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RESUMEN 

La biomasa lignocelulósica es considerada como la principal fuente renovable de 

materia orgánica. Entre las distintas fuentes de biomasa, la lignocelulósica procedente 

de cultivos agrícolas, tiene un lugar importante en México, esto debido a la gran 

extensión del territorio mexicano destinado al cultivo de productos agrícolas como 

maíz, frijol, trigo, sorgo y cebada. El maíz es la especie más cultivada en el país y su 

cosecha genera anualmente más de 25 millones de toneladas de residuos, de los 

cuales, la hoja de maíz destaca por la alta cantidad de celulosa, su estructura y su baja 

cantidad de lignina en comparación con otros residuos de la planta. El 

aprovechamiento de este residuo mediante el concepto de biorrefinería, es una 

alternativa para la producción de energía, productos químicos y combustible. 

En este trabajo se plantea el aprovechamiento de la hoja de maíz, sometiéndola a un 

proceso de criofracción como pretratamiento previo a su hidrólisis enzimática en el que 

se emplearon enzimas producidas por 3 microorganismos a partir de un sistema de 

inmersión temporal (Pleurotus) y un sistema de cultivo sumergido (A. niger, Penicillium 

spp.). Finalmente se realizó fermentación empleando Zymomonas mobilis. 

Los extractos enzimáticos obtenidos presentaron actividad de CMCasa (0.2255 U mg-

1), xilanasa (4.3479 U mg-1) y lacasa (2.986 U L-1). La temperatura y la concentración 

de sólidos resultaron ser factores significativos en el proceso de hidrólisis, siendo este 

favorecido a 45 °C usando una concentración de sólidos de 10 %. La hidrólisis de las 

hojas de maíz produjo una concentración de azúcares reductores de 8 g L-1. Al 

suplementar el hidrolizado con dextrosa y xilosa, se obtuvo mediante fermentación con 

Zymomonas mobilis una producción de 9 g L-1 de etanol. 

Palabras clave: biomasa lignocelulósica, etanol, hidrólisis enzimática, hoja de maíz, 

Zymomonas mobilis. 
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ABSTRACT 

Lignocellulosic biomass is considered the primary renewable source of organic 

material. Among various sources of biomass, lignocellulosic biomass from agricultural 

crops holds a significant position in Mexico, owing to the vast expanse of Mexican land 

dedicated to cultivating agricultural products such as corn, beans, wheat, sorghum, and 

barley. Maize, the most cultivated species in the country, generates over 25 million tons 

of waste annually, with corn husk standing out due to their high cellulose content, 

distinct structure, and relatively low lignin content compared to other maize plant 

residues. The utilization of this residue through the concept of biorefinery offers an 

alternative for energy, chemical, and fuel production. 

This study presents the utilization of corn husk, subjecting them to a cryofraction 

process as a pre-treatment prior to enzymatic hydrolysis, wherein lignocellulolytic 

enzymes produced by three microorganisms were employed. These enzymes were 

obtained through a temporary immersion system (Pleurotus) and a submerged culture 

system (A. niger, Penicillium spp.). Subsequently, fermentation was conducted using 

Zymomonas mobilis. 

The enzymatic extracts obtained exhibited CMCase activity (0.2255 U mg-1), xylanase 

activity (4.3479 U mg-1), and laccase activity (2.986 U L-1). Temperature and solid 

concentration emerged as significant factors in the hydrolysis process, favoring 

conditions at 45 °C with a solid concentration of 10 %. The hydrolysis of corn husk 

yielded a concentration of reducing sugars of 8 g L-1. Through the supplementation of 

the hydrolysate with dextrose and xylose, a production of 9 g L-1 of ethanol was 

achieved via fermentation with Zymomonas mobilis. 

 

Keywords: corn husk, enzymatic hydrolysis, ethanol, lignocellulosic biomass, 

Zymomonas mobilis. 
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I INTRODUCCIÓN 

1.1 Residuos agrícolas y su aprovechamiento. 

La biomasa lignocelulósica es considerada como la mayor fuente renovable de materia 

orgánica [1]. Entre las principales fuentes de biomasa lignocelulósica, se encuentran 

los residuos agroindustriales, los residuos agrícolas y los residuos forestales [2]. En 

México, la mayor parte de la biomasa lignocelulósica es generada por los residuos 

forestales procedentes de bosques nativos y de eucalipto, precedida por los cultivos 

energéticos y por los residuos agrícolas (Figura 1). 

Figura 1. Principales fuentes de biomasa residual en México [3]. 

 

El sector productivo agrícola de México se desarrolla sobre un estimado de 21 millones 

de hectáreas de superficie, produciendo cerca de 200 productos agrícolas siendo los 

de mayor producción maíz, frijol, trigo, arroz y sorgo. Tras la cosecha de los productos 

agrícolas se genera una gran cantidad de residuos denominados “residuos agrícolas” 

que incluyen partes de la planta que son descartadas y desechadas en el campo tras 
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ser cosechadas. El maíz es el producto agrícola de mayor producción en México y en 

2016 generó 28,251,000 toneladas de residuos agrícolas [4].  

Entre los residuos agrícolas generados por la cosecha de maíz se encuentra la hoja 

de maíz, que representa aproximadamente 96 Kg por hectárea cosechada [5]. La 

cantidad de hectáreas cosechadas de maíz en 2019 en México fue de 6,690,449.47 

hectáreas, generando cerca de 642,283.104 ton de hoja de maíz [6]. La hoja de maíz 

tiene en su composición alrededor de 827 g de azúcares por Kg (Tabla 1) siendo así 

un residuo agrícola atractivo como fuente de carbono. 

Tabla 1. Composición de la hoja de maíz. Modificada de Barl, 1991 [7]. 

Constituyente Residuo 

 Paja Mazorca Tallo Hojas 

Celulosa 382 ± 4 391 ± 2 354 ± 5 302 ± 4 

Hemicelulosa 445 ± 7 421 ± 5 252 ± 4 292 ± 8 

Lignina Klason 66± 3 91 ± 3 112 ± 4 134 ± 3 

Proteína 19 ± 2 17 ± 2 36 ± 3 82 ± 4 

Ceniza 28 ± 1 12 ± 1 46 ± 2 109 

 

La economía circular tiene como principal objetivo aprovechar desechos y disminuir la 

contaminación. Esto es lo contrario a la economía lineal, donde el esquema de 

producción se basa en tomar, producir y desechar. De este modo, se puede 

implementar una economía circular dentro del sector agrícola, aprovechando así todos 

los desechos producidos por la cosecha de insumos como el maíz [8]. 

1.2 El concepto de biorrefinería. 

Uno de los retos más importantes para el sector industrial es encontrar alternativas 

para la producción de combustibles, químicos y materiales que no dependan de los 

recursos fósiles. El uso de biomasa como materia prima, es una alternativa adecuada 

debido a su abundancia y carácter renovable. La obtención de combustibles, químicos, 

materiales y energía mediante procesos de conversión de biomasa se conoce como 



 

3 
 

biorrefinería (Figura 2) [9], derivando de ésta tres etapas tecnológicas: Biorrefinerías 

de 1ª generación, que utilizan biomasa procedente de granos, que son molidos en seco 

para producir etanol. Biorrefinerías de 2ª generación, utilizan biomasa procedente de 

granos que son molidos en presencia de humedad, lo cual permite la obtención de 

diversos productos a partir del grano como almidón, jarabe, aceites y etanol. 

Finalmente, Biorrefinería de 3ª generación: son la versión más avanzada, utilizan 

biomasa procedente de cultivos agrícolas y de bosques para la producción de 

químicos, energía y materiales (Figura 2) [10]. 

 

Figura 2. El concepto de biorrefinería [9]. 

 

Dentro de las biorrefinerías de 3ª generación se encuentra la biorrefinería basada en 

lignocelulosa, que como indica su nombre, utiliza biomasa lignocelulósica como 

materia prima para producir intermediarios mediante una serie de reacciones (Figura 

3). Posteriormente estos intermediarios pueden ser convertidos en una gran variedad 

de productos químicos mediante síntesis química y tratamiento térmico, o utilizando 

microorganismos mediante un proceso de fermentación [11]. 
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Figura 3. Reacciones involucradas en la conversión de biomasa. Los polímeros que componen la 
estructura de la biomasa lignocelulósica son convertidos a azúcares y compuestos fenólicos 
procedentes de la lignina [11]. 

1.3 Etanol como combustible líquido y plataforma química. 

El alcohol etílico o etanol es un líquido inflamable e incoloro con características bien 

definidas (Tabla 2), con composición química C2H6O y cuyo descubrimiento fue en la 

edad media, en donde se consumía en bebidas fermentadas, pero fue hasta el año 

1800 cuando sus propiedades como combustible fueron utilizadas para sustituir el 

aceite de ballena utilizado en lámparas de iluminación [12]. 

 

 

 

Actualmente el etanol es utilizado mayormente como aditivo oxigenante con el fin de 

incrementar el octanaje en gasolinas, sustituyendo al Metil Terbutil Éter (MTBE) ya que 

esté último es tóxico [13]. 

1.3.1 Etanol como combustible líquido. 

A nivel global, los combustibles líquidos son la mayor fuente de energía (Figura 4), 

siendo la industria del transporte quien hace mayor uso de estos (Figura 5). En las 

décadas siguientes, se espera un aumento en la demanda de combustibles líquidos. 

Para el año 2030 se alcanzará un valor de aproximadamente 5000 X106 toneladas 

equivalentes de petróleo (tep) por día [14]. 

Lignocelulosa + H₂O → Lignina + Celulosa + Hemicelulosa + H₂O 

Hemicelulosa + H₂O → Xilosa 

Xilosa (C₅H₁₀O₅) + catalizador ácido → Furfural (C₅H₄O₂) + 3H₂O 

Celulosa (C₆H₁₀O₅) + H₂O → Glucosa (C₆H₁₂O₆) 

Tabla 2. Propiedades fisicoquímicas del etanol. 

Fórmula Química CH3CH2OH 

Peso Molecular 46.069 g/mol 

Densidad 0.789 g/mL 

Punto de ebullición 78.2 °C 
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Figura 4. Fuentes de energía en BTU (unidad térmica británica) ordenadas por tipo [15]. 

 

Figura 5. Consumo en BTU (unidad térmica británica) de combustibles líquidos por sector [15]. 

 

Debido a esto las reservas de petróleo han sido llevadas a márgenes de producción 

muy estrechos, provocando que se afecte su precio a medida que la demanda 

incrementa. Por lo que es importante cubrir dicha demanda, sin embargo, esto 

representa un reto global en donde los biocombustibles como el etanol y el biodiesel 

son las alternativas de fuente de energía del petróleo, con un fuerte crecimiento que 

se estima alcanzará 133 X106 tep (toneladas equivalentes de petróleo) al día en el 

2030, año en el que se convertirán en la mayor fuente no convencional de energía 

(Figura 6) [15]. 
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Figura 6. Proyección de los biocombustibles como la mayor fuente de energía para el año 2030 [15].  

Como combustible, las propiedades del etanol resultan ser mejores que las de la 

gasolina, por su octanaje, que es una medida del desempeño de un combustible, el 

etanol posee un número de octanos (RON, por sus siglas en inglés: Research Octane 

Number) más alto que la gasolina (Figura 7), por ello es considerado un combustible 

competitivo [16]. 

 
Figura 7. RON (por sus siglas en inglés: Research Octane Number) del etanol puro y en mezcla con 

gasolinas [16].  

A la par, la producción global de biocombustibles se encuentra en expansión y se 

estima que continuará con un crecimiento sostenido gracias a nuevas regulaciones y 
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mayor inversión, llegando a alcanzar en 2030 un valor energético equivalente de 2.7 

millones de equivalentes de barril de petróleo al día [15]. 

No obstante, a las proyecciones del uso de biocombustibles, factores como la 

necesidad de mejorar la eficiencia de producción del etanol y la llamada “barrera de 

mezcla” de etanol permitida en combustibles, establecen la necesidad de explorar el 

potencial del etanol no solamente como combustible sino como plataforma química 

[17]. 

1.3.2 Etanol como plataforma química.  

El etanol es producido comúnmente en grandes cantidades a bajo costo y se puede 

convertir en diversos productos petroquímicos básicos y de especialidad por su 

estructura química. El grupo hidroxilo presente en la estructura del etanol (Figura 8) 

permite su conversión en intermediarios y otros productos mediante reacciones de 

deshidrogenación, deshidratación, condensación, oxidación y esterificación (Figura 9) 

[17]. 

Además, tomando en cuenta el valor comercial del etanol como combustible (0.5 

dólares/kg), estos productos e intermediarios pueden tener un mayor valor agregado 

(Tabla 3). 

 

 
Figura 8. Estructura química del etanol y su grupo hidroxilo señalado en color rojo. 
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Figura 9. Conversión de etanol a diferentes intermediarios y productos mediante reacciones de 

deshidratación, deshidrogenación y oxigenación [17]. 

Tabla 3. Valor comercial promedio de productos obtenidos por conversión del etanol [17]. 

Producto Consumo (Ton/año) 
Precio Promedio 

(dólares/kg) (2015-2018) 

Dietil éter 0.04 (2018) 3.30 
1-Butanol 5.5 (2014) 3.20 
Hidrógeno 85 (2018) 1.99 
Isobutano 14 (2019) 1.9 

Acetaldehído 0.9 (2016) 1.86 
Carbonato de etileno 0.2 (2019) 1.50 

Óxido de etileno 26 (2015) 1.34 
Propeno 96 (2015) 1.28 

Acetato de etilo 3.1 (2017) 0.97 
Etilenglicol 25 (2016) 0.95 
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II ANTECEDENTES 

2.1 Composición de la biomasa lignocelulósica. 

Mediante el proceso de fotosíntesis, las plantas utilizan energía solar para convertir 

CO2 y agua en carbohidratos (CH2O)n: 

𝐶𝑂 + 𝐻2𝑂 + 𝑙𝑢𝑧
𝑝𝑟𝑜𝑑𝑢𝑐𝑒
→     (𝐶𝐻2𝑂)𝑛 + 𝑂2 

Los carbohidratos producidos en la fotosíntesis son almacenados por las plantas en 

forma de polímeros conocidos como celulosa, hemicelulosa y lignina. La unión de 

estos polímeros en distintas proporciones conforma la biomasa lignocelulósica (Figura 

10) [15]. 

El componente mayoritario de esta biomasa es la celulosa, un homopolímero lineal 

compuesto de 5000 a 10000 unidades de glucosa (D-glucopiranosa) unidas mediante 

enlace β-(1-4)-glicosídico (Figura 11) [18]. Las interacciones entre puentes de 

hidrógeno intermoleculares e intramoleculares presentes en la estructura de la 

celulosa generan la formación de microfibrillas rígidas insolubles en agua, que dan 

lugar a las fibras de celulosa [19]. 

 

Figura 10. Estructura de la biomasa lignocelulósica. Los polímeros celulosa, hemicelulosa y lignina 
forman una estructura heterogénea [20]. 
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Figura 11. Estructura del polímero celulosa [15]. 

La hemicelulosa es el segundo componente mayoritario presente en la biomasa 

lignocelulósica. Es un hetero polímero (Figura 12) constituido por xilano, 

glucuronoxilano, arabinoxilano, glucomanano y xiloglucano [10]. A su vez, estos 

polímeros se conforman de hexosas (glucosa, galactosa, ramnosa y manosa) y 

pentosas (xilosa y arabinosa). El polímero xilano está presente de 10 a 35 % en 

madera dura y de 10 a 15 % en madera suave. A su vez, las cadenas que conforman 

la estructura de la hemicelulosa están formadas en un 90% por xilosa [18], por lo tanto, 

la hemicelulosa es una fuente rica de xilosa [10]. 

 
Figura 12. Estructura de la hemicelulosa [10]. 

Finalmente, el componente minoritario de la biomasa lignocelulósica es la lignina, 

polímero fenólico amorfo sin estructura definida [15] formado por unidades de alcohol 
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p-cumarílico (4-hidroxicinamílico), alcohol coniferílico (3-metoxi 4-hidroxicinamílico) y 

alcohol sinapílico (3,5-dimetoxi 4-hidroxicinamílico) (Figura 13) [10] unidos por enlaces 

C-C y enlaces éter [18]. La lignina se une covalentemente a la hemicelulosa y la 

hemicelulosa mediante enlaces éster, éter y enlace glucosídico y confiere resistencia 

mecánica a la pared celular [15] [18]. 

 

 

Figura 13. Estructura de la lignina y monómeros que la componen: p-cumarílico, alcohol coniferílico y 

alcohol sinapílico. 

La naturaleza heterogénea de la biomasa lignocelulósica [21], la estructura 

fuertemente entrecruzada de la lignina, la cristalinidad de la celulosa y la baja 

digestibilidad de la hemicelulosa convierten a la lignocelulosa en un material 

recalcitrante [22], siendo así necesarias grandes cantidades de energía y químicos 

para su hidrólisis. Debido a lo anterior, el uso de biomasa lignocelulósica precisa de 

un tratamiento de hidrólisis previo [23]. 

2.2 Estrategias de pretratamiento. 

Los métodos de pretratamiento de biomasa lignocelulósica se divididen en 4 

categorías: mecánico, fisicoquímico, químico y biológico [21]. Los pretratamientos 

físicos no involucran adición de químicos y su principal objetivo es incrementar el área 

superficial [24]. En los métodos químicos, es común el uso de ácidos, bases y 

solventes para alterar la estructura de la lignocelulosa y facilitar el proceso de hidrólisis, 

sin embargo, la generación de inhibidores como el hidroximetil furfural y el furfural 
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aldehído son el principal problema de los métodos químicos para subsecuentes 

procesos. Por otra parte, se ha implementado el uso de hongos y enzimas fúngicas 

para la eliminación de lignina presente en la biomasa como pretratamiento biológico, 

generando procesos más económicos y de menor impacto ambiental [23, 24, 25]. 

Un enfoque innovador dentro de los pretratamientos físicos es el crio-fraccionamiento, 

desarrollado por Castoldi y col., 2017 (Figura 14). Esta metodología utiliza el nitrógeno 

líquido para congelar la biomasa y ésta pueda someterse a fuerzas de impacto, en 

donde los cristales formados en la congelación ejercerán presión sobre la pared celular 

de la biomasa causando su ruptura y por consiguiente liberando las microfibrillas de 

celulosa y hemicelulosa. Esta metodología, presenta ventajas significativas frente al 

uso de métodos químicos, ya que es una metodología simple que no requiere agua u 

otros químicos durante el pretratamiento de la biomasa, no genera corrosión ni 

compuestos inhibidores que se han observado en tratamientos químicos como son 

fenoles, furfurales e hidroximetil furfurales (HMF) [26]. 

 

Figura 14. Pretratamiento por criofracción mediante nitrógeno líquido. La rigidez de la biomasa 
incrementa en contacto con nitrógeno líquido favoreciendo su disrupción mediante aplastamiento 
mecánico [26]. 
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La producción eficiente de azúcares fermentables depende de la metodología de 

pretratamiento utilizada y la adición adecuada de enzimas para el proceso de hidrólisis. 

Los métodos de pretratamiento físicos como el molino de discos y el uso de 

microondas resultan ser simples pero efectivos para la obtención de azúcares, 

alcanzando hasta un 80 % y 83 % de conversión respectivamente. Por otro lado, los 

métodos químicos como la oxidación húmeda y la explosión de fibra en amoniaco 

muestran menor eficacia, con valores de 30 % y 61 % (Tabla 4) [24]. 

Tabla 4. Pretratamientos y rendimientos de azúcares obtenidos mediante distintos 
pretratamientos y posterior hidrólisis enzimática. Modificada de Haldar, 2016 [24]. 

Método  Biomasa 
Producción de azúcares 

(% p/p) 

Molino de disco Paja de arroz 80 

Molino de discos húmedos Paja de arroz 73 

Molino de Perlas Bagazo de caña de azúcar 58 

Extrusión Fibra de Trigo 67 

Microondas Bagazo de caña de azúcar 83 

Explosión de vapor Tallo de girasol 44 

Explosión de fibra en 
amoniaco 

Pasto varilla 61 

Oxidación húmeda Cáscara de arroz 30 

 

Por otra parte, las estrategias de pretratamiento biológico con base en hongos resultan 

de gran interés, debido a la capacidad de estos microorganismos al degradar 

selectivamente lignina sin generar pérdidas de celulosa, además de presentar 

rendimientos de azúcares similares a los obtenidos por pretratamientos químicos, con 

la ventaja de causar menor impacto ambiental y requerir de menos energía que los 

procesos tradicionales [27]. 

2.3 Hidrólisis de biomasa lignocelulósica. 

La hidrólisis es la operación unitaria en la que los componentes de la biomasa 

lignocelulósica son despolimerizados para obtener azúcares que sirvan como sustrato 

para llevar a cabo el proceso de fermentación [28].  

El proceso de hidrólisis puede realizarse mediante dos métodos: hidrólisis ácida o 

hidrólisis enzimática [29]. La hidrólisis ácida se divide a su vez en hidrólisis diluida o 
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hidrólisis concentrada. La hidrólisis diluida se realiza con concentraciones de 1–3 % y 

requiere de temperaturas de 200 a 240 °C y presiones de 0.1 a 0.5 MPa para 

despolimerizar celulosa, alcanzando un rendimiento de 60 % de azúcares en pocos 

min [15, 30], pero tiene la desventaja de formación de sustancias toxicas como el HMF, 

además de la degradación de los azúcares generados [31]. Por otra parte, en la 

hidrólisis concentrada se emplean temperaturas y presiones moderadas cercanas a 

las condiciones estándar, llegando a rendimientos de 90 % sin obtener grandes 

concentraciones de inhibidores. Sin embargo, requiere gran cantidad de ácido y gastos 

operativos para recuperación y reutilización del ácido [32]. 

Por otro lado, en la hidrólisis enzimática de biomasa lignocelulósica, los componentes 

de la biomasa son transformados a azúcares fermentables mediante el uso de enzimas 

lignocelulíticas [28]. Estas enzimas lignocelulíticas se clasifican en tres grupos: 1) 

enzimas celulíticas o celulasas, 2) enzimas hemicelulíticas y 3) enzimas lignolíticas 

[33]. 

Las celulasas son un grupo de enzimas capaces de convertir celulosa en azúcares 

solubles. Las celulasas están categorizadas en tres grupos: 1) endo β-1,4-glucanasas, 

hidrolizan los enlaces internos β-1,4 de las cadenas de celulosa, generando extremos 

reductores y no reductores, 2) exo-β1-4-glucanasa hidroliza al disacárido celobiosa en 

el extremo no reductor (celobiohidrolasas) o del extremo reductor (celobiosidasas) y 3) 

β-glucosidasas que, hidrolizan unidades de celobiosa y celodextrinas generando 

monómeros individuales de glucosa [18]. 

Por su parte, las xilanasas están conformadas por β -xilosidasas y endo 1,4-β-D-

xilanohidrolasas, que actúan en conjunto para despolimerizar el xilano presente en la 

hemicelulosa, generando pentosas principalmente. La enzima endo 1,4-β-D-

xilanohidrolasa rompe los enlaces internos β-1,4 de la cadena principal del xilano. La 

β-xilosidasa hidroliza xilobiosa y xilooligosacáridos de cadena corta produciendo xilosa 

[18]. 
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Finalmente, el grupo de enzimas lignolíticas comprende a las peroxidasas 

descolorantes, las peroxidasas versátiles, las peroxidasas de manganeso y las 

lacasas. Estas últimas utilizan la capacidad reductora del cobre para llevar a cabo la 

reducción de compuestos aromáticos, iones metálicos y organometales mediante 

reacciones de oxidación (Figura 15) [33]. 

 

Figura 15. Despolimerización de lignina por la acción de lacasas. Las moléculas aromáticas que 

componen a la lignina son despolimerizadas mediante reacciones de oxido-reducción [18]. 

 

2.3.1 Producción de enzimas lignocelulolíticas. 

Las bacterias y hongos han desarrollado en su proceso evolutivo, la capacidad para 

sintetizar enzimas lignocelulíticas. Algunos géneros de hongos como Aspergillus y 

Penicillium son capaces de despolimerizar celulosa y hemicelulosa, pero no son 

capaces de degradar lignina completamente. Sin embargo, las especies de los 
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géneros Pleurotus y Ganoderma son capaces de degradar tanto celulosa como lignina 

[33].  

La composición del sustrato es un factor clave en el desarrollo y productividad de los 

hongos, por lo que es importante seleccionar un sustrato adecuado. Los hongos del 

género Pleurotus son capaces de crecer adecuadamente en residuos con un alto radio 

de carbono/nitrógeno y temperatura de 25 a 30 °C. Se recomienda suplementar 

también con residuos agrícolas como la paja de arroz [34]. A. niger se desarrolla 

correctamente y produce enzimas lignocelulolíticas a 30 °C y pH de 5.0 [35]. Por otro 

lado, los géneros Penicillium crecen óptimamente a 28 °C con un pH de 3 a 4 [36]. 

Además, los hongos son considerados como descomponedores naturales [37], por lo 

que son capaces de producir enzimas y excretarlas al medio extracelular, 

principalmente hidrolasas, las cuales les permiten adquirir nutrientes del medio [38] 

[39]. 

En la literatura se han abordado dos diseños (Figura 17) para la producción de enzimas 

lignocelulíticas; la fermentación en estado sólido (SSF) y la fermentación sumergida 

(SmF). La fermentación sumergida, es el proceso realizado en exceso de agua libre y 

es el más utilizado debido a la facilidad de su implementación a gran escala, además 

permite la instalación de instrumentación para control y monitoreo de variables como 

temperatura, pH y oxígeno disuelto. 

 La fermentación en estado sólido es un proceso diseñado para llevarse a cabo en 

ausencia de agua libre. Su uso permite disminuir costos de producción en la 

generación de enzimas de bajo valor comercial como las enzimas lignocelulíticas. La 

disminución en el costo de operación de este tipo de fermentación obedece al uso de 

reactores menos sofisticados que los utilizados en fermentación sumergida, además 

las enzimas producidas se obtienen en alta concentración gracias a la ausencia de 

agua libre [40]. 
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Figura 16. Sistema de fermentación en estado sólido (SSF) y fermentación sumergida (SmF). Sistema 
de fermentación sumergida (arriba) de tanque agitado. Sistema de fermentación en estado sólido (abajo) 
[41]. 

Después de ser producidas estas enzimas son utilizadas para la despolimerización de 

biomasa lignocelulósica, generando azúcares que servirán como sustrato para la etapa 

de fermentación. 

2.4 Fermentación. 

La fermentación es un proceso bioquímico complejo en el cual los azúcares obtenidos 

en las etapas previas son transformados en etanol y dióxido de carbono mediante la 

acción de un microorganismo, generalmente levaduras [42]. En condiciones 

anaeróbicas el proceso se lleva a cabo en el citosol de la levadura, comenzando con 

la glucólisis, en la cual se obtienen dos moléculas de ácido pirúvico que son 

convertidas finalmente en etanol y CO2 [43]. 
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2.4.1 Microorganismos utilizados en la fermentación de azúcares para 

producción de bioetanol. 

Las bacterias y las levaduras son organismos capaces de producir etanol como 

producto principal a partir de azúcares. De los cuales, S. cerevisiae es el 

microorganismo más utilizado a nivel industrial para la producción de etanol, debido 

características como su capacidad para tolerar altas concentraciones de etanol, bajos 

niveles de pH y presencia de inhibidores. Además de glucosa puede metabolizar 

manosa y galactosa para producir etanol [44]. Existen también otros organismos 

capaces de producir etanol y que presentan diferentes ventajas, como se muestra en 

la Tabla 5. 

Tabla 5. Ventajas de distintos organismos usados para la producción de 
etanol [45]. 

Especie Ventajas 

Saccharomyces cerevisiae 
• Tolerancia al etanol (10 % v/v) 

• Rendimiento de etanol (90 %) 
 

Zymomonas mobilis 

• Tolerancia al etanol (14 % v/v) 

• Rendimiento de etanol (97 %) 

• Alto nivel de productividad (5 veces 
más que S. cerevisiae) 

Pichia stipitis 
• Rendimiento de etanol (82 %) 

• Metaboliza azúcares como la 
glucosa, galactosa y celobiosa 

Escherichia coli • Metaboliza pentosas y hexosas 

 

Otro microorganismo de interés para la producción de etanol es Z. mobilis, debido a 

su alta tasa específica de crecimiento [46]. Además Z. mobilis es capaz de tolerar hasta 

400 g L-1 de azúcares, 100 g L-1 de etanol y de generar rendimiento Yp/s de 0.472, lo 

cual representa un 92 % del rendimiento teórico en la producción de etanol (Tabla 6). 

Tabla 6. Parámetros cinéticos de fermentación de Z. mobilis en cultivo 
anaerobio. Modificado de Rogers, 1982 [46]. 

Parámetro  

Tasa específica de crecimiento (µ: h-1) 0.133 

Rendimiento celular (YX/S) 0.019 

Rendimiento de etanol (YP/S) 0.472 

Rendimiento de etanol % teórico 92.5 
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III. JUSTIFICACIÓN 

La producción de bioetanol a partir de biomasa representa una solución para reducir 

el uso de recursos energéticos tradicionales. La hoja de maíz es el residuo con mayor 

cantidad de carbohidratos y su producción anual es de aproximadamente 642,283.14 

ton/año, lo que la convierte en una biomasa con gran potencial para ser utilizada en 

fermentación con Z. mobilis. 

IV. HIPÓTESIS 

El pretratamiento físico efectivo de la biomasa procedente de hojas de maíz y su 

hidrólisis mediante hidrolasas fúngicas, generan azúcares útiles para producir etanol. 

V. OBJETIVOS 

5.1 Objetivo general 

Convertir la biomasa de hojas de maíz en azúcares fermentables, utilizando 

criofracción y deslignificación enzimática como pretratamientos, así como hidrólisis 

enzimática y fermentación para generar etanol utilizando Zymomonas mobilis en 

fermentación sumergida. 

5.2 Objetivos específicos 

Identificar los tipos de cultivo, medios y hongos que produzcan extractos con actividad 

lignocelulolítica de celulasa, xilanasa y lacasa.  

Establecer las condiciones que favorecen la hidrólisis enzimática de la hoja de maíz al 

analizar los factores pH, temperatura y concentración de sólidos mediante diseño 

experimental en el proceso de hidrólisis enzimática. 

Obtener azúcares fermentables mediante el pretratamiento y la hidrólisis de hojas de 

maíz. 
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VI. MATERIAL Y MÉTODOS 

6.1 Medios de cultivo y cepas. 

Se utilizaron dos medios de cultivo para los diferentes sistemas de producción de 

extractos fúngicos. A) Medio WPDA: se maceraron 300 g de salvado de trigo a 80 °C 

en 1 L de agua desionizada durante una hora. Posteriormente se recuperó el líquido 

macerado y se le añadieron 24 g de medio PDA (20 g dextrosa y 4 g de almidón de 

papa) la mezcla se esterilizó a 121 °C, 15 lb/in2 durante 15 min, se dejó enfriar y se 

almacenó a 4 °C para uso posterior. B) Medio Czapek-Dox: se disolvieron las 

siguientes cantidades de sales minerales en un litro de agua desionizada: 2 g de nitrato 

de potasio, 1 g de fosfato de potasio dibásico, 0.5 g de sulfato de magnesio, 0.5 g de 

cloruro de sodio y 0.01 g de sulfato ferroso. Después se añadieron 5 g de dextrosa y 

se esterilizó a 121 °C durante 15 min, finalmente se dejó enfriar y se almacenó a 4 °C.  

Las cepas utilizadas de P. ostreatus y A. niger fueron proporcionadas por el laboratorio 

de Ingeniería de Biorreactores de la Facultad de Ciencias Químicas de la Universidad 

Autónoma de San Luis Potosí. La cepa de Penicillium spp. fue proporcionada por el 

laboratorio de Microbiología Aplicada de la FCQ-UASLP. 

Para la etapa de fermentación se utilizó la bacteria Z. mobilis. Se cultivó en un medio 

mínimo (g L-1) conformado por: agua destilada, 20 g glucosa, 10 g de extracto de 

levadura y 2 g de KH2PO4, esterilizado en autoclave y a un pH de 6. 

6.2 Primera etapa: producción inicial de extractos enzimáticos. 

La primera etapa consistió en un análisis exploratorio con la producción inicial de 

extractos mediante fermentación utilizando A. niger, P. ostreatus y Penicillium spp. 

como microorganismos productores de enzimas lignocelulolíticas. Se evaluaron dos 

medios de crecimiento (WPDB y Czapek-Dox) y tres sistemas de cultivo (fermentación 

en estado sólido, fermentación en sistema sumergido y fermentación en sistema de 

inmersión temporal. Se determinó la actividad de celulasa y la actividad de lacasa. 

6.2.1 Fermentación de P. ostreatus en medio WPDA. 

Se preparó un sistema de fermentación en estado sólido que consistió en un recipiente 

plástico de 16 L diseñado con un sistema de aireación, utilizando mangueras de silicón 
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con un tamaño de poro 0.5 cm a lo largo y ancho de la manguera. El lecho fijo consistió 

en 2 kg de salvado de trigo previamente esterilizado y sobre este se inoculó P. 

ostreatus utilizando como soporte granos de sorgo. Después de la inoculación, se 

añadieron 6 L de medio WPDA.  

El sistema fue sellado e incubado a temperatura ambiente con aireación constante 

durante 21 días. Al finalizar el tiempo de fermentación se recuperó la fase líquida del 

sistema usando una bomba peristáltica y se almacenó a 4 °C para posteriores 

ensayos. Se implementó un sistema de fermentación con inmersión temporal utilizando 

reactores RITA (Merck, Alemania). Para ello, 250 mL de medio WPDA fueron utilizados 

y 30 g de salvado de trigo se colocaron sobre la canasta superior.  

Posteriormente, se esterilizó el sistema a 121 °C 15lb/in2 durante 15 min. Finalizado el 

proceso se dejó enfriar y se inoculó con P. ostreatus. El mismo procedimiento fue 

utilizado en reactores RITA sin el soporte de salvado de trigo. Los reactores se 

incubaron durante quince días a temperatura ambiente activando la inmersión 

temporal en el medio WPDA cada 4 horas. Al finalizar el periodo de fermentación se 

separó la fase líquida por decantación y se almacenó a 4 °C para ensayos posteriores. 

6.2.2 Fermentación de A. niger y Penicillium spp. en medio Czapek-Dox. 

Se implementó un sistema de inmersión temporal en el que se vertieron 250 mL de 

medio Czapek-Dox (sacarosa 5 g L-1, nitrato de potasio 2.0 g L-1, fosfato de potasio 

dibásico (K2HPO4) 1.0 g L-1, sulfato de magnesio (MgSO4*7H2O) 0.5 g L-1, cloruro de 

sodio 0.5 g L-1, sulfato ferroso 0.01 g L-1) en el interior del reactor RITA y se colocó una 

cama de 30 g de salvado de trigo sobre la canasta superior. 

El sistema se esterilizó a 121 °C, 15 lb/in2 durante 15 min. Finalizado el proceso se 

dejaron enfriar los reactores para ser inoculados por separado, con una pieza de agar 

PDB que contenía esporas de A. niger y de Penicillium spp. los dos reactores se 

incubaron durante 15 días a temperatura ambiente activando la inmersión temporal en 

el medio Czapek-Dox cada 4 horas. Al completar el periodo de fermentación, se separó 

la fase líquida por decantación y se almacenó a 4 °C para uso posterior. 
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Adicionalmente, se implementó un sistema de fermentación sumergido utilizando 

medio Czapek-Dox como diluyente para preparar una mezcla de 250 mL con salvado 

de trigo al 5 % m/v. La mezcla de medio y salvado fue vertida en un matraz de 500 mL 

que posteriormente fue esterilizado a 121 °C durante 15 min, una vez que se enfriaron 

los matraces y el medio, cada matraz fue inoculado con agar PDB que contenía 

esporas de A. niger y Penicillium spp., respectivamente. Los dos matraces fueron 

incubados a temperatura ambiente con agitación constante durante 15 días. Finalizado 

el período de fermentación se recuperó el sobrenadante por decantación y se sometió 

a un proceso de filtración y concentración como se describe a continuación. 

6.2.3 Concentración de extractos fúngicos. 

Con el objetivo de incrementar la concentración de enzimas secretadas durante la 

fermentación de cada hongo, la fase líquida de cada sistema de fermentación fue 

sometida a varias etapas de filtración. Primero se separaron los sólidos de mayor 

tamaño con ayuda de un colador plástico, a continuación, la fase líquida fue 

recuperada y vertida en tubos falcon de 50 mL donde se centrifugó en una centrífuga 

CENTURION (Centurion Scientific, UK) a 6000 rpm durante 20 min. La fase líquida fue 

recuperada por decantación y se filtró en un matraz Kitazato mediante vacío con un 

filtro poroso y papel filtro con tamaño de poro de 11 µm. Posteriormente el líquido 

filtrado se sometió a ultrafiltración utilizando un sistema AMICON (Merck KGaA, 

Alemania) con una membrana de corte de 10 kDa, a una temperatura de 4 °C y 140 

rpm hasta retener en la celda la cuarta parte del volumen inicial. Finalmente, la fase 

líquida retenida en la celda fue recuperada y se almacenó a -20 °C hasta su uso 

posterior. 

6.2.4 Cuantificación de proteínas presentes en los extractos. 

La cuantificación de proteína presente en los extractos concentrados se realizó 

mediante la metodología de Bradford [47]. Se tomaron 100 µL de extracto concentrado 

y se añadieron al pozo de una placa de ELISA, después se adicionaron 100 µL de 

reactivo de Bradford y se incubó la placa a temperatura ambiente durante 5 min. 

Posteriormente, la absorbancia se determinó a 590 nm, utilizando un lector de 

microplaca iMarK (Bio-RAD, USA). La concentración de proteína fue determinada 
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interpolando los valores de absorbancia en una curva de calibración de BSA (Por su 

siglas en inglés: Bovine Serum Albumin) realizada previamente (Anexo 9.1). El 

procedimiento se realizó por triplicado para cada extracto concentrado. 

6.2.5 Ensayo de actividad enzimática de celulasa. 

La actividad de celulasa de cada extracto fue determinada como actividad de 

carboximetilcelulasa (CMCasa) con base en la metodología de Intasit y col., 2021 [39]. 

Se colocaron 500 µL de extracto enzimático y se le añadieron 500 µL de una solución 

de CMC al 1% disuelta en buffer de acetato 50 mM pH 5.0 (Anexo 9.4). La mezcla se 

homogeneizó utilizando vortex y posteriormente se incubó a 37 °C durante 2 horas, 

tomando muestra cada hora. El procedimiento se realizó por triplicado para cada 

extracto. Los azúcares reductores liberados fueron cuantificados mediante la 

metodología de DNS utilizando glucosa como estándar como se describe en la 

siguiente sección. 

6.2.6 Determinación de actividad específica de celulasa. 

Se cuantificaron los azúcares liberados durante los ensayos de actividad de celulasa 

y xilanasa como azúcares reductores equivalentes de dextrosa o xilosa 

respectivamente, mediante una adaptación de la metodología de Negrulescu y col., 

2012 [48]. Para ello, se colocaron 100 µL de hidrolizado diluido 1:20 con buffer de 

acetato en una placa de análisis y se mezclaron con 100 µL de DNS. Posteriormente, 

se incubó la placa durante 10 min en un baño de agua a 90 °C. Después de finalizar 

el período de incubación, se enfrió la placa a 4 °C y se cuantificaron los azúcares 

reductores leyendo absorbancia a una longitud de onda de 540 nm. La concentración 

de azúcares reductores se determinó mediante interpolación de los valores obtenidos 

utilizando una línea de calibración previamente realizada con dextrosa o xilosa (ver 

Anexo 9.3). 

La actividad enzimática específica de CMCasa se estimó con la cuantificación de 

azúcares reductores liberados en los ensayos de actividad enzimática. La actividad 

específica se expresó en unidades internacionales de actividad enzimática por cada 

mg de proteína, donde U (unidad) representa 1 µmol de dextrosa liberado en un tiempo 
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de 1 min. La cantidad total de proteína se estimó como se describió previamente 

utilizando BSA como estándar (Anexo 9.1). 

6.2.7 Ensayo de actividad enzimática de lacasa. 

Para evaluar la actividad de lacasa mediante oxidación de ABTS por acción del 

extracto enzimático, se colocaron 50 µL de extracto enzimático en un tubo de 1.5 mL 

Eppendorf y se añadieron 50 µL de ABTS en buffer de acetato de sodio pH 4.5. La 

mezcla se homogeneizó y posteriormente se incubó a 40 °C durante 10 min. 

Finalmente se enfrió la mezcla a 4 °C para su posterior análisis. 

La actividad específica de lacasa fue determinada mediante el cambio en la 

absorbancia de 10 min a 415 nm de la muestra y usando la siguiente ecuación basada 

en la ley de Beer-Lambert que permite conocer la concentración de una sustancia al 

absorber luz en una longitud de onda específica [49]. 

𝑈/𝐿 =
∆𝐴𝑏𝑠

𝜀 ∗ 𝑉𝑚 ∗ 𝑡𝑟𝑥
∗
1

𝑓𝑑
∗ 1000000 

Donde:  

∆𝐴𝑏𝑠 = cambio en la absorbancia 

𝜀 = coeficiente de extinción molar del ABTS a 415 nm 

𝑉𝑚= volumen de muestra (L) 

𝑡𝑟𝑥= tiempo de reacción (min) 

𝑓𝑑= factor de dilución 

6.3 Segunda etapa: producción de nuevos extractos enzimáticos. 

Se produjeron nuevos extractos enzimáticos de P. ostreatus, A. niger y Penicillium spp. 

en sistema sumergido y en sistema de inmersión temporal en medio Czapek-Dox. Se 

evaluó actividad de celulasa y de xilanasa. Se realizó un diseño experimental de 

Plackett-Burmann. 
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6.3.1 Producción de nuevos lotes de extractos fúngicos. 

Se generaron nuevos extractos enzimáticos producidos en sistema de fermentación 

sumergida con A. niger y Penicillium spp. (Lote 2). El procedimiento se realizó tal y 

como se describió en la sección 6.2.2 para cultivo sumergido. 

A su vez, se realizó un extracto de P. ostreatus mediante fermentación con inmersión 

temporal sustituyendo el medio PDB utilizando anteriormente por medio Czapek-Dox 

(Lote 3). Para ello, se vertieron 250 mL de medio Czapek-Dox en el depósito interior 

del sistema RITA y se colocaron 30 g de salvado de sobre la canasta superior. A 

continuación, se esterilizó el sistema a 121 °C, 15lb/in2 durante 15 min. Al finalizar la 

esterilización se enfrió el sistema a temperatura ambiente y se inoculó con P. 

ostreatus. Posteriormente se incubó el sistema durante quince días a temperatura 

ambiente activando la inmersión temporal en el medio Czapek-Dox cada 4 horas. Al 

finalizar el periodo de fermentación se separó la fase líquida por decantación y se 

almacenó a 4 °C para su posterior análisis. 

Una vez que se generaron los extractos, se concentró la cantidad de proteína presente 

en cada uno mediante ultrafiltración. Este procedimiento se realizó de acuerdo con lo 

descrito previamente en la sección 6.3. Finalmente se determinó la actividad 

enzimática específica de celulasa y xilanasa como se describió en la sección 6.5 y 6.6. 

6.3.2 Diseño de Plackett-Burman para la hidrólisis de hoja de maíz. 

Los extractos fúngicos concentrados producidos por los lotes 2 y 3 fueron mezclados 

en la misma proporción para obtener un solo extracto con el cuál se realizó la hidrólisis 

de hojas de maíz utilizando un diseño de Plackett-Burman. Los factores utilizados en 

el diseño fueron: temperatura, pH y concentración de sólidos utilizando dos niveles, 

35-45 °C, 4.5-5.5 y 10-14%, respectivamente. Para ello, se prepararon en tubos 

eppendorf de 1.5 mL mezclas de 10 % o 14 % de sólidos de hoja de maíz en acetato 

de sodio 50 mM pH 4.5 o 5.5 y se añadió la mezcla de extractos fúngicos hasta obtener 

la concentración deseada de acuerdo con las condiciones de cada experimento (Tabla 

7).  
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Posteriormente se sellaron los tubos y se incubaron a 35 °C o 45 °C durante 24 h. Al 

finalizar el tiempo de incubación se centrifugaron los tubos a 13000 rpm durante 5 min 

y se cuantificaron los azúcares reductores mediante un ensayo de DNS siguiendo el 

procedimiento descrito en la sección 6.8.  

Tabla 7. Diseño de Plackett-Burman generado para la evaluación del efecto 
de la concentración de sólidos de hoja de maíz, temperatura y pH sobre la 
generación de azúcares reductores en la hidrólisis de hoja de maíz. 

Experimento Sólidos de hoja de 
maíz (% m/v) 

Temperatura de 
hidrólisis (°C) 

pH 

1 10 35 5.5 

2 14 45 5.5 

3 10 35 4.5 

4 14 35 5.5 

5 14 35 4.5 

6 10 35 5.5 

7 10 45 5.5 

8 14 35 4.5 

9 14 45 4.5 

10 14 45 5.5 

11 10 45 4.5 

12 10 45 4.5 

 

6.3.3 Determinación de actividad enzimática de celulasa y xilanasa. 

La actividad de celulasa fue determinada como actividad específica de CMCasa como 

se describió previamente en la sección 6.2.6. La actividad de hemicelulasa de los 

extractos fúngicos producidos fue determinada como actividad de β-1,4 endoxilanasa 

con base en la metodología de Intasit y col., 2021 [39]. Para ello, se mezclaron en 

tubos eppendorf 500 µL de extracto con 500 µL de xilano al 2 % (m/v) disuelto en 

amortiguador de acetato de sodio 50 mM pH 5.5. La mezcla se llevó a incubación 

durante 30 min a 50 °C y al finalizar se enfrió inmediatamente para su análisis. Los 

azúcares reductores liberados se cuantificaron mediante la metodología de DNS 

utilizando xilosa como estándar como se describe en la sección 6.8. 

6.4 Tercera etapa: producción de extractos enzimáticos sin dextrosa, hidrolisis 

y fermentación. 

Con los resultados obtenidos durante la primera y segunda etapa se realizó la 

producción de extractos fúngicos sin dextrosa, así como el tratamiento mediante 
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criofracción de las hojas de maíz, la hidrólisis enzimática de las mismas y la producción 

de etanol con Z. mobilis con los azúcares liberados en el proceso de hidrólisis. 

6.4.1 Producción en lotes de extractos enzimáticos sin dextrosa. 

Con base en los resultados encontrados se generaron nuevos lotes de extracto de A. 

niger y Penicillium spp. con el objetivo de aumentar la actividad enzimática específica 

de celulasa y hemicelulasa, tal y como se observó en ensayos previos (ver sección 

6.11 y 6.12). Para su producción, se empleó la metodología descrita en las secciones 

6.8 y 6.9 pero eliminando la adición de dextrosa en el medio Czapek-Dox. A 

continuación, se evaluó la actividad enzimática de celulasa y hemicelulasa de los lotes 

obtenidos mediante la metodología descrita anteriormente (ver sección 6.11 y 6.12). 

6.4.2 Pre-tratamiento de biomasa mediante criofracción. 

Se utilizaron 5 g de hojas de maíz pulverizadas y se les añadieron 50 mL de nitrógeno 

líquido. Inmediatamente se trituró vigorosamente la biomasa en un mortero hasta 

evaporar el nitrógeno líquido. Una vez finalizado el proceso se almacenó la biomasa 

tratada en tubos falcon de 50 mL a temperatura ambiente. 

6.4.3 Hidrólisis de hoja de maíz pretratada mediante criofracción. 

Se colocaron 1.5 g de hojas de maíz pretratadas mediante criofracción dentro de un 

tubo Falcon de 50 mL y se añadió buffer de acetato de sodio 50 mM pH 4.5 hasta 

alcanzar un volumen de 7.5 mL. A continuación, se completó el contenido hasta 15 mL 

con extracto enzimático de P. ostreatus, se homogeneizó en vortex y se llevó a 

incubación durante 24 horas a 50 °C y 200 rpm. 

Una vez finalizado el periodo de incubación y con la finalidad de evitar la inhibición 

enzimática en la actividad de celulasa y hemicelulasa causada por la presencia de 

lacasas, se incubó el contenido a 100 °C durante 1 h y después se centrifugó en un 

equipo CENTURION durante 1 h a 6000 rpm. Al finalizar, se descartó el sobrenadante 

y se conservaron únicamente los sólidos de hoja de maíz criofraccionada. 

A continuación, los sólidos se aforaron a un volumen de 7.5 mL utilizando buffer de 

acetato de sodio 50 mM pH 4.5 y una vez más se completó hasta un volumen de 15 

mL utilizando una mezcla 1:1 de extracto enzimático de A. niger y Penicillium spp. La 
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mezcla obtenida se homogeneizó en vortex y se llevó a incubación durante 24 h a 50 

°C y 200 rpm. La cantidad de azúcares reductores presentes en el hidrolizado se 

cuantifico mediante el método de DNS utilizando las diluciones como se describió 

previamente (ver sección 6.6). Todos los ensayos se realizaron por triplicado. 

6.4.4 Producción de bioetanol mediante fermentación con Z. mobilis. 

El hidrolizado obtenido se utilizó para llevar a cabo una fermentación sumergida 

utilizando Zymomonas mobilis como microorganismo productor. Previamente, el 

hidrolizado fue esterilizado a 121 °C durante 15 min y 15 atm de presión, y luego 

enfriado a temperatura ambiente. A continuación, se inoculó con 0.2 g de biomasa de 

Z. mobilis previamente cultivada en medio mínimo y se incubó a 36 °C durante 96 h. 

Además, se realizó un procedimiento similar, pero suplementando el hidrolizado con 

una mezcla de dextrosa y xilosa en proporción 1:1, hasta alcanzar una concentración 

inicial de azúcares de 80 g L-1. Tras la incubación, se almacenó el fermentado a 4 °C 

para su posterior análisis. Todos los ensayos se realizaron por triplicado. 

6.4.5 Cuantificación de etanol producido. 

Para cuantificar la cantidad de etanol producido por la fermentación de hidrolizado de 

hoja de maíz, se utilizó un refractómetro digital. El fermentado fue centrifugado en un 

equipo CENTURION a 6000 rpm durante 20 min, y se recuperó el sobrenadante que 

fue centrifugado a 13000 rpm durante 5 min. Luego se tomaron 2 mL de sobrenadante 

y se colocaron en el refractómetro para realizar la lectura. La cantidad de etanol se 

leyó en porcentaje v/v. Adicionalmente, se realizó la cuantificación de etanol en el 

Instituto Potosino de Investigación Científica y Tecnológica (IPICYT), mediante HPLC 

en un equipo Agilent Technologies. 

6.5 Análisis estadístico. 

Se utilizó un análisis de varianza utilizando el software STATISTICA versión 10.0 

(STATSOFT, USA) con el fin de determinar las diferencias significativas, para ello se 

utilizó la prueba de Fisher con un nivel de confianza del 95 %. El diseño de Plackett-

Burman se analizó en el software Minitab v.16, mediante la prueba F con un nivel de 

confianza del 95%. 
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VII. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

7.1 Resultados de la primera etapa. 

7.1.1 Los extractos fúngicos generaron de 182 a 502 mg L-1 de proteína total. 

Con el fin de identificar hongos con actividad hidrolítica se seleccionaron tres especies 

P. ostreatus, A. niger y Penicillum spp., para ello se cultivaron en cultivo sumergido, 

inmersión o en cultivo sólido. 

El extracto con mayor concentración de proteínas totales (502 mg L-1) corresponde al 

producido en el sistema de fermentación sumergida utilizando medio Czapek-Dox y el 

hongo Penicillium spp. (Tabla 8). Mientras que la concentración de proteínas del 

extracto extracelular generado en el sistema de fermentación de cultivo sumergido con 

A. niger fue de 182 mg L-1. Para P. ostreatus, se obtuvo una concentración mayor de 

proteínas en el extracto producido en el sistema de fermentación de estado sólido. La 

concentración de las proteínas alcanzadas en este último caso fue cuatro veces mayor 

en comparación a lo reportado por Santa-Rosa y col., 2018, quienes alcanzaron una 

concentración máxima de proteínas de 43 mg L-1 durante la producción de enzimas 

lignocelulolíticas. 

Tabla 8. Concentración de proteína en los extractos producidos por P. ostreatus, A. 
niger y Penicillium spp. 

Sistema de Fermentación Organismo 
Concentración de Proteína 

 [mg L-1] 
 

SSF 
 
P. ostreatus 

 
471.6 

   
 

RITA 
P. ostreatus 309 
A. niger 495.1 
Penicillium spp. 498.2 

   
 

SmF 
A. niger 182 
Penicillium spp. 502 

SSF: fermentación en estado sólido, RITA: fermentación en sistema de inmersión 
temporal, SmF: fermentación sumergida. 

 

La mayoría de los hongos precisa de elementos químicos como fósforo, azufre, 

potasio, magnesio, hierro, zinc, manganeso y cobre, para desarrollarse de forma 

adecuada [50]. En este contexto, el medio Czapek-Dox fue conveniente para el 

crecimiento de los hongos utilizados y para la excreción de proteínas al medio 
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extracelular, ya que contiene varios minerales formados por los elementos necesarios 

para el desarrollo adecuado de los hongos. Durante su crecimiento, los hongos 

secretan una gran cantidad de proteínas que en conjunto, se conocen como 

secretoma. El secretoma incluye a su vez varias enzimas con actividad lignocelulolítica 

que se encargan de despolimerizar la biomasa lignocelulósica y favorecen la 

producción de azúcares fermentables [51]. 

7.1.2 Los extractos fúngicos hidrolizaron carboximetilcelulosa generando 

azúcares reductores. 

Todos los extractos presentaron actividad de CMCasa después de 60 min de hidrólisis 

a 37 °C, y esta actividad permanece constante hasta los 120 min, debido a que no se 

observaron diferencias estadísticamente significativas entre los 60 a los 120 min, y por 

ello se mantiene constante la concentración de los azúcares solubles. Con base en 

este resultado y con fines de establecer el tiempo de hidrólisis se recomienda para 

posteriores ensayos utilizar únicamente 1 h de tratamiento. Para el sistema SSF 

inoculado con P. ostreatus en medio WPDB se observó un incremento de 25 % de 

azúcares reductores a los 60 min a 37 °C, este aumento es estadísticamente 

significativo (p=0.05) con respecto de los de azúcares reductores presentes en la 

muestra blanco (Figura 17). 

 

Figura 17. Azúcares reductores obtenidos en el ensayo de CMCasa a 37 °C, utilizando el extracto de 
P. ostreatus proveniente del sistema de fermentación en estado sólido (SSF) con medio WPDA. Las 
letras diferentes “a” y “b” representan diferencia estadísticamente significativa con un valor p≤0.05 con 
respecto del control. 
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Para evaluar el efecto de la adición de salvado de trigo en la fermentación de P. 

ostreatus en el sistema RITA, se utilizó un cultivo en ausencia de salvado de trigo, que 

no presentó diferencia significativa en la acumulación de azúcares con respecto del 

control, mientras que en el sistema de lecho fijo utilizando salvado de trigo se obtuvo 

un incremento significativo de 43 % de azúcares reductores a partir de 60 min de 

hidrólisis (Figura 18). Esto se debe a la presencia de trigo durante el crecimiento y 

desarrollo del hongo. Se ha reportado que el trigo, por su composición, induce la 

expresión de genes que codifican para proteínas con actividad lignocelulolítica, con el 

objetivo de utilizar al trigo como fuente de azúcares para el desarrollo del hongo [52]. 

De manera reproducible en el sistema SSF se mantiene la hidrólisis de forma 

constante al evaluar un tiempo mayor de tratamiento (120 min); fortaleciendo así la 

propuesta de utilizar 1 h como tiempo suficiente para la hidrólisis de biomasa para 

generar los azúcares fermentables, utilizando los extractos de P. ostreatus. 

 

Figura 18. Concentración de azúcares reductores obtenidos en el ensayo de CMCasa a 37 °C con el 
extracto de P. ostreatus proveniente del sistema RITA sin trigo (panel izquierdo) y con trigo (panel 
derecho) en medio WPDA. Las letras diferentes “a” y “b” representan diferencia estadísticamente 
significativa con un valor p≤0.05. 

El sistema RITA se implementó también para la producción de extractos fúngicos de 

A. niger y Penicillium spp. utilizando medio Czapek-Dox (Figura 19). La hidrólisis de 

CMC mediante los extractos producidos por estos hongos generó un incremento 

significativo en la concentración de azúcares reductores a partir de 60 min de hidrólisis. 

Este incremento fue de 41 % y 47 % respecto al blanco para los extractos de A. niger 
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y Penicillium spp. respectivamente. Posterior a los 60 min, la concentración de 

azúcares reductores permaneció constante, siendo el tiempo de hidrólisis consistente 

con los resultados obtenidos con el tiempo de hidrólisis utilizando los extractos de P. 

ostreatus. 

 

Figura 19. Azúcares reductores obtenidos mediante hidrolisis de CMC a 37 °C con extracto concentrado 
de A. niger (izquierda) y Penicillium spp. (derecha) producido en sistema RITA con medio Czapek-Dox. 
Las letras diferentes “a” y “b” representan diferencia estadísticamente significativa con un valor p≤0.05. 

Finalmente, se evaluó la producción de extractos fúngicos de A. niger y Penicillium 

spp. en un sistema de fermentación sumergida utilizando medio mineral. En ambos 

cultivos, se observó un incremento significativo en la concentración de azúcares 

reductores a partir de 60 min de hidrólisis de CMC por acción de los extractos fúngicos 

(Figura 20). El incremento observado fue significativamente mayor en la hidrólisis con 

el extracto de Penicillium spp. con un 125 % de aumento respecto al blanco. Y para el 

extracto de A. niger se observó un incremento significativo de 85 % respecto al blanco. 

La cantidad de azúcares generada por los extractos obtenidos en los sistemas 

fermentación de inmersión temporal y fermentación sumergida es mayor respecto a 

los resultados obtenidos por Irfan y col., 2013 [43], donde la producción de extractos 

fúngicos de A. niger usando trigo como sustrato generó una concentración de azúcares 

reductores de 0.15 g L-1.  
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Esta mayor cantidad de azúcares puede explicarse por el tipo de cultivo utilizado. Se 

ha observado en estudios recientes que la implementación de sistemas de inmersión 

temporal tiene un efecto significativo en el crecimiento celular. Este tipo de sistemas 

proporcionan un entorno adecuado para el desarrollo óptimo del microorganismo, 

mejorando tanto su desempeño fisiológico como morfológico. Esto se logra a través 

de una combinación de aireación y alimentación óptimas e intermitentes durante el 

proceso de inmersión temporal [53].  

 

Figura 20. Concentración de azúcares reductores obtenidos mediante hidrolisis de CMC a 37 °C con el 
extracto de A. niger (izquierda) y Penicillium spp. (derecha) producido en el sistema SmF con medio 
Czapek-Dox. Las letras diferentes “a” y “b” representan diferencia estadísticamente significativa con un 
valor p≤0.05. 

7.1.3 Los extractos fúngicos presentaron actividad de CMCasa. 

Se observó que los extractos concentrados de P. ostreatus producidos tanto en 

sistema SSF como en sistema RITA presentaron una actividad específica de CMCasa 

ocho veces mayor respecto a los demás extractos (Figura 21). 
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Figura 21. Actividad específica de CMCasa obtenida mediante hidrólisis de CMC a 37 °C. De izquierda 
a derecha: Extractos provenientes de: SSF de P. ostreatus en medio WPDB, RITA de P. ostreatus en 
medio PDB, RITA de A. niger en medio Czapek-Dox, RITA de Penicillium spp. en medio Czapek, SmF 
de A. niger en medio Czapek-Dox y SmF de Penicillium spp. en medio Czapek-Dox. Las letras diferentes 
“a”, “b” y “c” representan diferencia estadísticamente significativa con un valor p≤0.05. 

Con base en los trabajos realizados por Irfan y col., 2013 [43], Santa-Rosa y col., 2018 

[54] y Cardoso y col., 2018 [55]; la actividad de CMCasa de los extractos producidos 

por P. ostreatus fue 10 veces mayor; en contraste, la actividad enzimática de los 

extractos producidos por A. niger y Penicillium spp. fue 10 y 100 veces menor 

respectivamente. Se han identificado múltiples factores que pueden influir en la baja 

actividad enzimática observada en los ensayos realizados.  

Entre estos factores se encuentran la temperatura, el pH, la cantidad de sustrato, la 

cantidad de enzima añadida y la presencia de inhibidores. Estos elementos 

desempeñan un papel importante en la eficiencia de la reacción enzimática. En 

particular, la cantidad de extracto utilizado en los ensayos y, por consiguiente, la 

cantidad de proteína empleada puede haber contribuido significativamente a la baja 

actividad observada, ya que el nivel adecuado de enzima es esencial para garantizar 

una reacción óptima y una mayor eficiencia catalítica [56]. 
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7.1.4 El extracto producido por P. ostreatus presentó actividad de lacasa. 

Únicamente el extracto concentrado correspondiente a la SSF de P. ostreatus en 

medio WPDB presentó un incremento significativo del doble de absorbancia respecto 

al blanco (Figura 22), con actividad de lacasa de 2.986 U L-1. Este valor se encuentra 

por debajo de lo reportado por Rosário y col., 2012 [57], quienes reportaron actividad 

de lacasa con valor máximo de 147 U L-1 en un extracto producido por P. ostreatus 

utilizando residuos de tomate como sustrato. Sin embargo, esta diferencia en la 

actividad enzimática cuantificada puede deberse al grado de purificación del extracto. 

 

Figura 22. Actividad de lacasa mediante el incremento significativo de la absorbancia a 415 nm después 
de 10 min de incubación a 40 °C en presencia de ABTS del extracto de P. ostreatus producido en RITA 
en medio WPDB a 37 °C. Las letras diferentes “a” y “b” representan diferencia estadísticamente 
significativa con un valor p≤0.05. 

La purificación de enzimas suele ser un proceso complejo, implica la eliminación de 

otras proteínas y contaminantes presentes en la muestra. Por lo general, se aplican 

varios métodos en secuencia para lograr niveles de pureza suficientemente altos. Esto 

conduce a una mayor concentración de la enzima de interés. Una mayor concentración 

de la enzima puede aumentar su actividad catalítica, ya que más moléculas 

enzimáticas están disponibles para llevar a cabo la reacción [58]. 
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La confirmación de actividad de lacasa únicamente de P. ostreatus en el sistema de 

fermentación en estado sólido puede explicarse por la naturaleza lignolítica del mismo. 

Las especies de hongos denominados “White-Rot”, esto es de pudrición blanca, entre 

los cuales se encuentra P. ostreatus, son la familia que degrada con mayor eficiencia 

la lignina presente en la estructura de la biomasa lignocelulósica [59]. Por otra parte, 

la familia de hongos filamentosos que incluye a los géneros Aspergillus y Penicillium 

son capaces de degradar celulosa y hemicelulosa, pero solo pueden degradar 

parcialmente a la lignina [31]. 

En la Tabla 9 se muestra un resumen de los resultados obtenidos para los extractos 

producidos anteriormente y con base en el tipo de cultivo utilizado para la obtención 

de los extractos fúngicos. Con ello podemos concluir que es posible obtener extractos 

con actividad lignocelulolítica utilizando diferentes sistemas de cultivo, por lo 

observado se recomienda utilizar cultivos sumergidos para producir celulasas a partir 

de los extractos de A. niger y Penicillium spp. mientras que para la obtención de 

lacasas se recomienda cultivo en fase sólida.  

Tabla 9. Incremento de azúcares reductores, actividad de CMCasa específica, actividad de 
lacasa de los extractos producidos por P. ostreatus, A. niger y Penicillium spp. 

Sistema Microorganismo Medio % azúcares 
respecto al blanco 
t=60 min de 
hidrólisis 

Actividad 
CMCasa 
específica  
(U mg-1) 

Actividad 
lacasa  

(U L-1) 

 

SSF P. ostreatus WPDB 25 1.6158 0  

RITA 

P. ostreatus WPDB 43 1.4814 2.986  

A. niger Czapek 41 0.2134 0  

Penicillium spp. Czapek 47 0.2246 0  

SmF 

A. niger Czapek 85 0.3730 0  

Penicillium spp. Czapek 125 0.2122 0  
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7.2 Resultados de la segunda etapa. 

7.2.1 La concentración de sólidos de 10 % y la temperatura de 50 °C mejoran la 

hidrólisis de hoja de maíz. 

Con el fin de establecer las condiciones que permitan obtener una mayor 

concentración de azúcares, se evaluó la hidrólisis enzimática de hoja de maíz 

utilizando una mezcla de los extractos fúngicos y un diseño experimental Plackett-

Burman que consistió en 12 experimentos descritos anteriormente (Tabla 7). Se 

observó que la concentración de sólidos en la mezcla contribuyó significativamente 

(Figura 23) en la generación de azúcares reductores.  

La concentración de azúcares reductores fue mayor (6.059 ± 0.233 g L-1) utilizando 

una mezcla de sólidos del 10 % (m/v), mientras que en la mezcla de sólidos al 14 % 

(m/v) la concentración de azúcares reductores fue de 3.2418 ± 0.9448 g L-1. Esto 

sugiere que la cantidad de sólidos utilizados y los azúcares reductores generados 

durante la hidrólisis de hoja de maíz son inversamente proporcionales, y coincide con 

lo reportado por Shankar y col., 2019 [60]. Dicha relación implica que la alta cantidad 

de sólidos genera complejos enzima-sustrato improductivos, debido a la alta 

viscosidad de la mezcla y que a su vez, dificulta el mezclado homogéneo y la 

transferencia de masa durante el proceso de hidrólisis [60]. 

Las condiciones que de manera significativa favorecen la hidrólisis de la hoja del maíz, 

y permiten la generación de azúcares reductores fueron la concentración de sólidos y 

la temperatura (Figura 23). Se observó que la temperatura y la concentración de 

sólidos al 10 % (Figura 24) contribuyen significativamente en la generación de 

azúcares reductores, alcanzando una concentración de 5-6 g L-1, cuando se realizó la 

hidrólisis a 45 °C. 

Por otra parte, como se observa en las Figuras 23 y 24, se encontró que el pH, a 

diferencia de la temperatura y la cantidad de sólidos en la mezcla, no afectó 

significativamente el proceso de hidrólisis. Se ha reportado que las enzimas con 

actividad lignocelulolítica, pueden desempeñarse óptimamente en un rango amplio de 

pH (4-11) y debido a que el rango de pH evaluado en el diseño experimental de 
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Plackett-Burmann fue muy corto, no se observó contribución en el aumento o 

disminución durante la hidrólisis de la hoja de maíz [61]. 

 

Figura 23. Diagrama de Pareto generado con los datos obtenidos del diseño de Plackett-Burman, se 
visualiza el efecto de cada factor, pH temperatura (T) y cantidad de sólidos (S) evaluados, sobre la 
generación de azúcares reductores en la hidrólisis de hoja de maíz, siendo la concentración de sólidos 
y la temperatura los factores que permiten de manera significativa la generación de azúcares reductores. 
El eje horizontal indica la contribución real del efecto. 

 

 

Figura 24. Gráficas de contorno generadas con los datos obtenidos del diseño de Plackett-Burman que 
muestra el efecto de la temperatura (T) y la concentración de sólidos de hoja de maíz (S) sobre la 
liberación de azúcares reductores en la hidrólisis de hoja de maíz a pH 4.5 (izquierda) y pH 5.5 
(derecha). 



 

39 
 

7.2.2 La actividad enzimática de CMCasa de los extractos fúngicos producidos 

por P. ostreatus se ve afectada por la presencia de lacasas. 

Se evaluó la actividad específica de CMCasa y xilanasa de los extractos fúngicos 

obtenidos y de la mezcla de estos mediante la cuantificación de los azúcares 

reductores liberados en cada ensayo. Se observó que la mezcla de los extractos 

obtenidos (MZ22), así como el extracto individual de P. ostreatus (PL22), generan 

azúcares reductores a partir de 30 min de tratamiento a 45 °C en presencia del sustrato 

CMC al 1%, mientras que los extractos individuales de A. niger (AN22) y Penicillium 

spp. (E22) sí produjeron incremento significativo (Figura 25).  

 

Figura 25. Azúcares reductores (equivalentes de dextrosa) generados después de la incubación a 45 
°C en presencia de carboximetilcelulosa al 1 %, de los extractos fúngicos obtenidos en los lotes 2 y 3. 
(PL22, extracto de P. ostreatus, AN21, extracto de A. niger, MZ22, mezcla de extractos de P. ostreatus, 
A. niger y Penicillium spp., E22, extracto de Penicillium spp.) Las barras sin relleno pertenecen al blanco 
de cada ensayo. Las letras diferentes “a”, ”b”, ”c”, “d”, “e”, “f”, “g” y “h” representan diferencia 
estadísticamente significativa con un valor p≤0.05. 

Esto sugiere que la mezcla de extractos y el extracto de P. ostreatus presentaron 

inhibición de la actividad de CMCasa. Estos resultados concuerdan con lo descrito 

previamente por Wang y col., 2013 [40] y Giacobbe y col., 2018 [42], quienes 

reportaron la inhibición de hasta 80 % en la actividad de celulasa en extractos 

comerciales cuando hay presencia de lacasas. Sin embargo, la baja actividad de 
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celulasa observada en los extractos producidos por A. niger y Penicillium spp. en el 

lote 2, no puede ser explicada por la presencia de lacasas, ya que previamente se 

confirmó en este trabajo que los extractos generados por dichos hongos no presentan 

actividad enzimática de lacasa (Ver 7.4).  

En este contexto la baja actividad enzimática de los extractos de A. niger y Penicillium 

spp. puede ser resultado del mecanismo molecular llamado represión catabólica de 

carbono; en donde la presencia de dextrosa libre en un medio de cultivo induce la 

represión de la transcripción en regiones promotoras de genes correspondientes a 

enzimas lignocelulolíticas, ya que el metabolismo no precisa de enzimas que degraden 

polisacáridos ya que tiene disponibles azúcares simples como son las hexosas. En 

dicho mecanismo (Figura 26), la internalización de glucosa al citoplasma del 

microorganismo genera la represión de genes mediante la proteína represora CreA 

[62]. 

 

Figura 26. Mecanismo de represión catabólica sobre la expresión de celulasas y xilanasas, generado 

por la presencia de glucosa y xilosa [62]. 
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Al evaluar la actividad de xilanasa de la mezcla de extractos, así como los extractos 

individuales, se observó que los azúcares reductores (equivalentes de xilosa) 

incrementaron significativamente 8 veces respecto del control después de 30 min de 

incubación a 45 °C en presencia de xilano al 2 % (Figura 27). Las actividades de 

CMCasa y xilanasa de cada extracto obtenido en los lotes 2 y 3 se muestran en la 

Tabla 10. Los resultados obtenidos indican que la actividad de xilanasa de la mezcla 

de extractos y del extracto de P. ostreatus no presentaron inhibición, esto sugiere que 

la presencia de lacasas en no afecta la actividad de xilanasa. 

  

Figura 27. Azúcares reductores (equivalentes de xilosa) generados después de la incubación a 45 °C 
de los extractos fúngicos obtenidos en los lotes 2 y 3, en presencia de xilano al 2 %. (PL22, extracto de 
P. ostreatus, AN21, extracto de A. niger, MZ22, mezcla de extractos de P. ostreatus, A. niger y 
Penicillium spp., E22, extracto de Penicillium spp.) Las barras sin relleno pertenecen al blanco utilizado 
en cada ensayo. Las letras diferentes “a”,” b”, ”c”, “d”, “e” y “f” representan diferencia estadísticamente 
significativa con un valor p≤0.05. 
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Tabla 10. Actividad de CMCasa y actividad de lacasa de los extractos producidos 
por P. ostreatus, A. niger y Penicillium spp. en los lotes 2 y 3. 

Sistema de 
fermentación 

Extracto Actividad de 
CMCasa (U/mg 

de proteína) 

Actividad de 
xilanasa (U/mg 

de proteína) 

SmF 

A. niger 0.2366 2.1576 

Penicillium spp. 0.1821 1.6350 

RITA P. ostreatus 0 1.3227 

- Mezcla 0 1.06397 

 

7.3 Resultados de la tercera etapa. 

7.3.1 La eliminación de sacarosa durante la producción de extractos 

enzimáticos favorece el incremento de actividad específica de hemicelulasa. 

Con el objetivo de aumentar la producción de enzimas lignocelulolíticas, se generaron 

nuevos extractos enzimáticos al eliminar completamente la sacarosa del medio 

Czapek-Dox. Se observó una diferencia significativa en la concentración de azúcares 

reductores presentes en la mezcla después de la hidrólisis enzimática utilizando los 

nuevos extractos (Figura 28).  

La cantidad de azúcares generados indica que el extracto producido por A. niger posee 

una actividad específica de celulasa de 0.2295 ± 0.2205 U mg-1 y una actividad 

específica de xilanasa con un valor de 4.3479 ± 0.2530 U mg-1. Asimismo, el extracto 

producido por Penicillium spp. presenta una actividad específica de celulasa y 

hemicelulasa con un valor de 0.2205 ± 0.0175 U mg-1 y 4.1796 ± .45849 U mg-1, 

respectivamente. 
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Figura 28. Azúcares generados medidos como equivalentes de dextrosa o xilosa durante los ensayos 
de actividad de celulasa (izquierda) y xilanasa (derecha) usando extractos enzimáticos producidos sin 
dextrosa. Las letras diferentes “a”,” b”, “c” y “d” representan diferencia estadísticamente significativa con 

un valor p≤0.05. 

 

El incremento de azúcares reductores fue mayor en los ensayos de hidrólisis de xilano 

lo que sugiere que la actividad de hemicelulasa se ve favorecida por la eliminación de 

sacarosa en el medio Czapek-Dox. Una mayor actividad de xilanasa de A. niger en 

comparación con actividad de celulasa fue reportada también por Intasit y col., 2021 

[39], esto puede deberse a que el hongo necesita secretar en primer lugar enzimas 

con actividad de hemicelulasa, con el objetivo de degradar la fracción externa de la 

biomasa lignocelulósica, que se compone mayormente por hemicelulosa, para 

secretar posteriormente enzimas con actividad de celulasa, para hidrolizar la fracción 

interna de la lignocelulosa, compuesta principalmente por celulosa [39]. 

 

7.3.2 La hidrólisis de hoja de maíz genera azúcares útiles para la producción de 

bioetanol. 

Previamente, se realizó la hidrólisis enzimática de hojas de maíz criofraccionadas 

utilizando los extractos sin dextrosa producidos por A. niger y Penicillium spp., así 

como el extracto de P. ostreatus. Se obtuvo una concentración de azúcares reductores 
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de 9.23 g L-1. Sin embargo, esta cantidad de azúcares está por debajo del rango 

mínimo necesario para la producción de bioetanol reportado por Morales-Martínez y 

col., 2014 [63], cuyo valor mínimo es de 80 g L-1 de azúcares.  

Esta baja concentración de azúcares reductores puede ser explicada por la baja 

actividad enzimática observada en los extractos fúngicos producidos; se ha 

demostrado que la implementación de métodos de purificación de proteínas tales como 

la cromatografía, que generan un aumento en la actividad enzimática, en nuestro caso 

se utilizaron extractos crudos que limita la actividad de la enzimas evaluadas y por 

tanto impide aprovechar al máximo las hojas de maíz como fuente de azúcares 

reductores [64]. Debido a esto, fue necesario suplementar el hidrolizado con dextrosa 

y xilosa como se describe en la sección 6.16. 

7.3.3 La fermentación con Z. mobilis genera 3.2 % v/v de etanol. 

Se determinó el porcentaje de etanol presente en el fermentado mediante un análisis 

por difracción utilizando un refractómetro digital. Se obtuvo un 3.2 % v/v de etanol a 

los dos días de fermentación del hidrolizado suplementado con 80 g L-1 de azúcares 

totales (dextrosa y xilosa 1:1). Esta cantidad se mantuvo constante a los cinco días de 

fermentación. Sin embargo el rendimiento alcanzado tiene un valor Yp/s=0.0048 g 

etanol/ g azúcares. Dicho valor se encuentra por debajo de los valores reportados por 

Morales-Martínez y col., 2014 [63], quienes reportaron un valor Y p/s de 0.45 g etanol/g 

glucosa utilizando una cepa con capacidad para metabolizar xilosa y un medio 

enriquecido con minerales y extracto de levadura, lo cual pudo contribuír 

significativamente a un mayor rendimiento Y p/s. 

El bajo rendimiento se debió a la fuerte dependencia de Z. mobilis a la 

composición/concentración de los azúcares utilizados para el proceso de 

fermentación. De acuerdo con Zhong y col., 2020 [23] si bien Z. mobilis es capaz de 

metabolizar glucosa y xilosa para producir etanol, es necesario encontrar una 

proporción adecuada de dichos azúcares para alcanzar un rendimiento Yp/s 

adecuado. A su vez esto se explica por el mecanismo utilizado por Z. mobilis para la 
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internalización de xilosa, la cual está mediada por una proteína difusora que puede ser 

bloqueada por inhibición competitiva con la glucosa [44]. 

Finalmente, mediante HPLC se confirmó la producción de etanol a partir de hidólisis 

de hoja de maíz utilizando Z. mobilis (Figura 29). Se alcanzó una concentración de 

etanol de 27.005 ± 2.637 g L-1 en el hidrolizado suplementado con dextrosa y xilosa 

después de 120 h de fermentación, mientras que el hidrolizado no suplementado 

generó una concentración de 1.7933 ± 0.4722 g L-1 de etanol. 

La cantidad máxima de etanol producida por el medio suplementado con dextrosa y 

xilosa se acerca a los resultados reportados por Li y col., 2019 [44] quienes obtuvieron 

una concentración de etanol de 30 g L-1 utilizando Z. mobilis y 80 g L-1 de dextrosa 

como fuente de carbono. Así mismo, la cantidad de etanol producida puede ser 

incrementada mediante la adición de nutrientes como el extracto de levadura y la 

triptona y mediante la variación en las proporciones de xilosa y dextrosa. 

 

Figura 29. Concentración de etanol en g L-1 generado por la fermentación con Z. mobilis de hidrolizado 
sin suplementar (barras blancas) e hidrolizado suplementado con dextrosa y xilosa (barras grises), a las 
0, 48 y 120 h de incubación. Las barras de error indican la desviación estándar basada en triplicados. 
Letras distintas indican diferencia significativa (p≤0.05). 
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VIII. CONCLUSIONES 

La hoja de maíz es una biomasa lignocelulósica que puede ser utilizada para la 

producción de bioetanol por el alto contenido de celulosa y hemicelulosa presentes en 

su estructura.  

En este trabajo fue posible producir bioetanol utilizando Z. mobilis para fermentar 

azúcares reductores generados mediante hidrólisis de hoja de maíz con extractos 

fúngicos de P. ostreatus, A. niger y Penicillium spp. Sin embargo los rendimientos de 

producción de etanol alcanzados están en un orden de 1X10-2. Esto debido a que los 

lotes enzimáticos obtenidos son extractos generados a partir del caldo de fermentación 

y es necesario realizar un proceso de purificación para incrementar su actividad 

enzimática. 

El uso de salvado de trigo como sustrato induce la producción de enzimas 

lignocelulolíticas cuando se cultivó P. ostreatus en cultivo de inmersión temporal. 

Los extractos generados por P. ostreatus, A niger y Penicillium spp. presentan 

actividad de celulasa y xilanasa. Actividad de lacasa fue observada por el extracto 

producido por P. ostreatus. Se observó que la actividad de xilanasa de los extractos 

producidos por A. niger y Penicillium spp., fue 20 veces mayor que la actividad de 

celulasa. 

La eliminación de dextrosa del medio de cultivo favorece la actividad de xilanasa de 

los extractos de A. niger y Penicillium spp., generando un aumento de 100 % y 200 % 

respectivamente, en comparación con los extractos producidos en presencia de 

dextrosa. 

La acción en conjunto de los extractos producidos por A. niger, Penicillium spp. y P. 

ostreatus no es apropiada debido a la posible existencia mecanismos de inhibición 

inducidos por la presencia de lacasas. A sí mismo la presencia de productos resultado 

de la descomposición de lignina por acción de las lacasas secretadas por P. ostreatus 

puede generar mecanismos adicionales de inhibición sobre las celulasas de A. niger y 

Penicillium spp. 
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La proporción de dextrosa y xilosa, así como la concentración inicial son parámetros 

importantes para alcanzar un rendimiento Yp/s más cercano al valor teórico en la 

producción de etanol con Z. mobilis. La producción de extractos enzimáticos de mayor 

pureza ayudaría también a generar una proporción óptima de dextrosa y xilosa para la 

fermentación con Z. mobilis. 
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IX. PERSPECTIVAS 

Implementar un proceso de tamizado para obtener un tamaño menor de partículas de 

hoja de maíz y facilitar el proceso de mezclado durante el proceso de hidrólisis. 

Purificar los extractos mediante técnicas de cromatografía, con el objetivo de 

incrementar la actividad enzimática específica de CMCasa, xilanasa y lacasa. 

Evaluar el uso de alta carga de sólidos durante el proceso de hidrólisis para obtener 

una mayor concentración de azúcares reductores durante la hidrólisis enzimática. 

Evaluar el uso de otro microorganismo productor de etanol con la finalidad de comparar 

la eficacia de Z. mobilis en el proceso de fermentación. 
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XI. ANEXOS 

11.1 Cuantificación de proteínas. 

Preparación de Tris-HCl 20 mM pH 7.5. 

Para 100 mL 

• Tris-HCl……………………………………………….0.3153 g. 

• Se disuelve en 100 mL de agua destilada y se ajusta el pH a 7.5. 

• Preparación de Línea patrón de BSA. 

• Se prepara un patrón de BSA de 2 mg/mL utilizando la solución Tris-HCl 20 

mM pH 7.5. 

• Para 40 mL: 

• BSA………………………………………………….80 mg. 

• Se disuelve el BSA pesado en el Tris-HCl y se afora a 40 mL. 

• Posteriormente se prepara un nuevo patrón de 0.07 mg/mL a partir del patrón 

de 2 mg/mL realizando la dilución correspondiente y se construye una línea de 

calibración con los siguientes puntos: 

BSA (µL) Tris (µL) Concentración 
final (mg/mL) 

10 90 0.007 

20 80 0.014 

30 70 0.021 

40 60 0.028 

50 50 0.035 

60 40 0.042 

70 30 0.049 

80 20 0.056 

90 10 0.063 

100 0 0.070 

 

Se añaden 100 µL de reactivo de Bradford a cada estándar y se lee la absorbancia a 

595 nm.                                                                       
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11.2 Preparación de DNS. 

Para 60mL de reactivo DNS: 

• NaOH……………………………...0.60 g 

• Tartrato de sodio y potasio…….12.00 g 

• Metabisulfito de sodio…………..0.03 g 

• Fenol……………………………..0.12 g 

• Reactivo DNS …………………..0.60 g 

 

11.3 Cuantificación de azúcares reductores. 

 

11.4 Preparación de acetato 50 mM pH 5.5 

Para 100 mL: 

y = 2.3751x - 0.2097
R² = 0.995
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Acetato de sodio………….. 0.41085 g 

Ajustar pH con ácido acético glacial y aforar en matraz aforado. 

11.5 Preparación de CMC al 1 % en búfer de acetato 50 mM pH 5.5 

Para 150 mL: 

CMC…………………………10 g 

Disolver en búfer de acetato 50 mM pH 5.5 a 40 °C con agitación constante. 
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