ligninolítico (García-Torreiro et al., 2016).  

Las enzimas responsables de la degradación de la lignina son oxidorreductasas conocidas 

como lacasa, y lignina y manganeso peroxidasa. Estas son las que oxidan parcialmente las 

estructuras fenólicas y no fenólicas de la lignina y por lo tanto aumentan la porosidad de 

la biomasa (Carro et al., 2016). 

Es un proceso que se realiza a temperatura ambiente y consume menor energía que los 

otros pretratamientos anteriormente citados. 

Sin embargo la velocidad de degradación es muy baja y requiere un largo tiempo de 

procesamiento, lo que es una gran desventaja (Kumar y Sani, 2017). En este sentido se 

pueden acoplar a un pretratamiento biológico otro pretratamiento  para disminuir por 

un lado, los tiempos del tratamiento biológico y por el otro, el uso de energía del proceso 

fisicoquímico (Ramarajan y Sumathi Manohar, 2017). 

2.3.4.2. Despolimerización enzimática de celulosa y 
hemicelulosa 

El paso siguiente al pretratamiento es la hidrólisis de la celulosa y la hemicelulosa para 

obtener los azúcares y oligosacáridos de interés, según el objetivo buscado. Este paso 

puede llevarse a cabo mediante hidrólisis ácida, pero este procedimiento genera residuos 

ácidos que pueden interferir con los pasos subsiguientes como la fermentación. Otra 

alternativa es la hidrólisis enzimática (Juturu y Wu, 2014). 

La degradación enzimática de la celulosa y la hemicelulosa se realiza en la naturaleza a 

través de la acción colectiva de múltiples enzimas activas sobre carbohidratos, que 

actúan en conjunto con actividades sinérgicas y modos de acción complementarios 

(Carro et al., 2016).   

Estas enzimas tienen principalmente actividad hidrolítica y son las que rompen los 

enlaces glicosídicos presentes en celulosa y hemicelulosa. Forman parte de un gran grupo 

de enzimas llamadas glicosil hidrolasas (GHs) y en el caso de aquellas que hidrolizan los 

componentes lignocelulósicos se las conoce como celulasas y xilanasas. Las GH son 

asistidas en su función por otras enzimas auxiliares (AAs) que eliminan los sustituyentes 
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de la cadena principal presentes en las hemicelulosas, permitiendo que las GHs actúen 

sobre la cadena principal (Sweeney y Xu, 2012). 

La capacidad de deconstruir biológicamente el material lignocelulósico tiene múltiples 

orígenes y ha evolucionado en diversas ramas más pequeñas, pero es escasamente 

dispersa en lo que sería todo el Árbol de la Vida. Es decir que si bien encontramos 

organismos pertenecientes a los dominios eucariota, procariota y arquea, capaces de 

degradar el material lignocelulósico, esta capacidad está restringida a pocos filos dentro 

de cada dominio (Figura 13). En la Figura 13 se observan los géneros de los organismos 

que degradan la lignocelulosa usando enzimas propias mostradas en negrita, aquellos 

microorganismos que utilizan enzimas propias más derivadas de simbiontes que se 

muestran en gris y aquellos organismos que degradan la celulosa con enzimas derivadas 

de simbiontes que se muestran subrayados (Cragg et al., 2015). 

 

Figura 13- La distribución dispersa y localizada de organismos capaces de degradar lignocelulosa o celulosa en el Árbol 
de la Vida (Cragg et al., 2015). 

Desde el punto de vista industrial las más intensamente estudiadas han sido las enzimas 

provenientes de bacterias y hongos , en particular  el género Trichoderma es uno de los 

más destacados en la producción de celulasas (Bischof, Ramoni y Seiboth, 2016). 
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2.4.  Glicosil hidrolasas (GHs) 
Las glicosil hidrolasas (GHs) constituyen una clase de enzimas que hidrolizan enlaces 

glicosídicos. Las GH son importantes en el metabolismo de los carbohidratos porque los 

poli- y oligosacáridos deben dividirse en monosacáridos antes de entrar en la siguiente 

vía de degradación. Estas enzimas son las más utilizadas en la industria (Eggleston y 

Vercellotti, 2007). 

En general las enzimas se clasifican según una nomenclatura propuesta por la 

INTERNATIONAL UNION OF BIOCHEMISTRY AND MOLECULAR BIOLOGY (IUBMB) y se basa 

en el tipo de reacción que catalizan las enzimas y en su especificidad de sustrato. Para las 

glicosil hidrolasas (EC 3.2.1.x), los primeros tres dígitos indican enzimas que hidrolizan los 

enlaces O-glicosídico mientras que el último número indica el sustrato y algunas veces 

refleja el mecanismo molecular. Esta clasificación es muy útil, especialmente para evitar 

ambigüedades con el uso de nombres triviales, y proporciona una clasificación única. Sin 

embargo, al menos en el caso de las glicosil hidrolasas, tal clasificación no refleja 

necesariamente las características estructurales de las enzimas. De hecho, una 

clasificación basada principalmente en el sustrato no puede tener en cuenta eventos 

evolutivos como (i) divergencia (que puede dar lugar a cambios de especificidad y, en 

ocasiones, de tipo reacción) o (ii) evolución convergente, que puede forzar polipéptidos 

con diferentes pliegues para catalizar la misma reacción en el mismo sustrato. Otro 

problema con la clasificación de EC es que no es apropiada para enzimas que muestran 

amplia especificidad (es decir, que actúan sobre varios sustratos) (Henrissat, Vegetales y 

Grenoble, 1991). Por lo tanto, Henrissat y col. clasificaron las GHs en familias, según la 

similitud de la secuencias de aminoácidos de los módulos catalíticos en un intento de 

obtener una clasificación que fuera complementaria al otro sistema y brindara mayor 

información  (Henrissat, Vegetales y Grenoble, 1991).  Las familias de GH se encuentran 

descritas en una base de datos de Enzimas Activas de Carbohidratos (CAZy) 

(http://www.cazy.org/). En esta base de datos, hasta julio de 2018, hay reportadas  unas 

153 familias de GH. Algunas de las familias de GH contienen enzimas con un tipo de 

actividad enzimática, mientras que otras familias contienen enzimas con actividades 

distintas. En estos casos, se puede aplicar una clasificación adicional en subfamilias. Las 

subfamilias son subgrupos que se encuentran dentro de una familia que comparten un 

ancestro más reciente y que, por lo general, son más uniformes en su función catalítica. 

Las familias de GH se agrupan en clanes cuando entre las familias comparten similitudes 

significativas en la estructura 3-D, la conservación de residuos catalíticos y el mecanismo 

catalítico (Henrissat y Bairoch, 1996).  
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2.4.1. Clasificación: 

Aparte de clasificar a las GHs en familias, éstas se pueden clasificar teniendo en cuenta 

otros criterios, algunas de estas posibilidades se detallan a continuación. 

2.4.1.1. Según configuración anomérica del sustrato: 
Los enlaces glicosídicos se pueden clasificar en tipo  y  en base a la configuración 

anomérica del C1 del monosacárido que está formando parte del enlace (Wertz, Bédué y 

Mercier, 2010). Cada una de las GH conocidas hidrolizan solo una de las formas 

anoméricas del enlace glicosídico. Las  - Glicosidasas hidrolizan solo  - glicósidos y no 

van a hidrolizar el   -glicósido correspondiente. En la base de datos CAZy, cada familia 

consta de un solo tipo de GH (ya sea   o ) (Grunwald, 2012). 

2.4.1.2. Según la localización de la unión a hidrolizar: 
Las GH se pueden clasificar de acuerdo con su especificidad en  exo-activa o endo-activa 

en función de si hidrolizan desde uno de los extremos (reductor o no reductor) o un 

enlace interno de la molécula del sustrato. Esta clasificación es especialmente importante 

en la caracterización de GH que hidrolizan sustratos poliméricos. Las GH exo-activas 

liberan un monosacárido u oligosacárido con un grado definido de polimerización desde 

el extremo del polímero. La mayoría de las GH exo-activas actúan sobre el extremo no 

reductor pero se han encontrado algunas enzimas que actúan sobre el extremo reductor. 

Las enzimas de acción Endo hidrolizan sustratos poliméricos a nivel interno (Hidaka et al., 

2004). 

Muchas familias de GH contienen enzimas tanto exo como endo-activas. Por lo tanto, no 

se consideran evolutivamente distantes. La diferencia entre las acciones de GH endo y 

exo-activas en determinados casos se explica en términos de la diferencia estructural en 

el sitio de unión al sustrato. En un estudio realizado por Schubot y colaboradores 

encontraron que una celulasa de Clostridium thermocellum perteneciente a la familia 

GH9, es exclusivamente exo-activa. Esta familia está compuesta principalmente por 

endocelulasas, pero por su secuencia se clasifica en esta familia, por lo tanto los autores 

encontraron por análisis de docking que las enzimas GH9 con actividad interna tienen 

una ranura continua en el sitio de unión, que está bloqueada en la GH exo-activa como 

se observa en la Figura 14 (Schubot et al., 2004). Se observa en las imágenes las 

posiciones del ligando celotetrosa (CTT) y en las Figuras A, B y C se muestran superpuestas 

a cada estructura las dos regiones de bucle distintivas de GH9_CbhA de C. thermocellum 

para enfatizar la ausencia de estos elementos estructurales en las otras enzimas y resaltar 

la topología del sitio activo diferente de la exocelulasa. A diferencia de otros 

representantes de la familia GH 9 que solo poseen actividad endo y, en algunos casos, 

actividades endo / exocelulasa, la enzima CbhA de Clostridium thermocellum es 



 

27 
 

exclusivamente una exocelulasa. El análisis detallado de estas estructuras revela que, 

aunque los residuos catalíticos clave y el pliegue global se conservan en esta enzima y en 

las de otras glicósido hidrolasas de la familia 9, el sitio activo de GH9_CbhA se bloquea 

después del subsitio -2. Esta característica explica la incapacidad del sitio activo de CbhA 

para acomodar una cadena larga de celulosa y cortarla internamente. 

 

Figura 14- (A-D) Muestra las topologías de la superficie del sitio activo de T. fusca Cel9A, C. cellulolyticum Cel9M, C. 
thermocellum Cel9A y C. thermocellum GH9_CbhA, todas celulasas pertenecientes a la familia GH9. Las tres primeras 
son enzimas endoactivas, la última es únicamente exoactiva (Schubot et al., 2004). 

Muchas de las enzimas que degradan los polisacáridos de las plantas, son modulares, por 

lo que tienen un módulo catalítico unido por un péptido pequeño a un módulo de unión 

a los carbohidratos (CBMs) los cuales en general son cruciales para el reconocimiento y 

la adhesión al polímero (Boraston et al., 2004). 
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2.4.1.3. Según la retención o inversión anomérica: 
Las GH se pueden clasificar en enzimas de retención o inversión de la configuración del 

carbono anomérico que forma parte del enlace, después de la reacción de hidrólisis. Esta 

capacidad depende del mecanismo de acción de la enzima en estudio.  

2.4.1.3.1. Mecanismo de acción de GHs: 

La elucidación del mecanismo de acción se basa en gran medida en el aislamiento y la 

identificación estructural del intermediario covalente enzima / sustrato. En la mayoría de 

los casos los residuos implicados en la catálisis enzimática son residuos de ácido  

glutámico y/o  aspártico (Glu o Asp). 

2.4.1.3.1.1. Enzimas de retención anomérica: 

Generalmente, las enzimas de retención de la configuración catalizan su reacción 

hidrolítica utilizando dos residuos de aminoácidos ácidos, uno que actúa como el 

catalizador ácido / base y el otro que actúa como el nucleófilo (McCarter y  Withers, 

1994). Como se muestra en la Figura 15, el catalizador ácido / base inicialmente actúa 

como un ácido donando un protón al átomo de oxígeno del carbono anomérico, el 

nucleófilo entonces, ataca el carbono anomérico para liberar el alcohol y forma un 

intermediario unido covalentemente con inversión anomérica. Luego, el intermediario se 

hidroliza mediante una molécula de agua previamente desprotonada por el catalizador 

ácido / base, que actúa como base para finalizar la reacción de hidrólisis, y forma un 

nuevo extremo reductor con la misma configuración anomérica que tenía antes de la 

reacción. Se producen dos inversiones anoméricas durante la reacción de las GH de 

retención de configuración.  

 

Figura 15- Mecanismo de acción de GH con retención anomérica (Collins, Gerday y Feller, 2005). 
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2.4.1.3.1.2. Enzimas de inversión anomérica: 

Las GHs de inversión anomérica catalizan su reacción con dos residuos de aminoácidos 

ácidos, uno que actúa como ácido y el otro como base (McCarter y Withers, 1994) (Figura 

16). El mecanismo se parece a la primera mitad del mecanismo de acción de retención 

típica de GH. El residuo ácido dona un protón al oxígeno del carbono anomérico del 

glicósido para ser hidrolizado. Una molécula de agua desprotonada por el residuo básico 

ataca al carbono anomérico (actuando como nucleófilo) para terminar la hidrólisis con 

inversión anomérica (Nagae et al., 2007). 

 

Figura 16- Mecanismo de acción de GH con inversión anomérica (Collins, Gerday y Feller, 2005). 

 

2.4.2. GHs que degradan celulosa – CELULASAS  

En comparación con otros polímeros vegetales, la estructura de la celulosa es 

relativamente simple. Sin embargo, la degradación enzimática de la celulosa no es fácil 

debido a su estructura cristalina, y su capacidad de formar microfibrillas estrechamente 

empaquetadas evitando el acceso a las enzimas hidrolíticas. Pero aun así, existen 

microorganismos que viven de la celulosa como fuente de carbono, esto es posible 

gracias al sistema enzimático celulolítico conocido como celulasas (Wertz, Bédué y 

Mercier, 2010).  

Las celulasas incluyen tres clases de enzimas: endoglucanasas (EG), exoglucanasas / 

celobiohidrolasas (CBH) y β-glucosidasas (BGL). Las EG hidrolizan los enlaces glicosídicos 

internos de la celulosa, mientras que las exoglucanasas actúan en los extremos de la 

cadena de la celulosa. Después de esta hidrólisis endo y exo inicial, los oligosacáridos 

restantes, principalmente la celobiosa, se hidrolizan a moléculas de glucosa individuales 

por β-glucosidasas (Ramawat y Mérillon, 2015).  

Mientras que algunos microorganismos producen enzimas libres con unidades catalíticas 

únicas capaces de difundir y actuar de forma independiente (Figura 17), otros pueden 
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organizar las enzimas celulolíticas en estructuras de múltiples dominios. Por ejemplo, 

algunas bacterias y hongos del rumen emplean una estructura conocida como 

celulosoma grande y multimodal con muchas unidades catalíticas ancladas en un 

“andamio” que está adherido a la célula (Figura 18) (Bayer et al., 2004). Algunas enzimas 

usan una estrategia intermedia entre estas 2 opciones en donde una sola proteína es 

multimodular, contiene más de un dominio catalítico y de unión como es el caso 

encontrado en la bacteria del rumen Caldicellulosiruptor bescii  (Brunecky et al., 2013)  
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Figura 17- Esquema de mecanismos microbianos de degradación de celulosa. Sistema de celulasa libre de microorganismos aerobios. La celulosa se hidroliza a través de la interacción sinérgica de 

enzimas secretadas individuales. NR-, extremos no reductores; -R, extremos no reductores (Cragg et al., 2015). 
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Figura 18- Esquema de mecanismos microbianos de degradación de celulosa. Mecanismo anaeróbico 'celulosoma'  es un complejo unido a la pared celular microbiana a través de una subunidad 
de anclaje. El complejo consiste en enzimas capaces de hidrolizar la celulosa, unidas a una subunidad de andamio que ancla la célula bacteriana y las enzimas al sustrato a través de un módulo de 

unión de carbohidratos (CBM) (Cragg et al., 2015). 
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Los géneros en los cuales se han reportado sistema de celulasa libre incluyen Bacillus spp. 

(Hero et al., 2017), Paenibcaillus spp. (Talia et al., 2012), Thermobifida fusca 

(anteriormente Thermomonospora) (Quiroz-Castañeda y Folch-Mallol, 2013) y 

Cellulomonas spp. (Kane, 2015). Dentro de los hongos más utilizados a nivel industrial 

que producen celulasas extra-celulares se encuentran Trichoderma reesei y Aspergillus 

nidulans (Cragg et al., 2015; Bischof, Ramoni y Seiboth, 2016). 

2.4.2.1. Endoglucanasas  
Endo-β-1,4-glucanasas (EC 3.2.1.4) hidrolizan al azar los enlaces glicosídicos β-1,4 entre 

dos moléculas de D-glucosa dentro de las regiones amorfas de cadenas de celulosa. Esto 

genera oligosacáridos más cortos de diferentes longitudes, lo que la hace más accesible 

para las diferentes exoglucanasas al proporcionar nuevos extremos de cadena libre 

(Grunwald, 2012). La mayoría de los hongos y bacterias celulolíticos producen numerosas 

EG. Los sitios activos de la mayoría de las EGs tienen forma de hendidura o ranura, dentro 

de los cuales un segmento de celulosa puede unirse e hidrolizarse por la enzima (Sweeney 

y Xu, 2012). A pesar de que todas las EG que pueda producir un microorganismo actúen 

sobre el mismo sustrato, la existencia de un gran número se debe a que actúan según 

diferentes mecanismos sobre la celulosa (reteniendo o invirtiendo la configuración) o que 

pueden tener más de una actividad, por ejemplo, degradar hemicelulosa (Vlasenko et al., 

2010). 

En la base de datos de enzimas activas sobre carbohidratos (CAZy www.cazy.org) 

(Henrissat, Vegetales y Grenoble, 1991), las endoglucanasas se encuentran en las familias 

GH 5-8, 12, 16, 44, 45, 48, 51, 64, 71, 74, 81, 87, 124 y 128.  En particular, las endo-β-1,4-

glucanasas fúngicas pertenecen a familias 5, 7, 12, 45 y 61 (Coutinho et al., 2009). 

2.4.2.2. Exoglucanasas / Celobiohidrolasas 
La exoglucanasas o celobiohidrolasas (CBH), actúan en los extremos de las cadenas de 

celulosa y liberan glucosa y celobiosa como productos principales. Actúan 

unidireccionalmente en los oligómeros de cadena larga, ya sea desde los extremos 

reductores (E.C. 3.2.1.176) o no reductores (E.C. 3.2.1.91) liberando celobiosa. Estas 

enzimas son capaces de actuar en las regiones cristalinas de la celulosa. 

La estructura del módulo catalítico es de tipo túnel, formada por dos bucles de superficie 

que pueden cubrir la totalidad o parte del sitio activo. Durante la catálisis enzimática, la 

cadena de celulosa se desliza a través del túnel de unión al sustrato y cada dos enlaces 

glicosídico el polímero, se coloca correctamente sobre el sitio catalítico ubicado en el 

extremo del túnel para liberar progresivamente unidades de disacáridos (celobiosa) de la 

celulosa. En general un módulo de unión a los carbohidratos (CBM) asiste al módulo 

http://www.cazy.org/
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catalítico en su función (Sweeney y Xu, 2012).  Las CBH se encuentran en las familias de 

GH 5-7, 9, 48 y 74 (Carro et al., 2016).   

2.4.2.3. -Glucosidasas (BGL) 
Las -glucosidasas son las enzimas finales en la degradación de la celulosa. Después de 

las hidrólisis endo y exo- de las cadenas de celulosa, las BGL (EC 3.2.1.21) degradan los 

oligosacáridos restantes a glucosa (Carro et al., 2016). La mayoría de las BGLs son enzimas 

intracelulares. Sin embargo, se han reportado  asociadas a la membrana, como en el caso 

de la BGL de la arquea Pyrococcus horikoshii bgl (GH1). Esto se demostró al expresar el 

gen que codifica esta enzima en una cepa de E. coli (Matsui et al., 2000). Otras pueden 

encontrarse en el espacio periplásmico, como la enzima bifuncional (bglA GH1) con 

actividad BGL y CBH, proveniente del genoma de Bacillus subtilis  y expresada y estudiada 

en una cepa de E. coli (Srivastava, Verma y Srivastava, 1999). Algunas BGLs pueden ser 

extracelulares como las del hongo  Aspergillus niger bgl1 (GH1) (Dan et al., 2000), 

Trichoderma reesei  bgl1 (GH3) bgl2 (GH1) (Barnett, Berka y Fowler, 1991). Estas enzimas 

extracelulares son de particular interés porque sus costos de producción son menores 

(Carro et al., 2016).  

A diferencia de las EGs y las CBHs, las BGLs en general no son modulares, les falta el 

módulo de unión de carbohidratos, y tienen un sitio catalítico con forma de bolsillo 

(Langston, Sheehy y Xu, 2006).  

2.4.2.4. Otros mecanismos de degradación de la celulosa 
Estudios recientes han demostrado la existencia de enzimas que realizan un proceso 

oxidativo para la escisión de enlaces de polisacáridos (Vaaje-Kolstad et al., 2010);  estas 

enzimas se han denominado monooxigenasas degradadoras de polisacáridos (LPMO en 

inglés). Las mismas actuarían aumentando la accesibilidad de las otras enzimas 

hidrolíticas a la celulosa. Las LPMO que degradan la celulosa se asignan a la familia de 

enzimas auxiliares AA 9, (enzimas fúngicas), y la familia AA10 enzimas 

predominantemente bacterianas. Las LPMO pueden actuar sobre la celulosa cristalina 

(Beeson et al., 2015), y también sobre las hemicelulosas (Agger et al., 2014). Actúan por 

ataque oxidativo directo sobre las cadenas de polímero (Figura 17) a través de un sitio 

activo plano con un átomo de cobre ubicado en el centro.  

Se han estudiado las modificaciones de la estructura de la celulosa a diferentes escalas y 

se ha descubierto que la LPMO crean puntos de corte que desencadenan la 

desintegración de la estructura fibrilar de la celulosa con la ruptura de cadenas y la 

liberación de nanofibrillas. La rotura de las cadenas probablemente induce 

modificaciones de la red de celulosa y debilita la cohesión de las fibras promoviendo su 
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disrupción y por lo tanto, favoreciendo la formación de nuevos sitios de iniciación para 

las celulasas convencionales (Villares et al., 2017). 

También se ha demostrado la deconstrucción no enzimática de la celulosa, incluidas las 

reacciones de oxidación de Fenton dependientes del hierro que se han reportado en los 

hongos de la pudrición marrón de la madera (Baldrian y Valášková, 2008). Varios autores 

han propuesto el modelo del mecanismo de degradación que estos hongos utilizan para 

degradar el material lignocelulósico (Figura 19).  

 

Figura 19- Ruptura del material lignocelulósico por hongos de pudrición marrón usando el sistema Fenton mediado por 
quelante (Cragg et al., 2015). 

De forma simplificada se podría explicar que las hifas fúngicas en la luz de las células 

vegetales producen compuestos aromáticos reductores de hierro de bajo peso molecular 

(RC), peróxido de hidrógeno (H2O2) y ácido oxálico. El ácido oxálico se une al Fe3+ 

formando un complejo que difunde por la pared celular vegetal junto con H2O2 y RC. Con 

el cambio de pH, RC secuestra Fe3+ del complejo Fe-oxalato y lo reduce a Fe2+. El Fe2+ 

luego reacciona con H2O2 (reacción de Fenton) y produce radicales hidroxilo (•OH). Tras 

el ataque de radicales OH, la matriz de lignocelulosa se rompe. Estos compuestos a 

diferencia de las enzimas, son de bajo peso molecular y por lo tanto pueden ingresar a la 

matriz de la pared celular vegetal. En la descomposición, los principales cambios son la 

ruptura de enlaces glicosídicos en la celulosa y hemicelulosa y la desmetilación de la 

lignina y posterior (Kerem, Jensen y Hammel, 1999; Arantes y Goodell, 2014). 

2.4.2.5. Otras aplicaciones industriales de las celulasas 
Aparte del uso de celulasas en la hidrólisis de residuos lignocelulósicos bajo el paradigma 

de la biorrefinería, estas enzimas tienen un amplio espectro de aplicaciones en la 

producción de alimentos ya sea para humanos o animales, la industria cervecera, 

producción de detergentes, procesamiento de textiles y fabricación de pasta de papel 

(Juturu y Wu, 2014).  
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En el caso de la industria textil, las celulasas son efectivas para eliminar la vellosidad de 

los hilos de celulosa que se usan en la producción de textiles desarrollando una apariencia 

lisa y brillante de la tela e impartiendo brillo. En la producción de detergentes, la adición 

de celulasas al cóctel enzimático que contiene, lipasas y proteasas es una tendencia 

utilizada en los últimos años (Kuhad, Gupta y Singh, 2011). Las celulasas alcalinas (con 

actividad óptima a pH alcalino) presentes en los detergentes pueden atravesar fácilmente 

los espacios interfibrilares y ayudar a eliminar eficazmente las manchas de las telas (Souza 

et al., 2016; Ben Hmad y Gargouri, 2017). 

Las celulasas tienen amplias aplicaciones en la industria de alimentos. En combinación 

con otras enzimas (xilanasas y pectinasas), conocidas colectivamente como enzimas de 

maceración, se han usado en la extracción y clarificación de jugos de frutas y vegetales 

para aumentar sus rendimientos de maceración y mejoran la clarificación y filtrado de los 

jugos (Kallel et al., 2016). Las enzimas utilizadas en la maceración reducen la viscosidad; 

mejoran la estabilidad de la suspensión y las propiedades aromáticas de los jugos de fruta 

y sus pulpas durante el procesamiento (Eggleston y Vercellotti, 2007). 

Las celulasas junto con las hemicelulasas se usan en la producción de alimentos para 

animales y aves de corral. La adición de enzimas durante el procesamiento del alimento 

produce la hidrólisis parcial de los componentes de celulosa y hemicelulosa presentes en 

el ensilado. El alimento parcialmente digerido después de entrar en la vía digestiva de los 

animales es digerido de manera más completa, proporcionando más nutrientes y, por lo 

tanto, un mejor crecimiento de los animales (Gilbert y Hazlewood, 1993). 

2.4.3. Sistema xilanolítico 

Para la hidrólisis eficiente de la biomasa lignocelulósica, se requieren además de las 

celulasas  otras enzimas con acción sinérgica para eliminar  la hemicelulosa. Gran parte 

de las hemicelulosas consiste en estructuras con una cadena principal de D-xilosa unida 

por enlace β-1,4 conocidas como xilano. La degradación de estas cadenas principales de 

xilano requiere dos clases de enzimas. Las endoxilanasas (XLN) (EC 3.2.1.8) que hidrolizan 

cadenas de D-xilosa en oligosacáridos pequeños, que luego son hidrolizados a moléculas 

de D-xilosa por β-xilosidasas (BXL) (Figura 19) (Ali El Enshasy et al., 2016). Sin embargo, la 

mayoría de las estructuras de xilano en las plantas están muy sustituidas y, por lo tanto, 

se necesita un conjunto de diferentes enzimas accesorias para lograr una degradación 

eficiente. En el caso del xilano del Eucalyptus, el mismo está acetilado y tiene como  

sustituyente ácido 4-O-metil-glucurónico (MeGlcA), por lo tanto, deberán actuar enzimas 

de tipo acetil esterasas (EC 3.1.1.72) y glucuronidasas (EC 3.2.1.131) (Grunwald, 2012).   

Al igual que el resto de las glicosilhidrolasas, las xilanasas se clasifican según la estructura 

primaria del dominio catalítico, y en general se reportan endo-xilanasas de las familias 
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GH 10 y GH 11. Sin embargo se encuentran enzimas con actividad xilanasa pertenecientes 

a las familias GH 3, 5, 8, 9, 12 , 16, 26, 30, 43, 44, 51, 62, 98, 141 dentro de las cuales se 

incluyen enzimas con actividad glucosidasa, carragenasa (enzima que hidroliza el 

carragenano un polisacárido sulfatado encontrado en las algas rojas), 

arabinofuranosidasa, fucosidasa, entre otras (Collins, Gerday y Feller, 2005; Lombard et 

al., 2014). Se han reportado -xilosidasas en las familias GH 1, 3, 5, 30, 39, 43, 51, 52, 54, 

116 y 120 (Lombard et al., 2014). Dada la complejidad de las distintas hemicelulosas se 

evidencia la necesidad de todo un complejo enzimático para poder degradar el polímero 

completo. Se han propuesto distintos modelos de degradación enzimática, el más 

aceptado es el propuesto por Biel y colaboradores en el 2016 (Biely, Singh y Puchart, 

2016).   

El modo de hidrólisis de glucuronoxilano por las enzimas GH10 y GH11 difiere 

principalmente en la forma de aceptar y reconocer los sustituyentes MeGlcA en el 

proceso de formación de los complejos enzima-sustrato. Las xilanasas GH10 requieren 

dos restos Xilp no sustituidos consecutivos para atacar la cadena principal de xilano, y 

además son capaces de escindir el enlace glicosídico del residuo de Xilp sustituido con 

MeGlcA. Se ha reportado también que las GH10 pueden liberar xilosa a partir de 

oligosacáridos más pequeños producto de hidrólisis anteriores (Collins, Gerday y Feller, 

2005; Kolenová, Vrsanská y Biely, 2006). Las xilanasas de GH11 requieren tres restos de 

Xilp no sustituidos en la cadena de Xilano e hidrolizan el enlace glicosídico un residuo de 

Xilp antes del Xilp sustituido con MeGlcA (Figura 20). Por estas razones, las xilanasas GH10 

generan productos con un residuo menos de Xilp que las xilanasas GH11. 
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Figura 20- Modelo propuesto de despolimerización de glucuronoxilano (Biely, Singh y Puchart, 2016). 
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El enlace α-1,2 de MeGlcA a la cadena principal de Xilp es uno de los enlaces glicosídicos 

más estables en las paredes celulares de la planta. La unión MeGlcA-α-1,2-Xyl persiste en 

el hidrolizado ácido del glucuronoxilano. Afortunadamente, las enzimas que cortan este 

enlace se han encontrado en sistemas xilanolíticos de microorganismos (Dekker, 1983). 

Se conocen como α-glucuronidasas y hasta ahora se han reconocido dos tipos de α-

glucuronidasas microbianas. Las más conocidas son las clasificadas en la familia GH67. 

Los miembros de esta familia pueden liberar MeGlcA solo de oligosacáridos que tienen 

el ácido urónico sobre el residuo Xilp en el extremo no reductor. Estas enzimas no pueden 

desramificar polisacáridos u oligosacáridos en los que MeGlcA está unido a restos 

internos de Xilp (Biely et al., 2000; Zaide et al., 2001). El segundo tipo de  α–glucuronidasa 

se encuentra clasificada en la familia GH115. Estas además de la capacidad de catalizar la 

misma reacción que las enzimas GH67, también liberan MeGlcA unido a residuos internos 

de Xilp en oligo y polisacáridos (Tenkanen y Siika-aho, 2000). Las enzimas GH115, a 

diferencia de las enzimas GH67, poseen una hendidura que puede acomodar residuos de 

Xilp a ambos lados del sustituyente lateral MeGlcA (Wang et al., 2016) (Figura 20). 

La acetilación del xilano (como ocurre en el caso del Eucalyptus) hace que el polisacárido 

sea más resistente al ataque de las xilanasas. Algunas estructuras en las que la sustitución 

de MeGlcA se combina con la acetilación del grupo hidroxilo vecino, parecen ser las más 

recalcitrantes. Las xilanasas atacan al polisacárido solo en las regiones que no están 

sustituidas, algunas xilanasas toleran el grupo acetilo en la posición 2 o 3 (este aspecto 

del modo de acción de las xilanasas queda aun por elucidar). La xilanasa GH10 puede 

tolerar los grupos acetilo en el subsitio + 1 y también en el subsitio -2, pero solo si se 

encuentra en la posición O-3 (Fujimoto et al., 2004) (Figura 21). 
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Figura 21- Modelo propuesto para la despolimerización de acetil glucuronoxilano (Biely, Singh y Puchart, 2016).
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Los xilooligosacáridos lineales no se pueden hidrolizar a fragmentos más cortos porque 

la presencia del grupo acetilo en cualquiera de las tres posiciones del resto Xilp del 

extremo no reductor bloquea la acción de la β-xilosidasa. Entonces ambos tipos de 

xilanasas (GH 10 y GH11) generan a partir de glucuronoxilano acetilado una serie de 

oligosacáridos ácidos largos con un número diferente de grupos acetilo que alcanza casi 

el número de residuos Xilp.  

Con excepción de una pequeña cantidad de xilobiosa, los hidrolizados esencialmente no 

contienen fragmentos no acetilados (Biely et al., 2004). La adición de α-glucuronidasa de 

GH67 o GH115 a una mezcla de xilanasa y β-xilosidasa provocaría solo pequeños cambios 

en el rendimiento de sacarificación de acetilglucuronoxilano, ya que los fragmentos de 

xilano permanecerían todavía esterificados con ácido acético. Por lo tanto, en 

oligosacáridos desglucuronilados, la acción de la β-xilosidasa se detendría en el primer 

residuo de Xilp acetilado del extremo no reductor. Resulta claro que la sacarificación 

enzimática no puede proceder hasta el final sin la desacetilación de xilooligosacáridos por 

las enzimas acetilxilanoesterasas (Biely, Singh y Puchart, 2016)..  

Estas son las enzimas que liberan las posiciones 2 y 3 que están esterificadas con ácido 

acético en residuos de Xilp mono y di-O-acetilados en polisacáridos y oligosacáridos. Estas 

enzimas hacen que la cadena principal de xilano sea accesible para xilanasas y β-

xilosidasa. Las enzimas que muestran esta capacidad se han clasificado mayoritariamente 

en familias de esterasas de carbohidratos (CE) 1, 4, 5 y 6 (Biely et al., 2013; Neumuller et 

al., 2015). Las acetilxilano esterasas de la familia CE4 difieren del resto al requerir la 

desacetilación de la posición 2 o 3 y un grupo hidroxilo vecinal libre, lo que significa que 

las acetilxilano esterasas CE4 no atacan los residuos de Xilp doblemente acetilados. 

Ninguna de las enzimas en las cuatro familias mencionadas (CE1,CE4, CE5 y CE6) puede 

desacetilar la posición 3 en residuos de Xilp sustituidos con MeGlcA, éste representa una 

barrera estérica para las esterasas (Uhliarikova et al., 2013) (Figura 21).  

Recientemente se observó una nueva actividad en un sustrato polimérico, capaz de 

desacetilar estos XOS de Xilp sustituidos con MeGlcA, es la acetil esterasa clasificada en 

una nueva familia, CE16 de Trichoderma reesei (Puchart et al., 2016). 

Por lo tanto para lograr la despolimerización de los xilanos similares a los encontrados en 

el Eucalyptus es necesario que la endoxilanasa se acompañe de la acción de β-xilosidasa, 

α-glucuronidasa, acetil xilano esterasas actuando todas de manera sinérgica (Biely, Singh 

and Puchart, 2016). 
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El sistema xilanolítico se ha reportado en una gran diversidad de organismos incluyendo 

plantas como en el caso de la semilla de la cebada y el polen del maíz (Banik, Garrett y 

Fincher, 1996; Bih et al., 1999) y animales (Ni y Tokuda, 2013). Sin embargo las más 

reportadas han sido en bacterias (Chakdar et al., 2016), actinobacterias (Pennacchio et 

al., 2018), hongos filamentosos y levaduras (Sharma y Kumar, 2013). 

2.4.3.1. Endoxilanasas (EC 3.2.1.8)  
Se ha reportado que una cepa puede producir múltiples xilanasas. Estas pueden tener 

diferentes propiedades fisicoquímicas, estructura, actividad específica, para mejorar la 

eficiencia y el grado de hidrólisis (Gilbert y Hazlewood, 1993). Además de la multiplicidad 

de las xilanasas, varias presentan más de un dominio que apoyan a su actividad, por 

ejemplo presentan dominios de unión al xilano, dominio de unión a la celulosa y dominio 

de unión a los celulosomas. Estos dominios se pliegan y funcionan de forma 

independiente y están unidos mediante regiones cortas (Irwin, Jung y Wilson, 1994; Black 

et al., 1996, 1997; Hayashi et al., 1997). La mayoría de las XLN son extracelulares debido 

a que su sustrato es demasiado grande para ingresar a la célula.   

Dentro de la familia GH10, se incluyen principalmente endo--1,4-xilanasas, y en menor 

medida -1,3-xilanasas y celobiohidrolasas. El espectro de sustratos que aceptan las 

enzimas de esta familia es amplio, ya que pueden hidrolizar varias formas de xilano 

diferentes, con variables grados de ramificación y sustituciones y cadena principal 

formada por monosacáridos distintos a la xilosa (Kolenová, Vrsanská y Biely, 2006). En 

general estas enzimas tienen un peso molecular alto y su dominio catalítico tiene forma 

cilíndrica y lateralmente tiene forma de bowl (Collins, Gerday y Feller, 2005) esto 

generaría mayor flexibilidad conformacional y explicaría la menor especificidad de 

sustrato de las GH10 sobre las GH11 (Sharma y Kumar, 2013).    

En el caso de la familia GH11, únicamente compuesta por endoxilanasas, su versatilidad 

catalítica es menor que las de la familia GH10 y son mayoritariamente activas en 

xilooligosacáridos de cadena larga. Preferiblemente escinden las regiones no sustituidas 

de la cadena principal, como se describió anteriormente. Las endo-1,4-β-xilanasas de 

GH11 son más pequeñas y están bien empaquetadas con una organización de láminas β 

y forman una hendidura en la que se  acomoda una cadena de cinco a siete residuos de 

xilosa y los productos principales son xilobiosa y xilotriosa que pueden ser posteriormente 

hidrolizados por las xilanasas de la familia GH10 o por -xilosidasas (Hakulinen et al., 

2003).  

Las xilanasas siguen los mecanismos catalíticos, ya explicados, de retención o inversión 

de la configuración. La mayoría de las xilanasas estudiadas son de origen fúngico o 

bacteriano y en la mayoría de los casos en general son activas a temperaturas de 40 – 60 
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°C y a pH neutro (en el caso de las de origen bacteriano) o ácido (particularmente en las 

de origen fúngico) (Borges et al., 2014; Bagewadi, Mulla y Ninnekar, 2016; Liu et al., 

2018). Sin embargo se han reportado xilanasas que son estables y activas en condiciones 

extremas de pH (Akhavan Sepahy, Ghazi y Akhavan Sepahy, 2011) y temperatura (Liebl et 

al., 2008; Duarte et al., 2018).  

2.4.3.2. -xilosidasas (BXS) 
Las -xilosidasas son glicosilhidrolasas que catalizan la hidrólisis de la xilobiosa y otros 

pequeños xilooligosacáridos con la liberación de xilosa. Estas enzimas son de suma 

importancia en la hidrólisis del xilano, debido a que las endoxilanasas son inhibidas por 

los pequeños xilooligosacáridos formados por ellas mismas (de Vargas Andrade et al., 

2004). Las β-xilosidasas (EC 3.2.1.37) purificadas usualmente no hidrolizan el polímero de 

xilano y su afinidad por los XOS es inversamente proporcional a la complejidad de éstos 

y se encontró que la xilobiosa es el mejor sustrato para estas enzimas (Carro et al., 2016).  

Tienen pesos moleculares altos de 60 a 260 kDa, y dependiendo de su origen, el pH 

óptimo es entre 4.0 y 5.0 con temperaturas óptimas de 40 a 80 °C en el caso de las 

enzimas fúngicas (Rizzatti et al., 2001; Mhetras, Liddell y Gokhale, 2016; Terrasan, Guisan 

y Carmona, 2016). Por otro lado aquellas β-xilosidasas de origen bacteriano muestran 

actividades óptimas a pH más neutros alrededor de pH 6 y 6.5 y temperaturas mayores 

(70 – 90 °C) (Shao et al., 2011; Shi et al., 2013; Bhalla, Bischoff y Sani, 2014; Li et al., 2018). 

Muchas BXS tienen además actividad -L-arabinofuranosidasa (Sweeney y Xu, 2012). 

En los hongos filamentosos en general estas enzimas se encuentran en el micelio o en 

menor medida liberadas al medio de cultivo, las BXS de bacterias y levaduras en general 

están asociadas a las membranas (Polizeli et al., 2005). Sin embargo se reportó una BXS 

extracelular en una cepa de Pseudozyma hubeiensis (Mhetras, Liddell y Gokhale, 2016). 

2.4.3.3. Otras aplicaciones de las xilanasas 
Al igual que las celulasas, las xilanasas son de interés en varias industrias. Se utilizan en 

conjunto con celulasas y pectinasas en la industria alimentaria y agrícola En la industria 

papelera, para la etapa del blanqueo de la pulpa, permitiendo un importante ahorro de 

las sustancias químicas empleadas en el proceso y disminuyendo la producción de 

contaminantes (Harris y Ramalingam, 2010; Valls et al., 2011). 

Otras aplicaciones incluyen su uso en productos de panificación  como el pan, con el fin 

de degradar las hemicelulosas del trigo, lo que aumenta la absorción de agua por la masa 

en el momento del leudado. Este efecto ayuda a la redistribución del agua y por lo tanto 

deja a la masa más suave y manejable para amasar (Harris y Ramalingam, 2010). Las 

xilanasas se usan generalmente en la producción del pan para mejorar formación de la 
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miga, mejorando las propiedades reológicas de la masa y la calidad total del pan (Messia 

et al., 2016). Otros estudios muestran que la incorporación de las xilanasas en la masa 

aumenta la vida útil del pan formado y el volumen (Butt et al., 2008; Serventi, Skibsted y 

Kidmose, 2016). La aplicación de las xilanasas en la industria farmacéutica, hasta la 

actualidad es bastante limitada, sin embargo se han utilizado en algunos suplementos 

dietéticos en combinación con otras enzimas (Moure et al., 2006).  

2.4.4. Producción de celulasas y xilanasas 

Al procesar grandes cantidades de biomasa lignocelulósica, los costos de los pasos de 

conversión de biomasa, especialmente el pretratamiento y la degradación enzimática de 

la materia prima, se transforman en un factor muy importante. Hoy en día, la baja 

rentabilidad de la conversión de celulosa a un hidrolizado fermentable es una importante 

barrera para la utilización de la biomasa celulósica a nivel industrial (Hahn-Hagerdal et 

al., 2006). Se deben entonces optimizar los pasos de pretratamiento por un lado, pero 

por el otro se debe trabajar en disminuir los costos por el uso de las enzimas. Para lograr 

este cometido, varios enfoques se desarrollan a lo largo del mundo, uno de ellos es 

disminuir los costos de producción de las enzimas (Grunwald, 2012). 

Se han estudiado la producción de celulasas y xilanasas por diferentes microorganismos 

y también la influencia de diferentes factores nutricionales y condiciones ambientales  

(Singhania et al., 2010).  

Entre ellos la fuente de carbono es de gran importancia para la producción de ambas 

enzimas. En general, al comenzar el estudio de la producción de las enzimas en una cepa 

determinada (que no sea genéticamente modificada), se utilizan los polímeros 

comerciales, en el caso de la celulasa se utiliza carboximetilcelulosa (CMC) o celulosa 

microcristalina (AVICEL) (Asha et al., 2012; Qaisar et al., 2014; Rong et al., 2015; Hero et 

al., 2017), mientras que en el caso de las xilanasas, diferentes xilanos de haya, de avena, 

y otros orígenes disponibles comercialmente (Amore et al., 2015; Liu et al., 2018). En 

general luego de realizada esta etapa inicial se estudia los medios de cultivo para conocer 

la capacidad de las cepa de producir la enzima en diversas situaciones.  

Se han probado diferentes residuos agroindustriales, para encontrar uno que sea capaz 

de sustentar el crecimiento del microorganismo así como estimular la producción de la 

enzima de interés. Las fuentes de carbono utilizada en la mayoría de los cultivos para 

producir celulasa son biomasa lignocelulósica  que van desde paja, cáscaras de cereales 

y legumbres, salvado de arroz o trigo, bagazo, desechos de la industria papelera, entre 

otros (Singh et al., 2014; Yoon et al., 2014; Kshirsagar et al., 2016). En el caso de las 

xilanasas, residuos con altos contenidos de hemicelulosa se han probado como  salvado 

de trigo, salvado de arroz, harina de soja, paja de sorgo, bagazo de caña de azúcar. Se 
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han encontrado altas producciones de xilanasas tanto en bacterias como en hongos 

(Adhyaru, Bhatt y Modi, 2014; Zhang y Sang, 2015; Florencio et al., 2016). 

Otro factor que influye en la producción enzimática y que se investiga intensamente es 

la diferencia de producción en estado líquido (o fermentación sumergida SmF de sus 

siglas en inglés) o en estado sólido (SSF). Ambas formas tienen sus ventajas y desventajas. 

La fermentación sumergida se ha definido como fermentación en presencia de exceso de 

agua. Casi todas las instalaciones de producción de enzimas a escala industrial utilizan la 

tecnología de SmF debido a una mayor facilidad en el manejo y control de los parámetros 

operacionales (Singhania et al., 2010). En el caso de los hongos filamentosos, durante las 

últimas dos décadas, la SSF ha tomado interés debido a la producción de grandes 

cantidades de enzimas. La fermentación en fase solida se define como la fermentación 

en ausencia de agua libre. En este caso el tipo de sustrato lignocelulósico es el parámetro 

de mayor impacto en la producción de celulasas y xilanasas. La optimización de las 

condiciones de SSF, puede mejorar aún más la economía de producción general (Yoon et 

al., 2014). Ofrece ventajas sobre SmF en relación a una mayor productividad volumétrica, 

una mayor concentración de productos, un menor volumen de efluentes y una baja 

represión catabólica por los productos enzimáticos. Sin embargo, la variabilidad de la 

composición del material vegetal, la contaminación microbiana, la dificultad en la 

medición de parámetros y el diseño de reactores eficientes son las principales 

desventajas de esta tecnología (Hansen et al., 2015). 

Otros parámetros como la temperatura y el pH, también influyen en la producción y 

estabilidad de la enzima (Polizeli et al., 2005; Chakdar et al., 2016). Es importante también 

la consideración del tiempo de la fermentación y el tamaño inicial del inóculo (Yoon et 

al., 2014).  

2.4.5. Búsqueda de biocatalizadores  

La exploración de los diversos nichos ecológicos en búsqueda de nuevos 

microorganismos reveló la gran diversidad de especies que viven en hábitats bien 

distintos (Ceccato-Antonini, Brito Codato, et al., 2017). Entre las numerosas especies 

descubiertas en hábitats específicos e inusuales, es probable que muchas posean 

enzimas, rutas metabólicas y exhiban propiedades fisiológicas valiosas para aplicaciones 

biotecnológicas (Deak, 2009). Por lo tanto, una estrategia útil, que se utiliza desde finales 

del siglo XX, en la obtención de los sistemas enzimáticos, es la búsqueda de 

microorganismos productores de los mismos a partir de diferentes hábitats naturales.  

Como ejemplo de esta estrategia, el caso del hongo Trichoderma reesei. Es uno de los 

microorganismos más importantes para la industria de la biorrefinería debido a la 

variedad de celulasas que produce. El mismo fue aislado de los equipos de algodón en 



 

46 
 

descomposición del Ejército de EE. UU. en las Islas Salomón durante la Segunda Guerra 

Mundial hace poco más de setenta años (Bischof, Ramoni y Seiboth, 2016). Nuevos y 

numerosos intentos de obtener cepas innovadoras se han realizado desde esa fecha.  

En la degradación de las paredes celulares de plantas participan diversos 

microorganismos, entre ellos los hongos constituyen un grupo importante debido a que 

pueden colonizar los tejidos vegetales usando diferentes estrategias, pueden ser 

patógenos, saprófitos o simbiontes. Mediante el aislamiento de estos microorganismos y 

los posteriores estudios genéticos se han descubierto los sistemas enzimáticos adquiridos 

por los diferentes tipos de hongos filamentosos que se usan para degradar los polímeros 

en fuentes de carbono asimilables (Bertrand et al., 2016). Se han aislado hongos 

filamentosos aerobios degradadores de plantas a partir de diferentes ambientes donde 

hay madera y plantas en descomposición. En este sentido, se aislaron a partir de madera 

apilada en descomposición, algunas especies como son Pleorotus ostreatus, Ganoderma 

lucidon, Agrocybe aeregita y Lepista nuda, los cuales presentaron actividad xilanasa 

(Menezes, da Silva y Záchia, 2017). También se han reportado aislamientos del género 

Aspergillus con actividad xilanasa y libres de actividad celulasa a partir de muestras de 

suelo, compost de hojas y desechos de la industria papelera (Kalim y Mazhar, 2016). Por 

otro lado, se han aislado a partir de ambientes acuáticos como sedimentos de manglares 

y arena de coral las especies Inonotus tropicalis y Cerrena unicolor con actividad 

ligninolítica y Chaetomium globosum y Chaetomium brasiliense que mostraron 

excepcional actividad celulolítica. Estos hongos se cultivaron en conjunto con la finalidad 

de degradar el material lignocelulósico como paja de trigo y bagazo de caña de azúcar 

(Ramarajan y Sumathi Manohar, 2017). 

Dentro del reino fungi también las levaduras son de gran interés biotecnológico. Estos 

microorganismos son capaces de hidrolizar celulosa y/o hemicelulosa y se han reportado 

aislamientos tanto de especies endófitas como de muestras de suelo o desechos ricos en 

material lignocelulósico. Se puede citar la producción de biosurfactantes a partir de paja 

de trigo pretratada por una levadura del género Pseudozyma (Faria et al., 2014) lo que 

indica la presencia de enzimas hidrolíticas capaces de degradar los polímeros del material 

lignocelulósico y convertirlo en otros productos. Una levadura identificada como 

Cystobasidium oligophagum aislada de suelo rico con material lignocelulósico en 

descomposición produjo lípidos a partir de carboximetilcelulosa (Vyas y Chhabra, 2017). 

Otros productos que se han obtenido del uso de lignocelulósicos como fuente de carbono 

en un sistema de sacarificación y fermentación simultáneas utilizando enzimas 

comerciales y fermentado por levaduras aisladas como Saccharomyces sp. y Cándida sp. 

son xilitol y etanol (Latif y Rajoka, 2001; Ceccato-Antonini, Brito Codato, et al., 2017). 
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En la mayoría de los ambientes naturales, tanto de condiciones extremas como no, se 

han aislado bacterias capaces de degradar el material lignocelulósico. Por lo tanto pueden 

ser consideradas como una importantísima fuente de enzimas degradadoras (Ahmed, 

Babalola y Mckay, 2017). Las bacterias aerobias, de las cuales se han aislado enzimas 

celulasas, xilanasas y lignino peroxidasas y lacasas se encuentran generalmente en el 

suelo cerca de material lignocelulósico. Un ejemplo de esto es el estudio realizado en El 

Chaco, en Argentina, donde analizaron la diversidad bacteriana de los suelos cercanos a 

un bosque en el que encontraron al menos diez filos distintos de bacterias, varias de las 

cuales son conocidas productoras de celulasas como Acidothermus, Micromonospora, 

Streptomyces, Paenibacillus y Pseudomonas (Talia et al., 2012). Otro ejemplo son las pilas 

de compost, de la que aisló una bacteria Bacillus altitudinis, con capacidad de producir 

altas concentraciones de xilanasa en un medio con paja de sorgo (Adhyaru, Bhatt y Modi, 

2014).   

Los endófitos son un grupo muy diverso de microorganismos presentes en la mayoría de 

las plantas (si no todas) sin causar síntomas externos y se han estudiado intensamente 

debido a su relación simbiótica con las plantas y también debido a su potencial 

biotecnológico como agentes de control de plagas y como fuentes de metabolitos 

secundarios, incluidas sustancias bioactivas (Saikonnen et al., 1998). Estos 

microorganismos, al igual que los hongos patógenos de plantas, deben degradar la pared 

celular vegetal para infectar y también para competir con una multitud de otros 

organismos. Se han reportado microorganismos endófitos productores de enzimas que 

degradan el material vegetal, incluidas hidrolasas, como celulasas, xilanasas, amilasas y 

pectinasas, y enzimas ligninolíticas oxidativas (Bischoff et al., 2009; Procópio et al., 2009; 

De Almeida et al., 2011; Rajesh y Ravishankar Rai, 2013). Mediante la producción de estas 

enzimas, invaden y colonizan los tejidos vegetales y también obtienen nutrientes 

(Marques et al., 2018). Estos microorganismos resultan interesantes para la búsqueda de 

enzimas con actividad hidrolítica.  

2.5. Justificación de la investigación 
El consenso de que los seres humanos están causando el calentamiento global es 

compartido por el 90% -100% de los científicos que estudian el clima (Cook et al., 2016). 

Continuando con la tendencia de calentamiento a largo plazo del planeta, las 

temperaturas promedio en 2017 fueron 0.90 grados Celsius más cálidas que el promedio 

de 1951 a 1980, según los científicos del Instituto Goddard de Estudios Espaciales (GISS) 

de la NASA (Goddar Insitute for Space Studies, 2018) (ver Figura 22).  
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Figura 22- Distribución de diferencias de temperatura terrestre entre promedios 2013-2017 (T final) y promedios de 
referencia 1951-1980 (T inicial), según un análisis del Instituto Goddard de Estudios Espaciales de la NASA. Los rojos 
muestran regiones de mayor calentamiento en el polo norte (NASA / GSFC / Scientific Visualization Studio). 

Este cambio climático es impulsado en gran medida por el aumento de dióxido de 

carbono y otras emisiones en la atmósfera (National Oceanic and Atmospheric 

Administration, 2018). Estas alteraciones a nivel global han forzado a nuestra sociedad a 

demandar entre otras cosas, productos sostenibles. Es en esta búsqueda de soluciones 

que surge la idea de obtener estos nuevos productos a partir de recursos naturales 

renovables y así  disminuir la dependencia actual de los recursos fósiles y fijar la tasa de 

producción de CO2 a su tasa de consumo.  

En este sentido, el uso de la biomasa lignocelulósica es una de las alternativas más 

prometedoras (Mussatto, 2016). La biomasa se genera a partir del CO2 atmosférico 

disponible, el agua y la luz solar a través de la fotosíntesis. Por lo tanto, se ha considerado 

que la biomasa es la única fuente sostenible de carbono orgánico en la tierra y el 

equivalente perfecto al petróleo para la producción de combustibles y nuevos productos 

con emisiones netas de carbono iguales a cero. Además, es una materia prima renovable 

en abundancia y está disponible en todo el mundo (Hadar, 2013).  

El desarrollo de la biorrefinería tiene dos objetivos estratégicos: el desplazamiento del 

uso del petróleo a favor de las materias primas renovables (objetivo energético) y el 

establecimiento de una industria robusta a partir de la biomasa (objetivo económico). El 

objetivo energético se aborda mediante el esfuerzo actual dirigido a la producción de 

etanol, biodiesel y la producción de otros biocombustibles (butanol) para desplazar parte 

del petróleo actualmente utilizado. Pero a pesar de su gran volumen, el combustible es 

un producto de bajo valor económico, por lo que el retorno de la inversión en 
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operaciones sólo con biocombustibles presenta una barrera significativa para lograr el 

objetivo económico de la biorrefinería. Para cambiar esta realidad, se deben desarrollar 

otros productos de mayor valor agregado (Bozell y Petersen, 2010; Isikgor y C. Remzi 

Becer, 2015).  

El Uruguay es un país netamente agro-productor, por lo que  la existencia de fuentes 

renovables es una realidad, a este hecho se suma la necesidad de desarrollar tecnologías 

innovadoras, amigables con el medio ambiente y adaptables a estos recursos locales. Bajo 

estas premisas se enmarcan los objetivos de esta tesis, los cuales intentan acercarse 

desde una óptica multidisciplinaria, al  estudio del uso de enzimas xilanasas y celulasas 

obtenidas a partir de microorganismos aislados de fuentes naturales, para obtener 

azúcares fermentables y otros productos de alto valor agregado a partir materiales 

renovables (biomasa lignocelulósica)  como la  corteza de Eucalyptus dunnii. 
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3. Objetivos de la tesis 

3.1. Objetivo general 
Obtener microorganismos productores de xilanasas y celulasas para contribuir al proceso 

de degradación de desechos forestales lignocelulósicos con el fin de obtener azúcares 

para su potencial uso en la producción de bioetanol. 

 

3.2. Objetivos específicos 
3.2.1 Aislar microorganismos a partir de hábitats naturales ricos en celulosa y 

hemicelulosa. 

3.2.2 Seleccionar microorganismos con actividad celulasa y xilanasa, a partir de los 

microorganismos aislados en 3.2.1, mediante un cribado cualitativo. 

3.2.3 Seleccionar microorganismos, a partir de aquellos elegidos en 3.2.2, con buena 

actividad celulasa y xilanasa mediante un cribado cuantitativo.  

3.2.4 Identificar los microorganismos seleccionados en 3.2.3. 

3.2.5 Seleccionar el medio de cultivo apropiado y el tiempo óptimo para la mayor 

producción de celulasa y xilanasa mediante los microorganismos seleccionados 

en 3.2.3. 

3.2.6 Caracterizar las enzimas celulasa y xilanasa mediante sustratos modelo. 

3.2.7 Estudiar la posible  aplicación de las enzimas celulasa y xilanasa obtenidas.  
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4. Aislamiento de microorganismos a partir 

de hábitats naturales ricos en celulosa y 

hemicelulosa. 

4.1. Metodología 
Los aislamientos de microorganismos se realizaron a partir de: a) tejidos vegetales 

internos con la finalidad de aislar microorganismos endófitos; b) superficies vegetales 

para el aislamiento de microorganismos epífitos. Los órganos vegetales utilizados fueron 

ramas, corteza y hojas de un árbol de Eucalyptus globulus que se encuentra en la Facultad 

de Agronomía, Montevideo, Uruguay. Se recolectaron las muestras de un árbol que no 

mostrara signos de enfermedad.  

Los aislamientos se realizaron en los meses de marzo de 2015 y febrero de 2016. Un 

esquema de la metología seguida se muestra en la Figura 23.  
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Figura 23 - Esquema de aislamiento de microorganismos a partir de diferentes 
teijos de E. dunnii 
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4.1.1. Aislamiento de microorganismos endófitos 

La metodología que se empleó para el aislamiento de microorganismos endófitos fue la 

desarrollada por nuestro grupo de trabajo en el Laboratorio de Biocatálisis y 

Biotransformaciones (LBB) de Facultad de Química, UdelaR. La misma consiste en un 

procedimiento de desinfección del tejido vegetal y manipulación aséptica con material 

estéril (Rodríguez et al., 2007; Rodríguez, Gonzalez y Rodríguez Giordano, 2016). 

El procedimiento seguido para la desinfección del material vegetal se detalla a 

continuación (en el caso de las ramas previamente fueron peladas con cuchillo estéril, 

corteza y hojas se siguió directamente el procedimiento):  

1) Se sumergieron en una solución de Hipoclorito de sodio 10% durante 3 minutos 

2) Se enjuagaron dos veces con agua destilada estéril 

3) Se sumergieron en etanol 70% durante 3 minutos 

4) Se enjuagaron dos veces con agua destilada estéril 

5) Se secaron con papel de filtro estéril 

 

Para verificar que el proceso de desinfección fue adecuado se llevó a cabo el control del 

mismo mediante la impresión del material vegetal desinfectado en los medios de cultivo 

Tryptic Soy Agar (TSA) (Sigma-Aldrich) y Potato Dextrose Agar (PDA) (Difco ®). Las placas 

se incubaron a 28 °C durante 96 horas. No se observó crecimiento luego de transcurrido 

el tiempo de incubación en ninguno de los ensayos de procedimientos de desinfección, 

lo que significa que el proceso de desinfección de la superficie del tejido vegetal fue 

satisfactorio.   

Posteriormente, el material vegetal se cortó con cuchillo estéril y trozos de material 

desinfectados se incubaron de forma tal de aislar el máximo número de microorganismos 

posibles. Para ello se realizó, por un lado, la siembra del material vegetal en medios 

líquidos y por otra parte en medios sólidos. En ambas estrategias se utilizaron medios de 

cultivo nutrientes y medios de cultivos mínimos utilizando como fuente de carbono en 

estos últimos carboximenticelulosa (CMC) (comercial) o xilano de haya (Sigma-Aldrich). A 

continuación se describe la metodología seguida en cada caso. 

- Enriquecimiento en los medios de cultivos líquidos Tryptic Soy Broth, (TSB) (Sigma-

Aldrich) y M9, para el aislamiento de bacterias y Potato Dextrose Broth (PDB) (Difco ®) e 

Yeast Nitrogen Base (YNB) (Difco ®) para el aislamiento de hongos. Se agregaron 2 g de 

trozos del material vegetal desinfectado a cada uno de los caldos de enriquecimiento y 

se incubaron a 28 °C y 150 rpm en Shaker (IKA KS 4000 ic). Cuando se evidenció turbidez 

en los caldos debido al crecimiento microbiano desarrollado se procedió a realizar un 

subcultivo (dilución 1/10) de los mismos en los medios de cultivo M9, para la 
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recuperación de bacterias, e YNB, para hongos, adicionados con carboximetilcelulosa 

(CMC) o xilano de haya como fuente de carbono y energía. Esta metodología de 

subcultivo en medio mínimo, se llevó a cabo 2 veces, de forma de seleccionar 

microorganismos con las actividades hidrolíticas buscadas.  

Al evidenciar crecimiento por turbidez en los caldos, en cada una de las etapas, se 

procedió a realizar un aislamiento en superficie (se sembraron 100 l del cultivo de 

diluciones apropiadas) en los medios de cultivo nutrientes: TSA y PDA. Las placas se 

incubaron a 28°C y se observaron cada 24 horas hasta las 96 horas re-aislando los 

microorganismos que crecieron en nuevas placas.   

- Siembra directa del material vegetal en los medios sólidos TSA y M9 agar con CMC / 

Xilano para el crecimiento de bacterias; PDA e YNB agar con CMC / Xilano para la 

recuperación de hongos. Las placas se incubaron a 28 °C y se observaron diariamente. 

Las colonias desarrolladas se reaislaron mediante estrías en placas de TSA y PDA para 

obtener cultivos puros. 

 

4.1.2. Aislamiento de microorganismos epífitos 

Se llevó a cabo de igual forma que seguida para endófitos pero sin la etapa de 

desinfección del tejido vegetal. En este caso en los medios líquidos se agregó 1 g de 

material.  

 

4.1.3. Conservación de cepas microbianas 

Los crecimientos microbianos obtenidos en ambas estrategias se aislaron y se 

conservaron. En el caso de bacterias y levaduras el procedimiento empleado fue el de 

crioconservación, para lo cual se realizaron suspensiones microbianas en glicerol (Sigma-

Aldrich) al 17 % y se conservaron en freezer a -70 °C. Los hongos filamentosos se crecieron 

en tubos de PDA y se les adicionó vaselina estéril para conservarlos en atmósfera carente 

de oxígeno. Se conservaron además trozos de agar con crecimiento en viales con agua 

estéril. Ambos métodos se conservan a temperatura de 4 °C realizando subcultivos de los 

mismos cada 8 meses.  
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4.2. Resultados y discusión 
En los últimos años, la producción competitiva de biocombustibles renovables 

alternativos ha estimulado la investigación de nuevos microorganismos como fuente de 

celulasas y xilanasas altamente activas y específicas. Se pueden enumerar varias ventajas 

de estas nuevas cepas tales como presentar una tasa de crecimiento rápida, producción 

de enzimas que a menudo son más efectivas debido a una menor inhibición por producto 

y producción de un sistema completo multienzimático para una conversión eficiente de 

la lignocelulosa en azúcares fermentables (Ventorino et al., 2015). En este contexto, se 

debe prestar especial atención a la exploración de la biodiversidad de nichos naturales 

de donde estos microorganismos productores de celulasas y xilanasas puedan aislarse y 

caracterizarse. Desde el punto de vista microbiológico, la biomasa lignocelulósica 

representa un ecosistema complejo en el que las condiciones ambientales influyen en los 

organismos vivos y en particular, los factores químicos (pH y salinidad) y físicos 

(temperatura, presión y radiación) pueden ejercer una presión selectiva sobre la 

biodiversidad de los microorganismos (van den Burg, 2003). Como consecuencia, las 

comunidades microbianas autóctonas pueden prevalecer sobre otros microorganismos 

porque han evolucionado para adaptarse a estas condiciones (Suto et al., 2002; Ghio et 

al., 2012; Robledo et al., 2015; Vyas y Chhabra, 2017). 

Existen diversos trabajos en donde se describe el aislamiento de microorganismos a partir 

de árboles de Eucalyptus. Estos estudios fueron realizados con diferentes objetivos como 

ser conocer la distribución de los microorganismos en los diferentes niveles del árbol. En 

nuestro país, el equipo de Bettucci del Laboratorio de Micología de la Facultad de 

Ciencias, Udelar, ha realizado el estudio de  hongos endófitos de diferentes partes de 

Eucalyptus, centrándose por un lado en el rol de los hongos de la pudrición blanca de la 

madera mediante el estudio del sistema enzimático ligninolítico presente en los mismos 

y por otra parte en el estudio de la distribución de los diferentes géneros fúngicos a lo 

largo del árbol (Bettucci y Saravay, 1993; Bettucci y Alonso, 1997; Bettucci, Alonso y 

Tiscornia, 1999; Simeto et al., 2005).   

También se describen aislamientos de microorganismos de Eucalyptus para analizar si 

juegan un rol al momento de la descomposición del vegetal, es así que el grupo de 

Ventorino exploró la diversidad bacteriana en diferentes estados de degradación de un 

Eucalyptus y otras especies de árboles y señalaron que se encontró una comunidad 

altamente compleja de bacterias, de las cuales fueron aisladas aquellas que degradan 

eficientemente la celulosa y hemicelulosa (Ventorino et al., 2015). Estos antecedentes 

muestran la posibilidad de obtener microorganismos con diferentes actividades 

enzimáticas a partir de Eucalyptus.  
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En esta tesis se propuso conseguir la mayor cantidad de aislamientos con el objetivo de 

poder obtener microorganismos productores de enzimas xilanasas y celulasa. Fue por 

esta razón que se realizaron los aislamientos siguiendo diferentes estrategias de cultivo 

y empleando tejidos vegetales externos e internos para aislar microorganismos epífitos y 

endófitos del árbol de Eucalyptus globulus. 

Se logró un total de 143 aislamientos microbianos, de los cuales 37 fueron aislamientos 

a partir de hojas, 54 de ramas y 52 de corteza. Los microorganismos se dividieron en 

bacterias (B), levaduras (L) u hongos filamentosos (HF), de acuerdo a la observación de 

caracteres morfológicos macro y microscópicos. Los datos de los aislamientos se 

encuentran en la Tabla 4 y se muestran junto con el origen, el tipo de aislamiento y si 

provino de alguna etapa de enriquecimiento.  

Inicialmente se recuperaron todos los microorganismos, aunque tuvieran características 

morfológicas similares y se los trató como aislamientos distintos. La mayoría de los 

hongos provino del aislamiento inicial (83 %), sin etapa posterior de enriquecimiento, 

mientras que las bacterias y levaduras provinieron en su mayoría de los medios con 

sucesivas etapas de presión selectiva (84 %).  

 

Tabla 4- Aislamientos. Código: dado al aislamiento para su identificación, Tipo de aislamiento: Epífito o endófito, 
Origen: ramas, corteza u hojas, Enriquecimiento: si provino del aislamiento inicial o algún subcultivo 

BACTERIAS  LEVADURAS 

Código 
Tipo de 

aislamiento 
Origen 

Etapa de 
enriquecimiento 

 

Código 
Tipo de 

aislamiento 
Origen 

Etapa de 
enriquecimiento 

EBV10_1 Epif Ramas Aislamiento inicial  EBV12_15A Epif Ramas 1er subcultivo 

EBV10_2 Epif Ramas Aislamiento inicial  EBV13_37 Epif Ramas 1er subcultivo 

EBV10_3 End Ramas Aislamiento inicial 
 

EBV16_44 Epif Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV10_4 End Ramas Aislamiento inicial  EBV96_64 Epif Corteza 2do subcultivo 

EBV10_5 End Ramas Aislamiento inicial  EBV96_86 Epif Hojas 2do subcultivo 

EBV10_7 End Ramas Aislamiento inicial  EBV97_87 Epif Hojas 2do subcultivo 

EBV11_12 Epif Ramas Aislamiento inicial      
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BACTERIAS 

Código 
Tipo de 

aislamiento 
Origen 

Etapa de 
enriquecimiento 

EBV12_13 A End Ramas 1er subcultivo 
 HONGOS FILAMENTOSOS 

EBV12_13 B End Ramas 1er subcultivo 
 

Código 
Tipo de 

aislamiento 
Origen 

Etapa de 
enriquecimiento 

EBV12_14 End Ramas 1er subcultivo 
 

EBV11_10_A Epif Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV12_15B Epif Ramas 1er subcultivo 
 

EBV11_10_B Epif Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV12_16 End Ramas 2do subcultivo 
 

EBV11_11 Epif Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV12_17 End Ramas 1er subcultivo 
 

EBV11_8 Epif Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV12_18 Epif Ramas 1er subcultivo 
 

EBV11_9 Epif Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV12_19_A End Ramas 1er subcultivo 
 

EBV13_25 Epif Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV12_19_B End Ramas 1er subcultivo 
 

EBV13_26 End Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV12_21_A End Ramas 2do subcultivo 
 

EBV13_27 End Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV12_21_B End Ramas 2do subcultivo 
 

EBV13_28 Epif Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV12_21_C End Ramas 2do subcultivo 
 

EBV13_29 Epif Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV12_22 End Ramas 1er subcultivo 
 

EBV13_30 Epif Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV12_23_A Epif Ramas 2do subcultivo 
 

EBV13_31 End Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV12_23_B Epif Ramas 2do subcultivo  EBV14_43 End Ramas 1er subcultivo 

EBV12_24 End Ramas 2do subcultivo   EBV14_50 Epif Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV13_32 End Ramas Aislamiento inicial 
 

EBV15_38 End Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV13_34 End Ramas 1er subcultivo 
 

EBV15_39 End Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV13_35 Epif Ramas 1er subcultivo 
 

EBV15_40 End Ramas 
Aislamiento 

inicial 

EBV13_36 Epif Ramas 1er subcultivo 
 

EBV94_10 End Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV14_41 End Ramas 2do subcultivo 
 

EBV94_11 End Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV14_42 End Ramas 2do subcultivo 
 

EBV94_12 End Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV17_45 End Ramas 2do subcultivo 
 

EBV94_6 End Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV17_46 End Ramas 2do subcultivo 
 

EBV94_7 End Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV17_47 End Ramas 2do subcultivo 
 

EBV94_9 End Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV17_48 End Ramas Aislamiento inicial  EBV95_13 End Corteza 1er subcultivo 

EBV17_49 End Ramas Aislamiento inicial  EBV95_14 End Corteza 1er subcultivo 

EBV94_1 Epif Corteza 1er subcultivo 
 

EBV95_16 Epif Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV94_2 Epif Corteza 1er subcultivo 
 

EBV95_17 Epif Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV94_3 End Corteza 1er subcultivo 
 

EBV95_18_A Epif Corteza 
Aislamiento 

inicial 
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BACTERIAS 

Código 
Tipo de 

aislamiento 
Origen 

Etapa de 
enriquecimiento 

EBV94_4 End Corteza  1er subcultivo 
 

HONGOS FILAMENTOSOS 
   

EBV94_5 Epif Corteza 1er subcultivo 
 

Código 
Tipo de 

aislamiento 
Origen  

Etapa de 
enriquecimiento 

EBV94_8 End Corteza Aislamiento inicial  
 

EBV95_18_B Epif Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_21_A Epif Corteza Aislamiento inicial 
 

EBV95_19 Epif Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_40 Epif Corteza 1er subcultivo 
 

EBV95_20 Epif Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_41 Epif Corteza 1er subcultivo 
 

EBV95_21_C Epif Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_42 Epif Corteza 1er subcultivo 
 

EBV95_22 Epif Corteza 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_43A Epif Corteza 2do subcultivo  EBV96_15 End Corteza 1er subcultivo 

EBV96_43B Epif Corteza 2do subcultivo 
 

EBV96_23 End Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_44 End Corteza 1er subcultivo 
 

EBV96_24 End Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_45 End Corteza 2do subcultivo 
 

EBV96_25 End Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_46 End Corteza 2do subcultivo 
 

EBV96_26 End Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_47 End Corteza 1er subcultivo 
 

EBV96_27 Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_49 End Corteza 2do subcultivo 
 

EBV96_28 Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_51 End Corteza 2do subcultivo 
 

EBV96_29 Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_52 End Corteza 1er subcultivo 
 

EBV96_30_A Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_53 End Corteza 1er subcultivo 
 

EBV96_31 Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_54 End Corteza 2do subcultivo 
 

EBV96_32 Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_55 End Corteza 2do subcultivo 
 

EBV96_33_A Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_57 End Corteza 2do subcultivo 
 

EBV96_33_B Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_60 Epif Corteza 2do subcultivo 
 

EBV96_34_B Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_61 Epif Corteza 2do subcultivo 
 

EBV96_35 Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_62 Epif Corteza 1er subcultivo 
 

EBV96_36 Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_63 Epif Corteza 1er subcultivo 
 

EBV96_37 Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_65 Epif Corteza 2do subcultivo 
 

EBV96_38 Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 

EBV96_67 Epif Corteza 2do subcultivo  EBV96_39 End Corteza 2do subcultivo 

EBV96_68 Epif Corteza 2do subcultivo  EBV96_50 End Corteza 1er subcultivo 

EBV97_34 Epif Hojas Aislamiento inicial  EBV96_56 End Corteza 2do subcultivo 

EBV97_72 End Hojas 1er subcultivo  EBV96_58 Epif Corteza 2do subcultivo 

EBV97_74 Epif Hojas 1er subcultivo  EBV99_80_B Epif Hojas 1er subcultivo 

EBV97_75 Epif Hojas 2do subcultivo  EBV99_83 Epif Hojas 1er subcultivo 

EBV97_76 Epif Hojas 2do subcultivo 
 

EBV99_94 Epif Hojas 
Aislamiento 

inicial 
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En la Figura 24 se observa el árbol de E. globulus del cual se realizaron los aislamientos y 

el enriquecimiento de los microorganismos presente en las ramas del árbol en los 

diferentes medios de cultivo líquidos. En la Figura 25 se muestra el número de 

aislamientos obtenidos en cada caso así como el porcentaje de microorganismos 

endófitos aislados.  

 

 

Figura 24- Aislamientos. Izq: árbol de Eucalyptus globulus del cual se realizaron los aislamientos. Der: aislamientos en 
matraces. 

BACTERIAS 

Código 
Tipo de 

aislamiento Origen Etapa de 

enriquecimiento 

EBV97_79 Epif Hojas 1er subcultivo 

EBV97_80_A Epif Hojas 1er subcultivo 

EBV97_81 Epif Hojas 2do subcultivo 

EBV97_82 Epif Hojas 2do subcultivo 

EBV97_84 Epif Hojas 1er subcultivo  
EBV97_89 Epif Hojas 1er subcultivo  
EBV97_90 Epif Hojas 2do subcultivo  
EBV97_91 Epif Hojas 1er subcultivo  
EBV97_92 Epif Hojas 1er subcultivo  
EBV97_78 End Hojas 1er subcultivo  
EBV97_79 Epif Hojas 1er subcultivo  

EBV97_80_A Epif Hojas 1er subcultivo  
EBV97_81 Epif Hojas 2do subcultivo  
EBV97_82 Epif Hojas 2do subcultivo  
EBV97_84 Epif Hojas 1er subcultivo      
EBV97_89 Epif Hojas 1er subcultivo      
EBV97_90 Epif Hojas 2do subcultivo      
EBV97_91 Epif Hojas 1er subcultivo      
EBV97_92 Epif Hojas 1er subcultivo      
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Figura 25- Detalle de los aislamientos obtenidos de cada órgano vegetal. 

 
Los aislamientos de microorganismos endófitos obtenidos en la tesis fueron de 16, 50 y 

59% de las cepas aisladas de hojas, corteza y ramas, lo cual muestra la cantidad de estos 

microorganismos que están presentes en Eucalyptus. Dentro de los endófitos aislados, 

no se recuperó ninguna levadura. En ramas y corteza, la mayoría de los endófitos fueron 

bacterias, mientras que aquellos obtenidos de las hojas, la mayoría fueron hongos 

filamentosos.  

Estos datos junto con los reportes anteriores, apoyan la hipótesis desarrollada en esta 

tesis para la búsqueda de biocatalizadores diversos en un árbol de Eucalyptus. 

4.3. Conclusiones 
- La estrategia utilizada en los aislamientos fue adecuada dado que se logró obtener 

un amplio espectro de microorganismos a partir de las ramas, hojas y corteza del 

árbol de Eucalyptus globulus estudiado.  
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5. Cribado cualitativo y cuantitativo de 

actividades xilanasa y celulasa 

5.1. Metodología 
En la Figura 26 se muestra un esquema de los cribados realizados. 

 

 

Figura 26 - Esquema de los cribados realizados 
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5.1.1. Cribado cualitativo de actividades celulasa y 
xilanasa  

Todos los microorganismos aislados se sembraron en placas de Petri conteniendo los 

medios de cultivo mínimos M9 / YNB + agar 15 % + CMC o xilano de haya 0,5 %. Las placas 

se incuban en estufa a 28 °C, durante 48 y 72 horas en el caso de bacterias y levaduras y 

5 días en el caso de los hongos filamentosos. Al observar crecimiento las placas fueron 

teñidas con una solución acuosa al 0,1 % del colorante Rojo Congo (Sigma-Aldrich) 

durante 20 minutos. Se descartó el sobrenadante y se lavó la placa dos veces, con una 

solución de NaCl 1M durante 20 minutos cada vez (Teather y Wood, 1982; Meddeb-

Mouelhi, Moisan y Beauregard, 2014). Se midió el radio del halo de degradación 

observado. 

5.1.2. Cribado cuantitativo de actividades celulasa y 
xilanasa  

Para realizar la cuantificación de estas enzimas, los microorganismos seleccionados a 

partir del cribado cualitativo. Se crecieron cada uno de ellos, en dos medios líquidos uno 

nutriente y uno mínimo, usando xilano de haya o CMC como inductor o fuente de 

carbono. En esta etapa, se realizaron medidas enzimáticas a diferentes tiempos según el 

microorganismo en estudio. En el caso de las bacterias, se midió actividad a las 24 horas, 

las levaduras a las 48 horas y 5 días en los hongos filamentosos. A continuación se 

describe la metodología empleada según los microorganismos evaluados. 

5.1.2.1.  Bacterias 
Cada una de las bacterias seleccionadas se sembró mediante estrías en una placa de Petri 

con el medio de cultivo TSA y se incubó a 28 °C. Se inoculó una colonia en un tubo de 

ensayo con 5 ml de TSB y se incubó a 28 °C y con una agitación de 150 rpm. Al cabo de 

24 horas, se inoculó en una proporción 1/10 un matraz Erlenmeyer de 50 ml con 9 ml de 

los medios TSB o M9 + xilano o CMC 0,5 %. Los medios se incubaron a 28 °C, 150 rpm 

durante 24 horas. Se tomó 1 ml del cultivo, se centrifugó en microcentrífuga (miniStar 

Personal Centrifuge TOMOS Life Science Group) y del sobrenadante se midieron las 

actividades enzimáticas correspondientes. 

5.1.2.2. Levaduras 
Las levaduras seleccionadas se sembraron mediante estrías en una placa de Petri con el 

medio PDA y se incubaron durante 48 horas a 28 °C. Luego de observar colonias aisladas, 

se realizó un inóculo con una colonia en un tubo de ensayo con 5 ml de medio PDB. Los 

tubos se incubaron a 28 °C y 150 rpm. Luego de 24 horas de crecimiento, se inoculó en 

una proporción 1/10 un matraz Erlenmeyer de 50 ml con 9 ml de medio PDB o YNB + 
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xilano o CMC 0,5 %. Los cultivos se incubaron a 28 °C, 150 rpm durante 48 horas. Se tomó 

1 ml del cultivo, se centrifugó en microcentrífuga y del sobrenadante se midieron las 

actividades enzimáticas correspondientes. 

5.1.2.3. Hongos filamentosos 
Los hongos filamentosos seleccionados se sembraron en placas de Petri con el medio de 

cultivo PDA y se incubaron a 28 °C durante 7 días. Para realizar el inóculo se utilizó un 

sacabocado y se cortó con él discos de 1 cm de diámetro de micelio crecido en el medio 

PDA. Se tomaron 5 discos de micelio y se traspasaron a matraces Erlenmeyer de 50ml 

con 10 ml  de medios PDB o YNB + xilano / CMC 0,5 %. Los cultivos se incubaron durante 

5 días a 28 °C y con agitación orbital a 150 rpm. Al finalizar el periodo se midió actividad 

xilanasa o celulasa en los sobrenadantes. 

5.1.3.  Medida de actividad xilanasa 

Procedimiento modificado de Bailey (Bailey, Biely y Poutanen, 1992) 

En un tubo de ensayo se agregaron: 

- 0.5 ml solución de extracto enzimático  

- 1.0 ml solución de xilano 2 % en buffer citrato 0.05 M, pH 4.8  

Se dejó en baño de agua termostatizado (LAB-LINE, Modelo 18102A-1CEQ, Thermo 

Scientific) a 30 °C durante 60 minutos. Al finalizar se tomaron 0.375 ml de medio de 

reacción a otro tubo y se agregaron 0.750 ml de solución de ácido 3,5-dinitrosalicílico 

(DNS) (descrito en el anexo 12.2), se hirvieron los tubos de ensayo en baño a 100 °C 

durante 5 minutos, luego se enfriaron con un baño de agua - hielo. Se agregaron 5 ml de 

agua destilada y se midió la absorbancia a 540 nm. 

Se realizaron los siguientes blancos: 

- Blanco buffer (1.5 ml buffer citrato 0.05 M pH 4.8) 

- Blanco xilano (1.0 ml solución de xilano 2 % + 0.5 ml buffer citrato 0.05 M pH 4.8) 

- Blanco enzima (1.0 ml buffer citrato 0.05 M pH 4.8 + 0,5 ml extracto enzimático) 

Curva de calibración de xilosa  

Los resultados obtenidos de las mediciones se calcularon mediante una curva de 

calibración de xilosa que se construyó cada vez que se preparó DNS. Las curvas realizadas 

y la metodología de las mismas se muestran en el anexo 12.3.1. 

Unidades de actividad xilanasa 
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Las unidades se expresan como la cantidad de enzima que libera un  mol de equivalentes 

de xilosa por minuto por mililitro de solución de enzima en las condiciones del ensayo. 

 

𝑈

𝑚𝑙
= (

𝑚𝑔 𝑒𝑞. 𝑥𝑖𝑙𝑜𝑠𝑎

(𝑡𝑖𝑒𝑚𝑝𝑜 ∗ 𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑠𝑜𝑙𝑢𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝑒𝑛𝑧𝑖𝑚𝑎 ∗ 𝑃𝑀 𝑥𝑖𝑙𝑜𝑠𝑎)
) ∗ 𝐹𝐷 

 

- mg eq. Xilosa = [(obtenidos a partir de la curva de calibración (mg)) *1.5(ml)] / 

0.375(ml) 

- Tiempo= 60 minutos de reacción  

- Volumen solución de enzima o volumen de la dilución = 0.5 ml agregados al tubo 

de reacción  

- PM xilosa = 0,150 mg/mol  

- FD = factor de dilución 

 

5.1.4.  Medida de actividad celulasa (FPasa) 

Procedimiento (Adney y Baker, 2008) 

En un tubo de ensayo se agregaron: 

- 0.5 ml de extracto enzimático. 

- 1.0 ml de buffer citrato 0.05 M pH 4.8  

- Tira de papel de filtro de aproximadamente 50 mg Whatman N°1 (5 cm de largo 

y 1 cm de ancho) 

Se dejan los tubos de ensayo en baño de agua termostatizado durante 60 a 30 °C. Al 

finalizar se agregan 3 ml de solución de DNS, se hierven los tubos de ensayo en baño a 

100 °C durante 5 minutos, luego se enfrían con un baño de agua - hielo. Se toma 1 ml de 

solución (previa homogenización) y se agregan 4 ml de agua destilada y se mide la 

absorbancia a 540 nm. 

Blancos: 

- Blanco buffer (1.5 ml buffer citrate 0.05 M pH 4.8) 

- Blanco papel de filtro (1.5 ml buffer citrato 0.05 M pH 4.8 + tira de papel) 
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- Blanco enzima (1.0 ml buffer citrato pH 4.8 0.05 M + 0.5 ml solución de enzima) 

Curva de calibración de glucosa 

Los resultados obtenidos de las mediciones se calcularon mediante una curva de 

calibración de glucosa que se construyó cada vez que se preparó DNS. Las curvas 

realizadas y la metodología de las mismas se muestran en el anexo 12.3.1. 

Unidades de actividad celulasa 

Las unidades se expresan como la cantidad de enzima que libera un  mol de equivalentes 

de glucosa por minuto por mililitro de solución de enzima en las condiciones del ensayo. 

 

𝑈

𝑚𝑙
=

𝑚𝑔 𝑒𝑞. 𝑔𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑎

(𝑡𝑖𝑒𝑚𝑝𝑜 ∗ 𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑠𝑜𝑙𝑢𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝑒𝑛𝑧𝑖𝑚𝑎 ∗ 𝑃𝑀 𝑔𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑎)
 

 

- mg eq. Glucosa = [(obtenidos a partir de la curva de calibración (mg/ml))*1.5(ml)] 

- Tiempo de reacción = 60 min 

- Volumen solución de enzima= 0.5 ml agregados al tubo  

- PM glucosa= 0.180 mg/mol  

 

5.2. Resultados y discusión 
Luego del aislamiento de microorganismos a partir de diferentes tejidos de un árbol de 

E. globulus, se llevó a cabo un análisis cualitativo de la habilidad de cada aislamiento de 

producir enzimas celulasa y xilanasa. Con ese objetivo se sembraron placas con medio 

mínimo más el agregado de CMC o de xilano de haya y luego de observar crecimiento, se 

procedió a teñir la placa con una solución de rojo Congo. Se ha reportado que este 

colorante se une a los polímeros como la CMC y el xilano (Teather y Wood, 1982), en el 

caso que el microorganismo presente actividad celulasa o xilanasa, degrada el polímero 

y por lo tanto en la zona de hidrólisis el colorante no quedará adherido.   

Del total de resultados positivos, 52 resultaron tener ambas actividades, 22 mostraron 

únicamente actividad celulasa y 17 xilanasa (resultados positivos en Tablas 5, 6 y 7). Del 

conjunto de microorganismos, que presentaron alguna de las actividades enzimáticas 

evaluadas, se seleccionaron aquellos que mostraron un halo de degradación mayor a 1 
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cm de radio, se trata de 18 aislamientos bacterianos, 14 hongos filamentosos y 4 

levaduras. 

En la Figura 27 se muestran ejemplos de los halos de degradación que se obtuvieron en 

este cribado cualitativo cuando existió actividad hidrolítica de interés. 

 

Figura 27- Placas en las que se observa halo de degradación de los polímeros en estudio mediante tinción con colorante 
rojo Congo indicando actividad hidrolítica. Ejemplos de actividad xilanasa y celulasa en bacterias a la izquierda y hongos 
ala derecha en cada caso. 

 
Una vez seleccionados los microorganismos, se llevó a cabo el cribado cuantitativo en dos 

medios líquidos para cada cepa, uno que fuera un medio nutriente y otro un medio 

mínimo. Estos medios se seleccionaron dependiendo de si se trató de un aislamiento 

procariota o eucariota. Como medio rico se utilizaron TSB o PDB, junto con el agregado 

de xilano o CMC, y los medios mínimos usados fueron M9 y YNB también con el agregado 

de los polímeros como fuente única de carbono y energía. Se ensayó la actividad xilanasa 

o celulasa al medir los azúcares reductores producidos por el sobrenadante del medio de 

cultivo sobre xilano o papel de filtro (para xilanasa y celulasa respectivamente), por el 

método del ácido dinitrosalicílico (DNS).  El DNS en medio alcalino, al calentar, es reducido 

al ácido 3-amino,5-nitrosalicílico, mientras que los carbonilos libres presentes en el medio 

de reacción (extremo reductor), se oxidan y se desarrolla un color anaranjado que es 

proporcional directamente a la cantidad de extremos reductores presentes (Vermelho y 

Couri, 2013). 

A continuación se detallan los resultados obtenidos, se dividieron entre bacterias, 

levaduras y hongos filamentosos para facilitar la comprensión y discusión. 

 

 

 

5.2.1. Cribados cualitativo y cuantitativo de actividad 
celulasa y xilanasa en las bacterias seleccionadas 

XILANASA CELULASA 
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En esta tesis, en total se aislaron 79 bacterias de los diferentes tejidos vegetales, un 53% 

mostró alguna actividad enzimática de las evaluadas y el 30% mostraron ambas 

actividades.  

A partir del análisis de los resultados del cribado, se seleccionaron 18 bacterias (según 

mostraran un halo mayor a 1 cm de radio) para proseguir con el estudio de la producción 

enzimática en medio líquido (Tabla 5). Fueron seleccionadas 11 por ambas actividades, 5 

por actividad celulasa y 2 cepas por actividad xilanasa. El porcentaje de bacterias  

seleccionado fue similar al reportado por Amore y colaboradores, en que se realizó un 

aislamiento a partir de muestras de distinta naturaleza (suelo húmico, tierra, superficie 

de roca entre otras) y se obtuvieron 93 bacterias. El cribado mediante el ensayo de 

xilanasa y celulasa en placa utilizando rojo Congo, permitió seleccionar 7 

microorganismos xilanolíticos y 14 celulolíticos que mostraron halos de actividad con un 

diámetro mayor de 5 mm (Amore et al., 2015). En este trabajo los investigadores 

realizaron el aislamiento en medio nutriente, por lo que otros microorganismos sin la 

capacidad de producir estas enzimas pueden haber crecido, lo que también pudo haber 

ocurrido en esta tesis. 

Tabla 5-Bacterias seleccionadas del cribado cualitativo en placa de actividades xilanasa y celulasa. X =xilanasa / 
C=celulasa 

Código X C Seleccionada por 

EBV10_1 - -   

EBV10_2 - -   

EBV10_3 - -   

EBV10_4 - -   

EBV10_5 - -   

EBV10_7 + + POR ACTIVIDAD XILANASA 

EBV11_12 - + POR ACTIVIDAD CELULASA  

EBV12_13 A - +   

EBV12_13 B - -   

EBV12_14 - + POR ACTIVIDAD CELULASA  

EBV12_15B - + POR ACTIVIDAD CELULASA  

EBV12_16 - -   

EBV12_17 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV12_18 - -   

EBV12_19_A + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV12_19_B + - POR ACTIVIDAD XILANASA 

EBV12_21_A + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV12_21_B + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV12_21_C - -   

EBV12_22 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV12_23_A - + POR ACTIVIDAD CELULASA  
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EBV12_23_B - -   

EBV12_24 - -   

EBV13_32 - -   

EBV13_34 - -   

EBV13_35 - -   

EBV13_36 - -   

EBV14_41 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV14_42 - + POR ACTIVIDAD CELULASA  

EBV17_45 - -   

EBV17_46 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV17_47 - -   

EBV17_48 - -   

EBV17_49 - -   

EBV94_1 - -   

EBV94_2 - -   

EBV94_3 + +   

EBV94_4 - -   

EBV94_5 - -   

EBV94_8 - -   

EBV96_21_A + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV96_40 + -   

EBV96_41 - +   

EBV96_42 + +   

EBV96_43A - -   

EBV96_43B - -   

EBV96_44 + +   

EBV96_45 + +   

EBV96_46 + +   

EBV96_47 + -   

EBV96_49 + +   

EBV96_51 + +   

EBV96_52 - +   

EBV96_53 - -   

EBV96_54 - -   

EBV96_55 + -   

EBV96_57 - +   

EBV96_60 + +   

EBV96_61 - -   

EBV96_62 + +   

EBV96_63 + +   

EBV96_65 - +   

EBV96_67 - -   

EBV96_68 - +   

EBV97_34 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV97_72 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  
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EBV97_74 + +   

EBV97_75 + +   

EBV97_76 + -   

EBV97_78 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV97_79 - -   

EBV97_80_A - -   

EBV97_81 - -   

EBV97_82 - -   

EBV97_84 - -   

EBV97_89 - +   

EBV97_90 - -   

EBV97_91 - -   

EBV97_92 - +   

 

5.2.1.1. CELULASA 
A partir de las bacterias seleccionadas, se midió actividad en los medios líquidos. En el 

caso de la actividad celulasa, todas las cepas analizadas mostraron valores bajos de 

actividad, las mayores se observan en general en los medios nutrientes con CMC (Figura 

28).  

 
Figura 28- Actividad celulasa medida en las bacterias seleccionadas en los medios de cultivo TSB CMC (medio nutriente 
más carboximetilcelulosa) y M9 CMC (medio mínimo más carboximetilcelulosa). 

 
En algunos cultivos en medio mínimo con CMC no se detectó actividad, como en el caso 

de EBV11-12, EBV12-19-A y EBV14-41. Mientras que las mayores actividades alcanzadas 

fueron de 0.08 U/ml para EBV12-14 en medio nutriente con CMC y de 0.045 para EBV17-

46 en medio mínimo con CMC. Los bajos valores de actividad celulasa obtenidos son 

similares a los reportados por otros investigadores. En el estudio de Ghio y 

colaboradores en el que aislaron una cepa de Paenibacillus sp. A59 se analizó además 
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de la actividad xilanasa, la actividad celulasa en medios mínimos y nutrientes con el 

agregado de los polímeros o sustratos lignocelulósicos. La actividad endoglucanasa 

(medida con CMC) a las 24 horas fue menor a 0.05 U/ml mientras que el máximo de 

actividad se obtuvo a las 72 horas de crecimiento (0.46 U/ml) en el medio mínimo con 

el agregado de CMC (Ghio et al., 2016).  

Otros reportes de bacterias aisladas, siguieron otros criterios de selección y llegaron a 

elegir cepas con actividad celulasa máxima en cultivos líquidos con más tiempo de 

crecimiento. En un estudio en el que se aislaron 32 bacterias del tracto gastrointestinal 

de un caracol de África (Dar et al., 2015), 18 mostraron actividad en medio sólido pero 

seleccionaron 5 para seguir trabajando. Una de ellas, identificada como Ochrobactrum 

sp. fue la que mostró la mayor actividad endo-celulasa en medio líquido luego de 14 

días de incubación y la mayor actividad exo-celulasa se encontró en una bacteria de la 

especie Bacillus subtilis luego de 10 días de crecimiento.  

5.2.1.2. XILANASA 
Al realizar la medición de actividad xilanasa se pudo determinar que dentro de las cepas 

bacterianas, 9 mostraron mayor actividad en el medio TSB adicionado con xilano (TSB 

Xil) y 2 en el medio M9 adicionado con xilano (M9 Xil) (Figura 29).  

 

Figura 29- Actividad xilanasa medida en las bacterias seleccionadas, en los medios de cultivo TSB Xil (medio nutriente 
más xilano) y M9 Xil (medio mínimo más xilano). 

 
Las actividades xilanasa medidas en bacterias estuvieron entre 0.02 y 1.07 U/ml para 

EBV14-41 y EBV97-72 en los medios mínimos más xilano y la máxima actividad en medio 

nutriente fue de 0.96 U/ml para EBV96-21-A. Los resultados obtenidos son comparables 

a otros reportes en los que se estudiaron condiciones similares de producción de 

xilanasa por bacterias. En el estudio realizado por Amore y su equipo, luego del 

aislamiento de bacterias, realizaron un cribado cuantitativo de actividades en medio 
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mínimo líquido, con el agregado de xilano de haya comercial. Las actividades medidas 

fueron de 0.4 a 0.6 U/ml a las 24 horas de crecimiento (Amore et al., 2015). En otros 

estudios en los que siguieron la actividad en el tiempo, observaron que la actividad 

aumentó luego de las 24 horas. Al aislar una cepa de Paenibacillus sp. A59 Ghio y 

colaboradores analizaron la actividad xilanasa en medios mínimos y ricos con el 

agregado de los polímeros comerciales o sustratos lignocelulósicos. La actividad xilanasa 

fue de 1.8 U/ml a las 24 horas y el máximo se obtuvo a las 72 horas (3.66 U/ml) en el 

medio mínimo con xilano de haya comercial (Ghio et al., 2016). De estos datos queda 

clara la importancia del agregado de xilano al medio de cultivo en la producción de 

xilanasas.  

El xilano comercial es un sustrato caro y que no se obtiene fácilmente, por lo tanto luego 

de encontrar cepas de interés, es importante evaluar la  producción enzimática con 

medios más baratos. Otros investigadores observaron que las máximas actividades 

xilanolíticas medidas en bacterias se obtuvieron en los medios con residuos 

lignocelulósicos. Es el caso de un aislamiento de bacterias a partir de estiércol de 

diversos rumiantes, donde de un  total de 249 bacterias aisladas, se seleccionaron 65 

de un cribado cualitativo de xilanasa en placa. Luego estudiaron la producción en medio 

líquido de tres de estas cepas y observaron que el máximo de actividad se encontró a 

las 24 horas de crecimiento (3.5 U/ml) en un medio con salvado de trigo (Thite y 

Nerurkar, 2015). Estos reportes abren la posibilidad de desarrollar nuevos medios de 

cultivo con las cepas seleccionadas. 

En esta tesis se seleccionó para continuar los estudios de actividad xilanasa, la bacteria 

EBV 12-22 (enmarcada en un círculo verde en la figura 29), endófita de ramas, porque 

mostró un valor de actividad xilanasa considerable y fue de las que se midió actividad 

celulasa más baja. Se seleccionó de esta forma para trabajar una actividad enzimática 

por microorganismo.  

 

5.2.2. Cribados cualitativo y cuantitativo de actividad 
celulasa y xilanasa en las levaduras seleccionadas  

En la presente tesis, se aislaron 6 levaduras, 3 mostraron solo actividad xilanasa y 1 

celulasa. En este caso todas las que fueron positivas se seleccionaron para su posterior 

estudio en medio líquido. 

En el caso de trabajos sobre levaduras con actividad celulasa, el número de publicaciones 

es bajo. Algunos géneros como Rhodotorula, Cryptococcus, Candida, Sporobolomyces, 

Aureobasidium, Cystobasidium se reportaron como productores de diferentes tipos de 
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celulasas,  todas aisladas de suelos donde había madera en descomposición (Strauss et 

al., 2001; Baldrian y Valášková, 2008; Mattam et al., 2016; Vyas y Chhabra, 2017). Los 

resultados de cantidad de levaduras con actividad celulasa en relación al total de 

aislamientos obtenidos en esta tesis son mayores que los obtenidos en el trabajo de 

Jiménez y colaboradores donde en un cribado realizado sobre 51 géneros de levaduras 

aisladas solo dos mostraron alta actividad celulasa (Jiménez et al., 1991).  

La cantidad de estudios sobre aislamientos de levaduras con actividad xilanasa, es un 

poco mayor que en el caso anterior, pero es baja en comparación con aquellos en los que 

se estudiaron bacterias y hongos filamentosos. Algunos son de gran interés ya que se 

describió una nueva especie, como Pseudozyma brasiliensis (Oliveira et al., 2014) aislada 

del tracto gastrointestinal de un coleóptero asociado a las raíces de la caña de azúcar en 

Brasil, la cual se reportó posteriormente como productora de una endoxilanasa (Borges 

et al., 2014). Otros géneros obtenidos en aislamientos de levaduras productoras de 

xilanasas comprenden a Candida, Meyerozyma, Scheffersomyces, Sugiyamaella, 

Cryptococcus y Trichosporon, aisladas de madera en descomposición y bagazo de caña de 

azúcar de diferentes regiones de Brasil (Lara et al., 2014). En ese estudio aislaron 358 

cepas de levadura, de ellas 75 dieron positivas como productoras de xilanasas en medio 

sólido (21 % de las cepas). El porcentaje de cepas con actividad xilanasa respecto al total 

de aisladas es  menor que el reportado en esta tesis (50 % positivas en actividad xilanasa).  

En la Tabla 6, a continuación, se resumen las actividades obtenidas de las levaduras 

seleccionadas.   

Tabla 6- Levaduras seleccionadas del cribado cualitativo en placa de actividades xilanasa y celulasa. X =xilanasa / 
C=celulasa 

Código X C Seleccionada por  

EBV12_15A - -   

EBV13_37 + - POR ACTIVIDAD XILANASA 

EBV16_44 - -   

EBV96_64 + - POR ACTIVIDAD XILANASA 

EBV96_86 - + POR ACTIVIDAD CELULASA  

EBV97_87 + - POR ACTIVIDAD XILANASA 

 

5.2.2.1. CELULASA 
Una cepa de levadura mostró halo de degradación en medio sólido y CMC y se 

seleccionó para medir su actividad en medio líquido. A las 48 horas, las actividades en 

los medios nutriente y mínimo fueron de 0.14 y 0.04 U/ml respectivamente (Figura 30). 

Los resultados en el medio mínimo son similares a los obtenidos por Vyas y Chhabra, 

que estudiaron entre otras actividades, la actividad celulasa de una cepa de 
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Cystobasidium oligophagum aislada a partir de suelo rico en residuos de celulosa. 

Midieron la actividad en un medio mínimo con el agregado de CMC y mostró a las 48 

horas actividades de FPasa de aproximadamente 0.01 U/ml, siendo máximas a las 72 

horas (0.04 U/ml) (Vyas y Chhabra, 2017). 

 

Figura 30- Actividad celulasa  de la  levadura seleccionada (EBV 96-86 ) en los medios de cultivo PDB CMC (medio 
nutriente más carboximetilcelulosa) y YNB  CMC ( medio mínimo más carboximetilcelulosa). 

 
Al ser la única levadura ensayada y al analizar los resultados cuantitativos obtenidos se 

seleccionó para continuar los estudios de producción de celulasa.  

5.2.2.2. XILANASA 
Respecto a las 3 levaduras ensayadas en la actividad xilanasa, EBV 96-64 fue la que 

mostró actividad más baja. En el caso de EBV 13-37 se midió una actividad de 0.80 U/ml 

en el medio nutriente (PDB + xilano) y 0.37 U/ml en el medio mínimo (YNB + xilano). 

Para el caso de EBV 97-87 se invierten los resultados (enmarcada en círculo verde en la 

Figura 31), siendo mayor la actividad en el medio mínimo (0.42 U/ml en PDB Xil y 0.80 

U/ml en YNB Xil).  
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Figura 31 - Actividad xilanasa medida en las levaduras seleccionadas, en los medios de cultivo PDB Xil (medio nutriente 
más xilano) e YNB Xil (medio mínimo más xilano). 

 
Estos resultados son ligeramente menores que los obtenidos por otros autores que 

utilizaron un medio mínimo con el agregado de xilano comercial para inducir la actividad 

xilanasa. En el estudio llevado a cabo por Lara y colaboradores se ensayó la actividad 

xilanasa sobre 21 cepas de levaduras aisladas de madera en descomposición y bagazo 

de caña de azúcar, en medio líquido utilizando xilano de haya como fuente de carbono 

y al cabo de 48 horas, se destacó la actividad de una cepa de Cryptococcus laurentii 

UFMG-HB 48, siendo de 1.4 U/ml (Lara et al., 2014). El grupo de Ali, realizó un 

aislamiento de levaduras a partir de tracto intestinal de termitas, y se obtuvieron 92 

cepas. De ellas 25 se identificaron como productoras de xilanasas, además estudiaron 

su producción en condiciones similares a las de esta tesis, en el medio mínimo YNB con 

la adición de xilano y la mayor productora fue una cepa identificada como Candida 

pseudorhagii SSA-1542T  (1.73 U/ml) esta actividad se midió luego de tres días de cultivo 

(Ali et al., 2017).   

Las máximas actividades en levaduras, se encontraron en EBV97-87 en medio mínimo 

YNB más xilano y en el caso de EBV13-37 fue máxima en el medio rico. Se decidió seguir 

trabajando con EBV97-87 ya que es valioso que la única fuente de carbono sea el 

polímero a biodegradar y obtener actividades altas en medios mínimos ya que en 

general estos son más simples en su composición. Por lo tanto llevaría menos pasos de 

purificación de la enzima y además en general son menos costosos si se puede utilizar 

un residuo como fuente de carbono y energía (Singhania et al., 2015). 

5.2.3. Cribados cualitativo y cuantitativo de actividad 
celulasa y xilanasa en los hongos filamentosos 
seleccionados  
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En el presente trabajo se aislaron 58 cepas de hongos filamentosos, de los cuales se 

encontró que 28 mostraron ambas actividades (48%), 9 xilanasa y 8 celulasa (Tabla 7) es 

importante señalar que a pesar de que la mayoría de los hongos fueron obtenidos en el 

aislamiento inicial, sin sucesivas etapas de presión selectiva, el 78 % fue positivo a alguna 

actividad. Estos resultados varían ligeramente respecto a un estudio realizado sobre 

hongos endófitos aislados sin presión selectiva de cactus forrajero en la región semi-árida 

al noreste de Brasil, en el que ensayaron 24 especies de las cuales 14 mostraron ambas 

actividades en el ensayo en placa (58 %). Mientras que todas fueron productoras de 

xilanasa, ninguna fue productora únicamente de celulasa (Bezerra et al., 2012). En otro 

estudio encontraron que de 119 hongos filamentosos aislados, 56 mostraron actividad 

xilanasa en un ensayo en placa con xilano de haya (Robl et al., 2013). Se desprende de 

estos resultados que debido a su naturaleza de degradadores de materia orgánica, es de 

esperar que los hongos filamentosos tengan la capacidad de expresar un amplio 

repertorio de enzimas hidrolíticas aunque no provengan de un medio con presión 

selectiva.   

Para continuar con los estudios de cribado cuantitativo se seleccionaron 7 cepas por 

ambas actividades, 6 por actividad celulasa y 1 por actividad xilanasa (Tabla 7). 

Tabla 7- Hongos filamentosos seleccionados del cribado cualitativo en placa de actividades xilanasa y celulasa. X 
=xilanasa / C=celulasa 

Código X C Seleccionada por  

EBV11_10_A - -   

EBV11_10_B - -   

EBV11_11 - + POR ACTIVIDAD CELULASA  

EBV11_8 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV11_9 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV13_25 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV13_26 - + POR ACTIVIDAD CELULASA  

EBV13_27 - -   

EBV13_28 - + POR ACTIVIDAD CELULASA  

EBV13_29 - + POR ACTIVIDAD CELULASA  

EBV13_30 + -   

EBV13_31 - -   

EBV14_43 + -   

EBV14_50 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV15_38 - -   

EBV15_39 + +   

EBV15_40 - -   

EBV94_10 + -   

EBV94_11 + +   

EBV94_12 + -   
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EBV94_6 + +   

EBV94_7 + +   

EBV94_9 + +   

EBV95_13 + +   

EBV95_14 + +   

EBV95_16 - -   

EBV95_17 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV95_18_A + +   

EBV95_18_B + +   

EBV95_19 - +   

EBV95_20 + +   

EBV95_21_C + -   

EBV95_22 + +   

EBV96_15 - + POR ACTIVIDAD CELULASA  

EBV96_23 + +   

EBV96_24 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV96_25 + + POR AMBAS ACTIVIDADES  

EBV96_26 + +   

EBV96_27 + +   

EBV96_28 + +   

EBV96_29 - -   

EBV96_30_A + +   

EBV96_31 - -   

EBV96_32 - -   

EBV96_33_A + -   

EBV96_33_B - -   

EBV96_34_B + +   

EBV96_35 + +   

EBV96_36 + +   

EBV96_37 + -   

EBV96_38 + - POR ACTIVIDAD XILANASA 

EBV96_39 - -   

EBV96_50 - -   

EBV96_56 + -   

EBV96_58 + +   

EBV99_80_B - + POR ACTIVIDAD CELULASA  

EBV99_83 - +   

EBV99_94 + +   

 

5.2.3.1. CELULASA 
Se analizó la actividad celulasa a las 13 cepas seleccionadas, dos de ellas, mostraron 

buena actividad celulasa, EBV96-24 (0.28 U/ml) y EBV96-25 (0.37 U/ml) luego de 5 días 

de crecimiento en el medio nutriente con CMC (Figura 32). Los valores obtenidos están 
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dentro del rango de las actividades medidas por otros autores. Ramarajan y su equipo 

evaluaron la producción enzimática de aislamientos realizados y observaron que 

utilizando CMC en un medio mínimo para el crecimiento de los hongos, lograron una 

máxima actividad FPasa de 0.07 U/ml luego de 14 días, pero que aumentó, para algunos 

aislamientos, cuando utilizaron un residuo lignocelulósico como paja de arroz 

(Ramarajan y Sumathi Manohar, 2017). La actividad medida en esta tesis fue mayor en 

un menor tiempo de incubación que el reporte citado. Otros investigadores evaluaron 

cepas de Penicillium aisladas de suelos, en relación a una cepa de Trichoderma RUT C30 

(una cepa mutante capaz de secretar altos niveles de proteínas) y encontraron que en 

un medio con AVICEL como fuente de carbono se obtuvo similar actividad FPasa entre 

la cepa mutante y la aislada, con menos cantidad de proteína en la cepa aislada (0.88 

U/ml para Trichoderma; 0.90 y 0.91 U/ml para las dos cepas de Penicillium) después de 

5 a 7 días (Marjamaa et al., 2013). Estas actividades FPasa fueron tres veces mayores 

que las obtenidas en esta tesis, en un tiempo de crecimiento similar. De estos datos se 

desprende que la capacidad de los hongos filamentosos de expresar las enzimas de 

interés, es dependiente del metabolismo de los mismos, y además de la selección de la 

fuente de carbono en la que crecen.   

 

Figura 32 - Actividad celulasa en los hongos filamentosos seleccionados en los medios de cultivo PDB CMC (medio rico 
más carboximetilcelulosa) y YNB  CMC (medio mínimo más carboximetilcelulosa). 

 
Se seleccionó a partir de los resultados obtenidos en el cribado cuantitativo a las cepas 

con mayor actividad medida, EBV 96-24 y EBV 96-25 (enmarcadas en círculo verde en 

la figura 32), ambos hongos endófitos de hojas de E. globulus, para continuar su estudio 

de producción de celulasa.  
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5.2.3.2. XILANASA 
Al estudiar la actividad xilanasa en los 8 hongos filamentosos seleccionados, los 

resultados muestran que la cepa EBV 95-17 (enmarcada con círculo verde en Figura 33) 

mostró la actividad xilanasa más importante dentro de este grupo, alcanzando las 0.86 

U/ml en el medio nutriente con xilano. En general en los diferentes reportes de 

aislamiento y cribado de actividad xilanasa en los hongos se estudia su producción en 

medio sólido con sustrato lignocelulósico como fuente de carbono y energía, por lo que 

las unidades enzimáticas no se pueden comparar ya que se expresa como U/g de 

material usado (Ang et al., 2013; Zhang y Sang, 2015; Marques et al., 2018). Sin 

embargo, en un estudio de cribado realizado por Robl y colaboradores, sobre 6 cepas 

de hongos filamentosos en medio líquido con xilano de haya comercial midieron 

actividad xilanasa luego de 6 días de crecimiento y obtuvieron valores de actividad entre 

2.59 y 15.04 U/ml (Robl et al., 2013).  

Estos  datos indican que los medios, tiempos y el método seleccionado para medir 

actividad xilanasa fueron eficientes ya que se obtuvieron resultados que permitieron 

seleccionar una cepa con potencial capacidad de producir enzimas de interés. 

 

Figura 33 - Actividad xilanasa medida en los hongos filamentosos seleccionados. En PDB Xil (medio rico más xilano) y 
YNB Xil (medio mínimo más xilano). 

 
La cepa EBV 95-17 se seleccionó como productora de xilanasa para continuar con los 

estudios de esta enzima.  
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5.3. Conclusiones 
- Los métodos de cribado fueron útiles para determinar la posibilidad de los 

aislamientos de producir las enzimas de interés. En todos los casos los resultados 

estuvieron en los rangos de los valores reportados en bibliografía por lo que apoya 

el uso de estas técnicas y permite seguir adelante con el resto de los objetivos de 

la tesis. Los resultados obtenidos en esta etapa afirman la utilidad de aislamiento 

de microorganismos para obtener actividades enzimáticas de interés.  

 

- El cribado cualitativo resultó rápido para la determinación de las actividades 

xilanasa y celulasa tanto para bacterias, levaduras y hongos en un periodo corto 

de tiempo y que disminuye el tiempo que se consumiría al probar todas las cepas 

en un cribado cuantitativo. Mediante el empleo de esta técnica se logró 

seleccionar 18 bacterias, 4 levaduras y 14 hongos filamentosos para proseguir con 

el cribado cuantitativo. 

 

- La evaluación de las actividades en el cribado cuantitativo permitió tener una 

visión general y más profunda que el cribado cualitativo sobre el comportamiento 

de crecimiento y producción enzimática de los microorganismos en dos medios 

de cultivo uno nutriente y uno mínimo. A partir de estas observaciones se realizó 

una selección de las cepas con las que seguir trabajando enfocada a la producción 

de estas enzimas.  

 

- Se seleccionaron la levadura EBV 96-86 y los hongos EBV 96-24 y EBV 96-25 para 

continuar su estudio en la producción de enzima celulasa. 

 

- Se seleccionaron la bacteria EBV 12-22, la levadura EBV 97-87 y el hongo 

filamentoso EBV 95-17 para continuar su estudio en la producción de enzima 

xilanasa. 
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6. Identificación de los microorganismos 

seleccionados 

6.1. Metodología 

6.1.1. Bacterias 

6.1.1.1. Análisis microscópico: Tinción de Gram 
Se preparó un frotis de cada uno de los microorganismos y se procedió  a realizar la 

tinción de Gram. Se incluyeron como controles de la tinción un cultivo puro de una cepa 

de Staphylococcus aureus (coco, Gram positivo) y una cepa de Escherichia coli (bacilo, 

Gram negativo). 

6.1.1.2. Identificación taxonómica: 
La identificación de la bacteria seleccionada se llevó a cabo mediante la amplificación y 

el secuenciado del gen del ARN ribosomal 16S. Se utilizaron los cebadores universales 

para Eubacterias (Weisburg et al., 1991): 27 forward (5'-AGAGTTTGATC(A/C)TGGCTCAG-

3') y 1492 reverse (5'- ACGG(C/T)TACCTTGTTACGACTT-3'). Se secuenció con los 

cebadores 518 forward (5'-CCAGCAGCCGCGGTAATACG-3')  y 1492 reverse (5'- 

ACGG(C/T)TACCTTGTTACGACTT-3').  

Extracción de ADN genómico bacteriano 

A partir de un cultivo de 24 horas en placa de TSA se tomó una colonia y se sembró en 5 

ml de TSB. Se incubó a 28 °C a 150 rpm durante 12 horas. Se tomó 1 ml del cultivo y se 

realizó la extracción de ADN genómico con el kit comercial PureLink TM Genomic DNA Kit 

(Invitrogen ®) y se siguieron los pasos que se describen a continuación. 

Bacterias Gram positivas: 

1. Se centrifugó 1 ml del pre-cultivo overnight (2 x 10^9 células) a 12000 rpm por 15 

minutos a 4 °C. 

2. Se suspendió el pellet en 100 l de una solución de lisozima (10 mg/ml). 

3. Se realizó la rotura mecánica de las células agitando en vórtex.  

4. Se incubó a 37 °C durante 30 minutos agitando en vórtex cada 30 minutos.  

5. Se agregaron 20 l de proteinasa K (10 mg/ml). Se agitó con vórtex. 

6. Se agregaron 200 μL PureLink® Genomic Lysis/Binding Buffer y se mezcló bien 

utilizando el vórtex. 
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7. Se incubó durante 30 minutos a 65°C. 

8. Se agregó 750 l de etanol. Se centrifugó a 10000 rpm durante 30 minutos a 4 °C. 

Se removió el sobrenadante. 

9. Se disolvió el ADN en agua miliQ. 

Concentración de ADN genómico: 

1. Se agregaron 500 l de etanol 96% y 5 l de NaCl 4M cada 200 l de muestra. 

2. Se dejó reposar a -20 °C overnight. 

3. Se centrifugaron las muestras a 10000 rpm durante 15 minutos a 4 °C. 

4. Se descartó el sobrenadante y se suspendió el pellet con 200 l de etanol 70%. 

5. Se centrifugaron las muestras a 10000 rpm durante 15 minutos a 4 °C. 

6. Se descartó el sobrenadante y se secó el pellet a temperatura ambiente. 

7. Se disolvió el ADN genómico en 30 ml de agua miliQ.  

Amplificación por PCR (Polymerase Chain Reaction) 

A partir del ADN genómico obtenido se amplificó por PCR el gen del ARN ribosomal 16S 

utilizando los cebadores 27 forward y 1492 reverse. Las reacciones de PCR se realizaron 

de acuerdo con el protocolo provisto por Invitrogen para la enzima Platinum Taq 

polimerasa.  

En la Figura 34 se muestra el programa de PCR empleado para la amplificación del gen 

del ARN ribosomal 16S de las cepas bacterianas.  

 

 

Figura 34 - Programa de PCR utilizado para la amplificación del gen del ARN ribosomal 16S de las cepas bacterianas 
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Visualización y determinación de los tamaños de los productos de amplificación. 

Para determinar tanto la integridad y cantidad de ADN genómico como del producto de 

amplificación se realizó una electroforesis en gel de agarosa 0.8% p/v en buffer TBE 0.5X 

y visualizador. Se corrió en paralelo un marcador de peso molecular (Gene Ruler 1Kb DNA 

LADDER, Fermentas ®) de forma de determinar el tamaño y poder estimar la 

concentración de ADN. Se fotografió bajo luz UV con cámara digital Kodak DC120 (Kodak 

digital Science) y se convirtió a un archivo de imagen usando el Sistema de Análisis y 

Documentación de Electroforesis 120  de Kodak (Eastman Kodak Company, Rochester, 

NY, USA). 

Secuenciado de los genes del ARN ribosomal 16S. 

El producto de PCR fue secuenciado con un secuenciador automático ABI 3730XL Applied 

Biosystems en Macrogen Corp. Seoul, Korea.  

Para el secuenciado de las cepas aisladas se emplearon los cebadores 518F y 1492R 

descritos anteriormente.  

Identificación mediante comparación de la región amplificada. 

Las secuencias obtenidas fueron analizadas, alineadas y ensambladas utilizando el 

programa Vector NTI 10.3 Advance TM. La secuencia depurada fue comparada con 

secuencias relacionadas en la base de datos del GenBank usando BLAST (National Center 

for Biotechnolofy Information)(Altschul et al., 1990).  

 

6.1.2. Levaduras 

6.1.2.1. Análisis microscópico: Tinción con cristal violeta. 
Se preparó un frotis de cada una de las levaduras obtenidas. 

Se observaron los preparados obtenidos al microscopio (40X y 100X) para visualizar la 

morfología de las células. 

6.1.2.2. Identificación taxonómica: 
Para el caso de las levaduras aisladas se amplificó la región entre ITS1-5.8SrDNA y D1-D2 

utilizando los cebadores ITS1 forward (TCCGTAGGTGAACCTGCGG) y NL4 reverse 

(TCCTCCGCT TATTGATATGC). Para secuenciar se utilizó NL4 R. Las secuencias se 

compararon en GenBank. 

Extracción de ADN genómico de levaduras 
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Para la extracción de ADN genómico de las cepas de levadura aisladas se utilizó el 

protocolo del kit comercial de ZYMO RESEARCH, ZR Fungal/Bacterial DNA MiniPrep TM. 

Se tomó con un ansa todas las colonias de una placa de PDA con la cepa de levadura 

crecida durante 48 horas a 28 °C (aproximadamente entre 100 y 200 mg peso húmedo) 

y se pasó a un tubo para lisar las células ZR BashingBead TM Lysis Tube. 

1. Se agregaron 200 l de agua miliQ para suspender las células. Al mismo se 

agregaron 750 l de la solución para lisar.  

2. Se agitó en vórtex durante 15 minutos a máxima velocidad.  

3. Se centrifugó en una micro-centrífuga a 10000 x g durante 1 minuto.  

4. Se transfirieron hasta 400 l del sobrenadante a un Zymo-Spin TM IV Spin Filter en 

un tubo colector y se centrifugó a 7000 rpm durante 1 minuto.   

5. Se agregaron 1,200 l de Fungal/Bacterial DNA Binding Buffer al filtrado en el tubo 

colector del paso anterior. 

6. Se transfirieron 800 l de la mezcla del paso 5 a un Zymo-Spin TM IIC Column en 

un nuevo tubo colector y se centrifugó a 10000 x g durante 1 minuto. 

7. Se descartó el sobrenadante del tubo colector y se repitió el paso 6. 

8. Se agregaron 200 l de DNA Pre-Wash Buffer a la Zymo-Spin TM IIC Column en un 

nuevo tubo colector y se centrifugó a 10000 x g durante 1 minuto. 

9. Se agregaron 500 l de Fungal/Bacterial DNA Wash Buffer a la Zymo-Spin TM IIC 

Column y se centrifugó a 10000 x g durante 1 minuto.  

10. Se transfirió la Zymo-Spin TM IIC Column a un eppendorff nuevo, se agregaron 

100 l de DNA Elution Buffer directo a la matriz de la columna. Se centrifugó a 10000 x g 

durante 30 segundos para eluir el ADN. 

Visualización y determinación de los tamaños de los productos de amplificación. 

Los ADN extraídos de las cepas fúngicas fueron visualizados y cuantificados en gel de 

agarosa de acuerdo a lo descrito anteriormente. 

Amplificación por PCR (Polymerase Chain Reaction) 

A partir de los ADN genómicos de las cepas fúngicas se llevó a cabo la amplificación 

mediante PCR de la región comprendida entre ITS1-5.8SrDNA y D1-D2 utilizando los 

cebadores ITS1 F y NL4 R. 
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Las reacciones de PCR se realizaron de acuerdo con el protocolo provisto por Invitrogen 

para la enzima Platinum Taq polimerasa.  

El programa de PCR empleado para la amplificación de la región de las cepas fúngicas es 

el mismo que para bacterias. 

Secuenciado de la región amplificada. 

Los productos de PCR fueron secuenciados con un secuenciador automático ABI 3730XL 

Applied Biosystems en Macrogen Corp. Seoul, Korea.  

Para el secuenciado de las cepas aisladas se empleó el cebador NL4 R.  

Identificación mediante comparación de la región amplificada. 

Las secuencias obtenidas fueron analizadas, alineadas y ensambladas utilizando el 

programa Vector NTI 10.3 Advance TM. Las secuencias depuradas fueron comparadas 

con secuencias relacionadas en la base de datos del GenBank usando BLAST (National 

Center for Biotechnolofy Information) (Altschul et al., 1990). 

6.1.3. Hongos filamentosos 

6.1.3.1. Análisis microscópico:  
A partir de un cultivo de 7 días en placa de PDA se tomó mediante cinta adhesiva, micelio 

del bode de las colonias, se colocó en el portaobjetos sobre una gota de agua y se observó 

la morfología al microscopio (40X). Se utilizó el manual de identificación “Fungi and food 

spoilage” (Pitt y Hocking, 2009) para comparar con las especies conocidas y llegar a una 

aproximación de género. 

6.1.3.2. Identificación taxonómica: 
Se llevó a cabo de la misma forma que se realizó para las levaduras, pero con los 

cebadores ITS1 forward (TCCGTAGGTGAACCTGCGG) y ITS4 reverse 

(TCCTCCCGCTTATTGATATGC). 

6.2. Resultados y discusión 
Se debe considerar que el nivel de expresión enzimático es género y cepa dependiente, 

por lo cual la selección de la cepa con la cual trabajar fue uno de los primeros aspectos 

considerados en la estrategia empleada en este trabajo. Al tener en cuenta la necesidad 

de conocer las cepas seleccionadas, para poder realizar un estudio en profundidad de la 

producción de las enzimas de interés, es que se realizó la identificación de los 

microorganismos. 
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Para la producción de celulasas se seleccionaron tres cepas EBV96-86, EBV96-24 y EBV96-

25. Esta última se contaminó con un hongo esporulado y no se pudo continuar su 

caracterización debido a que no se logró obtener nuevamente un cultivo puro del 

microorganismo. En la Tabla 8 se muestran los resultados obtenidos del BLAST realizado. 

Tabla 8- Identificación de las cepas seleccionadas basada en las secuencias de los genes analizados 

Código 
del 

m.o. 
Origen  

Actividad 
de 

interés 

Principales resultados 
de búsqueda de BLAST 
(número de acceso de 

GenBank) 

Identidad 
(%) 

pB 
analizados 

EBV 
96-86 

Epífita de 
hojas (2do 

subcultivo) 

Celulasa Aureobasidium 
pullulans (KT693733.1) 

92 411 

EBV 
96-24 

Endófita de 
hojas (cultivo 

inicial) 

Celulasa Preussia sp. (KF128821 
1 ) 

92 237 

EBV 
12-22 

Endófita de 
ramas (1er 
subcultivo) 

Xilanasa Bacillus safensis 
(CP010405.1) 

100 815 

EBV 
97-87 

Epífita de 
hojas (2do 
subtultivo) 

Xilanasa Pseudozyma aphidis 
(AB089363.1) 

100 564 

EBV 
95-17 

Epífita de 
corteza 

(cultivo inicial) 

Xilanasa Penicillium oledzkii  
(NR_138317.1) 

100 410 

 

La levadura EBV 96-86, Figura 35,  corresponde al género Aureobasidium sp. A 28 °C se 

desarrolla como colonias cremosas o rosa claro. Posteriormente se van ennegreciendo 

hasta casi ser completamente negras. Al microscopio se observan células elípticas de 

diversos tamaños.  
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Figura 35- Levadura EBV 96-86. Arribaa la izquierda y medio: observación macroscópica de las colonias, Arriba a la 
derecha y abajo: Observación al microscopio (aumento 100X) de suspensión de una colonia teñida con azul de 
metileno. 

Este hongo crece como levadura bajo ciertas condiciones de crecimiento, es cosmopolita 

y popularmente conocido como levadura negra debido a su producción de melanina (Chi 

et al., 2009). Se lo ha detectado en varios ambientes, principalmente en el suelo, incluidos 

los suelos antárticos, también en el agua, la madera, otros materiales vegetales y rocas 

(Urzi et al., 1999). A. pullulans tiene muchos usos en diferentes campos biotecnológicos 

debido a su capacidad para producir pululanos (Duan et al., 2008) y proteína unicelular 

(Chi et al., 2008). Además este género produce enzimas extracelulares, como lipasas y 

proteasa, entre ellas, también se ha reportado su capacidad de producir otras enzimas 

hidrolíticas como xilanasa y celulasa (Jiménez et al., 1991; Leite et al., 2007; Rong et al., 

2015). 

El hongo EBV 96-24, Figura 36, correspondiente al género Preussia sp. la colonia en la 

placa de PDA a 28 °C, tiene aspecto seco, de color crema, con elevaciones medias, sin la 
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producción de conidios asexuales en los primeros 10 días de crecimiento. Luego de 15 

días se observa la coloración de la colonia hacia un color más amarronado y al 

microscopio se distinguen conidios (Figura 37 derecha y arriba). Se observa además la 

formación de un tipo de pseudoparénquima, que se describen como células 

empaquetadas con forma circular u oval con estructuras en la que las hifas pierden la 

individualidad y no se distinguen (Figura 37 inferior derecha).  

 

Figura 36 - Hongo filamentoso, EBV 96-24. Arriba: observación macroscópica del micelio (izq: derecho de la placa, der: 
reverso de la placa). Abajo: Observación al microscopio del micelio izq: aumento 10X Der: aumento 40X. 
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Figura 37 – Izquierda: Colonia en placa de PDA luego de 15 días. Observación de los conidios arriba a la derecha y del 
pseudoparénquima abajo a la derecha del hongo Preussia sp. 

El género Preussia sp. reúne 96 especies aisladas de suelo, madera, plantas, materia fecal, 

entre otros, según mycobank (el 24/7/2018) (Robert et al., 2013). Existen pocas 

referencias sobre celulasas de este género. Por un lado, un aislamiento de hongos de 

suelos del archipiélago de Svalbard, en Noruega, obtuvieron 30 cepas y una de ellas fue 

una cepa de Preussia sp. la cual mostró actividad celulolítica (Singh et al., 2012). En otro 

aislamiento de hongos endófitos de un árbol del incienso (Boswellia sacra) en Omán, se 

obtuvieron entre otras, tres aislamientos de Preussia sp. a partir de hojas, al igual que la 

cepa EBV 96-24 aislada en esta tesis, a los cuales les realizaron análisis de producción de 

celulasa, fosfatasa y glucosidasa y dieron positivos a todas pero con diferentes unidades 

enzimáticas, por lo tanto podría tratarse de cepas diferentes dentro de un mismo género 

(Khan et al., 2016). Otras cepas de este género se han aislado como endófitas de 

diferentes especies de vegetales (Arenal, Platas y Peláez, 2007; Zaferanloo et al., 2014). 

En esos casos no se determinó su capacidad de producir celulasa ni xilanasa.  

Para la producción de enzimas xilanolíticas se seleccionaron tres microorganismos en 

base a que mostraron mayor actividad enzimática cuando fueron evaluados frente a los 

demás microorganismos aislados. Estos microorganismos fueron una bacteria, EBV 12-

22, una levadura, EBV 97-87, y un hongo filamentoso, EBV 95-17.   

De acuerdo con el análisis de la secuencia del 16S rDNA de la cepa seleccionada EBV 12-

22, junto con el estudio de sus características morfológicas fue identificada como Bacillus 

sp. La colonia es de forma circular con bordes irregulares, es de color crema, de aspecto 

seco. Según los estudios morfológicos microscópicos, esta bacteria es gram-positiva, con 



 

89 
 

forma de bastón y formadora de endosporas y sus células se disponen en cadenas (Figura 

38).   

 

 

Figura 38 - Bacteria del género Bacillus sp. EBV 12-22. Izquierda: Observación macroscópica de las colonias en TSA con 
un crecimiento de 24 horas a 28ºC, Derecha: tinción de Gram del cultivo representado en la foto derecha. 

Este género de bacterias se encuentra comúnmente en suelos y plantas, ya que presenta 

una gran adaptabilidad gracias a la amplia diversidad de enzimas que produce, lo que se 

traduce en que este género tiene un papel importante en el ciclo del carbono y nitrógeno 

(Amore et al., 2013). 

Aislamientos de este género se encuentran en la mayoría de los trabajos sobre el estudio 

de actividades xilanolíticas bacterianas en sustratos lignocelulósicos y resultan ser 

aquellos que aparecen con mayor frecuencia o aquellos que se seleccionaron para 

continuar los estudios. De 10 aislamientos bacterianos obtenidos a partir de suelo en el 

que se encontraba material vegetal en descomposición y que se determinó su capacidad 

xilanolítica y celulolítica, 4 fueron identificados como Bacillus sp. mediante estudios 

filogenéticos (Ahmed, Babalola y Mckay, 2017). En otro estudio en que se seleccionaron 

7 de 93 cepas por su actividad xilanasa, cinco resultaron ser Bacillus, al comparar las 

secuencias obtenidas del gen del ARNr 16S (Amore et al., 2015). Se aislaron bacterias con 

actividad xilanasa a partir de materia fecal de rumiantes, se seleccionaron 7 aislamientos 

de 249 que se obtuvieron y todos fueron caracterizados morfológicamente y mediante 

estudios moleculares como Bacillus sp. (Thite y Nerurkar, 2015). 

Mientras que la levadura seleccionada pertenece al género Pseudozyma.  Las colonias en 

PDA luego de tres días de crecimiento son lisas, de color crema a rosado claro, circulares 

y uniformes, células de forma elipsoide. Luego de 14 días, las colonias en la placa de PDA, 

se observan rugosas, de color más claro, con los bordes irregulares. Las células al 

microscopio se observan  aglomeradas (Figura 39). 
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Figura 39 - Levadura del género Pseudozyma sp. EBV 97-87. Arriba: observación macroscópica de las colonias en PDA. 
Abajo: Observación al microscopio (aumento 100X) de suspensión de una colonia teñida con azul de metileno. 

Este género de levaduras pertenece a la división Basidiomycota, de la cual se han descrito 

21 especies.  Se han reportado cepas de este género en varios estudios donde se han 

aislado de diversas fuentes como ser, aguas estancadas con plantaciones de bromelias 

en Brasil (Gomes et al., 2015), plantas de las islas Canarias (Middelhoven, 1997) y también 

como endosimbiontes de insectos asociados a la caña de azúcar, en Brasil (Borges et al., 

2014). Se han reportado varias biomoléculas relevantes producidas por este género de 

levaduras como enzimas extracelulares, cutinasa (Seo et al., 2007), lipasa (Bussamara et 

al., 2010), xilanasa (Adsul, Bastawde y Gokhale, 2009; Borges et al., 2014) y la producción 

de biosurfactantes  como los manopiranosil meso-eritritoles (Faria et al., 2014). Además 

algunas especies han sido usadas como cepas para biocontrol en algunas plantas 

(Marchand et al., 2009).  
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La levadura Pseudozyma sp. EBV97-87 presenta características morfológicas macro y 

microscópicas similares a las encontradas en la cepa Pseudozyma brasiliensis, descrita 

por primera vez por (Oliveira et al., 2014). La cepa aislada en esta tesis fue depositada en 

la Colección Española de Cultivos Tipo en la Universidad de Valencia, con el número CECT 

13162. 

El hongo filamentoso seleccionado se identificó perteneciente al género Penicillium tanto 

en los estudios microscópicos como moleculares. En placa el micelio es de color verde 

grisáceo, con el borde blanco y el reverso es de color amarillo verdoso, su aspecto es 

aterciopelado. Al observarlo al microscopio, forma conidios a partir de células 

conidiogénicas en forma de pincel, con solo una línea de fiálides, por lo tanto, se lo 

caracteriza como monoverticilado. Los conidios se alinean en cadenas y son esféricos 

(Figura 40). 

       

Figura 40 - Hongo filamentoso del género Penicillum sp. EBV 95-17.  Arriba: observación macroscópica del micelio en 
PDA (izq: derecho de la placa, der: reverso de la placa). Abajo: Observación al microscopio (aumento 40X) del micelio 
izq: sin teñir. Der: teñida con azul de metileno. 

Este género está ampliamente distribuido en la naturaleza (Pitt y Hocking, 2009), y se han 

reportado como buenos productores tanto de xilanasa como de celulasa (Oses et al., 

2006; Corrêa et al., 2014; Menezes, da Silva, Daniele, Rossi y Ayub Záchia, 2017). Es una 

cepa de crecimiento rápido, por lo tanto es muy interesante  para la producción de 
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xilanasa. En un aislamiento realizado a partir de suelos de los bosques atlánticos de Brasil, 

se obtuvo una cepa de Penicillllium crustosum FP11, capaz de producir xilanasa cuando 

fue cultivada con residuos agrícolas (rastrojo de maíz) como fuente de carbono. En este 

estudio se utilizó el crudo enzimático obtenido en el blanqueo de la pulpa Kraft lo cual 

llevó a disminuir el uso de cloro en el proceso (Silva et al., 2016). Otros investigadores 

encontraron en  Penicillium ramulosum N1, aislado de árboles en descomposición en 

Canadá una xilanasa resistente a proteasas (Lin et al., 2015).  

6.3. Conclusiones 
- Los microorganismos seleccionados fueron identificados por estudios 

moleculares y análisis macro y microscópico y resultaron pertenecientes a 

géneros ya reportados como buenos productores de xilanasa y celulasa.  

- Para seguir su estudio como microorganismos xilanolíticos se identificaron: 

▪ EBV12-22 bacteria del género Bacillus 

▪ EBV97-87 levadura del género Pseudozyma 

▪ EBV95-17 hongo filamentoso del género Penicillium 

- Para seguir su estudio como microorganismos con actividad celulasa se 

identificaron: 

▪ EBV96-86 levadura del género Aureobasidium 

▪ EBV96-24 hongo filamentoso del género Preussia 

- Se seleccionó de forma de incluir opciones entre eucariotas y procariotas para 

cada actividad enzimática con el fin de identificar y estudiar enzimas con 

diversidad en su capacidad de hidrólisis de los polímeros de interés.  
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7. Producción de celulasas   

7.1. Metodología  
En la Figura 41 se muestra el esquema de trabajo seguido para la producción de celulasa. 

 

 

Selección de medio de cultivo para la 

producción de celulasa 

Se mide actividad celulasa en sobrenadante 

Método DNS azúcares reductores 

CDm + CMC 0,5% 

CDm + glucosa 
0,5% 

PDB 

EBV 96-86 EBV 94-24 

H5 

Preussia sp. 
Trichoderma sp. 

Aureobasidium sp.  

{ 

Pre-cultivos 

Medio mínimo 

CDm + CMC 
0,5% 

Cultivo 

Se incuban a 28°C y 150 rpm 

Medio mínimo Cultivo 

Crecimiento en PDA  
Inóculo: 3 sacabocados 1 

cm 

CDm + CMC 
0,5% 

Crecimiento 48hs 

Inóculo: Biomasa 

Figura 41 - Esquema de producción de celulasa 
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7.1.1. Efecto del tiempo de crecimiento y medio de 
cultivo en la producción de celulasa  

Se estudió el efecto del tiempo en el cultivo para evaluar la producción de celulasa en los 

microorganismos seleccionados. Para el estudio de la levadura y el hongo filamentoso se 

utilizó el medio de cultivo: 

• Czapek Dox modificado (CDm) se suplementó con peptona 0.5% y extracto de 

levadura 0.1% adicionados con CMC 0.5 %.  

En el ensayo con la levadura, se probaron pre-cultivos del microorganismo en 20 ml de 

los medios 1) CDm + CMC 0.5% , 2) CDm + Glucosa y 3) PDB, en matraces Erlenmeyer de 

100 ml inoculados con una colonia aislada y crecidos a 28 °C durante 48 horas con una 

agitación orbital de 150 rpm. Luego la biomasa se separó, se lavó con suero fisiológico y 

se inocularon los matraces Erlenmeyer de 100 ml con 20 ml del medio de cultivo descrito 

anteriormente (CDm + CMC 0.5%).  

El hongo filamentoso se creció en placas de Petri con el medio PDA durante 8 días a 28 

°C. De este crecimiento, se tomaron con sacabocado de 1 cm de diámetro 3 trozos de 

micelio que se utilizó para inocular los matraces Erlenmeyer de 100 ml con 20 ml del 

medio CDm + CMC 0.5%. Además de los hongos aislados de Eucalyptus globulus y 

seleccionados por su actividad celulasa, se trabajó con el hongo Trichoderma sp. (Y5) 

perteneciente a la colección de microorganismos del Laboratorio de Biocatálisis y 

Biotransformaciones (LBB). La metodología de trabajo para este hongo fue la misma que 

la aplicada para el hongo filamentoso aislado en la presente tesis. 

7.1.1.1. Medida de actividad celulasa 
Se ensayó la actividad a 50 °C en esta oportunidad, ya que es necesario para lograr una 

buena hidratación y expansión de las fibras del papel de filtro.  

7.2. Resultados y discusión 

7.2.1. Efecto del tiempo de crecimiento y medio de 
cultivo en la producción de celulasa  

Las celulasas microbianas tienen diversas aplicaciones en la agricultura y en las industrias 

de alimentos, textiles, lavandería, pulpa y papel (Kuhad, Gupta y Singh, 2011). En esta 

tesis, se informa sobre cepas aisladas productoras de celulasa. Estas cepas, en virtud de 

los estudios morfológicos y de análisis moleculares descritos en el capítulo anterior, se 

identificaron como pertenecientes a los géneros Preussia y Aureobasidium. Ambos 

géneros fueron reportados anteriormente como productores de celulasas (Zaferanloo et 
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al., 2014; Rong et al., 2015).  Se realizó también el estudio de la producción de celulasa 

mediante una cepa de Trichoderma sp. aislada y perteneciente a la colección del LBB de 

la Facultad de Química, UdelaR ya que se han descrito varias cepas de este género en un 

gran número de trabajos científicos con muy buena actividad celulasa (Mandels, Hontz y 

Nystrom, 1974; Bischof, Ramoni y Seiboth, 2016; da Silva Delabona et al., 2016). 

El objetivo de este estudio era evaluar la capacidad de los aislamientos seleccionados en 

relación a su actividad celulasa en un medio de cultivo mínimo con el agregado de 

pequeñas concentraciones de extracto de levadura y peptona y se utilizó CMC como 

fuente de carbono para su crecimiento. Se observó que todos los microorganismos 

pudieron crecer con CMC como fuente de carbono. 

Se estudió la producción de celulasa en la cepa Aureobasidium sp. EBV 96-86 al inocular 

sobre el mismo medio de cultivo, diferentes pre-cultivos en los que se creció el 

microorganismo durante 48 horas. Se diseñó este experimento ya que según diferentes 

autores el uso del pre-cultivo como inóculo fue capaz de aumentar la actividad celulasa 

(Leite et al., 2007; Singh et al., 2014; Jung et al., 2015; Rong et al., 2015). Los resultados 

de las actividades medidas se muestran a continuación en la Figura 42. 

 

 

Figura 42 - Actividad celulasa de la levadura Aureobasidium sp. EBV 96-86 a diferentes tiempos. Las referencias 
corresponden a los pre-cultivos que fueron crecidos en los medios: CDm CMC: Czapek-Dox modificado + 0.5 % CMC, 
CDm Gluc: Czapek-Dox modificado + glucosa, PDB: Potato dextrose broth. 

Los valores de actividad fueron menores que los reportados para el cribado cuantitativo 

en el medio PDB (0.14 U/ml) en el capítulo 5. La producción de FPasa fue máxima (0.023 

U / ml) a las 48 horas en el caso del pre-cultivo en medio nutriente y se encontró el mismo 

valor a las 168 horas en el caso del microorganismo que provino del pre-cultivo CDm + 
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glucosa. No se encontraron reportes de actividad FPasa para Aureobasidium, sino que las 

actividades reportadas fueron medidas con otros sustratos como CMC o AVICEL por lo 

tanto no se deberían comparar (Leite et al., 2007; Rong et al., 2015; Khan et al., 2016). 

Pero si se encontró un trabajo en el que se estudió el género de levadura Cystobasidium 

oligophagum por Vyas y Cahhabra y midieron una actividad FPasa de 0.04 U/ml luego de 

72 horas de crecimiento en medio con CMC como fuente de carbono (Vyas y Chhabra, 

2017). Se podrían llevar a cabo otros métodos para mejorar la actividad celulasa en esta 

cepa, por ejemplo se reportó en una tesis de maestría que para mejorar la actividad 

celulasa de una cepa de Aureobasidium pullulans llevaron a cabo metodologías de 

“genome shuffling” para obtener mutantes y obtuvieron con una de las cepas 

recombinantes un aumento de seis veces en la actividad FPasa (Baldwin, 2017). 

Se estudió además la actividad FPasa en las cepas Preussia sp. EBV 96-24 y Trichoderma 

sp.Y5 en este caso se estudió el mismo medio de cultivo Czapek Dox modificado con 

extracto de levadura y peptona y el inóculo fue el mismo para ambos. Las actividades 

medidas se muestran a continuación en la Figura 43. En el caso de la cepa de Preussia sp. 

EBV 96-24 los resultados en este medio mínimo fueron menores que en el caso del 

cribado cuantitativo (capítulo 5). La máxima actividad se obtuvo en el día 18 para ambas 

cepas, pero las unidades de FPasa fueron mayores en Trichoderma sp. Y5 (0.073 U/ml) 

que en Preussia sp. EBV 96-24 (0.020 U/ml). 

 

Figura 43 - Actividad celulasa de los hongos Preussia sp. EBV 96-24 y Trichoderma sp. Y5 a diferentes tiempos. 

Los estudios en el tiempo de la producción de celulasa por estas cepas en las condiciones 

ensayadas revelaron que la cepa mejor productora es Trichoderma sp. Y5 (0.070 U/ml) 

seguido por las otras dos (aproximadamente 0.020 U/ml cada una) seleccionadas en esta 

tesis. Si bien la carboximetilcelulosa se ha reportado como estimuladora de la actividad 
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celulasa (Ramarajan y Sumathi Manohar, 2017), en otros estudios se apoya la teoría que 

explica que para algunas cepas de microorganismos, los materiales lignocelulósicos que 

son más complejos estructuralmente, son mejores en inducir la actividad celulasa. Como 

en el caso de una cepa de Penicillium oxalicum en donde se midió una actividad de 1.29 

U/ml en un medio con sales, extracto de levadura, peptona, celulosa microcristalina y 

salvado de trigo (Saini et al., 2015). Otros autores encontraron en el caso de dos hongos 

endófitos del género Acremonium sp. actividades FPasa de 0.55 U/ml en un medio con 

bagazo de caña de azúcar (De Almeida et al., 2011).  Por lo tanto, las condiciones 

analizadas en esta tesis no serían aquellas de mejor producción de actividad ya que en 

general fueron bajas a pesar de haber medido a 50 °C. Es un resultado posible debido a 

que se ha reportado que la producción de glicosil hidrolasas está estrechamente 

relacionada con la naturaleza de la fuente de carbono, ya que el metabolismo de los 

hongos está muy influenciado por la composición del medio. Cada cepa tiene un perfil 

metabólico y enzimático distinto y depende del medio y del tiempo de cultivo (Robl et al., 

2013). 

7.3. Conclusiones 
Si bien se avanzó en la identificación de cepas con potencial capacidad de producción de 

celulasas, estos estudios no fueron suficientes para encontrar un medio de producción 

de esta enzima y continuar su estudio. Estos datos quedan para futuros experimentos en 

los que se puedan utilizar medios de cultivo con residuos lignocelulósicos como fuente 

de carbono y con capacidad de inducir estas enzimas.  
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8. Producción de xilanasas y caracterización 

de los sistemas enzimáticos 

8.1. Metodología 
En la Figura 44 se visualiza un equema del trabajo seguido en esta etapa. 

 

  

8.1.1. Efecto del tiempo y diferentes medios de cultivo 
en la producción de xilanasa 

Figura 44 - Esquema de trabajo de producción de xilanasa y su estudio 

Penicillium sp. 

EBV 95-17 
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Se estudió el efecto del tiempo en el cultivo de los microorganismos seleccionados en 

distintos medios de cultivo para evaluar la producción de xilanasas  y se evaluó el estado 

de crecimiento de los mismos. La descripción de los medios de cultivo y las cortezas 

utilizadas como sustrato se describen en los anexos 12.1, 12.4.1 respectivamente y 

capítulo 9 en el caso de la corteza deslignificada.  

8.1.1.1.  Bacterias 
Se sembraron placas de Petri con el medio TSA de la bacteria Bacillus sp. EBV 12-22 y se 

incubaron a 28 °C. Luego de 24 horas de incubación, se inoculó con una colonia aislada, 

un tubo de ensayo con 5 ml del medio TSB. Se incubó durante 24 horas a 150 rpm y 28 

°C. La suspensión bacteriana obtenida se ajustó a una concentración de OD 600nm = 0,3 

medida en espectrofotómetro (Thermo Sientific Modelo Evolution 60S). A partir de esta 

suspensión se realizó un inóculo 1/ 10 a un matraz Erlenmeyer de 250 ml con 50 ml de 

los medios: 

• TSB X: Tryptic Soy Broth + xilano  de haya 1% 

• M9 X: M9 + xilano de haya 1% 

• M9 CorDes: M9 + corteza deslignificada 1% 

• TSB: Tryptic Soy Broth 

Los cultivos se incubaron a 28 °C y 150 rpm durante 217 horas. A diferentes intervalos de 

tiempo se tomaron muestras para medir actividad xilanasa y células totales mediante 

densidad óptica a 600 nm.  

8.1.1.2.  Levaduras 
Se sembraron placas de Petri con el medio PDA de la levadura Pseudozyma sp. 97-87 y se 

incubaron durante 48 horas a 28 °C. Se tomó biomasa desarrollada en estas placas para 

realizar un inóculo en suero fisiológico correspondiente a una escala McFarland 2 (3 x 107 

células / ml). Esta suspensión se utilizó para inocular en una relación 1/100 un matraz 

Erlenmeyer de 250 ml con 50 ml de los medios de cultivo:  

• PDB X: Potato Dextrose Broth + xilano de haya  1% 

• CDm X: medio Czapek-Dox + extracto levadura 0,1% + peptona 0,5% + xilano de 

haya 1% 

• YNB X: Yeast Nitrogen Base + xilano de haya 1% 

• CDm CorDes: medio Czapek-Dox + extracto levadura 0,1% + peptona 0,5% + 

corteza deslignificada 1% 
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• PDB: Potato Dextrose Broth 

Los cultivos se incubaron a 28 °C y 150 rpm durante 356 horas. A diferentes intervalos de 

tiempo se tomaron muestras para medir actividad xilanasa y recuento de células viables 

mediante tinción con azul de metileno en cámara de Neubauer (anexo 12.7). 

8.1.1.3. Hongo filamentoso 
Se sembró una placa de Petri con el medio PDA del hongo Penicillium sp. EBV 95-17. Se 

incubó a 28 °C durante 7 días. A partir de este crecimiento se preparó una suspensión de 

conidias mediante la adición de 5 ml de suero fisiológico y raspando la superficie del 

micelio con ansa estéril. El suero fisiológico con las conidias se filtró a través de lana de 

vidrio en un embudo, estéril, hacia un matraz con bolitas de vidrio estériles. Se contaron 

las conidias en la cámara de Neubauer. Esta suspensión se utilizó para inocular matraces 

Erlenmeyer de 250 ml con 50 ml, de los medios que se describen a continuación, a una 

concentración en los matraces de 10^7 conidias/ ml.  

• PDB X: Potato Dextrose Broth + xilano de haya 1% 

• CD X: medio Czapek-Dox + xilano de haya 1% 

• YNB X: Yeast Nitrogen Base + xilano de haya 1% 

• CD CLE: medio Czapek-Dox + corteza libre de extractivos 1% 

Los cultivos se incubaron a 28 °C y 150 rpm durante 356 horas. 

8.1.2. Obtención del crudo enzimático a partir de los 
medios de cultivo seleccionados 

A partir de los sobrenadantes de los cultivos realizados como se describieron en el ítem 

anterior, se realizó una precipitación salina hasta una concentración de sulfato de amonio 

(Fluka) de 70 % en todos los casos, en un baño de agua-hielo, con agitación mínima 

constante durante el agregado de la sal. Una vez finalizado, se colocó a 4 °C durante la 

noche, para permitir la precipitación. Por último, se centrifugó, en una centrifuga 

(Thermo Scientific Modelo RC 6+) a 8000 rpm a 10 °C durante 10 minutos.  

El precipitado se resuspendió en un volumen adecuado y se realizaron medidas de 

actividad  xilanasa y cantidad de proteínas solubles. En general para las enzimas de 

Bacillus sp. EBV 12-22 se utilizó una relación de 1 gramo de precipitado húmedo y 2 ml 

de buffer y para las enzimas de Pseudozyma sp. EBV 97-87 una relación de 1 gramo de 

precipitado húmedo y 6 ml de buffer. 
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Medida de actividad xilanasa MODIFICADA - Procedimiento modificado de 

Bailey (Bailey, Biely y Poutanen, 1992) 

En un tubo de ensayo se agregó: 

- 0,5 ml solución de extracto enzimático diluido en buffer citrato 0.05 M; pH 4.8 (*) 

- 1,0 ml solución de xilano 2 % p/v en buffer citrato 0.05 M; pH 4.8 

Se dejó en baño de agua termostatizado  a 30 °C, durante 15 minutos. Al finalizar se 

tomaron 0.375 ml de medio, se pasó a otro tubo y se agregaron 0.750 ml de solución de 

ácido 3, 5-dinitrosalicílico (DNS) (detallado en anexo 12.2), se hirvieron los tubos en baño 

a 100 °C durante 5 minutos, luego se enfriaron con un baño de agua - hielo. Se agregaron 

5 ml de agua destilada y se midió la absorbancia a 540 nm. 

(*) (en general se realizó una dilución 1/20 para las medidas de xilanasa en el 

sobrenadante del medio de cultivo y una dilución 1/100 del crudo luego de precipitarlo 

con sulfato de amonio). 

Los blancos, las curvas de calibración y las unidades de xilanasa se realizaron como se 

detalló en el capítulo 5. 

8.1.2.1. Cuantificación de proteínas 
La cuantificación de la concentración de proteínas de los extractos se realizó mediante el 

ensayo de Bradford (Sigma-Aldrich) (Bradford, 1976).  Se realizo una curva de calibración, 

para lo cual se utilizó albumina del suero bovino (BSA, Sigma-Aldrich). El ensayo se realizó  

según el protocolo del reactivo para 2 ml de mezcla, agregando 1 ml del extracto (o 

dilución del mismo) o el estándar proteico (BSA) con 1 ml del reactivo de Bradford. Luego 

de 5 minutos de reacción se midieron las absorbancias a 595 nm en espectrofotómetro. 

Los valores obtenidos fueron convertidos a mg/ml según la curva estándar elaborada y 

se utilizaron para calcular la actividad enzimática específica de cada extracto (Anexo 

12.6). 

8.1.3. Estudio de la biotransformación de xilano de haya 
mediante las xilanasas obtenidas 

Se realizaron hidrólisis del xilano de haya  (2% p/v), utilizando las enzimas obtenidas luego 

de la precipitación salina de los sobrenadantes de los medios de cultivo de Bacillus sp. 

EBV12-22; Pseudozyma sp. EBV97-87 y Penicillium sp. EBV95-17.  

Las reacciones se llevaron a cabo en buffer citrato 0,05M, pH 4.8, a 30°C. Se tomaron 

muestras a los 15 y 60 minutos. Se realizó un blanco con xilano de haya en la misma 
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concentración pero sin el agregado de enzima, sino que se agregó el mismo volumen de 

buffer.  

8.1.3.1. Caracterización analítica de los productos obtenidos 
Las muestras obtenidas se analizaron mediante cromatografía en capa fina (TLC) y  

cromatografía líquida de alta eficacia (HPLC). 

Condiciones de TLC: 

Fase móvil utilizada en la TLC (Silicagel 60 F254, Merck ®) fue cloroformo : ácido acético : 

agua (3:6:1). Se reveló con Orcinol 20 mM en etanol/ácido sulfúrico 95:5. Se utilizaron los 

estándares de xilosa (X1), y los xilooligosacáridos X2, X3, X4, X5 y X6 (Megazyme) para 

identificar los productos obtenidos. 

Condiciones de HPLC: 

Equipo Shimadzu LC – 20AT, un detector de Índice de refracción (Shimadzu RID – 10AT). 

La columna utilizada fue Supelcogel C610H (30 cm x 7.8 mm) junto con su pre-columna 

Supelguard C610H (5 cm x 4.6 mm). Fase móvil, H2SO4 0,005N flujo de 0,5 ml/min. Los 

análisis se llevaron a cabo a 55°C. Se utilizaron los estándares de xilosa (X1), y los 

xilooligosacáridos xilobiosa (X2), xilotriosa (X3), xilotetrosa (X4) (Megazyme) para 

identificar los productos obtenidos.  

8.1.4. Caracterización respecto a la Temperatura y pH   

Para los extractos enzimáticos de Pseudozyma sp. EBV 97-87  y Bacillus sp. EBV 12-22 se 

realizaron las medidas de temperatura y pH óptimos. 

Para determinar el pH óptimo de la enzima las reacciones se hicieron a temperatura de 

trabajo constante (30°C) y la escala de pH usada para Pseudozyma sp. EBV 97-87 fue de 

2.4 a 8.4 (2,4; 3,0; 3,9; 4,4; 4,8; 6,6; 7,1; 8,4). Mientras que para Bacillus sp. EBV 12-22  

fue de 4.8 a 9.8 (4,8; 6,6; 7,1; 7,8; 8,4; 9,8).  

Los buffers usados para preparar las diluciones de la enzima y para la disolución de su 

sustrato fueron buffer citrato 0,1 M (rango 2,4 a 4,8), buffer fosfato 0,1 M (rango 6,6 a 

8,4) y buffer carbonato pH 9.8 (Anexo 12.2). 

Para determinar la temperatura óptima las reacciones se hicieron a pH de trabajo 

constante y óptimo para cada cepa y la escala de temperaturas usada fue de 20 °C a 70 

°C para Pseudozyma sp. EBV 97-87 y de 30 °C a 70 °C para Bacillus sp. EBV 12-22, con 

intervalos de 10 °C. Para ambos parámetros se usó el ensayo enzimático para determinar 

actividad xilanasa detallado en la sección 8.1.2. 
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8.1.5. Estabilidad térmica y peso molecular de xilanasa 
de Pseudozyma sp. EBV 97-87 

Para el estudio de estabilidad térmica las temperaturas ensayadas fueron 4, 30 y 50 °C. 

Se incubó el extracto parcialmente purificado y resuspendido en buffer citrato pH 4,8 a 

las diferentes temperaturas y la actividad remanente fue medida a diferentes tiempos 

(24, 96, 144, 240 y 408 horas) termostatizado previamente las muestras a 22° C. 

La cromatografía de exclusión por tamaño se realizó a temperatura ambiente con la 

columna Superdex TM 75 10/300 GL (rango óptimo: 3000 – 70000 Da), que se conectó al 

sistema AKTA (GE Healthcare, Suecia). La columna se equilibró con 10 volúmenes de 

columna de buffer acetato de sodio 0.1 M y pH 5. La muestra se inyectó a la columna a 

través de un loop de 100 l y se corrió en el buffer a 0.25 ml/min. Se midió absorbancia 

a 280 nm. Se recolectaron muestras de 0.5 ml, con un colector de fracciones incluido en 

el sistema (Frac-920). Todas las fracciones que correspondieron a un pico en el 

cromatograma se sometieron a ensayos de actividad enzimática.  

Se realizó una curva de calibración para dilucidar el peso molecular de la enzima de 

interés. Estándares de proteínas utilizadas en la curva de calibración: ovoalbúmina (45 

kDa), BSA (66.4 kDa), anhidrasa carbónica (29 kDa), citocromo C (12.4 kDa). 

8.1.6. Producción de xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 
97-87 en medio de cultivo con diferentes 
residuos  

Se sembraron placas de Petri con el medio PDA de la levadura Pseudozyma sp. EBV 97-

87 y se incubaron a 28 °C durante 48 horas. Se tomó biomasa crecida en las placas y se 

realizó un inóculo en suero fisiológico correspondiente a una escala McFarland 2. Esta 

suspensión se utilizó para inocular en una relación 1/100 un matraz Erlenmeyer de 100 

ml con 20 ml de los medios de cultivo:  

• Medio Czapek-Dox + extracto levadura 0,1% + peptona 0,5% + salvado de avena 

(SA) / paja de arroz (PA) / yerba mate usada (YMU) / cáscara de naranja seca (CNS) 

/ marlo de maíz (MM) / cebada usada (CU) en una concentración del 1% p/v. 

Para realizar este experimento los residuos se secaron a 45 °C durante 5 días y se 

molieron todos menos la yerba mate en un molino (IKA MF 10.1).  

Se incubaron a 28 °C y 150 rpm durante 4 días y se midió actividad xilanasa. 
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8.2. Resultados y discusión 

8.2.1. Efecto del tiempo de crecimiento y diferentes 
medios de cultivo en la producción de xilanasa.  

Los microorganismos seleccionados para estudiar la producción de xilanasa, 

corresponden a géneros ya reportados como productores de estas enzimas. La selección 

de los medios de cultivo es usualmente el paso preliminar implicado en la optimización 

del bioproceso que se realiza siempre a nivel de matraz para luego seleccionar la 

formulación del medio más adecuada, mediante un proceso racional de optimización (Ali 

El Enshasy et al., 2016). Durante este trabajo, se buscó analizar el efecto de diferentes 

medios de cultivo y el agregado de xilano, como polímero inductor de la actividad, y 

también se estudió un sustrato lignocelulósico, como lo es la corteza de E. dunnii. Estos 

ensayos se realizaron para conocer el comportamiento de las cepas aisladas y si se 

ajustan a los estudios previos encontrados en la literatura. Por otro lado, se realizó el 

recuento de microorganismos totales para los cultivos de Bacillus sp. EBV 12-22 y de 

células viables para Pseudozyma sp. EBV 97-87 de forma de relacionar estos resultados 

con la producción de las enzimas de interés. 

Bacteria 

El perfil de la actividad y el recuento de microorganismos en cada medio de cultivo se 

muestran en las Figuras 41 y 42. La actividad xilanasa en la cepa de Bacillus fue en 

aumento hasta las 145 horas en los medios TSB X y M9 X, tiempo en que se midió la 

máxima actividad (18.7 U/ml) en el medio TSB X y luego disminuyó. Cuando se utilizó 

corteza de E. dunnii deslignificada como sustrato fue donde se observó menor actividad 

y crecimiento. Los resultados en el medio nutriente TSB sin xilano fueron similares a los 

obtenidos para el medio mínimo con corteza deslignificada. 

En el cribado (capítulo 5) con Bacillus sp. EBV12-22 la actividad xilanasa fue también 

mayor en el medio de cultivo nutriente TSB X, con valores de 0.7 U/mL  mientras que en 

el medio M9 X se alcanzó una actividad de 0.39 U/mL a las 24 horas de cultivo. 

Posteriormente, al realizar este nuevo ensayo en todos los tiempos analizados, la 

actividad también fue mayor en el medio TSB X.  

Se muestra en la Figura 45, que a las 72 horas la cepa de  Bacillus ya se encuentra en fase 

estacionaria en TSB X, TSB y M9 X y la cantidad de células fue mayor al igual que la 

actividad xilanasa, en todos los tiempos en el medio TSB X.   
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Figura 45 - Actividad xilanasa  en la bacteria seleccionada Bacillus sp. EBV 12-22. M9 X: M9 + xilano 1%, M9 CorDes: M9 
+ corteza de E. dunnii deslignificada, TSB X: Tryptic Soy Broth + xilano 1%, TSB: Tryptic Soy Broth. 

 

Figura 46 - Recuento de células totales de la bacteria seleccionada Bacillus sp. EBV 12-22. M9 X: M9 + xilano 1%, M9 
CorDes: M9 + corteza de E. dunnii deslignificada, TSB X: Tryptic Soy Broth + xilano 1%, TSB: Tryptic Soy Broth. 

El tiempo de producción máxima de una enzima determinada varía en las diferentes 

bacterias y es dependiente de las condiciones de cultivo y la genética de cada organismo. 

Se ha encontrado que la producción de xilanasas en algunas cepas del género Bacillus 

está asociada al crecimiento y por lo tanto también es dependiente de la disponibilidad 

de nutrientes (Anuradha et al., 2007). Este hecho también lo reportaron otros autores, 

como Kumar y colaboradores, encontraron un aumento del crecimiento y la producción 

de xilanasa por B. amyloliquefaciens SK-3 con el tiempo. Se observó crecimiento 

bacteriano máximo (OD 620nm 1.6) y actividad de xilanasa (48.5 ± 1.8 UI / ml) a las 48 

horas (Kumar et al., 2017). Otros investigadores como (Hero et al., 2017) encontraron 
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también una relación entre el aumento en la actividad xilanasa y las densidades celulares 

en un co-cultivo de una cepa de Bacillus sp. AR03 y Paenibacillus sp. AR247.  

Sin embargo Ghio y su equipo encontraron que en el medio nutriente con el agregado de 

xilano la actividad fue menor que en el medio mínimo a pesar que la biomasa fue mayor 

(Ghio et al., 2016). Estos datos sugieren que la inducción de xilanasa es un fenómeno 

complejo y el nivel de respuesta a diferentes inductores varía con cada cepa. 

En esta tesis se observó que hay un efecto entre el aumento de la densidad celular, la 

actividad y la presencia de xilano ya que al analizar los resultados de las 72 horas se 

observa que la actividad xilanasa fue mayor en el medio TSB X (13.8 U/ml) alcanzando 

una OD 660 de 18.8 en segundo lugar en el medio M9 X (5.2 U/ml) con una OD 660 de 6.2 

y en el medio nutriente TSB sin agregado de xilano la actividad resultó de 4.1 U/ml y una 

OD 660 de 7.3. Por lo tanto, se puede observar que el crecimiento no sigue el mismo 

patrón que la actividad, sino que la OD 600 fue mayor en el medio TSB X, en segundo lugar 

TSB y por último en el medio M9 X. Por lo tanto, se puede postular que la actividad 

xilanasa no estaría solamente asociada a la mayor cantidad de biomasa sino que el xilano 

tendría un efecto inductor en la actividad (ya que a pesar de que hay menos células en el 

medio M9 X que en TSB, la actividad es mayor).  

El hecho del uso de xilano como inductor está propuesto por diversos autores (Adhyaru, 

Bhatt y Modi, 2014; Ghio et al., 2016; Kalim y Mazhar, 2016). En esta tesis las actividades 

más altas se observaron a las 145 horas de cultivo, para los medios con el polímero 

comercial. Por otro lado, la densidad celular como la actividad xilanasa fue menor cuando 

se utilizó corteza deslignificada como fuente de carbono en el medio mínimo. Varios 

investigadores han reportado aumentos en la actividad xilanasa en cepas de Bacillus sp. 

utilizando diferentes sustratos lignocelulósicos como paja de sorgo (a las 48 horas de 

crecimiento (65,5 U/ml) crecido en un medio mínimo con adición de paja de sorgo 

(Adhyaru, Bhatt y Modi, 2014), salvado de trigo (3,7 U/ml el máximo luego de 24 horas 

crecido en medio líquido con salvado de trigo) (Thite y Nerurkar, 2015), otro medio con 

salvado de trigo se llegó a una actividad de 42 U/ml (Kallel et al., 2016), otros sustratos 

que se han utilizado incluyen salvado de cebada (Haddar et al., 2012), salvado de avena 

(Akhavan Sepahy, Ghazi y Akhavan Sepahy, 2011), pero no se encuentran hasta hoy 

reportes utilizando como inductores residuos de un árbol de madera dura. Los sustratos 

descritos en la literatura tienen una proporción mayor de xilano que la que contiene la 

corteza de Eucalyptus. 

Es de importancia destacar que en los trabajos reportados anteriormente no solo se 

optimizó el sustrato utilizado sino también el tamaño y edad del inóculo, la fuente de 

nitrógeno, el pH, el agregado de metales y surfactantes.  
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Levadura 

Se probaron diferentes medios de cultivo para el crecimiento y producción de xilanasa de 

la cepa de Pseudozyma sp. EBV 97-87. Los resultados se observan en las Figuras 43 y 44. 

 

Figura 47 - Actividad xilanasa  en la levadura seleccionada Pseudozyma sp. EBV 97-87. PDBX: Potato dextrose broth + 
xilano 1% , YNBX: Yeast nitrogen base + xilano 1%, CDmCorDes: Czapek-Dox modificado + corteza de E. dunnii 
deslignificada. CDmX: Czapek-Dox modificado + xilano 1%, PDB: Potato Dextrose Broth. 

 

Figura 48 - Recuento de células viables de la levadura seleccionada Pseudozyma sp. EBV 97-87. Escala logarítmica. 
PDBX: Potato dextrose Broth + xilano 1% , YNBX: Yeast Nitrogen Base + xilano 1%, CDmCorDes: Czapek-Dox modificado 
+ corteza de E. dunnii deslignificada, CDmX: Czapek-Dox modificado + xilano 1%, PDB: Potato Dextrose Broth. 

Al analizar los resultados obtenidos con la levadura, en el cribado cuantitativo (capítulo 

5) se obtuvo una actividad de 0.8 U/mL en el medio YNB X a las 48 horas de cultivo, sin 

embargo, este medio no resultó ser el mejor para la producción de estas enzimas, según 

ensayos posteriores. Se probó otro medio de cultivo mínimo, Czapek-Dox, con un 
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agregado de extracto de levadura y peptona en muy bajas concentraciones (CDm X) y se 

alcanzó una actividad de 37.8 U/ml a las 164 horas.  

En PDB X el crecimiento fue del mismo orden que en el resto de los medios, a lo largo de 

todo el experimento, pero no se vio reflejado en una mayor actividad. En medio mínimo 

como el CDm, junto con el agregado de xilano, como fuente de carbono y energía, se 

aumentó la actividad a pesar de tener un crecimiento menor. La levadura al verse privada 

de una fuente de carbono accesible (como en el caso del PDB que contiene alta cantidad 

de azúcares) podría inducir la producción de la enzima. Esta producción se observa 

durante la fase estacionaria de crecimiento del microorganismo, como se muestra en la 

curva de células viables (Figura 48) y no viene acompañado de un mayor número de 

células (la mayor concentración de células se observa en el medio de cultivo rico PDB X y 

PDB). Por otro lado, se ha reportado que la glucosa puede ser inhibidora de estas  

enzimas. De los resultados obtenidos se desprende que, en este caso, la actividad no 

depende del crecimiento del microorganismo y sí de la composición del  medio de cultivo. 

Se reportaron comportamientos similares de producción de xilanasa y crecimiento en el 

estudio de dos cepas de Pseudozyma aphidis y Pseudozyma antarctica en medio con 

xilano. Se reportan que si bien el crecimiento de células se dio entre los 2 y 4 días, la 

mayor actividad se obtuvo a los 10 días (Faria et al., 2014). En el resto de la literatura 

sobre este género, se han reportado las mayores actividades xilanasa a las 48, 96, 72 

horas, utilizando xilosa, xilano comercial de haya o avena, glucosa y celobiosa (Adsul, 

Bastawde y Gokhale, 2009; Borges et al., 2014; Neto et al., 2016). 

En la Figura 47 se observa además que si bien la producción de xilanasa en el medio 

CDmCorDes, no es la mayor de todos los ensayos realizados, es una buena actividad  (15.9 

U/ml) al ser producida en un medio con un residuo como fuente de carbono y energía. Si 

observamos la composición de esta corteza vemos que tiene un 65 % celulosa y 16 % 

xilano (ver página 127). Este porcentaje de hemicelulosa es bajo si comparamos con otros 

residuos como por ejemplo la mazorca de maíz que tiene un alto contenido en xilano (El-

Gendy, 2014). 

Sería interesante estudiar el uso de la mazorca de maíz y otros residuos ricos en 

hemicelulosas para la producción de xilansas ya que podrían actuar como inductores de 

la expresión enzimática.  

Hongo filamentoso 

Se estudió la actividad xilanasa producida en el hongo Penicillium sp. EBV 95-17 en  cuatro 

medios de cultivo, los resultados se muestran en la Figura 49.  
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Figura 49 - Actividad xilanasa en el hongo seleccionado Penicillium sp. EBV 95-17 . PDB: Potato Dextrose Broth; PDBX: 
Potato Dextrose Broth + xilano 1% , CDX: Czapek-Dox + xilano 1%, CD CLE: Czapek-Dox + corteza de E. dunnii libre de 
extractivos 1%. 

La máxima actividad se obtiene a los 6 días, en el medio CD con el agregado de xilano (4.8 

U/ml) (Figura 49). El resto de las actividades medidas no superan las 2.8 U/ml. A los 8 días 

todas las actividades decrecen. En la literatura sobre xilanasa de cepas del género 

Penicillium se encuentra una gran variedad de resultados y los autores indican que la 

producción de xilanasa varía según la cepa y para algunas especies es altamente 

dependiente de la fuente de carbono utilizada (Milagres y Prade, 1994; Chavez, Bull y 

Eyzaguirre, 2006; Jaejung et al., 2012; Rai et al., 2016). 

El perfil de actividad xilanasa encontrado para esta cepa de Penicillium sp. EBV 05-17 es 

similar al reportado en el trabajo de Marjamaa y colaboradores, los que obtuvieron 

máxima actividad xilanasa entre los días 4 y 6 de crecimiento en los cultivos de Penicillium 

pulvillorum TUB F-2220 y Penicillium cf. simplicissimum TUB F-2378 al utilizar un sustrato 

puro (AVICEL) como fuente de carbono y al usar residuos lignocelulósicos la actividad fue 

menor  (Marjamaa et al., 2013). 

Con los resultados obtenidos se pudo constatar que el medio de cultivo influye sobre la 

actividad xilanasa en los tres microorganismos. Por lo tanto, para continuar con la 

producción de las enzimas xilanasas se seleccionaron las siguientes condiciones: 

a- Bacteria: Bacillus sp. EBV12-22 cultivada en el medio TSB X: TSB + xilano 1%,  

durante un tiempo de 72 horas. 

b- Levadura: Pseudozyma sp. EBV97-87 cultivada en el medio CDm X: Czapek-Dox + 

extracto levadura 0,1% y peptona 0,5%+ xilano 1%, durante un tiempo de 96 

horas. 
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c- Hongo filamentoso: Penicillium sp. EBV95-17 cultivado en el medio CD X: Czapek-

Dox + xilano 1% durante un tiempo de 6 días. 

Como se puede observar no se seleccionaron los tiempos en donde se vieron las 

actividades máximas, sino que la decisión se realizó basada en un compromiso entre  

acortar los tiempos de cultivo y obtener una buena actividad enzimática. 

8.2.2. Obtención del crudo enzimático a partir de los 
medios de cultivo seleccionados 

Se realizaron nuevamente los experimentos descritos anteriormente y los sobrenadantes 

de los cultivos seleccionados, se centrifugaron para separar las células y se concentraron 

por precipitación salina hasta un 70 % de saturación con sulfato de amonio a 4°C. Estos 

sólidos se resuspendieron en el buffer de actividad, para utilizarlos en los estudios 

posteriores de hidrólisis de diferentes sustratos. Se midió nuevamente actividad y 

cantidad de proteína. Estos resultados, se muestran a continuación en la Tabla 9. Se 

observó en todos los casos, una concentración de la actividad y un aumento en la 

actividad específica.  

Tabla 9- Resultado de actividad enzimática y específica de los extractos enzimáticos de Pseudozyma sp. EBV 97-87; 
Bacillus sp. EBV 12-22 y Penicillium sp. EBV 95-17. Inicial: Actividad en Medio seleccionado, Resuspendida: actividad 
del precipitado obtenido luego de agregar 70% sulfato de amonio, resuspendido en buffer utilizado para medir 
actividad. 

Pseudozyma 
sp. 

Actividad 
enzimática  
(U/ml) 

Actividad 
específica 
(U/mg) 

 

Bacillus sp.  

Actividad 
enzimática  
(U/ml) 

Actividad 
específica 
(U/mg)  

Inicial 10,5 1,3  Inicial 7,9 0,5  
Resuspendida 120,3 2,2  Resuspendida 197,3 2,1  
        

Penicillium sp.  

Actividad 
enzimática 
(U/ml)   

Actividad 
específica 
(U/mg)  

 
 

  
 

Inicial 2,3 1,6      

Resuspendida 4,2 6,2      

 

La precipitación salina es un método comúnmente utilizado como paso inicial en la 

purificación de enzimas. El mismo permite una primera separación del crudo enzimático 

de los componentes del medio de cultivo que pueden llegar a interferir en experimentos 

posteriores. En este caso, el xilano remanente, interferiría en la utilización posterior de 

estos extractos. El inconveniente de este método es que luego de resuspender el 

precipitado, puede quedar una concentración alta de la sal utilizada y podría interferir en 

la actividad enzimática (según la enzima) o en otros análisis. Es por eso que  
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generalmente, se siguen pasos de gel filtración o diálisis posteriores (Wingfield, 2001; 

Duong-Ly y Gabelli, 2014). En este caso no se perdió actividad por la alta concentración 

de sal, así que no se siguió con ningún otro paso de purificación. 

Para los tres crudos enzimáticos se utilizó el mismo porcentaje de sulfato de amonio, esta 

cantidad se determinó en experimentos previos y resultó satisfactoria para todos los 

casos (resultados no mostrados). Se estudió posteriormente la capacidad de estos crudos 

de hidrolizar xilano comercial.   

8.2.3. Estudio de la biotransformación de xilano 
mediante las enzimas precipitadas.  

Los perfiles de hidrólisis del xilano de haya comercial por TLC obtenidos de los tres 

microorganismos se muestran en la Figura 50. Los  Rf de los estándares de oligoxilanos 

(XOS) utilizados se muestran  en la Tabla 10.  

En la Figura 51 se observan los cromatogramas superpuestos de los productos de 

hidrólisis analizados por HPLC.  

Tabla 10 - Rf de los estándares de xilooligosacáridos (XOS). 

Oligoxilano 

(STD) 

Xilosa     

(X1) 

Xilobiosa    

(X2) 

Xilotriosa 

(X3) 

Xilotetrosa 

(X4) 

Xilopentosa 

(X5) 

Xilohexosa 

(X6) 

Rf 0,61 0,48 0,37 0,26 0,19 0,12 

 

        

Figura 50- Productos de hidrólisis del xilano comercial con los distintos microorganismos. EBV 12-22: Bacillus sp., EBV 
97-87: Pseudozyma sp. y EBV 95-17: Penicillium sp . Be 12-22: sobrenadante de enzima de Bacillus sp.  Be 97-87: 
sobrenadante de enzima de Pseudozyma sp.  Be 95-17: sobrenadante de enzima de Penicillium sp.  BX: blanco xilano 
sin enzima, X1, X2, X3, X4, X5 y X6: estándares de oligoxilanos (arriba se muestran los Rf de los mismos). 
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Figura 51 - Comparación de cromatogramas de hidrólisis de xilano comercial) gris: xilano sin hidrolizar, verde: hidrólisis 
con enzimas de Penicillium sp. EBV 95-17, negro: hidrólisis con enzimas de Pseudozyma sp. EBV 97-87, violeta: hidrólisis 
con enzimas de Bacillus sp. EBV 12-22. 

Se identificaron por TLC X2, X3, X4, X5 y X6 como productos principales de la hidrólisis del 

xilano de haya comercial cuando se lo sometió a la acción del extracto enzimático de 

Bacillus sp. EBV 12-22. Al no observase xilosa como producto, se deduce que el extracto 

no muestra actividad -xilosidasa. Los xilooligosacáridos correspondientes a X2, X3 y X4 

se confirman por HPLC (Figura 51). Estos resultados están de acuerdo con los obtenidos 

por otros autores, como Reddy y Krishnan sobre el estudio de los oligosacáridos 

producidos por Bacillus subtilis KCX006, en un medio en el que utilizaron material 

lignocelulósico como fuente de carbono e identificaron X2 y X3 como productos 

mayoritarios  (Reddy y Krishnan, 2016). Estos investigadores describen la presencia de 

endo-xilanasas. Se probaron por otros autores extractos crudos de cultivos de Bacillus 

mojavensis A21, sobre xilano extraído de marlo del maíz y los productos mayoritarios 

resultaron ser X2 y X3 luego de ocho horas a 50°C y pH de 8 (Haddar et al., 2012). Por 

otro lado, se estudió una endo-xilanasa purificada de una cepa de B. subtilis DFR40 aislada 

de suelo, en la hidrólisis de salvado de trigo durante 48 horas y los productos mayoritarios 

fueron X2, X3 y X4 (Raj Xavier, Ramanay Sharma, 2018). Los resultados obtenidos junto 

con la información sobre el modo de acción de las xilanasas podrían indicar que se trata 

de un extracto con actividad endo-xilanasa. 

Los datos encontrados hasta el momento en donde se observa que el género Bacillus no 

produce xilosa a partir de la hidrólisis de xilano y, a su vez, los mismos son concordantes 

con los resultados obtenidos en esta tesis indican que el extracto enzimático producido 

XILOSA 

XILOBIOSA 

XILOTRIOSA 

XILOTETROSA 



 

113 
 

por Bacillus sp. EBV 12-22 podría utilizarse para producir XOS de interés como 

prebióticos.  

Como se puede observar en las Figuras 46 y 47, los productos de hidrólisis de xilano con 

las enzimas de Pseudozyma sp. EBV97-87 incluyen no solo xilosa, sino también otros 

oligosacáridos los cuales podrían corresponder a X2, X3, X4 y otros de mayor grado de 

polimerización, analizando sus Rf (Figura 50, Tabla 10) y su tiempo de retención en el 

análisis por HPLC (Figura 51). Este resultado estaría indicando que posiblemente el 

extracto enzimático de la cepa de Pseudozyma aislada en esta tesis también presenta 

actividad -xilosidasas o que se trata de una xilanasa capaz de liberar xilosa a partir de 

oligosacáridos pequeños como X3. Esta observación la realizaron Watanabe y su grupo, 

al purificar una xilanasa de Pseudozyma antarctica GB-4(0) y analizar los productos de 

hidrólisis del xilano de haya comercial, los cuales fueron xilosa (X1), xilobiosa (X2), 

xilotriosa (X3) y otros xilololosacáridos de xilano. Ellos estudiaron si esta xilanasa tenía 

actividad β-xilosidasa, y encontraron un resultado negativo, por lo tanto esta enzima no 

podía hidrolizar la xilobiosa en xilosa. La xilosa detectada podría haber resultado de la 

hidrólisis de otros xilooligosacáridos mayores a X2. Además lograron clasificar la enzima 

según la secuencia del módulo catalítico en la familia GH10, las cuales exhiben mayor 

afinidad por β-1,4-xiloligosacáridos más cortos y lineales  que las xilanasas de la familia 

GH11 (Biely et al., 1997). Estos datos, entonces, concluyeron que las xilanasas aisladas de 

P. antarctica GB-4(0) corresponderían a endoxilanasas (Watanabe et al., 2015). 

La xilanasa PbXynA purificada de Pseudozyma brasiliensis GHG001 por Borges y 

colaboradores dio como productos de hidrólisis del xilano de haya un conjunto de XOS 

que fueron desde X2 hasta X6 y luego de veinte horas se observó la liberación de 

pequeñas cantidades de xilosa (Borges et al., 2014). Obtuvieron resultados similares a los 

alcanzados en esta tesis pero en un mayor tiempo de reacción. Debido a que en esta tesis 

se utilizó el extracto enzimático obtenido a partir de la precipitación con sulfato de 

amonio no se pudo determinar si se trata de un extracto con actividad únicamente 

xilanasa o también presenta actividad -xilosidasa en el crudo enzimático.  

Sin embargo los reportes de Adsul y colaboradores indican  que utilizando endo-xilanasas 

purificadas de una cepa de Pseudozyma hubeiensis NCIM 3574 se obtuvieron XOS de 3 – 

7 unidades de xilosa pero no se producía ni X1 ni X2 a partir de la hidrólisis de xilano de 

trigo (Adsul, Bastawde y Gokhale, 2009). Esta diferencia podría ser por la  estructura del 

xilano utilizado, en los cereales en general se trata de arabinoxilanos con ácido ferúlico 

como sustituyente que podría interferir en el sitio activo de la enzima (Biely, Singh y 

Puchart, 2016). 
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Finalmente, los productos obtenidos por la hidrólisis del xilano de haya (comercial) con 

el extracto enzimático de Penicillium sp. EBV 95-17 según se determinó mediante TLC 

fueron X3, X4 y X5. Similar perfil obtuvieron Driss y colaboradores los cuales observaron 

para la hidrólisis de xilano de la mazorca de maíz, utilizando una enzima inmovilizada de 

Penicillium occitanis los productos obtenidos fueron X3 mayoritariamente y en menor 

medida X2 (Driss et al., 2014). Otro estudio realizado con una xilanasa purificada de 

Penicillium janczewskii sobre diferentes xilanos comerciales dio como resultado X3, X4 y 

principalmente xilooligosacáridos (XOS) más grandes, por lo tanto, ellos clasifican esta 

enzima como una enzima tipo endo-xilanasa (Terrasan, Guisan y Carmona, 2016). 

Para futuros ensayos se decide seguir trabajando con las enzimas de Pseudozyma sp. EBV 

97-87 y Bacillus sp. EBV 12-22 ya que con Penicillium sp. EBV 95-17 no se obtuvo una 

buena producción de enzima en las condiciones analizadas. 

8.2.4. Caracterización de las xilanasas según pH y 
temperatura 

Las condiciones óptimas para la actividad de las enzimas en términos de temperatura y 

pH fueron investigados en base al estudio de la actividad enzimática en las diferentes 

condiciones sobre los extractos concentrados de Pseudozyma sp. EBV97-87 y Bacillus sp. 

EBV 12-22. 

Bacillus sp. EBV 12-22 

Como se observa en la Figura 52, la xilanasa de Bacillus sp. EBV 12-22 exhibió una 

actividad máxima a pH 7.1 y mostró un rango óptimo entre los pH 6.6 y 7.  Pierde un 26 

% de actividad a pH 8.4 (actividad a 7.1 contada como 100 %). A pH 9.8 pierde un 85 % 

de actividad. Otras xilanasas producidas por Bacillus reportadas muestran grandes 

diferencias en su pH óptimo, yendo desde valores ácidos, como en el caso de la xilanasa 

GH 11 de la cepa B. amyloliquefaciens, el pH óptimo fue de 4 (Baek et al., 2012) a  valores 

de 6.5 para una cepa de B. subtilis (Chang et al., 2017); pH 7 en una cepa de B. altitudinis 

(Adhyaru, Bhatt y Modi, 2014) y hasta pH óptimos de 9, como en el caso de la xilanasa de 

una cepa de B. mojavensis (Akhavan Sepahy, Ghazi y Akhavan Sepahy, 2011). 
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Figura 52 - Determinación del rango de pH óptimo en xilanasas de Bacillus sp. EBV 12-22 

El rango de temperaturas óptimas de la actividad xilanasa de la cepa aislada en esta tesis 

es entre 50 °C y 60 °C pero cae notoriamente a los 70 °C (Figura 53). Este resultado es  

diferente al de la xilanasa de B. amyloliquefaciens que presentó una temperatura óptima 

de 70 °C (Amore et al., 2015) o la xilanasa de B. subtilis la cual presentó mayor actividad 

a 100 °C (Raj Xavier, Ramana y Sharma, 2018). Sin embargo se han reportado otras 

xilanasas  con temperaturas óptimas similares a las obtenidas para EBV 12-22, como la 

de una cepa de B. mojavensis, la cual mostró actividad óptima a 50 °C (Haddar et al., 

2012). Otro caso son las xilanasas de tres aislamientos de Bacillus sp. con temperaturas 

óptimas entre 50 °C y 55 °C (Anuradha et al., 2007).  

 

Figura 53 - Determinación del rango de temperatura óptimo en xilanasas de Bacillus sp EBV 12-22 
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Como se muestra en la Figura 54 el extracto parcialmente purificado de Pseudozyma sp. 

EBV97-87  exhibió actividad en el rango de pH de 3.0-8.0 con un óptimo en el rango de 

3.9 a pH 4.8, lo que sugiere que es una xilanasa ácida.  

 

Figura 54 - Determinación del rango de pH óptimo en xilanasas de Pseudozyma sp. EBV97-87. 

El estudio de temperatura óptima se realizó en el pH óptimo de actividad (pH=4.8) y se 

encontró que la temperatura óptima es de 50°C (139.1 U/ml) (Figura 55).  

 

Figura 55 - Determinación del rango de temperatura óptimo en xilanasas de Pseudozyma sp. EBV97-87. 

Estos datos están de acuerdo con la literatura donde la actividad máxima de xilanasas 

originarias de Pseudozyma está entre pH 4.0 y 6.5 y las temperaturas están entre 40 ° C 

y 65 ° C (Adsul, Bastawde y Gokhale, 2009; Borges et al., 2014; Watanabe et al., 2015). 
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8.2.5. Estabilidad térmica y peso molecular de xilanasa 
de Pseudozyma sp. EBV 97-87 

Se determinó la estabilidad térmica del extracto concentrado, obtenido del cultivo de 

Pseudozyma sp. EBV 97-87, en las temperaturas de 4, 30 y 50 °C a diferentes tiempos. Se 

desprende de la Figura 56 que a 50 °C la enzima pierde  el 90 % de su actividad luego de 

24 horas. Sin embargo a 4 y 30 °C los perfiles de pérdida de actividad son similares, a las 

24 horas baja a un 64 % en ambos casos y luego se mantiene estable hasta las 144 horas 

y comienza a descender y a las 408 horas tienen solamente el 22 y 24 % de la actividad 

inicial respectivamente.  

 

Figura 56 - Porcentaje de actividad remanente del extracto enzimático parcialmente purificado obtenido del cultivo de 
Pseudozyma sp. EBV 97-87 y conservado a 4, 30 y 50 °C. 

Se ha reportado que la estabilidad térmica es una variable importante en la actividad 

enzimática y en los usos posibles que pueden lograrse con las enzimas (Ali El Enshasy et 

al., 2016). Si bien a 4 °C o 30 °C luego de 24 horas pierden aproximadamente un 35 %  de 

la actividad, esta se mantiene hasta las 144 horas. Este resultado es de gran importancia 

ya que indica que la enzima puede conservarse durante ese tiempo y para ser utilizada. 

Si bien su temperatura óptima es a 50 °C, el extracto no es estable a esa temperatura. 

Esta observación se ha reportado previamente para xilanasas de este y otros géneros de 

microorganismos (Baek et al., 2012; Robledo et al., 2015; Nieto-Domínguez et al., 2017; 

Raj Xavier, Ramana y Sharma, 2018). La termoestabilidad es importante para las 

diferentes aplicaciones industriales de las enzimas, y esta se puede llegar a mejorar con 

modificaciones genéticas (Yang et al., 2017).  

Los trabajos de estabilidad térmica reportados sobre las enzimas de Pseudozyma, no 

estudian  la estabilidad de la actividad  en tiempos largos a diferentes temperaturas, sino 

que se estudia la estabilidad a una temperatura por un tiempo corto como ser 10, 15 o 

0

20

40

60

80

100

120

0 50 100 150 200 250 300 350 400 450

%
 a

ct
iv

id
ad

 r
em

an
en

te

Horas

4°C 30°C 50°C



 

118 
 

30 minutos. Igualmente muestran la inestabilidad de estas xilanasas a temperaturas 

cercanas a las óptimas, lo que apoya los resultados obtenidos para Pseudozyma sp. EBV 

97-87. Por ejemplo el trabajo de Watanabe y colaboradores observaron que 30 minutos 

a 57 °C la xilanasa PaXynG de P. antárctica pierde la mitad de su actividad siendo su 

temperatura óptima de actividad 50°C (Watanabe et al., 2015). En el estudio de Adsul 

sobre las dos xilanasas de P. hubeiensis indican que la mitad de la actividad se pierde 

luego de 15 minutos a 70 °C para la enzima PhX33 y a 60 °C luego de 10 minutos para la 

enzima PhX20 siendo las temperaturas óptimas 60 y 55 °C respectivamente (Adsul, 

Bastawde y Gokhale, 2009).   

Por último se realizó una cromatografía de exclusión por tamaño del extracto enzimático 

para conocer el peso molecular de la xilanasa de interés. De cada pico que se observó en 

el cromatograma se midió actividad y se determinó que solo uno de ellos fue positivo, 

por lo tanto en el extracto solo se encuentra una enzima con actividad xilanasa y la misma 

presenta un peso molecular de 19.9 kDa según la curva de calibración realizada (Figura 

57).   

 

Figura 57 - Perfil de elución de picos de proteínas separadas por gel filtración del extracto enzimático de de Pseudozyma 
sp. EBV 97-87. 

Las xilanasas reportadas para Pseudozyma hasta la fecha han presentado pesos 

moleculares de 33 kDa en P. antarctica GB-4(0) (Watanabe et al., 2015), 33.5 kDa y 20.1 

kDa en P. hubeiensis NCIM 3574 (Adsul, Bastawde y Gokhale, 2009) y 24 kDa en P. 

brasiliensis GHG001 (Borges et al., 2014).  

Se realizó una TLC de la reacción entre el xilano de haya y las fracciones obtenidas de la 

gel filtración correspondientes al pico de la xilanasa. En la Figura 58 se observan los 

productos obtenidos luego de 15 minutos de reacción. Se observa la producción de xilosa 
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y XOS mayores, por lo que se concluye que la enzima purificada es capaz de liberar 

xilooligosacáridos y xilosa a la vez.  

 

Figura 58 – TLC de hidrólisis de xilano de haya con xilanasa purificada de EBV 97-87, en los extremos dos fracciones 
correspondientes a la fracción eluída con actividad  xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-87, en el centro el estándar de 
xilosa. 

Resultado similar a la xilanasa reportada por Borges y colaboradores, purificada de P. 

brasiliensis GHG001, que produce xilosa luego de 3 horas de hidrólisis del xilano de haya. 

8.2.6. Producción de xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 
97-87 en medio de cultivo con diferentes 
residuos  

Para reducir los costos de producción de la enzima xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-

87 se probaron diferentes residuos agroindustriales y lignocelulósicos. En concreto se 

utilizó salvado de avena (SA), paja de arroz (PA), yerba mate usada (YMU), cáscara de 

naranja seca (CNS), mazorca de maíz (MM), cebada usada (CU) en una concentración del 

1% p/v.  

En la Figura 59 se observan los resultados de actividad xilanasa obtenidos para las 

diferentes fuentes de carbono utilizadas. 
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Figura 59 - Actividad xilanasa en el medio CDm con diferentes residuos como fuente de carbono: salvado de avena 
(SA), paja de arroz (PA), yerba mate usada (YMU), cáscara de naranja seca (CNS), mazorca de maíz (MM), cebada usada 
(CU). 

En todos los casos se observó crecimiento del microorganismo por observación de 

turbidez en los matraces. Las actividades más altas se observaron en los medios con 

cebada usada y mazorca de maíz. Ambos residuos están compuestos de 

aproximadamente un 28 - 35 % de hemicelulosa con su cadena principal formada por 

unidades de xilosa. En el caso de la cebada usada (dependiendo del tipo de cebada, el 

malteado y el resto de los procesos de fabricación de la cerveza) aproximadamente un 

20 % corresponde a la porción de xilanos, a su vez también es fuente de proteínas (Rocha 

dos Santos Mathias, Moretzsohn de Mello y Camporese Srvulo, 2014; Amore et al., 2015). 

La mazorca de maíz posee un 30 % de hemicelulosa (Li et al., 2015). Por tanto ambos 

residuos presentan una mayor concentración de hemicelulosas que la corteza de E. dunnii 

deslignificada utilizada en la actividad 8.2.1 de este capítulo. Estos dos residuos 

agroindustriales son considerados biomasa de bajo costo y contienen una composición 

de azúcares alta de interés en la biorrefinería. La producción de enzimas a partir de ellos 

aportaría a valorizarlos desde el punto de vista económico y a disminuir la formación de 

residuos con altos contenidos de materia orgánica (dos Santos Mathias et al., 2015). 

En los estudios reportados sobre producción de xilanasa de cepas de Pseudozyma sp. sólo 

se han realizado experimentos con aguas residuales de destilería de bioetanol 

lignocelulósico provenientes de la hidrólisis de la paja de arroz (LBDW). Este residuo 

contiene altas concentraciones de xilosa (ya que Saccharomyces cerevisiae no la utiliza 

como fuente de carbono) y obtuvieron 17.3 U/ml luego de 72 horas de cultivo con P. 

antarctica GB-4(0) (Watanabe et al., 2015). Estos valores son similares a los obtenidos en 

la tesis con el marlo del maíz y la cebada usada.  
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8.3. Conclusiones 
- Se seleccionó para cada microorganismo un medio de cultivo y un tiempo para 

producir la enzima de interés y se encontró que el xilano es un buen inductor de la 

actividad xilanasa para todas las cepas estudiadas.  

- Se obtuvo una concentración de la actividad xilanasa utilizando sulfato de amonio 

al 70 % en todos los casos.  

- El producto de hidrólisis del xilano comercial con el extracto enzimático de la 

levadura, es principalmente xilosa, xilobiosa y xilotriosa, también se identificaron X4, X5 

y X6 por TLC. 

- Los productos de hidrólisis con las enzimas del hongo filamentoso incluyen 

oligosacáridos, X3, X4, X5 y en menor medida X2. En este caso no se observa xilosa. 

- La hidrólisis con xilanasas de Bacillus sp. EBV 12-22 se observa xilobiosa, X3, X4, 

X5 y X6. Tampoco se observa xilosa como producto final.  

- El perfil hidrolítico de las enzimas provenientes de los tres microorganismos es 

distinto, aunque todas parecen ser endo-activas por los productos obtenidos.  

- Se caracterizaron los pH y temperaturas óptimas de las enzimas de Pseudozyma 

sp. EBV 97-87 y Bacillus sp. EBV 12-22. En el caso de la xilanasa de Bacillus sp. EBV 12-22, 

el rango óptimo de pH fue entre 6.6 y 7.8 y temperatura óptima entre 50 y 60 °C. En el 

caso de Pseudozyma sp. EBV 97-87 se encontró que si bien es activa en un amplio rango 

de pH el rango óptimo es entre 4.0 y 4.8 y la mejor temperatura es 50 °C. 

-  El extracto enzimático parcialmente purificado de Pseudozyma sp. EBV 97-87 

resultó estable a 4 °C y 30 °C y luego de 17 días se observa una actividad remanente del 

22 y 24 % para ambas temperaturas. Si bien su temperatura óptima es 50 °C, la enzima 

no es estable a esta temperatura ya que a las 24 horas perdió el 96 % de su actividad. 

-  El peso molecular de la xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-87 resultó ser de 19.9 

kDa y la misma es capaz de producir xilosa y el resto de los xilooligosacáridos a partir del 

xilano comercial de haya. Estos datos permiten concluir que se trata de una endo-

xilanasa. 

-  Se probaron diferentes residuos agroindustriales para la producción de xilanasa 

por Pseudozyma sp. EBV 98-87 y se encontraron buenas actividades en los medios con 

cebada usada y mazorca de maíz.    
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9. Estudio de la posible  aplicación de las 

enzimas obtenidas 

9.1. Metodología 
Se presenta en la Figura 60 el esquema de trabajo seguido en este capítulo.  

 

Figura 60 - Esquema seguido para el estudio de la hidrólisis del xilano de la corteza de E. 
dunnii y la posible aplización de los productos 
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9.1.1. Deslignificación química de la corteza para la 
hidrólisis enzimática 

Se pre-trató 10 gramos de corteza libre de extractivos (ver  anexo 12.4.1) con 750 ml de 

ácido peracético en un matraz de 2 L con agitación a 85°C durante 30 minutos. Luego de 

ese tiempo, se agregó 1 L de agua destilada y el material resultante (corteza 

deslignificada) se filtró y se lavó con abundante agua destilada para limpiar los restos de 

ácido de la superficie. Posteriormente, el material resultante se secó a 40 °C durante una 

noche y se mantuvo en bolsa hermética hasta su uso (Evtuguin et al., 2003). Se determinó 

el contenido de  lignina, celulosa y hemicelulosa según el procedimiento del National 

Renewable Energy Laboratory (NREL) descrito en el anexo 12.4.2.  

9.1.2.  Estudio de la biotransformación de corteza 
deslignificada mediante las xilanasas  

Ensayo inicial:  

Bacillus sp. EBV 12-22: 

- 100 mg de corteza deslignificada se le agregan 3 ml de buffer citrato 0.05M, pH 

4.8, extracto parcialmente purificado de Bacillus sp. EBV 12-22 hasta una 

concentración final de 50 U/ml de enzima, se ajusta el volumen final a 5 ml. Se 

deja a 30°C y 150 rpm. Se tomaron muestras a las 0,5 ; 1; 2; 24; 48 y 72 horas de 

reacción. Este ensayo se realizó por duplicado. (*) 

Pseudozyma sp. EBV 97-87: 

- 100 mg de corteza deslignificada se le agregan  3 ml de buffer citrato 0.05M,  pH 

4.8, extracto parcialmente purificado de Pseudozyma sp. EBV 97-87 hasta una 

concentración final de 50 U/ml de enzima, se ajusta el volumen final a 5 ml. Se 

deja a 30°C y 150 rpm. Se tomaron muestras a las 1, 2, 16, 24, 48, 72 y 144 horas 

Este ensayo se realizó por duplicado. (*) 

- El mismo ensayo se llevó a cabo  además a 50 °C durante 24 horas. Este ensayo 

se realizó por duplicado. (*) 

Blanco: 

- Se realizó un blanco en las mismas condiciones que los ensayos realizados pero 

sin el agregado de enzima, se ajusta el volumen final a 5 ml. (*) 
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(*) La corteza con el buffer se esterilizaron en autoclave a 121 °C durante 15 minutos 

previo a la hidrólisis, luego se agregó la solución de enzima previamente filtrada por 0,22 

m. 

9.1.2.1. Análisis de corteza resultante 
9.1.2.1.1. Estudio de microscopía 

Se realizó microscopía electrónica de barrido de las cortezas resultantes del  ensayo inicial 

de hidrólisis y de la corteza sin tratamiento con xilanasa. Para ello el material resultante 

se adhirió a un soporte de metal y se realizó un recubrimiento de oro en una cámara 

Denton Vacuum DeskII durante 120 segundos. Las muestras se analizaron en un SEM Jeol-

5900 LV (Laboratorio de Microscopía Electrónica de Barrido, Facultad de Ciencias, 

UdelaR) que adquiere y muestra la señal a través del sistema de imágenes X-Stream. 

9.1.2.1.2. Análisis de la composición química 

Se realizó el estudio de la composición de celulosa y hemicelulosa según el procedimiento 

del National Renewable Energy Laboratory (NREL) descrito en el anexo 12.4.2.  

Previamente el material resultante de la hidrólisis se lavó con agua destilada y se secó a 

40°C durante 12 horas y luego se utilizó para realizar los análisis.  

9.1.3. Producción de xilitol  

9.1.3.1.  Estudio de distintas variables en la producción de 
xilosa por Pseudozyma sp. EBV 97-87: 

Pseudozyma sp. EBV 97-87 

- 400 mg de corteza deslignificada se le agregan  3 ml de buffer citrato 0.05M,  pH 

4.8, extracto parcialmente purificado de Pseudozyma sp. EBV 97-87 hasta una 

concentración final de 100 U/ml de enzima, se ajusta el volumen final a 5 ml. Se 

deja a 30°C y 150 rpm durante 96 horas. (*) 

- 500 mg de corteza deslignificada se le agregan  3 ml de buffer citrato 0.05M,  pH 

4.8, extracto parcialmente purificado de Pseudozyma sp. EBV 97-87 hasta una 

concentración final de 200 U/ml de enzima, se ajusta el volumen final a 5 ml. Se 

deja a 30°C y 150 rpm durante 96 horas. Este ensayo se llevó a cabo por duplicado. 

(*) 

(*) La corteza con el buffer se esterilizaron en autoclave a 121 °C durante 15 minutos 

previo a la hidrolisis, luego se agregó la solución de enzima previamente filtrada por 0,22 

m. 
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9.1.3.1.1. Caracterización analítica de los productos de hidrólisis  

obtenidos 

Las muestras obtenidas se analizaron mediante cromatografía en capa fina (TLC) y  

cromatografía líquida de alta eficacia (HPLC). 

Condiciones de TLC: 

La TLC (Silicagel 60 F254, Merck ®), Fase móvil utilizada fue cloroformo : ácido acético : 

agua (3:6:1).  

Revelador: Orcinol 20 mM en etanol/ácido sulfúrico 95:5. 

Condiciones de HPLC: 

Equipo Shimadzu LC – 20AT, detector de índice de refracción (Shimadzu RID – 10AT). La 

columna utilizada fue Supelcogel C610H (30 cm x 7.8 mm) con pre-columna Supelguard 

C610H (5 cm x 4.6 mm). Fase móvil, H2SO4 0,005 N, flujo de 0,5 ml/min. Los análisis se 

llevaron a cabo a 55°C. Se realizaron curvas de calibración de xilosa (X1), xilobiosa (X2), 

xilotriosa (X3) (Megazyme).  

 

Cálculo de rendimiento de hidrólisis 

𝑅𝑒𝑛𝑑𝑖𝑚𝑖𝑒𝑛𝑡𝑜 𝑑𝑒 ℎ𝑖𝑑𝑟ó𝑙𝑖𝑠𝑖𝑠 (%) = (
(𝑥𝑖𝑙𝑜𝑠𝑎 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑙𝑖𝑏𝑒𝑟𝑎𝑑𝑎 ∗ 0,88)

𝑥𝑖𝑙𝑎𝑛𝑜 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙 𝑒𝑛 𝑒𝑙 𝑚𝑎𝑡𝑒𝑟𝑖𝑎𝑙
 ) ∗ 100 

9.1.3.2. Cribado de microorganismos para la producción de 
xilitol  

Se realizó un cribado de una selección de microorganismos pertenecientes a la colección 

del Laboratorio de Biocatálisis y Biotransformaciones para la producción de xilitol a partir 

de xilosa comercial.  

Se ensayaron 49 microorganismos, 26 bacterias, 12 levaduras, 11 hongos filamentosos.   

Levaduras 

Se realizaron cultivos en placas de Petri con medio PDA de las levaduras seleccionadas. 

Luego de ver colonias aisladas, se tomó una para realizar el inóculo en el pre-cultivo de 

medio YPX (extracto levadura 1%, peptona 2%, xilosa 3%) en agua. En un matraz de 100 

ml con 40 ml de medio se incubaron a 150 rpm, 28 °C durante 24 horas.  

Luego de las 24 horas de pre-inóculo, se centrifugaron las células a 4000 rpm durante 5 

minutos a 10 °C, se lavaron dos veces con buffer fosfato 0.1M pH 6.5. El total de células 

se utilizó para inocular matraces de 100 ml con 40 ml de medio YPX en el mismo buffer.  
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Se tomaron muestras a las 24, 48, 72, 144 y 192 horas.  

Bacterias 

Se realizaron cultivos en placas de Petri con medio TSA de las bacterias seleccionadas. 

Luego de ver colonias aisladas, se tomó una para realizar el inóculo del pre-cultivo en 

tubo (5 ml) de medio M9+xilosa (xilosa 1%) en agua. Se crecieron a 150 rpm, 28 °C 

durante 48 horas.  

Luego de las 48 horas de crecimiento  se inocularon 100 l en matraces de 25 ml con 5 

ml de medio M9 + xilosa 3%. 

Se tomaron muestras a las 48 y 120 horas.   

Hongos filamentosos 

Se realizaron cultivos en placas de Petri con medio PDA de los hongos seleccionados. 

Luego de ver crecimiento, se tomó con un sacabocado de un 1 cm de diámetro tres 

tarugos que se utilizaron para inocular el  medio YPX (extracto levadura 1%, peptona 2%, 

xilosa 3%) en agua. En matraz de 100 ml con 20 ml de medio. Se crecieron a 150 rpm, 28 

°C durante  6 días.  

Se tomaron muestras a las 48 y 144 horas.  

Se analizaron todas las muestras por HPLC utilizando la columna y las condiciones 

anteriormente mencionadas (9.1.3.1.1). Se realizaron curvas de xilosa y xilitol para 

cuantificar consumo y producción (Anexo 12.3.2).  

9.1.3.3. Producción de xilitol con Wickerhamomyces 
anomalus Z1  

Inóculo de W. anomalus Z1 

Se creció la cepa de levadura en medio sólido PDA, durante 48 horas, se realizó un pre-

cultivo pasando una colonia aislada a un matraz Erlenmeyer de 50 ml con 20 ml de medio 

YPX (extracto de levadura 1, peptona 2, xilosa comercial 3 %) en agua y se incubó a 28 °C, 

150 rpm por 24 horas. El cultivo obtenido se repartió en volúmenes de 1 ml en 

eppendorffs, se centrifugó a 4000 rpm durante 5 minutos a 10 °C, se descartó el 

sobrenadante de cada tubo y  las células se enjuagaron con 1 ml de suero fisiológico. Se 

repitió esta operación y se descartó el sobrenadante. La biomasa húmeda de cada 

eppendorff (0.05 g) se utilizó como inóculo de cada fermentación.  

Fermentación 

1) Medio sintético   
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Se realizó la fermentación en medio sintético YPX (extracto de levadura 1 % p/v, peptona 

2 % p/v) y dos concentraciones de xilosa comercial, 4 y 9 mg/ml en los medios sintéticos 

1 y 2 respectivamente con un volumen final de 1 ml en viales de 4 ml.  

Se inoculó cada uno de estos viales con la biomasa húmeda de un tubo eppendorff. Se 

taparon con algodón y papel. Se incubaron a 28 °C y 150 rpm. Se tomaron muestras a 

tiempo 0 y 72 horas. 

2) Hidrolizado enzimático de corteza  

Al hidrolizado de corteza obtenido según el punto 9.1.3.1 se lo separó del material sólido. 

El líquido se concentró mediante evaporación a vacío hasta un volumen de 1 ml y una 

concentración de xilosa final de 6.8 mg/ml medida por HPLC. Se agregó  extracto de 

levadura 1 % p/v y peptona 2 % p/v. Se inoculó este medio con la biomasa húmeda de un 

tubo eppendorff en un vial de 4 ml. Se tapó con algodón y papel. Se incubó a 28 °C y 150 

rpm. Se tomaron muestras a tiempo 0 y 72 horas. 

Análisis de productos por HPLC  

Se llevó a cabo en las condiciones descritas anteriormente en el apartado (9.1.3.1.1). 

Cálculo de parámetros de la fermentación 

Rendimiento de xilitol 

Se calculó el rendimiento de xilitol producido por xilosa utilizada al finalizar la 

fermentación (Latif y Rajoka, 2001). 

𝑅𝑒𝑛𝑑𝑖𝑚𝑖𝑒𝑛𝑡𝑜 (𝑌𝑝) (
𝑚𝑔 𝑥𝑖𝑙𝑖𝑡𝑜𝑙

𝑚𝑔 𝑥𝑖𝑙𝑜𝑠𝑎
) = (

𝑚𝑔 𝑑𝑒 𝑥𝑖𝑙𝑖𝑡𝑜𝑙

𝑚𝑙
)/(

𝑚𝑔 𝑥𝑖𝑙𝑜𝑠𝑎 𝑐𝑜𝑛𝑠𝑢𝑚𝑖𝑑𝑎

𝑚𝑙
)  

Productividad volumétrica 

𝑄𝑝 =
𝑚𝑔 𝑥𝑖𝑙𝑖𝑡𝑜𝑙

𝑚𝑙 ∗ ℎ𝑜𝑟𝑎
 

 

9.1.4. Producción de etanol 

9.1.4.1. Sacarificación y fermentación a partir de corteza 
deslignificada hidrolizada xilanasas 

Se realizó un sistema de sacarificación simultánea a fermentación (SSF): 

- 100 mg de cada corteza deslignificada e hidrolizada con las xilanasas de 

Pseudozyma sp. EBV 97-87  y Bacillus sp. EBV 12-22 en viales de 20 ml con tapón 

de goma y precinto se le agregó celulasa comercial de Trichoderma reesei ATCC 
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26921 (Sigma-Aldrich) en una concentración de 50 FPU/g de sustrato en un 

volumen final de 5 ml.  

- Luego de dos horas de sacarificación a 50 °C se inoculó la levadura Saccharomyces 

cerevisiae con una concentración inicial de 0,1 g / ml de peso húmedo (1 ml de 

inóculo) y se incubó a 30 °C y 150 rpm. La levadura Saccharomyces cerevisiae fue 

adquirida comercialmente en la forma de levadura seca para panificación. La 

misma fue cultivada en placas de Petri con PDA a 28 °C para obtener colonias 

aisladas. Una vez crecida en el laboratorio se tomó una colonia y se inoculó  en un 

matraz Erlenmeyer de 250 ml con 50 ml de medio PDB y se incubó a 28 °C y 24 

horas. El cultivo se centrifugó y la biomasa húmeda se utilizó para inocular la 

fermentación.  

Se tomaron alícuotas de muestra a distintos tiempos. Las muestras se analizaron por 

HPLC, utilizando el mismo método descrito para el experimento anterior. Se realizó una 

curva de calibración de etanol, glucosa y celobiosa para su cuantificación (Anexo 12.3.2). 

9.2. Resultados y discusión 

9.2.1. Deslignificación química de la corteza de 
Eucalyptus dunnii  

Se realizó previamente el paso de deslignificación de la corteza de E. dunnii ya que la 

estructura que forman los polímeros de lignina y carbohidratos la vuelven recalcitrante a 

la desconstrucción, por lo que su presencia en el material vegetal no permitiría observar 

cambios al utilizar las enzimas obtenidas (Mupondwa et al., 2017).  El material resultante 

es la corteza deslignificada y se obtienen 8 gramos de la misma partiendo de 10 gramos 

de corteza libre de extractivos. En la Tabla 11 se muestra la composición química de la 

corteza inicial y de la resultante luego de la etapa de deslignificación. 

Tabla 11 - Composición de los polímeros de la corteza de E. dunnii sin tratar y tratada con ácido peracético. 

% 
Corteza libre de 
extractivos 

Corteza 
deslignificada 

 glucanos 44 65,1 

 xilanos 13 16,2 

 lignina insoluble 17 5,1 

 lignina soluble 2.8 0 

 

Como se puede ver principalmente aumentan los porcentajes de glucanos y xilanos por 

la degradación de la lignina. Este material fue el utilizado para la hidrólisis con las 

xilanasas.  
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El ácido peracético ha sido reconocido durante mucho tiempo como un reactivo eficaz 

para la eliminación de la lignina, aislando las fibras vegetales para su uso en algunas 

técnicas en el proceso de la pulpa y el papel (Brasileiro, Colodette y Piló-Veloso, 2001). 

Según los diferentes autores que estudiaron el proceso de deslignificación mediante este 

método indican que si el tiempo es suficiente, se puede perder además de la lignina una 

fracción de las hemicelulosas presentes en el material, por lo tanto para minimizar ese 

efecto, se trabajó en tiempos de deslignificación de media hora. Una vez finalizado el 

proceso se observó que el material quedó más blanco que el inicial.  

9.2.2. Hidrólisis de la corteza pre-tratada utilizando 
xilanasas obtenidas de los microorganismos 
seleccionados.  

Ensayo inicial: 

Se estudió el efecto del uso de las enzimas concentradas de Pseudozyma sp EBV 98-87 y 

Bacillus sp. EBV 12-22 sobre corteza de E. dunnii deslignificada. 

Bacillus sp. EBV 12-22. 

A los sobrenadantes de la hidrólisis de la corteza deslignificada con el extracto enzimático 

de Bacillus sp. a las 72 horas de reacción, se les realiza una TLC y los resultados se 

muestran en la Figura 61.  
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Figura 61 - TLC del sobrenadante de la hidrólisis de la corteza deslignificada  con el crudo enzimático parcialmente 
purificado de  Bacillus sp. EBV 12-22 a las 72 horas de reacción. 

Del análisis de los productos de hidrólisis obtenidos con las enzimas de Bacillus sp. EBV 

12-22 en la TLC, se observan  manchas de Rf similares a los de X2 y X1. Por HPLC  se 

comprueba que son esos productos y se cuantifican. Además se distingue una mancha 

con similar Rf que la X3 y otra similar a X4. La identificación de estos compuestos no pudo 

ser  corroborada por HPLC debido a que en la columna utilizada, estos productos no son 

resueltos.  

Por otro lado, al medir la cantidad de azúcares reductores por el método del DNS se pudo 

determinar el total de azúcares reductores liberados y expresados como equivalentes de 

xilosa. En la Figura 62 se observa la cantidad de azúcares reductores liberados luego de 

las 72 horas de reacción y en la Tabla 12, los porcentajes de xilano en la corteza antes y 

luego de la hidrólisis con la xilanasa de Bacillus sp. EBV 12-22, el mismo disminuye un 54 

%.  

X1     X2       72hs 
X3     X4 
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Figura 62 - Cuantificación de azúcares reductores de los sobrenadantes de la hidrólisis de la corteza con las enzimas de 
Bacillus sp. EBV 12-22 a las 72 horas de reacción. 

 

Tabla 12- Porcentaje de xilanos de la corteza deslignificada y tratada con las xilanasas de Bacillus sp. EBV 12-22 a las 72 
horas de reacción 

% xilano en corteza deslignificada 
% xilano en corteza deslignificada tratada 

con xilanasa de Bacillus sp. EBV 12-22 

16.2 7.4 

 

Del total de estos equivalentes (Figura 62), el 4 % corresponde a xilosa y el 9,3 % a X2 (los 

cuales se cuantificaron mediante HPLC y en el caso de X2 se relacionaron los  gramos de 

equivalentes de xilosa / gramos de xilobiosa).  

Los mismos productos excepto la xilosa se observaron en la hidrólisis del xilano de haya 

comercial, resumidos en el capítulo 8. La presencia de xilosa puede ser debida a la 

diferencia de tiempo en que se tomaron las muestras de las distintas hidrólisis (en el 

xilano comercial el tiempo fue de 15 minutos y en este ensayo fue de 72 horas). En los 

estudios realizados sobre diferentes xilanos o material lignocelulósico con xilanasas de 

Bacillus se han reportado los mismos productos mayoritarios. Se obtuvieron XOS de 

diferentes residuos agrícolas pre-tratados con álcalis mediante la acción del extracto con 

actividad xilanasa de Bacillus amyloliquifaciens NRRL B-14393 con un rendimiento entre 

54,4% para el bagazo de la planta “jacinto de agua” y 85,5% para el salvado de trigo. Estos 

resultados indican que el mayor rendimiento de conversión enzimática se correlaciona 

con la menor complejidad estructural del sustrato como es el salvado de trigo (Rashad et 

al., 2016). También se reporta la producción de XOS mediante la fermentación de 

diferentes sustratos lignocelulósicos mediante una cepa de Bacillus subtilis KCX006. Entre 

los diferentes sustratos utilizados, el salvado de trigo con el agregado del prensado que 

queda luego de la producción de aceite de nuez, fueron los que mostraron la mayor 

cantidad de XOS (24.92 mg/g sustrato) y los principales productos fueron X2, X3 y X4 

(Reddy y Krishnan, 2016). Estos resultados, obtenidos con las células enteras son 
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similares en cantidad de azúcares reductores y tipos de XOS obtenidos en el ensayo 

realizado con las enzimas de Bacillus sp. EBV 12-22.  

Pseudozyma sp. EBV 97-87 

En la Figura 63 se muestra el análisis por la TLC de las hidrólisis realizada sobre 100 mg 

de corteza deslignificada y 50 U/ml de xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-87  y en la 

Figura 64 se muestran los azúcares reductores obtenidos luego de las 72 horas de 

reacción. En la Tabla 13 se muestran los porcentajes de xilano antes y después de la 

hidrólisis con la xilanasa.  

 

Figura 63 - TLC de los  productos  de hidrólisis de la corteza deslignificada con enzimas de Pseudozyma sp. EBV98-87 a 
distintos tiempos. 

El perfil de la hidrólisis en los distintos tiempos de reacción es similar a los productos 

obtenidos en la hidrólisis del xilano comercial (Capítulo 8), al observarse que a las 

primeras horas de reacción se liberan pequeñas cantidades de xilosa junto a otros XOS 

de mayor tamaño pero con el transcurso de la reacción, el producto mayoritario termina 

siendo xilosa.  

Tiempo (hs):    0,5  1     2        72     X1       X2 
                                              X3       X4 
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Figura 64 - Cuantificación de azúcares reductores de los sobrenadantes de la hidrólisis de la corteza con las enzimas de 
Pseudozyma sp. EBV 97-87. 

 

Tabla 13 - Porcentaje de xilanos de la corteza deslignificada y tratada con las xilanasas de Pseudozyma sp. EBV 97-87 a 
las 72 horas de reacción 

% xilano en corteza deslignificada 
% xilano en corteza deslignificada tratada 

con xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-87 

16.2 5.2 

 

Al relacionar la medida del total de los equivalentes de xilosa obtenidos por el método de 

DNS, con la cuantificación de xilosa por HPLC, se obtuvo que el 90 % corresponde 

efectivamente a xilosa. El 10 % restante pueden ser productos que se observan como 

manchas de menor Rf en la TLC de la Figura 63. La conversión de los xilanos en la corteza 

fue de un 68 % al comparar los porcentajes de xilano antes y después de la hidrólisis. 

Se cuantificó además la cantidad de xilosa producida en el tiempo por HPLC, los 

resultados se muestran en la Figura 65.  
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Figura 65 - Primer hidrólisis de corteza deslignificada con xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-87 

En este ensayo se evaluó la hidrólisis de la corteza deslignificada a un tiempo final de  72 

horas. En el periodo ensayado no se observó un máximo de xilosa, por lo que se decidió 

realizar el mismo ensayo evaluando la reacción a distintos tiempos hasta las 144 horas 

para poder estudiar si la concentración de xilosa aumentaba. Los resultados se muestran 

en la Figura 66.   

 

Figura 66 - Hidrólisis de la corteza de E. dunnii deslignificada con enzimas de Pseudozyma sp. EBV 97-87 a 30 °C. 

En este experimento, se destaca la producción de xilosa a una velocidad mayor durante 

las 69 horas de reacción llegando a una concentración de 1.98 mg/ml, para luego crecer 

más lentamente y llegar a 2.15 mg/ml entre las 96 y 144 horas. 

Por otra parte, se estudió la hidrólisis a mayor temperatura (50 °C) para evaluar si se 

obtenía un aumento en la producción de xilosa dado que es la temperatura  óptima de la 
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enzima (ver capítulo 8), pero se estudió solo hasta las 24 horas ya que la enzima es 

inestable a esa temperatura.  

Si bien a 50 °C la actividad es óptima, no se logra obtener una mayor concentración de 

xilosa en las primeras 24 horas de reacción (0.76 mg/ml).  En el blanco no se liberó xilosa.  

9.2.2.1. Análisis de la corteza resultante 
La superficie del sólido resultante de los primeros ensayos de hidrólisis con las enzimas 

de Bacillus sp. EBV 12-22 y Pseudozyma sp. EBV 97-87 se analizaron mediante 

microscopía electrónica de barrido. En la Figura 67 se muestran las imágenes obtenidas 

de las diferentes cortezas hidrolizadas comparadas con la corteza deslignificada sin tratar 

con enzimas.   

 

Figura 67 - Microscopía electrónica de barrido de las cortezas deslignificadas. Fila 1 – Sin tratar con enzimas. Fila 2 – 
tratada con xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-87. Fila 3 – tratada con xilanasa de Bacillus sp. EBV 12-22. Se muestran 
los mismos aumentos para todos los casos para poder comparar los cambios en la superficie. Aumentos de izquierda a 
derecha,  x370, x1400 y x9500. 

La estructura y la degradación de las paredes celulares de las plantas se pueden evaluar 

por métodos químicos, pero tales métodos miden sólo los contenidos de los 

componentes de la pared celular. Los métodos físicos, como el microscopio electrónico, 

proporcionan información sobre la distribución de dichos componentes tanto dentro 

como entre las paredes celulares. Es posible comprender las diferencias en la 

digestibilidad por la presencia o no de lignina y el ataque selectivo por microorganismos 
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sobre los variados materiales lignocelulósicos al visualizar mediante microscopía 

electrónica los materiales antes y después del ataque (Grenet, 1989).  

Los estudios de microscopía electrónica de barrido muestran que la acción de xilanasa 

provocó cambios en la superficie del material. En la corteza sin tratar con enzimas, las 

fibras se observan uniformes y con un superficie lisa. Por otro lado, las fibras en las 

cortezas tratadas con enzimas se observa que la superficie está áspera, heterogénea y 

estriada, lo que indica que se dio un proceso de pelado (“peeling”) de la superficie con la 

aparición de grietas. Este cambio se ve más acentuado en el caso de la corteza tratada 

con enzimas de Pseudozyma sp. EBV 97-87. 

Este agrietado de la superficie, le da un aspecto estriado (se observa mejor en el aumento 

x 9.500) y las fibras quedan menos uniformes, como si se separaran entre ellas (se 

observa mejor en el aumento x 1.400). Estos resultados concuerdan con los obtenidos 

por diferentes autores que han apoyado sus experimentos de degradación de materiales 

lignocelulósicos con imágenes tomadas por un microscopio electrónico de barrido, se 

encontró que varios de estos estudios son sobre diferentes materiales obtenidos del 

Eucalyptus. En el estudio llevado a cabo por Xiong y colaboradores sobre la degradación 

de corteza de Eucalyptus tras la inoculación con una cepa de Trichoderma reesei, indican 

que a diferencia de la muestra control, aquellas que fueron inoculadas con el hongo 

mostraron una pronunciada degradación de las células, con la formación de cavidades y 

fracturas en la superficie. También observaron las hifas del hongo creciendo a través de 

las capas de la corteza, y midieron altas concentraciones de actividad xilanasa y celulasa, 

por lo que estos autores demuestran que el hongo puede desintegrar la intrincada red 

lignocelulósica y utilizar la celulosa y hemicelulosa para su crecimiento y metabolismo 

(Xiong et al., 2016). Este efecto se observó también en el bagazo de caña de azúcar 

tratado con una xilanasa purificada del hongo zigomiceto Lichtheimia ramosa (Alvarez-

Zúñiga et al., 2017). 

Otros autores han evaluado la hidrólisis con xilanasas de pulpas de celulosa Kraft de 

Eucalyptus parcialmente deslignificadas y observaron por microscopía electrónica de 

barrido que se desprenden fibras y se abren grietas de la pared celular y encontraron que 

estas modificaciones facilitaron el acceso en las sucesivas etapas de blanqueo de los 

productos químicos, disminuyendo el uso de los mismos y mejorando las propiedades de 

la fibra obtenida (Torres et al., 2000; Roncero et al., 2005; Manisha y Yadav, 2017; Sridevi, 

Ramanjaneyulu y Suvarnalatha Devi, 2017). 

En nuestros ensayos, los cambios fueron más evidentes en la corteza tratada con xilanasa 

de Pseudozyma sp. EBV 97-87 que con las xilanasas de Bacillus sp. EBV 12-22. Estos 

resultados pueden relacionarse a que el porcentaje de conversión de xilano fue mayor en 
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el caso de la xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-87 que en la corteza tratada con la 

enzima de Bacillus sp. EBV 12-22 (Apartado 9.2.2 de este capítulo). 

9.2.3. Producción de xilitol  

9.2.3.1. Estudio de distintas variables en la producción de 
xilosa por Pseudozyma sp. EBV 97-87: 

Posteriormente, se llevó a cabo el estudio de la hidrólisis con diferentes cantidades de 

corteza y unidades de enzima, se analizó la producción de xilosa a diferentes tiempos. Los 

resultados de máxima producción  se muestran en la Tabla 14 comparados con el ensayo 

inicial realizado. 

Tabla 14 - Hidrólisis de corteza deslignificada con enzimas de Pseudozyma sp. EBV 97-87. Se muestra la concentración 
final de xilosa, el tiempo en la que se obtuvo la mayor concentración y el porcentaje final de conversión de xilano 
(aquellos con estimación del error son promedios de dos repeticiones).   

Cantidad de 
corteza (mg) 

Unidades de 
enzima 
(U/ml) 

Concentración 
de xilosa final 

(mg/ml) 

Hora de máxima 
concentración de xilosa 

(Hs) 

Rendimiento 
hidrólisis            

(%) 

100 50 2,1 ± 0,3 72 50 

400 100 5,1 96 35 

500 200 5,8 ± 0,2 56 32 

 

En el primer ensayo de hidrólisis se obtuvo un rendimiento de hidrólisis del 50 % del 

xilano de la corteza deslignificada luego de 72 horas de hidrólisis, obteniendo como 

producto mayoritario xilosa (90 %). Este resultado es de gran interés ya que la xilosa se 

podría utilizar para obtener xilitol por fermentación en un bioproceso integrado.  

Para mejorar las cantidades de xilosa obtenidas, con la finalidad de obtener la 

concentración de xilosa necesaria para llevar a cabo el proceso de fermentación a xilitol, 

se realizaron distintos ensayos en los que se variaron la cantidad de corteza y las unidades 

de enzima utilizada. En el ensayo con 400 mg de corteza y 100 U/ml de enzima, la 

cantidad de xilosa obtenida aumentó 2.4 veces. Cuando se pasó de 400 a 500 mg de 

corteza deslignificada y aumentar el doble las unidades de enzima, disminuyó el tiempo 

en llegar a la concentración máxima a 56 horas, sin embargo el incremento de la 

concentración de xilosa no fue muy marcado  (se pasó de 5.1 a 5.8 mg/ml de xilosa) y los 

rendimientos de hidrólisis (xilosa a partir del xilano en la reacción) disminuyeron. 

En literatura no se ha encontrado información sobre la producción de xilosa o XOS a partir 

de sustratos lignocelulósicos utilizando xilanasas producidas por el género Pseudozyma. 

Los resultados obtenidos en la presente tesis corresponderían al primer reporte de la 

degradación del xilano de maderas duras por enzimas expresadas en Pseudozyma sp. EBV 

97-87.  
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Se ha encontrado un reporte en donde se evaluó el efecto de agregado de enzimas 

xilanasas en la producción de xilosa a partir de marlo de maíz. En este caso encontraron 

que, al igual que lo observado en esta tesis, la concentración de xilosa aumentó con el 

incremento de la dosificación de 5 a 30 U de enzima de Aspergillus terreus / g de mazorca 

de maíz pero un aumento adicional de enzima no pudo mejorar la hidrólisis de la mazorca 

de maíz (Li et al., 2015). 

También se reporta un trabajo en el que  se ha probado incrementar la concentración de 

sustrato, en este caso analizaron la hidrólisis con xilanasas comerciales (Accelerase XY 

crudo enzimático de Trichoderma reesei) de los restos de los frutos de la palma, y 

observaron que a bajas concentraciones de sustrato (entre 0.5 y 5 %), un pequeño 

aumento en la concentración del mismo da como resultado un aumento del rendimiento 

(el mayor rendimiento fue de 51.9 % en una concentración de 5 %. Pero una alta 

concentración de sustrato disminuye el rendimiento de hidrólisis (entre 7 y 15 %). Estos 

autores atribuyen este efecto a problemas de transferencia de masa entre la enzima y el 

sustrato (Mardawati et al., 2014). Similar al efecto observado al utilizar las enzimas de 

Pseudozyma sp. EBV 97-87 al aumentar la concentración de la corteza de Eucalytpus 

dunnii. 

Por otro lado, en estos ensayos se pudo determinar mediante HPLC la presencia de ácido 

acético (ver anexo 12.8.2). La aparición de este compuesto en los productos de hidrólisis 

indica la presencia de actividad acetilxilano estearasa en los extractos parcialmente 

purificados de Pseudozyma sp. EBV 97-87. Esta enzima forma parte del grupo de enzimas 

auxiliares en la degradación del xilano (Biely et al., 2013), ya que los residuos de acetato 

vuelven más recalcitrante a la estructura de xilano, e interfieren con la acción de las endo-

xilanasas (Ali El Enshasy et al., 2016) es de gran importancia su presencia en el crudo 

enzimático.  

La conclusión que se desprende de estos reportes y de los estudios realizados en esta 

tesis, es la importancia del conocimiento de la composición material que se va a utilizar 

para la hidrólisis y el comportamiento del extracto enzimático, es información clave para 

desarrollar el proceso de pre-tratamiento e hidrólisis.  

9.2.4. Cribado de microorganismos para la producción 
de xilitol 

Se realizó un cribado de los microorganismos de la colección del laboratorio de 

Biocatálisis y Biotransformaciones para evaluar su capacidad de producir xilitol a partir 

de xilosa comercial. Los resultados se presentan a continuación en las Figuras 64, 65 y 66. 
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Levaduras 

Como se observa en la Figura 68 de las 12 levaduras ensayadas, dos no mostraron 

producción de xilitol (Rhodotorula glutinis H93 y Pseudozyma sp. EBV 97-87) mientras 

que la levadura Wickerhamomyces anomalus Z1 fue la que produjo mayor cantidad del 

poliol a las 72 horas de incubación.  

 

Figura 68 - Producción de xilitol mediante la fermentación de D-xilosa en levaduras de la colección del LBB. 

Bacterias 

En el caso de las bacterias, se ensayaron 26 cepas. Sólo se observan cantidades 

apreciables de xilitol en Pantoea sp. PRII45C13, Enterobacter agglomerans PRII45C8 y 

Citrobacter sp. La concentración de xilitol encontrada en estas cepas fue mayor a las 48 

horas (Figura 69).  
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Figura 69 - Producción de xilitol mediante la fermentación de D-xilosa en bacterias de la colección del LBB. 

Hongos filamentosos 

Se analizaron 11 hongos filamentosos, de ellos los que mostraron producción de xilitol 

fueron Aspergillus sp. Y6, y Penicillium sp. VA8 (Figura 70).  

 

Figura 70 - Producción de xilitol mediante la fermentación de D-xilosa en hongos filamentosos de la colección del LBB. 

Las levaduras fueron las mejores productoras de xilitol entre todos los microorganismos 

analizados. Las levaduras son los microorganismos que hasta el momento están 

considerados como los mejores productores de xilitol en comparación con bacterias y 

hongos filamentosos. Existe una amplia literatura referida a la producción de xilitol 

mediante levaduras tanto salvajes como genéticamente modificadas (Latif y Rajoka, 

2001; Ali et al., 2017; Ghaffar et al., 2017; López-Linares et al., 2018). Siendo el género 

Candida el más reportado (Wang et al., 2013; Mattam et al., 2016; Santana et al., 2018). 
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Con los resultados obtenidos se decidió, continuar trabajando con la cepa 

Wickerhamomyces anomalus Z1 para la producción de xilitol a partir del hidrolizado de la 

corteza Los resultados de esta levadura son prometedores ya que W. anomalus ha sido 

aislada de muchos hábitats diferentes y muestra una notable robustez fisiológica frente 

a las tensiones ambientales, como el pH extremo o la baja actividad del agua (Passoth, 

Olstorpe y Schnürer, 2011), lo que la hace una candidata interesante para su crecimiento 

en hidrolizados de residuos lignocelulósicos, los cuales presentan compuestos 

inhibitorios. Por otro lado, se ha reportado producción de xilitol por este género a partir 

de hidrolizados de cáscara de arroz, y encontraron que a escala matraz dio un 

rendimiento de xilitol / xilosa (g/g) de 0.38. En el caso de W. anomalus Z1 el rendimiento 

en el medio sintético fue de 0.61. En otro estudio de producción de xilitol por levaduras 

aisladas, una cepa de Wickerhamomyces anomalus, produjo una concentración de 4.28 

g/l de xilitol luego de 72 horas de fermentación, a partir de un medio con la misma 

concentración inicial de xilosa que la realizada durante esta actividad, valor notoriamente 

menor al obtenido por la cepa Wickerhamomyces anomalus Z1 (Guamán-Burneo et al., 

2015). Otros aislamientos de Wickerhamomyces mostraron una baja producción de xilitol 

a partir de medios sintéticos, como el caso de la cepa W. pijperi, se obtuvieron 0.98 g/l 

de xilitol a partir de una concentración inicial de xilosa de 20 g/l (Morais et al., 2013). Por 

lo discutido anteriormente, la cepa W. anomalus Z1, mostró una prometedora 

producción de xilitol en las condiciones ensayadas, considerando su alta concentración 

de xilitol y rendimiento. 

9.2.4.1. Producción de xilitol a partir del hidrolizado de 
corteza 

Se planteó realizar el estudio de la producción de xilitol mediante la fermentación de la 

xilosa obtenida del hidrolizado de la corteza deslignificada de E. dunnii por medio de las 

xilanasas de Pseudozyma sp. EBV 97-87. Para ello se seleccionó la levadura endófita 

Wickerhamomyces anomalus Z1. Una vez seleccionada la levadura a utilizar se evaluó la 

fermentación utilizando dos concentraciones de xilosa comercial (medios sintéticos) y se 

evaluó además la fermentación de la xilosa obtenida en la hidrólisis enzimática de la 

corteza de E. dunnii. Se utilizó la última condición ensayada para la hidrólisis de la corteza 

deslignificada con xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-87, (500 mg de corteza y 200 U/ml 

de crudo parcialmente purificado) y se concentró el sobrenadante llegando a un valor de 

6.8 mg/ml de xilosa. Se logró llegar a una concentración de xilosa intermedia entre la 

realizada para los dos medios de cultivo sintéticos para utilizar como fuente de carbono 

en la fermentación mediante W. anomalus Z1. Los resultados junto con los parámetros 

medidos para la fermentación se presentan en la Tabla 15. 
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Tabla 15 - Fermentación de xilosa del hidrolizado enzimático de corteza de E. dunnii y medios sintéticos. Concentración 
de xilosa inicial, xilitol y rendimiento (xilitol/xilosa) y productividad volumétrica. 

 Hidrolizado 
de E. dunnii 

Medio 
sintético 1 

Medio 
sintético 2 

CONCENTRACIÓN INICIAL DE XILOSA 
(mg/ml) 

6.8 4.0 9.0 

CONCENTRACIÓN DE XILITOL (mg/ml) 0.99 0.76 4.6 

CONCENTRACIÓN FINAL DE XILOSA (mg/ml) 0.6 0.0 0.0 

Productividad (Qp) (mg/ml*h-1) 0.014 0.011 0.064 

rendimiento (Yp) (mg xilitol / mg xilosa 
consumida) 

0.16 0.19 0.51 

 

Del análisis de estos estudios se desprende que en todos los casos se obtuvo xilitol como 

producto, en el caso de los medios sintéticos a las 72 horas ya se había consumido toda 

la xilosa, en el medio hidrolizado aún quedaba un remanente (0.6 mg/ml). Si se compara 

el rendimiento de xilosa consumida transformada a xilitol, se encuentra que fue menor 

en el caso del medio con hidrolizado de E. dunnii que en los medios sintéticos, a pesar 

que la concentración de xilosa en el hidrolizado fue mayor que en el sintético 1. La 

velocidad de consumo de xilosa, junto con el menor rendimiento en el medio hidrolizado 

de E. dunnii podría explicarse por la presencia de ácido acético en el medio que provino 

de las enzimas acetilesterasas del extracto enzimático de Pseudozyma sp. EBV 97-87. Es 

conocido el efecto inhibidor del acético en la fermentación de las levaduras a partir de 

los hidrolizados de lignocelulósicos (Ceccato-Antonini, Codato, et al., 2017). El ácido 

acético es un inhibidor prominente de la absorción de xilosa por las células (Novy et al., 

2013). En pH bajos, el ácido acético se vuelve liposoluble y es capaz de difundirse a través 

de la membrana plasmática. Dentro de la célula, se disocia debido al pH neutro y se 

acumula en el citoplasma. Los protones, liberados en el citoplasma, dan como resultado 

la disminución en el pH de la célula que causa la inhibición de la actividad celular y la 

muerte (Chandel, da Silva y Singh, 2013). Debería realizarse un control del pH para evitar 

que baje demasiado y ocurra este efecto, esto podría explicar que no se haya consumido 

toda la xilosa en las 72 horas. Por otro lado, un microorganismo puede adaptarse a 

inhibidores en un proceso a largo plazo bajo presión selectiva (Canilha et al., 2012). En 

algunos reportes la adaptación a los hidrolizados lignocelulósicos dio como resultado un 

aumento en las tasas de fermentación y el rendimientos mayores (Parawira y Tekere, 

2011). 

Los resultados obtenidos concuerdan con estudios realizados por diferentes 

investigadores en términos de producción de xilitol a partir de hidrolizados enzimáticos 

de residuos lignocelulósicos diversos y cepas de otros géneros de levadura. Los reportes 

encontrados con mayor frecuencia son de la hidrólisis del marlo de maíz con xilanasas, 
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como en el caso de Li y colaboradores que utilizaron el sobrenadante de un cultivo de 

Aspergillus terreus Li-20 y lograron una concentración de 18.03 g/l de xilosa en 8 horas, 

que luego utilizaron para fermentar con una cepa de Candida tropicalis BIT-Xol-1, 

obteniendo en un principio una concentración de 2.67 g/l de xilitol y un rendimiento de 

0.15 g xilitol / g xilosa consumida. Este rendimiento fue similar al obtenido con el 

hidrolizado enzimático de E. dunnii. Estos resultados los mejoraron luego de realizar una 

adaptación de la levadura al ácido acético (ya que fue uno de los productos de la hidrólisis 

enzimática del xilano) y llegaron a un rendimiento de 0.75 g xilitol /g xilosa consumida (Li 

et al., 2015). 

Otros reportes presentan la hidrólisis de residuos de frutos de palma, con xilanasa 

comercial (Accelerase XY), los resultados fueron más bajos que los anteriores citados, se 

obtuvo una concentración inicial de xilosa de 2 g/l y un rendimiento de 0.098 g xilitol/g 

xilosa consumida (0.11 g/l) con la cepa Debaryomyces hansenii ITB CC R85 (Kresnowati et 

al., 2016). Estos autores concluyeron además que un aumento en la biomasa inicial de la 

levadura mejora la productividad de xilitol obtenida, ya que el crecimiento celular es 

menor y entonces la xilosa se utiliza para producir xilitol en vez de biomasa. 

Por otro lado, si los resultados de la fermentación a partir de la hidrólisis enzimática se 

comparan con fermentaciones obtenidas por métodos químicos, que fueron 

detoxificados para la producción de xilitol, lo que se observa es que las concentraciones 

iniciales de xilosa son mayores y por lo tanto, lleva a mejoras en la concentración del 

producto, aumento en las productividades y rendimientos. Como en el caso del estudio 

realizado por Wang y colaboradores en el que estudiaron la producción de xilosa por 

explosión por vapor de mazorca de maíz pre-impregnada con ácido sulfúrico diluido, 

luego pasó el hidrolizado por una etapa de evaporación a vacío y adsorción por carbón 

activado. Para realizar la fermentación con Candida tropicalis, la concentración inicial de 

xilosa luego de la detoxificación fue de 100 g/l y la concentración final de xilitol fue de 75 

g/l con un rendimiento de 0.75 g xilitol/g xilosa y una productividad de 2.01 g/l*h (Wang 

et al., 2013). En comparación a estos pretratamientos fisicoquímicos, la hidrólisis 

enzimática del material lignocelulósico tiene un impacto ambiental menor, se realiza en 

condiciones de proceso moderadas y se generan menor cantidad de inhibidores de 

fermentación. Por lo tanto, la hidrólisis enzimática podría ser un proceso alternativo para 

la preparación de hidrolizado de hemicelulosa en un bioproceso integrado. 

Por último, al no haberse obtenido más productos metabólicos como etanol o glicerol, el 

trabajo con esta cepa hace que el proceso de separación del xilitol, en un eventual paso 

posterior, sea más sencillo que lo que ocurre con otras cepas que sí producen estos 

metabolitos.    
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Por lo tanto, si bien se obtuvieron valores bajos de xilitol en relación a las fermentaciones 

con hidrolizados por procesos químicos, en los que la concentración de xilosa inicial es 

mayor, la hidrólisis enzimática de la corteza de E. dunnii deslignificada es una alternativa 

con potencial a optimizarse y lograr un proceso que cuenta con la mayoría de sus pasos 

realizados a través de bio-catalizadores obtenidos y desarrollados a nivel local. 

9.2.5. Producción de etanol 

9.2.5.1. Sacarificación con celulasas comerciales de la 
corteza deslignificada resultante de la hidrólisis por 
xilanasas y fermentación con Saccharomyces 
cerevisiae 

La corteza luego del tratamiento con las xilanasas resulta en un material con un mayor 

porcentaje de glucanos y una estructura más suelta, según se observó en las imágenes 

tomadas con el SEM. Este hecho la hace una buena fuente de celulosa, capaz de 

hidrolizarse con celulasas y utilizarse como fuente de carbono para la producción de 

etanol 2G por microorganismos. En esta actividad se realizó una sacarificación con un 

extracto de celulasas comercial de las cortezas hidrolizadas en el primer ensayo con 

xilanasas producidas por Bacillus sp. EBV 12-22 y Pseudozyma sp. EBV 97-87 (se muestra 

la cuantificación de glucosa y celobiosa en las Figuras 67 y 68). Luego de dos horas se 

inocularon los medios con S. cerevisiae para analizar si hubo un aumento en la producción 

de etanol gracias al tratamiento previo de la corteza con las xilanasas.  

Se observó glucosa únicamente en la muestra tomada a tiempo cero (t0), se atribuye el 

hecho a un rápido consumo del azúcar simple por parte de Saccharomyces cerevisiae una 

vez generado. Al momento de inocular, o sea a tiempo cero de fermentación, la 

concentración de glucosa en el medio es producto de la acción de la enzima celulasa 

sobre la celulosa de las diferentes cortezas, su cuantificación se muestra en la Figura 71.  
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Figura 71 - Cantidad inicial de glucosa en las muestras tratadas con xilanasa bacteriana (F1222), de levadura (F9787) y 
blanco (FB). 

Se observa una mayor concentración de glucosa inicial en la muestra blanco, que 

contiene corteza sin tratamiento previo con xilanasa. A su vez, dentro de las muestras 

tratadas previamente, se observa una mayor concentración de glucosa en aquella que 

fue tratada con xilanasa bacteriana. F9787, que tiene pretratamiento con xilanasa de 

levadura presenta la menor concentración inicial de glucosa.  

A diferencia de la hipótesis manejada, el pretratamiento con xilanasas antes del agregado 

de celulasa no favorecería la liberación de glucosa en los primeros tiempos de reacción 

según los resultados de la concentración de glucosa.  

Se muestra además, en la Figura 72, la producción del disacárido de glucosa (celobiosa) 

el cual durante la primer muestra, a las dos horas de sacarificación, hay una 

concentración ligeramente mayor de este oligosacárido en la corteza pretratada con las 

enzimas de la bacteria (F1222). Este resultado efectivamente indicaría un efecto positivo 

del tratamiento de la corteza con estas enzimas (a pesar de que la concentración de 

glucosa es menor que en blanco). En el transcurso de la reacción la curva de celobiosa 

disminuye en forma más pronunciada desde las 22 a las 69 horas. Podría indicar que la 

levadura, al ir consumiendo la glucosa, la celobiosa sea sustrato de la -glucosidasa 

presente en el extracto enzimático comercial y el equilibrio se desplace, produciendo más 

glucosa y generando mayor concentración de etanol. 
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Figura 72 - Perfil de consumo de celobiosa en la producción de etanol B2G. Corteza tratada con xilanasa bacteriana 
(F1222) y blanco. 

Se observa en el cromatograma liberación de xilosa ya que el extracto comercial de 

celulasa presenta, entre otras, actividad xilanasa. La concentración de xilosa varía poco a 

lo largo de la fermentación respecto a la concentración inicial observada, (Figura 73). La 

xilosa no es metabolizada por S. cerevisiae. Los resultados son concordantes ya que la 

corteza pretratada con la enzima de levadura (F9787) tiene un menor contenido de 

xilano, ya que fue degradado previamente por las xilanasas microbianas obtenidas. 

 

Figura 73 - Concentración de xilosa en la producción de etanol B2G. Corteza tratada con xilanasa bacteriana (F1222), 
de levadura (F9787) y blanco (FB). 

Los perfiles de producción de etanol se comparan en la Figura 74 donde FBlanco 

corresponde a la fermentación llevada a cabo con la corteza sin previo tratamiento, 
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F1222 a la fermentación sobre la corteza tratada con xilanasa bacteriana y F9787 a la 

tratada con xilanasa de levadura. 

 

Figura 74 - Producción de etanol B2G, muestras pretatadas con xilanasa bacteriana (F1222), de levadura (F9787) y 
blanco (FB). 

En términos absolutos, a las 96 horas la concentración de etanol en el sobrenadante del 

medio de ambas cortezas pretratadas con xilanasa es superior al blanco; siendo la corteza 

pretratada con xilanasas de origen bacteriano la que mayor etanol produjo. En términos 

de porcentaje, F1222 produjo 23.6% más de etanol que el blanco y F9787 5.5% más. Es 

decir que, al finalizar la fermentación, hay una mayor producción de etanol en los medios 

que provienen de cortezas tratadas con las xilanasas, por lo tanto tendría un efecto 

positivo el tratamiento previo.  

El tratamiento con xilanasas también fue positivo para la hidrólisis y fermentación del 

bagazo del maíz, Wu y su equipo encontraron que la adición de xilanasa en la etapa de 

sacarificación aumentó la concentración de etanol en comparación con el blanco (Wu et 

al., 2017). Para observar cambios más significativos en las cortezas hidrolizadas con 

xilanasas, se debería realizar el mismo experimento pero con una celulasa purificada, sin 

la presencia de las otras enzimas componentes del extracto comercial, para comprobar 

la incidencia del pre-tratamiento. 

La actividad de la xilanasa bacteriana produce XOS (de 2 y 3 unidades de xilosa); mientras 

que la enzima proveniente de Pseudozyma sp. EBV 97-87 se caracteriza por generar como 

producto mayoritario xilosa (datos mostrados en el apartado 9.2.2 de este capítulo). Este 

mayor carácter endo de la xilanasa bacteriana podría explicar un mayor acceso de la 

celulasa a las fibrillas de celulosa, mayor liberación de glucosa y mayor producción de 

etanol.  
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9.3. Conclusiones 
- Es posible obtener mediante el pre-tratamiento de la corteza de E. dunnii con 

ácido peracético, durante media hora a 75 °C, un material con bajas cantidades 

de lignina y mayores concentraciones de xilanos y glucanos. 

- A partir de la hidrólisis de este material con la xilanasa de Bacillus sp. EBV 12-22 

se obtuvieron como productos mayoritarios XOS desde xilobiosa a xilotetrosa. 

Con una conversión del 54 % de los xilanos presentes en el material. 

- Inicialmente, a partir de la hidrólisis de la corteza deslignificada con la xilanasa de 

Pseudozyma sp. EBV 97-87 se obtuvo como único producto xilosa (2 mg/ml). Con 

una conversión del 68 % de los xilanos presentes en el material. Posteriormente 

para obtener mayores concentraciones de xilosa, se modificaron la cantidad 

inicial de corteza deslignificada y la concentración enzimática y se logró un 

máximo de 5.8 mg/ml a partir de 500 mg de corteza y 200 U/ml de enzima.  

- En ninguna de las reacciones de hidrólisis de la corteza deslignificada  se observó 

ni por TLC ni por HPLC producción de glucosa. Este resultado es de gran interés 

ya que el material resultante es enriquecido en celulosa y por lo tanto se puede 

hidrolizar en una etapa posterior  para utilizar la glucosa en otra aplicación. 

- Se estudió por SEM la superficie de las cortezas luego de la hidrólisis enzimática, 

los resultados indican que en general el ataque de las xilanasas generan patrones 

de degradación en la superficie de las fibras, logrando la desintegración de la 

estructura al disminuir la cohesión celular y por lo tanto, quedando más abiertas 

y sueltas. Estos cambios son importantes para su aplicación en procesos de bio-

blanqueo, sacarificación para la producción de biocombustibles y en la obtención 

de otros compuestos de mayor valor agregado.  

- Se logró obtener xilitol como producto de mayor valor a partir de la fermentación 

de xilosa obtenida en la hidrólisis de la corteza deslignificada de E. dunnii por la 

xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-87. 

- El pre-tratamiento de la corteza con las enzimas xilanasas aisladas, tanto 

bacterianas como de levadura favorece la producción de etanol B2G en un 

sistema SSF (celulasa + Saccharomyces cerevisiae).  

- El pretratamiento con xilanasa bacteriana (Bacillus sp. EBV 12-22) dio como 

resultado un aumento en la producción de etanol del 23,6%, respecto a la corteza 

sin pretratamiento. 
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- El pretratamiento con xilanasa de levadura (Pseudozyma sp. EBV 97-87) dio como 

resultado un aumento en la producción de etanol del 5,5%, respecto a la corteza 

sin pretratamiento. 

- Este aumento en la producción de etanol no está asociado a la cantidad de 

glucosa observada en la etapa inicial del proceso (previa inoculación), pero si 

podría asociarse a un efecto en conjunto entre la producción de celobiosa y 

glucosa y la velocidad de consumo de la misma por la levadura, lo que daría como 

resultado un aumento en la producción de etanol. 
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10.  Conclusiones finales y perspectivas 

 

Durante el desarrollo de la presente tesis se obtuvieron biocatalizadores capaces de 

hidrolizar la celulosa y hemicelulosa a partir del aislamiento de cepas endófitas y epífitas 

de un árbol de Eucalyptus globulus. Las técnicas de cribado cualitativo y cuantitativo 

empleadas resultaron eficientes para la selección racional de los microorganismos con 

actividades xilanasa y celulasa. 

Las cepas seleccionadas ya han sido reportadas como productoras de las enzimas de 

interés, para la producción de celulasas se seleccionaron la levadura Aureobasidium sp. 

EBV 96-86 y el hongo Preussia sp. EBV 96-24. Como microorganismos xilanolíticos se 

seleccionaron una bacteria del género Bacillus sp. EBV 12-22, una levadura del género 

Pseudozyma sp. EBV 97-87 y un hongo filamentoso del género Penicillum sp. EBV 95-17.  

Posteriormente se estudió la producción enzimática en diferentes medios de cultivo para 

cada una de las cepas. En el caso de las celulasas, los distintos medios ensayados no 

permitieron lograr un aumento en la producción enzimatica. Por esta razón se plantea 

como perspectiva un estudio más detallado sobre otros residuos lignocelulósicos como 

posibles inductores de la producción de esta enzima 

Por otro lado, los mejores resultados para la producción de xilanasas se obtuvieron 

utilizando xilano de haya comercial en los medios de cultivo. Para el Bacillus, la actividad 

xilanasa fue más alta en un medio rico junto con el agregado del xilano mientras que para 

las cepas eucariotas la mayor producción se dio en el medio mínimo. Es importante 

señalar que es el primer reporte hasta la fecha en el que se estudió la producción de 

xilanasa poruna cepa de Pseudozyma utilizando un residuo lignocelulósico como es la 

corteza de Eucalyptus dunnii. 

Queda entonces planteada la posibilidad de ensayar otros residuos lignocelulósicos para 

lograr aumentar la actividad enzimática.  

Se ensayó la purificación parcial de los  crudos con actividad xilanasaa partir de los 

sobrenadantes de los cultivos de los microorganismos por la técnica de precipitación 

salina logrando extractos funcionales y con actividad específica superior a la inicial en 

todos los casos.  

Se identificaron los productos de hidrólisis del xilano de haya por estos extractos 

enzimáticos y se encontró que si bien todos producen xilooligosacáridos (XOS), el perfil 

hidrolítico de las enzimas provenientes de los tres microorganismos es distinto. La 

principal diferencia es que el extracto de Pseudozyma sp. EBV 97-87 libera xilosa y otros 

xilooligosacáridos de DP mayor mientras que el extracto de Bacillus sp. EBV 12-22, liberas 

XOS desde xilobiosa y el extracto de Penicillium sp. EBV 95-17 libera desde xilotriosa en 

adelante. Estos resultados son interesantes ya que las enzimas de cada microorganismo 

se podría utilizar para distintos objetivos, como ser la producción de XOS   los cuales se 
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usan comopre-bióticos o la liberación de xilosa para su posterior transformación en 

xilitol,producto de mayor valor agregado).  

La caracterización bioquímica de los extractos concentrados de  Pseudozyma sp. EBV 97-

87  y Bacillus sp. EBV 12-22, en relación al pH y temperatura mostró gran similitud con 

los resultados reportados por otros investigadores para los mismos géneros. En el caso 

de la xilanasa de Bacillus sp. EBV 12-22, el rango óptimo de pH fue entre 6.6 y 7.8 y 

temperatura óptima entre 50 y 60 °C. 

En el caso de Pseudozyma sp. EBV 97-87 se encontró que si bien es activa en un amplio 

rango de pH el rango óptimo es entre 4.0 y 4.8 y la mejor temperatura es 50 °C. Este 

extracto fue estable durante 10 días a pH 4 y 4.8 y 30 °C perdiendo solo un 35 % de 

actividad, mientras que a 50 °C se observa únicamente  un 10 % de su actividad inicial a 

las 24 horas.  Este resultado es de gran interés ya que permite la producción de la enzima 

y su uso posterior si se mantienen las condiciones de almacenamiento adecuadas. Se 

purificó la enzima con actividad xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-87 por cromatografía 

de exclusión por tamaño y se determinó que su peso molecular es de 19.9 kDa. El análisis 

de los productos de hidrólisis del xilano de haya con la enzima purificada, indican que se 

trata de una endo-xilanasa que es capaz de liberar xilosa.  

En un intento de disminuir los costos de producción de la enzima, se utilizaron diferentes 

residuos agroindustriales para sustituir el xilano en el crecimiento de la cepa de 

Pseudozyma sp. En los medios con residuos de cebada usada y mazorca de maíz se logró 

obtener actividades similares a las obtenidas con el xilano. Se propone como estudio 

futuro la optimización de la producción de la enzima en estos medios y su purificación 

parcial.  

Se ensayó en una etapa posterior la hidrólisis enzimática de una corteza de Eucalyptus 

dunnii previamente deslignificada por métodos químicos, con el objetivo de aplicar las 

enzimas obtenidas y valorizar este residuo forestal. De la hidrólisis de este material con 

la xilanasa de Bacillus sp. EBV 12-22 se obtuvieron como productos mayoritarios XOS 

desde xilobiosa a xilotetrosa. Con una conversión del 54 % de los xilanos presentes en el 

material. Con la xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-87 se obtuvo como principal 

producto xilosa en una concentración inicial de2 mg/ml) con una conversión del 68 % de 

los xilanos presentes en el material.  

Se ensayaron diferentes cantidades de corteza inicial y concentración enzimática y se 

logró un máximo de 5.8 mg/ml a partir de 500 mg de corteza y 200 U/ml de enzima.  Este 

hidrolizado se concentró y se fermentó con la levadura Wickerhamomyces anomalus Z1 

para producir xilitol. Si bien los resultados fueron bajos, sería posible optimizar la 

concentración inicial de xilosa y de biomasa de levadura, este sería un estudio que se 

propone realizar a un futuro.  

El material resultante de la hidrólisis con las xilanasas microbianas, resultó en un aumento 

de los glucanos ya que no se observó liberación de glucosa ni oligosacáridos de glucosa 

en el sobrenadante de la reacción.  
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Este material fue utilizado en un proceso de sacarificación y fermentación simultánea, 

con el agregado de celulasa comercial y un inóculo de Saccharomyces cerevisiae. El pre-

tratamiento con xilanasa de Bacillus sp. EBV 12-22 dio  como resultado un aumento en la 

producción de etanol del 23.6%, respecto a la corteza sin pretratamiento, sin embargo el 

pre-tratamiento con xilanasa de Pseudozyma sp. EBV 97-87 dio como resultado un 

aumento en la producción de etanol mucho menor (5.5%).  

En suma, se logró producir xilanasas a partir de microorganismos nativos de Uruguay, con 

capacidad para obtener diferentes productos a partir de la hidrólisis de un residuo 

forestal como la corteza de Eucalyptus dunnii. Se ensayaron además otros residuos 

agroindustriales para la producción de una de las xilanasas, con el objetivo de lograr 

procesos de menor costo e integrar diferentes tipos de biomasas al proceso global. 

La bioconversión de biomasa lignocelulósica es esencial para una producción sostenible 

en el futuro próximo. Según los estudios realizados y los resultados obtendios es 

necesario seguir desarrollando e investigando estrategias para aumentar los 

rendimientos de la hidrólisis enzimática y reducir los costos operativos, con el fin de 

obtener productos que sean competitivos desde un punto de vista económico y de 

sustentabilidad.   
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12. Anexos 

12.1. Composición de medios de cultivo 
Todos los medios de cultivo se esterilizaron por autoclave durante 15 minutos a 121 °C. 

TSB  

Typtic Soy Broth (Difco TM) 30 g 
Xilano de haya (Sigma Aldrich) / 
Carboximetilcelulosa (comercial) 

5 g (para aislamiento y cribado 
cuantitativo) 
10 g (para estudios de producción 
enzimática) 

Agua destilada c.s.p. 1 litro 
 

TSA 

Tryptic Soy Agar (Merck) 40 g 
Agua destilada c.s.p. 1 litro 

 

PDB  

Potato Dextrose Broth (Difco TM) 24 g 
Xilano de haya (Sigma Aldrich) / 
Carboximetilcelulosa (comercial) 

5 g (para aislamiento y cribado 
cuantitativo) 
10 g (para estudios de producción 
enzimática) 

Agua destilada c.s.p. 1 litro 
 

PDA 

Potato Dextrose Agar (OXOID) 39 g 
Agua destilada c.s.p. 1 litro 

 

YNB + Polímero comercial 

Yeast Nitrogen Base (Difco TM) 6.7 g 
Xilano de haya (Sigma Aldrich) / 
Carboximetilcelulosa (comercial) 

5 g (para aislamiento y cribado 
cuantitativo) 
10 g (para estudios de producción 
enzimática) 

Agua destilada c.s.p. 1 litro 
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YNB + Polímero comercial AGAR  

Yeast Nitrogen Base (Difco TM) 6.7 g 
Xilano de haya (Sigma Aldrich) / 
Carboximetilcelulosa (comercial) 

5 g (para aislamiento y cribado 
cuantitativo) 
10 g (para estudios de producción 
enzimática) 

Agar (Difco TM) 15 g 
Agua destilada c.s.p. 1 litro 

 

M9 + Polímero comercial 

Solución A 

Na2HPO4-7H2O 64 g 
KH2PO4 15 g  
NaCl 2.5 g 
NH4Cl 5.0 g 
Agua c.s.p. 1 litro 

Sales para mezclar con Solución A luego de esterilizada 

MgSO4 1M 1 ml 
CaCl2 1M 100 l 
Tiamina 1 % 500 l 

 

M9 + Polímero comercial AGAR 

Solución A 

Na2HPO4-7H2O 64 g 
KH2PO4 15 g  
NaCl 2.5 g 
NH4Cl 5.0 g 
Agua destilada c.s.p. 0.5 litro 

 

Agar (Difco TM) 15 g 
Agua destilada c.s.p. 0.5 litro 

Luego de esterilizar ambas soluciones y que se enfríen a 50 °C, se mezclan en condiciones 

asépticas. 

Sales para mezclar con Solución A (esterilizadas por filtro esterilizante 0.22 mm) 

MgSO4 1M 1 ml 
CaCl2 1M 100 l 
Tiamina 1 % 500 l 
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CZAPEK-DOX 

NaNO3 7.65 g 
KH2PO4 3.04 g 
MgSO4.7H2O 1.52 g 
KCl 1.52 g 
Xilano de haya (Sigma Aldrich) / 
Carboximetilcelulosa (comercial) / 
material vegetal 

10 g (para estudios de producción 
enzimática) 

Agua destilada c.s.p. 1 litro 
 

CZAPEK-DOX modificado 

NaNO3 7.65 g 
KH2PO4 3.04 g 
MgSO4.7H2O 1.52 g 
KCl 1.52 g 
Bactopeptona (Difco TM) 5 g 
Extracto de levadura (Difco TM) 1 g  
Xilano de haya (Sigma Aldrich) / 
Carboximetilcelulosa (comercial) /  
material vegetal 

10 g (para estudios de producción 
enzimática) 

Agua destilada c.s.p. 1 litro 
 

YPX 

Extracto de levadura (Difco TM) 10 g 
Bactopeptona (Difco TM) 20 g 
Xilosa (Sigma-Aldrich) 30 g 
Agua destilada c.s.p. 1 litro 

 

12.2. Soluciones y buffers 
Solución de Rojo Congo 0.1 % 

Rojo Congo (Sigma Aldrich) pureza 35 % 2.9 g 
Agua destilada 1 litro 

 

Solución reveladora de Rojo Congo 

Solución de NaCl 1M 

NaCl 58.3 g 
Agua destilada 1 litro 
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Buffer citrato 0.05 M pH 4.8 

Solución Stock 1M 

Ácido cítrico monohidrato   210 g 
Agua destilada 750 ml 
NaOH hasta pH 4.3 50 a 60 g 
Agua destilada c.s.p. llevar a 1 litro 

Diluir hasta 1 litro, medir pH. Si fuera necesario se agrega más NaOH hasta llegar a pH 

4.5. Para obtener la solución de molaridad 0.05M diluir con agua destilada y medir pH, 

debería tener un valor de 4.8 sino ajustar. 

Solución de Ácido di-nitro-salicílico (DNS) 

Mezclar: 

Agua Destilada 1416 ml 
Ácido dinitrosalicílico (Sigma Aldrich) 10.6 g 
NaOH (Fluka) 19.8 g 

Disolver lo anterior y agregar: 

Tartrato de sodio potasio 306 g 
Fenol 7.6 ml 
Metabisulfito de sodio 8.3 ml 

 

Buffers para actividad óptima 

Se realizaron según procedimiento de “Guide to Protein Purification - Methods in 

Enzymology” (Deutscher, 1990). 
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12.3. Curvas de calibración  
A partir de estándares comerciales de los diferentes productos se preparan soluciones de 

concentración conocidas. Se correlacionan las concentraciones en mg/ml o g/l de las 

diferentes soluciones y la absorbancia o el área obtenida en los diferentes 

cromatogramas en HPLC en las condiciones de ensayo utilizadas. 

12.3.1. Curvas de calibración con el método DNS 

Las curvas utilizadas se realizaron en iguales condiciones en las que se midió actividad.  

En un tubo de ensayo se agregaron: 

- 0.5 ml solución de glucosa o xilosa de concentraciones conocidas  

- 1.0 ml buffer citrato 0.05 M, pH 4.8  

Se agregaron 3.0 ml de solución de ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS) (descrito en el anexo 

12.2), se hirvieron en baño a 100 °C durante 5 minutos, luego se enfriaron con un baño 

de agua - hielo. Se toma 1 ml de solución (previa homogenización) y se agregan 4 ml de 

agua destilada y se mide la absorbancia a 540 nm. 

Últimas curvas 

 

Figura 75- Curva de calibración de xilosa 
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Figura 76- Curva de calibración de glucosa 

12.3.2. Curvas de calibración por HPLC: columna 
SupelcogelTM C610H 

 

Figura 77- Curva de calibración de xilosa columna SupelcogelTM C610H 
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Figura 78- Curva de calibración de xilobiosa columna SupelcogelTM C610H 

 

Figura 79- Curva de calibración de xilotriosa columna SupelcogelTM C610H 

 

Figura 80- Curva de calibración de xilitol columna SupelcogelTM C610H 
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Figura 81- Curva de calibración de glucosa columna SupelcogelTM C610H 

 

Figura 82- Curva de calibración de celobiosa columna SupelcogelTM C610H 

 

Figura 83- Curva de calibración de etanol columna SupelcogelTM C610H 
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12.3.3. Curvas de calibración por HPLC: columna 
SupelcogelTM Pb 

 

Figura 84- Curva de calibración de glucosa columna SupelcogelTM Pb 

 

Figura 85- Curva de calibración de xilosa columna SupelcogelTM Pb 

 

Figura 86- Curva de calibración de inositol columna SupelcogelTM Pb 
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12.3.4. Curva de pesos moleculares de proteínas por Gel 
filtración - columna Superdex TM 75 10/300 GL 

 

Figura 87- Cromatograma 

 

Figura 88- Curva de calibración 

 

Figura 89- Modelo matemático 
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12.4. Preparación de material lignocelulósico 
y análisis de composición química 

12.4.1. Preparación de corteza libre de extractivos  

Se llevó a cabo siguiendo los procedimientos ligeramente modificados de “Preparation of 

Samples for Compositional Analysis” (NREL/TP-510-42620) (Hames et al., 2008) y 

“Determination of Extractives in Biomass” (NREL/TP-510-42619) (Sluiter et al., 2008).  

Una vez obtenido el material vegetal se secó durante 12 horas en una estufa a 45± 3°C y 

se guardó en un contenedor hermético a temperatura ambiente. Se molió la muestra con 

un molino de palas modelo SK 100 (Retsch ®) el tamaño de partícula obtenido está 

comprendido entre  150 y 600 m. Al realizar los análisis de composición química se 

realizó siempre la medida de humedad para corregir los resultados. 

Corteza libre de extractivos 

Se armó un cartucho para Soxhlet con papel de filtro y 10 gramos de material vegetal 

molido. Se reflujó con 300 ml de acetona comercial durante 6 horas en un aparato de 

Soxhlet. Una vez finalizado el tiempo, se apagó la manta eléctrica y se dejó enfriar. Se 

removió el cartucho, y se lavó con agua destilada.  

El material anterior se hirvió con agua destilada durante 1 hora. Se filtró, se lavó y se secó 

a temperatura ambiente. La corteza libre de extractivos se guardó en un contenedor 

hermético hasta su uso.  

12.4.2. Análisis de la composición química del material 
lignocelulósico  

Se realizó siguiendo el procedimiento “Determination of Structural Carbohydrates and 

Lignin in Biomass” (NREL/TP-510-42618) (Sluiter et al., 2012) con pequeñas 

modificaciones. Todas las muestras se analizaron por duplicado. 

12.4.2.1. Procedimiento de hidrólisis 
Se pesaron 300,0 ± 10,0 mg de la muestra en un tubo previamente tarado. Se añadieron 

3,00 ± 0,01 mL (o 4,92 ± 0,01 g) de ácido sulfúrico al 72% a cada tubo de presión. Se agitó 

con una varilla de vidrio para mezclar, durante un minuto, o hasta que la muestra se 

mezcló a fondo. Se colocó el tubo tapado con papel de aluminio, en un baño de agua 

(LAB-LINE, Modelo 18102A-1CEQ, Thermo Scientific) ajustado a 30 ± 3 ° C y se incubó la 

muestra durante 60 ±5 minutos. Utilizando la varilla de agitación se agitó la muestra cada 
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5 a 10 minutos sin retirar la muestra del baño. La agitación es esencial para asegurar un 

contacto entre ácido y el material para obtener una hidrólisis uniforme. 

Una vez completados los 60 minutos, se retiraron los tubos del baño de agua. Se diluyó 

el ácido a una concentración del 4% añadiendo 84.00 ± 0.04 ml de agua destilada, 

pasando el contenido del tubo a un Schott de 250 ml previamente pesado. Se tapó, se 

mezcló la muestra para eliminar la separación de fases. Se colocaron los tubos en el 

autoclave. Se autoclavaron las muestras selladas durante una hora a 121 ° C. Después de 

completar el ciclo de autoclave, se dejaron que los hidrolizados se enfriaran lentamente 

a temperatura ambiente antes de retirar las tapas. En este momento se agregó un 

volumen conocido de estándar interno (Inositol (Sigma-Aldrich) 20 g/l). Se volvió a pesar 

los Schott con el volumen de hidrolizado más el estándar agregado. 

12.4.2.2. Análisis de lignina soluble e insoluble en ácido:  
Se filtró a vacío la solución de hidrólisis a través de un filtro de vidrio previamente pesado 

(Schott). El filtrado se recogió y se transfirió una alícuota de 4 ml a un matraz aforado que 

se completó con agua destilada para medir la lignina soluble a 205 nm habiendo realizado 

un blanco con agua.  

Otra alícuota del hidrolizado se utilizó para determinar los carbohidratos, previa 

neutralización con CaCO3 (Sigma-Aldrich). 

Los sólidos que quedan en el crisol filtrante (lignina insoluble) se enjuagaron con un 

mínimo de 50 ml de agua destilada. Se secó el crisol durante 24 horas hasta que se 

alcanzó un peso constante a 105 °C. Al retirar las muestras del horno, se dejaron enfriar 

en un desecador. Se registró el peso del Crisol. 

12.4.2.3. Análisis de carbohidratos estructurales. 
Se neutralizaron 10 ml del hidrolizado con carbonato de calcio hasta pH 5-6. Se dejó 

decantar, se tomó 1 ml del neutralizado, se centrifugó y se diluyó al 25 %. Se prepararon 

estándares de glucosa, xilosa e inositol (Sigma Aldrich) (también se diluyeron al 25%).  

Se analizaron las muestras en un HPLC Shimadzu LC – 20AT utilizando las siguientes 

condiciones: 

Columna: SupelcogelTM-Pb (Sigma-Aldrich) junto con su pre-columna SupelguardTM 

C610H (Sigma Aldrich). 

Volumen de inyección: 20 μL 

Fase móvil: Agua de grado HPLC, 0.45 μm filtrada y desgasificada 

Velocidad de flujo: 0,5 ml / minuto 
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Temperatura de la columna: 85 ° C 

Detector: índice de refracción (Shimadzu RID – 10AT) 

Tiempo de corrida: 30 minutos 

12.4.2.4. Cálculo de humedad, glucanos, xilanos y lignina 
soluble  e insoluble 

Humedad: 

% 𝐻 = (
(𝑚 (𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 ℎú𝑚𝑒𝑑𝑎) − 𝑚 (𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑎))

𝑚 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 ℎú𝑚𝑒𝑑𝑎 
) × 100 

Las masas utilizadas para la hidrólisis se corrigen luego por el %H al hacer los cálculos.  

Lignina insoluble (%LI): 

% 𝐿𝐼 = (
(𝑚 (𝑓𝑖𝑙𝑡𝑟𝑜 + 𝑙𝑖𝑔𝑛𝑖𝑛𝑎 𝑖𝑛𝑠𝑜𝑙𝑢𝑏𝑙𝑒) − 𝑚 (𝑓𝑖𝑙𝑡𝑟𝑜))

𝑚 𝑚𝑎𝑡𝑒𝑟𝑖𝑎𝑙 sin ℎ𝑢𝑚𝑒𝑑𝑎𝑑
 ) × 100 

Lignina soluble (%LS): 

% 𝐿𝑆 = (
(𝐴𝑏𝑠 205 𝑛𝑚 𝑐𝑜𝑟𝑟.× (𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑑𝑒𝑙 ℎ𝑖𝑑𝑟𝑜𝑙𝑖𝑧𝑎𝑑𝑜) × (𝐹𝑑𝑖𝑙))

𝜀 × 𝑚 𝑚𝑎𝑡𝑒𝑟𝑖𝑎𝑙 sin ℎ𝑢𝑚𝑒𝑑𝑎𝑑  × 𝑐𝑎𝑚𝑖𝑛𝑜 ó𝑝𝑡𝑖𝑐𝑜
) × 100 

- Abs 205 nm corr. = Absorbancia corregida a 205 nm. 

- Volumen del hidrolizado (L) = 
𝑚 ℎ𝑖𝑑𝑟𝑜𝑙𝑖𝑧𝑎𝑑𝑜

1000
 

- Fdil = factor de dilución al medir al UV = 
100

4
 

- ε = Absortividad a 205 nm = 110 L / g cm 

- camino óptico = 1 cm 

Carbohidratos (expresados como % glucanos y xilanos) 

% 𝑐𝑎𝑟𝑏𝑜ℎ𝑖𝑑𝑟𝑎𝑡𝑜 = ((𝑚 𝑖𝑛𝑜𝑠𝑖𝑡𝑜𝑙 𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑖𝑛𝑜𝑠𝑖𝑡𝑜𝑙⁄ ) ×

𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝑔𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑎 × 𝑐𝑜𝑟𝑟𝑒𝑐𝑖ó𝑛 𝑝𝑜𝑟 𝑎𝑧ú𝑐𝑎𝑟 𝑝𝑜𝑙𝑖𝑚é𝑟𝑖𝑐𝑜) ×

(100 (1000 × 𝑚𝑎𝑠𝑎 sin ℎ𝑢𝑚𝑒𝑑𝑎𝑑))⁄   

- m inositol = masa en mg de inositol agregada al hidrolizado 

- concentración inositol = en mg / ml obtenida de la interpolación del área 

del cromatograma en la curva de calibración 

- concentración glucosa = en mg / ml obtenida de la interpolación del área 

del cromatograma en la curva de calibración 
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- corrección por azúcar polimérico = 0.9 para glucanos y 0.88 para xilanos 
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12.5. Hoja del depósito de cepa Pseudozyma 
sp. EBV 97-87 
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12.6. Medida de proteína - Protocolo de 
reactivo de Bradford (Sigma-Aldrich) 
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12.7. Conteo de células en cámara de 
Neubauer 

Según el tiempo de crecimiento de la levadura se realizaron diferentes diluciones del 

medio de cultivo para llegar a un número de células que se pudiera contar fácilmente en 

el microscopio. Se tomaron 20 l de la dilución y se mezclaron con 20 l de una solución 

de azul de metileno (1 mg/ml). Se incubó durante 5 minutos y se toman 10 l de la mezcla 

para colocar en la cámara de Neubauer con un cubreobjetos por arriba. Se coloca la punta 

de la pipeta en el borde del cubreobjetos, en el extremo de la cámara de Neubauer. Se 

trata de dejar que el líquido penetre entre la cámara y el cubreobjetos desde el lateral, 

por capilaridad. Se coloca en el microscopio a un aumento de x40. Se cuentan 5 cuadros 

de la cámara (pintada de celeste en el centro de la cámara en la Figura 90).  

 

Figura 90- Izq. conteo de un cuadro grande de cámara de Neubauer. Der. Representación de la cámara. 

Se realiza un promedio del número de células en cada cuadrado y para calcular la 

concentración en n° células / ml se sigue la siguiente ecuación. 

𝑛°𝑐𝑒𝑙

𝑚𝑙
= 𝑃𝑟𝑜𝑚𝑒𝑑𝑖𝑜 ∗ 25 ∗ 10000 ∗ 𝐹𝐷 

25 = número de cuadrados en la cámara 

10000 = Factor para pasar del volumen de la cámara a 1 ml 

FD = Factor de dilución realizado para contar 
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12.8. Cromatogramas  

12.8.1. Hidrólisis de corteza deslignificada 

Ensayo inicial con enzimas de Bacillus sp. EBV 12-22 

 

 

 

 

 

 

 

xilosa 
xilobiosa 
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Ensayo inicial con enzimas de Pseudozyma sp. EBV 97-87 

 

 

  

xilosa 

acético 
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12.8.2. Fermentación con W. anomalus 

Tiempo cero de fermentación del hidrolizado enzimático concentrado  

 

 

 

 

 

xilosa 

acético 
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Tiempo final (72 horas) de fermentación del hidrolizado enzimático concentrado  

 

 

 

 

xilosa 

xilitol 


