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RESUMEN 

 

Existen muchos estudios sobre la producción de celulasas y xilanasas de hongos en fermentación 

sumergida (FS) y escasos estudios en sistemas de fermentación en biopélículas (FB) y en estado 

sólido (FES) con Aspergillus niger ATCC 10864. En la investigación, se comparó los tres sistemas 

de fermentación. La FS se realizó en matraces Erlenmeyer de 250 mL con 70 mL de medio de 

cultivo y 3% de inóculo, el tiempo de fermentación fue de 120 h a una velocidad de agitación de 

125 rpm y 28°C. En FB y FES se utilizó perlitas como soporte inerte impregnado con nutrientes, 

en ambos casos se utilizó matraces de 250 mL y para cada caso se preparó el medio de cultivo 

requerido, el inóculo utilizado fue de 3%.  Mediante microscopía electrónica de crio-barrido se 

observó la adhesión del A. niger en FB y FES. La FB presentó mayor título de celulasas (1768 UL-

1) que en FS (1165 UL−1) y FES (1174 UL−1). La biomasa producida en FB era menor que FS y 

FES, contrariamente el YFPA/S (Ug − 1) era significativamente mayor en FB que en FS y FES (368, 

212, y 217), respectivamente, al igual que la ΓFPA (UL − 1 h − 1)  (25, 16 y 16, respectivamente). 

Asimismo, la actividad endoglucanasa y xilanasa era mayor en FB. Se realizó el análisis 

electroforético (en DN- PAGE y SDS-PAGE) y zimográfico de celulasas, β – glucosidasas y 

xilanasas secretado por A. niger. Los electroforegramas y zimogramas exhibieron diferencias en la 

expresión proteómica activa en respuesta a la adhesión al soporte sólido. En los zimogramas de 

SDS-PAGE con CMC las EGs presentaron alta actividad catalítica a las 72 h de cultivo, en FS se 

expresó cinco bandas de EGs de 21 a 54 kDa, en FB y FES ocho bandas desde 20 a 80 kDa y de 

23 a 54 kDa, respectivamente. Respecto a las β – glucosidasas se identificó dos enzimas, uno de 

200 kDa y otro de 30.15 kDa. En cuanto a las xilanasas se encontró uno de 30.5 kDa. El A. niger 

cultivado en condiciones adheridas favorece la expresión de un complejo enzimático requerido 

para procesos biotecnológicos industriales. 

Palabras clave: Aspergillus niger, celulasas, fermentación – por adhesión a superficie, xilanasas, 

electroforegramas, zimogramas. 



 
 

 

ABSTRAC 

 

There are many studies on the production of cellulases and xylanases from fungi in submerged 

fermentation (FS) and few studies in fermentation systems in biofilms (FB) and in solid state (FES) 

with Aspergillus niger ATCC 10864. In the research, the three fermentation systems. The FS was 

carried out in 250 mL Erlenmeyer flasks with 70 mL of culture medium and 3% inoculum, the 

fermentation time was 120 h at a shaking speed of 125 rpm and 28°C. In FB and FES, pearlite was 

used as an inert support impregnated with nutrients. In both cases, 250 mL flasks were used and 

for each case the required culture medium was prepared, the inoculum used was 3%. Using cryo-

scanning electron microscopy, the adhesion of A. niger to FB and FES was observed. The FB 

presented a higher cellulase titer (1768 UL-1) than in FS (1165 UL−1) and FES (1174 UL−1). The 

biomass produced in FB was lower than in FS and FES, on the contrary the YFPA/S (Ug − 1) was 

significantly higher in FB than in FS and FES (368, 212, and 217), respectively, as was the ΓFPA 

(UL − 1 h-1) (25, 16 and 16, respectively). Likewise, endoglucanase and xylanase activity was higher 

in FB. Electrophoretic analysis (in DN-PAGE and SDS-PAGE) and zymographic analysis of 

cellulases, β-glucosidases and xylanases secreted by A. niger were performed. Electrophoregrams 

and zymograms exhibited differences in active proteomic expression in response to adhesion to the 

solid support. In the SDS-PAGE zymograms with CMC, the EGs presented high catalytic activity 

after 72 h of culture, in FS five bands of EGs from 21 to 54 kDa were expressed, in FB and FES 

eight bands from 20 to 80 kDa and from 23 at 54 kDa, respectively. Regarding β-glucosidases, two 

enzymes were identified, one of 200 kDa and another of 30.15 kDa. Regarding the xylanases, one 

of 30.5 kDa was found. A. niger grown under adhered conditions favors the expression of an 

enzyme complex required for industrial biotechnological processes. 

  

Keywords: Aspergillus niger, cellulases, fermentation - by adhesion to surface, xylanases, 

electrophoregrams, zymograms. 

 

 

 



I. INTRODUCCIÓN 

Los hongos filamentosos tienen mucha aplicación por su capacidad de producir enzimas 

celulolíticas y xilanolíticas (Ali y Saad EL-Dein 2008, da Silva et al. 2005), una característica 

importante de estos microorganismos es que pueden biosintetizar simultáneamente estas enzimas 

y a la vez estos bioicatalizadores pueden actuar sinérgicamente durante la hidrolisis de la 

lignocelulosa (Kumar y Wyman 2009, Robison 1984, Sánchez 2009, Krisana et al. 2005). La 

biomasa vegetal está compuesta principalmente de 35 – 50% de celulosa y cerca de 30% de xilano 

(Bonnin et al. 2001), los cuales se encuentran presentes en residuos agrícolas (paja, hojas, tallos y 

raices), bosques caducifolios y coníferas, residuos de supermercados (frutas, verduras, tubérculos, 

etc.), residuos biodegradables municipales, residuos de la industria de pulpa y el papel y de la 

agroindustria (salvado de trigo, maíz, arroz, bagazo de caña de azúcar y café, etc.) y cultivos 

energéticos herbáceos (Todorov y Yordanova 2012, Murugan et al. 2011). En recientes años, los 

residuos lignocelulósicos vienen cobrando considerable atención para la reducción, reutilización y 

valoración en procesos de fermentación secundaria (Cristini y Knob 2014) y bioconversión 

mediante celulasas y xilanasas en productos químicos, biocombustibles, digestión de alimentos 

para animales, industria alimentaria y textiles, y como agentes blanqueadores en el tratamiento de 

pulpa y papel (Knob et al. 2010, Moure et al. 2006, Polizeli et al. 2005).  

Por todo lo señalado, existe un creciente interés en la producción de celulasas y xilanasas debido a 

su enorme potencial de aplicación biotecnológica. Sin embargo, se requiere mayor investigación 

para mejorar la producción de estas enzimas, desde varios enfoques, incluyendo nuevos diseños de 

procesos para la producción de estos biocatalizadores. A la fecha se ha realizado muchos estudios 

para la producción de enzimas celulolíticas y xilanolíticas, a través de fermentación sumergida (FS) 

y/o fermentación en estado sólido (FES) con distintas fuentes de carbono (Krishna 2005). Además, 

se han utilizado otros sistemas de cultivo, como la inmovilización celular y las biopelículas han 

sido probados para producir enzimas (Papagianni et al. 2002, Villena y Gutiérrez-Correa 2006). 

La FES implica el crecimiento de microorganismos adheridos en soporte sólido natural o inerte en 

ausencia de agua libre (Hölker et al. 2004, Ooijkaas et al. 2000) comparado a la FS donde los 

microorganismos crecen en forma libre, el cultivo adherido produce mayores actividades 

enzimáticas (Viniegra-González et al. 2003). Resultados similares se encontraron en cultivos con 

hongos inmovilizados en superficies con distintos soportes (Skowronek y Fiedurek 2006). En la 
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naturaleza, los microorganismos crecen principalmente unidos a superficies que forman 

biopelículas debido a su tendencia innata se adhieren a las estructuras sólidas. Además, los 

microorganismos adheridos dentro de las biopelículas se organizan en comunidades complejas y 

tienen una mejor actividad fisiológica y resistencia a los antimicrobianos. La adhesión celular a 

superficies, induce a una expresión genética diferencial (Mowat et al. 2008, O'Toole et al. 2000, 

Villena et al. 2009a). Además, es conocido que la morfología de los microorganismos está 

estrechamente relacionada con la productividad en la mayoría de los procesos de fermentación, y 

algunos parámetros han sido identificados para influir en esta relación (Papagianni y Mattey 2004, 

Wang et al. 2003). Sin embargo, la mayoría de las investigaciones realizadas están relacionadas 

con la FS y FES (Grimm et al. 2005, Papagianni 2004).  

Los hongos filamentosos, inherentemente crecen en superficies sólidas, en estas condiciones 

muestran un comportamiento fisiológico diferente; los hongos que crecen adheridos pueden ser 

considerados como organismos formadores de biopelículas (Harding et al. 2009, Villena y 

Gutiérrez-Correa 2006). En este sentido, tanto la FES y FB pertenece a una nueva categoría de 

fermentación denominada fermentación con adhesión celular (FAS) propuesta por Gutiérrez-

Correa y Villena 2003). En estudios anteriores, se demostró que el Aspergillus niger adheridas 

sobre tela de poliéster forman biopelículas y producen un 70% más de actividad celulasa que los 

cultivos miceliales suspendidos libremente cuando se cultiva en matraces agitados o 

microbiorreactores de burbujas (Villena y Gutiérrez-Correa 2006 2007). Sin embargo, se requieren 

mayores investigaciones en FB y FES, probando nuevos parámetros de procesos y soportes sólidos 

compatibles con los microorganismos y comparar la producción de enzimas con FS. 

Muchos microorganismos, principalmente bacterias, desarrollan complejos multiproteicos, 

llamados celulosoma (Lamed and Beyer, 1988) o xilosoma (Lind and Thomsom, 1991) que 

biosintetizan celulasas, xilanasas y factores de unión a la celulosa, con lo cual degradan de manera 

efectiva la compleja pared celular de vegetales para nutrirse y sobrevivir.  

Aspergillus niger al igual que otros hongos del mismo género tienen la capacidad de producir una 

gama de enzimas, dependiendo de las condiciones físicas y químicas del medio de cultivo y la 

dotación genética que posee. Entre las principales enzimas que secretan se incluyen a las celulasas 

y xilanasas. El complejo celulasas está constituido de endoclucanasas(EG), 

celobiohidrolasas(CBH) y β – glucosidasa (BGL), estas tres enzimas actúan sinérgicamente para 
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convertir la celulosa cristalina en glucosa (Sukumaran et al. 2005, Balat et al. 2008 ), presentan 

dos sitios activos uno en forma de surco que exhibe glucolisis endo y otro en forma tubular con 

actividad celulolítica exo para degradar la celulosa en oligosacáridos cortos (Gray et al. 2006, 

Prasad et al. 2007, Balat et al. 2008, Sukharnikov et al. 2011). Esta característica catalítica permite 

una potencial aplicación en diferentes sectores agroindustriales y la bioconversión de deshechos 

agrícolas lignocelucelulósicos en azúcar y bioetanol (Anuradha et al. 2014).  

Las xilanasas al igual que las celulasas tienen gran demanda para diferentes aplicaciones 

industriales (de pulpa y papel, textil y de alimentos), y en este caso la principal materia prima es la 

hemicelulosa constituida de xilano, que es hidrolizado internamente rompiendo enlaces β-1,4 - D- 

xilosídicos produciendo cadenas cortas de xilooligosacaridos (Coughlan and Hazlewood 1993). La 

mayoría de las xilanasas pertenecen a la familia 10 y 11 glicósidos hidrolasa (GH) de acuerdo a la 

similitud de la secuencia de aminoácidos, mientras otros se agrupan en familias GH de 4; 8 y 43 

(Henrissat and Bairoch 1993).  

Una característica intrínseca de los hongos es su capacidad de producir en forma simultanea 

enzimas degradadoras de celulosa y xilanasa. Las celulasas y xilanasas producidas por ciertas 

especies de hongos pueden actuar sinérgicamente para hidrolizar la biomasa de lignocelulosa 

(Kumar and Wyman 2009, Sánchez 2009, Selig et al. 2008). Hongos filamentosos como 

Aspergillus y Penicillum son importantes productores de celulasas y xilanasas y secretan en el 

medio altos niveles de estas enzimas comparado a otros microorganismos (Chávez et al. 2006, de 

Vries and Visser 2001). Gorbacheva and Rodionova (1977) sostienen que Aspergillus niger es un 

excelente productor de xilanasas.  Se realizaron muchas purificaciones y análisis electroforéticos 

de extractos enzimáticos y encontraron xilanasas que difieren en peso molecular y punto 

isoeléctrico (Fournier et al. 1985, Frederick et al. 1981, Frederick et al. 1985, Shei et al. 1985).  

 Para la caracterización de enzimas, las técnicas electroforéticas son muy utilizadas en la medida 

que permiten diferenciar proteínas y enzimas en relación a su peso molecular y punto isoeléctrico. 

La electroforesis se fundamenta en la movilización de proteínas iónicas en un campo eléctrico; las 

proteínas de desplazan hacia el cátodo (-) o ánodo (+) en relación a su carga, peso y forma 

molecular (García 2000). El análisis proteómico por electroforesis, está considerado como un 

método valioso para la identificación de proteínas extracelulares expresadas por organismos o 

sistemas celulares que crecen y se desarrollan en diversas condiciones ambientales (Chu et al. 
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2000).  La combinación de electroforesis enzimática y la técnica de zimografia, tienen ventajas, 

porque permiten la determinación de la estructura de subunidades de las moléculas enzimáticas 

rápidamente y comparativamente fácil, incluso usando preparaciones enzimáticas no purificadas 

(Shaw 1964). Esto se debe a una relación bien definida entre bandas de patrones electroforéticos, 

cuya actividad enzimática se ven reveladas en zimogramas y la estructura de subunidades de 

moléculas enzimáticas nativas. La identificación de enzimas en relación a su actividad catalítica 

después de SDS-PAGE está bien adaptado para determinar la fuente de actividad enzimática de 

una mezcla de proteínas heterogéneas o una proteína heterooligomérica (Paudel y Carlson 1988, 

Richardson et al. 1986, Harris y Hopkinson 1976, Buth 1990), o determinar si múltiples actividades 

catalíticas residen en un solo polipéptido (Matzukawa et al. 1994). Esta técnica se denomina 

zimografía, siendo una poderosa herramienta para analizar enzimas hidrolíticas basadas en la 

degradación del sustrato. Durante la zimografía, las enzimas hidrolíticas (ejemplo proteinasas) se 

separan por electroforesis en condiciones desnaturalizantes y no reductoras. La separación se 

produce en gel de poliacrilamida que contiene un sustrato específico copolimerizado de acrilamida 

(Leber y Balkuill 1997). La ventaja de la detección de la actividad enzimática a través de los 

zimogramas está relacionada a su efectividad, ya que permite identificar la actividad de todas las 

isoformas de enzimas presentes en PAGE, independientemente de su punto isoeléctrico, una vez 

que todas las proteínas han migrado en relación a su masa molecular, otra ventaja adicional de la 

zimografía es que tanto las proenzimas como las formas activas de enzimas pueden distinguirse en 

función de su peso molecular (Woessner 1995). El análisis de las actividades enzimáticas después 

de SDS-PAGE ha permitido detectar más de cientos de enzimas diferentes que afectan aspectos de 

la función celular que va desde el metabolismo de los carbohidratos y los lípidos hasta la 

transducción de señales y expresión de genes a degradación de biomoléculas (Bischoff et al. 1988). 

A través del presente trabajo de investigación se busca promover los procesos de fermentación por 

adhesión a superficies (FAS) para la producción de celulasas y xilanasas de Aspergillus niger, 

como métodos alternativos a la fermentación sumergida (FS), ya que estas enzimas tienen un gran 

potencial biotecnológico en el sector industrial. Los objetivos propuestos en esta investigación son: 

 

 

 



5 
 

Objetivo general 

 

- Comparar la producción de celulasas y xilanasas de A. niger ATCC 10864 en fermentación 

sumergida, en biopelículas y en estado sólido (FS, FB y FES). 

  

Objetivos específicos 

 

- Identificar la adhesión del A. niger ATCC 10864 mediante microoscopia electrónica, cultivados 

en fermentación por adhesión a superficies  

- Comparar la productividad y rendimiento de biomasa, celulasas, endoglucanasas y xilanasas de 

A. niger ATCC 10864 en fermentación en biopelículas, en estado sólido y sumergida. 

- Comparar el perfil enzimático en relación al peso molecular de proteínas extracelulares y 

enzimas secretadas por A. niger 10864 en fermentación en biopelículas, en estado sólido y 

sumergida. 

- Comparar los zimogramas de las enzimas endoglucanasas (EGs), xilanas y  β – glucosidasas 

(BGLs) secretados por  A. niger en los tres sistemas de fermentación. 

  

Hipótesis de investigación 

 

- Mediante la fermentación en biopelículas se logra una mayor producción de celulasas, 

endoglucanasas y xilanasas y mayor capacidad hidrólítica, debido a que la adhesión celular a 

superficie solida, permite mayor expresión genética diferencial y por consiguiente un aumento 

en la actividad fisiológica del A. niger ATCC 10864. 

 

 

 

 

 

 



II. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 

 GENERO ASPERGILLUS 

Los Aspergillus son hongos filamentosos, que pertenecen al filo Ascomycota, formados por hifas 

hialinas septadas y su reproducción puede ser sexual o asexual. Son de morfología anamorfa, 

comprenden entre 260 (Geiser et al. 2007, Samson y Varga 2009) y 837 especies (Hawksworth 

2011). Estas especies se clasifican en aproximadamente diez géneros teleomorfos diferentes 

(Geiser 2009). Estos hongos fueron clasificados por la Agencia Internacional para la Investigación 

de Cancer (IARC) en tres grupos, según la secreción de sustancias toxicológicas (Cuadro 1). 

 

Cuadro 1:  Clasificación del género Aspergillus 

 

Género 

Aspergillus 

Clasificación 

IARC 

Sustancia toxicológica 

A. Flavus 

A. parasiticus 

Grupo 1 Aflatoxinas B1, B2, G1, G2 

A.    Flavus 

A. parasiticus 

Grupo 2B Aflatoxina M1 

A. ochraceus 

A. niger 

Grupo 2B Ochratoxina A 

A. versicolor 

A. nidulans 

Esterigmatocistina 

A. clavatus Grupo 3 Patulina 

A. oryzae 

A. terreus 

A. niveus 

Citrinina 

       Fuente: INSHT (2012). 

 

Por otro lado, Meijer et al. (2011), señalan que el género Aspergillus consta de un gran número de 

especies, siendo: 

- Patógenos oportunistas (por ejemplo, A. fumigatus, A. terreus) 

- Productores de toxinas (por ejemplo, A. flavus, A. parasiticus) y  

- Especies industriales (A. niger, A. aculeatus, A. oryzae). 

 

Así mismo sostienen que, el género se divide en varias secciones, como el amarillo y el negro 

aspergilli. Los aspergilios negros (Aspergillus sección nigri) son cosmopolitas y comprenden las 

especies industriales más utilizadas, siendo el A. niger. Las especies de Aspergillus se diferencian 
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en tamaño, tasa de crecimiento, textura y color de la colonia (Figura 1); son productores de 

micotoxinas, y secretan como mecanismo de defensa frente a otros microorganismos.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Las especies de Aspergillus, son los hongos más abundantes, sus condiciones abióticas de 

crecimiento no son muy selectivos, por ejemplo, pueden crecer en un amplio rango de temperatura 

(6–55 ° C) y baja humedad (krijgsheld et al. 2012). Estos hongos se alimentan de una gran variedad 

de sustratos (pueden incluir heces de animales y tejido de humanos), principalmente se alimentan 

de polímeros complejos de plantas (Bennett, 2010) y estan considerados como hongos que, 

deterioran los alimentos; ejemplo, pueden encontrarse en el heno mohoso (A. flavus), paja (A. 

versicolor), cebada (A. clavatus) o cacahuetes (A. niger) enmohecido (Los Aspergillus tienen una 

capacidad efectiva de dispersión. Las esporas de este género se encuentran entre las estructuras 

fúngicas más dominantes en el aire, dispersándose en distancias tanto cortas como largas (Bennett 

2010). 

 

Los Aspergillus spp secretan una gran variedad de endoenzimas que degradan 

polímeros desde el interior del sustrato en moléculas más sencillas que son utilizados 

A. A. acidus                               B. A. eucalypticola             C. A. fijiensis 

  Figura1: Tipos de Aspergillus niger que difieren en forma y color 

  Fuente: Frisvad et al. (2007) (A, C, D y F), Gasperini (1887) (E),  

  Kozak (1989) (B). 

  D. A. indologenus                   E. A. violaceofuscus               F. A. neonige 
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como nutrientes por estos hongos. Por ejemplo, las amilasas, xilanasas y pectinasas son secretados 

para degradar el almidón, xilano y pectinasas, respectivamente (Krijgsheld et al. 2012). Los 

Aspergillus no pueden absorber moléculas poliméricas al interior de su célula, por lo que tienen 

que segregar enzimas hidrolíticas para producir fuentes de carbono monomérico y pequeños 

compuestos oligoméricos (de Vries y Visser 2001, de Vries, 2003). Estos hongos también tienen 

la capacidad de segregar grandes cantidades de proteínas (y otros metabolitos, como ácidos 

orgánicos) a través de la tecnología de fermentación junto a la biología molecular, así el A. niger, 

A. oryzae, A. awamori, A. sojae y A. terreus, están considerados como biofactorias celulares 

atractivas para la producción de proteínas homólogas y heterólogas (Meyer et al. 2011).  

 

 Aspergillus niger: CARACTERÍSTICAS MORFOLÓGICAS 

Los A. niger pertenecen al grupo de los Aspergillus negros y familia moniliaceae (Kwon-Chung y 

Bennett 1992). Sus características del A. niger son: cabezas conidiales de tonos negro a negro 

grisáceo, negro - café, negro -  púrpura o negro - carbón, globosas que forman columnas de cadenas 

de conidios irregulares o definidas (Figura 2). Los conidióforos son de color hialino a café, lisos o 

ligeramente granulares en algunas especies, tienen vesículas globosas (Moslem et al. 2010). Los 

conidios son globosos o subglobosos, de color negro rugoso (Raper y Fennell 1965, Carrillo 2003). 

 

 GERMINACIÓN DEL Aspergillus niger 

Durante la germinación de conidias, se distinguen tres etapas: primera fase, ocurre la germinación, 

la latencia se rompe por señales ambientales en presencia de agua y aire, ya sea o no en 

combinación con sales inorgánicas, aminoácidos y azúcares (Osherov y May 2001). En la segunda 

fase, ocurre la hinchazón de las esporas y crecen isotrópicamente entre 2 y 6 h después de la 

inoculación del A. niger  a 25 °C (Leeuwen et al. 2013a, b), en esta etapa, el diámetro de la espora 

aumenta dos veces o más debido al consumo de agua y es acompañado de una disminución de la 

microviscosidad del citoplasma (Dijksterhuis et al. 2006), a la vez las moléculas se desplazan a la 

corteza celular para permitir la adición de nuevo plasma en la membrana y pared celular (Momany 

2002). En la tercera fase de germinación, se forma un tubo germinal por crecimiento polarizado. 

Finalmente, la maquinaria morfogenética se redirige al sitio de polarización (d’Enfert 1997, 

Momany 2002, Harris y Momany 2004) y en 6 h se observa un crecimiento polarizado de A. niger. 
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Figura 2: Desarrollo de A. niger monitoreado por microoscopia electrónica de escaneo: 

Formación de hifas aéreas (hifas vegetativas) (A). Hifas gruesas (B). Hinchamiento de la 

punta de hifas para formar la vesícula (C, D). Formación de brotes sobre la vesícula (E). 

Brotes se convierten en metulas (F, G). Fialidos se forman sobre las metulas (H). Formación 

de conidios (I, J). La barra en G también es válida para A – F. 

 

Fuente: Adams et al. (1998), Krijgsheld et al. (2013). 

 

 

 Aspergillus niger: IMPORTANCIA EN LA PRODUCCIÓN DE METABOLITOS 

PRIMARIOS 

La biosíntesis de productos o metabolitos primarios del Aspergillus niger, está estrechamente 

relacionada a su morfología. El micelio y la forma de pellet tienen sus aplicaciones en varios 

procesos de cultivo industrial y se puede controlar de forma efectiva mediante ajuste del valor de 

pH y el potencial volumétrico interno (Figura 3) (Lin et al. 2008, Hagemann et al. 2007, Metz y 

Kossen 1977).  La aglomeración de conidios en la fase temprana de cultivo se ve dominada por el 

valor de pH, mientras que la morfología de los gránulos de hongos está influenciada principalmente 

por el poder volumétrico (Grimm et al. 2005). Comparando la entrada de potencia volumétrica 

causada por la agitación y la aireación, la aireación tiene más impacto para contrarrestar el proceso 

de aglomeración, y conduce a una mayor concentración de pellets (Lin et al. 2008, Stintzing et al. 
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2008). Debido a mayor esfuerzo mecánico se producen gránulos más pequeños y más densos en 

comparación con una menor entrada de energía. 

 

El Aspergillus niger abunda en la naturaleza y tiene importancia industrial, segrega grandes 

cantidades de proteínas y metabolitos como el ácido cítrico (Finkelstein et al. 1989, Conesa et al. 

2001, Papagianni 2007, Andersen et al. 2011). El crecimiento sumergido de A. niger en medio 

líquido forma micelio disperso, en grupos o en microcolonias conocidas como gránulos; el micelio 

tiene gran impacto en la producción de enzimas y metabolitos primarios. Por ejemplo, para la 

producción de ácido cítrico de A. niger se necesitan micro-colonias (Gómez et al. 1988) o una alta 

acumulación de micelio, asociado a la fuente de carbono (glucosa) y de oxígeno disuelto 

(Papagianni 2007, Wolschek et al. 1999). También han demostrado que la formación de gránulos 

grandes coincide con un aumento de actividad extracelular de glucoamilasa y proteasa extracelular 

(Papagianni et al. 2002). Finkelstein et al. (1989), han dermostrado la producción de más de 30 gL-

1 de glucoamilasa. 

 

 

Figura 3: Características morfológicas del Aspergillus niger, a) biopellet, b) micelio disperso 

libre. 

 

Fuente:  Hagemann et al. (2007). 

 

El Aspergillus niger es utilizado ampliamente por su eficiente secreción para producir productos 

biotecnológicos a granel, como ácido cítrico, glucoamilasas (Pey-Jin y Krull 2009), celulasas, así 

como para la producción de productos de alto valor agregado (glucosiltransferasas, antibióticos, 

etc.). El diseño del proceso a menudo se ve dificultado por un complejo patrón de crecimiento de 

estos organismos. Existe, sin embargo, una relación estrecha entre el desarrollo de la morfología 

de los hongos filamentosos, fenómenos de transporte y productividad relacionada. Dependiendo 
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del metabolito a producir, las características morfológicas de A. niger varían tanto como micelios 

libremente dispersos o como distintos aglomerados densamente empaquetados, generalmente en 

forma de esfera, llamados pellets. Para la adaptación de una morfología con cultivos biológicos 

filamentosos es necesario probar o establecer la influencia de parámetros sensibles del proceso 

ambiental de cultivo (Pey-Jin y Krull 2009). 

 

 CELULASAS 

2.5.1 Estructura molecular de celulasas 

Las celulasas son sistemas multicomponentes, constituido de tres enzimas: endo-1,4 β-glucanasa 

(endo-1,4-β-glucano - 4 - glucanohidrolasa), celobiohidrolasa, (exo - 1,4-β-D-glucano 

celobiohidrolasa) y celobiosa (β-glucosidasa) (Sukumaran et al. 2005). Las celulasas pertenecen a 

la familia de glucósidos hidrolasas (GH), escinden enlaces β-1,4-glucosídicos de lignocelulosas, 

estan clasificados en 115 familias basadas en similitudes de secuencia de aminoácidos y estructuras 

cristalinas. Las celulasas muestran una variedad de topologías proteicas desde β – hoja plegada 

(características de las endocelulasas) a una combinación de β/α a α-helice (Figura 4) común a todas 

las proteínas (Jayasekara y Ratnayake 2019). En la estructura de la celulasa, existen módulos 

catalíticos y no catalíticos. Los módulos catalíticos de celulasas han sido clasificadas en numerosas 

familias basadas en sus secuencias de aminoácidos y estructuras cristalinas, los módulos no 

catalíticos de unión (CMB) a carbohidratos (ayuda a la unión celulasa-celulosa y posible inicio de 

rotura de enlaces glucosídicos) y/u otros módulos funcionalmente conocidos o desconocidos 

pueden estar ubicados en el extremo N (amino terminal) o C (carboxilo terminal) de un módulo 

catalizador (Xiao-Zhou y Hi – Hen 2013). Las familias de CBMs tienen afinidad por la celulosa, 

se debe a su superficie planar, constituida por aminoácidos aromáticos que le proporcionan 

características hidrofóbicas (Hilden y Johansson, 2004). Sin embargo, mediante un mecanismo no 

catalítico el CBM de la endoglucanasa III de T. reesei puede alterar la estructura de la celulosa 

cristalina (Xiao et al. 2001). Por tanto, otra función del CBM es modificar la estructura de la 

celulosa, 

 

Por lo general, las celulasas fúngicas y bacterianas tienen dos o más estructuras y dominios 

funcionales. Son producidos por microorganismos celulolíticos aerobios y anaerobios, que da lugar 

a sistemas de celulasas no complejas y complejas, las no complejas son poroducidas por 
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microorganismos aerobios y son mezclas de enzimas cooperativas extracelulares, donde la 

disposición común es la unión de un dominio catalizador con un dominio de unión a celulosa 

(CBD). Mientras que un sistema complejo de celulasas es producido por microorganismos 

anaerobios y se llama "celulosoma". La celulosoma se ensambla por unión a un dominio catalítico 

con un dominio dockerin (dominio de proproteína) (Ciolacu et al. 2011). En la estructura de las 

celulasas existen adicionalmente otros dominios catalíticos, sin embargo, los dominios, 

catalizadores y dominios de unión a celulosa son los más importantes y los que participan en 

mecanismos hidrolíticos enzimáticos (Jayasekara y Ratnayake 2019). 

. 

Figura 4: Estructura de endo/exocelulasa E4 de Thermomonospora fusca  
 

            Fuente: Sakon et al. (1997). 

 

2.5.2 Celulasas: mecanismo de acción catalítica 

Las celulasas catalizan la descomposición de la celulosa rompiendo enlaces β-1,4-glicosídicos, en 

la cual están involucrados tres enzimas: endoglucanasa, exoglucanasa y β-glucosidasa. La 

hidrólisis completa de la celulosa depende de la combinación de estos tres tipos principales de 

enzimas. Las endoglucanasas (con sitios activos abiertos o hendiduras) suele actuar aleatoriamente 

y en enlaces internos sobre las áreas amorfas de la celulosa, generando cadenas cortas de celulosa. 

Las exoglucanasas (con sitios activos tubulares) hidrolizan el extremo no reductor de las cadenas 

cortas de celulosa, generando celobiosa u oligosacáridos (Gray et al. 2006, Balat et al. 2008, 

Sukharnikov et al. 2011). Finalmente, la β-glucosidasa hidroliza la celobiosa desde el extremo no 
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reductor, formando unidades de glucosa libre (Figura 5). Las exocelulasas son enzimas procesivas, 

se mantienen unidas a la cadena de celulosa hasta una hidrólisis completa. Las endocelulasas 

pueden ser procesivas o no.  La tasa de degradación de la celulosa depende de la eficiencia 

hidrolítica de las enzimas (Sukharnikov et al. 2011). Las endocelulasas y exocelulasas trabajan 

cooperativamente y a veces sinérgicamente para hidrolizar el sustrato celulósico cristalino (Balat 

et al. 2008), dando como resultado oligómeros solubles, celobiosa y glucosa. 

 

Las celulasas presentan dos mecanismos catalíticos uno de retención y otro de inversión en la cual 

se da la escinsión del enlace glucosídico en medio ácido – base, donde participan dos residuos 

catalíticos uno ácido (donador de protones) y una base nucleófilo (aceptor de protones). El 

mecanismo de retención, implica que las celulasas catalizan manteniendo el carbono anomérico de 

la glucosa en posición β (Withers 2001), mientras que en la “Inverción” las celulasas invierten la 

configuración anomérica C en un solo desplazamiento hidrolítico nucleofílico (Vocadlo y Davies 

2008).  

 

La multiplicidad de las formas de celulasas, es el resultado de múltiples genes, la macro 

heterogeneidad se debe a la complejidad de las celulasas unidas a proteínas, glicoproteínas y 

polisacáridos, síntesis de variantes de un solo producto génico por la infidelidad de la traducción, 

proteólisis y glicosilación variable o interacción con componentes del caldo fermentado (Everleigh 

1987). El complejo celulasa de Trichoderma reesei, por ejemplo, presenta un componente C1 (57 

kDa) que separa las cadenas de celulosa cristalina, una endoglucanasa (≈ 52 kDa), una 

exoglucanasa (≈ 61 kDa) y una beta-glucosidasa (≈ 76 kDa) (WBC, 2014). 

 

2.5.3 Regulación de la síntesis y producción de celulasas 

Las celulasas son producidas por hongos, bacterias, actinomicetos, protozoos, plantas y animales, 

información existente de acuerdo a la base de datos de enzimas activas sobre carbohidratos activos, 

que forman parte de las familias de glucósido hidrolasas (Jayasekara y Ratnayake 2019). La 

producción de celulasas es inducible y la regulación de sintesis está finamente controlada por 

mecanismos de activación y represión. La expresión de celulasas y hemicelulasas está regulado por 

fuentes de carbono. En presencia de D-glucosa la transcripción se reprime, mientras que con 

celulosa la transcripción es fuertemente inducida. Las celulasas pueden co-inducirse con mono y 
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disacáridos (Suto y Tomita 2001). En T. reesei, la producción de celulasas se induce con celulosa, 

y se reprime con mono y disacáridos fácilmente asimilables. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La soforosa (disacárido) induce la síntesis de enzimas celulolíticas mediante acción de trans-

glicosilación de la β-glucosidasa expresada basalmente. La celobiosa, lactona δ-celobiosa-1, 5 y 

otros productos oxidados de la hidrolisis de la celulosa también pueden actuar como inductores de 

celulosas (Bhat y Bhat, 1997, Sukumaran et al. 2005). Por otro lado, la glucosa actua como represor 

de la expresión de celulasas en Trichoderma y Aspergillus (Hou et al. 2007).  

 

Los hongos filamentosos son las principales fuentes de celulasas y hemicelulasas. Cepas mutantes 

y tipos salvajes de Trichoderma sp. (T. viridae, T. reesei, T. longibranhiatum) fueron considerados 

como los productores potenciales de celulasas (Balat et al. 2008). En general la producción de 

celulasas se realiza por fermentación sumergida. Sin embargo, en la naturaleza, el crecimiento de 
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Figura 5: Mecanismo de hidrólisis de la celulosa 
  

Fuente: Nidtzky y Steiner, (1993). 
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estos hongos, ocurre adheridos en superficies de celulosa, que se asemejan a fermentaciones de 

estado sólido. Sin embargo, una mejor supervisión y manejo de producción de celulasas aún está 

asociado con la fermentación sumergida (Sukumaran et al. 2005). Los sistemas de celulasa no 

complejados de hongos o bacterias tienen componentes del sistema de celulasa libres y en su 

mayoría son secretados. Los ejemplos típicos incluyen el sistema de celulasa de T. reesei, que 

produce dos exoglucanasas y aproximadamente ocho endoglucanasas y siete β-glucosidasas. Los 

sistemas complejos (celulosomas) corresponden a bacterias nativas anaeróbicas. Las celulosomas 

son protuberancias de la pared celular del organismo el cual alberga enzimas complejas. En 

Clostridia, el celulosoma consiste de una proteína no catalítica (cipA) el cual difiere de los módulos 

catalíticos responsables de actividades exo y endoglucanasa. La composición individual de las 

celulosomas varía con respecto al organismo (Sukumaran et al. 2005; Mathew et al. 2008). 

 

2.5.4 Mejoramiento de la producción de celulasas  

La viabilidad de uso industrial de celulasas, sugiere inevitablemente la mejora de producción de 

celulasas, para el cual se requiere la aplicación de la ingeniería de las celulasas para mejorar el 

rendimiento de producción y sus propiedades catalíticas para usos industriales robustos (Singh et 

al. 2017). Los hongos filamentosos secretan de forma nativa varias celulasas cuando crecen en 

desechos de lignocelulosas. Sin embargo, se puede mejorar la expresión de estas enzimas o reducir 

cuando sea necesario por varios métodos, siendo uno de ellos, mediante mutagénesis aleatoria, 

considerado como un enfoque clásico, un ejemplo es el T. reesei RUT - C30 es resultado de 30 

ciclos de mutación (Peterson y Nevaleinen, 2012). La mayoría de las cepas fúngicas empleadas 

para la producción comercial de celulasas son cepas mutantes robustas, y muy pocas están 

modificadas genéticamente. La mutagénesis en sitios dirigidos o de combinación, también se han 

utilizado para obtener enzimas específicas para aplicaciones industriales (Dalby, 2007). Durante 

los últimos 20 años, se ha utilizado Penicillium oxalicummutant (JU-A10-T) para producir 

celulasas a escala industrial en China (Liu et al. 2013a). 

 

La ingeniería genética una de las herramientas más populares, ha permitido combinar múltiples 

rasgos deseables en un solo organismo. Puede utilizarse para diseñar microbios para la producción 

de metabolitos de mucha importancia, que pueden variar desde proteínas simples hasta proteínas 

terapéuticas altamente específicas. Sin embargo, puede que no sea tan simple como parece debido 
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a la complejidad inherente de los propios organismos o los metabolitos necesarios para ser 

expresados. La información más importante que se requiere es la composición genética de los 

organismos. El conocimiento de la secuencia y funciones de todo el genoma facilita la decisión de 

los sitios objetivo para las alteraciones genéticas (Singh et al. 2017). Los hongos filamentosos 

tienen un enorme potencial para ser empleados como hospedadores de ADN recombinante. Pero 

existen desafíos sobre la recombinación no homóloga en hongos. Este problema se resolvió 

mediante la inactivación de los componentes de la ruta de la unión del extremo no homóloga 

(NHEJ) de la reparación del ADN (Guangtao et al. 2009; Steiger et al. 2011). El género Aspergillus 

y la cepa T. reesei se han utilizado como hospedadores para expresar varios genes de origen fúngico 

y no fúngico. La secuenciación del genoma de T. reesei (Martínez et al. 2008) reveló que, a pesar 

de ser el productor de celulasas más conocido; el genoma del hongo contiene menos genes de 

celulasas y hemicelulasas que cualquier otro hongo secuenciado. Por lo tanto, el mecanismo y la 

razón para el alto nivel de secreción aún no se han revelado. Se ha observado que los genes de 

celulasa y hemicelulasa de hongos filamentosos, como del T. reesei están bajo represión de 

catabolitos de carbono mediada por el gen regulador cre1. 

 

2.5.5 Importancia y aplicación de celulasas 

Durante muchas décadas, las celulasas han desempeñado un papel crucial como biocatalizadores, 

tienen aplicación potencial en diferentes industrias: 

 

2.5.5.1 Industria de procesamiento de alimentos  

 

Las celulasas tiene mucha aplicación en distintos sectores de la industria de procesamiento de 

alimentos (Prabhu y Jayadeep, 2015), en combinación con otras enzimas (xilanasas y pectinasas) 

son conocidas como enzimas macerantes, utilizadas para mejorar el rendimiento en la extracción y 

clarificación de jugos de frutas y verduras (Jutururu et al. 2014). Además, tiene otras aplicaciones 

potenciales, así como, en la reducción de la viscosidad de néctares, concentración de purés, 

alteración de las propiedades sensoriales de la fruta, extracción de carotenoides, extracción de 

aceite de oliva, mejora de la calidad de los productos de panadería, de vino y cerveza para mejorar 

su sabor, textura, digestibilidad y valor nutricional (Kumar et al. 2012a; Mendez y Salas, 2001). 

Las celulasas son utilizadas a nivel mundial y mayormente están presentes en los jugos de frutas y 
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verduras, debido a que están constituidos de polisacáridos suspendidos, tales como celulosa, 

hemicelulosa, lignina, pectina, almidón y taninos. La presencia de estos materiales en el zumo lo 

hace de baja calidad y atrae menos demanda de los consumidores. “Rapidase pomaliq” es una 

preparación enzimática, disponible comercialmente compuesta de celulasas, hemicelulasas, y 

pectinasas obtenidas de Trichoderma reesei y Aspergillus niger. La aplicación de este producto en 

la clarificación del jugo de fruta fue beneficiosa para obtener un producto final con características 

de calidad. También se tiene celulasas producidas por Bacillus y Paenibacillus con pectinasas y 

hemicelulasas utilizadas en la clarificación de zumos de frutas y hortalizas (Keerti et al. 2014), que 

también son utilizados en el tratamiento de néctares y purés eficientemente. Parámetros reológicos 

como la viscosidad de estos productos son tratados hasta un nivel comercialmente aceptable. La 

modificación de los parámetros sensoriales de los alimentos con la aplicación de las celulasas es 

altamente recomendada, especialmente en propiedades aromáticas, como sabor, y textura de las 

frutas son propiedades sensoriales que juegan un papel crucial en la biotecnología de alimentos 

(Zhang et al. 2010).  

 

Las celulasas también son utilizadas en la degradación de las cáscaras de uvas para liberar azúcares 

para la industria de vinos. Otra aplicación es en la extracción de compuestos fenólicos de orujo de 

uva; extracción del aceite de oliva procedente de la pasta de olivo para mejorar el rendimiento. El 

uso de celulasas solas o con pectinasas mejoran la extracción, así como la calidad del aceite de 

oliva, provoca mejoras significativas en el contenido fenólico y actividad antioxidante del aceite, 

etc. Las celulasas con otras enzimas como amilasas, proteasas y xilanasa dan como resultado un 

aumento del volumen del pan, mejora la calidad de este producto, producción de miga más suave. 

Un cóctel de enzimas con celulasas, hemicelulasas, amilasas, lipasas y fosfolipasas dan un mejor 

acondicionamiento de la masa y mejora el sabor, vida útil prolongada y aumento de volumen 

después del horneado (Illingworth 1998). Otra aplicación importante de las celulasas es la 

extracción de pigmentos y compuestos naturales de vegetales, así como los carotenoides que tienen 

gran demanda de los consumidores en la elaboración de alimentos coloreados naturalmente, de 

menor toxicidad, y disponibilidad de una amplia gama de colores en la corteza de frutas como 

naranjas, papas nativas, tomates, zanahorias, etc. ricas en carotenoides, siendo colorantes 

alimentarios naturales. Las enzimas utilizadas en el procesamiento de alimentos se comercializan 

como enzimas preparados, que contienen no sólo la enzima deseada, sino también los metabolitos 



18 
 

producidos y varias sustancias añadidas como estabilizantes. Todos estos materiales deben ser 

seguro bajo la guía de buenas prácticas de fabricación (GMP), en el caso de microorganismos 

recombinantes deben ser reconocidos generalmente como seguros (GRAS) en el contexto de las 

regulaciones de la FDA, sobre un número relativamente pequeño de especies de bacterias y hongos, 

principalmente A. oryzae, A. niger, B. subtilis y B. licheniformis (Kumar et al. 2014). Por otro lado, 

la hidrólisis con celulasas, se aplica para mejorar la eficiencia de remojo y absorción homogénea 

de agua por cereales y facilitar la rehidratación de vegetales y sopas secas, mejorar la calidad 

nutritiva de alimentos fermentados, producción de oligosacáridos como ingredientes funcionales 

de alimentos y sustituyentes de alimentos bajos en calorías (Mandels 1985, Béguin y Aubert 1994, 

Bhat y Bhat 1997). 

 

2.5.5.2 Industria de alimentos para animales 

 

Las celulasas se usan en la producción de alimentos para animales para mejorar la digestibilidad 

de los alimentos elaborados a base de cereales y para aumentar el valor nutritivo y mejorar la 

calidad de los forrajes. Existen estudios sobre el uso eficiente de celulasas de Trichoderma como 

aditivos para piensos y lograron mejoras significativas en la relación de conversión del alimento, 

así como la digestibilidad del alimento a base de cereales (Backer y Wicker 1996). La composición 

de los alimentos forrajeros de rumiantes es bastante compleja, esta constituido de celulosa, 

hemicelulosa, pectina y lignina, el uso de celulasas puede mejorar la digestibilidad de estos 

compuestos forrajeros (Boutte et al. 2009, Vasco - Correa 2016). Por lo general, las celulasas de 

Bacillus subtilis se utiliza en esta industria de alimentos. Los alimentos preparados que contienen 

celulasas y hemicelulasas se utilizan para mejorar la producción de leche, aumento de peso, y 

alimentación. Otras aplicaciones en el tratamiento de alimentos para animales es para eliminar los 

factores antinutricionales presentes en los granos y otras sustancias celulósicas. Además, las 

celulasas juegan un papel importante en el aumento de la tasa y grado de digestión de la fibra. Esto 

puede ser usado como un efecto positivo en el aparato digestivo natural de los rumiantes, que 

finalmente se logra mayor disponibilidad de nutrientes absorbibles mediante la mejora de la 

digestibilidad del forraje (Hebeish e Ibrahim 2007). La hidrólisis parcial de moléculas 

lignocelulosicas, también conduce a una mejor emulsificación de los alimentos en el tracto 

digestivo de los animales, que resultan en la mejoría final de la disponibilidad de nutrientes, así 
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mismo las celulasas ayudan al descascarillado de granos de cereales, disminución de la viscosidad 

interna y flexibilidad de materiales para la producción de alimentos (Bhat 2000). 

 

2.5.5.3 Industria textil  

 

La industria textil es una de las industrias más grandes del mundo. La demanda del cliente por la 

moda está aumentando, especialmente por la singularidad en los estilos, colores y 

ropa que usan. Durante los últimos años, hubo un crecimiento significativo en esta industria, como 

consecuencia de la creciente demanda de los clientes; al mismo tiempo se incluyo el uso de 

celulasas para los procesos texttileros, convirtiéndose ahora en el tercer grupo más grande de 

enzimas utilizadas en este sector (Xia y Cen 1999), que ha creado una plataforma de mercado muy 

competitivo para los fabricantes que buscan los enfoques ecológicos para obtener productos con 

un aspecto único. La celulasa es utilizada en el procesamiento textil en húmedo, biostonado de 

tejido, biopulido de fibras textiles, suavizado de prendas y eliminación del exceso de tinte de los 

tejidos. Las celulasas fúngicas de Trichoderma reesei son las enzimas más aplicadas en la industria 

textil. Así también como de actinomicetos de los géneros Streptomyces y Thermobifida y otros 

géneros de bacterias, como Pseudomonas y Sphingomonas, son algunas de las fuentes de enzimas 

que se utilizarán para la decoloración y degradación de los tintes textiles (McMullan et al. 2001). 

El lavado de la tela de algodón con celulasas (biostoning), es una alternativa biotecnológica, frente 

al método convencional, que primeramente es tratado con amilasas para liberar el almidon y luego 

una abrasión con piedra pómez para flexibilizar la tela y seguido con hipoclorito de sodio o 

permanganato de potasio. Estos tratamientos generan muchas desventajas, el uso de grandes 

cantidades de piedras pómez afecta la productividad de las máquinas y mucho esfuerzo mecánico, 

además las sustancias químicas contaminan el medio ambiente y salud de trabajadores.  

 

La aplicación de celulasas microbianas resultó ser una alternativa eficiente para lavado de la 

mezclilla o tela de algodón, fue puesto en operación por primera vez en la década de 1980. El tejido 

de algodón cuando es tratado con celulasas, se hidroliza (rompiendo enlaces β-1,4 glucosídico de 

la celulosa) y rompe pequeñas fibras de la tela, se afloja y se libera el exceso de tinte, resultando 

un aspecto descolorido. Se ha encontrado que la endoglucanasa II ácida de Trichoderma reesei es 

una enzima muy eficiente en la biostonación (Heikinheimo et al. 2000). Las celulasas neutras 

extraídas de Humicola insolens es aplicado comúnmente en este proceso (Maryan et al. 2013). Las 
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ventajas de las celulasas en el bistonado, incluyen alta productividad; menos trabajo, ofrece un 

ambiente más seguro; tratamiento corto y menos desgaste de las máquinas. Actualmente, la tela de 

algodón desgastado (denim) tiene una gran demanda en el mercado textil. Una deventaja es el 

reteñido de la tela (backstaining), pero esto fue superado por las empresas biotecnológicas, han 

logrado la inmovilización de las celulasas en la piedra pómez, resultando más rentable y también 

han observado que las endoglucanasas ácidas provocan una mejor abrasión y menos backstaining 

(teñido de partes o no teñidas por el tiente que sale en el lavado, ejemplo los bolsillos) en 

comparación con endoglucanasas neutra. Por ejemplo, la celulasa producida por Trichoderma 

reesei es más eficiente en la prevención de backstaining en comparación con endoglucanasas 

neutras de H. insolens. 

 

La última tendencia del lavado de biostonos es utilizar una mezcla de enzimas compuesta de 

amilasa, celulasa y lacasa (Cortez et al. 2001). Las amilasas hidrolizan el almidón de la tela y causa 

desencolado, las celulasas hidrolizan las pequeñas fibras de celulosa, y las lacasas (EC 1.10.3.2) 

suele causar decoloración de la tela, esta última enzima tiene un mecanismo, dona o cede electrones 

en la catalisis y de esta manera puede descomponer el índigo en la solución, creando efecto 

decolorante en prendas de tela de algodón (denim). El tinte índigo se convierte, en isatina y ácido 

antranílico, lo que evita el teñido en partes sobre la superficie de la tela. Eventualmente, esto le 

dará una apariencia descolorida completa al tejido (denim). El propósito de usar una mezcla de 

enzimas es mejorar la eficiencia de procesos de lavado de biostonos, al permitir que las tres enzimas 

trabajen juntas y no de forma secuencial. Estudios recientes, han informado que las celulasas 

alcalinas estables en combinación con xilanasas de Thermomonospora sp ofrece una tendencia 

reducida de backstaining (Anish et al. 2007). Sin embargo, los efluentes generados durante el 

lavado de biostono deben ser pretratados al eliminar el material de tinte y los compuestos químicos 

intermedios presentes después de la reacción. De lo contrario, estos tintes podrían contaminar los 

cursos de agua naturales y el suelo. La mayoría de estos residuos de tinte son tóxicos y cancerígenos 

que podrían causar efectos adversos para la salud en humanos y animales.  

 

El biopulido y bioacabado (biopolishing y biofinishing) de las telas se realiza antes, durante o 

después del teñido, lo que aumenta la superioridad de la tela al reducir el vello y la formación de 

partículas de celulosa, ya que materiales fibrosos celulósicos como algodón y lino, siempre pierden 
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su apariencia debido a la formación de pelusas en la superficie de la tela (Anish et al. 2007). Las 

pelusas ocurren por las fibras cortas de celulosa que sobresalen de la superficie de la tela y a veces 

se adhieren ligeramente a la tela formando bolas (pilling) de pelusas que le da un aspecto poco 

atractivo a la tela. Esto se llama pilling.  El proceso de biopolishing apunta básicamente a eliminar 

microfibrillas de algodón, realza la apariencia de la tela, le da sensación de suavidad a la mano y 

aspecto brillante.  Además, mejora la hidrofilicidad y la absorbancia de la humedad por el tejido 

(Anish et al. 2007). Las celulasas ácidas producidas por T. reesei y Aspergillus niger es 

enormemente eficaz en el proceso biopolishing, es ecológico, porque las enzimas utilizadas son 

fácilmente biodegradables y no tóxico. También el lavado repetido de las prendas de algodón lo 

hacen esponjoso y sin brillo, debido a las microfibrillas en la superficie de la tela, mediante 

tratamientos con celulasas (biofino) es posible eliminar estas fibrillas y devolver la superficie lisa 

y el color original a la tela. Además, permite eliminar manchas de suciedad atrapadas en la red de 

fibra de algodón (Sreenath et al. 1996, Hebeish e Ibrahim 2007).  

 

El tratamiento de bioscouring que consiste en eliminar el material no celulósico de la superficie del 

algodón. Este bioproceso se hace con celulasas únicas o combinado con pectinasas, estas digieren 

la pectina presente entre las fibras de celulosa, de esta manera se elimina la interacción intacta entre 

la cutícula y el cuerpo principal de la fibra de celulosa. Esto ayuda a degradar la celulosa primaria 

de la pared de la fibra, dando como resultado final la destrucción de la cutícula (Ibrahim et al. 

2011). Esta reacción mejora la suavidad de la tela. La biocarbonización y lavado de lana es otro 

tratamiento biológico para limpiar la tela de la celulosa o impurezas vegetativas con ayuda de 

enzimas. Cuando se usa algodón puro o mezcla de algodón para la fabricación de telas, algunos 

restos de material celulósico no deseado aún pueden permanecer en la fabricación, generando un 

acabado imperfecto y una menor calidad de la tela. Los primeros métodos de carbonización 

implicaban el uso de ácido sulfúrico. Era caro, y corrosivo, inseguro y peligroso. Por lo que la 

carbonización enzimática es una alternativa ecológica prometedora. Este método es adecuado para 

la eliminación de impurezas celulósicas de las telas, que causa menos efecto en el color y suavidad 

de la tela. La eliminación de impurezas vegetativas de las superficies de lana cruda utilizando 

celulasas se denominan raspado de lana (Mojsov 2011).  
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2.5.5.4 Industria de pulpa y papel 

 

Es uno de los sectores industriales más grandes a nivel mundial. Según la WWF (2018), la industria 

de la celulosa y papel, que incluye productos como papel de oficina y catálogos, papel satinado, 

papel tisú y papel de envases, utiliza más del 40% de toda la madera industrial comercializada en 

el mundo (Shah 2013). Las últimas estadísticas revelan que China, Estados Unidos, y Japón son 

los mayores productores de papel, producen la mitad de la fabricación total de papel del mundo. 

Sin embargo, Alemania y los Estados Unidos son los principales productores de papel periódico y 

a la vez son importadores y exportadores (WWF 2018). La pulpa y los papeles son recursos 

renovables, pueden ser reciclados y reutilizados, para este propósito es posible utilizar celulasas 

microbianas para el destintado, pulpeado, biorremediación de la industria, reutilización de 

deshechos, blanqueamiento y mejora de la fibra. Durante las últimas décadas el interés de 

aplicación de celulasas en la industria de pulpa y papel ha aumentado considerablemente (Mai et 

al. 2004). El despulpado mecánico en la fabricación de pasta de madera, tuvo muchos 

inconvenientes en la refinación y esmerilado, que resultaba pulpas con alta cantidades de finos y 

muy rígido.  Además, el proceso consumía mucha energía y no era una opción rentable para la 

industria. Sin embargo, el biopulpeo (biopulping) utilizando celulasas, resultó una forma ecológica 

y de ahorro de energía (Statista 2018) en torno al 20% - 40% (Singh et al. 2017, Akhtar 1994, Bath 

2000). En el proceso de refinación, se genera pequeñas partículas de pulpas, los cuales reducen la 

tasa de drenaje en la fabricación del papel. Estas partículas pueden degradarse fácilmente con las 

celulasas y aumenta la capacidad de drenaje de la pulpa. 

  

Mezclas de celulasas (endoglucanasas I y II) y hemicelulasas, también se han utilizado para la bio-

modificación de la pulpa gruesa y mejorar las propiedades de la fibra. La fabricación de pasta 

biológica tiene el potencial de mejorar la calidad de la pulpa y propiedades del papel al tiempo que 

reduce los costos de energía y el impacto ambiental (Sharma et al. 2016). El destintado tradicional 

de papel, requiere el uso de grandes cantidades de productos químicos, métodos caros y 

perjudiciales para el medio ambiente por la liberación de contaminantes (Zhang et al. 2013). En 

consecuencia, el bio-destintado que consiste en los usos de celulasas únicas, o en combinación con 

xilanasas evita el uso de álcalis durante el proceso y el amarilleo del papel, también son 

beneficiosos para el destintado de diferentes tipos de residuos de papel. El hidrolizado parcial de 

moléculas de carbohidratos permite la liberación de tinta de la superficie de la fibra, esto se hace 
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con celulasas solas o mezcladas con hemicelulasas. Las ventajas del destintado enzimático 

permiten un acabado con un aspecto limpio del papel, brillo mejorado y se reduce la contaminación 

ambiental. La biomodificación y biocaracterización de fibras de papel en esta industria, resulta 

satisfactorio con la aplicación de mezclas de celulasas y hemicelulasas. Mejora la operación de 

batido, la capacidad de manejo y drenaje de la pulpa de papel durante el proceso de fabricación. 

Las modificaciones de las propiedades de la fibra también se logran con el uso de celulasas (Statista 

2018). Además, el hidrolizado enzimático de la fibra facilita la caracterización, mediante diversas 

técnicas, como por microscopía electrónica de escaner (SEM) y HPLC (Breen y Singleton 1999). 

 

2.5.5.5 Biocombustibles 

 

Los combustibles fósiles son las principales fuentes de energía, presentan la mayor demanda de 

consumo, no son recursos renovables, el agotamiento de sus depósitos naturales es inevitable y nos 

encontramos en la era de la energía limitada y costosa, junto a sus efectos adversos sobre el medio 

ambiente, como el calentamiento global causado por las emisiones de dióxido de carbono y los 

problemas posteriores del cambio climático (Jayasekara y Ratnayake 2019). Una alternativa a los 

combustibles fósiles son los biocombustibles, que vienen ganando interés actualmente, y esta 

focalizado en la producción de bioetanol utilizando microorganismos celulolíticos y levaduras 

fermentativas utilizando celulosa como sustrato. El bioetanol es una forma de energía renovable, 

puede ser producido como bioetanol de segunda generación a partir de biomasa lignocelulósica 

(rastrojos agrícolas o residuos agroindustriales). El rendimiento de la lignocelulosa puede alcanzar 

aproximadamente 200 mil millones de toneladas métricas en todo el mundo por año (Sindhu et al. 

2016). La biomasa lignocelulósica no crea ningúna inseguridad alimentaria, porque no es utilizado 

como un alimento para humanos después de la cosecha. Antes de la fermentación alcohólica, la 

biomasa agrícola es sometido a un tratamiento térmico, seguido por un catalizador lignocelulolítico 

para liberar los azúcares fermentables del sustrato celulósico, el cual contiene aproximadamente 

40 a 50% de celulosa (polímero de glucosa); 25–35% de hemicelulosa, un heteropolímero de 

azúcar; 15-20% de lignina, etc. (Jayasekara y Ratnayake 2019).  

 

 

2.5.5.6 Lavandería y detergentes 
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La aplicación de enzimas en la fabricación de agentes de lavado enzimáticos o los detergentes 

biológicos se remontan a la década de 1960. Hoy en día el uso de enzimas en fórmulas de 

detergentes es una práctica común. Según informes del mercado, en el año 2014, la industria de 

detergentes era el mercado único más grande para enzimas con alrededor del 25-30% del total de 

ventas (Zhang et al. 2013). En el año 2017, se reportó que el mercado global de detergentes para 

ropas estaba valorado en 133.300 millones de dólares en 2016. Las últimas tendencias de la 

industria de detergentes es utilizar enzimas alcalinas en grandes cantidades. Por ejemplo, proteasas, 

celulasas, α-amilasas, lipasas y mananasas, los cuales son usados ampliamente en la lavandería 

pesada y detergentes para lavavajillas automáticos. Las enzimas tienen una gran capacidad para 

eliminar las manchas, siendo el objetivo principal de producirlas y usarlas en la fabricación de 

detergentes. Las celulasas están disponibles en el mercado en diferentes marcas. Por ejemplo, 

Celluzyme® y Carezyme® son dos marcas principales aplicadas en mezclas de detergentes, que 

son aplicados principalmente en el lavado de tejidos de algodón y mezclas con algodón. Estos 

detergentes a la vez hacen modificaciones de la fibra en la tela, mejoran el brillo del color, la 

suavidad y la eliminación de partículas de tierra. Las celulasas son producidas por muchas especies 

de hongos Trichoderma sp. y Bacillus sp.  que han sido ampliamente estudiados actualmente 

(Jayasekara y Ratnayake 2019). 

 

Las celulasas alcalinas son los aditivos más adecuados para los detergentes convencionales. Se 

debe a su capacidad de eliminar partículas de tierra y suciedad de los espacios interfibrilares de la 

tela. También eliminan las fibras de celulosa o agregados de celulosa unidos al tejido, permitiendo 

un mejor acabado en brillo y suavidad de la tela (Breen y Singleton 1999). Innovaciones recientes 

utilizan combinaciones de enzimas en detergentes. Las celulasas pueden estar mezcladas con otras 

enzimas como proteasas y lipasas, con lo cual se aumenta la eficiencia en la limpieza de manchas 

y cuidado de las telas. Por ejemplo, SaniZyme® es un detergente líquido de cuatro enzimas que 

contiene lipasa, celulasa, amilasa y proteasa. Este es un detergente enzimático bacteriostático para 

la eliminación de sangre, proteínas, mucosas, grasas, lípidos y carbohidratos de todo tipo de 

equipos endoscópicos e instrumentos quirúrgicos. Otro ejemplo es Getinge Clean MIS Detergent®, 

que también es una formulación que incluye proteasa, lipasa, amilasa y celulasa, tensioactivos, 

agentes secuestrantes e inhibidores de corrosión (pH = 8 en dilución), está diseñado 
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específicamente para limpiar instrumentación compleja, mínimamente invasiva (Jayasekara y 

Ratnayake 2019). 

 

2.5.5.7 Agricultura 

 

La aplicación de celulasas en la agricultura generalmente tiene mejoras en el crecimiento del 

cultivo y actua como un agente de control de enfermedades de las plantas. Para estos propósitos, 

se aplican ampliamente, combinaciones de celulasas, hemicelulasas y pectinasas. Algunas 

celulasas de hongos tienen la capacidad de degradar la pared celular de los patógenos de plantas. 

También existen informes detallados sobre la aplicación de bacterias, como las rizobacterias que 

promueven el crecimiento de las plantas (PGPR) y mejoran su rendimiento (Jayasekara y 

Ratnayake 2019). Las bacterias juegan un papel importante en la reducción de uso de fertilizantes 

químicos, incrementan el desarrollo de las plantas y el control de posibles ataques de patógenos y 

protección de enfermedades. También, muchos hongos como Trichoderma sp., Geocladium sp., 

Chaetomium sp. y Penicillium sp. pueden mejorar la germinación de semillas, ayudan a un rápido 

crecimiento de la planta, aceleran la floración, mejoran el sistema de raíces y aumentan el 

rendimiento del cultivo. Sin embargo, los mecanismos exactos detrás de estas reacciones aún no se 

entienden claramente esta área necesita más investigación, sobre la caracterización y mejoras en 

las aplicaciones de celulasas microbianas en este campo (Jayasekara y Ratnayake 2019).  En 

prácticas agrícolas tradicionales, en países como Sri Lanka, los agricultores solían agregar paja y 

hojas de Gliricidia como materiales celulósicos en sus campos y observaron que la incorporación 

de este tipo de material vegetal mejoró y aumentó la calidad del suelo, posiblemente se debe a que 

los microorganismos celulolíticos tienen la capacidad de producir celulasa y enzimas relacionadas 

y tienen participación directa en reacciones hidrolíticas del material lignocelulósico. Algunos 

informes, sostienen posibles sinergias entre la producción de celulasas y antibiótico bacteriano 

contra hongos patógenos de plantas. Reportes evidencian que los microorganismos celulolíticos 

participan en muchos procesos, como en la descomposición del suelo rizosférico y aumentan la 

disponibilidad de nutrientes para las plantas, controlan la presencia de patógenos de la planta, 

facilitan la colonización de raíces y penetración de cultivos de cereales mejorando los rendimientos 

y contenido de nutrientes (Jayasekara y Ratnayake 2019). 
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2.5.6 Mercado mundial de celulasas  

De acuerdo a estudios de proyección estadística, se espera que el mercado de enzimas industriales 

crezca a una tasa compuesta anual de 6.83% durante el período de pronóstico del 2019-2024 

(Bussines waire 2019). Los factores que promueven el mercado son las crecientes aplicaciones de 

enzimas para la obtención de productos especializados y las estrictas normas ambientales que 

limitan el uso de productos químicos. Las enzimas industriales de las carbohidrasas dominaron el 

mercado en 2017 y se espera que crezcan durante el período de pronóstico, debido a su uso 

creciente en alimentos y bebidas. América del norte ha liderado el mercado global de celulasas más 

alto en el 2017, la mayor aplicación es en la producción de biocombustibles, en EE.UU se 

incremento en la producción de butano de 1.891 trillones a 2.332 trillones de US$ desde el 2013 al 

2017 con un incremento de la tasa compuesta de crecimiento anual (CAGR) de 5.4% (Coherent 

Market Insigth) (CMI) (2018); y de acuerdo a los registros estadísticos del (IBEF= Indian Brand 

Equity Fundation) el mercado textil de la India se incremento de US$ 99 billones al 2014 a US$ 

137 billones al 2016 con CAGR 17,6% (CMI, 2018). El procesamiento de alimentos domina el 

mercado de enzimas industriales con una participación total de ~ 37%. Este es el segmento de 

aplicaciones de más rápido crecimiento, respaldado principalmente por la creciente población 

mundial y su creciente poder adquisitivo. La concientización de los consumidores sobre la salud, 

también es otro factor para la creciente demanda de la gente por la calidad alimentaria, 

procesamiento y producción segura y valor nutricional mejorada (Bussines waire 2019).  

 

La creciente demanda de alimentos de calidad y sabor natural, según las tendencias actuales, 

impulsaron a la utilización de enzimas industriales (amilasas, celulasas, xilanasas, pectinasas, 

proteasas, lipasas, glucosiltransferasas, arabinanasas, poligalacturonasas, quimosina y las beta-

glucanasass, entre otras), se han convertido en los ingredientes esenciales de la industria 

alimentaria (Bussines waire 2019). Las aplicaciones de enzimas industriales para la modificación 

de grasas, proteínas, almidones y edulcorantes, han contribuido a las innovaciones tecnológicas de 

la industria alimentaria e impulsando el mercado de enzimas. El mercado de norte América, alcanzó 

la mayor participación con el 36% del mercado mundial en el 2017 (Bussines waire 2019, CMI 

2018). La mayor aplicación de enzimas en las industrias de los Estados Unidos, correlaciona con 

la generación de tecnologías ecológicas, compatibles con el medio ambiente, mayor productividad 
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y calidad del producto, lo que conduce a un mayor crecimiento de la investigación científica y 

desarrollo tecnológico utilizando enzimas (CMI 2018).  

 

Uno de los principales factores que impulsan el crecimiento de las enzimas industriales en el 

mercado de los Estados Unidos es el uso creciente de enzimas en la industria de alimentos y 

bebidas. Según la mayoría de los informes de investigación de mercado de enzimas publicados en 

2018, alimentos y bebidas, industria textil, alimentos para animales y biocombustibles, fue 

informado como las principales áreas de aplicaciones de las celulasas. Otro reporte de investigación 

sobre el mercado global de celulasas (CAS 9012-54-8) publicado en el 2018, Asia-Pacífico es el 

mayor consumidor de celulasa, con un ingreso de cuota de mercado de cerca del 32.84% en el 

2016. En la Figura 6, se muestra los rubros de mayor demanada de celulasas. Este mismo informe 

pronostica que las aplicaciones de celulasas alcanzarán los 2300 millones de dólares a finales de 

2025, creciendo a una tasa anual compuesta (CAGR) del 5,5% durante el período 2018-2025. Estos 

datos sugieren que la aplicación de celulasas en las industrias está aumentando drásticamente cada 

año (CMI 2018). Novozymes y DuPont de Dinamarca son las empresas productoras clave de 

enzimas celulasas, son las que mayormente suministran estas enzimas al mercado global para 

aplicaciones industriales (Busines - Waire 2019). 

Figura 6: Demanda industrial de celulasas en el mercado Asía – Pacífico 2016  

 

Fuente: Bussines - Waire (2019). 
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Las celulasas son actualmente la tercera enzima industrial más grande por volumen de dólares. La 

demanda de celulasas está aumentando debido a sus diversas aplicaciones en la industria (Wilson 

2009). Varias empresas están involucradas en la producción de celulasa para las industrias de 

textiles, detergentes, pulpa y papel, una de ellas es Novozymes, también tiene una amplia gama de 

preparaciones de celulasas comerciales con aplicaciones específicas, como Cellulusoft AP y 

Cellulusoft CR para bioblasting en fábricas textiles, Carezyme y Celluclean para lavandería en 

detergentes y Denimax para la industria del lavado a la piedra (Singhania et al. 2010). Aunque la 

mayoría de las empresas productoras de enzimas en todo el mundo están involucradas en la 

producción y comercialización de celulasas para diversas aplicaciones, muy pocas de ellas 

desarrollan celulasa para la conversión de biomasa vegetal (Singhania et al. 2010, Sarrouh et al. 

2012). 

 

 XILANASAS Y PROPIEDADES BIOQUIMICAS  

 

Las xilanasas son sistemas complejos de enzimas xilanolíticas que incluyen endoxilanasa, β- 

xilosidasa, α- glucuronidasa, α- arabinofuranosidasa y acetilxilan estearasa (Juturu y Wu 2012). 

Son un grupo de enzimas hidrolasas glucosidos, que degradan los polizacaridos de xilano lineal en 

xilosa catalizando la hidrólisis de los enlaces xilosídicos β - 1, 4. Las xilanasas han sido clasificados 

en al menos en tres formas, basado en su masa molecular y punto isoeléctrico (Wong et al. 1988), 

estructura cristalina (Jeffries 1996) y las propiedades cinéticas o la especificidad del sustrato y 

perfil del producto (Motta et al. 2013).  

 

Generalmente, los hongos filamentosos producen una multiplicidad de β-xilosidasas. La 

multiplicidad de xilanasas es explicado por la naturaleza heterogénea del polímero de xilano. Estas 

enzimas exhiben una diversidad de propiedades fisicoquímicas, estructuras, actividades específicas 

y rendimientos (Wong et al. 1988, Wu y Lee 1997, Yang et al. 2006, Sánchez 2009). Las xilanasas 

microbianas son proteínas de una sola subunidad con masas moleculares desde 8-145 kDa. La 

actividad óptima de la endoxilanasa es de 40 a 60°C (Kulkarni et al. 1999, Knob et al. 2010). Las 

xilanasas fúngicas son menos termoestables que las xilanasas bacterianas. El hongo mesófilo 

Ceratocystis paradoxa, produce xilanasas termoestables, capaces de soportar 80°C durante 1 hora. 

Las xilanasas de diferentes organismos suelen ser estables en un amplio rango de pH (3-10) con un 
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rango óptimo de 4-7. Los puntos isoeléctricos de las endoxilanasas de diversas fuentes oscilan entre 

3 y 10 (Kulkarni et al. 1999). La mayoría de las xilanasas fúngicas exhiben puntos isoeléctricos en 

el rango de 4-5; las xilanasas de Talaromyces emersonni tiene un pI inusual de 8.9 (Knob et al. 

2010). En general, las bacterias producen dos xilanasas; uno ácido de alta masa molecular y otro 

básico de baja masa molecular. La composición de aminoácidos de las xilanasas de diversas 

fuentes, indican predominantemente ácido aspártico, ácido glutámico, glicina, serina y treonina 

(Kulkarni et al. 1999).  La aparición de enzimas glicosiladas es común entre muchas xilanasas 

eucariotas. Los grupos de carbohidratos están unidos covalentemente a proteínas. La glicosilación 

está implicada en promover la estabilidad de las xilanasas contra ambientes extremos (Kulkarni et 

al. 1999, Knob et al. 2010). El contenido de carbohidratos de la mayoría de xilanasas se estima en 

un 10-30%. El mayor contenido se ha verificado en Aspergillus versicolor (47%), Paecilomyces 

thermophila (61.5%) y Aspergillus phoenicis (43.5%) (Kulkarni et al. 1999). 

 

2.6.1 Regulacion de la sintesis de xilanasas 

Se ha demostrado que la producción de xilanasa por diversas bacterias y hongos es inducible 

(Kulkarni et al. 1999). Se han informado casos raros de xilanasas constitutivas. La regulación de 

la síntesis de xilanasas es un fenómeno complejo y depende del inductor individual. Los 

componentes del sustrato a menudo pueden influir en la inducción de xilanasas; también pueden 

actuar como inhibidores del producto final, posiblemente en concentraciones mucho más altas 

(Kulkarni et al. 1999, Knob et al. 2010). En la Figura 7, se muestra un modelo hipotético de 

biosintesis de xilanasas, se deduce previamente que las xilanasas constitutivas hidrolizan el xilano 

a xilooligosacáridos y xilobiosa y son absorbidos por la célula e inducen otros genes de xilanasa. 

Las L-xilosidasas, pueden producirse de manera constitutiva y/o inducible, convierten la xilobiosa 

en xilosa y posteriormente pueden transglicosilarlo a XylB1-2Xyl y GlcB1-2Xyl. Estos productos 

son absorbidos por la célula y actúan como inductores de genes para la codificación de enzimas 

xilanolíticas (Thomson 1993). Los oligosacáridos son transportados a la célula con la ayuda de β-

xilosidasas permeasas, donde desencadenan síntesis de endoxilanasas (Shallom y Shoham 2003, 

Polizeli et al. 2005). La actividad de permeasas en células inducidas, se ve disminuida en presencia 

de glucosa (Polizeli et al. 2005). Esta represión de catabolitos está mediada por el represor CreA 

(entidades catabólicas reprimibles A). La regulación está mediada por el activador transcripcional 

XlnR. X1nR regula el número de genes implicados en la degradación de xilano, como los que 
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codifican para β-xilosidasa, α-glucororonidasa, xilanasa, arabinoxilano arabinofuranohidrolasa y 

D-xilosa reductasa (Knob et al. 2010). La detección y análisis funcional de los genes de xilanasa 

de A. niger y A. tubigensis condujeron al descubrimiento de una secuencia triplicada que parece 

controlar la inducción enzimática.  

 

 

Figura 7:  Regulación de la sintesis de xilanasa (Modelo hipotético) 

Fuente: Thomson (1993). 

 

 

2.6.2 Fuente de xilanasas  

Las xilanasas se producen principalmente por microorganismos. Las hemicelulasas se han 

producido a partir de una serie de microorganismos que incluyen bacterias, levaduras y hongos 

filamentosos, tales como Trichoderma, Bacillus, Cryptococcus, Aspergillus, Penicillium. 

Aureobasidium, Fusarium, Chaetomium, Phanerochaete, Rhizomucor, Humicola, Talaromyces y 

muchos otros. Estos hongos producen enzimas extracelulares con una amplia gama de actividades. 

Varios sustratos como el rastrojo de maíz (Kumar et al. 2009), salvado de trigo, mazorcas de maíz, 
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salvado de lentejas y cáscaras de maní (Kang et al. 2004) se han utilizado en procesos de 

fermentación sumergida y en estado sólido para la producción de xilanasas. Naturalmente, las 

xilanasas degradan las paredes celulares de las plantas junto con otras enzimas. En la germinación 

de algunas semillas (ejemplo, el malteado de cebada) digieren el xilano. Las xilanasas también se 

pueden encontrar en algas marinas, protozoos, crustáceos, insectos, caracoles y semillas de plantas 

terrestres (Kang et al. 2004). Los hongos filamentosos son las fuentes más importantes de 

xilanasas, comparado a las levaduras y bacterias. Las xilanasas producidas por bacterias tienen 

niveles bajos de actividad hidrolítica, (Knob et al. 2010).  

 

2.6.3 Producción de xilanasas y factores que afectan el rendimiento de xilanasas 

Los factores básicos para la producción eficiente de xilanasas dependen del sustrato inductor 

apropiado y la composición óptima de nutrientes. Bandikari et al. (2014) utilizaron agro - residuos 

no tratado y pretratado para la producción de xilanasas los sustratos pretratados combinados con 

las cáscaras de frutas, mejoraron la producción de xilanasas por FES, el uso de sustratos con una 

composición adecuada de fuentes de carbono, para reducir los costos de producción de xilanasa 

son alternativas alentadoras. La producción de sistemas de xilanasa libres de celulasas es de gran 

importancia en la industria de la pulpa y de papel. Las xilanasas libres de celulasas implica la 

eliminación selectiva de xilano de las pastas disueltas que aseguran un daño mínimo a las fibras de 

pulpa, generan pulpa de disolución o calidad superior y minimizan el uso de sustancias químicas, 

disminuyendo así la cantidad de desechos liberados durante los procesos de blanqueo (Coman y 

Bahrim 2011). Los hongos filamentosos son capaces de sexcretar grandes cantidades de xilanasas 

extracelulares. Sin embargo, las xilanasas fúngicas generalmente se asocian con celulasas 

(Kulkarni et al. 1999). La producción selectiva de xilanasa es posible en el caso de las especies de 

Trichoderma y Aspergillus que usan solo xilano como fuente de carbono. Algunas cepas fúngicas, 

cuando utilizan celulosa como fuente de carbono, producen celulasas como xilanasa, que pueden 

deberse a trazas de hemicelulosa presentes en los sustratos celulósicos (Biely 1993). Los 

mecanismos que gobiernan la formación de enzimas extracelulares en relación a las fuentes de 

carbono presentes en el medio están influenciados por la disponibilidad de precursores para la 

síntesis de proteínas (Biely 1993). Medios de cultivo con sustratos celulósicos esenciales, 

permitieron máxima producción de xilanasa por Clostridium stercorarium (Berenger et al. 1985), 
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Thermomonospora curvata (Stutzenberger y Bodine 1992) y Neurospora crassa (Deshpande et al. 

1986, Kulkarni et al. 1999, Gírio et al. 2010). 

 

El rendimiento de producción de xilanasas por fermentación depende de algunos factores. La 

composición química del suatrato y los parámetros físicos son importantes durante la fermentación 

en FES (Gomes et al. 2016). La utilización de sustratos heterogéneos complejos, promueve un 

efecto combinado sobre el nivel de expresión de xilanasas. Los efectos se manifiestan através de 

la accesibilidad del sustrato, la velocidad y la cantidad de liberación de los xilo-oligosacáridos, que 

actúa como fuente de carbono e inhibidores de la síntesis de xilanasas en muchos casos (Gomes et 

al. 2016). 

 

2.6.4 Aplicación de xilanasas  

Las xilanasa de diversos grupos de microorganismos han incrementado el interés en las últimas 

décadas, por su enorme potencial biotecnológico en una amplia variedad de procesos industriales 

(Linares-Pasten et al. 2018). Las xilanasas han sido aplicadoa en la sacarificación (prepración de 

azúcar fermentecible) de material lignocelulósico (Basit et al. 2018a), alimentos para animales 

(como aditivos) (Ndou et al. 2015), blanqueado de pulpa de madera libre de cloro (Thomas et al. 

2015), y sacarificación de granos para cervecería (Amor et al. 2015). Adicionalmente, la 

producción de xilooligosacaridos (XOSs) como prebióticos usando xilanasas a cobrado interés 

(Morgan et al. 2017, Linares-Pasten et al. 2018, Nordberg - Karlsson et al. 2018). Los XOSs con 

un grado de polimerización entre 2 y 10 unidades de xilosa, demostraron gran efecto prebiotico y 

considerados como ingredientes potenciales para el preparado de alimentos y fármacos (Aachary 

and Prapulla, 2011, Nieto-Domínguez et al. 2017). 

 

Las xilanasas son utilizados en la industria panificadora en combinación con otras enzimas (α-

amilasas, proteasa, glucosa oxidasas). Las xilanasas hidrolizan las hemicelulosas de la harina de 

trigo, mejoran la redistribución de agua, generan una masa suave, de fácil amasado y moldeado. 

En la cocción del pan las xilanasas retrasan la formación de migas, favorecen el crecimiento de la 

masa, aumentan el volumen, mejoran la textura del pan y extendien la vida útil (Comacho y Aguilar 

2003, Polizeli et al. 2005). En la fabricación de galletas, se recomienda el uso de xilanasas, para 
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que las galletas cremosas sean más livianas y mejoren la textura, palatabilidad y uniformidad de 

las obleas (Beg et al. 2001, Polizeli et al. 2005).  

 

En la producción de jugos de frutas y vegetales el uso de xilanasas, junto con celulasas, amilasas y 

pectinasas mejoran el rendimiento de producción de jugos, estabilizan la pulpa de fruta, favorecen 

la conservación de aromas, aceites esenciales y colorantes naturales, ayudan a reducir la viscosidad 

de pulpas, hidrolizan sustancias que pueden causar turbidez en el concentrado (Wong et al. 1988, 

Polizeli et al. 2005). Las xilanasas, también son utilizadas en la preparación de dextranos utilizados 

como espesantes de alimentos. Además, la xilanasa en combinación con la endoglucanasa participa 

en la hidrólisis de arabinoxilano y almidón, que ayudan a separar el gluten de la harina de trigo 

(Polizeli et al. 2005). Las combinaciones de celulasas y xilanasas se usan en la hidrólisis parcial de 

alimentos para animales para mejorar la calidad del ensilado y la alimentación verde (Muthezhilan 

et al. 2007). Las xilanasas también se pueden usar para preparar materiales para la investigación 

científica. Las xilanasas bien caracterizadas pueden ser útiles para la caracterización de 

polisacáridos y paredes de células vegetales (Paës et al. 2012). Las xilanasas seleccionadas pueden 

ser utilizadas para hidrolizar xilololosacáridos ramificados y no ramificados, cortos y largos o 

marcados, que son compuestos modelo utilizados para estudiar los mecanismos de acción de la 

xilanasa. Algunas xilanasas pueden usarse para mejorar la maceración de la pared celular para la 

producción de protoplastos de plantas (Wong et al. 1988, Paës et al. 2012). 

  

2.6.5 Mecanismo de acción de xilanasas 

El mecanismo catalítico de xilanasas es similar a las celulasas, procede en condiciones ácido – 

base, que involucra dos residuos de aminoácidos. El primer residuo se comporta como un 

catalizador general y protona el oxígeno del enlace osídico (Mishra et al. 1984). El segundo 

residuo, actúa como un nucleófilo que, al retener enzimas, interactúa con el oxocarbonio intermedio 

y genera la formación de un ion OH- de la molécula de agua, para promover la inversión de la 

enzima. La reacción con mantenimiento de la configuración implica un comportamiento de paso 

doble, que produce la transferencia de protones y de un átomo de oxígeno en una posición 

ecuatorial en el centro anomérico (Sinnot 1990). Este mecanismo de reacción es similar al de la 

lisozima (Kelly et al. 1979). Las xilanasas exhiben principalmente un proceso de doble 
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desplazamiento que involucra una enzima glicosílica intermedia que se forma e hidroliza a través 

del ion oxocarbonio como estado de transición. 

 

La hidrólisis completa del xilano requiere la acción sinérgica de un sistema xilanolítico (Biely 

1985), conformado por la Endo-β-1,4-xilanasa (E.C.3.2.1.8) y β-D-xilosidasa (E.C.3.2.1.37), 

siendo las responsables de la degradación polimérica. Las xilanasas hidrolizan enlaces interno de 

β(1 → 4) de la cadena carbonada del xilano y liberan diferentes longitudes de xilooligosacáridos 

sustituidos; mientras que las β-xilosidasas son exoglicosidasas que liberan xilooligosacáridos y 

xilosas más pequeños de los extremos no reductores de los xilooligosacáridos. β-xilosidasas, 

realizan mayor actividad hidrolítica sobre los enlcaes glicosídicos y también evitan la inhibición 

por producto de xilanasas, por lo que su participación hidrolítica es muy importante (Jordan y 

Wagschal 2010). Reilly (1981) clasificó tres P-xilosidasas aparentes como "exoxilanasas" porque 

presentaron actividad detectable en xylano, dos de estas enzimas aparentemente carecen de 

actividad transferasa y una de ellas provoca inversión de configuración, características que se han 

utilizado para distinguir entre β-glucosidasas y exoglucanasas (Eriksson y Wood 1985, Wood 

1985). Además, una exoglucanasa de T. viride (Onozuka-celulasa) ha demostrado que hidroliza 

xilano por el extremo de la cadena para producir inicialmente xilobiosa (Shikata y Nisizawa 1975). 

  

 

Figura 8: Sitios de hidrólisis por las enzimas xilanasas en la molécula de xilano. 

Fuente: Pastor et al. (2007). 
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Debido a la heterogeneidad y complejidad del xilano, para la degradación requiere de la acción de 

una gran variedad de enzimas hidrolíticas, que pueden ser clasificadas en dos principales grupos: 

las que actúan sobre el esqueleto de xilosa, y los que remueven las cadenas laterales. La 

degradación de la estructura de xilosa depende de la acción de las xilanasas, que hidrolizan en la 

parte interna del polímero, y las β-xilosidasas, son las que liberan residuos de xilosa a partir de la 

xilobiosa y los xilooligómeros formados (Pastor et al. 2007). La ruptura de la molécula del xilano, 

es catalizado por α-L - arabinofuranosidasas, α-D-glucuronidasas, acetil xilan esterasas, ácido 

ferúlico esterasas y ácido p-cumárico esterasas (Figura 8). Las xilanasas pertenecen a la familia de 

hidrolasas glicosidos (GH) y entre estos se tiene dos grupos. La familia GH10 esta compuesto de 

endo – 1,4- β-xilanasas y 1,3- β-xilanasas (EC 3.2.1.32) (Motta et al. 2013), miembros de esta 

familia son capaces de hidrolizar aril β- glicosidos de xilobiosa y en enlaces aglicónicos de 

xilotriosa. Estas enzimas son altamente activas en xilooligosacaridos cortos o sustratos pequeños 

con sitios de unión. Las familias GH11 estan compuestos únicamente de xilanasas (EC 3.2.1.8) 

considerados como “xilanasas verdaderas”, son exlusivamente activos en sustratos que tienen d-

xilosa. De todas las xilanasas, las endoxilanasas son las más importantes, debido a su directa 

ruptura de los enlaces glucosídicos y liberación de pequeños xilooligosacaridos (Collins et al. 

2005), los hongos filamentosos secretan altas cantidades de xilanasas extracelulares a menudo 

acompañados con enzimas celulolíticas, ejemplo en Trichoderma, Penicillium y Aspergillus (Kohli 

et al. 2001, Polizeli et al. 2005, Wong y Saddler 1992)    

 

 

 β – GLUCOSIDASAS, PROPIEDADES BIOQUÍMICAS Y FUNCIÓN 

Las β-glucosidasas (EC 3.2.1.21), pertenecen a un grupo heterogéneo de enzimas hidrolíticas, que 

degradan los enlaces alquil – aril β-glucósido o enlaces glucosídico β (1-4) de disacáridos y 

oligosacáridos (Lecleric et al. 1987) originando monómeros de glucosa. Las β- glucosidasas, son 

responsables del catabolismo de muchos hidratos de carbono; pueden actuar como endo o 

exoglucanasas, se diferencian por donde inician la hidrólisis del carbohidrato (Sue et al. 2006). Las 

β-glucosidasas también poseen actividad transglucosidasas y pueden generar polisacaridos de 

mayor tamaño. Por su capacidad hidrolítica de compuestos glicosilados, tiene aplicación en las 

industrias de zumos de frutas y derivados, así mismo en la industria de vinos y ayuda a mejorar el 

aroma (Palmeri et al. 2007). Otra aplicación es la industria alcoholera utilizando residuos agrícolas 

(Sue et al. 2006).  
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Las β-glucosidasa al igual que las α- glucosidasas se encuentran distribuidas en el mundo viviente 

(microorganismos, animales, plantas y seres humanos) y cumplen funciones biológicas 

fundamentales y muy diversas, asi como en el catabolismo glucósido, glucolípido en el tejido 

humano, en pigmentos de la pared celular, metabolismo del cianoglucósido y defensa contra 

patógenos en plantas. También se encuentran en el sistema digestivo de insectos (Riseh et al. 2012) 

que se alimentan de vegetales.  Los roles fisiológicos asociados con la β-glucosidasa, son diversos 

y dependen de la ubicación de la enzima en el sistema biológico y tipo en el que se producen. En 

los microorganismos celulolíticos, las β-glucosidasas está implicada en la inducción de las 

celulasas y la hidrólisis de la celulosa (Bisaria y Mishra 1989, Tomme et al. 1995). En las plantas, 

la enzima participa en la síntesis de β-glucano durante el desarrollo de la pared celular, en el 

metabolismo del pigmento, la maduración de la fruta y los mecanismos de defensa (Esen 1993; 

Brozobohaty et al. 1993), mientras que, en humanos y otros mamíferos, BGL está involucrado en 

hidrólisis de glucosil ceramidas 

 

2.7.1 Importancia y aplicación de las β – glucosidasa 

Estas enzimas se usan ampliamente en diversos procesos biotecnológicos (Xin et al. 1993, Bhotast 

et al. 1997). Por sus diversas aplicaciones, su producción y caracterización están cobrando mucha 

importancia en los últimos años. Las β-glucosidasas han ganado importancia en la utilización de 

sustratos a base de celulosa y oligosacáridos para hongos y bacterias en la producción de bioetanol 

como combustible (Esen 1993, Krisch et al. 2010). En la industria del sabor, facilitan la liberación 

de aromas que generan compuestos aromáticos de precursores glucosídicos presente en frutas y 

productos de fermentación (Roitner et al. 1984, Martino et al. 2000). La suplementación de β-

glucosidasa exógena en los bioprocesos no solo aumenta el rendimiento de glucosa, sino también 

de etanol en cierto nivel (Xin et al. 1993).  En la elaboración de vino, las β-glucosidasas 

incrementan la liberación de aromas de la uva, se usan preparados enzimáticos comerciales de 

origen fúngico, principalmente procedentes de Aspergillus spp, estos preparados son utilizados en 

bodegas y poseen actividades exo β-glucanásica, endo-β-1,3-glucanásica, exo-β-1,6-glucanásica y 

actividad β-glucosidásica (Van Rensburg y Pretorius 2000). Estas enzimas pueden liberar los 

terpenos en los vinos. Su eficacia se basa en que no son selectivas y toleran relativamente bien, 

altas concentraciones de etanol, aunque su pH óptimo oscila entre 5 y 6.  
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  FERMENTACIÓN 

La fermentación comprende un sistema complejo de reacciones bioquímicas provocadas por 

catalizadores de microorganismos que pueden estar presentes simultáneamente (Collado – 

Fernandez 2003). En un proceso de fermentación, los microorganismos mantienen sus ciclos de 

vida a través de una gran cantidad de vías metabólicas interrelacionadas/complejas que cubren las 

funciones biosintéticas y de producción de energía (Tamine y Robinson´s 2007). Cada ruta 

metabólica individual consta de muchas reacciones que, a su vez, están reguladas por diferentes 

sistemas enzimáticos y, por lo tanto, es el nivel de síntesis y actividad enzimática que mantiene y 

controla las funciones de la célula microbiana (Stanier et al. 1987). Un mecanismo regulador (o 

retroalimentación) se deriva de compuestos de bajo peso molecular que resultan de la 

descomposición de nutrientes (carbohidratos, proteínas, lípidos y otros constituyentes menores) 

presentes en el medio de crecimiento. La composición de este medio es, por lo tanto, importante 

en relación con la acumulación y división de las células microbianas (Figura 9). 

 

Algunos procesos de fermentación son anaeróbicos, que producen energía, donde los sustratos se 

transforman secuencialmente mediante procesos de reducción-oxidación. No hay un aceptor de 

electrones externo involucrado; es decir, los niveles redox del sustrato y los metabolitos siguen 

siendo los mismos. Las fermentaciones representan una dismutación de las moléculas del sustrato. 

En las fermentaciones se conserva una cantidad relativamente baja de energía: la fermentación de 

un mol de glucosa produce 2–4 moles de ATP dependiendo del tipo de fermentación. En algunas 

fermentaciones de succinato/propionato, la etapa en la que el fumarato se reduce a succinato se 

acopla a la fosforilación oxidativa, en lugar de la fosforilación a nivel de sustrato. En algunos casos, 

la excreción de productos de fermentación da como resultado una fuerza motriz de protones, que 

se explota en la síntesis de ATP facilitada por la membrana. Algunos tipos de fermentaciones en 

las que utilizan CO2 o H2O derivados externamente como aceptores de electrones no representan 

un equilibrio redox completo. Algunos fermentados, también pueden "volcar" equivalentes 

reductores a compuestos externos como nitrato o Fe oxidado como alternativa a la excreción de H2 

(Fenchel et al. 2012). 
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Figura 9: Principales eventos bioquímicos desarrollados por levaduras en una fermentación 

sumergida para producir cerveza.  

 

Fuente: Lewis et al. (2001). 

 

 

Existen diferentes tipos de fermentación resultantes de la acción de la levadura y otros 

microorganismos, como las bacterias del ácido láctico. Durante la fermentación, los nutrientes del 

sustrato se asimilan directamente en nuevos componentes celulares o se usan para generar 

intermedios para este proceso. La generación y la utilización de energía están íntimamente 

vinculadas. Además, conducen a la síntesis y secreción en el mosto de una gran cantidad de 

productos metabólicos menores, muchos de los cuales generan sabores y aromas característicos 

(Lewis et al. 2001). Por lo general, los procesos de fermentación en lote o discontinuos, obedecen 

a un crecimiento y desarrollo metabólico en cuatro fases principales: fase lag o de adaptación del 

microorganismo, fase logarítmica o exponencial de crecimiento constante, fase estacionaria donde 

se mantiene constante la cantidad de biomasa y fase de muerte; conforme crece el microorganismo, 

paralelamente ocurre la disminución del sustrato y formación del producto.  Charalampopoulos et 

al. (2009) señalan que el modelamiento de los procesos de fermentación, así como del acido láctico 

es necesario para predecir el comportamiento del crecimiento y/o la producción de metabolitos. 
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2.8.1 Tipos de fermentación según el medio de cultivo 

 

2.8.1.1 Fermentación sumergida, aspectos generales 

 

Consiste en el crecimiento y desarrollo del microorganismo en suspensión en un medio de cultivo 

líquido, con varios nutrientes disueltos o suspendidos (Aryal 2019). Dependiendo de la 

composición del medio de cultivo y del microorganismo, producen metabolitos intra y 

extracelulares que son liberados al medio líquido fermentado. Las ventajas de este método de 

fermentación son: 

 Corto período de proceso, bajo costo y alto rendimiento. 

 Fácil recogida del producto o metabolito 

 Control del proceso de fermentación no es complejo, en procesos de alta capacidad de 

producción ofrecen control en línea sobre varios parámetros tales como pH, temperatura, OD 

(oxígeno disuelto) y formación de espuma. 

 Puede aplicarse para la producción de muchos metabolitos primarios y secundarios. 

 Facilita la optimización del proceso de fermentación y escalamiento. 

 Tiene aplicación industrial en biorreactores de tanque agitado para la producción de enzimas y 

otros metabolitos 

  Han sido ampliamente investigados y están bien desarrollados   

 No presenta dificultades en la transferencia de masa y eliminación de calor.  

 El medio de cultivo líquido favorece la distribución homogénea de los nutrientes, temperatura, 

pH y un adecuado contacto con los microorganismos.  

 Es versátil presenta cuatro formas principales de cultivo: cultivo discontinuo, cultivo 

discontinuo alimentado, cultivo discontinuo de perfusión y cultivo continuo (Kumar et al. 2017). 

 

La fermentación sumergida a la vez presenta limitaciones, como: 

 Baja productividad volumétrica 

 Relativamente menor concentración del metabolito de interés. 

 Genera grandes volúmenes de efluentes. 

 Requiere de biorreactores debidamente diseñados con dispositivos de agitación mecánica, 

distribuidores de oxígeno, etc. en ocasiones son de configuración compleja (Aryal 2019). 
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 a. Aplicaciones de la fermentación sumergida (FS) 

 

 Es ampliamente utilizado en la producción de diversas enzimas de fuentes bacterianas, debido 

a la exigencia de un mayor potencial de agua (Chahal 1983). 

 También es utilizado en la producción de enzimas de hongos, como el de A. niger (Holker et al. 

2004). 

 Son utilizados en procesos de fermentación con organismos modificados genéticamente.  

 Los sustratos más comunes que son utilizados en este sistema, son azúcares solubles, melazas, 

medios líquidos, jugos de frutas y vegetales, y aguas residuales.  

 Son utilizados para la producción de: antibióticos (Maragkoudakis et al. 2009), pigmentos, 

enzimas (Aguilar et al. 2008, Kokila y Mrudula 2010), agentes hipercolesterolémicos (Xie y 

Tang 2007, Pansuriya y Singhal 2010), antioxidantes (Tafulo et al. 2010), agentes 

antihipertensivos (Nakahara et al. 2010), agentes antitumorales (Ruiz-Sanchez et al. 2010), 

biotensioactivos y péptidos bioactivos (Pritchard et al. 2010).  

 

2.8.1.2 Fermentación en biopelículas, aspectos generales 

 

Las biopelículas son un conjunto de microorganismos, unidos a un superficie sólida y cubierto por 

compuestos poliméricas extracelulares (EPS), y actuan como un consorcio cooperativo 

(McDougald et al. 2012). Las colonias microbianas se forman desde monocapas de células 

individuales dispersas a agrupaciones de características musilaginosas gruesas de dimensiones 

macroscópicas (Wimpenny et al. 2000). El periodo de formación de las biopelículas microbianas 

comprende las siguientes etapas: 

 

 Adhesión de células individuales a una superficie sólida  

 Maduración y formación de microcolonias complejas y  

 Distribución celular de alta movilidad. 

  

El modo de vida en biofilm, es una característica común a la mayoría de los microorganismos en 

hábitats naturales (McDougald et al. 2012). Las biopelículas son ubicuas en casi todas las interfaces 

acuosas, como sólido, liquido o interfaces aire- líquido (Jenkinso y Lapin 2001). El crecimiento 

filamentoso es una característica fundamental y es una característica morfológica importante de A. 
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fumigatus, requerido durante el desarrollo de un aspergilloma (Beauvais et al. 2007; Ramage et al. 

2009, Loussert et al. 2010). El inicio de esta infección crónica involucra la germinación de conidia 

y posterior invación hifal del tejido pulmonar (Filler y Sheppard, 2006). Las esporas de hongos se 

adhieren a superficies compatibles por varios mecanismos, que incluyen interacciones complejas 

de procesos físicos y biológicos. Además, las propiedades físicas del soporte (hidrofobicidad, carga 

electrostática y rugosidad de la superficie) influyen en la adhesión de los microorganismos 

(Cunliffe et al. 1999, Webb et al. 1999, Dufrene 2000, Bigerelle et al. 2002, Beauvais et al. 2007). 

Una clase pequeña de proteínas anfipáticas denominadas hidrofobinas intervinene en la adhesión 

de hongos filamentosos, y recientemente se ha demostrado que juegan un papel en el desarrollo de 

biopelículas de hongos (Kershaw y Talbot 1998, Linder et al. 2005, Armenante et al. 2010, Bruns 

et al. 2010, Pérez et al. 2011). Las hidrofobinas mantienen la adhesión de esporas a superficies 

hidrofóbicas naturales y artificiales, posiblemente generando señales morfogenéticas (Scholtmeijer 

et al. 2001, Wosten 2001, Linder et al. 2005a). Las hidrofobinas, tienen un patrón característico de 

ocho residuos de cisteína, se han reportado en A. fumigatus como responsable de las fuerzas de 

adhesión, tienen una fuerza de 2858 ± 1010 pN durante la adhesión de esporas a las superficies 

(Dague et al. 2008, Dupres et al. 2010). La morfología rugosa de las esporas de algunos hongos 

como de A. niger es importante para una primera adhesión física a la superficie del soporte y a la 

vez es ayudado por la producción de sustancias adhesivas, que forman parte del proceso de 

adsorción (Villena y Gutiérrez-Correa 2007b, Gamarra et al. 2010, Lord y Read 2011).  

 

a. Mecanismo de formación de biopelículas 

La formación de biopelículas, también se ven influenciadas por factores genéticos, así como los 

medA (desarrollo de genes modificadores) (Clutterbuck 1969), que revelan una funcionalidad 

importante y recientemente han sido caracterizados en actividades de conidiación, interacciones y 

virulencia de célula huésped (Gravelat et al. 2010). Las biopelículas fúngicas y bacterianas, tienen 

definido las fases de su desarrollo, incluyen un sustrato apropiado, adhesión, colonización, 

producción de polisacáridos, maduración y dispersión de biopelículas (Chandra et al. 2001, Donlan 

2002, Blankenship y Mitchell 2006). La etapa inicial de la siembra conidial, tiene un periodo de 

retraso por la adhesión conidial, la relación de contacto conidio - superficie se requiere para 

desencadenar la germinación (Shaw et al. 2006). La germinación es de 6 – 8 h, la formación de 

filamentos y de monocapas 12 h, seguidos de una mayor complejidad estructural, de producción y 
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maduración de exopolisacaridos (EPS) (24 h). Durante estos tiempos, la profundidad de la 

biopelícula aumenta de 10 a 200 um (Figura 10) (Mowat et al. 2007). 

 

La formación de biopelículas de A. niger, también se puede dividir en distintas fases: (i) adhesión, 

se incrementa fuertemente por la hidrofobia de las esporas de A. niger, (ii) fase inicial de 

crecimiento y desarrollo desde la germinación de esporas hasta colonización de superficie y (iii) 

fase de maduración, en la cual la densidad de biomasa aumenta mucho con el desarrollo de una 

organización de canales internos (Gutiérrez-Correa y Villena 2003). A través de estos canales 

parecen permitir el paso de fluidos, favoreciendo una mejor transferencia de masa (Villena y 

Gutiérrez - Correa 2006, Villena y Gutiérrez-Correa 2007b, Villena et al. 2010). También hay una 

coordinación de crecimiento espacial diferente, cuando el hongo se adhiere a la superficie. Esta 

coordinación responde a interacciones estéricas entre hifas y puntas en contacto con superficies. 

 

Existen muy pocos reportes sobre biología molecular y genómica funcional de bipopelículas de 

Aspergillus, sin embargo, recientes estudios sobre cambios específicos transcripcionales y 

proteómica de biopelículas de A. fumigatus (Bruns et al. 2010), determinaron que las regulaciones 

de los biofilms dependen del tiempo, de muchas proteínas y de genes asociados con el metabolismo 

primario, lo que indica que su desarrollo depende de la energía en biopelículas jóvenes. La 

maduración de las biopelículas muestra una reducción de la actividad metabólica y una regulación 

positiva de hidrofobinas y proteínas involucradas en la biosíntesis. 

 

b. Aplicaciones y ventajas 

 

En la mayoría de los casos donde las biopelículas son una molestia, el término ensuciamiento 

microbiano o biofouling es ampliamente utilizado (Kumar y Anand 1998). Por ejemplo, la 

bioincrustación puede ser un problema en la industria alimentaria, contribuye a las infecciones 

humanas (Gotz 2002) y puede conducir a la biocorrosión de materiales (Beech y Sunner 2004).  

Sin embargo, las biopelículas no solo revelan efectos negativos. A partir de la fermentación en 

biopelículas se puede producir levaduras, bacterias de ácido láctico y bacterias de ácido acético de 

vinagre (Okazaki et al. 2010). Vinagre de arroz tradicional producido en Japón (Okazaki et al. 

2010 y Haruta et al. 2006). Entre los microorganismos relacionados con la elaboración de cerveza, 

encontraron una cepa LAB única, que podría formar una espesa biopelícula de especies mixtas en 
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cultivo combinado con levaduras en formación (Furukawa et al. 2010). El mecanismo de la 

formación de biopelículas de especies mixtas, como células inmovilizadas, su papel e importancia 

fueron investigados (Furukawa et al. 2012, Furukawa et al. 2014). La aplicación de biopelículas 

como células inmovilizadas también es un enfoque importante y desafiante en la industria 

alimentaria. La inmovilización artificial de las células por lo general necesita altos costos para la 

fabricación; por otro lado, las biopelículas se forman automáticamente mediante el cultivo de 

microorganismos y sus células inmovilizadas se renuevan automáticamente bajo condiciones de 

cultivo apropiadas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10:  Diferentes fases de formación de biopelículas de Aspergillus fumigatus  

Fuente: Ramage et al. (2011). 

 

Las aplicaciones de biopelículas también se pueden encontrar en muchos sistemas anaeróbicos, 

especialmente en la eliminación de material orgánico (ejemplo, en el tratamiento de aguas 

residuales o producción de biogás), en el tratamiento de aguas residuales, generan la base de 

diversos ejercicios aeróbicos y reactores anaerobios (Fernández et al. 2008). Las biopelículas 

tienen mejor eficiencia de descomposición de los sustratos orgánicos y mayor producción de 
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metano. Estos efectos positivos de las biopelículas se deben a la digestión anaerobia, los 

microorganismos se adhieren a las superficies y forman agregados complejos, que forman mayores 

densidades celulares dentro de las biopelículas (Qureshi et al. 2005). 

 

2.8.1.3 Fermentación en estado sólido (FES), aspectos generales 

 

Este tipo de fermentación consiste en la utilización de un soporte o matríz sólida con contenido de 

humedad controlada o casi ausencia de agua libre y nutrientes disueltos. El sustrato debe contener 

la humedad requerida para el crecimiento y desarrollo metabólico del microorganismo (Pandey 

2003, Pérez-Guerra et al. 2003). Es necesario distinguir dos tipos de sustrato (Pandey et al. 2007) 

basado en su digestibilidad: el primero, un sustrato sólido nutricional, que actúa como fuente de 

carbono/energía y de algunos factores de crecimiento para los microorganismos (Singhania et al. 

2010), estos sustratos pueden ser residuos agroindustriales (salvado de trigo, de maíz, harina o torta 

de soja, etc.) o desechos agrícolas y forestales (paja, bagazo, aserrín, etc.), cuya composición 

química y estructura física favorece el crecimiento de los microorganismos. Los cultivos 

alimenticios nutricionales y los desechos agrícolas y forestales son los sustratos más comunes 

usados en FES. El segundo es el sustrato portador nutricional o sustrato portador químicamente 

inerte, poroso y dificultoso para su descomposición por los microorganismos, tales como espuma 

de poliuretano, resina macroporosa, perlita, y vermiculita. Estos sustratos solo sirven de soporte 

para la adhesión del microorganismo y distribución del nutriente en la brecha mediatica porosa 

(Wu 2006). 

 

a. Características fisicoquímicas y biológicas de la fermentación en estado sólido 

 

La FES es un sistema trifásico de gas – sólido – líquido (Liu et al. 2006, Zambra et al. 2011) 

(Figura 11), donde el sustrato de fermentación es sólido, con presencia de gas en fase continua, y 

casi no hay agua libre en el sustrato. En comparación con otros sustratos porosos (ejemplo, tierra, 

roca, etc.) el crecimiento de micelios en el sustrato portador nutricional tiene un impacto 

significativo en la estructura del sustrato y las propiedades de transferencia. La estructura del 

sustrato tiende a cambiar durante todo el proceso de fermentación, así como la porosidad y las 

propiedades de transferencia de masa y calor en el sustrato. El sustrato portador nutricional, junto 



45 
 

con el calor metabólico generado en el proceso de crecimiento celular, humedad, oxígeno y dióxido 

de carbono afectan la fermentación en estado sólido 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

      Figura 11: Estructura interna del sustrato soporte nutricional  

Fuente: Liu et al. 2006, Zambra et al. (2011).  

 

La FES presenta una interface importante en los procesos de reacción biológica, que es diferente a 

la fermentación sumergida. La interfaz generalmente expresa diferentes propiedades 

fisicoquímicas de la fase principal. Después de que los microorganismos se asienten en la interfaz 

y se convierten en biofilms, la estructura de biofilm de microorganismos y la actividad fisiológica 

forma el microambiente, lo que resulta en diferentes condiciones ambientales dentro y fuera de la 

membrana. Por ejemplo, en la dirección perpendicular a la interfaz, se observa un gradiente de 

concentración de oxígeno, gradientes de pH y otras sustancias (Donlan 2002), que indican impactos 

significativos en las actividades fisiológicas microbianas, como la expresión génica. En la 

comunidad microbiana formada en las biopelículas se realizan algunas actividades, que parece ser 

imposibles llevarse a cabo en fermentaciones de células libres. 

 

La interface es la zona de transición entre dos fases en contacto cercano. La delgada zona de 

transición se genera por la fuerza desigual en la capa de interfaz, que muestra diferentes 

propiedades físicas y químicas de la fase principal. Por ejemplo, la tensión superficial, la adsorción 

interfacial y las moléculas polares en la interfaz muestran reglas de distribución completamente 

Gota 

Película de 

agua 
Agua y nutriente 

Fase gas 

Sustrato 

Hifa 



46 
 

diferentes en comparación con la fase principal (Zhu y Zhao 1996). Cuando el área de la interfaz 

es pequeña, el papel de los fenómenos interfaciales a menudo es insignificante; sin embargo, estos 

efectos deben tenerse en cuenta para un sistema de fermentación en estado sólido que tiene una 

matriz porosa con una interfaz estable. La tensión interfacial, que es causada por la cohesión entre 

las moléculas líquidas, es atracción mutua en la capa superficial cuando las dos fases están en 

contacto y la fuerza específica mantiene la tendencia a contraerse de la fase principal (Zhu y Zhao 

1996). Como las moléculas en la capa superficial son más escasas que de la capa interna, sufren de 

cohesión interna en esta misma dirección, lo que resulta en la contracción de la capa superficial 

líquida; las gotas siempre tienden a formarse esféricamente bajo el efecto de tensión superficial. 

 

En la FES, el crecimiento micelial a menudo cambia las características de la matriz sólida. Durante 

el crecimiento de los hongos filamentosos, el micelio sirve para absorber nutrientes y excretar 

desechos metabólicos, además actúa como un propágulo para completar el ciclo de vida (Xin y Li 

1999).  El crecimiento de hongos filamentosos a menudo se propaga en la matriz o sustrato. Por 

ejemplo, los mucorales a menudo forman hifas extendidas, y cuando se extienden una cierta 

distancia, generan raíces rizoides miceliales en la superficie del sustrato y luego avanzan para 

formar nuevas hifas que se esparcen (Figura 16). Hifas y rizoides entran en contacto con los 

sustratos como órganos de absorción de nutrientes. El tamaño de las colonias varía 

significativamente y después de cierto tiempo de incubación, las colonias pueden extenderse en 

toda la placa o crecer limitadamente, solo 1–2 cm en diámetro. La mayoría de las hifas fúngicas 

son transparentes; algunos producen pigmentos y el micelio toma un color marrón oscuro - negro 

o un color brillante (Xin y Li 1999). 
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Los micelios microbianos, generalmente crecen en la superficie de partículas de materiales 

(microorganismos aeróbicos); su crecimiento está influenciado por la inoculación, la germinación 

de esporas, micelio extendido y ramificado, y formación de capa micelial (Xin y Li 1999). Para los 

hongos filamentosos, la capa micelial se puede dividir en tres partes: biopelícula, micelio aéreo y 

micelios en sustrato (Figura 12). La capa de hifas, que cubre la superficie de las partículas (o una 

superficie poco profunda dentro de las partículas) y tiene un alto contenido de humedad, y es 

considerado una capa de biopelículas. La capa de biopelícula está formada por células microbianas 

y agua. La mayoría de los micelios microbianos se enriquecen en esta capa para formar una capa 

de hifas; el oxígeno externo ingresa a esta área, y los nutrientes del interior de las partículas del 

material también penetran esta región. Por lo tanto, la región es a menudo rica en nutrientes y 

oxigeno; siendo el lugar principal para la transferencia y el intercambio en masa (Chen 2013). 

  

  Figura 12: Proceso de germinación de esporas para la formación de colonias. 

    Fuente: Xin y Li (1999). 

Pocas hifas penetran en el interior del sustrato, pero el crecimiento aerobico de 

los microorganismos son difíciles debido a la hipoxia dentro de las partículas; en general, 
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el oxígeno no se puede medir a una profundidad de 100 μm. Parte del micelio aéreo será 

insertado en la fase gaseosa de las partículas. Incluso si los micelios se llenan 

en los espacios (Figura 13), no ocupan completamente el espacio porque los micelios están sueltos; 

ocupan hasta aproximadamente el 34% (Chen 2013). 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13: Distribución de hongos filamentosos en el sustrato de fermentación en estado 

sólido  

Fuente: Chen (2013). 

 

La distribución de la temperatura del sustrato generalmente se ve afectado por dos 

factores: el biocalentamiento, hace que la temperatura aumente, y varios factores de disipación del 

calor en la matriz. El biocalentamiento producido en la fermentación es la principal razón de 

incremento de la temperatura en el sustrato y el gradiente de temperatura. 

Mientras que la evaporación del agua es el principal medio de disipación de calor en la 

fermentación, y los efectos de la convección natural generalmente no son grandes (Chen 2013). En 

condiciones de ventilación forzada, el modo de operación tiene efectos importantes en el 

enfriamiento de la matriz. Para la FES estático, la radiación térmica y el enfriamiento por 

convección natural son las principales formas de operación. La fermentación con ventilación, 

convección forzada y conducción de calor juegan un papel importante. Mientras que la velocidad 

del flujo de aire, la dirección y el modo tienen implicaciones importantes para la intensidad de 

enfriamiento por convección (Chen 2013). 

 

El agua del sustrato es un requisito básico para el crecimiento de microorganismos. 
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Los microorganismos no pueden absorber nutrientes sin la presencia de agua como solvente. 

Cambios en el contenido de humedad también afecta las condiciones de aireación y temperatura 

del sustrato; el agua sera enriquecido y consumido alrededor de la célula y luego evaporado por el 

aire sobre el micelio para llevar a cabo el intercambio de calor y masa. Las células bacterianas 

contiene agua intracelular; y extracelular, incluida el agua de la película de agua y materiales (Chen 

2013). 

 

El aire en la matriz es un factor importante para el crecimiento de microorganismos;  

la composición del gas y el contenido afectan directamente la generación de micelios microbianos, 

esporas, y metabolitos secundarios. La permeabilidad al aire de la matriz (permeabilidad absoluta) 

y su correspondiente coeficiente de difusión de oxígeno son indicadores importantes. Cabe señalar 

que la permeabilidad absoluta y la capacidad de transferencia de humedad de la matriz están 

directamente relacionados de acuerdo con la teoría de transferencia en medios porosos (Membrillo 

et al. 2011), de modo que el parámetro pueda reflejar simultáneamente la eficiente transferencia 

del aire y la humedad a la matriz. 

 

b. Ventajas y desventajas de la FES 

 

 El contenido de humedad del sustrato sólido es aproximadamente del 60%. 

 Los microorganismos absorben nutrientes del sustrato sólido. 

 La cantidad de la inoculación es más del 10% . 

 El oxígeno requerido es de la fase gaseosa 

 Los microorganismos se adsorben en el sustrato sólido 

 La producción de los metabolitos son altos 

 La eliminación del calor metabólico es difícultoso 

 Dificultades para el control del proceso de fermentación 

 El soporte sólido simula al hábitat natural de los hongos filamentosos.  

 Utiliza recursos renovables (residuos agrícolas e agroindustriales) (Chen 2013)  

 Diseño del biorreactor es simple  

 Bajo costo de materia prima (Chen y Xu 2004). 
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c. Aplicación de la fermentación en estado sólido 

 

c.1 En la industria alimentaria: se produce una gama de productos a través de la FES, así como 

salsa de soja, proteína unicelular, enzimas microbianas y otros metabolitos microbianos. La 

producción de pan es otro producto obtenido por FES mediante levaduras para atender necesidades 

de consumo diario (Chen 2013). Los quesos madurados se elaboran por fermentación mixta con 

Lactococcus lactis y Streptococcus. La salsa de soja y el miso es fermentado por A. oryzae. El 

"arroz rojo" es producido con Monascus purpureus, produce un pigmento de color rojo oscuro, es 

utilizado como agente pigmentante en la preparación culinaria de alimentos (Chen 2013). 

 

c.2 En la Industria farmacéutica y química: con la innovación de la tecnología de FES, se logró 

la producción de ácidos orgánicos como ácido láctico, cítrico, fumárico, oxálico y linolénico. Wu, 

(2006) comparó la producción de ácido láctico por FES y FS con Rhizopus oryzae, las tasas de 

producción en FES fueron superiores a FS. La FES, también es utilizado en la producción de 

metabolitos secundarios (aminoácidos, vitaminas y sustancias bioactivas) de microrganismos, que 

tienen aplicación médica e industrial. Estudios recientes mostraron con éxito la producción de 

antibióticos, toxinas bacterianas, auxina, medicamentos inmunes y alcaloides por FES. La 

Ceratocystis fimbriata también podría crecer en sustratos sólidos en residuos de yuca, orujo de 

manzana, soja y residuos de café y pueden producir una variedad de compuestos saborizantes. La 

FES también tiene aplicación en la producción de biosurfactantes, ácido glutámico, aminas, 

vitaminas, carotenoides, goma xantano y otros (Chen 2013). 

 

c.3 En la producción de energía y protección del medio ambiente: La FES juega un rol 

importante, como una alternativa para reducir la contaminación ambiental y los problemas 

energéticos (Chen y Qiu 2010, Chen y He 2012). Los residuos agrícolas contienen abundantes 

nutrientes, que proveen un hábitat adecuado para el crecimiento de microoorganismos, capaces de 

producir por FES productos de alto valor económico e industrial. La FES se ha aplicado con éxito 

para realizar biotranformaciones como biorremediación, producción de biocombustibles y 

biopesticidas, etc. La producción de etanol como biocombustible por FES, son investigaciones 

recientes, que presentan muchas ventajas, como: 
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 Eliminación de la operación de sacarificación de la celulosa, lo que implica ahorro de 

costes; 

 Sin descarga de aguas residuales; y  

 Bajo consumo de energía. 

Existen muchos estudios con muy buenos resultados sobre la producción de etanol por FES.  

Así como la producción de biopesticidas para el control de insectos plaga y patógenos, que están 

atrayendo una mayor atención, incluso los costos de producción son menores.  

 

La aplicación de la FES de alimentos de origen vegetal (cereales, leguminosas, etc.) y sus residuos, 

son de mucho interés para mejorar su valor nutricional y económico. Las cepas que son utilizadas 

en este tipo de fermentación son los hongos de la podredumbre blanca. Por ejemplo, la yuca 

ampliamente consumida en algunas regiones de África, Asia y América del Sur, sin embargo, su 

contenido de proteínas, vitaminas y minerales es relativamente bajo. Varios estudios utilizaron la 

FES para mejorar su valor nutricional. Algunos residuos también podrían usarse para la producción 

de nuevos productos con alto valor proteico o proteínas unicelulares. La FES puede aumentar el 

contenido de proteínas de los alimentos, que es propicio para la alimentación de humanos y de 

animales (Chen y He 2012). La fermentación de los sustratos lignocelulósicos para piensos tiene 

muchas posibilidades de aplicación. 
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III. MATERIALES Y METODOS 

3.1 LUGAR DE EJECUCIÓN 

El trabajo de investigación fue desarrollado en el Laboratorio de Micología y Biotecnología del 

Departamento de Biología de la Facultad de Ciencias, Programa Doctoral de Ciencias Biológicas 

e Ingeniería de la Universidad Nacional Agraria La Molina, ubicado en el distrito de la Molina, 

Región Lima. 

 

3.2    MATERIALES 

3.2.1      Microorganismo  

 Aspergillus niger ATCC 10864 

 Patrones de masa molecular de proteínas: 14, 30, 45, 60, 90 y 130 kDa. 

 Soportes de crecimiento para fermentación en estado sólido y biopelículas 

 Agrolita, nombre comercial o perlita nombre volcánico 

 

3.3    MÉTODOS 

3.3.1 Preparación del inóculo y medio de cultivo 

Las esporas A. niger ATCC 10864 fueron cultivadas en un medio sólido de agar papa dextrosa, en 

matraces de 250 mL por cinco días a 30°C. Luego las esporas fueron lavadas con 10 mL de solución 

Tween 80 al 0,1% (v/v) y se preparó un inóculo con una concentración de 1 x 106 esporas. mL-1. 

El medio de producción de celulasas y xilanasas con A. niger contenía (gL− 1): 2 KH2PO4; 0.3 CaCl2 

2H2O; 0.3 MgSO4 7H2O; 0.3 urea; 1.4 (NH4) 2SO4; 1 peptona; 10 lactosa; Tween 80, 0.2% (v /v); 

y (mgL− 1): 5 FeSO4 · 7H2O; 1.6 MnSO4 .2H2O; 1.4 ZnSO4.7H2O; 2 CoCl2 · 6H2O (Villena y 

Gutiérrez – Correa 2006). El pH inicial del medio de cultivo fue de 5.5. 
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3.3.2     Soporte inerte para cultivo de A. niger en fermentación en estado sólido (FES) y en 

biopelículas (FB) 

Se utilizaron perlitas como soporte para la adhesión de A. niger, las características de este material 

fueron los siguientes: 

 

Nombre volcánico       : Perlita 

Nombre comercial       : Agrolita 

Composición química  :            75.8 % SiO2 ; 12.24% Al2O3 y otros 

Densidad                       : 1.1 g/cm³ 

pH                                 : neutro 

Inerte                            :  no contiene sustancias  tóxicas 

Porosidad                        : buena 

Beneficios en el suelo  : mejora la aireación y estructura del suelo 

Facilita enraizamiento  : de plantas 

Marca                           : Schultz Co., St. Louis, EE. UU 

 

 

     Figura 14: Perlita (Agrolita) volcánica 

 

Las perlitas utilizadas para la FB y FES, fueron acondicionadas cuidadosamente. Se realizó un 

triturado y tamizado para seleccionar el tamaño de partícula de 1.7–2.5 mm (Figura 14), se hizo un 

lavado con agua potable tres veces y se enjuagó con agua destilada. Seguidamente fue secado a 90 

°C durante 24 horas. Se utilizaron 4 g por matraz para FES y 0.48 g para FB. 
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3.3.3     Cultivos en fermentación sumergida (FS) y fermentación en biopelículas (FB) 

Se utilizó el método de Villena y Gutierrez – Correa (2006) con algunas modificaciones. La 

fermentación sumergida (FS), se realizó en cinco matraces Erlenmeyer de 250 mL (Figura 21) con 

70 mL de sustrato de producción. Se inocularon 3% (v/v) (2.1 mL) de una supensión de 1x106 

esporas.mL- 1 de A. niger. Una vez inoculados, los matraces se incubaron en un equipo de baño 

maría con agitación orbital a 125 rpm y 28 °C. La fermentación en biopelículas (FB) también se 

realizó en cinco matraces de 250 mL (Figura 21). Para la inoculación, se adicionaron 0,48 g de 

perlita como soporte de crecimiento en matraces conteniendo 20 mL de agua destilada estéril, al 

cual se inoculó las esporas en igual cantidad que la FS. Los matraces se incubaron en el equipo de 

baño maria orbital a 125 rpm por 30 min., a fin de adherir las esporas de A. niger en las perlitas, y 

el exceso de esporas no adheridas fueron eliminadas mediante dos lavados en agitación 125 rpm 

durante 30 min) con tampón de citrato 50 mM pH 4.8. Después de decantar la solución de lavado, 

se adicionaron 70 mL del sustrato a cada matraz y se incubaron a 28 °C y 125 rpm por cinco días. 

Cada 24 horas se retiraron tres matraces para determinar la cantidad de biomasa sustrato residual 

y la actividad de celulasas y xinalasas. 

   

3.3.4      Cultivos en fermentación en estado sólido (FES) 

Se utilizaron cinco matraces de 250 mL, conteniendo 4 g de perlita seca como soporte de 

crecimiento (Figura 21). A cada matraz se añadieron 9 mL del medio de cultivo y se dejó en reposo 

por 1 hora a fin de embeber por completo el soporte inerte. Luego se realizó la inoculación con 1.5 

mL (% v/w) de esporas de A. niger con igual concentración de los anteriores sistemas de 

fermentación a un 74% de humedad (w/w).  Seguidamente los matraces se incubaron a 28°C en 

una estufa con humedad controlada, para el cual se colocaron 50 mL de agua estéril en dos vasos 

de precipitados. Cada 24 horas se retiraron tres matraces para determinar la cantidad de biomasa, 

sustrato residual y la actividad de celulasas y xinalasas.  Se trabajó en base al método de Villena y 

Gutierrez – Correa (2006) y Goulart et al. (2005) con algunas modificaciones. 
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Figura 15: Cultivo de A. niger ATCC 10864 en fermentación sumergida (FS), fermentación 

en biopelículas (FB) y fermentación en estado sólido (FES) 

 

3.3.5      Análisis con microscopia óptica y microscopía electrónica de crio-barrido 

Se realizó un estudio microestructural de la adhesión de las esporas a la superficie sólida de las 

perlitas y la estructura de formación de las biopelículas, microscopio electrónico de barrido, 

modelo LEO 1420 PV de presión variable (Cambridge, Reino Unido) utilizando la técnica de 

criopreparación de muestras. El análisis se basó en la generación de una señal a partir de un haz de 

electrones que se dispersan interactuando con la muestra en estudio y fue recogido por un detector 

que produce imágenes bidimensionales. Las muestras del soporte de perlita correspondientes a 

diferentes tiempos de inoculación con esporas de A. niger fueron colocadas en glicerol al 10% 

durante 2 h a 4°C. Luego fueron lavadas rigurosamente con tampón de fosfato 0,05 M (pH 7,4) y 

seguidamente sumergidas en nitrógeno líquido a – 195,8°C. Inmediatamente, el agua superficial se 

eliminó por sublimación a -65 °C durante 10 min y finalmente la muestra fue transferida 

rápidamente a un criostato donde se metaliza con una corriente de ionización oro pulverizado 

(recubierto) (Ma et al. 2005, Villena y Gutiérrez-Correa 2007, Medina y Moreno, 2007). Después 
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de este tratamiento, se analizó la adhesión del A. niger en perlitas mediante el microscopio 

electrónico de barrido a −80°C, con voltaje y distancia de trabajo controlado. 

 

Además, se analizó por microscopia óptica - estereoscopia el crecimiento, distribución, agrupación 

y coloración de A. niger cultivado en estado sólido, la observación se basa en el uso de una luz 

visible, reflejada por la muestra y observada a través de los objetivos y oculares.  

 

3.3.6      Análisis del producto fermentado 

3.3.6.1 Análisis de la biomasa  

 

La cuantificación de la biomasa de A. niger se determinó por diferencia de peso seco (Reyes – 

Ocampo et al. 2013). La biomasa de la FS fue separada por filtración al vacío del medio de cultivo, 

usando un papel de filtro previamente pesado (Whatman No. 1; Whatman International Ltd, Kent, 

Reino Unido) secado a 80 °C por 20 horas hasta un peso seco constante. El filtrado fue almacenado 

a -20°C para posteriormente analizar la actividad enzimática, proteínas solubles, y concentración 

de lactosa residual (Villena y Gutiérrez-Correa 2006). 

 

Para la determinación de biomasa de la FB se siguió el mismo procedimiento que el de FS. Una 

vez separada la biopelícula (biomasa + soporte sólido), ésta fue lavada tres veces con agua destilada 

y secada hasta peso constante.  

 

Para el caso de la FES, a cada matraz se adicionó 30 mL de solución de acetato 50 mM (pH 4,8) y 

fue incubado en agitación a 125 rpm durante 15 min; para la recuperación de proteínas, enzimas y 

lactosa residual. Luego, se filtró usando papel de filtro (Whatman No. 1), las biopelículas se 

secaron hasta peso constante y el sobrenadante fue almacenado en congelación. 

 

3.3.6.2 Determinación de actividad celulasas y xilanasas 

 

La actividad de celulasas totales se determinó como actividad sobre papel de filtro (FPA) (Ghose 

1987). La actividad de endoglucanasas y xilanasas se midieron utilizando el método de Villena y 

Gutiérrez-Correa (2007) y Ncube (2013). Una unidad de celulasa, endoglucanasa o xilanasa (U) se 

define como la cantidad (volumen) de enzimas que libera 1 μmol de glucosa o xilosa equivalente 
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por minuto a 50 oC y pH 4.8. Se utilizó como sustrato carboximetilcelulosa y xilano. Los azucares 

reductores liberados durante la hidrólisis del sustrato, reducen al ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS), 

generando ácido 3-amino-5-nitrosalicílico de color anaranjado-marrón, el cual es analizado por 

espectrofotometría a 540 nm. Para la cuantificación de los azucares liberados se preparó la curva 

de calibración con diferentes concentraciones de glucosa y xilosa estándar. 

 

3.3.6.3 Determinación de lactosa residual 

 

Para el crecimiento del A. niger durante el cultivo en los tres sistemas de fermentación se utilizó 

lactosa como fuente de carbono. La lactosa residual en el caldo fermentado fue determinada 

mediante el método de Miller (1959), basado en la reacción de oxidación – reducción de la glucosa 

y ácido dinitrosalicílico.  

 

3.3.6.4 Determinación de proteína soluble 

 

La cantidad de proteínas solubles secretada por A. niger durante la fermentación, se determinó 

mediante el método Lowry et al. (1951), el cual se basa en la reacción de los iones de Cu2+, en 

medio alcalino con las proteínas y forman un complejo nitrogenado peptídicos y generan un color 

azul claro. El ácido fosfomolibdotúngstico del reactivo de Folin-Ciocalteau de color amarillo, es 

reducido por los compuestos fenólicos de la tirosina presente en las proteínas, dando lugar a un 

complejo de color azul intenso. La lectura se realizó a 580 nm por espectrofotometría. Previamente 

se elaboró una curva de calibración con Albúmina sérica de bovina. 

 

3.4    DISEÑO EXPERIMENTAL Y PROCESAMIENTO DE DATOS 

Se planteó un Diseño Completo Aleatorio con tres tratamientos (modelos de fermentación), en cada 

uno se evaluó el rendimiento de la producción de biomasa (g.L-1) y lactosa residual (g.L-1). 

Respecto a la hipótesis, se planteó: hipótesis nula (Ho), las medias de los tres modelos de 

fermentación son iguales y la hipótesis alternante (Ha), por lo menos la media de un modelo de 

fermentación es diferente a los demás. Los datos obtenidos se analizaron mediante un Análisis de 

Varianza con un error del 1%. Los promedios de lo tratamientos fueron evaluados mediante la 

proeba de Dunca. El procesamiento de datos se realizó con el software "Statistical Analysis 

System" (SAS®), versión 9.1. 
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3.5 MODELOS MATEMÁTICOS 

 

3.5.1 Ecuación logística: Producción de biomasa 

 

La producción de biomasa de A. niger en los tres sistemas de fermentación, se estimó como x (gL− 

1), los datos experimentales fueron ajustados mediante la ecuación logística: 

 

𝑑𝑥

𝑑𝑡
= µ𝑚  [ 1 −

𝑥

𝑥𝑚
] 𝑥 

Donde: 

 µm  = tasa de crecimiento específica máxima (h-1) 

 xm  =  es la concentración máxima de biomasa alcanzada cuando dx/dt = 0, para x> 0. La 

solución de la ecuación. 1 es:  

  

𝑥 =  
𝑥𝑚

1 + 𝐶𝑒−µ𝑚.𝑡
 

 

Donde:  

 C = (xm - xo)/xo y xo es la condición inicial de x, cuando t = 0.  

 
 

3.5.2 Ecuación de Luedeking y Piret: Producción de celulasas (E) y xilanasas 

 

Al cabo de los procesos de fermentación se cuantificaron la actividad celulolítica y xilanolítica 

(Ul−1), los datos experimentales fueron modelados con la ecuación de Luedeking y Piret (1959) 

utilizando la siguiente ecuación: 

 

𝑑𝐸

𝑑𝑡
= 𝑌𝐸

𝑥
[
𝑑𝑥

𝑑𝑡
+ 𝑘𝑥] 

Donde: 

YE/x (Ug-1h-1
 = rendimiento de la enzima en relación a la biomasa y k(Ug-1.h-1) es el 

coeficiente de formación del producto (k ˃0) o destrucción (k < 0).  

 

Resolviendo la ecuación 3 como una función de x se obtiene 

 

(1) 

(2) 

(3) 

(4) 
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𝐸 = 𝐸𝑜 + 𝑌𝐸
𝑥

(𝑥 − 𝑥𝑜)
𝑘𝑥𝑚

µ𝑚
ln [

𝑥𝑚

(𝑥 − 𝑥𝑜)
] 

Donde: 

   

 Eo=E cuando x=xo; el valor de E (enzima) puede ser determinado como una función de xt 

con la ecuación 4.  

 

Esta ecuación fue utilizada para hacer el ajuste de los datos experimentales de la producción de 

celulasas, endoglucanasas y xilanasas. 

 

3.5.3 Ecuación de Pirt: Lactosa residual 

 

El consumo de lactosa por el A. niger y el residuo de esta fuente de carbono (S) (gL-1) durante la 

fermentación en lote de los tres sistemas de cultivo, fue controlado y medido experimentalmente y 

modelado en la fase exponencial por la ecuación de Pirt (1975). 

−
𝑑𝑆

𝑑𝑡
=

1

𝑌𝑥
𝑠

𝑑𝑥

𝑑𝑡
 + 𝑚𝑥 

Donde:  

Yx/s   =   rendimiento de biomasa en relación al consumo de sustrato. 

m (gs/gx.h)  =   coeficiente de mantenimiento celular. Resolviendo la ecuación 5 como 

una función de x:  

𝑆 =  𝑆𝑜 −  
1

𝑌𝑥
𝑠

 (𝑥 −  𝑥𝑜 ) −
𝑚𝑥𝑚

𝜇𝑚
ln [ 

(𝑥𝑚 −  𝑥𝑜)

(𝑥𝑚 − 𝑥)
] 

 

Donde: 

(5) 

(6) 
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S = So cuando x = xo, biomasa inicial en t = 0, el valor de S puede determinarse como una 

función de xt con la ecuación 6. 

Los parámetros del modelo matemático, como: μm, xm, xo, YE/x, Yx/s, m and k eran calculados 

usando el programa PROC NLIN, con el software SAS, V. 9.1, basado en el método de Gauss–

Newton, el cual minimiza las variaciones entre los datos experimentales y estimados. 

 

3.6 ANÁLISIS DE ELECTROFORESIS EN GEL DE POLIACRILAMIDA  

3.6.1 Gel de Poliacrilamida nativa azul (DN – PAGE)  

Se preparó el gel de poliacrilamida discontinuo (David 1964). El gel de concentración contenía 4% 

de acrilamida, 0.5 M Tris/HCl, pH 7.5 y el gel de separación con Tris/HCl 1.5 M, pH 8.8 y 

acrilamida al 12 %. Los extractos proteicos se solubilizaron en tampón no reductor no 

desnaturalizante Tris/HCl 0.06 M, pH 7.5 y glicerol al 10% para preservar la conformación de las 

celulasas, las interacciones de las subunidades y la actividad biológica. La electroforesis se realizó 

en ausencia de agentes desnaturalizantes, utilizando un tampón con Tris 0.025 M y glicina 0.2 M, 

pH 8.8. La acumulación de proteínas activas se realizó a 20 mA en el gel de concentración y la 

separación de estas mismas en el gel de separación se realizó a 35 mA. La tinción de este último 

gel se realizó con azul de Comassie coloidal por 12 y 24 horas. 

 

3.6.2 Gel de Poliacrilamida con Dodecil Sulfato de Sodio (SDS – PAGE) 

Se utilizó el método Laemmli (1970) con algunas modificaciones. Se preparó un gel de 

poliacrilamida con dodecil sulfato de sodio SDS – PAGE, en placas de vidrio de 13 x 14 cm, se 

dejó polimerizar la mezcla de reactantes y se obtuvo el gel de resolución con 12% de acrilamida. 

Luego se adicionó la segunda mezcla para el gel de apilamiento con 4% de acrilamida y se colocó 

un peine con 10 pocillos, después de la polimerización se retiró el peine y se añadió el extracto 

enzimático ultrafiltrado 15 uL en cada dos pocillos en forma consecutiva de cada sistema de 

fermentación. Previamente los extractos celulolíticos fueron tratados con un reductor del 2-

mercaptoetanol a temperatura de ebullición por 5 min. Un volumen de 10 μL del marcador estándar 

de peso molecular de proteína se colocó en dos pocillos, a los extremos del gel de poliacrilamida 

para comparar y determinar el peso molecular (PM) de las proteínas de los extractos enzimáticos. 

El sistema de electroforesis operó en 100 V hasta que el frente coloreado alcance el gel de 
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resolución y seguidamente se realizó la separación de las bandas proteicas en 200 V hasta que el 

frente coloreado alcance 0.5 cm del extremo del gel de resolución. Después de la electroforesis el 

gel de poliacrilamida fue teñido con solución de azul brillante de Coomasiee R – 250, para 

visualizar los estándares de proteína y de los extractos enzimáticos.  

 

El peso molecular de las sub unidades proteicas de los extractos enzimáticos en estudio fue 

calculado utilizando la movilidad electroforética relativa (Rf) y la ecuación lineal de la curva de 

calibración obtenida con los estándares de proteínas (Anexo 3.2). La Rf es inversamente 

proporcional al logaritmo del PM de las proteínas. La  Rf se determinó dividiendo la distancia 

(mm) de migración de la banda proteica, entre la distancia recorrida entre el frente coloreado de 

azul de bromofenol. El peso molecular de las unidades polipeptídicas del extracto celulítico era 

determinado en unidades de kDa, utilizando los siguientes estándares: β-Fosforilasa (97 kDa), 

Albumina (66 kDa), Ovalbumina (45 kDa) y Anidrasa Carbónica (30 kDa).  

 

                                           Distancia de migración de proteína en estudio 

                                 Rf  =            

                                                     Distancia del frente coloreado 

 

 

3.6.3 Zimografía para la determinación de la actividad de Endoglucanasas (EG) en SDS-

PAGE 

Para este propósito, se preparó un gel de poliacrilamida con dodecil sulfato de sodio, al 12% de 

acrilamida con 1% de carboxilmetil celulosa (CMC). Después de la electroforesis el gel fue lavado 

para remover el SDS con tampón citrato de sodio pH 5 conteniendo isopropanol al 30%, se mantuvo 

por una hora a temperatura ambiente incubado por 30 min en 0.2 M de tampón acetato (pH = 5.0). 

Se renaturalizaron las enzimas colocando el gel en un tampón de citrato de sodio de pH 5 

conteniendo 5 mmol.L-1 β – mercaptoetanol y 1 mmol.L-1 de EDTA a 4 °C toda la noche. Luego 

el gel se trasvasó en un recipiente de vidrio cubierto con una lámina de polietileno y se incubó a 

50°C por cuatro horas (Coral et al. 2002, Schwarz et al. 1987). Las zonas de de hidrólisis de CMC 

por acción de las endoglucanasas fueron identificacadas mediante la tinción del gel con rojo Congo 

al 0.05% (w/v) por 30 min en agitación a 40 rpm, el exceso de rojo Congo fue lavado con solución 

NaCl al 1 M por 20 min a la misma velocidad de agitación. La reacción enzimática fue detenida 

sumergiendo el gel en una solución de ácido acético al 0.5% (Ratanachomsri et al. 2002). El gel de 
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poliacrilamida con los estándares de peso molecular fue alineado con el zimograma para calcular 

el peso molecular de las enzimas endoglucanasas que realizaron la hidrólisis del CMC, finalmente 

se capturo la imagen con una cámara fotográfica de alta resolución. 

 

3.6.4 Zimografía en PAGE para identificar la actividad de β – glucosidasa  

El gel de poliacrilamida nativo obtenido de la electroforesis fue sumergido en tampón acetato 0.5 

M y pH 5 conteniendo 0.1% (p/v) de esculina y 0.03 % (p/v) de cloruro férrico e incubado por 5 

minutos a 50°C (Ki – Sung 1994). Durante la incubación se observaron bandas oscuras que 

correspondían a las β – glucosidasas. La reacción enzimática se detuvo con solución de glucosa al 

10% (p/v), la cual actua como un inhibidor de la β – glucosidasa.   Las bandas enzimáticas fueron 

analizadas para determinar su peso molecular y fotografiado colocando los geles en una cámara de 

luz ultravioleta. 

 

3.6.5 Zimografía en SDS - PAGE para identificar la actividad de Xilanasa  

Se utilizó el método de Hong – Ge (2006) con algunas modificaciones. El PAGE fue sumergido en 

una solución tampón de acetato de sodio 0.2 M; pH 5.0 por 10 minutos, y luego colocado sobre 

una capa de agar – xilano (agar 1.5% y xilano 0.1%) e incubado a 50°C por 1 hora. Para identificar 

las zonas de hidrólisis, se realizó un teñido con rojo Congo al 0.1% por 30 min y se lavó con 

solución de NaCl 1 mol.L-1 para remover el exceso de los reactivos. Las bandas enzimáticas 

obtenidas fueron fotografiadas colocando los geles en una cámara de luz ultravioleta, luego se 

cuantificó el valor Rf para determinar su peso molecular. 

 

 



IV. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

4.1 ANÁLISIS POR MICROSCOPÍA ÓPTICA Y CRIO MICROSCOPÍA 

ELECTRÓNICA DE BARRIDO 

Se realizó una evaluación inicial de la colonización y desarrollo del micelio de A. niger sobre el 

soporte de perlitas utilizando un estereoscopio. En la Figura 16, se muestra una microfotografías 

estereoscópica, en la cual se observa el crecimiento tanto del micelio vegetativo de color blanco 

con hifas delgadas y entrecruzadas como también el micelio aéreo conteniendo estructuras 

reproductivas como conidioforos y conidias de color negro – marrón oscuro, adheridos a la 

superficie e interface de las perlitas y ampliamente distribuidos en toda la superficie del soporte, 

donde los hongos se asientan, formando un sistema complejo, convirtiéndose en biopelículas con 

suficiente actividad fisiológica, dando lugar a un microambiente dentro y fuera del soporte sólido. 

Esto demuestra la capacidad del A. niger de adherirse y desarrollarse sobre la superficie de las 

partíulas de perlita. Para analizar los detalles estructurales del crecimiento se utilizó microscopía 

electrónica de barrido (Figura 17). Estudios sobre cultivos en medios sólidos han permitido 

observar que los promedios de longitud y diámetro de las hifas distales difieren en relación 

contraria con la cantidad inicial de glucosa (Larralde - Corona et al. 1997, Reyes - Ocampo 2006) 

o fuente de carbono; aunque es un tanto complejo distinguir entre hifas aéreas, superficiales, y las 

que penetran el gel de agar (Rahaldjo et al. 2005) o soporte sólido. 
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Figura 16: Imagen al estereoscopio de A. niger en crecimiento sobre soporte de perlita. Con 

un aumento de la imagen de 10x40. Se observan conidióforos y conidias de color oscuro 

negros (flecha y círculos rojos) y micelio vegetativo con hifas hialinas (flecha y círculos 

blancos) adheridas a perlitas en FES.  

 

Para el caso de la FB, la adhesión de las esporas de A. niger en las perlitas (soporte inerte) ocurrió 

adecuadamente, debido a que el material posee buenas características de porosidad y rugosidad en 

la superficie (Figura 17a), que permitió una suficiente fijación de las esporas y crecimiento 

micelial.  Las biopelículas de la FB y FES, dieron imágenes similares en las micrografías 

electrónicas de crio-escaneo, que indican similares procesos biológicos.  La estructura rugosa de la 

superficie de los conidias del hongo, juega un papel importante en la primera etapa de adhesión 

fisicoquímica a la superficie del soporte sólido (Figura 17b), esta unión es favorecida por la 

producción de hidrofobinas (proteínas de superficie activa) y matrcices extracelulares. Las 

hidrofobinas son utilizadas para la adhesión de las esporas y crecimiento aéreo. Gracias a sus 

propiedades biofísicas y bioquímicas las hidrofobinas presentan un comportamiento anfifílico o 
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anfipatico, e interactuar con interfases reduciendo la tensión superficial. Las hidrofobinas tienen 

propiedades surfactantes (Motilva y Ñañas 2014, Wösten et al. 1999, Carpenter et al. 1992, Takai 

et al. 1980, Pedrós 2003). 

   

En general los hongos expresan varios genes que codifica hidrofobinas, tres genes de hidrofobinas 

fueron encontrados en Pleurotus ostreatus (Asgeirsdottir et al. 1998) y otros cuatro en 

Schizophyllum commune (Schuren y Wessels 1990, Wessels et al. 1995). En las diferentes bases 

de datos, tanto del Repositorio Central de Datos de Aspergillus (CADRE) y de Uniprot encontraron 

un total de 74 secuencias de hidrofobinas putativas de Aspergillus. El número por especie varía, de 

seis para Aspergillus oryzae a diez para Aspergillus clavatus, Aspergillus fischeri, Aspergillus 

terreus, Aspergillus nidulans y Aspergillus niger. Posibles ejemplos de proteínas que parecen ser 

formas intermedias, se encontraron entre la Clase I y II. Se cree que esta forma intermedia puede 

ser de mayor uso para aplicaciones alimentarias ya que presentan adecuadas propiedades 

fisicoquímicas de solubilidad y cinética de ensamblaje susceptibles de ser utilizadas en operaciones 

estándar de producción de alimentos. Através de las aplicaciones de bioinformática asistida por 

computadora para estudios de selección se discute el desarrollo de hidrofobinas para modelos de 

sistemas de producción (Littlejohn et al. 2012). Estudio bioinformático muy recientes realizado 

por Jensen et al. (2010), han identificado 50 proteínas de hidrofobina en Aspergilli, 20 de las cuales 

no habían sido identificados previamente dentro de este grupo. Curiosamente, algunas de las 

supuestas hidrofobinas recientemente identificadas no parecen clasificarse fácilmente como Clase 

I o Clase II usando el modelo de secuencia convencional descrito por Kershaw y Talbot (1998) y 

Whiteford y Spanu (2002). Esto se enfatiza por las gráficas de hidrofobicidad de la clase no 

identificada contra un ejemplo de clase I donde hay una diferencia clara en los patrones de 

hidropatía en los extremos N y C terminal. Por lo tanto, uno podría esperar diferencias en las 

propiedades físicas de estas proteínas cuando se exponen a interfaces aire/agua, aceite/agua. Esta 

significaría que estas proteínas podrían usarse en la industria alimentaria sin tener la etiqueta de 

"ingeniería genética" en ellos, como con aquellos identificado por Scholtmeijer et al. (2004). La 

presencia de uno o más genes, sugiere la expresión de hidrofobinas en diferentes estadios del 

desarrollo de los hongos (Kershaw et al. 1998).  
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En la formación de bioplículas de Aspergillus niger, se ha reportado que la adhesión de esporas y 

los primeros estadío de desarrollo de las hifas están favorecidos por la matriz extracelular (Villena 

y Gutiérrez - Correa 2007), lo cual se corrobora en este estudio. A las 12 h de crecimiento, en las 

crio micrografías aparecian hifas colonizadoras, rodeadas de un extenso material adhesivo 

extracelular, que forma una matriz de hifas-hidrofobinas-perlitas (HHP) (Figura 17c). Después de 

18 h de crecimiento, se observa el desarrollo de microcolonias (Figura 17d) en la superficie del 

soporte inerte, cubriéndolo totalmente, resultando la formación de las biopelículas. 

 

Tanto para FES y FB se utilizó el mismo soporte inerte, en el cual se se produjo el crecimiento por 

adhesión a superficies de A. niger, con la diferencia que, en FB el soporte se encontraba en medio 

líquido (FB) (Figura 18). Los hongos filamentosos están por naturaleza crecen adheridos a 

superficies sólidas, esta condición favorece la absorción de nutrientes, anclaje y crecimiento de 

hifas y secreción de enzimas. El crecimiento de A. niger en perlitas de FES y FB siguió los mismos 

patrones de crecimiento de los hongos ascomicetos, lo que sugeriría que para este tipo de cultivo, 

subyace un mecanismo de adhesión celular y de expresión de genes que expresan proteínas de 

superficie activa, cuya función es adherir hifas a la superficie hidrofóbica (Wösten et al. 1994, 

Villena y Gutiérrez-Correa 2007, Gamarra et al. 2010) (Anexo 1). 

  

La producción del material extracelular adhesivo (AECM) fue demostrado en estudios anteriores 

sobre biopelículas de A. niger desarrolladas en tela de poliéster (Villena y Gutiérrez-Correa 2007, 

Villena et al. 2010). Además, el crecimiento de A. niger en las superficies de perlitas siguieron los 

patrones morfológicos similares encontrados en otras biopelículas microbianas (Harding et al. 

2009, Ramage et al. 2009, Wimpenny et al. 2000). El patrón morfológico de desarrollo de pellets 

de A. niger se caracteriza por una agregación de esporas y posterior crecimiento de hifas 

entrelazadas, correspondientes al tipo de configuración tal como ha sido informado en un artículo 

anterior (Villena y Gutiérrez-Correa 2007). Asimismo, la diferencia morfológica entre biopelículas 

y el crecimiento en pellets va más allá de las diferencias en la estructura física, sino que también 

implica diferentes patrones de transferencia de masa (Talabardon y Yang 2005, Villena y 

Gutiérrez-Correa 2006, Villena et al. 2010).  
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Figura 17: Micrografías electrónicas de crio-escaneo de perlitas y formación de biopelículas de A. niger. a) Perlita no inoculada, 

b) Esporas de A. niger adheridas a las perlitas (puntas de flecha), c) hifas colonizadoras (hifas indicadas con flechas) a 12 h de crecimiento 

(puntas de flecha), d) microcolonias desarrolladas a las 18 h (hifas indicadas con flechas). 
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4.2    PRODUCCIÓN DE BIOMASA DE A. niger Y CONSUMO DE SUSTRATO EN TRES 

SISTEMAS DE FERMENTACIÓN 

El cultivo de A. niger ATCC 10864 en los tres sistemas de fermentación se realizó por 120 h (cinco 

días), sin embargo, a las 72 h se observó la máxima producción de biomasa (Cuadro 2) en FES, 

seguido en FS y en menor cantidad en FB. En este mismo sentido, en FES ocurrió un mayor 

rendimiento de biomasa en relación al consumo de lactosa comparado a FS y FB, comparando 

estadísticamente estos dos sistemas de fermentación (FS y FB) no presentan diferencia significativa 

(p ˃ 0.01) en cuanto al rendimiento de biomasa, pero en la productividad volumétrica de biomasa 

difieren estadísticamente (p ˂ 0.01). La productividad volumétrica de biomasa entre FS y FES no 

difiere significativamente (p ˃  0.01). En los cultivos sumergidos, el micelio libre creció en forma 

de pellets esponjosos de un diámetro promedio de 0.35 mm, que eran muy similares a las 

biopelículas adheridas a las perlitas producidas en FB, mientras que en FES las hifas crecieron en 

forma de espigas adheridas y distribuidas en la superficie de las perlitas. Respecto al consumo de 

lactosa por el A. niger no presentó diferencia significativa entre FS y FES, mientras que en FB se 

observó menor cantidad de lactosa residual (Cuadro 2), lo que indica que hubo mayor consumo de 

lactosa en esta condición de cultivo.  

Cuadro 2: Comparación del crecimiento de Aspergillus niger ATCC 10864 en tres sistemas 

de fermentación  

 

 

 

 

 

 

 

 

Los resultados de la producción de biomasa son consistentes con aquellos reportados por Viniegra-

González et al. (2003) y Téllez- Jurado et al. (2006) quienes obtuvieron mayor producción de 

biomasa en relación a producción de enzimas de A. niger en FES que en FS. Un aspecto favorable 

de FES comparado a FS, es que no está sujeto a limitaciones de transferencia de oxígeno debido a 

Sistemas de 

fermentación 

Tiempo  

máximo 

producción de 

celulasas (APF) 

(h) 

Biomasa 

Peso seco 

X(gL-1) 

Lactosa 

Residual 

S (gL-1) 

Rendimiento de 

biomasa en 

relación a lactosa 

(Yx/s) 

Producción 

volumétrica de 

biomasa 
(gL-1 .h-1 ) 

Sumergido (FS) 72 2.1  ±0.07b 5.5  ±0.08a 0.38 ±0.02b 0.03± 0.001a 

Biopelículas (FB) 72 1.7  ±0.10c 4.8  ±0.11b 0.35 ±0.03b 0.023±0.001b 

Estado sólido (FES) 72 2.4  ±0.12a 5.4  ±0.1a 0.44 ±0.02a 0.03±0.002a 

Valores promedio de cuatro repeticiones, (±) DE. Medias con una letra común no son significativamente 

diferentes (p ˃ 0.01).  



69 
 

las consideraciones geométricas establecidas en FES, ya que en este sistema ocurre una mayor 

interface aire-líquido (Viniegra-González et al. 2003). Por otro lado, Villena y Gutiérrez-Correa 

(2006) obtuvieron mayor biomasa en el micelio libre de FS que en cultivos de biopelículas. Sin 

embargo, Papagianni et al. (2002) y Iqbal y Saeed (2005) reportaron similares y mayores 

cantidades de biomasa producida en cultivos de A. niger inmovilizados en superficie que en 

fermentación sumergida. Los cultivos con micelio libre están expuestos a altas fuerzas 

hidrodinámicas, mientras que los cultivos en estado sólido se limitan a la fuerza de la matriz sólida.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 18: Cinética del proceso de cultivo de Aspergillus niger 

 a) Biomasa; (b) celulasas (FPA); (c) xilanasas; (d) lactosa residual fermentación: sumergida (cuadrados), biopelículas 

(círculos) y estado sólido (triángulos). Líneas continuas corresponden a los datos predictados con las ecuaciones 2, 4 

y 6, respectivamente.  
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Las biopelículas de A. niger se caracterizan por el crecimiento coordinado de hifas con una 

estructura canalizada y baja densidad de biomasa, en este tipo de cultivo las limitaciones de 

transferencia de masa se reducen en comparación con FS (Villena y Gutiérrez-Correa 2007).  

Kaup et al. (2008) mostraron que la inclusión de micropartículas de silicato de magnesio 

(comúnmente denominado talco) a los cultivos sumergidos de varios hongos, modificaron su 

morfología, desde pellets hasta pequeños grupos miceliares dispersos. Los estudios sobre la 

influencia del soporte en los patrones de crecimiento de cultivos en biopelículas son muy limitados 

en comparación a cultivos sumergidos, en los cuales el desarrollo morfológico de hongos ha sido 

ampliamente investigado (Villena y Gutiérrez-Correa 2007). La morfología de microorganismos 

filamentosos juega un papel importante en su metabolismo durante la fermentación (Grimm et al. 

200, Papagiani y Mattey 2004).  

Los cultivos basados en adhesión a superficies presentan una mejor productividad que los cultivos 

sumergidos (Wang y Chen 2009). La adhesión de los hongos a matrices sólidas presenta mejor 

performance en FB y en FES, a pesar de que en el presente estudio las partículas de biopelícula 

obtenidas en FB eran del mismo tamaño que los pellets miceliares encontrados en FS. En estudios 

anteriores se demostró que la formaxión de biopelículas de A. niger adherido a tela poliéster fue 

comparable con FES (Villena y Gutiérrez-Correa 2007). 

La cinética de biomasa (X) de A. niger en los tres sistemas de cultivo se muestran en la Figura 18a. 

En todos los casos, se presenta una fase lag de 24 h seguida por un rápido crecimiento hasta las 

120 h, a excepción de las biopelículas, en la cual el crecimiento se detiene a los 96 h Sin embargo, 

la producción de biomasa de A. niger en los tres sistemas de cultivo siguieron el modelo de 

ecuación logística con un alto coeficiente de correlación (r2 = 0.99). Para hacer los ajustes de los 

datos experimentales del crecimiento del A. niger en los tres sistemas de fermentación se utilizó el 

software NLIN Procedure 9.1. La mayor concentración de biomasa máxima (xm) se estimó en FES 

(xm = 7.3 ± 0.05 gL−1) (Anexo 2.13), seguida de FS (xm = 5.24 ± 0.13 gL−1) (Anexo 2.1) y FB (xm 

= 2.64 ± 0.09 gL−1) (Anexo 2.7). Por el contrario, la tasa específica máxima de crecimiento (µ= 

0.065 ± 0.003 h−1) de FB fue más alta en comparación a FS y FES (µ= 0.044 ± 0.005 h−1 y µ= 

0.036 ± 0.004 h−1, respectivamente). Con respecto al comportamiento de lactosa residual en FS 

(Figura 18d) era menor hasta las 48 h, a partir de este tiempo la reducción de este nutriente fue 

similar al de FES manteniéndose hasta las 120 h y no mostraron diferencia significativa en la 
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cantidad de fuente carbono residual (Cuadro 2) al finalizar el proceso de fermentación, mientras 

que monitoreando la cinética de lactosa residual en FB se observó una fuerte reducción a partir de 

las 48 h de cultivo y presenta diferencia significativa (p ˂ 0.05) entre FS y FES.    

Reyes - Ocampo et al. (2013) sostienen que el crecimiento del A. niger en FES esta en contacto 

con el medio sólido y gaseoso, en consecuencia, la cinética de crecimiento se ve influenciado a los 

fenómenos de transferencia de masa en ambos medios, que se traduce a un modelo de difusión - 

reacción. Reyes - Ocampo et al. (2013) analizaron el metabolismo de A. niger A10 en un sustrato 

sólido, cuantificaron el peso seco de biomasa en distintas cantidades de glucosa (de 25 a 250 gL-

1), obtuvieron la mayor cantidad de biomasa a 200 gL-1. Analizaron que biomasa producida no era 

proporcional a la cantidad de glucosa inicial después de los 100 gL-1. También utilizaron modelos 

matemáticos para la predicción de los datos experimentales, los cuales se ajustaban a dichos datos, 

concluyeron que los parámetros cinéticos pueden modificarse para obtener una mejor predicción. 

En el presente estudio realizado se midieron los metabolitos secretados en el medio, cuyos datos 

fueron utilizados el para el modelamiento matemático. 

 

4.3    PRODUCCIÓN DE CELULASAS, ENDOGLUCANASAS Y XILANASAS DE A. niger 

ATCC 10864 EN TRES SISTEMAS DE FERMENTACIÓN 

 

La producción de celulasas expresados en términos de actividad de papel de filtro (FPA) (Figura 

18b). La producción de celulasas se ajustó al modelo predictivo de Luedeking y Piret (1959) con 

un coeficiente de determinación de r2 = 0.98 en los tres sistemas de fermentación, lo que indica que 

existe una reducida variación entre los datos experimentales y el modelo ajustado; así mismo el 

porcentaje de variación (r2 = 98%) expresa que la producción de celulasas en relación a la biomasa 

de A. niger se ajusta al modelo, mostrando una adecuada capacidad predictiva. La máxima 

actividad de celulasas (EFPA) se encontró en la fermentación en biopelículas (FB) a las 72 h de 

crecimiento, siendo 1.5 veces más alto que en FS y FES (Cuadro 3). En FB el rendimiento de 

celulasas por unidad de biomasa (YFPA/x) fue 1.5 y 2.6 veces más alto que en FS y FES, 

respectivamente. También, el rendimiento de celulasas respecto al sustrato consumido (YFPA/S), la 

actividad específica de las celulasas (YFPA/Pr) y la productividad volumétrica (ГFPA), fueron 

significativamente superiores en FB, similar a lo obtenido por Villena y Gutiérrez-Correa (2006, 
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2007) en biopelículas formadas en telas de poliester con una producción de celulasas 70% más alta 

que la fermentación sumergida.  Respecto a la ecuación 3, el coeficiente κ de formación del 

producto determinado en FES y FB fue negativo, siendo más bajo en este último sistema de cultivo, 

lo que indica que el coeficiente de degradación de las celulasas es menor en FB. Sin embargo, la 

tasa de formación específica de FPA fue similar en FS and FB pero más bajo en FES. 

El rendimiento de celulasas (EFPA) y los otros parámteros de productividad de YFPA/Pr , YFPA/s y ГFPA 

comparado entre FS y FES no muestran diferencia significativa (Cuadro 3), en FS se utilizó un 

medio de cultivo líquido, mientras que en FES un soporte inerte volcánico. Sin embargo otros 

investigadores como Dutt y Kumar (2014) investigaron la producción de celulasas (FPA) de A. 

flavus AT - 2 y A. niger AT-3 utilizaron salvado de arroz en FES y FS; encontraron que la actividad 

de la FPasa de A. flavus AT-2 y A. niger AT-3 aumentó en 44 y 45.86%, respectivamente, en FES 

comparado con FS. Tappi Test Methods (2007) describe que la FES es una tecnología simple de 

fácil aplicación a pequeña escala y tiene muchas ventajas tecnológicas y económicas en 

comparación a la FS (Holker et al. 2004) y está diseñado predominantemente para la producción 

de enzimas fúngicas, ya que estos microorganismos están mejor adaptados para crecer en 

superficies sólidas que en cultivo líquido. Existe poca investigación sobre las ventajas de FES y 

los procesos fisiológicos que podrían ser mejorados mediante la adhesión celular o formación de 

bipelículas (Johansson 2006).   

La FB es un sistema de adhesión a superficies presenta ventajas fisiológicas de la FES y las 

características operativas de la FS, en estas condiciones se logró una mejor producción de celulasas 

y xilanasas de A. niger ATCC 10864, sugiriendo que la adhesión celular al soporte sólido y el uso 

de un medio líquido, con una agitación constante, favoreció una mejor mezcla y por consiguiente 

un adecuado transporte de masa, lo cual habría una mejor actividad fisiológica y metabólica del 

hongo, así como una expresión diferencial de genes.  Existen reportes al respecto. Por ejemplo, 

Aspergillus fumigatus forma biopelículas y presentan un gen de expresión diferencial, que puede 

ser responsable del aumento de su patogenicidad (Mowat et al. 2008, Seidler et al. 2008). Villena 

et al. 2009a encontraron algunos genes que codifican enzimas lignocelulolíticas de A. niger, que 

fueron diferencialmente expresados en biopelículas en comparación con pellets de micelio de 

cultivo sumergido. Por otra parte, los proteomas de las biopelículas y pellets de A. niger mostraron 

claras diferencias de proteínas expresadas diferencialmente en cada caso (Villena et al. 2009b). 



73 
 

Resultados similares en la expresión génica diferencial han sido reportados para Aspergillus oryzae 

en FES (Akao et al. 2002, Biesebeke et al. 2002). La adhesión celular a superficie es una 

característica común en FB y FES, y este tipo de interacción puede ser responsable de las ventajas 

de fermentación sobre FS a través de varios mecanismos biológicos incluyendo expresión génica 

diferencial (Gutiérrez-Correa y Villena 2003, Villena et al. 2009a, b). 

Respecto a la transferencia de masa, Ncube (2013) en su estudio utilizó cuatro cepas de hongos (A. 

niger FGSC A733, A. versicolor EF23, P. citrinum AZ01 y T. harzianum NCGR 0509), los cuales 

exhibieron altos títulos de celulasa y xilanasa durante la FES en comparación con la FS, sugieriendo 

que los títulos más altos de enzimas producidas en FES se debe a la disponibilidad restringida de 

nutrientes en el sustrato sólido respecto a los cultivos líquidos, y de manera importante y en 

concordancia a lo descrito en el párrafo anterior, señala que probablemente los hongos desarrollan 

mecanismos más eficientes para la degradación del sustrato celulósico y en consecuencia, actúan 

con una presión selectiva para la mayor producción de enzimas , traduciéndose en que el títulos de 

enzimas en FES es alto (Pandey et al. 2000, Kazuhiro 2002, Tengerdy y Szakacs 2003). Además, 

Tengerdy and Szakacs (2003) y Nair y Sindhu (2008) observaron que la fisiología de los hongos 

es diferente en sustratos sólidos que en cultivos líquidos. En FES ocurre un crecimiento complejo 

para la colonización, penetración al sustrato y metabolismo, y se requieren de estructuras celulares 

especiales, de enzimas y sistemas regulatorios. Por lo tanto, la actividad hidrolítica de las enzimas 

en FES es mayor comparada a FS (Tengerdy y Szakacs 2003).
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Cuadro 3: Comparación de los parámetros de productividad de celulasas (FPA) por A. niger en 72 

horas de cultivo en diferentes sistemas fermentación  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Sistemas de 

fermentación  

EFPA 
 

(UL-1) 

Proteína 

secretada 
(gL-1) 

YFPA/X 

(Ug-1) 

 FPA/S 

(Ug-1) 

YFPA/Pr 

(Ug-1) 

FPA 

(UL -1.h-1 ) 

qFPA 

(U g−1h−1) 

Sumergido (FS) 1165±15b 0.321±0.003b 554. ±13 b 212 ±5b 3629 ±84c 16 ±0.20 b 8.5±0.4a 

Biopelículas (FB) 1768±20a 0.4±0.002a 1040 ±71a 368 ±11a 4420 ±31a 25  ±0.3a 7.1±0.3a 

Estado sólido (FES) 1174±19b 0.305±0.003b 489 ±3 c 217±3 b 3849 ±22b 16  ±0.3 b 3.7±0.2b 

 

Parámetros de productividad: EFPA = actividad de la celulasa en términos de actividad de papel de filtro (UL-1) . YFPA/x (U g− 1) = 

Rendimiento de celulasa (UL − 1)/biomasa formada (gL − 1), YFPA/S (U g − 1) = rendimiento de celulasa (U L − 1)/sustrato consumido 

(gL − 1), YFPA/Pr (U g − 1) = Rendimiento de celulasa (UL− 1)/proteína secretada (gL − 1), ΓFPA (U L− 1 h − 1) = productividad 

volumétrica de celulasa, qFPA = tasa específica de formación de celulasas. Valores promedios de cuatro repeticiones ± SD. 

Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p ˃ 0.01). 
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Cuadro 4: Comparación de los parámetros de productividad de endoglucanasas y xilanasas de A. niger en 72 h de cultivo en 

diferentes sistemas de fermentación 

 
Endoglucanasas    Xilanasas 

Sistemas de 

fermentación  

Actividad 
(EG) 

(UL-1) 

YEG/X 
      (Ug-1) 

YEG/Pr 
(Ug-1) 

EG 

(UL -1.h-1 ) 

qEG 

(Ug−1h−1) 

 Actividad (Xyl)  

(UL -1) 
Yxyl/x 

(Ug -1) 

Yxyl/Pr 

(Ug -1) 

 xyl 

(UL -1.h-1) 

qxyl 
(Ug−1h−1) 

qFPA 

(Ug−1h−1) 

Sumergido  1854±21c 882.8±28c 5806.8±81c 25.75±0.3c 12.3±0.02c  5051±125c 2405±6b 15735±453c 70±2c 33±0.5a  

Biopelículas 6408±123a 3769.4±301a 16020±340a 89±1.7a 86±1.2a  8567±63a 5139±30a 21417±244ª 119±1a 71±0.3a  

Estado sólido 5205±103b 2168.7±148b 17065.5±340b 72.2±1.4b 15±0.2b  7058±18b 2940±138c 23140±362b 98±1b 40±0.2b  

 

Parámetros de productividad: EG = Endoglucanasas (UL-1), YEG/x (U g− 1) = Rendimiento de EG (UL − 1) / biomasa formada (gL − 1), YEGr (U g − 1) = Rendimiento 

de EG (UL− 1)/proteína secretada (gL − 1), ΓEG(UL-1 h − 1)  productividad volumétrica EG, qEG = tasa específica de formación de EG. 

 

Xyl = Xilanasas (UL-1), YXylr (U g − 1) = Rendimiento de Xyl (UL− 1)/biomasa producida (gL − 1), YXyl/Pr (U g − 1) = Rendimiento de Xyl (UL− 1)/proteína secretada 

(gL − 1),   ΓXyl(UL-1 h − 1)  productividad volumétrica Xyl, qXyl = tasa específica de formación de xilanasas. Valores promedios de cuatro repeticiones ± SD. 
Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p ˃ 0.01).   
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Los parámetros de productividad de endoglucanasas (EG) y xilanasas (Xyl) se presentan en el 

Cuadro 4. Ambas enzimas alcanzaron una máxima actividad catalítica en 72 h de crecimiento, 

siendo 1.2 y 3.5 veces más alta en FB. De forma similar, los rendimientos y productividades 

volumétricas fueron mayores en FB. El coeficiente de formación del producto (k) fue positivo para 

la producción de endoglucanasa en FB y FES, pero negativo para la producción de xilanasas 

indicando mecanismos fisiológicos complejos en la producción de estas enzimas en los tres 

sistemas de cultivo. En ocasiones las xilanasas se pueden adsorben fuertemente en el sustrato sólido 

insoluble de la FES y su rendimiento se reduce; contrariamente la recuperación de las enzimas en 

el extracto líquido en FB y FS no es dificultosa. Los hongos filamentosos, especialmente A. niger, 

tienen características fisiológicas importantes para producir simultáneamente celulasas y xilanasas 

(Ali et al. 2008, da Silva et al. 2005) y pueden actuar sinérgicamente durante la degradación de la 

biomasa lignocelulósica (Kumar y Wyman 2009, Robison 1984, Sánchez 2009, Selig 2008). 

 

En la Figura 18c se presenta la cinética de producción de xilanasas, la cual fue ajustada con el 

modelo de Luedeking y Piret (1959) con una alta correlación (r2 > 0.987) en los tres sistemas de 

fermentación. La fase Lag o de adecuación al medio de cultivo del A. niger ATCC 10864 en FS, 

FB y FES ocurrió hasta las 24 h de cultivo, donde no hubo producción de Xyl, seguidamente se 

inició la producción de la enzima en la fase de aceleración y exponencial hasta las 72 h., 

observándose los mayores títulos en FB, después de este tiempo ocurre una tendencia de 

disminución de la producción de esta enzima. El rendimiento de las xilanasas en la fermentación, 

está gobernado por algunos factores. Cuando se utiliza sustratos complejos heterogéneos, diversos 

factores influyen en la expresión de xilanasas, a este efecto también se incluye la accesibilidad al 

sustrato, composición química, tasa y cantidad de xilooligosacaridos liberados, que actúan como 

fuente de carbono e inhibidores de la producción de xilanasas (Kulkarni et al. 1999). Las proteasas 

y los transglicósidos, también afectan el rendimiento de las xilanasas (Chauthaiwale y Rao 1994). 

Las xilanasas son óptimamente expresadas al final de la fase exponencial o Log. Otros factores que 

afectan la productividad y actividad de las xilanasas en la fermentación, son el pH, temperatura y 

agitación (Kulkarni et al. 1999). Gomes et al. (2016) optimizaron la obtención de xilanasa en FES 

probando distintas cantidades de bagazo de caña de azúcar y temperaturas de incubación (40, 45, 
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50 y 55 °C), los máximos niveles de xilanasa obtuvieron después de 24 h a 45°C con un medio de 

cultivo de bagaso de caña y salvado de trigo en proporción de 1:1. 

  

Las diferencias de los títulos de celulasas y xilanasas en el presente estudio se ven corroboradas 

por las distintas condiciones físicas de los tres sistemas de fermentación, a ello se suma los factores 

biológicos y químicos. Así las diferencias en actividad de agua y el tamaño de partícula del sustrato 

en estado sólido alteran significativamente la expresión de varios genes, que afectan a diversas 

expresiones fenotípicas tales como crecimiento, desarrollo, producción de micotoxinas y enzimas 

(Kazuhiro 2002). Las señales de estado sólido causan cambios morfológicos y fisiológicos en los 

hongos filamentosos en el crecimiento invasivo y formación de conidióforos. La producción 

específica de enzimas adheridas a superficie sólida, es superior a los métodos de fermentación 

sumergida (Morgan – Aguilar et al. 2021), es una consecuencia del aumento de la expresión génica 

y cambios drásticos en el citoesqueleto y la capacidad de secreciòn de los hongos filamentosos 

(Kazuhiro 2002). Otra característica biológica del cultivo en estado sólido es el cambio de 

localización de algunas enzimas, por ejemplo, en FS, algunas actividades enzimáticas son 

encontradas principalmente en la pared celular de micelio, mientras que, en FES, las mismas 

enzimas se secretan en el medio y hay poca actividad en la pared celular. Se deduce que hay 

relocalización de enzimas dependiendo de las condiciones de cultivo tanto en FES como en FS 

(Kazuhiro 2002).  

   

4.4 CONSUMO DE LACTOSA DE A. niger ATCC 10864 EN LA PRODUCCIÓN DE 

CELULASAS Y XILANASAS EN TRES SISTEMAS DE FERMENTACIÓN 

En la Figura 18d se presenta la cinética de lactosa residual (fuente de carbono) en el curso de 120 

h de crecimiento de A. niger para la producción enzimas celulolíticas y xilanolíticas en FS, FB y 

FES. El modelo predictivo de Pirt (Ec. 6) correlaciona adecuadamente entre los valores predichos 

y los medidos experimentalmente en los tres sistemas de fermentación, con los cuales, es posible 

calcular la tasa máxima teórica de consumos de sustrato, la producción de biomasa y la actividad 

enzimática de interés. Mediante los modelos matemáticos se puede simular la respuesta de los 

procesos fermentativos y estimarse las condiciones óptimas de operación que maximicen los 

rendimientos y productividades volumétricas del metabolito de interés en determinadas 

condiciones ambientales; en recientes años nuevos modelos matemáticos se viene desarrollando 
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basado en la interacción intracelular (Mazaherí y Shojaosadati 2013). Estos modelos (de tipo 

estequiométricos) consideraron el metabolismo microbiano, las vías o rutas metabólicas y la 

regulación del metabolismo (Mazuti et al. 2010). En estos modelos, los balances de masa en estado 

estacionario fueron considerados en el interior de la célula, como resultado, se obtuvo los 

fenómenos extracelulares como son: la tasa de formación de biomasa, la absorción del sustrato y 

las tasas de formación del producto, que se relacionan con el flujo intracelular de carbono y energía 

(Mazaherí y Shojaosadati 2013). El uso de modelos tanto estequiométricos como cinéticos para 

investigar el metabolismo celular, ayudan a definir las condiciones óptimas de fermentación, así 

como en la dirección de los cambios genéticos que se pueden introducir para obtener y seleccionar 

una buena cepa productora o líneas celulares con características genotípicas deseables. El aumento 

y la disponibilidad de información genómica y potentes técnicas analíticas, junto a los modelos 

matemáticos estan sirviendo como herramientas para comprender el metabolismo celular y la 

fisiología (Gombert y Nielsen 2000). 

 

En FB se observa una mayor tendencia de consumo de lactosa por A. niger, desde las 48 a 96 h y 

aunque el consumo total fue menor en este sistema de cultivo. No toda la fuente de carbono y 

energía (FCE) que consume el microorganismo es utilizado para la producción de biomasa o 

productos. Una porción del sustrato es utilizada para obtener energía y mantener a las células 

viables (Jorge 2003), este principio se precisa con el postulado de Pirt (1975), quien sostiene que, 

existe una cantidad de FCE proporcional a la cantidad de biomasa, destinado al mantenimiento 

celular. 

 

Villena y Gutiérrez – Correa (2012) analizaron la cinética de producción de celulasas y xilanasas 

en fermentación en biopelículas y en fermentación sumergida con A. niger en microbiorreactores 

oxigenados, observaron que el crecimiento y  consumo de lactosa de A. niger siguió el modelo de 

crecimiento logístico y la de Pirt, respectivamente, con una correlación de r2 > 0,9 en ambos 

sistemas de fermentación, aunque la producción máxima de biomasa fue ligeramente más alta en 

FS, sin embargo la tasa máxima específica de crecimiento (μm) y el rendimiento de biomasa por 

consumo de sustrato (Yx/s) fueron aproximadamente 35% y dos veces más altas en FB, 

respectivamente, en este mismo sistema de cultivo los valores experimentales para el consumo de 

lactosa coincidieron en gran medida con los valores previstos, hecho que no ocurrió en la FS, pero 
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en ambos casos, el coeficiente de mantenimiento estimado fue insignificante (ms ≈ 0), estas 

estimaciones obtenidas por estos investigadores eran muy cercanos a los resultados obtenidos en 

el presente estudio, donde la FB podría convertirse en una tecnología promisoria para la producción 

de enzimas, ya que ofrece ventajas competitivas frente a los sistemas de FS y FES. 

 

4.5 ELECTROFOREGRAMAS EN GEL DE POLIACRILAMIDA NO 

DESNATURANTE (DN – PAGE) DE EXTRACTOS PROTEICOS DE Aspergillus 

niger EN TRES SISTEMAS DE FERMENTACIÓN 

En el DN – PAGE de la Figura 19, se observa la separación de proteínas intactas del secretoma de 

Aspergillus niger ATCC 10864 a las 72 horas de crecimiento. En la fermentación sumergida (FS) 

se detectaron dos proteínas extracelulares con pesos moleculares aparentes de 67.4 y 12.4 kDa, en 

la fermentación en biopelículas (FB) tres proteínas de 93; 42.7 y 12.4 kDa y en fermentación en 

estado sólido (FES) cuatro de 174, 130, 97 y 57 kDa. En este último sistema de cultivo los 

complejos proteicos son de alto peso molecular. Se aprecia que en cada sistema de fermentación 

existe un patrón de proteínas característico de diferentes pesos moleculares, que puede estar 

asociado al tipo de cultivo y al crecimiento en adhesión. 

 

Marzoa, (2010) señala que el análisis de proteínas complejas en DN-PAGE es una presentación 

fiable del proteoma de una muestra en estudio. En la FS y FB se observan proteínas complejas 

coloreadas con azul de Comassie coloidal muy intensas de 67.4 y 42.4 kDa, que indican que se 

expresaron en concentraciones altas, así mismo en estos dos sistemas de fermentación se aprecia 

una proteína de baja masa molecular (12,4 kDa) que no se observa en FES. La migración de las 

proteínas en DN – PAGE ocurre por el tamaño de las proteínas al atravesar el gel de separación, su 

movilidad ocurre hasta alcanzar un tamaño de poro específico del gel de poliacrilamida. La 

electroforesis DN-PAGE, es un método relativamente simple y sensible para la identificación de 

proteínas de membranas y los complejos bacterianos solubles, a diferencia de otros métodos 

laboriosos, que reportan resultados falsos positivos y/o negativos; es aplicable a complejas 

proteínas que varían en pesos moleculares desde 10 a 10 000 kDa (Schagger et al. 1994), también 

es usado en combinación con otras técnicas para determinar el estado oligomérico, la 

estequiometría, la actividad enzimática y la estructura molecular de varios complejos 

multiproteicos (Poetsch et al. 2000, Dudkina et al. 2005, Sunderhaus y otros, 2006).  Aufurth et al. 
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(2000) estudiaron la enzima transportadora de sodio Naþ-F1F0-ATPasa que se asemeja a la Hþ-

F1F0-ATPasa de la bacteria homacetogénica A. woodii empleando BN-PAGE, 2D/SDS-PAGN, 

secuenciación N-terminal y métodos inmunológicos y detectaron el Complejo Naþ-F1F0-ATPasa 

con 590 kDa con nueve subunidades a, c1, c2 /3, b, d, a, g, b y e. Lazova y Stemier, (2008) mediante 

BN-PAGE identificaron una proteína de 160 kDa con actividad de Anhidrasa Carbónica (CA) 

complejada con Ribulosa-1.5-bisfosfato carboxylasa/oxygenasa (rubisco), que fue encontrado en 

la superficie externa de los tilacoides de arveja lavados con tampón, la enzima rubisco juega un rol 

importante en el primer paso de fijación del carbono, donde las plantas y otros organismos 

fotosintéticos convierten el dióxido de carbono en moléculas ricas en energía, como la glucosa. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 19: Perfil electroforético en gel de poliacrilamida no desnaturante (DN – PAGE) de 

extractos proteicos de Aspergillus niger en tres sistemas de fermentación 

 

El A. niger en su hábitat natural, secretan grandes cantidades de una amplia variedad de enzimas 

necesarias para liberar nutrientes de los biopolímeros. Esta alta capacidad secretora es explotada 

por la industria tanto en estado sólido como en fermentaciones sumergidas (Pandey et al. 1999, 

Berka et al. 1992). Además, estos hongos son utilizados como huésped para producir proteínas 

heterólogas (Punt et al. 2002, Archer y Tumer 2006) y otros metabolitos como ácido cítrico y ácido 

glucónico (Ruijter et al. 2002). Además, exiben un metabolismo notablemente versátil, lo que le 

permite crecer en una amplia gama de sustratos en diversas condiciones ambientales; tiene 
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suficiente capacidad para degradar una gama de xenobióticos a través de diversas reacciones 

oxidativas, de hidroxilación y desmetilación, que ofrece un potencial de uso en procesos de 

biorremediación (Raj et al. 1992).  Se ha demostrado que el A. niger es un secretor natural de 

proteínas mucho más efectivo que las levaduras S. cerevisiae que están muy bien estudiadas. 

Braaksma et al. (2010) sostienen que el secretoma fúngico esta referido al subproteoma de 

proteínas solubles secretadas, gran parte de este secretoma comprende muchas enzimas hidrolíticas 

extracelulares necesarias para digerir determinados sustratos. Otras proteínas extracelulares juegan 

papeles cruciales en interacciones hongo-huésped y en la patogenicidad fúngica. Por lo tanto, las 

clases de genes expresadas en el secretoma fúngico definen en gran medida el nicho ecológico 

ocupado por una especie fúngica y su impacto en la salud humana y agricultura y su utilidad como 

organismos productivos. Un ejemplo el A. niger tiene la capacidad innata para secretar ácidos 

orgánicos en cantidades altas y son esenciales como productores de citrato biotecnológico 

(Schuster et al. 2002, Odoni et al. 2017). El A. niger tipo silvestre en sustratos con glucosa secretan 

gluconatos, oxalatos y citrato (Odoni et al. 2017). 

En eucariotas la secreción de proteínas involucra el transporte a través del retículo endoplasmático 

(ER), aparato de Golgi y vesículas a la membrana celular.  La translocación del citoplasma al ER 

ocurre en A. niger a través del reconocimiento de señales de rutas establecidas dependientes e 

independientes de partículas (Pel et al. 2007). 

4.6 ELECTROFOREGRAMAS EN GEL DE POLIACRILAMIDA CON SULFATO 

DODECIL DE SODIO  (SDS – PAGE) DE EXTRACTOS PROTEICOS DE Aspergillus 

niger EN TRES SISTEMAS DE FERMENTACIÓN 

Los extractos proteicos crudos ultrafiltrados obtenidos de A. niger en los tres sistemas de 

fermentación a las 72 h de cultivo, también, fueron analizados mediante electroforesis en SDS – 

PAGE. Las proteínas previamente fueron reducidas en unidades polipeptídicas (UP), el SDS 

(anión) interacciona con las proteínas dotándoles de carga negativa y en el PAGE migran o se 

separan en relación a su peso molecular (García 2000, Garfin 2003) y para la cuantificación del 

peso molecular de las UP, previamente se cuantificó la movilidad electroforética (Rf) de los 

estándares de masa molecular (Anexo 3.1) y de las proteínas secretadas por el A. niger en el 

presente estudio (Anexos 3.3, 3.4 y 3.5).  En los electroforegramas con extractos de FS, FB y FES 

(Figura 20) se aprecian las unidades polipeptídicas (UP); en FS se resolvieron cinco UP desde un 
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rango de 32,2 a 49,5 kDa (Cuadro 5) ésta última se presenta muy definida y coloreada. Los 

electroforegramas de FB presentaron diez UP de 26 a 103 kDa, de los cuales los polipéptidos de 

34 y 49,5 kDa presentan una coloración muy intensa. En FES se separaron nueve en un rango de 

38 a 107 kDa. Cuatro polipéptidos (98.1; 81.6; 71 y 38.3 kDa) de igual peso molecular fueron 

expresados en FB y FES, mientras que la UP de 42 kDa fue producida en los tres sistemas de 

fermentación (Figura 21).  

La presencia y distribución de UP en cada sistema de fermentación, sugiere la influencia de los 

sistemas de cultivo en la producción de enzimas de A. niger ATCC 10864 siendo relativamente 

particular en FB y FES, donde el hongo creció adherido a una superficie sólida y por consiguiente 

las proteínas presentaron una mayor fracción de UP. Los electroforegramas de FS, FB y FES 

muestran un complejo número de polipéptidos que difieren en peso molecular, desde unos pocos 

cientos de kDa (Garfin 2003). Ferro – Luzzi (1974) evaluó el perfil proteico de Salmonella 

typhimurium en SDS-PAGE en diferentes condiciones de crecimiento, señala que en principio 

parecía que algunas proteínas de membrana no se habrían formado y otras serían inducidas, 

dependiendo de las condiciones de crecimiento, estos cambios fueron identificados, escaneados y 

visualizados fácilmente por electroforesis. Finalmente, determinó que hay diferencias en los 

perfiles proteicos de membranas, cuando la célula crece en fase estacionaria aeróbicamente 

comparado con células que crecen anaeróbicamente o en un determinado caldo nutritivo o pobre 

en fuente de carbono y nitrógeno, por ejemplo, cuando las células fueron cultivados en una fuente 

pobre de carbono y nitrógeno, no se observó un polipéptido principal (flagelina) de 50 kDa y 

cuando se cultivó en un medio anaeróbico el electroforegrama carecía de dos bandas de alta peso 

molecular de 86 y 81 kDa y otro de  43 y 36 kDa. 

 

Respecto a los hongos Aspergillus oryzae, Aspergillus niger y Aspergillus sojae, han recibido una 

atención creciente por la alta producción de proteínas homólogas (Christensen et al. 1988, Gouka 

et al. 1997) y heterólogas (Hatamoto et al. 1999), muchas de estas proteínas eran recombinantes y 

fueron producidos en fermentación sumergida por su facilidad de manejo. Sin embargo, hubo un 

creciente interés por el cultivo en estado sólido, porque las cantidades de proteínas activas eran 

secretadas en mayor cantidad por los hongos filamentosos en FES y con frecuencia excedían a los 

biosintetizados en FS (Acuña-Arguelles et al. 1995, Díaz – Godínez et al. 2001, Elinbaum et al. 

2002, Maldonado y Strasser 1998).  Oda et al. (2006) realizaron el análisis proteómico de proteínas 
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extracelulares de Aspergillus oryzae obtenido en FS y en FES, en este último cultivo determinó 

que de 32 a 40 h secretó proteínas de cuatro a seis veces mayor que en FS, esto sugiere que el A. 

oryzae produce mayor cantidad de proteínas en FES, esto podría deberse a que paralelamente hubo 

alta secreción de enzimas para producir nutrientes esenciales, bajo estas condiciones donde la 

actividad de agua es baja y la composición de nutrientes es restringido.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 20: Perfil electroforético SDS –PAGE de polipéptidos del extracto fermentado de 

Aspergillus niger.  

Obtenido en 72 h en tres sistemas de fermentación: Línea 1 estándares de peso molecular: 2, 3 FS; 4, 5 FB y 6, 7 FES.  

 

La producción y secreción de proteínas en A. niger involucra un proceso complejo y ampliamente 

estudiado y con frecuencia se observan diferencias significativas en los títulos entre proteínas 

homólogas y heterólogas (Jacobs et al. 2009). Mientras que las proteínas homólogas se producen 

en un rango de 10–50 g.l-1, las proteínas heterólogas a menudo se producen de 10 a 100 veces 

menos (van den Hondel et al. 1991), lo que revela, que A. niger presenra problemas severos en la 

expresión y/o secreción de proteínas extrañas. Las cepas que producen proteínas homólogas 

muestran altos flujos de proteínas y tienen una alta demanda de aminoácidos, mientras que la 

producción de proteínas heterólogas produce estrés por secreción y una respuesta típica de proteína 

de respuesta desplegada (UPR) (Jacobs et al. 2009). Recientes estudios de secuencias del genoma 

de especies industriales de A. niger han sido publicados, los cuales tienen alcance en la producción 

de enzimas como otros metabolitos (Pel et al. 2007, Baker 2006, Sun et al. 2007). Además, se han 
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desarrollado herramientas genómicas como la transcriptómica y diversas tecnologías proteómicas 

para hongos, que permiten mejorar las cepas, facilitar nuevas formas de trabajo y procesos de 

fermentaciones industriales (Jacobs et al. 2009). 

Oda et al. (2006), también realizaron análisis de electroforesis en 2 - D, lograron separar las UP y 

seguidamente fueron analizadas por espectroscopia de masa y determinaron 85 UP producidas en 

FES, 43(50.5%) de estos eran identificados y expresados por 21 genes diferentes. En FS detectaron 

110 UP y 37 (33.6%) eran asignados a 27 genes distintos, estas diferencias dependen de las 

condiciones y de la edad de los cultivos. La visualización diferencial de estas proteínas, reveló que 

A. oryzae secretaba varios tipos de proteínas de manera diferente en cada condición de cultivo. Los 

análisis comparativos de los proteomas, revelan que los procesos de regulación transcripcional y 

postranscripcional participan en la producción de proteínas en FES de A. oryzae. En hongos la 

secreción de proteína es regulada en varios pasos incluyendo la expresión de genes, modificación 

y rotación del ARNm, traducción, plegamiento de proteínas, modificación de proteínas, transporte 

de vesículas y movilidad a través de la pared celular (Conesa et al. 2001, Gouka et al. 1997, 

Iwashita 2002). 

 

Cuadro 5: Peso molecular (kDa) de proteínas secretadas de Aspergillus niger en tres sistemas 

de fermentación 

 

N° de bandas 

polipetídicas 

FS FB FES 

 PM PM PM 

1 49.598 (± 3.485) 103.268 (± 0.545)    107.066 (± 1.882) 

2 45.991 (± 1.617)  98.137 (± 0.345) 100.614 (± 1.769) 

3 42.147 (± 0.445)  95.728 (± 0.673)   98.167 (± 3.451) 

4 36.805 (± 2.586)  81.647 (± 0.574)   81.469 (± 2.864) 

5 32.293 (± 1.986)  71.037 (± 0.499)   71.036 (± 0.250) 

6   49.847 (± 0.438)   64.332 (± 2.261) 

7   42.629 (± 1.274)   45.991 (± 1.617) 

8   38.348 (± 0.539)   42.625 (± 3.144) 

9   34.121 (± 0.600)   38.157 (± 0.268) 

10   26.676 (± 0.375)  

PM= peso molecular (kDa). Promedio de tres repeticiones. FS= Fermentación Sumergida, FB= Fermentación en 

Biopelículas, FES= Fermentación en Estado Sólido. 
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Figura 21: Unidades polipeptídicas secretadas por Aspergillus niger en tres sistemas de 

fermentación 

 

4.7 ZIMOGRAFIA DE ENDOGLUCANASAS DE Aspergillus niger ATCC 10864 

PRODUCIDO EN TRES SISTEMAS DE FERMENTACIÓN 

En los zimogramas correspondientes a la FS, FB y FES se observa el perfil de actividad catalítica 

de endoglucanasas (EGs) biosintetizados durante un periodo controlado de 120 h (Figura 22). A 

las 24 h en FS y FB no se observa hidrólisis de carboxil metil celulosa (CMC) por EGs, pero si en 

FES se observa en forma tenue dos bandas de EGs (Cuadro 6). A las 48 h en FS aparece cuatro 

bandas de EGs dos son claramente visibles y de gran actividad catalítica y dos de bajo peso 

molecular, relativamente tenues, en FB dos bandas tenues y en FES siete bandas de EGs, dos de 

éstas son muy intensas y el resto tenues. A las 72 h en FS se expresan cinco bandas de EGs dentro 

de un rango de 21 a 54 kD (Anexo 3.7), cuatro de estas son muy visibles, en FB aparecen ocho 

bandas desde 20 a 80 kDa (anexo 3.8) y en FES ocho bandas de EGs desde 23 a 54 kDa. A 96 h de 

cultivo en los electroforegramas de FS, las bandas de EGs de 54 y 38 kDa se aclaran y se visualizan 

mejor y se mantienen hasta 120 h de cultivo mientras que las otras bandas de EGs tienden a 

desaparecer o no muestran actividad hidrolítica del CMC. En FB a 96 h se mantienen las EGs de 

42 y 38 kDa muy visibles y a las 120 h permanece la banda de EGs de 38 kDa y desaparece el resto 

de EGs. En FES desde las 72 h a 120 h se mantienen las ocho bandas de EGs, son más estables, de 

las cuales las que mostraron mayor actividad hidrolítica del CMC fueron de 54 y 42 kDa (Figura 

22 y Cuadro 6). 
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El comportamiento de secreción de enzimas endoglucanasas de A. niger ATCC 10864 difiere en 

relación al sistema de cultivo. En FS donde el sustrato es líquido la expresión de EGs es menor 

comprado a la FB y FES. Las condiciones de FB es una combinación de FS y FES, donde el sustrato 

es líquido junto a un soporte sólido inerte para crecimiento del A. niger, sin embargo, tanto en FS 

y FB después de las 72 h de cultivo algunas EGs desaparecen, mientras que en FES se expresan 

desde las 24 h, incrementan su expresión en el transcurso de las horas y se mantienen hasta las 120 

h de cultivo. Los zimogramas (Figura 23) de los extractos de FS, FB y FES revelan la máxima 

expresión y actividad catalítica de EGs producidas a las 72 h; en los tres sistemas de fermentación 

se produjeron EGs de 38 kDa con una banda delgada (2 mm) clara e intensa y la EGs de 42 kDa 

(Anexos 3.7 y 3.8) de banda ancha (4 mm) e intensa en FS y FB, mientras que en FES se aprecia 

ligeramente intensa; la EGs de 54 kDa en FES es ancha (4.5 mm) muestra buena actividad 

catalítica, pero en FS y FB la actividad enzimática es menor y aparece en forma tenue. Estas EGs 

con masas moleculares de 38 a 54 kDa de mayor permanencia y actividad hidrolítica son similares 

a los encontrados en los estudios de Ncube (2013) que obtuvo en los zimogramas de endocelulasas 

crudas y parcialmente purificadas de Aspergillus niger FGSC A733, seis bandas de celulasas 

extracelulares de 43, 34, 32, 28, 25 y 20 kDa. Las celulasas que tenían mayor actividad catalítica 

con bandas claras muy intensas eran de 34 y 32 kDa de los extractos parcialmente purificados, 

concluyeron que A. niger FGSC A733 en condiciones de FES presentó seis bandas activas con 

múltiples tamaños moleculares de celulasas. Este mismo hecho fue observado en A. versicolor 

EF23, donde las bandas de celulasas más intensas eran de los extractos crudos, mientras que de P. 

citrium y T. harzianum NCGR 0509 la intensidad de las bandas catalíticas de celulasas de extractos 

crudos y parcialmente purificados no diferían significativamente (Ncube 2013).  

Las observaciones son consistentes, ya que los microorganismos que degradan la celulosa producen 

sistemas de múltiples enzimas con isoformas de celulasas que catalizan con una coordinación 

diferenciada la despolimerización la celulosa a glucosa (Waeonukul et al. 2007, Dutta et al. 2008). 

Por otro lado, Nobe et al. (2003) realizaron la purificación y caracterización de Laminarina  

hidrolasa de T. viridae U- 1 y encontraron que el hongo excreta varias enzimas micolíticas entre 

ellas quitinasas, laminarinasas (β - 1, 4- glucanasas) en fermentación sólida usando salvado de 

trigo, y también Vásquez – Garcidueñas et al. (1998) bioquímicamente demostraron que el T. 

harzianum produce al menos siete β - 1, 3 glucanasas  extracelulares cuando crecen en algún tipo 

de polisacáridos o pared celular.  
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Así mismo, Ferdousi y Absar (2009) evaluaron la masa molecular de celulasas intracelulares 

purificadas de Aspergillus oryzae ITCC-4857.01 obtenidas en una fermentación sumergida. Las 

celulasas encontradas eran de 38 y 38.6 KDa de acuerdo a los resultados de PAGE - SDS y gel de 

filtración. En los extractos celulolíticos purificados podría encontrarse una sola sub unidad de 

celulasa; sus resultados eran muy cercanos a las celulasas purificadas de T. viride de 38 a 58 KDa 

(Berghem et al. 1975, Olama et al. 1993, Ogawa 1989); Aspergillus sp. de 31.2 KDa (Sultana, 

1997). Los valores de peso molecular de las EGs purificadas parcialmente en el presente estudio, 

mostradas en los zimogramas (Figura 23) y gráfico de barras (Figura 24) de los tres modelos de 

fermentación FS, FB y FES, obtenidas a 72 h de cultivo, son similares a los encontrados por estos 

investigadores, aunque con algunas diferencias en los sistemas FB y FES que presentan mayor 

número de proteínas activas que podrían constituir isoformas de EGs. Recientes estudios 

reportados por Ahmed et al. (2015), quienes realizaron la purificación de extractos celulolíticos 

obtenidos en FS y la caracterización de endocelulasas de A. niger (van Tieghem 1867) en SDS – 

PAGE al 12% y determinaron una sola banda activa de masa molecular de 34 kDa; así mismo 

Akiba et al. (1995) reportó una celulasa de 40 kDa de A. niger, mientras que Mawadza et al. (2000) 

identificó endocelulasas de 25-45 kDa de Bacillus sp. Todas estas celulasas obtenidas por estos 

investigadores fueron producidas en FS, y se encuentran dentro del rango de EGs de 32 a 49 kDa 

que fue obtenido en el presente estudio. 

El crecimiento de los hongos en estado sólido (FES) simula más cercanamente las condiciones 

naturales que el crecimiento en FS, por ello la secreción de enzimas en estas condiciones se asemeja 

más a la secreción de las enzimas en estadio natural, debido a que los hongos crecen adheridos a la 

superficie sólida (Oda et al. 2006). Leite et al. (2002) describieron un mecanismo potencial que 

impulsa la adhesión y agregación de microorganismos a células de plantas, y esto fue soportado a 

través de una hipótesis, en la que varios genes de adhesión fueron encontrados en el genoma de 

Xylella fastidiosa, identificando 11 genes, de los cuales cuatro tenían función endoglucanasas, uno 

tenia actividad celobiohidrolasa y otro endoxilanasa. De estos genes descritos, varios estaban 

potencialmente involucrados en la interacción planta-patógeno, que se encargaban de expresar las 

enzimas hidrolíticas y en consecuencia degradaban la pared celular de las plantas (Simpson et al. 

2000). Esto revela que conforme los hongos y/o bacterias se adhieren a una superficie se activan 

sus genes para la expresión de enzimas hidrolíticas, así mismo dependiendo del tipo de sustrato 

utilizado en FS y FES, en estas condiciones ocurre la producción de cantidades variables de 
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celulasas. Ncube (2013) investigó la producción de celulasas en FES con A. niger FGSC A733, A. 

versicolor EF23, P. citrinum AZ01 y T. harzianum NCGR 0509, usando como sustrato paja de 

hierba común, semilla de jartropha y salvado de trigo, llegaron a producir celulasas en niveles 

variables durante la fermentación.  

Las endoglucanasas que forman parte del complejo celulasas se diferencian por ser enzimas 

hidrolíticas de carbohidratos celulósicos, tienen la capacidad de fijarse al sustrato que esta mediado 

por una característica llamado dominio de unión de celulosa, que es independiente del dominio 

catalítico (Wulff et al. 2003). El sistema de enzimas celulolíticas de microorganismos a menudo 

difiere. Algunos microorganismos excretan grandes cantidades de enzimas celulolíticas en el medio 

de cultivo, mientras que otros, aunque crecen con suministro de celulosa, excretan poca o ninguna 

enzima en el medio. Esto explica claramente que las enzimas celulolíticas no solamente son 

extracelulares, sino también intracelulares. Los hongos son los principales microorganismos 

productores de celulasas, aunque algunas bacterias y actinomicetos también producen actividad 

celulasas (Ferdousi y Absar 2009). Microorganismos de los géneros Trichoderma y Aspergillus se 

estima que son los principales productores de celulasas (Peiz et al. 1998), y en condiciones crudas 

estas enzimas son comercialmente disponibles para uso agroganadero. 
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Figura 22: Zimograma de endoglucanasas obtenidos por: a) fermentación sumergida (FS), b) fermentación en biopelículas (FB), 

c) fermentación en estado sólido (FES). Línea 1 = 24 h, 2 = 48 h, 3 = 72 h, 4 = 96 h y 5 = 120 h 
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Cuadro 6: Identificación de endoglucanasas en relación a su peso molecular (KDa) producidas en tres sistemas de fermentación 

durante 120 horas 

 

24 (h) 

 

48 (h) 

 

72 (h) 

 

96 (h) 

 

120 (h) 

 

FS 

 

FB 

 

FES 

 

FS 

 

FB 

 

FES 

 

FS 

 

FB 

 

FES 

 

FS 

 

FB 

 

FES 

 

FS 

 

FB 

 

FES 

 
0 0 42.6(± 0.1) 42.6(±0.1) 42.6(± 0.2) 54(± 0.2) 54(± 0.2) 80(± 0.1) 54((± 0.2) 54(± 0.2) 80(± 0.1) 54(± 0.2) 54(± 0.2) 80(± 0.1) 54((± 0.2) 

  38.6(± 0.4) 38.6(±0.4) 38.6(± 0.2) 42.6(±0.1) 42.6(± 0.1) 54(± 0.2) 42.6(± 0.1) 42.6(± 0.1 54(± 0.2) 42.6(± 0.1 38.4(±0.4) 54(± 0.2) 42.6(± 0.1 

   23.3(±0.3)  38.6(± 0.4) 38.6(± 0.4) 42.6(± 0.2) 38.6(± 0.4) 38.6(±0.4) 42.6(±0.2) 38.6(±0.4)  42.6(±0.2) 38.6(±0.4) 

   21.2(±0.2)  36 23.3(± 0.3) 38.4(± 0.2) 36  38.4(±0.2) 36  38.4(±0.2) 36 

     31 21.2(± 0.2) 26.3(± 0.1) 31  26.3(±0.1) 31  26.3(±0.1) 31 

     26.3(± 0.4)  23.3(± 0.1) 26.3(± 0.4)  23.3(±0.1) 26.3(±0.4)   26.3(±0.4) 

     23.3(± 0.1)  21.2(± 0.2) 24.3(± 0.4)   24.3(±0.4)   24.3(±0.4) 

       20.6(± 0.4) 23.3(± 0.1)   23.3(±0.1)   23.3(±0.1) 

 

FS= Fermentación sumergida, FB = Fermentación en biopelículas, FES = Fermentación en Estado Sólido. Promedio de tres repeticiones. 
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Figura 23: Zimograma de endoglucanasas de A. niger ATCC 1066, producidas en tres 

sistemas de fermentación en 72 horas de cultivo. 

 

 

Figura 24: Endoglucanasas en relación a su peso molecular (kDa) producidas en tres sistemas 

de fermentación en 72 horas 
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4.8 ZIMOGRAFIA DE β - GLUCOSIDASAS DE Aspergillus niger ATCC 10864 

PRODUCIDO EN TRES SISTEMAS DE FERMENTACIÓN 

En el zimograma de PAGE con los extractos enzimáticos de A. niger ATCC 10864 obtenidos en 

FS, FB y FES, se observa la actividad catalítica de dos β – glucosidasas (BGLs), uno de bajo PM 

aparente de 30.2 kDa y otra de 201.6 kDa (Anexo 3.9) de alto peso molecular (Figura 25), el de 

bajo peso molecular solo fue expresada en FS y FES, con muy baja intesidad. Las actividades 

catalíticas de las BGLs se revelan en el zimograma en forma de bandas de color gris oscuro, como 

producto de la hidrolisis de esculina en glucosa y 6.7 dihidroxicumarina (esculetina), esta última 

reacciona con hierro iónico del cloruro de hierro y forma un halo oscuro (Miskin y Edberg 1978). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

Figura 25: Zimograma de β – glucosidasa de A. niger producidas en tres sistemas de 

fermentación a las 72 horas 

 

La xilanasa de alta peso molecular producida en FES (línea 3) presenta una coloración oscura más 

intensa, como resultado de su mayor expresión y actividad catalítica, seguida de la FS (1), mientras 

que en FB (2) la banda es tenue, lo que explica una menor expresión de la BGL en estas condiciones 

de fermentación. Además, la BGL de bajo peso molecular no se expresó en FB. Gunata y Vallier 

(1999) reportaron la producción de BGL de Aspergillus niger y Aspergillus oryzae tolerantes a 

glucosa, purificaron dos BGLs de A. oryzae por cromatografía, identificaron una de 80 kDa de 

mayor peso molecular y fuertemente inhibida por glucosa y la otra de menor peso de 30 kDa 
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tolerante a glucosa. Otros investigadores como  Riou et al. (1998) y  Johansson y Reczey (1998)  

utilizaron  diferentes métodos para purificar, concentrar BGLs de Aspergillus niger, finalmente 

llegaron a establecer que los diferentes hongos de Aspergillus producen al menos dos BGLs, el 

primero expresado y secretado de mayor peso molecular, pero de menor tolerancia a la glucosa y 

el segundo tolerante a la glucosa, producido en menor cantidad y de baja masa molecular 

(Woodward y Wiseman 1982, Kwon et al. 1992, Gunata et al. 1993, Riou et al. 1998). 

 

Dekker (1981) y Wood y McCrae (1982), sostienen que el peso molecular de β – glucosidasas 

producidas por hongos aerobios se encuentra en un rango de 40 a 480 kDa. La β –glucosidasa de 

mayor peso molecular identificada en el presente estudio se encuentra dentro de este rango mientras 

que la de baja masa molecular se encuentra por debajo del rango señalado. Zeng y Zhang (1989) 

identificaron BGLs de peso molecular de 195 kDa y 118 kDa en un gradiente de PAGE y SDS-

PAGE, respectivamente, de A. phoenicis; Watanabe et al. (1992) de 240 kDa de A. niger; Riou et 

al. (1998) de 130 kDa de A. oryzae en FS; Ferreira (1996) identificó de 82 y 156 kDa de Humícola 

grisea var. Thermoidea cultivado en FES; Galas y Romanowska (1997) encontró un dímero de 200 

kDa compuesto de dos sub unidades aparentes de 100 kDa de Aspergillus niger IBT-90 y Rashid 

y Siddiqui (1997) identificaron una BGL nativa y su sub unidad de peso molecular de 330 y 110 

kDa, respectivamente, de A. niger. 

 

Las β-glucosidasas estan universalmente en los organismos vivos donde desempeñan muchas 

funciones (Ketudat y Esen 2010). Son importantes en las interacciones de microbios - vegetales y 

en la descomposición de la pared celular de plantas. La multiplicidad de β-glucosidasas se puede 

atribuir a la expresión de muchos genes o debido a modificaciones diferenciadas posteriores a la 

transcripción (Collins et al. 2007, Iwashita et al. 1999). La expresión diferencial de las diversas 

BGLs ocurre en respuesta a las fuentes de carbono suministradas en el sustrato o las condiciones 

de cultivo (Willick y Seligy 1985, Nazir et al. 2010) y podría ser una adaptación probable de los 

hongos para responder al cambio. Esta característica inherente podría explotarse para la expresión 

selectiva de una isoforma deseada de un hongo manipulando las condiciones de cultivo/fuente de 

carbono suministrado.  

 



94 
 

Rina (2011) investigó la expresión diferencial de β-glucosidasa de A. niger NII-08121 en respuesta 

a cinco fuentes de carbono (salvado de trigo, paja de arroz, glucosa, lactosa y celulosa al 1% de 

concentración) producidos en FS; en los zimogramas de PAGE nativo identificó la presencia de 

cuatro bandas diferentes de proteínas activas que presentaron actividad BGL en dos extractos 

enzimáticos producidos con lactosa y celulosa, que son inductores de celulasas en hongos. Tres de 

las bandas activas de bajo peso molecular eran visibles únicamente en las dos fuentes de carbono, 

mientras que la banda de alto peso molecular era visible al ser producidas en todas las fuentes de 

carbono probadas, esta isoforma de BGL se expresó en alta concentración, era evidente por la alta 

intensidad de la banda. 

 

4.9 ZIMOGRAFIA DE XILANASAS DE Aspergillus niger ATCC 10864 PRODUCIDO EN    

TRES SISTEMAS DE FERMENTACIÓN 

 

 

 

 

Figura 26:  Zimograma de xilanasas de A. niger producidas en tres sistemas de fermentación 

en 72 horas de cultivo 

 

En el zimograma SDS – PAGE (Figura 26) se presenta la actividad xilanolítica de las xilanasas en 

presencia de xilano, producida por A. niger ATCC 10864, durante 72 h de cultivo en tres sistemas 

de fermentación. La distancia de migración y Rf de las xilanasas aisladas en el gel de poliacrilamida 

fueron de 6.32 cm y 0.549, respectivamente (Anexo 3.9); el peso molecular de la xilanasa 

cuantificada fue de 31.6 kDa (Figura 26 y 27). Se expresó una enzima única en FS, FB y en FES. 
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En los zimogramas de FS y FB las bandas de xilanasas son más intensas en coloración, lo que 

revela mayor expresión y actividad catalítica de la proteína activa en estos dos tipos de 

fermentación a diferencia en FES, en este último sistema de fermentación la expresión de xilanasa 

es relativamente menor, en consecuencia, la hidrólisis del xilano fue menor y se revela con una 

banda o halo tenue.  

 

Ncube (2013) en sus estudios de producción de enzimas celulolíticas para producir bioetanol de A. 

niger FGSC A733, identificó xilanasas por zimografia en SDS - PAGE incorporando xilano y 

obtuvo una banda activa de 31 kDa. La presencia de una única banda de xilanasas es consistente 

con el hecho de que estas enzimas son únicas con peso molecular dentro de un rango de 8-145 kDa 

(Kulkarni et al. 1999, Coral et al. 2002). Takahashi et al. (2013) realizaron el análisis funcional de 

xilanasas producidas por A. niger E-1 en xilano al 0.5% suplementado con 50 mM de succinato, 

los extractos enzimáticos obtenidos fueron purificados y caracterizados e identificaron en SDS-

PAGE una única banda de peso molecular de 35 kDa. Hong-Ge et al. (2006) aislaron y purificaron 

en SDS-PAGE una nueva xilanasa (XynIII) bifuncional de Aspergillus niger A-25 con un peso 

molecular de 27.9 kDa; realizaron pruebas de hidrólisis en xilano de abedul, avena, liquenina y β 

– glucano de cebada con la enzima XynIII purificad (Hong – Ge et al. 2006).  

 

Las xilanasas son producidas por microorganismos, principalmente por hongos, los cuales 

producen enzimas extracelularmente con una amplia gama de actividad catalítica. Así mismo el 

uso de diferentes tipos de sustratos como rastrojo de maíz (Kheng y Omar 2005, Kumar y Wyman 

2009), salvado de trigo, tusa de maíz, salvado de lentejas y cáscaras de cacahuete (Kang et al. 2004) 

y diferentes procesos de fermentación, como en FES y FS permitieron producir xilanasas. Muchos 

de los microorganismos productores de xilanasas, expresan múltiples isoformas, que podrían 

deberse a muchas razones, tales como la heterogeneidad y la complejidad de la estructura del xilano 

(sustrato), dotación genética y modificaciones postraduccionales (Ghotora et al. 2006), las 

xilanasas producidas podrían variar en relación a su peso molecular, pH óptimo, especificidad 

sobre el polímero xilano. Las xilanasas rompen enlaces β-1,4 en la estructura carbonada del xilano 

produciendo xilooligómeros cortos. La hidrólisis completa de xilano requiere una acción sinérgica 

de endoxilanasa (EC 3.2.1.8), exoxilanasa (β-D-1,4 xilano xilohidrolasa), β - D xiloxidasa junto a 
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un grupo de enzimas desramificadoras, como α-L-arabinofuranosidasa, α - glucoronidasas y acetil 

esterasas (Min - Jen et al. 2002, Shallom y Shoham 2003, Maciel et al. 2008). 

 

 

Figura 27:  Xilanasas y β – glucosidasas en relación a su peso molecular producidas por 

Aspergillus niger en tres sistemas de fermentación 
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V. CONCLUSIONES  

Las microfotografías ópticas y de microscopía electrónica de barrido permitieron observar las 

características morfológicas de biopelículas de A. niger ATCC 10864 desarrolladas sobre soporte 

sólido de perlita, evidenciando la adhesión de esporas e hifas, como base fundamental del 

mecanismo de formación de las biopelículas y/o colonización del A. niger y su aplicación en los 

modelos de fermentación en biopéliculas y en estado sólido para la producción de celulasas y 

xilanasas. 

 

El sistema de fermentación en biopelículas de Aspergillus niger adherido a superficie de perlita 

volcánica, permitió una mayor biosíntesis de celulasas (1768 UL-1), endoglucanasas (6408 UL-1) y 

xilanasas (8567 UL-1) que la fermentación sumergida (APFasa = 1165 UL-1), (EG = 1854 UL-1), 

(Xyl = 5051 UL-1) y en estado sólido (APFasa = 1174 UL-1 ), (EG = 5205 UL-1), (Xyl = 7058 UL-

1 ), respectivamente. 

  

El crecimiento de biomasa, formación de producto y consumo de sustrato de A. niger en 

fermentación en biopelículas, demuestran que son sistemas morfológicamente eficientes para la 

producción de celulasas y eventualmente podrían reemplazar a la FES. También, es evidente que 

la adhesión a superficies sólidas, desencadenan un comportamiento metabólico diferencial. Una 

ventaja adicional es que la tecnología desarrollada para FS puede ser utilizada en FB.  

 

Los valores experimentales del crecimiento de biomasa,  producción de celulasas, xilanasas y 

consumo de lactosa del A. niger ATCC 10864 en los tres sistemas de fermentación correlacionaron 

adecuadamente (r2 ˃ 0,9) con los modelos Logístico, Ludeking y Piret y Pirt, respectivamente, los 

cuales, permitieron replantear las variables que gobiernan los cultivos celulares y/o rediseñar las 

condiciones óptimas de los procesos fermentativos para maximizar los rendimientos y 

productividades volumétricas de las enzimas de interés.   

 

Aspergillus niger ATCC 10864 exhibió diferencias en la expresión proteómica activa en respuesta 

a los distintos sistemas de fermentación que fueron analizados por electroforesis en gel de 

poliacrilamida y su actividad enzimática revelados en zimogramas.  
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En los electroforegramas con gel de poliacrilamida no desnaturante (DN-PAGE) se identificó 

proteínas nativas extracelulares de A. niger cultivados en tres sistemas de fermentación, donde la 

expresión de proteínas presenta diferencias y similitudes en pesos moleculares. En FS secretó de 

12.4 y 67.4 kDa; en FB de 12.4; 42.7 y 93 kDa y FES de 57, 97; 130 y 174 kDa.  

 

La electroforesis con SDS – PAGE, permitió identificar las unidades polipeptidícas (UP) de las 

proteínas excretadas por A. niger. En los extractos de FS se identificó cinco UP desde 32.5 a 49.5 

kDa, en FB se revelaron diez UP de 26 a 103 kDa y en FES se resolvieron nueve UP de 38 a 107 

kDa.  Se evidencia que múltiples UP son expresados diferencialmente por el A. niger en respuesta 

al medio físico de cultivo, que afecta los procesos de regulación transcripcional y 

postranscripcional para la expresión proteómica del A. niger.  

 

Los zimogramas de SDS-PAGE con adición de CMC mostraron actividad catalítica de las 

endoglucanasas (EGs), la máxima expresión de EGs fue a las 72 h en los tres sistemas de 

fermentación, en FS se expresó cinco bandas de EGs de 21 a 54 kDa, en FB ocho bandas desde 20 

a 80 kDa y en FES ocho bandas de 23 a 54 kDa. Después de las 72 h de cultivo tanto en FS y FB 

algunas EGs desaparecieron, en FES se mantuvieron estables hasta las 120 h, en respuesta a la 

adhesión del A. niger en la superficie del soporte sólido que afecta directamente a su expresión 

diferencial genética y actividad metabólica. 

 

El A niger ATCC 10864 en los sistemas de fermentación FB y FES expresaron mayor número de 

proteínas activas con múltiples tamaños moleculares que podrían constituir isoformas de EGs, 

responsables de la biodegradación de celulosa de la pared celular de plantas. 

 

En el zimograma SDS – PAGE se reveló una enzima xilanolítica con peso molecular de 31.15 kDa, 

producida por A. niger en los tres sistemas de fermentación FS, FB y FES, las condiciones libres y 

adheridas de los modelos de fermentación no afectaron significativamente en la expresión 

diferencial de xilanasas. Los A. niger son microorganismos potencialmente productores de 

xilanasas, que son de interés en determinadas actividades agroindustriales.   
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Se expresaron dos isoformas de β – glucosidasas (BGLs) de A. niger en los tres sistemas de 

fermentación, que fueron revelados en un zimograma PAGE, uno de peso molecular de 205.5 kDa 

y otro de peso molecular de 30.4 kDa. La BGL de bajo peso molecular solo se expresó en FS y 

FES. La expresión diferencial de las dos BGLs ocurre en respuesta al medio físico durante el cultivo 

del A. niger con lactosa como fuente de carbono e inductor de crecimiento.   

 

Aspergillus niger ATCC 10864 presenta un potencial para la producción de enzimas hidrolíticas 

entre ellas celulasas y xilanasas constituidas por muchas isoformas enzimáticas capaces de 

degradar los biopolímeros de celulosa y xilano, que merecen especial atención para posteriores 

aplicaciones en diferentes agroindustrias. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



VI. RECOMENDACIONES 

La FB y FES tienen similares mecanismos de adhesión del A. niger en superficie sólida, sin 

embargo, difieren en la expresión diferencial de genes, lo cual se evidencia en la producción de 

complejos multienzimáticos de celulasas, por lo que se requieren más estudios en este sentido para 

identificar los genes diferencialmente expresados. 

Realizar pruebas de electroforesis y zimografias utilizando gel de acetato de celulosa en la matriz 

de separación para mejorar la calidad de los electroforegramas y zimogramas de celulasas, 

endoglucanasas, β- glucosidadasas y xilanasas, ya que los geles de acetato de celulosa se usan en 

cantidades muy pequeñas en el orden de microlitros/ muestra/enzima y permiten mejor resolución 

para la identificación de isoenzimas y aloenzimas. 

Desarrollar mayores pruebas de zimografia adaptando diversos sustratos de bajo costo para la 

identificación de endoglucanasas (EGs), para identificar el número y tipo de isoformas de EGs 

presentes en los extractos celulolíticos crudos y purificados de una misma clase, para obtener 

resultados de alta sensibilidad y precisión.  

Seleccionar y desarrollar métodos zimográficos para mejorar la identificación de la actividad 

catalítica de celulasas y xilanasas, teniendo en cuenta la nitidez y estabilidad de las bandas de 

proteínas activas, modos de registro de las bandas y preservación de las matrices de zimogramas. 

Desarrollar pruebas de electroforesis en dos dimensiones para separar e identificar unidades 

polipétidicas de EGs, seguido de una cromatografía líquida de alta eficiencia con espectroscopia 

de masa para determinar la estructura molecular y cuantificar el peso molecular de las isoenzimas. 

Desarrollar estudios de escalamiento a nivel piloto para la producción de celulasas y xilanasas por 

FB y FES de interés para la sacarificación de biomasa lignocelulósica proveniente de los rastrojos 

agrícolas para la producción de bioetanol de segunda generación. 
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VIII. ANEXOS 

Anexo 1  

Publicación:  

 

Cellulase production by Aspergillus niger in biofilm, solid-state, and submerged 

fermentations 
 

Norma N. Gamarra & Gretty K. Villena &Marcel Gutiérrez-Correa 

 

Appl Microbiol Biotechnol 

 

DOI 10.1007/s00253-010-2540-4 

 

Abstract 

 

Cellulase production by Aspergillus niger was compared in three different culture systems: biofilm, 

solidstate, and submerged fermentation. Biofilm and solid-state fermentations were carried out on 

perlite as inert support, and lactose was used as a carbon source in the three culture systems. In 

cryo-scanning electron microscopy, biofilm and solid-state cultures gave similar morphological 

patterns and confirmed that both spore first attachment and hyphal adhered growth are helped by 

the production of an adhesive extracellular matrix. Biofilm cultures produced higher cellulase 

activities than those in submerged and solid-state cultures (1768, 1165, and 1174 Ul−1, 

respectively). Although biofilm cultures grew less than the other cultures, they produced 

significantly higher cellulase yields (370.212, and 217 Ug−1 lactose, respectively) and volumetric 

productivities (24, 16, and 16 U l−1h−1, respectively). Likewise, endoglucanase and xylanase 

activities were higher in biofilm cultures. Under the conditions tested, it seems that fungal attached 

growth on perlite may favor better enzyme production. Biofilms are efficient systems for cellulase 

production and may replace solid-state fermentation. Biofilm fermentation holds promise for 

further optimization and development. The results of this work reveal that fungal biofilms may be 

used for the commercial production of cellulase employing the technology developed for 

submerged fermentation at high cell densities. 

 

Keywords Cellulase, Aspergillus niger, Biofilm, Solid-state fermentation, Submerged fermentation 
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Anexo 2 

Para el ajuste entre los datos experimentales y predictados de la producción de biomasa de A. niger, 

producción de celulasa y consumo de sustrato en tres sistemas (FS, FB y FES) de fermentación se 

ha utilizado el software NLIN PROCEDURE- SAS/STAT®13.1, el cual permite ajustes en 

modelos de regresión no lineal y permite estimar los parámetros por mínimos cuadrados no lineales 

o mínimos cuadrados no lineales ponderados. La estimación de los parámetros para el presente 

estudio se realizó mediante un proceso iterativo que comienza a partir de valores iniciales. 

 Fermentación sumergida (FS), Fermentaión en Biopelículas (FB) y Fermentación en estado 

sólido (FES) 

Anexo 2.1: Parámetros de ajuste y matriz de correlación aproximada de producción de 

biomasa (Xt) de A. niger ATCC 10864 en fermentación sumergida 

 

 

 

 

 

Anexo 2.2: Análisis de regresión de la predicción de biomasa (Xt) producida por A. niger 

ATCC 10864 en fermentación sumergida 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



136 
 

Anexo 2.3: Predicción de producción de biomasa (Xt) de Aspergillus niger ATCC 10864 en 

fermentación sumergida 

 

 

 

 

 

 

 

 

Anexo 2.4: Parámetros de ajuste y matriz de correlación aproximada de producción de 

celulasas (P) de A. niger ATCC 10864 en fermentación sumergida 

 

 

 

 

 

Anexo 2.5: Análisis de regresión para la predicción de celulasas (P) de A. niger ATCC 10864 

en fermentación sumergida 

 

 

 

 

 

  

Anexo 2.6: Predicción de la producción de celulasas (P) de A. niger ATCC 10864 en 

fermentación sumergida 
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Anexo 2.7: Parámetros de ajuste y matriz de correlación aproximada de producción de 

biomasa (Xt) de A. niger ATCC 10864 en fermentación en biopelículas 

 

 

 

 

 

 

Anexo 2.8: Análisis de regresión de la predicción de biomasa (Xt) de A. niger ATCC 10864 

en fermentación en biopelículas 

 

 

 

 

 

 

Anexo 2.9: Predicción de la producción de biomasa (Xt) de A. niger ATCC 10864 en 

fermentación en biopelículas 

 

 

 

 

 

 

 

Anexo 2.10: Parámetros de ajuste y matriz de la correlación aproximada de la producción de 

celulasas (P) de A. niger ATCC 10864 en fermentación en biopelículas 
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Anexo 2.11: Análisis de varianza de la predicción de celulasas (P) de A. niger ATCC 10864 

en fermentación en bipelículas 

 

 

 

 

 

 

Anexo 2.12: Predicción de producción de celulasas (P) de A. niger ATCC 10864 en 

fermentación en biopelículas 

 

 

 

 

 

 

 

Fermentación en FES 

Anexo 2.13: Parámetros de ajuste y matriz de correlación aproximada de la producción de 

biomasa (Xt) de A. niger ATCC 10864 en fermentación en estado sólido 

 

 

 

 

 

Anexo 2.14: Análisis de regresión de la predicción de biomasa (P) de A. niger  ATCC 10864 

en fermentación en estado sólido 
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Anexo 2.15: Predicción de la producción de biomasa (Xt) de A. niger ATCC 10864 en 

fermentación en estado sólido 

 

 

 

 

 

 

Anexo 2.16: Parámetros de ajuste y matriz de correlación aproximada de la producción de 

celulasas (P) de A. niger ATCC 10864 en fermentación en estado sólido 

 

 

 

 

Anexo 2.17: Análisis de regresión de la predicción de celulasas (P) de A. niger ATCC 10864 

en fermentación en estado sólido 

 

 

 

 

Anexo 2.18: Predicción de la producción de celulasas (P) de Aspergillus niger ATCC 10864 

en fermentación en estado sólido 
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Anexo 3 

Anexo 3.1: Determinación de la movilidad electroforética (Rf) de los estándares de peso 

molecular (PM) de proteínas 

 

 

 

 

DM = distancia de migración de los estándares de proteínas,   
* = promedio de tres repeticiones, PM = Peso Molecular  

 

Expresión para la determinación de la movilidad electroforética (Rf) 

 

 

 

                          

Anexo 3.2: Curva de calibración de los estándares de peso molecular de proteínas en relación 

a Rf. 

 

DM* 

(cm) 

           Rf * Peso Molecular 

Estándar (kDa) 

Log10 

(PM) 
0.975 (± 0.035) 0.101 (± 0.004) 97.00 4.987 

2.725 (± 0.106) 0.281 (± 0.011) 66.00 4.820 

4.225 (± 0.106) 0.436 (± 0.011) 45.00 4.653 

5.150 (± 0.141) 0.531 (± 0.015) 30.00 4.477 

                                                              Distancia de movilidad de la proteína estándar (o en estudio) 

     Movilidad electroforética (Rf)  =  

                                                              Distancia de la movilidad del colorante de azul de bromofenol 

y = -1.15x + 5.1217
r² = 0.979
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Anexo 3.3: Determinación del peso molecular de las unidades polipeptídicas (UP) del extracto 

fermentado en FS con A. niger ATCC 10864 en 72 h de cultivo 

DM * 

(cm) 

Rf * Log 10 (PM*) PM  

(kDa*) 

3.6  (±0.283) 0.323 (±0.025) 1.695 (±0.031) 49.598  (±3.485) 

3.9  (±0.141) 0.350 (±0.013) 1.663 (±0.015) 45.991  (±1.617) 

4.25 (±0.042) 0.381 (±0.004) 1.625 (±0.005) 42.147  (±0.445) 

4.8  (±0.283) 0.430 (±0.025) 1.565 (±0.031) 36.805  (±2.586) 

5.3  (±0.247) 0.478 (±0.022) 1.509 (±0.027) 32.293  (±1.986) 
  DM = Distancia de migración, Rf = Movilidad relativa, * = promedio de tres repeticiones,  

  PM = Peso Molecular 

 

Anexo 3.4: Determinación del peso molecular de las unidades polipeptídicas del extracto 

fermentado en FB con A. niger ATCC 10864 en 72 h de cultivo 

DM*  

(cm) 

Rf * Log 10 (PM*) PM  

(kDa)* 
 0.645  (±0.021) 0.058  (±0.002) 2.014 (±0.002) 103.268  (±0.545) 

 0.850  (±0.014) 0.076  (±0.001) 1.992 (±0.002)   98.137  (±0.345) 

 0.950  (±0.028) 0.085  (±0.003) 1.981 (±0.003)   95.728  (±0.673) 

 1.590  (±0.028) 0.143  (±0.003) 1.912 (±0.003)   81.647  (±0.574) 

 2.150  (±0.028) 0.193  (±0.003) 1.851 (±0.003)   71.037  (±0.499) 

 3.575  (±0.035) 0.321  (±0.003) 1.698 (±0.004)   49.847  (±0.438) 

 4.205  (±0.120) 0.377  (±0.011) 1.630 (±0.013)   42.629  (±1.274) 

 4.630  (±0.057)  0.415  (±0.005) 1.584 (±0.006)   38.348  (±0.539) 

 5.100  (±0.071) 0.457  (±0.006) 1.533 (±0.008)   34.121  (±0.600) 

 6.090  (±0.057) 0.546  (±0.005) 1.426 (±0.006)   26.676  (±0.375) 
DM = Distancia de migración, Rf = Movilidad relativa, * = promedio de tres repeticiones,  

PM = Peso Molecular 

 

Anexo 3.5: Determinación del peso molecular de las unidades polipeptídicas del extracto 

fermentado en FES con A. niger ATCC 10864 en 72 h de cultivo 

DM* 

(cm) 

Rf * Log 10 (PM)* PM  

(kDa)* 

   0.50  (±0.071) 0.045  (± 0.006) 2.030 (± 0.008) 107.066  (± 1882 ) 

     0.75  (±0.071)    0.067  (± 0.010) 2.003 (± 0.008) 100.614  (± 1.769 ) 

     0.85  (±0.141) 0.076   (± 0.013) 1.992 (± 0.015) 98.167   (± 3.451) 

     1.60  (±0.141) 0.143 (± 0.013) 1.911 (± 0.015) 81.500  (± 2.864) 

     2.15  (±0.014) 0.193 (± 0.001) 1.851 (± 0.002) 71.036  (± 0.250) 

     2.55  (±0.141)   0.229   (± 0.013) 1.808 (± 0.015) 64.332  (± 2.261) 

     3.90  (±0.141)   0.350   (± 0.013) 1.663 (± 0.015) 45.991  (± 1.617) 

     4.21  (±0.297) 0.378 (± 0.027) 1.629   (± 0.032) 42.625  (± 3.144) 

     4.65  (±0.028) 0.417 (± 0.003) 1.582   (± 0.003) 38.200  (± 0.268) 
   DM = Distancia de migración, Rf = Movilidad relativa, * = promedio de tres repeticiones, PM = Peso Molecular 
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Anexo 3.6: Curva de calibración de los estándares de peso molecular de proteínas para 

determinar endoglucanasas, β - glucosidasas y xilanasas 

 

Anexo 3.7: Determinación de la movilidad electroforética (Rf) y peso molecular de las 

endoglucanasas (EGs) de los extractos fermentados de FS en 72 h de cultivo 

DM* 

(cm) 

Rf* Log 10 (PM)* PM  

(kDa)* 

3.8   (±0.283) 

4.8   (±0.424) 

5.25 (±0.014) 

7.4   (±0.566) 

7.8   (±0.106) 

 

0.33 (±0.025) 

0.42 (±0.037) 

0.46 (±0.001) 

0.65 (±0.049) 

0.68 (±0.009) 

 

 4.732 (±0.03) 

4.632 (±0.04) 

4.587 (±0.00) 

4.371 (±0.06) 

4.328 (±0.01) 

 

54.062  (±3.536) 

42.950  (±4.210) 

38.609  (±0.126) 

23.575  (±3.077) 

21.278  (±0.522) 

 

DM = Distancia de migración, Rf = Movilidad relativa, * = promedio de tres repeticiones,  

PM = Peso Molecular 
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Anexo 3.8: Determinación de la movilidad electroforética (Rf) y peso molecular de las 

endoglucanasas (EGs) de los extractos fermentados de FB en 72 h de cultivo 

DM* 

(cm) 

Rf* Log 10 

(PM)* 

PM (kDa)* 

2.1  (±0.141) 

3.8  (±0.283) 

4.8  (±0.424) 

5.25 (±0.014) 

6.9   (±0.424) 

7.4   (±0.566) 

7.8   (±0.141) 

7.95  (±0.354) 

 

0.183 (±0.012) 

0.332 (±0.025) 

0.419 (±0.037) 

0.459 (±0.001) 

0.603 (±0.037) 

0.646 (±0.049) 

0.681 (±0.012) 

0.694 (±0.031) 

 

4.903 (±0.014) 

4.732 (±0.028) 

4.632 (±0.043) 

4.587 (±0.001) 

4.421 (±0.043) 

4.371 (±0.057) 

4.330 (±0.014) 

4.315 (±0.036) 

 

80.059 (±2.619) 

54.062 (±3.536) 

42.950 (±4.210) 

38.609 (±0.126) 

26.417 (±2.589) 

23.575 (±3.077) 

21.404 (±0.700) 

20.703 (±1.692) 

 
DM = Distancia de migración, Rf = Movilidad relativa, * = promedio de tres repeticiones,  

PM = Peso Molecular 

 

Anexo 3.9: Determinación de la movilidad electroforética (Rf) y peso molecular de β -

glucosidasas y xilanasas de los extractos fermentados de FS, FB y FES en 72 h de cultivo 

Características β –glucosidasas 

(bPM) 

β – glucosidasas 

( aPM) 

Xilanasas 

DM (cm)* 7.1     (±0.212) 1.40  (±0.247)     6.32  (±0.042) 

Rf* 0.680  (±0.020) 0.137 (±0.023) 0.549 (±0.004) 

Log 10 (PM)* 4.481 (±0.031) 5.304 (±0.036) 4.499  (±0.004) 

PM (kDa)* 30.273 (±2.162) 201.678 (±16.80)    31.562 (±0.320) 
DM = Distancia de migración, Rf = Movilidad relativa, * = promedio de tres repeticiones, PM = Peso 

Molecular, a= alto peso molecular y b = bajo peso molecular 

 

 


