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RESUMEN 
 

Las xilanasas son enzimas encargadas de hidrolizar el enlace β-1,4-D-xilosídico 

de la cadena principal del xilano, el compuesto más abundante de la hemicelulosa 

presente en la pared celular de las células vegetales. Estas enzimas pueden ser 

utilizadas en diversas industrias, como por ejemplo en la industria del papel para 

mejorar la etapa del blanqueamiento, ya que se disminuyen los compuestos químicos 

contaminantes utilizados actualmente y la energía utilizada en el proceso, generando 

una menor impacto ambiental. La etapa del blanqueamiento se lleva a cabo a altas 

temperaturas y pH alcalino, siendo las enzimas que naturalmente son activas en estas 

condiciones, las más idóneas para el proceso. Este tipo de enzimas se pueden 

encontrar en microorganismos que crecen de forma óptima en estas condiciones, los 

extremófilos. El objetivo de este trabajo consistió en aislar bacterias extremófilas que 

posean enzimas xilanasas extracelulares con actividad en el rango de temperatura 

entre 50 - 70 °C y pH 8,0 - 9,0, para posteriormente purificarla y caracterizarla. La 

búsqueda se realizó en microorganismos aislados de muestras ambientales 

provenientes de géiseres, volcanes, la Antártica, salares y una estufa de esterilización. 

De los aislados obtenidos, se seleccionaron el aislado termófilo 7L y el aislado halófilo 

Asc6BA pertenecientes al género Anoxybacillus y Bacillus, respectivamente. El aislado 

7L mostró actividad xilanolítica, pero la expresión de la xilanasa fue muy baja, 

haciéndola inadecuada para los ensayos en el laboratorio. Por otra parte, del aislado 

Asc6BA fue posible purificar dos xilanasas extracelulares, denominadas X2 y X3, 

pertenecientes a las familias GH 8 y GH 11, respectivamente. Entre las características 

obtenidas, la xilanasa X2 posee una actividad óptima a una temperatura de 50 ºC y pH 



 X 

6,0, y es funcional por una hora a 50 ºC. Por otra parte, la xilanasa X3 posee una 

actividad óptima a una temperatura de 60 ºC y pH 7,0, y retiene más del 70% de su 

actividad al ser incubada por 32 horas a 50 ºC. Ambas xilanasas retienen más del 90 % 

de su actividad luego de ser sometidas a liofilización. 

 

De acuerdo al trabajo realizado, se evidenció que la bacteria halófila Asc6BA 

perteneciente al género Bacillus posee dos xilanasas extracelulares, X2 y X3, las 

cuales poseen actividad en rangos adecuados para su utilización en diversas etapas 

de la industria del papel. 
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1. MARCO TEÓRICO 
 

Las enzimas son proteínas cuya función es acelerar reacciones químicas y 

posibilitar procesos que normalmente no ocurrirían bajo ciertas condiciones. El 

mecanismo de catálisis enzimática, al igual que en la catálisis química, consiste en 

reducir la energía de activación de la reacción lo que conduce a un aumento de la 

velocidad de reacción en un factor de 106 a 1012 con respecto a reacciones sin 

catalizar. Las enzimas son muy selectivas y específicas en cuanto al sustrato que 

utilizan y a los productos resultantes de la reacción, siendo inusual que generen 

productos secundarios. La especificidad de ellas viene dada por la identidad de los 

grupos químicos (especificidad geométrica) y por la quiralidad (estereoespecificidad) 

de los sustratos utilizados [1]. Por las características que presentan, cada vez es más 

interesante realizar un reemplazo total o parcial de los catalizadores químicos 

utilizados actualmente por enzimas. En la actualidad, los microorganismos como 

arqueas, bacterias, hongos y levaduras, que en su mayoría crecen óptimamente entre 

20 y 40 ºC, son los modelos más utilizados en la búsqueda y producción de enzimas. 

La problemática hoy en día, es que las enzimas provenientes de los microorganismos 

nombrados, no se ajustan por completo a las necesidades requeridas en la industria, 

especialmente en procesos de producción que se llevan a cabo en condiciones más 

agresivas de temperatura, pH y salinidad, entre otros. Para lograr cubrir estas 

necesidades, la búsqueda de enzimas se amplió hacia microorganismos que 

naturalmente toleren estas condiciones: los extremófilos [2].  
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1.1. Extremófilos y enzimas 

Los extremófilos son organismos capaces de vivir en condiciones extremas de 

temperatura (>50 ºC y <15 ºC), presión (>10 MPa), radiación (>1,5 kGy radiación 

gamma), salinidad (2-5 M NaCl) y pH (<3 y >9), por lo que pueden ser clasificados en 

diversos grupos [3]. Los extremófilos pueden crecer en una o más condiciones 

extremas consideradas medioambientes no convencionales. Debido a lo anterior, se 

asume que las propiedades de sus enzimas han sido naturalmente optimizadas para 

ser funcionales bajo estas condiciones. Esto ha sido validado por medio de la 

caracterización de enzimas purificadas provenientes de este tipo microorganismos, 

denominadas extremozimas [4, 5]. Las extremozimas tienen propiedades que las 

hacen diferentes y únicas en comparación con sus pares provenientes de 

microorganismos que crecen en condiciones neutras de temperatura, pH entre otros. El 

interés de la industria hacia las extremozimas radica en que muchos de los procesos 

de producción ocurren en una o más condiciones extremas, ya sea de alta y/o baja 

temperatura, pH ácidos y/o alcalinos y en una amplia gama de solventes, evidenciando 

que las enzimas poli-extremófilas son las más adecuadas y apetecidas para llevar a 

cabo tales procesos [6]. Por ejemplo, en el proceso de degradación de polímeros, 

como celulosa, quitina o almidón, se necesitan enzimas que sean activas a altas 

temperaturas y condiciones extremas de acidez o basicidad. 
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1.2. Adaptaciones de extremófilos y extremozimas 

Los extremófilos poseen diversas adaptaciones que les permiten crecer en 

condiciones extremas. Por ejemplo, en los termófilos, la membrana celular de estos 

microorganismos está compuesta de ácidos grasos saturados, los cuales la rigidizan a 

altas temperaturas [7]. Adicionalmente, los termófilos poseen una ADN girasa que 

produce un superenrollamiento positivo en el ADN, lo que aumenta la temperatura de 

desnaturación de ésta molécula [8]. Las proteínas de los termófilos tienen una 

estructura secundaria diferente, presentando una mayor hidrofobicidad, menor cantidad 

de cavidades, menor cantidad de residuos termolábiles, mayor cantidad de puentes de 

hidrógeno y salinos, un aumento en el contenido helicoidal, entre otros [9], lo cual le 

confiere una mayor termoestabilidad y mayor resistencia a la desnaturación [10–12]. 

Debido al interés en dilucidar los mecanismos que les confieren las propiedades de 

termoestabilidad y resistencia a pHs extremos de las extremozimas, se han realizado 

diversos estudios estructurales y comparativos con enzimas mesófilas [13]. 

 

Los microorganismos halófilos han desarrollado diferentes adaptaciones 

fisiológicas para crecer en ambientes con altas concentraciones de sales. Los halófilos, 

además de mantener una alta concentración de iones inorgánicos, como KCl, en el 

interior de la célula o generar solutos orgánicos compatibles, con el objeto de igualar la 

osmolaridad intracelular con el medio extracelular [14], poseen proteínas con 

propiedades especiales para resistir la baja disponibilidad de agua. Este tipo de 

proteínas poseen una baja hidrofobicidad y gran cantidad de aminoácidos ácidos en la 

superficie, los cuales son utilizados para favorecer la solvatación y disminuir la 

agregación en un ambiente con baja actividad de agua [15]. 
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Se ha observado también que las proteínas extracelulares de microorganismos 

halófilos, que crecen óptimamente a temperaturas medias (30 – 40 ºC), tienen 

propiedades termofílicas y pueden llevar a cabo la catálisis de manera óptima en 

temperaturas mayores a 55 ºC [16–18]. Estudios de sus proteínas, muestran que las 

propiedades estructurales que les confieren resistencia a la baja actividad de agua les 

otorgan también propiedades de resistencia a altas temperaturas, siendo algunas de 

estas características estructurales compartidas con las enzimas provenientes de 

termófilos. [19].  

 

Dentro del grupo de las extremozimas, las enzimas activas a altas temperaturas 

(termozimas) son las que más llaman la atención, debido a que pueden ser utilizadas 

en procesos que requieren altas temperaturas, por ejemplo, para disminuir el riesgo de 

contaminación, favorecer el aumento de la solubilidad de algunos compuestos, 

especialmente los polímeros, entre otros. La primera etapa en la obtención de nuevas 

enzimas termoestables para el uso industrial, es realizar una búsqueda en 

microorganismos extremófilos. Si las enzimas encontradas no cumplen completamente 

con las necesidades requeridas, éstas pueden ser modificadas a través de técnicas de 

biología molecular introduciendo características estructurales específicas, como por 

ejemplo mediante evolución dirigida de proteínas. Lo anterior se logra al contar con 

información detallada de la estructura de las proteínas nativas. 
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1.3. Enzimas en la industria 

Las exigencias impuestas por la industria en relación a la producción de 

compuestos complejos a partir de materias primas simples aumentan cada día. Para la 

optimización de los procesos, es importante minimizar la cantidad de etapas orientadas 

hacia la generación de valor agregado. Por ejemplo, en etapas críticas del proceso de 

la producción de fármacos, combustibles y compuestos químicos son necesarios 

catalizadores, siendo la mayoría de los utilizados actualmente, compuestos químicos 

inorgánicos, orgánicos u organometálicos. Este tipo de químicos poseen bajo costo, 

pero poseen desventajas tales como alta toxicidad, convirtiéndolos en compuestos 

contaminantes y difíciles de manipular. 

 

Las necesidades globales de aplicar tecnologías “limpias”, el reemplazo de 

materias primas no renovables, el difícil manejo de químicos peligrosos y los residuos 

producidos, crean nuevos retos en cuanto a la investigación química y biotecnológica. 

La investigación científica ha permitido aumentar el número de catalizadores biológicos 

(enzimas) que son aplicados en diferentes procesos de producción, haciendo que los 

procesos biocatalíticos se presenten como una alternativa viable para solventar las 

necesidades actuales de las industrias. Entre las ventajas que presentan las enzimas 

en comparación a los catalizadores químicos se encuentran: gran eficiencia catalítica, 

producción de estereoisómeros específicos, generación de una menor cantidad de 

reacciones secundarias y llevar a cabo reacciones en condiciones amigables con el 

medio ambiente [20].  
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1.4. Enzimas e industria del papel 

En la industria de la celulosa, la producción de la pulpa se encuentra compuesta 

por tres grandes etapas. La primera, denominada “pulping” o pulpaje, consiste en 

separar las fibras de lignina y celulosa, y re-suspender estas últimas en agua. Luego se 

procede a la refinación de la pulpa, donde se remueven impurezas, homogeneiza y se 

elimina el exceso de compuestos químicos de la etapa anterior. Finalmente ocurre el 

blanqueamiento donde se remueve el color de la pulpa causado por la lignina residual. 

De la energía total utilizada en la producción del papel, las etapas de generación de la 

pulpa y refinado utilizan la mayor cantidad de energía, debido a que la lignina y 

hemicelulosa son compuestos muy recalcitrantes que necesitan de varios procesos 

mecánicos y químicos para degradarlos. Frente a los contaminantes generados 

durante el proceso, existe un amplio campo de investigación focalizado en encontrar 

alternativas más ecológicas, entre las cuales se encuentra el uso de enzimas para 

catalizar las diferentes reacciones del proceso. En la etapa de pulpaje y refinación de la 

pulpa, las enzimas pueden disminuir la energía utilizada [21] y minimizar el daño que 

se produce a las fibras en el proceso de refinación mecánica. Al ser más específicas 

actúan exclusivamente sobre la lignina y la hemicelulosa, y no sobre las fibras de 

celulosa. Adicionalmente, pueden actuar en el tratamiento de aguas residuales y en la 

eliminación de la tinta del papel reciclado [22, 23]. 

 

El tratamiento de la madera se inicia en condiciones de altas temperaturas, 

presión y a pH básico. Las siguientes etapas tienen condiciones variables, las cuales, 

en términos generales ocurren a temperaturas entre los (50 - 70 ºC) y principalmente 

pH >8,0. Por lo que son necesarias enzimas termoestables que puedan realizar la 



 7 

catálisis en un amplio rango de pH, entre las cuales se encuentran, por ejemplo, las 

xilanasas [24], lacasas [25] y pectinasas [26]. El principal efecto de estas enzimas 

sobre la madera es que ésta se vuelve más esponjosa y porosa, permitiendo un 

rompimiento más sencillo de los chips de madera en la etapa pulpaje, lo cual disminuye 

considerablemente la energía utilizada [27]. 

1.5. Xilanasas provenientes de microorganismos. 

Actualmente, se han descrito hongos y bacterias con sistemas xilanolíticos 

completos, capaces de producir múltiples xilanasas con diferentes características, y 

con actividad sinérgica sobre la hidrólisis del xilano [28]. Los microorganismos más 

comunes que producen isoenzimas de xilanasas, son Aspergillus, Trichoderma y 

Bacillus. La multiplicidad de las xilanasas probablemente proviene de redundancia 

genética, o de modificaciones post-transcripcionales, como glicosilación, presencia de 

un péptido señal o diferentes cortes proteolíticos, siendo la glicosilación la más 

importante. Esta modificación contribuye entre un 10 a un 30 % al peso molecular de la 

enzima y le confiere diferentes características de estabilidad. Por ejemplo, la 

glicosilación y puentes disulfuro en xilanasas de la levadura Cryptococcus albidus 

TAE85, aislado de la Antártica, impiden su desnaturación bajo los 5 °C, temperatura a 

la cual crece este microorganismo [29]. Por otra parte, cambios en la glicosilación de 

una xilanasa mesófila de Bacillus subtilis, incrementó su termoestabilidad al aumentar 

en 2,5 veces el tiempo en que la actividad decae a la mitad [30]. 

 

Los microorganismos que degradan celulosa son muy ubicuos y pueden ser 

aislados de residuos de industrias agrícolas, o de sitios geotermales, en donde está 

disponible el carbono orgánico. Se ha observado que miembros de géneros de 
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Anoxybacillus y Bacillus, secretan una variedad de enzimas lignocelulolíticas, como 

xilanasas y celulasas, para degradar el material lignocelulolítico, pero también existen 

reportes de xilanasas intracelulares. Se cree que los microorganismos que sintetizan 

estas últimas poseen transportadores de oligosacáridos, con los cuales pueden 

ingresar diferentes xilooligosacáridos al interior de la célula, para terminar de 

degradarlos [31]. 

 

El género Anoxybacillus es relativamente nuevo, fue propuesto por Pikuta et al. 

2000. Este género pertenece a la familia de los Bacillaceae y posee pocos exponentes, 

estando a la fecha válidamente publicadas solo 19 especies y dos subespecies. Se han 

descrito xilanasas de bacterias del género Anoxybacillus en cepas aisladas de sitios 

geotermales turcos [32], en A. flavithermus BC [33], A. pushchinoensis A8 [34] y 

Anoxybacillus sp. E2 [35]. La mayoría de las xilanasas caracterizadas pertenecientes a 

bacterias del género Anoxybacillus tienen una actividad óptima entre 50 - 70 ºC, a pH 

alcalino. 

 

El género Bacillus está conformado por bacterias aeróbicas o aeróbicas 

facultativas con forma de bastón y Gram-positivas [36]. Se han descrito diversas 

xilanasas pertenecientes a este género. De acuerdo a la base de datos “Carbohydrate-

active Enzyme” (CaZy) [37] se han registrado más de 85 secuencias de xilanasas 

provenientes de Bacillus, de las cuales 49 han sido caracterizadas.  

 



 9 

1.6. Clasificación de las xilanasas 

La xilanasas pertenecen a la clase de las glicosidasas (GH), las cuales se sub-

clasifican en familias. Esta clasificación está basada en la comparación de la estructura 

primaria de los dominios catalíticos y agrupa las secuencias relacionadas en familias 

[38]. Como la estructura primaria y el plegamiento de una enzima están relacionados, 

esta clasificación refleja características tanto estructurales como del mecanismo de 

acción, observándose que las enzimas de una familia en particular tienen una 

estructura tridimensional y un mecanismo molecular similar [37]. De acuerdo a la 

clasificación CaZy las endo-xilanasas se pueden encontrar en las familias 5, 8, 9, 10, 

11, 12, 16, 26, 30, 43, 44, 51, 62 y 98; aunque la mayoría se encuentra en las familias 

10 y 11. Las endo-xilanasas reportadas en las familias 16, 51 y 62, son aparentemente 

enzimas bi-funcionales que contienen dos sitios catalíticos, un dominio de la familia 10 

u 11 y un segundo dominio glicosidasa. Un ejemplo, una enzima de Ruminococcus 

flavefaciens tiene una xilanasa de la familia 11 y en el amino- y carboxi-terminal una 

liquenasa de la familia 16, por lo tanto está clasificada como miembro de ambas 

familias [39]. 

 

Las endo-xilanasas de la familia 10, son proteínas de alto peso molecular, con 

un bajo punto isoeléctrico, conformadas por un dominio de unión a la celulosa y un 

dominio catalítico, los cuales están conectados por un péptido de unión. Las xilanasas 

pertenecientes a esta familia tienen una estructura de barril (α/β)8, que consiste en 8 

sábanas-β paralelas, ubicadas una al lado de la otra para formar un cilindro, seguidas 

de 8 α-hélices (Figura 1A). La forma de la proteína se asemeja a un “bowl de 

ensalada”, donde una cara de la proteína tiene un radio de 45 Å, mientras la cara 
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opuesta tiene un radio de aproximadamente 30 Å. Los análisis cristalográficos y 

cinéticos de la actividad de las xilanasas sobre los xilooligosacáridos de diferentes 

tamaños han demostrado que las xilanasas de esta familia tienen de cuatro a cinco 

sitios de unión al sustrato.  

 

Las endo-xilanasas de la familia 11 son proteínas de bajo peso molecular, y 

muy específicas, ya que no toleran muchas sustituciones en la cadena principal de 

xilano. De acuerdo a su punto isoeléctrico, estas pueden ser sub-clasificadas en dos 

grupos: alcalino o acídico. Se piensa que debido a su bajo peso molecular, estas endo-

xilanasas pueden atravesar por los poros de la hemicelulosa, para hacer más eficiente 

la hidrólisis. Estas enzimas tienen con una estructura de “β-jelly roll”, compuesta de dos 

sábanas-β que forman una hendidura, en donde la forma general se asemeja a una 

mano semi-cerrada (Figura 1B) [40]. 

 

En la familia 8 (GH8) las endo-xilanasas tienen menos representantes en 

comparación a las familias 10 y 11, y a la fecha se han caracterizado solo 5 endo-

xilanasas pertenecientes a GH8. Éstas son monómeros de una masa molecular alta 

(~45 kDa) y una estructura de barril (α/α)6, compuesta de 6 α-hélices internas y 6 α-

hélices externas (Figura 1C). Las endo-xilanasas de esta familia tienen una diversa 

especificidad de sustratos, teniendo como preferencia sustratos poco sustituidos, lo 

que le permite ser compatible con su uso en la industria y poder competir con las endo-

xilanasas más utilizadas actualmente (familias 10 y 11) [41].  
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Figura 1. Estructura tridimensional de xilanasas. De (A) Bacillus halodurans (familia 
10) PDB ID: 2UWF [42]; (B) Bacillus circulans (familia 11) PDB ID: 1BCX [43]; (C) 
Pseudalteromona haloplanktis (familia 8) PDB ID: 1H12 [44]. 

 

1.7. Xilano, sustrato de las xilanasas 

El xilano es un polímero natural formado por monómeros de xilosa y es uno de 

los principales componentes de la hemicelulosa, una de las fracciones importantes de 

la madera. El xilano es un heteropolímero ramificado que está compuesto de hexosas 

(manosa, glucosa y galactosa) y pentosas (xilosa y arabinosa), siendo la xilosa el 

azúcar más abundante [45].  

 

El xilano se caracteriza por poseer una cadena principal formada por enlaces β-

(1à4) de xilosa, siendo una modificación común la sustitución con residuos glucuronil 

unidos mediante enlace α-(1à2) y residuos 4-O-metil glucuronil. Los xilanos en los 

cuales domina este tipo de sustitución son los glucuronoxilanos. Los xilanos también 

pueden poseer residuos de arabinosa unidos a la cadena principal, estos xilanos se 

llaman arabinoxilanos y glucoroarabinoxilanos. 

 

A B C 
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Figura 2. Xilano y las enzimas necesarias para degradarlo. Modificado de Sun et al. 
2012. 

 

Para degradar completamente este polímero se necesita la acción conjunta de 

diferentes enzimas, entre las cuales se encuentran la endo-1,4-β-xilanasa (endo-

xilanasa) (EC 3.2.1.8) y la xilano-1,4-β-xilosidasa (β-xilosidasa) (EC 3.2.1.37), 

encargadas de hidrolizar el enlace β-1,4-D-xilosídico de la cadena principal. La endo-

xilanasa hidroliza de manera aleatoria la cadena principal de xilano, obteniéndose 

como productos de la reacción catalítica xilooligosacáridos. La β-xilosidasa hidroliza los 

xilooligosacáridos en el extremo no reductor, obteniéndose monómeros de xilosa como 

producto de la reacción, las cuales serán utilizadas por las células como fuente de 

energía. Las enzimas α-glucuronidasa, α-L-arabinofuranosidasa y acetilxilano esterasa, 

hidrolizan las ramificaciones de la cadena principal [45] (Figura 2). 

 

endoxilanasa α-glucuronidasa 
acetilxilano 

esterasa 

α-L-arabinofuranosidasa 

β-xilosidasa 

xilosa 
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1.8. Mecanismos catalíticos de las xilanasas 

El mecanismo de catálisis de las GH se puede dividir en dos tipos: las que 

retienen la configuración del oxígeno anomérico durante la reacción y las que lo 

invierten. La primeras, poseen un residuo ácido/base y uno nucleófilo, mientras que las 

segundas poseen un residuo catalítico ácido y uno básico [47]. 

 

Las enzimas de las familias 5, 7, 10 y 11 catalizan la hidrólisis con la retención 

de la configuración anomérica, donde dos residuos de glutamato están implicados en el 

mecanismo de reacción. En este tipo de hidrólisis, la reacción se lleva a cabo por 

medio de una catálisis ácido/base en dos pasos, primero como ácido ocurre una 

glicosilación y luego como base ocurre la desglicosilación. En el primer paso se dona 

un protón al átomo de oxígeno glicosídico, mientras que el nucleófilo forma un 

intermediario covalente glicosil-enzima. En el segundo paso, el ácido/base 

desprotonado actúa como base para activar la molécula de agua que lleva a cabo el 

ataque nucleofílico en el intermediario glicosil-enzima. Con dos pasos de inversión se 

llega a la retención de la estereoquímica del centro anomérico (Figura 3A). 

 

Las enzimas de las familias 8 y 43 invierten la configuración del oxígeno 

anomérico y se cree que los residuos catalíticos son glutamato y aspartato. Estas 

enzimas funcionan mediante una única reacción de desplazamiento, en donde el 

residuo ácido catalítico dona un protón al oxígeno anomérico, mientras que el residuo 

básico catalítico remueve un protón de la molécula de agua, aumentando su 

nucleofilicidad y facilitando su ataque en el centro anomérico. Este ataque rompe el 
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enlace glicosídico y produce la inversión de la configuración del carbón anomérico 

(Figura 3B). 

 

 

Figura 3. Mecanismo de acción de las glicosil hidrolasas. Mecanismo de (A) 
retención e (B) inversión de la configuración del centro anomérico. Modificado de 
Collins et al. 2005. 

  

performs a nucleophilic attack which results in the de-
parture of the leaving group and the formation of the
a-glycosyl enzyme intermediate (inversion b to a). In
the second step, the first carboxylate group now func-
tions as a general base, abstracting a proton from a nu-
cleophilic water molecule which attacks the anomeric
carbon. This leads to a second substitution in which
the anomeric carbon again passes via an oxocarbeni-
um-ion-like transition state to give rise to a product with
the b configuration (inversion a to b). Thus the overall
result is a retention of the configuration at the anomeric
centre.

In contrast, enzymes in families 8 and 43 typically op-
erate with inversion of the anomeric centre and a gluta-
mate and aspartate are believed to be the catalytic
residues [43,54]. Inverting enzymes function by a single
displacement reaction (Fig. 2(b)) in which one carboxyl-
ate provides for a general acid-catalyzed leaving group
departure and the second functions as a general base, ac-
tivating a nucleophilic water molecule to attack the ano-
meric carbon, thereby cleaving the glycosidic bond and
leading to an inversion of the configuration at the ano-
meric carbon [51–53]. Typically the distance between the
two residues is around 9.5 Å so as to allow for accom-

modation of the water molecule between the anomeric
carbon and the general base [51–53]. However, Alzari
et al. [55] and Guérin et al. [56] have shown that this dis-
tance is 7.5 Å in the inverting endoglucanase CelA and
have suggested that the distance between the two cata-
lytic residues is less constrained in inverting than in re-
taining enzymes.

5.2. Glycoside hydrolase family 5

At the time of writing, family 5 (formerly family A) of
the glycoside hydrolases consists of 467 sequences with
varying activities, including: endoglycosylceramidase
(EC 3.2.1.123), cellulase (EC 3.2.1.4), licheninase (EC
3.2.1.73), b-mannosidase (EC 3.2.1.25), glucan 1,3-b-
glucosidase (EC 3.2.1.58), glucan endo-1,6-b-glucosi-
dase (EC 3.2.1.75), mannan endo-1,4-b-mannosidase
(EC 3.2.1.58), cellulose 1,4-b-cellobiosidase (EC
3.2.1.91), endo-1,6-b-galactanase (EC 3.2.1.-), 1,3-b-
mannanase (EC 3.2.1.-) and endo-1,4-b-xylanase (EC
3.2.1.8) [43]. This is the largest glycoside hydrolase fam-
ily and only seven amino acid residues, including the nu-
cleophile and the general acid/base residue, are strictly
conserved among all members. It is a rather diverse

Fig. 2. General mechanisms for (a) retaining and (b) inverting glycosidases. Adapted from [51]. Figures were prepared with CS Chemdraw Ultra
version 6.0.
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1.9. Xilanasas e industria del papel 

Las xilanasas son enzimas cotizadas en la industria debido a las múltiples 

aplicaciones que poseen, pudiendo ser utilizadas en: la industria alimentaria para 

generar pan de calidad superior, al mejorar la consistencia de la masa [49]; en la 

industria ganadera para hacer más digerible el alimento de los animales [50]; en la 

industria textil para mejorar la calidad de las fibras [51] y en la producción de 

biocombustible, debido a que permiten la sacarificación de diferentes biodesechos, 

produciendo azúcares fermentables que son utilizados para la producción de bioetanol 

[52].  

 

En la industria de la celulosa, las xilanasas poseen gran importancia debido a 

que pueden actuar en diferentes etapas, específicamente el blanqueamiento del papel 

y la etapa de refinado [26]. 

 

En la etapa del pulpaje y refinación de la pulpa se modifican mecánica y/o 

químicamente las fibras de celulosa, para que posteriormente puedan interactuar entre 

sí. En este paso se requiere la acción de altas concentraciones de diversas soluciones 

de compuestos químicos, como hidróxido de sodio, sulfuro de sodio, sulfito de sodio, 

entre otros, para lograr la disolución de la lignina y la hemicelulosa, siendo la remoción 

de la lignina una etapa clave y necesaria para producir papel de alta calidad. La 

intervención de las xilanasas en la refinación de la pulpa es posible, debido a que al 

degradar xilano se produce una mejor separación de hemicelulosa y lignina. Esto hace 

a la pulpa más susceptible a los químicos utilizados en el paso posterior de 

blanqueamiento [53, 54]. En esta etapa, se utilizan comúnmente compuestos clorados, 
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los cuales son muy contaminantes para el medio ambiente. También se utilizan 

peróxidos y ozono, los cuales son más amigables con el medioambiente, pero más 

costos. Debido a su bajo costo los más utilizados son los compuestos clorados, que 

generan entre sus desechos químicos compuestos organoclorados, los cuales son muy 

recalcitrantes y tóxicos en bajas concentraciones. Se ha observado que el uso de 

xilanasas y pectinasas en una etapa de pre-blanqueamiento del papel logra disminuir 

un 25 % la cantidad de cloro utilizado en las siguientes etapas, sin disminuir el brillo del 

papel [53, 55]. 

 

El uso de xilanasas termófilas y alcalófilas en este proceso, poseería diversas 

ventajas, tales como, la mantención de la actividad en el tiempo a temperatura 

ambiente y a altas temperaturas y la posibilidad de ser utilizadas en pHs básicos 

extremos necesarios en el proceso. Debido a que la aplicación de las xilanasas es muy 

variada, su utilización y necesidad va a depender del proceso específico que se 

requiera, siendo ideal que mantenga su actividad en un rango de pH y temperatura lo 

más amplio posible [56]. 

 

De acuerdo a lo planteado anteriormente, se estableció como hipótesis de 

trabajo: 

Existen bacterias extremófilas que poseen enzimas xilanasas extracelulares con 

actividad en el rango de temperatura entre 50 - 70 °C y pH 8,0 - 9,0, características 

demandadas en la industria del papel. 
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Con el fin de probar esta hipótesis, se estableció el siguiente objetivo general: 

Determinar las características bioquímicas de una xilanasa extracelular proveniente de 

una bacteria extremófila. 

 

Se propuso los siguientes objetivos específicos: 

1. Obtener una bacteria extremófila con actividad xilanolítica 

1.1. Identificar una bacteria extremófila con actividad xilanolítica a partir de 

muestras ambientales. 

1.2. Identificar una bacteria extremófila con actividad xilanolítica a partir de 

bacterias aisladas. 

2. Obtener una xilanasa extracelular purificada de la bacteria extremófila 

seleccionada. 

2.1. Purificar una enzima extracelular con actividad xilanolítica. 

2.2. Identificar la xilanasa purificada. 

3. Caracterizar la xilanasa extracelular purificada 

3.1. Determinar el pH y temperatura óptima de la xilanasa extracelular purificada. 

3.2. Determinar la termoestabilidad de la actividad enzimática en el tiempo, a la 

temperatura del proceso de blanqueamiento (50 – 60 °C). 

3.3. Determinar la actividad de la enzima luego de someterla a liofilización. 
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2. MATERIALES Y MÉTODOS 
 

2.1. Aislamiento de cepas bacterianas provenientes de sitios geotérmicos y la 

Antártica 

Para el aislamiento de nuevas cepas bacterianas se utilizaron muestras 

ambientales provenientes del glaciar Collins, Antártica; geisers en Yellowstone y el 

Volcán Copahue, Chile. Los sitios de muestreo se encontraban en el rango de 

temperatura entre 20 °C y 70 °C con un pH 4,0 - 8,0. 

 

Se realizaron enriquecimientos de bacterias mesófilas y termófilas, utilizándose 

el medio PAE2 y PAE1 (Anexo 7.1) respectivamente. En los cultivos sólidos se 

suplementó el medio respectivo con agar 15 g·L-1. Las bacterias mesófilas y termófilas 

fueron aisladas a través de traspasos sucesivos de cultivo líquido a sólido (agotamiento 

por estrías) a 23 °C y 55 °C respectivamente. La pureza de los microorganismos se 

confirmó mediante visualización de la uniformidad de las colonias en medio sólido y 

visualización mediante microscopio óptico. 

 

Para la selección final de microorganismos termófilos, éstos fueron incubados a 

60 °C en medio XIL (Anexo 7.1). Se realizaron pasajes sucesivos de cultivo líquido a 

sólido y para la confirmación de la pureza se visualizó la uniformidad de las colonias en 

el medio TB (Anexo 7.1). 
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Además de las muestras inicialmente mencionadas, se utilizaron bacterias 

aisladas provenientes de la colección privada de la Fundación Biociencia, los cuales 

fueron incubados en los medios de cultivos y condiciones descritas en la Tabla 1. 

Tabla 1. Aislados utilizados pertenecientes a la colección de microorganismos de 
Fundación Biociencia. 

Origen muestra Aislado Medio Género 
Incubación 

Temperatura 
(°C) pH 

Glaciar Alpes, Suiza 6b* LB/4 Geobacillus 70 7,0 
Isla Decepción, Antártica  ID17 [57]a MMM Geobacillus 65 7,0 
Estufa de esterilización GWE1 [58]b TL/2 Geobacillus 60 5,8 
Glaciar Alpes, Suiza 5a1 TL/3 Acinetobacter 30 5,8 
Glaciar Alpes, Suiza 5a TL/2 Acinetobacter 30 5,8 
Salar de Ascotán, Chile Asc6BA HVMOD-D Bacillus 37 7,3 
Salar de Ascotán, Chile 2.10-2C HVMOD-D Bacillus 30 7,3 
La composición de los medios de cultivo se encuentran en el Anexo 7.1.  
a, b: publicaciones de los aislados. 
 

2.1.1. Crecimiento de la cepa termófila seleccionada aislada de una muestra 

geotérmica 

A partir de los aislados obtenidos de las muestras ambientales provenientes de 

sitios geotérmicos, se seleccionó la bacteria termófila Anoxybacillus sp. 7L. Esta 

bacteria fue aislada de una muestra ambiental proveniente de la ladera del volcán 

Copahue, Región del BioBío, Chile. Para el crecimiento de la bacteria 7L se utilizó el 

medio PAE1. La cepa 7L fue inoculada al 10 % (v/v) a partir de un cultivo madre e 

incubada por 22 h sin agitación a 60 ºC. 
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2.1.2. Crecimiento de la cepa halófila seleccionada perteneciente a la colección 

de Fundación Biociencia 

A partir de la biblioteca de cepas aisladas pertenecientes a la colección de 

Fundación Biociencia se seleccionó la bacteria halófila Bacillus sp. Asc6BA para 

realizar el trabajo de Tesis. Esta bacteria fue previamente aislada de una muestra 

ambiental proveniente del Salar de Ascotán, Chile. Para el crecimiento de Asc6BA se 

utilizó el medio HVMOD-D. La bacteria Asc6BA fue inoculada al 5 % (v/v) e incubada 

por 38 h sin agitación a 37 ºC. 

 

Los inóculos de Anoxybacillus sp. y la bacteria Asc6BA cepas fueron 

preparados con los medios PAE1 y HVMOD-D respectivamente, y al escalar el cultivo 

a 10 L se reemplazó el xilano de madera de haya (Sigma) por salvado de trigo 25 g·L-1. 

 

2.2. Procedimientos de biología molecular 

2.2.1. Extracción de ADN genómico de aislados provenientes de muestras 

ambientales 

Los microorganismos aislados provenientes de muestras ambientales se 

seleccionaron y se cultivaron por 24 h. Posterior a la incubación se centrifugó a 9.000 x 

g durante 10 min. Las células fueron resuspendidas en 1 mL de tampón TE (Tris-HCl 

100 mM conteniendo EDTA 10 mM pH 8,0). Este procedimiento se realizó dos veces. 

Finalmente, se resuspendió en 500 µl de tampón TE, se agregó 50 µl de lisozima (10 

mg/mL, Sigma) y se incubó por 1 h a 37 °C. A la mezcla anterior se agregaron 10 µl de 

proteinasa K (20 mg/mL, Invitrogen) y 50 µl de SDS al 10 % (p/v), se incubó 1 h a 56 
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°C y se observó la ruptura celular al microscopio. Posteriormente, se agregó 1 volumen 

de solución fenol:cloroformo:alcohol isoamílico (25:24:1) y se centrifugó 10 min a 

13.000 x g. Este último paso se repitió las veces que fuese necesario hasta la 

desaparición de la fase blanquecina. Dos volúmenes de etanol absoluto frio se 

agregaron al sobrenadante y se incubó durante la noche a -20 °C. El ADN fue 

centrifugado a 13.000 x g por 40 min, se eliminó el etanol y se secó el precipitado, el 

cual se resuspendió en 50 µl de tampón TE y se incubó por 10 min a 65 °C. El ADN fue 

analizado por electroforesis en geles de agarosa (1,0 %) y visualizado en un 

transiluminador UV. 

 

2.2.2. Amplificación del gen ARN ribosomal 16S de los microorganismos 

aislados de muestras ambientales 

El ADN extraído de los microorganismos aislados provenientes de muestras 

ambientes fue utilizado para la amplificación del gen ARNr 16S. El ADN extraído se 

diluyó en una razón 1:10 en tampón TE 1x. Se utilizaron dos pares de partidores 27F - 

1492R [59] y BAC334F - BAC939R [60]. La mezcla de la reacción contenía 5,0 µl de 

amortiguador para Taq polimerasa (10x, Fermentas), 5,0 µl de dNTPs (2 mM), 4,0 µl de 

MgCl2 (50 mM), 0,5 µl de partidor R (100 mM), 0,5 µl de partidor F (100 mM), 1,0 µl de 

ADN, 0,25 µl de Taq polimerasa (5U/µl) y H2O estéril hasta completar 50 µl. El 

protocolo del PCR utilizado consistió en: hot start 95 °C por 5 min; 30 ciclos de 

desnaturación a 95 °C por 1 min; alineamiento a 54 °C para el primer par de partidores 

y 58 °C para el segundo, durante 1 min; y una extensión a 72 °C por 1,5 min. Se realizó 

una extensión final a 72 °C por 10 min. El amplificado resultante se visualizó en un gel 

de agarosa (1,0 % (p/v)). 
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2.2.3. Electroforesis de ADN en gel de agarosa 

Las muestras de ADN se mezclaron con tampón de carga (Tris-HCl 20 mM pH 

8,0, azul de bromofenol 0,25 % (p/v) y glicerol 30 % (v/v)) y se resolvieron por 

electroforesis en un gel de agarosa (1,0 % (p/v)) preparado en tampón TAE (Tris-

acetato 0,04 M pH 8,3, EDTA 1 mM). Como marcador de peso molecular se utilizó 

ADN de fago λ digerido con HindIII. El ADN se visualizó por tinción con Sybr gold (100 

ng/mL, Invitrogen) en un transiluminador ultravioleta (UV). 

 

2.2.4. Análisis filogenético del gen 16S rRNA 

El ADN amplificado fue secuenciado (Michigan State University) y las secuencias 

resultantes fueron analizadas utilizando la herramienta BlastN [61] y la base de datos 

de secuencias de ARNr 16S de bacteria y arquea del GenBank. 

 

2.3. Detección de la actividad xilanolítica 

2.3.1. Ensayo cualitativo de la actividad xilanolítica de los microorganismos 

aislados 

La actividad xilanolítica de los microorganismos aislados se determinó 

cualitativamente incubándolos en placas de Petri, en el medio de crecimiento 

respectivo, suplementado con agar 15 g·L-1 y xilano 4 g·L-1. Pasado el tiempo de 

incubación, se reveló el ensayo agregando rojo congo 5 g·L-1 e incubando durante 5 

min. Luego se eliminó el rojo congo y se lavó con NaCl 1M durante 10 min. Un halo 

decolorado alrededor de la colonia representa un resultado positivo para xilanasa. 
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2.3.2. Ensayo cuantitativo de la actividad xilanolítica 

2.3.2.1. Ensayo del ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS)  

La actividad xilanolítica se determinó cuantitativamente utilizando el ensayo del 

DNS [62]. Este ensayo se basa en la determinación de la concentración de azúcares 

reductoras en una solución. Se incubó 100 µl de enzima con 500 µl de xilano 10 g·L-1 y 

400 µl de tampón Tris-HCl 100 mM pH 8,0 a 60 ºC durante 10 min. Se agregó 1 mL de 

la solución de DNS (DNS 10 g·L-1, fenol 2 g·L-1, sulfito de sodio 0,5 g·L-1, NaOH 10 g·L-

1 y tartrato de sodio y potasio 400 g·L-1) y se reveló la solución incubándola en agua 

hirviendo durante 10 min. Se enfrió la muestra y se midió la absorbancia a 540 nm en 

un espectrofotómetro (Shimadzu). La concentración de azúcares liberadas se 

determinó en relación a una curva de calibración con xilosa utilizando concentraciones 

entre 1,0 - 10,0 mM. Se definió una unidad de xilanasa como la cantidad de enzima 

que libera un µmol de azúcar reductor equivalente a xilosa por minuto. Se utilizó como 

control positivo la enzima xilanasa comercial proveniente de Aspergillus niger 

(Megazyme). Para determinar la concentración de proteínas se utilizó el ensayo de 

proteína de Bio-Rad basado en el método de Bradford [63] 

2.3.2.2. Ensayo del “Remazol brilliant blue – xylan” (RBB-X) 

El método de RBB-X (Sigma) se basa en el uso de un sustrato cromogénico para 

la detección de endo-1,4-β-xilanasas. Se incubaron 500 µl de enzima (diluida en 

tampón MES 100 mM pH 6,0) con 500 µl de sustrato a 60 ºC por 10 min. La reacción 

fue detenida agregando 2,5 mL de etanol, provocando la precipitación de los 

fragmentos de RBB-X de alta masa molecular que no fueron degradados. 

Posteriormente, se centrifugó por 10 min a 9.000 x g y la absorbancia de 1 mL de 
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sobrenadante fue medida en un espectrofotómetro (Shimadzu) a 590 nm. La actividad 

se determinó en referencia a una curva estándar, definiéndose una unidad enzimática 

como la cantidad de enzima que libera 1 µmol de RBB por minuto a 60 ºC y pH 6,0. 

 

2.4. Purificación de una xilanasa extracelular proveniente de las bacterias 

seleccionadas 

2.4.1. Preparación del concentrado extracelular 

Para la preparación del concentrado extracelular se obtuvo el medio 

extracelular incubando las bacterias seleccionadas de acuerdo a lo descrito en la 

sección 2.1.1 y 2.1.2. El salvado de trigo presente en el medio de cultivo fue removido 

mediante filtración con gasa. Las células se separaron del medio extracelular mediante 

un sistema de filtración tangencial SartoJet (Sartorius), utilizando una membrana de 0,1 

µm de corte. El medio extracelular se concentró 15 veces, utilizando el sistema de 

filtración tangencial SartoJet con una membrana de corte de 30 kDa. 

 

El concentrado extracelular proveniente de la bacteria Asc6BA se diluyó con 

tres volúmenes de tampón Tris-HCl 50 mM pH 7,5 conteniendo azida de sodio 0,2 g·L-1 

y se concentró nuevamente. Este proceso se realizó dos veces. El concentrado final se 

ultracentrifugó (Hitachi, rotor P50AT2) durante 30 min a 109.000 x g para eliminar los 

sólidos en suspensión. 
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2.4.2. Purificación cromatográfica de una xilanasa extracelular.  

La purificación cromatográfica de una xilanasa extracelular fue controlada por un 

sistema de FPLC (Pharmacia Biotech) y todos los pasos de purificación fueron 

realizados a temperatura ambiente. La actividad xilanolítica fue medida en todas las 

fracciones, en cada etapa de purificación.  

 

2.4.3. Purificación de una xilanasa extracelular proveniente del microorganismo 

Anoxybacillus sp. 7L 

La purificación de la xilanasa proveniente del microorganismo 7L se realizó 

como sigue: el sobrenadante concentrado fue cargado en una columna con resina de 

intercambio iónico Q-Sepharose Fast Flow (GE Healthcare), equilibrada con el tampón 

Tris-HCl 50 mM pH 8,0. La columna fue eluida con gradiente lineal de NaCl 0-1 M a un 

flujo de 1 mL/min. La fracción que no se unió a la columna se recolectó y se concentró 

mediante el sistema de filtración tangencial Vivaflow (Sartorius) utilizando una 

membrana de corte de 30 kDa. El concentrado se cargó en una columna con resina de 

hidroxiapatita (HA Ultrogel, Sigma) equilibrada con tampón fosfato de sodio 10 mM pH 

8,0. La columna se eluyó con un gradiente lineal de 50 a 500 mM de fosfato de sodio. 

 

2.4.4. Purificación de dos xilanasas extracelulares proveniente del 

microorganismo Bacillus sp. Asc6BA 

La purificación de las xilanasas provenientes de la bacteria Asc6BA se realizó 

como sigue: el concentrado extracelular fue diluído con tampón A (50 mM Tris-HCl pH 

7,5 conteniendo azida de sodio 0,2 g·L-1) y cargadas en una columna Q-Sepharose 
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Fast Flow previamente equilibrada con el tampón A. La fracción que no se unió a la 

columna se recolectó y se concentró mediante el sistema de filtración tangencial 

Vivaflow. Las proteínas concentradas se diluyeron 10 veces con tampón B (50 mM 

Tris-HCl pH 9,0 conteniendo azida de sodio 0,2 g·L-1) y fueron cargadas en una 

columna Q-Sepharose Fast Flow previamente equilibrada con el tampón B. La fracción 

que no se unió a la columna se recolectó y se concentró mediante el sistema de 

filtración tangencial Vivaflow y se cargó en la columna SP-HiTrap (Pharmacia Biotech) 

previamente equilibrada con tampón B. Las proteínas fueron eluidas con un gradiente 

lineal (30 mL) de NaCl de 0 a 0,5 M en tampón B. El último paso cromatográfico fue 

una cromatografía de exclusión molecular con la resina Superdex 200 (GE Healthcare), 

donde las xilanasas fueron eluidas a 1 mL/min con tampón Tris-HCl 50mM pH 8,0 

conteniendo 0,2 M de NaCl. 

 

2.5.  Identificación de la xilanasa purificada proveniente del aislado 7L y Asc6BA. 

2.5.1. Búsqueda de genes que codifican para xilanasas en el genoma de los 

aislados 7L y Asc6BA. 

Se realizó una búsqueda de genes que codifican para xilanasas en los 

genomas de las bacterias 7L y Asc6BA, a partir de los cuales se obtuvo las respectivas 

secuencias de aminoácidos. Posteriormente, se realizó un alineamiento con la 

herramienta BLASTp, con secuencias de proteínas bacterianas almacenadas en la 

base de datos GenBank. Se realizó una determinación teórica del punto isoeléctrico 

(pI) y masa molecular (PM) a las secuencias seleccionadas, utilizando la herramienta 

SwissProt [64], y la presencia de péptido señal mediante la herramienta SignalP [65]. 
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2.5.2.  Electroforesis de proteínas en gel de poliacrilamida en condiciones 

desnaturantes (PAGE). 

Se realizó una electroforesis en gel de poliacrilamida con dodecilsulfato de 

sodio (SDS-PAGE) al 12 % (v/v) [66]. Las muestras se desnaturaron incubándolas por 

10 min a 95 ºC. El tampón de carga (5X) contenía: SDS 10 % (p/v), β-mercaptoetanol 

10 mM, glicerol 20 % (v/v), Tris-HCl 0,2 M pH 6,8 y azul de bromofenol 0,05 % (p/v). Se 

utilizó como estándar el marcador de proteínas 14-100 kDa (Winkler) y tampón de 

corrida TG-SDS (Winkler). Se realizaron dos tipos de tinciones para la visualización de 

las proteínas, tinción con azul de Coomassie y tinción con nitrato de plata. 

 

En la tinción con azul de Coomassie el gel fue incubado en una solución de azul 

de Coomassie R-250 (0,125 % (p/v), metanol (45 % (v/v) y ácido acético (10 % (v/v)) 

durante la noche. Para visualizar, se utilizó una solución de desteñido con ácido 

acético:metanol:agua (10:20:70). 

 

La tinción con plata se realizó de acuerdo a [67] con ciertas modificaciones. 

Para la tinción se utilizaron las siguientes soluciones: A: Fijación (etanol 50 % (v/v) y 

ácido acético 10 % (v/v)); B: Lavado (etanol 30 % (v/v)); C: Sensibilizante (Na2S2O3 

0,04 % (p/v)); D: Tinción (AgNO3 0,2 % (p/v) y formalina 0,076 % (v/v)); E: Reveladora 

(Na2CO3 6 % (p/v), formalina 0,05 % (v/v) y Na2S2O3 0,0004 % (p/v)); F: Detención 

(ácido acético 5 % (v/v)). Para la tinción se fijó el gel durante la noche con la solución 

A. Luego se realizaron tres lavados consecutivos de 20 min, dos con la solución B y 

uno con agua destilada. El gel se sensibilizó con la solución C durante 2 min. Se 
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realizaron tres lavados consecutivos con agua destilada por 5 min. Se tiñó el gel con la 

solución D durante 20 min y luego se realizaron dos lavados consecutivos con agua 

destilada por 30 s. Se reveló entre 3-7 min con la solución E, hasta que las bandas 

aparecieran claras. La reacción se detuvo con la solución F. 

Las proteínas del gel de SDS-PAGE se analizaron semi-cuantitativamente 

mediante densitometría utilizando el software ImageJ [68]. 

 

2.5.3. Zimograma para xilanasas. 

El zimograma se realizó según lo descrito por Park et. al. [69]. Para ello se 

realizó un gel SDS-PAGE 12 % (v/v) de acuerdo a lo descrito en la Sección 2.5.2 con 

las siguientes modificaciones: las muestras no se desnaturaron mediante calor; no se 

adicionó β-mercaptoetanol al tampón de carga; y el gel de poliacrilamida se co-

polimerizó con xilano 0,1 % (p/v). La carga de las muestras se realizó en duplicado. 

Posterior a la realización de la electroforesis, se cortó el gel por la mitad. Una mitad de 

gel se incubó en isopropanol 25 % (v/v) durante 30 min a temperatura ambiente. Luego 

se incubó en tampón A (citrato de sodio 50 mM pH 6,0) durante 30 min a temperatura 

ambiente. Se renovó el tampón A y se incubó a 60 ºC por 1 h. Posteriormente, se tiñó 

el gel en una solución de rojo congo 0,5 % (p/v) durante 30 min y se destiñó con NaCl 

1 M por 3 h, cambiando la solución cada 30 min. Para aumentar el contraste se incubó 

en ácido acético 0,5 % (v/v) por un minuto. Una reacción positiva se visualizó como 

una decoloración en el gel de poliacrilamida. La otra mitad del gel se tiñó con azul de 

Coomassie de acuerdo a lo descrito en la Sección 2.5.2 para la visualización de 

proteínas. 
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2.5.4. Análisis de las xilanasas purificadas mediante huella peptídica. 

Las xilanasas purificadas X2 y X3 fueron identificadas mediante huella peptídica. 

Para ello se realizó un gel SDS-PAGE de acuerdo a lo descrito en la sección 2.5.2. Se 

cortaron las bandas correspondientes a xilanasas y fueron enviadas para la 

identificación de huella peptídica (MS-MS/MS) mediante MALDI TOF/TOF al Centro 

Nacional de Biotecnología (CNB), España. Las muestras fueron analizadas con la base 

de datos de NCBI mediante el algoritmo de MASCOT [70] y con el genoma de los 

microorganismos como base de datos mediante el algoritmo SearchGUI [71] y su 

procesador de datos PeptideShaker [72] . 

 

2.6. Caracterización bioquímica de las xilanasas purificadas. 

2.6.1. Determinación de la masa molecular de las xilanasas purificadas. 

La masa molecular de las xilanasas nativas purificadas fue determinada por 

cromatografía líquida de exclusión molecular y las subunidades por SDS-PAGE 

descrito en la Sección 2.5.2. Para la determinación por cromatografía de exclusión 

molecular se utilizó una columna (GE Healthcare, Tricorn 10/600) de Superdex-200 

(GE Healthcare) previamente equilibrada a un flujo de 1 mL/min, con 10 volúmenes de 

tampón Tris-HCl 50 mM pH 8,0 conteniendo NaCl 0,2 M. La columna fue calibrada 

utilizando como estándar α-lactoalbúmina (14,2 kDa, Sigma), anhidrasa carbónica (29 

kDa, Sigma), albúmina de pollo (45,0 kDa, Sigma), albúmina de suero bovino (66,0 

kDa, Sigma), catalasa (200 kDa, Winkler). Se utilizó azul dextrano para calcular el 

volumen vacío de la columna. Todos los estándares, xilanasas y azul dextrano fueron 

eluidos a un flujo de 1 mL/min utilizando tampón Tris-HCl 50mM pH 8,0 conteniendo 
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NaCl 0,2 M. El coeficiente de partición Kav fue determinado a partir del volumen de 

elución mediante la siguiente fórmula:  

Kav =
Vi − Vo
Vt − Vo

 

 

donde Vi es el volumen de la muestra, V0 es el volumen del azul dextrano (16,8 mL) y 

Vt el volumen total de la columna (39 mL). La curva de calibración para la resina 

Superdex 200 es mostrada en el Anexo 7.2. 

 

2.6.2. Efecto de la temperatura y pH en la actividad xilanolítica.  

El efecto de la temperatura fue ensayado en las xilanasas X2 y X3. La 

temperatura óptima para la actividad xilanolítica fue determinada incubando la enzima 

con el sustrato a diferentes temperaturas entre 30 - 80 °C de acuerdo al protocolo 

descrito en la Sección 2.3.2.1. El pH del tampón fue corregido de acuerdo a su 

dpKa/dT para cada temperatura. 

 

El efecto del pH fue ensayado en las xilanasas X2 y X3. El pH óptimo para la 

actividad xilanolítica fue determinado por incubación de las enzimas a diferentes 

valores de pH desde 4,0 a 9,0 de acuerdo al protocolo descrito en la Sección 2.3.2.1. 

Los tampones empleados fueron citrato de sodio 50 mM pH 4,0-5,0; PIPES 100 mM 

(Sigma) pH 6,0-7,0; fosfato 100 mM pH 8,0; TAPS 100 mM (Sigma) pH 9,0. 

 

2.6.3. Termoestabilidad de la actividad xilanolítica. 

La termoestabilidad de la actividad xilanolítica de la xilanasa X2 y X3 fue 

determinada agregando la enzima en tubos y luego cubriéndola con aceite mineral. Los 
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tubos fueron incubados entre 0 - 8 h en un baño seco (Major Science) a 50 °C y 60 °C. 

Alícuotas fueron obtenidas cada 1,25 h para X3 y cada 10 min para X2. La actividad 

xilanolítica residual fue determinada de acuerdo a las condiciones descritas en la 

Sección 2.3.2.1. 

 

2.6.4. Efecto de la liofilización en la actividad de las xilanasas. 

Se ensayó el efecto de la liofilización en la actividad xilanolítica de las xilanasas X2 

y X3. Para ello se utilizaron tubos criogénicos para liofilizar (Liobras) la enzima que se 

encontraba en tampón 50 mM Tris-HCl pH 8,0 conteniendo azida de sodio 0,2 g·L-1. 

Luego de liofilizar las xilanasas, se resuspendió en el volumen inicial con agua 

desionizada y se midió la actividad xilanolítica a 60 ºC y pH 8,0 de acuerdo a lo 

descrito en la Sección 2.3.2.1. Se determinó la actividad relativa como un porcentaje de 

la actividad previa a la liofilización. 
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3. RESULTADOS 
 

Los resultados presentados a continuación corresponden al trabajo realizado con 

dos aislados de bacterias extremófilas diferentes: Anoxybacillus sp. 7L y Bacillus sp. 

Asc6BA. Por lo anterior, los resultados obtenidos del trabajo con ambas bacterias se 

muestran de forma independiente y se encuentran presentados en orden cronológico. 

 

3.1. Aislamiento de microorganismos a partir de muestras ambientales 

provenientes de sitios geotermales y la Antártica. 

A partir de las diferentes muestras ambientales provenientes de sitios 

geotermales y la Antártica se aislaron 11 bacterias, las cuales comparten la 

característica de crecer en xilano como única fuente de carbono. Se aislaron dos 

grupos de bacterias: 6 bacterias mesófilas, con una temperatura de incubación de 20 

ºC y 5 bacterias termófilas moderadas con una temperatura de incubación de 55 ºC. 

Los aislados fueron identificados mediante amplificación por PCR del gen que codifica 

para el ARNr 16S y posterior comparación de su secuencia contra la base de datos de 

NCBI (Tabla 2). 

  



 33 

Tabla 2. Afiliación de los aislados mediante el análisis del gen que codifica para 
el ARNr 16S. 

Aislado Género Característica 

A1II Sporosarcina Mesófilo 
A2I Pseudomonas Mesófilo 

A2III-1 Pseudomonas Mesófilo 
A2III-2 Serratia Mesófilo 

A31 Pseudomonas Mesófilo 
E3 Pseudomonas Mesófilo 
4 Anoxybacillus Termófilo 

7L Anoxybacillus Termófilo 
20 Anoxybacillus Termófilo 
FW Anoxybacillus Termófilo 
SY Anoxybacillus Termófilo 

 

3.2. Selección de aislados de acuerdo a su actividad xilanolítica. 

La selección de aislados con actividad xilanolítica se llevó a cabo mediante la 

detección cualitativa de la xilanasas en las 11 bacterias aisladas. Se observó la 

presencia de actividad xilanolítica débil en todas las bacterias (Tabla 3). 
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Tabla 3. Actividad xilanolítica medida mediante el ensayo cualitativo del rojo 
congo. 

Aislado Actividad 
Xilanolítica 

A1II + 
A2I + 

A2III-1 + 
A2III-2 + 

A31 + 
E3 + 
4 + 

7L ++ 
20 + 
FW + 
SY + 

(+): Actividad débil; (++): Actividad media. 

Todos los aislados presentaron un halo de aproximadamente 1 mm y 

decoloración total en la porción de agar que se encuentra debajo de la colonia. Se 

seleccionó el microorganismo termófilo 7L perteneciente al género Anoxybacillus sp., el 

cual exhibía el halo de decoloración de mayor diámetro alrededor de la colonia (Figura 

4). 
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Figura 4. Detección cualitativa de actividad xilanasa del aislado 7L. La línea 
punteada representa el área donde se encontraba la colonia. 
 

Luego se procedió a la determinación cuantitativa de la actividad xilanolítica de 

la bacteria seleccionada. La actividad xilanasa medida en la fracción intracelular y 

extracelular sin concentrar de la bacteria 7L fue 4,1 U/mL y 30,0 U/mL, 

respectivamente. Se utilizó sustrato y tampón como blanco de la reacción. 

 

3.3. Purificación de una xilanasa extracelular de Anoxybacillus sp. 7L mediante 

técnicas cromatográficas 

Para la purificación de una xilanasa extracelular proveniente del aislado 7L se 

cultivó 20 L de la bacteria de acuerdo a lo descrito en la Sección 2.1.1. Debido a que la 

xilanasa se encontraba diluida en el medio extracelular, ésta no se pudo detectar 

mediante el ensayo del DNS. Por lo anterior, el medio extracelular fue concentrado 15 

veces aproximadamente y éste se consideró como primer paso de purificación (Tabla 

4). 

0,5 cm 
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Al concentrar con el sistema de filtración tangencial, se eliminaron las proteínas 

y péptidos de una masa molecular menor a 30 kDa, considerándose como un paso de 

purificación. 

 

El primer protocolo de purificación consistió en cargar el sobrenadante 

concentrado en una columna que contiene la resina de interacción hidrofóbica Octyl-

Sepharose. No se logró detectar actividad xilanolítica en ninguna fracción y se observó 

que el sulfato de amonio interfiere en la revelación del color en el ensayo de reacción 

enzimática. 

 

En el siguiente protocolo de purificación, se utilizó una columna que contenía la 

resina de intercambio aniónico Q-Sepharose. En la fracción que no se unió a la resina 

se observó una mayor actividad xilanolítica, correspondiente a aproximadamente al 57 

% de las unidades totales que se cargaron en dicha resina. En las fracciones eluidas 

de la columna HA-Ultrogel, la única que presentó actividad fue la fracción que no se 

unió a la columna. Luego de concentrar esta fracción se obtuvo una purificación de 5 

veces con un rendimiento de 36 % (Tabla 4). 
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Tabla 4. Tabla de purificación de la xilanasa proveniente del aislado 7L 

Columna Actividad 
Total (U) 

Proteína 
Total (mg) 

Actividad 
Específica (U/mg) 

Rendimiento 
(%) 

Factor de 
Purificación 

Concentrado 
extracelular 3.657 959,0 3,8 100 1,0 

Q-Sepharose  2.075 494,6 4,0 57 1,1 

HA-Ultrogel  1.314 67,9 19,4 36 5,1 

 

3.4. Identificación de las xilanasas extracelulares presentes en el genoma de 

Anoxybacillus sp. 7L. 

Se realizó una búsqueda de genes que codifiquen para xilanasas en el genoma 

de la bacteria 7L. Esta búsqueda reveló la ausencia de anotaciones de genes que 

codifiquen para xilanasas. Luego de una segunda búsqueda, donde se incluyeron 

secuencias de enzimas relacionadas con la degradación del xilano, se encontraron 8 

secuencias que codifican para diferentes polisacárido deacetilasa. Al hacer el 

alineamiento de estas secuencias con secuencias de proteínas bacterianas 

almacenadas en la base de datos GenBank, dos de éstas coincidieron con 

xilanasa/quitina deacetilasa del género Anoxybacillus (Tabla 5). 

 

Tabla 5. Identificación de proteínas con posible actividad xilanolítica en el 
genoma de la bacteria 7L. 

Función pI MM (kDa) 

Polisacárido deacetilasa, putativa 7,1 34,9 

Polisacárido deacetilasa, putativa 9,5 28,5 
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3.5. Determinación de temperatura, pH óptimo y termoestabilidad de la xilanasa 

en el medio extracelular de Anoxybacillus sp. 7L y semipurificada. 

Se midió la actividad en función de la temperatura de la xilanasa extracelular del 

aislado 7L y se observó un máximo de actividad a dos temperaturas diferentes, 50 y 90 

ºC (datos no mostrados).  Al medir la termoestabilidad de la actividad xilanolítica a 60 

ºC se observó que la actividad se mantuvo estable por 7 h.  

 

Al medir la actividad en función del pH, se observó que la mayor actividad se 

obtuvo a un valor de pH 8,0. Además, se retiene más del 50 % de actividad en el rango 

de pH 6,0 - 11,0 (datos no mostrados). 

 

En una segunda réplica biológica, se obtuvo que a diferentes temperaturas la 

actividad se mantuvo constante entre 40 y 90 ºC (datos no mostrados). La actividad en 

función del pH se observó muy similar a los diferentes pH en los cuales se llevó a cabo 

la reacción. 

 

De acuerdo a la similitud de la mediciones espectrofotométricas en función de la 

temperatura, pH y tiempo de incubación de la xilanasa de 7L, se decidió revisar los 

blancos utilizados en el ensayo del DNS. Para la revisión de los blancos utilizados en el 

ensayo, se utilizó como muestra el sobrenadante de 7L concentrado 15 veces y 10 

unidades de xilanasa de Aspergillus niger (Megazyme) como control positivo, ambas 

en sus versiones nativas y desnaturadas (hervidas durante 10 min). Se reveló con DNS 

(Tabla 6) (a) el sustrato solo, (b) la enzima sola, (c) el sustrato con la enzima y luego el 

DNS y (d) el sustrato con el DNS y luego la enzima. Debido a que el DNS se encuentra 
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preparado en hidróxido de sodio el pH de ésta solución es cercano a 12, esto produce 

que la enzima se inactive al entrar en contacto con el DNS. Por lo anterior, las 

reacciones (a), (b) y (d) corresponden a blancos, mientras que la reacción (c) indica si 

hay o no actividad. 

 

Tabla 6. Evaluación del blanco a utilizar en el ensayo del DNS.  

  S E S+E 
a ✔ ︎ - - 
b - ✔ ︎ - 
c - - ✔ ︎ 
d ✔ ︎ ✔ ︎ - 

Cada ensayo se reveló con DNS. a, b, c, d: diferentes ensayos; S: sustrato; E: enzima. 
✔: compuesto agregado a la reacción. 

 

Al hacer reaccionar por separado el sustrato (a) y la enzima (b) con el DNS se 

observa un cambio positivo en la absorbancia en todas las muestras (Tabla 7). Al 

utilizar como blanco la absorbancia obtenida de la reacción del sustrato solo (a), se 

está sobreestimando la actividad xilanolítica, debido a que no se toma en 

consideración el valor de absorbancia proporcionada por interferentes encontrados en 

el extracto concentrado. Cabe recalcar, que éste fue el blanco que se utilizó durante el 

trabajo realizado inicialmente. 
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Tabla 7. Absorbancias obtenidas de los diferentes ensayos revelados con DNS. 

  (a) (b) (a) + (b) (c) (d) 

Muestra 0,215 0,263 0,478 0,477 0,488 

Muestra 
desnaturada 0,215 0,312 0,527 0,513 0,506 

Enzima 
comercial 0,215 0,097 0,311 1,214 0,205 

E. comercial 
desnaturada 0,215 0,089 0,303 0,203 0,209 

 

Se observó que en la reacción (d) se obtiene una absorbancia similar a la suma 

aritmética de las absorbancias del sustrato y la enzima ((a) + (b)), reaccionando por 

separado con el DNS. Esto corrobora que el DNS inhibe la catálisis enzimática de la 

xilanasa. Los ensayos realizados con la muestra desnaturada, presentan 

sistemáticamente mayor absorbancia que los realizados con la muestra nativa. Con el 

objetivo de no subestimar la actividad xilanolítica en el concentrado extracelular, no se 

utilizó la enzima desnaturada como blanco de la reacción. Ambos resultados indican 

que el mejor blanco a utilizar es el ensayo (d) que utiliza la enzima nativa, la cual se 

adiciona a la reacción, pero se inactiva al entrar en contacto con el DNS. De este 

modo, se toman en cuenta todas las azúcares reductoras que se puedan encontrar en 

la muestra y que no son generadas por la acción de la actividad xilanolítica de la 

enzima, para poder ser descontadas de la reacción enzimática. 

 

Para validar la medición de la actividad xilanolítica mediante el ensayo del DNS, 

se comparó la actividad xilanolítica de la enzima comercial, la cual fue medida con el 

ensayo RBB-X y el ensayo del DNS. Se observó una actividad similar en la medición 
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con ambos ensayos (Tabla 8), corroborándose una correcta medición de la actividad 

enzimática mediante el ensayo del DNS. 

 

Tabla 8. Comparación de la actividad de la xilanasa comercial proveniente de A. 
niger con el ensayo del DNS y RRB-X. 

Control Actividad (U/mL) Actividad 
Específica (U/mg) 

DNS 189,4 2309,8 
RBB-X 173,1 2111,0 

 

3.6. Medición de la actividad xilanolítica extracelular de Anoxybacillus sp. 7L con 

el ensayo del DNS modificado. 

Se midió la actividad xilanolítica en el extracto concentrado de la bacteria 7L 

mediante el ensayo del DNS utilizando como blanco del ensayo sustrato-DNS-enzima. 

A partir de un litro de medio extracelular del microorganismo 7L concentrado se midió 

actividad xilanolítica. En la fracción extracelular se obtuvo una actividad de 0,2 U/mg y 

0,3 mU/mL de cultivo. En la fracción intracelular no se logró detectar actividad. Este 

resultado evidencia una sobreestimación en la medición previa de actividad y/o una 

disminución en la expresión de la xilanasa. 

 

Debido a lo anterior, se intentó inducir una mayor expresión de la xilanasa 

extracelular de 7L. Para esto se realizó un nuevo cultivo madre, a partir de una muestra 

original del aislado 7L que se encontraba criopreservada. Luego el microorganismo 7L 

se incubó con diferentes concentraciones de los inductores xilano y salvado de trigo, 

sin obtener una mejora en la actividad xilanolítica extracelular. Estos resultados 
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implican que es técnicamente inadecuado trabajar con estas cantidades de xilanasa, 

por lo que se decidió cambiar de microorganismo. 

 

De acuerdo a los resultados obtenidos anteriormente y debido a la imposibilidad 

de inducir una mayor actividad xilanolítica en la bacteria Anoxybacillus sp. 7L se 

decidió realizar un screening de microorganismos aislados presentes en la colección 

de la Fundación Biociencia. 

 

3.7. Selección de nuevos aislados presentes en la colección de Fundación 

Biociencia. 

En la selección de aislados presentes en la colección de Fundación Biociencia 

con actividad xilanolítica se analizaron 7 aislados extremófilos. Las condiciones de 

crecimiento de cada uno se resume en la Tabla 1. Se realizó el análisis cualitativo de la 

actividad xilanolítica de los aislados seleccionados, de acuerdo a lo descrito en la 

Sección 2.3.1, obteniéndose resultados positivos para 6 aislados (Tabla 9). Los 

aislados Asc6BA y 2.10-2C pertenecientes al género Bacillus sp. presentaron un halo 

de mayor tamaño (Figura 5). 
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Tabla 9. Actividad xilanolítica obtenida del ensayo cualitativo de los aislados 
seleccionados de la colección de Fundación Biociencia. 

Aislado Actividad 
Xilanolítica 

6b* - 
ID17  + 
E1 + 
5a1 + 
5a + 

Asc6BA +++ 
2.10-2C ++ 

(-): Sin actividad; (+): Actividad débil; (++): Actividad media; (+++): Actividad elevada. 

 

 

Figura 5. Detección cualitativa de actividad xilanasa de los aislados (A) Asc6BA y 
(B) 2.10-2C. La línea punteada representa el área donde se encontraba la colonia. 
 

Para confirmar la selección del aislado Asc6BA, se desarrolló el ensayo 

cuantitativo de medición de la actividad xilanolítica descrito en la Sección 2.3.2.2. Se 

realizó un extracto celular con un 500 mL de cultivo, de acuerdo a lo descrito en la 

Sección 2.4.1. Se midió actividad xilanolítica de forma cuantitativa en la fracción 

extracelular e intracelular de todos los aislados seleccionados y se logró detectar 

A B 

1 cm 1 cm 
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actividad solo en el aislados Asc6BA. Este resultado evidencia una alta sensibilidad del 

ensayo cualitativo del rojo congo, en comparación al ensayo cuantitativo utilizado. 

 

En el medio extracelular concentrado del aislado Asc6BA se detectó una 

actividad de 0,49 U/mg y 78 mU/mL de cultivo, a pH 8,0. Debido a que fue el único 

aislado, a partir del cual se pudo cuantificar la actividad, se escogió este 

microorganismo para continuar con el desarrollo del trabajo de esta Tesis. 

 

3.8. Purificación de xilanasas extracelulares de Bacillus sp. Asc6BA. 

Al medir actividad en el extracto concentrado se detectó que Bacillus sp. 

Asc6BA posee al menos una xilanasa extracelular. Para la purificación de ésta se 

utilizaron cuatro pasos cromatográficos con columnas de intercambio aniónico, 

intercambio catiónico y filtración en gel. Se consideró como primer paso de purificación 

el concentrado extracelular, debido a la imposibilidad de medir actividad directamente 

en el medio extracelular. Luego de utilizar la resina de intercambio aniónico, a pH 7,5 y 

9,0, se logró una purificación de aproximadamente 7 veces de las xilanasas, con un 

rendimiento del 85 %. En ambos pasos, la fracción con actividad fue aquella que no se 

unió a la resina. En el tercer paso cromatográfico se lograron separar dos xilanasas 

diferentes, las cuales fueron designadas como X2 y X3, con un factor de purificación de 

110 y 42 veces, respectivamente. El rendimiento de cada una fue cercano al 7 %. En el 

último paso cromatográfico, de exclusión molecular, se incrementó considerablemente 

la pureza de las xilanasas, en aproximadamente 600 veces (~640 veces para X2 y 

~570 veces para X3), obteniéndose una actividad específica de 157 U/mg para X2 

(Tabla 10) y 140 U/mg de X3 (Tabla 11). De la xilanasa X3 se obtuvieron tres 
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fracciones de la columna Superdex 200, siendo la fracción Nº3 la que presentó 

actividad. Las tablas de purificación de las xilanasas X2 y X3 representan una 

purificación tipo de un triplicado biológico. 

 
Tabla 10. Tabla de purificación de la xilanasa X2. 

Muestra Unidad 
Total (U) 

Proteína 
Total (mg) 

Actividad 
Específica (U/mg) 

Factor 
Purificación Rendimiento 

Concentrado 
extracelular 372,3 1.519,6 0,2 1,0 100% 

Q-Sepharose 
pH 7,5 263,5 407,8 0,6 2,6 71% 

Q-Sepharose 
pH 9,0 318,3 176,3 1,8 7,4 85% 

SP-HiTrap X2 26,9 1,0 27,1 110,8 7% 

Superdex 200 
X2 16,9 0,1 157,5 642,7 5% 

 

Tabla 11. Tabla de purificación de la xilanasa X3. 

Muestra Unidad 
Total (U) 

Proteína 
Total (mg) 

Actividad 
Específica (U/mg) 

Factor 
Purificación Rendimiento 

Concentrado 
extracelular 372,3 1.519,6 0,2 1,0 100% 

Q-Sepharose 
pH 7,5 263,5 407,8 0,6 2,6 71% 

Q-Sepharose 
pH 9,0 318,3 176,3 1,8 7,4 85% 

SP-HiTrap 
X3 22,6 2,2 10,3 42,0 6% 

Superdex 
200 X3 7,7 0,1 140,5 573,3 2% 
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3.9. Identificación de xilanasas extracelulares de Bacillus sp. Asc6BA. 

La identificación de las xilanasas extracelulares purificadas, X2 y X3, de Bacillus 

sp. Asc6BA se llevó a cabo mediante una aproximación bioinformática y bioquímica. El 

resultados de ambas aproximaciones se encuentran detalladas en las siguientes 

secciones. 

 

3.9.1. Búsqueda de xilanasas presentes en el genoma de Bacillus sp. Asc6BA. 

De acuerdo a la aproximación bioinformática se realizó la búsqueda de genes 

que codifican para xilanasas en el genoma de Bacillus sp. Asc6BA. Se lograron 

identificar 5 genes, de los cuales se pudieron identificar dos grupos de xilanasas: endo-

xilanasas alcalinas y β-xilosidasas acídicas (Tabla 12). Considerando los resultados del 

punto isoeléctrico de las proteínas que codifican para xilanasas en el genoma se 

diseñó el protocolo de purificación presentado en la Sección 3.5. Con el objetivo de 

separar en una primera instancia las β-xilosidasas, con la resina Q-Sepharose pH 7,5 y 

posteriormente purificar las endo-xilanasas con la resina Q-Sepharose pH 9,0 y la 

resina SP pH 9,0.  

 

Se observó que las secuencias de las “endo-1,4-β-xilanasa A (precursor)” 

(Tabla 12) poseen un péptido que señaliza la exportación en las bacterias Gram 

positivas, por lo que estas xilanasas serían extracelulares. 
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Tabla 12. Genes que codifican para xilanasas presentes en el genoma de Bacillus 
sp. Asc6BA. 

 Enzima pI MM (kDa) Péptido señal 
(Nº aminoácido) 

1 Endo-1,4-β-xilanasa A (precursor) 8,2 55,0 26 
2 Endo-1,4-β-xilanasa A (precursor) 8,4 48,5 28 
3 β-xilosidasa 5,8 61,6 - 
4 β-xilosidasa 5,6 59,9 - 
5 β-xilosidasa 5,7 58,0 - 

 

3.9.2. Análisis electroforético en geles SDS-PAGE de las proteínas de Bacillus 

sp. Asc6BA. 

De acuerdo a la aproximación bioquímica se realizó un análisis electroforético 

de las proteínas provenientes las fracciones con actividad en cada paso de 

purificación. Se realizó un SDS-PAGE al 15 % con cada fracción de acuerdo a la 

Sección 2.5.2. A medida que se aplicaba un nuevo paso cromatográfico, se observó 

una disminución de bandas en el gel de poliacrilamida. En las fracciones obtenidas de 

la Superdex 200 (X2 y X3), se reduce el número de proteínas de la muestra con 

respecto a la etapa anterior (Figura 6). Con las flechas se destacan las posibles 

proteínas que corresponderían a xilanasas de acuerdo a la información obtenida en el 

genoma (Tabla 12). La actividad específica reportada de las xilanasas X2 y X3 

obtenidas de la columna Superdex 200 (Tabla 10 y Tabla 11) considera todas las 

proteínas y péptidos presentes en la fracción. Por esta razón, se realizó un nuevo 

cálculo con el fin de obtener una actividad específica más certera. Para esto, se 

considera el porcentaje que representa la proteína de interés (indicada con una flecha 

negra en la Figura 6), en el total de las proteínas presentes en la fracción eluida. Al 
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incorporar este factor al cálculo de la actividad específica, se obtiene como resultado 

para X2 y X3 una actividad específica de 403 U/mg y 474 U/mg, respectivamente. 

 

 
 
Figura 6. Visualización de fracciones con actividad xilanolítica obtenidas en la 
purificación de xilanasas a partir del sobrenadante del aislado Asc6BA. SDS-
PAGE al 15% revelado con tinción de plata. MM: Masa molecular; L: Marcador de 
proteínas; 1: Extracto crudo; 2: Q-Sepharose pH 7,5; 3: Q-Sepharose pH 9,0; 4: SP 
(X2); 5: SP (X3); 6: Superdex 200 (X2); 7: Superdex 200 (X3). Las flechas indican 
posibles xilanasas. 

 

3.9.3. Zimograma para xilanasas purificadas de Bacillus sp. Asc6BA. 

Se realizó un zimograma de las xilanasas purificadas de Bacillus sp. Asc6BA 

con el fin de comprobar que las bandas identificadas en el SDS-PAGE, en base a la 

información obtenida del genoma, poseen actividad xilanolítica. Se cargaron las 

fracciones X2 y X3 provenientes de la columna Superdex en un gel SDS-PAGE 12%. 

Se observó en el gel teñido con rojo congo una decoloración en el carril de la proteína 
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X2 (Figura 7B). Esta decoloración fue identificada mediante el gel teñido con azul de 

Coomassie, donde la decoloración correspondió a una proteína de masa de 80 kDa 

aproximadamente (indicada con la flecha negra, Figura 7A). Esta banda fue 

seleccionada, cortada y enviada a identificar al Centro Nacional de Biotecnología 

(CNB), España. 

 

Figura 7. Gel SDS-PAGE al 12 % de la xilanasa X2 para zimograma. (A) Teñido con 
azul de Coomassie y (B) teñido con rojo Congo. MM: Masa molecular; L: marcador 
masa molecular; X2: fracción Superdex 200. Se indican con flecha negra la banda 
enviada a identificar mediante espectroscopia de masa. 

 

Con la muestra X3 también se observó una decoloración en el zimograma 

(Figura 8B), correspondiente a una proteína de masa molecular de 16 kDa 

aproximadamente, indicada con la flecha negra, de acuerdo a lo observado en el gel 

teñido con azul de Coomassie (Figura 8A). Debido a que la banda observada en el gel 

teñido con azul de Coomassie es muy débil, se enviaron a identificar al CNB todas las 
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proteínas de la fracción X3 obtenida de la columna Superdex 200. El resultado de la 

identificación de las bandas de proteínas de la muestra X2 y X3 se muestra en la 

siguiente sección. 

 

Figura 8. Gel SDS-PAGE al 12 % de la xilanasa X3 para zimograma. (A) Teñido con 
azul de Coomasie y (B) teñido con rojo Congo. MM: Masa molecular; L: marcador 
masa molecular; 1: fracción Nº1 Superdex 200; 2: fracción Nº2 Superdex 200; 3: 
fracción Nº3 Superdex 200. Se indica con flecha negra la posible xilanasa. 

 

3.9.4. Identificación de xilanasas X2 y X3 mediante análisis de huella peptídica. 

La identificación de las xilanasas X2 y X3 se realizó utilizando la información de 

la huella peptídica obtenida de la espectrometría de masa realizada en el CNB. Se 

realizaron dos búsquedas independientes de xilanasas, con diferentes algoritmos y 

bases de datos. Los resultados entregados por el CNB, corresponden a un análisis 

utilizando la base de datos de NCBI a través del algoritmo MASCOT, donde la banda 
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X2 correspondería a la xilanasa Y (gi: 757434240) de Bacillus paralicheniformis. Ésta 

es una secuencia obtenida desde la secuenciación genómica de Bacillus 

paralicheniformis y no una xilanasa caracterizada. En la búsqueda realizada utilizando 

el genoma de la bacteria Asc6BA como base de datos y el algoritmo X!Tandem, la 

banda X2 correspondería a la xilanasa “Endo-1,4-β-xilanasa A (precursor)” (enzima 

Nº2, Tabla 12), perteneciente a la familia GH 8, en la cual se encuentran 

caracterizadas solo 5 endo-xilanasas. Al realizar un alineamiento entre las xilanasas 

identificadas mediante ambos algoritmos, éste arrojó una identidad del 99 % con una 

cobertura del 100 %. 

 

En los resultados entregados de la muestra X3 por el CNB se informa que la 

proteína analizada correspondería a la “beta-1,4-endoxylanase” (gi: 99030999) de 

Bacillus licheniformis perteneciente a la familia GH 11. En la búsqueda realizada 

utilizando el genoma de la bacteria Asc6BA como base de datos y el algoritmo 

X!Tandem no se encontró una xilanasa que se correspondiera con la huella peptídica. 

En el genoma no se encontró la secuencia de la “beta-1,4-endoxylanase”, ni una 

proteína con los aminoácidos conservados del sitio catalítico de las xilanasas de la 

familia GH 11. 
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3.10. Caracterización bioquímica de las xilanasas purificadas de Bacillus sp. 

Asc6BA 

3.10.1. Determinación de la masa molecular de las xilanasas X2 y X3. 

La determinación de la masa molecular aparente de las xilanasas X2 y X3 

purificadas de Bacillus sp. Asc6BA se realizó mediante cromatografía de exclusión 

molecular empleando la resina Superdex 200. Se determinó una masa de 38 y 11 kDa 

para X2 y X3, respectivamente. Para la muestra X3, la masa molecular obtenida a 

través de SDS-PAGE fue de 16 kDa. La muestra X2 fue tratada independientemente 

con dos métodos: uno de ellos es en condiciones desnaturantes, tratada con SDS, β-

mercaptoetanol y calentada por 10 min a 95 ºC y el otro es en condiciones no 

desnaturantes tratada solo con SDS, por lo que migra de acuerdo a su relación 

masa/carga. Para X2, en condiciones desnaturantes, se observaron dos bandas de 

masa molecular de 47 y 35 kDa, mientras que en condiciones no desnaturantes se 

observó una única banda a 82 kDa (Figura 9). 
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Figura 9. SDS PAGE al 12 % de la xilanasa X2 teñido con azul de Coomassie. MM: 
masa molecular; L: Marcador de proteínas; 1: X2 en condiciones no desnaturantes; 2: 
X2 en condiciones desnaturantes. Las flechas negras indican las proteínas 
correspondientes a X2. 

 

3.10.2. Efecto de la temperatura y el pH en la actividad xilanolítica de las 

xilanasas X2 y X3. 

Se analizó la actividad xilanolítica de las xilanasas X2 y X3 purificadas de 

Bacillus sp. Asc6BA en función de la temperatura y el pH. Las muestras de las 

xilanasas X2 y X3 utilizadas para la medición de actividad poseían una concentración 

de proteína de 0,1 y 0,05 mg/mL, respectivamente. Para X2 se obtuvo que la 

temperatura óptima de reacción fue a 50 ºC (Figura 10A) y para X3 fue a 60 ºC (Figura 

10B). La xilanasa X2 retiene más del 50 % de la actividad en un rango entre 30 y 60 

ºC, mientras que X3 retiene la misma actividad en un rango entre 45 y 65 ºC. 
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Figura 10. Actividad enzimática en función de la temperatura de la xilanasa (A) X2 
y (B) X3. 

 

Al analizar la actividad de las xilanasas X2 y X3 en dependencia del pH, se 

puede observar que la xilanasa X2 tiene una actividad óptima a un pH de 6,0 y 

mantiene el 50 % de su actividad entre pH 5,5 y 7,5 (Figura 11A). En tanto, X3 tiene 

una actividad óptima a un pH de 7,0 y retiene más del 50 % de la actividad entre pH 

4,5 y 7,5 (Figura 11B). 

 

Figura 11. Actividad enzimática en función del pH de la xilanasa (A) X2 y (B) X3. 
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3.10.3. Termoestabilidad de la actividad xilanolítica de las xilanasas X2 y X3. 

Se analizó la actividad xilanolítica de las xilanasas X2 y X3 en función al tiempo 

de incubación a 50 y 60 ºC. Se observó que la xilanasa X2 retiene el 50 % de la 

actividad a los 30 min de incubación a 50 ºC, mientras que a 60 ºC retiene el 50 % a 

los 8 min (Figura 12A). 

 

La xilanasa X3 a 50 ºC retuvo el 100 % de la actividad por 24 h de incubación y 

más del 70 % de la actividad a las 32 h de incubación, mientras que a 60 ºC pierde 

completamente la actividad en 1h (Figura 12B). 

 

 

Figura 12. Termoestabilidad de la actividad xilanolítica de (A) X2 y (B) X3 en el 
tiempo. 

 

3.10.4. Efecto de la liofilización en la actividad de las xilanasas X2 y X3 

Se analizó el efecto del proceso de liofilización sobre la actividad de las 

xilanasas X2 y X3. Se observó que luego de ser liofilizadas y resuspendidas, 

mantienen aproximadamente el 90 % de su actividad inicial (Figura 13). De acuerdo al 
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análisis estadístico t-test, no se obtuvo un cambio significativo de la actividad 

xilanolítica antes y después liofilizar las xilanasas X2 y X3. 

 

Figura 13. Actividad relativa de la xilanasa X2 y X3 antes y después de 
someterlas a liofilización. ns: no significativo (n = 3 *p < 0,05) 
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4. DISCUSIÓN 
 

Actualmente en la industria del papel se utilizan xilanasas en diferentes etapas 

del proceso de producción de pulpa. El primer proceso es la cocción de los chips de 

madera, la cual se lleva a cabo a una temperatura de 180 ºC, altas presiones y en la 

presencia de hidróxido de sodio. Posterior a la cocción, la pulpa es refinada, donde se 

remueven las impurezas y los químicos utilizados en la etapa anterior. Es en esta fase 

donde se puede introducir el tratamiento enzimático, el cual afloja las fibras de 

celulosa, produciendo una disminución en el consumo de energía y mejora en la 

consistencia de la pulpa y las propiedades de la fibra. En la etapa del blanqueamiento 

se disminuye la utilización de cloro elemental y otros compuestos químicos, como 

peróxido de hidrógeno y ozono [73]. La incubación de la xilanasa con la pulpa 

actualmente ocurre entre 40 – 60 ºC, pH 6 – 8 y 60 – 240 min, dependiendo de la 

fábrica en la cual se utilice [56]. Debido a que las enzimas que se han utilizado no se 

ajustan apropiadamente al proceso, actualmente se buscan enzimas más robustas que 

sean activas a mayores temperaturas y pHs. Xilanasas con tales características se 

pueden encontrar en microorganismos que naturalmente realicen catálisis en estas 

condiciones.  

 

Durante el desarrollo de este trabajo se aislaron microorganismos xilanolíticos, 

donde se utilizó el xilano como presión de selección. Debido a que este polímero es la 

principal fuente de carbono en el medio de cultivo, los microorganismos necesitan 

secretar xilanasas para degradar el xilano disponible y utilizarlo en su metabolismo 

[31]. De las estrategias utilizadas para aislar los microorganismos, se obtuvo que el 
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medio de cultivo PAE1, modificado de Pathania et al. 2012, resultó ser muy selectivo 

para el género Anoxybacillus, debido a que con muestras de diversos orígenes se 

lograron aislar diferentes especies pertenecientes a éste género. De los 11 

microorganismos xilanolíticos aislados (Tabla 3), el que presentó mayor actividad 

xilanolítica extracelular (30,0 U/mL) fue el asilado 7L perteneciente al género 

Anoxybacillus. Lo anterior concuerda con lo descrito por otros autores, donde señalan 

que miembros de los géneros Anoxybacillus y Bacillus, secretan una variedad de 

enzimas celulolíticas, como xilanasas y celulasas [75, 76]. La mayoría de las xilanasas 

caracterizadas provenientes de Anoxybacillus, poseen su actividad óptima entre 50 - 

70 ºC y pH > 7,0 [33, 35, 77]. Esto indica que el aislado 7L podría representar un buen 

modelo para el estudio de xilanasas con las características señaladas.  

 

El aislado 7L se creció en 20 L de medio PAE1 donde el xilano fue reemplazado 

por salvado de trigo, un desecho de la agroindustria, que se utiliza para aminorar el alto 

costo asociado al uso del xilano en la etapa de producción. Este reemplazo ha sido 

estudiado por varios autores, por ejemplo, de Alencar et al. 2013 ensayó diversos 

desechos de agroindustria, obteniendo con el salvado de trigo una actividad muy 

similar a la obtenida con el xilano. 

 

En la purificación de xilanasas se han descrito diversos protocolos, los que 

comúnmente utilizan fraccionamiento como etapa inicial, seguido por el uso de 

columnas cromatográficas. Utilizando la información de los autores Zheng et al. 2012; 

Chi et al. 2012 y Kacagan et al. 2008, se generó un protocolo utilizando 

fraccionamiento con sulfato de amonio y acetona como primera etapa. Con ambos 
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métodos se obtuvieron resultados artefactuales, debido a que el sulfato de amonio 

interfiere en el ensayo del DNS y la acetona interfiere en la medición de proteínas 

mediante el ensayo de Bradford. Considerando lo anterior y para realizar una medición 

adecuada, se concluyó que la utilización de estos procedimientos requeriría de 

tratamientos posteriores, como diálisis, para eliminar los interferentes. Como segunda 

etapa de purificación se realizaron técnicas cromatográficas, utilizando resinas de 

intercambio aniónico y catiónico, de interacción hidrofóbica, filtración en gel e 

hidroxiapatita. La xilanasa no logró adherirse a ninguna de las resinas utilizadas y la 

actividad fue detectada en la fracción que no se unió a la columna. Esto pudo deberse 

a que el tampón utilizado poseía un pH inadecuado para el punto isoeléctrico de la 

xilanasa y el tipo de resina utilizada. Otra posibilidad es que existiera un interferente en 

la muestra que impidiese la adecuada unión de la enzima a la resina, como por 

ejemplo exopolisacáridos. El protocolo que otorgó mejores resultados para purificar la 

xilanasa extracelular de Anoxybaillus sp. 7L fue el expuesto en la Tabla 4, debido a que 

dentro de todas las combinaciones ensayadas, éste otorgó el mejor factor de 

purificación de la xilanasa con la menor cantidad de etapas. 

 

Al caracterizar la xilanasa extracelular purificada de Anoxybacillus sp. 7L se 

realizaron mediciones de actividad a diferentes temperaturas, pH y tiempo de 

incubación, observándose una similitud entre las mediciones. Esta similitud entre los 

datos se puede deber a una baja concentración de enzima purificada presente en la 

muestra, por lo que se estaría trabajando fuera del límite de detección del ensayo del 

DNS. También se puede deber a la presencia de interferentes en la muestra. De 

acuerdo a lo estudiado por Teixeira et al. 2012 los aminoácidos triptófano y cisteína 
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pueden aumentar hasta en 50 % la medición de absorbancia mediante DNS. Por los 

anterior se revisaron los blancos utilizados en la detección de actividad xilanolítica 

mediante el ensayo enzimático del DNS, comprobándose que el mejor blanco a utilizar 

es la reacción sustrato-DNS-enzima, en aquel orden, en comparación al blanco 

empleado inicialmente (sustrato-tampón-DNS). Al medir la actividad xilanolítica con el 

nuevo blanco, ésta disminuyó 150 veces con respecto a la medida inicialmente. 

 

La imposibilidad de inducir mayor cantidad de xilanasas presentes en el cultivo 

de Anoxybacillus sp. 7L condujo a la decisión de cambiar el microorganismo en estudio 

para este trabajo de tesis. Para esto se buscaron nuevos microorganismos extremófilos 

pertenecientes a la colección de Fundación Biociencia. El origen y características de 

los microorganismos seleccionados fue muy diversa, ensayándose microorganismos 

termófilos, mesófilos y halófilos aislados de muestras provenientes de la Antártica, 

géiseres, salares y una estufa de esterilización. Se incluyó en la búsqueda 

microorganismos halófilos debido a que se ha observado que las características que le 

confieren termoestabilidad a las termozimas son compartidas o muy similares a las 

características que le confieren estabilidad a las enzimas halófilas. De los 

microorganismos ensayados aquel que presentó mayor actividad xilanolítica fue el 

aislado Asc6BA, una bacteria mesófila y halófila perteneciente al género Bacillus, en el 

cual se han descrito variadas xilanasas termofílicas [82–85]. 

 

Debido a que anteriormente se obtuvieron resultados negativos en el intento de 

purificación mediante fraccionamiento con la xilanasa de Anoxybacillus sp. 7L, se 

decidió cambiar esta etapa por filtración tangencial. El protocolo de purificación fue 
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elaborado considerando lo descrito acerca de purificación de xilanasas provenientes de 

bacterias halófilas [17] y considerando la información disponible en el genoma. En este 

último se encontraron dos grupos de xilanasas (Tabla 12) con un punto isoeléctrico 

teórico de aproximadamente 5,5 y 8,0. Se diseñó un protocolo donde inicialmente se 

realizaron dos pasos cromatográficos con una resina de intercambio aniónico, primero 

a pH 7,5 y luego a pH 9,0. Debido a que la xilanasa no se adhirió a la resina a pH 9,0, 

lo que eluyó se cargó directamente en una columna con una resina de intercambio 

catiónico. De esta última columna se lograron separar dos xilanasas, las cuales se 

cargaron independientemente en una columna de filtración en gel, como último paso de 

purificación. En el cálculo del factor de purificación, se consideró el concentrado 

extracelular como primer paso de purificación, debido a que no es posible medir 

actividad directamente en el sobrenadante. Mediante este protocolo las xilanasas X2 y 

X3 se purificaron aproximadamente 600 veces, con un rendimiento de 2 y 5 % 

respectivamente con respecto a la actividad total. Este nivel de pureza permitió realizar 

la determinación de características bioquímicas. Aún así, el rendimiento obtenido fue 

bajo, considerando que el objetivo final es su utilización es la industria, siendo 

recomendable realizar la versión recombinante de la xilanasa X2 y/o X3, para su 

producción a mayor escala. Al visualizar las fracciones de X2 y X3 en el gel SDS-

PAGE teñido con nitrato de plata (Figura 6), se puede observar una mayor intensidad 

en la tinción de algunas bandas en comparación al gel de las fracciones X2 (Figura 9) y 

X3 (Figura 8) revelado con azul de Coomassie. Esto se puede deber a que el nitrato de 

plata interacciona mejor con grupos ácidos de las proteínas [86], mientras que el azul 

de Coomassie se une más eficientemente a residuos básicos e hidrofóbicos [87], por lo 
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que la diferencia en la intensidad se puede deber diferencias entre proteínas acídicas y 

básicas. 

 

En la identificación de las dos xilanasas de Bacillus sp. Asc6BA, X2 y X3, se 

correlacionó la información obtenida del genoma de Bacillus sp. Asc6BA, la huella 

peptídica obtenida a partir de la espectrometría de masa y la masa molecular en 

condiciones nativas y desnaturantes. Cada análisis, por sí solo y en conjunto, aporta 

información para caracterizar de forma efectiva cada xilanasa purificada. Mediante la 

información obtenida del genoma se identificaron genes que codifican para xilanasas 

(Tabla 12) y a partir de su secuencia aminoacídica traducida fue posible calcular la 

masa molecular y punto isoeléctrico teórico de las xilanasas. Con la información 

obtenida de la espectrometría de masa y la base de datos GenBank, se identificaron 

las xilanasas X2 y X3 como endo-β-1,4-xilanasa de la familia 8 y 11 respectivamente. 

Si se utiliza el genoma como base de datos, X2 correspondería a la endo-xilanasa 

número 2 de la Tabla 12. Por el contrario, la xilanasa X3 no se pudo correlacionar con 

ninguna proteína del genoma, posiblemente debido a que la secuencia de la xilanasa 

se podría encontrar en el 10 % del genoma que no fue secuenciado. 

 

La masa molecular de las xilanasas X2 y X3 fue determinada mediante SDS-

PAGE y filtración en gel. Para la xilanasa X2, la masa molecular sin desnaturar fue de 

82 kDa, mientras que desnaturada mostró dos bandas, una de 47 y otra de 35 kDa 

(Figura 9). Mediante filtración en gel la masa molecular de X2 fue de 38 kDa. 

Considerando los resultados de los geles de SDS-PAGE, se puede postular que X2 es 

una xilanasa heterodimérica de 82 kDa con dos subunidades de 47 y 35 kDa 
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respectivamente. Para X3 la masa molecular medida mediante SDS-PAGE sin 

desnaturar y desnaturada fue de 16 kDa y mediante la filtración en gel 11 kDa. 

 

En ambas enzimas, X2 y X3, se observa que la masa molecular obtenida de la 

cromatografía en gel es menor a la obtenida del SDS-PAGE no desnaturada. Esta 

diferencia se puede deber a una interacción entre la xilanasa y la resina, tal como ha 

sido reportada anteriormente [82, 88]. La adsorción entre proteínas y resinas de 

exclusión molecular puede producirse por interacciones electrostáticas, hidrofóbicas o 

puentes de hidrógeno con los grupos funcionales de las resinas. Esta adsorción puede 

ser reversible o irreversible; si es reversible aumentará el tiempo de retención de la 

proteína, otorgando una masa molecular aparentemente menor [89]. Las interacciones 

se pueden detectar observando picos de elución ensanchados o asimétricos, tal como 

lo observado en la elución de las xilanasas X2 y X3 (Anexo 7.2). Para contrarrestar 

estas interacciones se puede modificar la fase móvil utilizada en la cromatografía, 

aumentando la concentración de NaCl a 0,3 - 0,4 M [90] o incorporando arginina en el 

tampón [91]. 

 

La xilanasa X3 demostró una termoestabilidad muy alta a 50 ºC y pH 7,0, donde 

por 32 h retiene más del 70 % de su actividad. Esta termoestabilidad es comparable 

solo con dos xilanasas descritas hasta el momento, la xilanasa proveniente del hongo 

Talaromyces thermophilus [92] y la xilanasa de la bacteria Thermomonospora sp. [92, 

93] las cuales mantienen el 100 % de su actividad a 50 ºC por 7 días y 72 h 

respectivamente.  
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Dependiendo de la planta de procesamiento de celulosa, diversos químicos, 

temperaturas y pH son utilizados en las etapas de pulpaje y refinación de la pulpa, por 

lo cual, las características de las enzimas a utilizar van a depender de los procesos 

específicos de cada planta. En la actualidad, por ejemplo, el uso de xilanasas a 50 ºC, 

pH 6,5 durante 90 min, aumentó el brillo, resistencia y longitud de las fibras de celulosa 

[73]. En otra planta de procesamiento de celulosa el uso de xilanasas a 60 ºC, pH 8,0 

durante 60 min, produjo aflojamiento de las fibras de la pared celular de la madera, 

haciéndola más suceptible a los químicos utilizados en etapas posteriores [94]. Las 

características de termoestabilidad, temperatura y pH óptimos de las xilanasas X2 y 

X3, obtenidas en este trabajo de tesis, son similares a las xilanasas utilizadas en 

industrias señaladas anteriormente, por lo que las xilanasas X2 y X3 serían apropiadas 

para ser utilizadas en la industria del papel, en la etapa de refinamiento de la pulpa. 

Aún así, estas xilanasas no son ideales, debido que se buscan enzimas que sean 

activas en condiciones más cercanas a 180 ºC y pH 11, estado en el cual se encuentra 

la pulpa en el término de la etapa de cocción. Aunque, la alta termoestabilidad de la 

xilanasa X3 la hace promisoria candidata para ser utilizada en la industria del papel 

como parte del pre-tratamiento de los chips e incluso en otras industrias como 

biocombustibles o de alimentos. 

  

Se estudió la liofilización de la enzima, por ser una técnica ampliamente 

utilizada en los laboratorios para su preservación luego de ser purificadas. Las 

xilanasas X2 y X3 purificadas en este estudio, provenientes de Bacillus sp. Asc6BA 

retienen más del 90 % de la actividad xilanolítica luego de ser sometidas a liofilización, 

no siendo necesaria la adición de ningún tipo de estabilizador. Este resultado es muy 
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relevante desde el punto de vista biotecnológico, debido a que las enzimas liofilizadas 

presentan ventajas en su transporte, aplicación y conservación. Además al no ser 

necesaria la adición de estabilizadores, se reducen los costos de producción facilitando 

su fabricación. 

 

Finalmente, durante este trabajo de tesis se desarrolló una metodología 

apropiada para la detección, purificación y medición de actividad de dos xilanasas 

extracelulares. Lo anterior se logró utilizando diferentes técnicas y herramientas que 

permitieron identificar las xilanasas purificadas X2 y X3, y obtener la secuencia 

nucleotídica de la xilanasa X2. Esta última información de gran importancia en un paso 

posterior de expresión heteróloga de la enzima para escalar su producción. 
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5. CONCLUSIÓN 
 

De acuerdo al trabajo realizado, se evidenció que la bacteria halófila Asc6BA 

perteneciente al género Bacillus posee dos xilanasas extracelulares, X2 y X3. Estas 

xilanasas son activas en rangos adecuados de pH y temperatura para su utilización en 

diversas etapas de la industria del papel. Por el contrario, se puede deducir que la 

bacteria termófila 7L perteneciente al género Anoxybacillus es inadecuada para ser 

utilizada en investigación y a nivel industrial, debido a los bajos niveles de xilanasas 

obtenidos en el medio extracelular. 

 

Cabe destacar la alta termoestabilidad de la xilanasa X3 a 50 ºC, la cual es 

superior a las xilanasas utilizadas actualmente, otorgándole mayor espectro de 

aplicación en diversas industrias, como la de alimentos o biocombustibles.  

 

Esta tesis demuestra la existencia de una nueva xilanasa que posee 

interesantes características para su uso industrial. En el futuro se podría lograr su 

producción a gran escala, utilizando técnicas de biología molecular. En la industria del 

papel la aplicación de las xilanasas permitiría disminuir la energía utilizada y el 

consumo de compuestos clorados nocivos para el medio ambiente. 
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7. ANEXO 

7.1. Medios de cultivo utilizados para el crecimiento de los diferentes aislados. 

Medio: PAE 1 pH 7,0 
Compuesto Concentración (g·L-1) 

Xilano 4,0 
Extracto de levadura 5,0 

NH4SO4 6,0 
NH4Cl 1,0 
NaCl 0,5 

MgSO4·7 H2O 0,1 
CaCl2 1,0 

Medio: PAE 2 pH 7,0 
Compuesto Concentración (g·L-1) 

Xilano 7,0 
Extracto de levadura 2,0 

NaCl 2,5 
NH4Cl 5,0 

KH2PO4 15,0 
Na2HPO4 30,0 

MgSO4·7 H2O 0,025 
Medio: XIL pH 7,0 

Compuesto Concentración (g·L-1) 
Xilano 3,0 

NH4SO4 2,5 
NaCl 1,0 
KCl 7,0 

MgCl2 3,0 
Solución trazas 1,0 mL 
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Medio: TL pH 5,8 
Compuesto Concentración (g·L-1) 

NH4Cl 1,2 
NaCl 35,0 

MgSO4·7 H2O 3,5 
KCl 0,325 

CaCl2 0,75 
KH2PO4 0,5 

NaBr 0,05 
H3BO3 0,015 
SrCl2 0,0075 

KI 0,05 
Maltosa 3,0 
Citrato 0,005 

Peptona 5,0 
Extacto de Levadura 5,0 

Xilano 4,0 
Solución trazas 15 mL 

Medio: TB pH 7,0 
Compuesto Concentración (g·L-1) 

Triptona 8,0 
Extracto de levadura 4,0 

NaCl 2,0 
Glucosa 10,0 

Agar 15,0 
Medio: HVMOD-D1 pH 7,3 

Compuesto Concentración (g·L-1) 
MgSO4·7H2O 5,0 

NaCl 60,0 
KH2PO4 0,5 

Fe(NH4)2(SO4)2·6H2O 0,05 
Glucosa 5,0 

Extracto de levadura 4,0 
Peptona 4,0 

Citrato de sodio 2,0 
Xilano 4,0 
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Medio: LB pH 7,0 
Compuesto Concentración (g·L-1) 

Triptona 10,0 
Extracto de levadura 5,0 

NaCl 10,0 
Xilano 5,0 

Medio: MMM pH 7,0 
Compuesto Concentración (g·L-1) 

NH4Cl 1,2 
NaCl 14 

MgSO4·7 H2O 2 
MgCl2 3,5 
KCl 0,35 

CaCl2 0,3 
KH2PO4 0,3 

NaBr 0,06 
H3BO3 0,015 
SrCl2 0,02 

Citrato de sodio 0,006 
KI 0,02 

Extracto de levadura 5,0 
Maltosa 5,0 
Triptona 5,0 
Xilano 4,0 

Solución trazas 10 mL 
Solución Trazas 

Compuesto  Concentración (g·L-1) 

C6H9NO6 1,0 

FeCl3 1,1 

MnSO4 0,5 

Na2WO4 0,3 

NiCl2 0,2 

CoSO4 0,1 

ZnSO4 0,1 

CuSO4 0,01 

Na2MoO4 0,01 
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7.2. Determinación de la masa molecular de las xilanasas X2 y X3. 

 

Figura 14. Curva de calibración para la determinación de la masa molecular en 
condiciones nativas de las xilanasas X2 y X3. Se utilizó como estándares de masa 
molecular conocida las siguientes proteínas: α-lactoalbúmina (14,2 kDa), anhidrasa 
carbónica (29 kDa), albúmina de pollo (45,0 kDa), albúmina de suero bovino (66,0 
kDa), catalasa (200 kDa). 

 

 

 

Figura 15. Patrón de elución de proteínas de la xilanasa X2 de las fracciones 
obtenidas de la columna Superdex 200. 
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Figura 16. Patrón de elución de proteínas de la xilanasa X3 de las fracciones 
obtenidas de la columna Superdex 200. La fracción Nº3 contiene la actividad 
xilanolítica. 
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