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Lista de Abreviaturas utilizadas y simbología 

 

 
E  Desarrollo escaso 
M  Desarrollo medio 
A  Desarrollo abundante 
NA  No aplica 
NC  No cuantificable 
C  Contaminada 
IC  Índice de crecimiento 
SC sin fuente de carbono 
Ara arabinosa 
Xil xilosa  
Ram ramnosa 
Glu glucosa  
Fru fructosa 
Gal galactosa  
AG ácido galacturónico  
Mal maltosa  
Raf rafinosa 
PC  pectina cítrica  
PM pectina de manzana 
XH xilano de haya  
Xab xilano de abedul   
Xav xilano de avena  
CL cáscara de limón 
ST salvado de trigo  
OM olote de maíz 
HG  Homogalacturonano 
RG I  Ramnogalacturonano I 
RG II Ramnogalacturonano I 
XGA Xilogalacturonano 
aw actividad de agua 
b.s base seca 
rpm revoluciones por minuto 
h  hora 
min minuto 
esp esporas 
d  destilada 
U unidad enzimática 
PDA agar papa dextrosa 
DNS ácido 3,5-dinitrosalicilico 
SDS dodecilsulfato de sodio 
TCA ácido tricloroacético 
FES  Fermentación en estado sólido 
FS  Fermentación sumergida  

 
-    Esporulación nula 
+  Esporulación escasa 
++ Esporulación media 
+++ Esporulación abundante 
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CAPITULO I 

 

1. INTRODUCCIÓN 

En la agricultura el género Aspergillus se ha considerado un problema grave debido a 

su prevalencia en el deterioro de los granos almacenados y como patógeno oportunista 

de los cultivos de campo, particularmente en condiciones de alta humedad (Christensen 

& Kaufman, 1969). Actualmente, es utilizado en diversos procesos industriales para 

elaborar diferentes productos que abarcan desde ácidos orgánicos, enzimas, 

antibióticos y alimentos fermentados de varios tipos. Sus productos son generalmente 

considerados como GRAS (Generally Regarded As Safe), lo que permite su aplicación 

en la industria de alimentos (Villena & Gutiérrez-Correa, 2003).  

Aspergillus flavus es un hongo filamentoso saprófito que crece predominantemente en 

material vegetal muerto o en descomposición y que gracias a su ubicuidad en la 

naturaleza es ampliamente utilizado en la producción de enzimas pues posee la 

capacidad de secretar un gran número de ellas, incluyendo cutinasas, celulasas, 

proteasas, lipasas, amilasas para penetrar al tejido vegetal, además de xilanasas, 

pectinasas y otras enzimas accesorias; siendo estas tres últimas de interés para el 

presente trabajo.  

En esta investigación se utilizaron dos cepas de Aspergillus flavus; perfectamente 

identificadas, NRRL 6541; cepa no toxigénica y la cepa CECT 2687 que si genera 

toxinas. Ambas cepas se desarrollaron en medios de cultivo sólidos con diferentes 

fuentes de carbono; azúcares simples, polisacáridos puros y sustratos complejos 

(residuos agrícolas) con la finalidad de evaluar su capacidad de crecimiento así como 

determinar y comparar las enzimas que se producen en los diversos medios, utilizando 

las mismas condiciones de crecimiento (pH y temperatura) para ambas cepas y fuentes 

de carbono.   

La mayor parte de los residuos agrícolas se generan en grandes cantidades a lo largo 

del año y como alternativa para su eliminación es la combustión. Sin embargo, dichos 

residuos -por lo general- tienen una composición rica en azúcares, minerales y 
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proteínas, y por lo tanto, no deberían ser considerados como residuos sino como 

materias primas para otros procesos industriales. La presencia de varios nutrientes y 

humedad en estos residuos proporciona las condiciones adecuadas para el desarrollo 

de microorganismos, y esto abre grandes posibilidades para su reutilización en los 

procesos de fermentación en estado sólido (FES), ya que reproduce los procesos 

microbiológicos naturales, tales como el compostaje (Mussatto, et al, 2012).  

La FES -sistema utilizado en este trabajo- se ha convertido en una tecnología potencial 

para la generación de productos de valor agregado tales como metabolitos secundarios 

biológicamente activos, incluyendo antibióticos, alcaloides, factores de crecimiento de 

plantas, enzimas, ácidos orgánicos, compuestos aromáticos, además ha sido testigo de 

un aumento sin precedentes en el interés para el desarrollo de bioprocesos, tales como 

la biodegradación de compuestos tóxicos, producción de biopesticidas y 

biocombustibles (Pandey, 2000, 2003).   

Los procesos de FES presentan una serie de ventajas sobre las fermentaciones 

sumergidas (FS); los medios de cultivo son simples, presentan mayor productividad y 

concentración de productos, se utiliza menor volumen de agua, las enzimas son 

sensiblemente bajas a la represión catabólica o inducción (Aguilar, et al, 2001, Pandey, 

et al,1999b) y además son de interés económico para países que tienen gran cantidad 

de residuos agroindustriales, los cuales pueden ser utilizados como materias primas de 

bajo costo (Pandey, 2003). 

Acompañado de ese sistema de trabajo (FES), se mezcló con el uso de membranas 

porosas de policarbonato, que además de permitir la libre difusión de gases, agua, 

nutrientes y proteínas -sin que la hifa las atraviese- permite la visualización de la 

formación de conidióforos (Wösten et al, 1991). Ésta técnica permitirá estudiar la 

secreción de enzimas así como el crecimiento miceliar. 

La proteómica de hongos filamentosos se encuentra todavía en una etapa 

relativamente temprana de desarrollo, en particular en cuanto a proteínas secretadas, 

debido en parte a la falta de datos de la secuencia del genoma. Si bien, se han buscado 

secuencias del genoma de A. flavus con alta homología a marcadores de secuencia 

expresada (EST, por sus siglas en inglés) de hidrolasas conocidas, que podrían estar 
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involucrados con la virulencia o patogenicidad fúngica y, presumiblemente, ayudar en la 

maceración de las paredes celulares de plantas e insectos (Mellon, et al, 2007), los 

mismos grupos de investigadores son conscientes de que la homología en las 

secuencias no demuestra que éstas resulten en enzimas activas; y aún más, afirman 

que, a pesar de las nuevas herramientas en genómica, la comprensión de las funciones 

biológicas de muchas de las hidrolasas de Aspergillus flavus ha de requerir 

investigación adicional. Sin embargo, se ha completado la secuenciación del genoma 

de A. flavus NRRL 3357 (Payne et al. 2006). Ésta información será trascendental para 

formular estrategias que permitan el control de contaminación por aflatoxinas en los 

cultivos de importancia económica.  
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CAPITULO II 

 

2. OBJETIVOS 

 
 
2.1 Objetivo general 
 
Analizar el crecimiento de Aspergillus flavus en medio sólido empleando diferentes 

sustratos para evaluar la relación de la fuente de carbono utilizada con la producción de 

enzimas. 

 

2.2 Objetivos particulares  
 
Evaluar las características macroscópicas de Aspergillus flavus NRRL 6541 y 

Aspergillus flavus CECT 2687 utilizando diversos sustratos simples y complejos.  

 

Determinar las preferencias nutricionales de ambas cepas de acuerdo al índice de 

crecimiento medido en cada sustrato. 

 

Determinar la producción de enzimas extracelulares mediante una fermentación en 

estado sólido y así comparar en función de la cepa y del tipo de sustrato.  

 

Desarrollar una técnica que permita la obtención de enzimas secretadas en tiempos 

cortos de fermentación utilizando como sustrato cáscara de limón. 

 

Realizar un análisis electroforético de los filtrados enzimáticos obtenidos en tiempos 

cortos de fermentación.  
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CAPITULO III 

 

3. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

El género Aspergillus en la actualidad comprende aproximadamente 250 especies que 

se denominan colectivamente Aspergilli (Bennett, et al, 1992; Samson y Varga, 2010), 

siendo el hongo filamentoso más abundante del mundo así como el responsable del 

deterioro de muchos productos alimenticios.  

Aspergillus flavus es un hongo con una gran distribución en la naturaleza, 

encontrándose en regiones tropicales y subtropicales. Tiene un alto significado en la 

agricultura debido a la producción de aflatoxinas carcinogénicas, lo cual reduce el valor 

de cultivos contaminados. Este hongo posee las características de ser un patógeno 

oportunista, infectando plantas, animales e insectos. Asimismo, es un microorganismo 

saprófito importante que crece sobre una gran variedad de sustratos simples y 

complejos (celulosa, quitina, pectina, xilano) y secreta una gran variedad de enzimas 

para su desarrollo; como proteasas, lipasas, amilasas, hidrolasa, etc., que han sido 

consideradas como factores de virulencia. 

Con base en estudios anteriores del grupo de investigación, se sabe que existe gran 

variabilidad en el tipo de enzimas secretadas por cepas de Aspergillus flavus que 

dependen del origen de la cepa y el tipo de sustrato que utiliza como fuente de carbono, 

entre otros factores. Además de que el uso de residuos agrícolas mediante una 

fermentación en estado sólido permite obtener mejores resultados en la producción 

enzimática sobre una fermentación sumergida, aunado a la reutilización de estos 

residuos como sustratos naturales complejos que disminuyen los costos de producción 

y aumentan el valor agregado en los productos obtenidos. 

El conocimiento del tipo de enzimas que produce el hongo durante la colonización 

vegetal, proporcionará información importante que permita formular estrategias para 

controlar la contaminación de cultivos con Aspergillus flavus.  
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CAPITULO IV 

4. ANTECEDENTES 

4.1 Componentes de la pared celular de plantas 

La pared celular de plantas proporciona una barrera física entre los agentes patógenos 

y los contenidos internos de las células vegetales. Los polisacáridos de alto peso 

molecular, están reticulados por enlaces iónicos y covalentes en una red que resiste la 

penetración física (Vorwerk, et al, 2004) y tienen que ser degradados antes para que 

puedan ser utilizados como fuente de carbono en moléculas más sencillas. Los 

polisacáridos de la pared celular son los componentes orgánicos más abundantes 

encontrados en la naturaleza, constituyen el 90% de la pared celular y se puede dividir 

en tres grandes grupos: celulosa, hemicelulosa y pectina (Coutinho, et al, 2009). 

  
Figura 1. Estructura de la pared celular de plantas (Prasanna, et al, 2007) 

 

Además de actuar como barrera eficaz de protección frente a organismos patógenos y 

depredadores, la pared celular de la planta cumple en primer lugar con la función 

esencial de mantener la forma de la célula y dotar al tejido de resistencia mecánica 

(Vorwerk, et al, 2004). 

La composición de la pared celular de plantas varía considerablemente de una especie 

a otra y de las adhesiones dentro de las mismas (Hazen, et al, 2003). Se estima que la 

composición es la siguiente: 35% pectina, 25% celulosa, 20% hemicelulosa y 10% 

proteínas estructurales ricas en hidroxiprolina (Fig.1) (Prasanna, et al, 2007). 
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a) Celulosa 

La celulosa comprende de 30-60% de lignocelulosa lo que la hace ser el biopolímero 

orgánico más abundante en la naturaleza (Rizk, et al, 2012). Además, la celulosa es el 

principal constituyente de la pared celular, se trata de un  polímero lineal de residuos de 

glucosa (alrededor de 8000 a 12000 unidades), unidos por enlaces β-1,4. Estos enlaces 

están conectados con regiones amorfas y usualmente existe en forma cristalina (Li, et 

al, 2003). Se presenta como estructuras ordenadas, en forma de fibras, cuya principal 

función es el asegurar la rigidez de la pared celular de plantas (Lerouxel, et al, 2006). 

b) Hemicelulosa 

La hemicelulosa representa el segundo polisacárido más abundante en la naturaleza, 

pues comprende de 20-40% de la biomasa lignocelulótica (Rizk, et al, 2012). Es el 

polisacárido más heterogéneo y es la segunda estructura más abundante en la pared 

celular, cumple con la función de aglutinar las fibras cristalinas de celulosa, dando 

consistencia a la pared.  

El principal polímero de hemicelulosa en cereales es el xilano, un polisacárido 

constituido por unidades de D-xilosa, unidas por enlaces β-1,4 (cadena principal) y 

puede ser sustituida por diferentes grupos como L-arabinosa, D-galactosa, acetil, 

feruloil y residuos de ácido glucurónico (Fig. 2).  El segundo polímero más importante 

encontrado en la hemicelulosa es el glucomanano, que consiste en unidades de D-

manosa y D-glucosa, unidas por enlaces β-1,4 y sustituidos con residuos de D-

galactosa. Otro componente de la hemicelulosa es el xiloglucano, constituido por 

unidades de D-glucosa unidas por enlaces β-1,4 y sustituidas por unidades de D-xilosa 

(De Vries & Visser, 2001). 

 
Figura 2. Representación esquemática del xilano (De Vries & Visser, 2001) 
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c) Pectina 

Es el polisacárido más complejo y abundante de la pared celular de las plantas, 

constituye alrededor del 35% de peso seco, junto con otros polisacáridos a los cuales 

se encuentra asociada como son: la celulosa, la hemicelulosa (xilosa, galactomananos, 

xiloglucanos) y lignina; se encuentra localizada en la lámina media de los tejidos 

vegetales (Bonnin, et al, 2008).  La pectina tiene funciones tanto en el crecimiento como 

en la morfología, desarrollo y defensa de la planta; además sirve como gelificante y 

estabilizante en diversos alimentos y en productos especiales que tienen efectos 

benéficos a la salud con múltiples usos médicos (Mohnen, 2008).  

La pectina generalmente es dividida en regiones; homogalacturonano, 

ramnogalacturonano I, ramnogalacturonano II y xilogalacturonano, la abundancia 

relativa de las diferentes regiones varía, siendo las dos primeras regiones los 

componentes principales (Scheller, et al, 2007). En la figura 3 se  ilustran las cuatro 

regiones de la pectina. Todas estas regiones, juegan un papel importante en la 

adhesión de células adyacentes y tienen un gran impacto en la viscosidad y turbidez de 

jugos de frutas (Lozano, et al, 1990). 

 
Figura 3. Esquema de la estructura de la pectina (Scheller, et al, 2007) 

La región de homogalacturonano es esencialmente un polímero del ácido D-

galacturónico, con un contenido de grupos metoxilo variables con los que conforman 

ésteres metílicos. Los monómeros del ácido galacturónico están unidos entre sí por 

enlaces glucosídicosα-D-(1-4) y es ocasionalmente interrumpida por monómeros de L-
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ramnosa, y en forma menor por otros azúcares neutros tales como la fucosa, ácido 

glucorónico, xilosa, L-arabinosa y D-galactosa (Solis, et al, 2008). La región de 

ramnogalacturonano I consiste de dímeros de ácido D-galacturónico unidos por enlaces 

α(1-4) unidos a monómeros de L-ramnosa por enlaces α (1 -2) (Minic & Jouanin, 2006). 

A la región homogalacturonano se le ha nombrado región lisa, por su casi nula 

ramificación, y a la región ramnogalacturonano se le ha nombrado región peluda, por su 

alta sustitución (Bonnin, et al, 2008). 

4.2 Enzimas degradadoras de la pared celular de plantas 

Las enzimas son biocatalizadores complejos de naturaleza proteica de gran 

especificidad y eficiencia, que aceleran la velocidad de reacciones que se llevan a cabo 

sin alterar el equilibrio y son responsables de las transformaciones metabólicas de los 

seres vivos (Beg, et al, 2001).  

Para colonizar las plantas, microorganismos fúngicos han desarrollado estrategias para 

invadir dicho tejido y optimizar tanto su crecimiento como su propagación. Estos 

hongos, generalmente secretan una variedad de enzimas hidrolíticas, incluyendo 

cutinasas, celulasas, pectinasas y proteasas para penetrar al tejido vegetal. Después de 

la entrada, una estrategia para colonizar una especie de planta es a menudo la 

secreción de toxinas o compuestos semejantes a las hormonas de plantas que 

manipulan la fisiología de ésta para el beneficio del patógeno. Esta interferencia puede 

consistir simplemente en matar a las células vegetales con el fin de la absorción de 

nutrientes (Knogge, 1996). 

a) Celulasas 

La acción enzimática para llevar a cabo la hidrólisis de la celulosa implica la operación 

secuencial y la acción sinergísta de un grupo de celulasas, que presentan diferentes 

sitios de enlace.  Hay tres grandes tipos de actividades celulolíticas que producen los 

hongos; las endoglucanasas, que hidrolizan los enlaces internos de la celulosa y 

produce residuos, que pueden ser degradados por la celobiohidrolasa que genera 

celobiosa que después es degradada por β-glucosidasa a glucosa (figura 4).  
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Figura 4. Enzimas celulolíticas mostrando su sitio de acción (Rizk, et al, 2012) 

 

b) Xilanasas 

La variable estructura y organización de la hemicelulosa requiere de la acción de 

muchas enzimas para su completa degradación (Shallom & Shoham, 2003). El xilano 

es el principal componente de la hemicelulosa y para su completa degradación se 

necesita un complejo enzimático que participa sinérgicamente (Sandrim, et al, 2004). 

En la figura 5 se muestran las enzimas xilanolíticas y su sitio de acción.  

 

Figura 5. Esquema señalando el sitio de acción de las enzimas xilanolíticas (Beg, et al, 2001) 
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c) Pectinasas 

La degradación de las pectinas involucra una compleja combinación de enzimas 

pectinolíticas dentro de las cuales se distinguen dos grupos: las pectinesterasas; las 

cuales remueven los grupos metoxil, y las despolimerasas (hidrolasas y liasas) que 

degradan la cadena principal; poligalacturonasas, pectatoliasas,  y pectina liasas, 

(Yadav, et al, 2008). Estas enzimas, principalmente, son responsables de la 

degradación de las moléculas largas y complejas que se producen como polisacáridos 

estructurales en la lámina media (Kashyap, et al, 2001). En la figura 6 se muestra la 

estructura de la pectina y las enzimas que participan en su degradación.  

 
Figura 6. Enzimas pectinolíticas y sus sitios de acción 

(Copyright ©2012 Adisseo. All rights)   
 

d)  Enzimas accesorias 

Las enzimas accesorias participan conjuntamente con las celulasas, xilanasas y 

pectinasas para lograr la completa degradación de los polímeros de la pared celular de 

las plantas. Actúan en los sustituyentes de las cadenas laterales de los polisacáridos de 

la pared celular, algunas otras en los enlaces entre el residuo de la cadena principal y el 

sustituyente, mientras que otras enzimas rompen los enlaces internos o terminales de 

las cadenas laterales (De Vries & Visser, 2001).  

 



 
17 

4.3 El género Aspergillus 

El género Aspergillus fue descrito por primera vez por el micólogo P. A. Micheli en 

1729, al observar las esporas unidas a los conidióforos describiéndolo como “cabeza 

rugosa”.  Este género ha sido clasificado muchas veces en función de su morfología y 

en la actualidad comprende aproximadamente 250 especies que se denominan 

colectivamente Aspergilli (Bennett, et al, 1992; Samson y Varga, 2010). 

A pesar de las técnicas nuevas tanto moleculares como bioquímicas, las estructuras 

morfológicas siguen siendo una importante característica para la clasificación de 

Aspergillus, que se identifica por una estructura morfológica típica: un conidióforo, que 

incluye un tallo y una cabeza conidial, que surge de la especialización de una estructura 

micelial llamada célula pie. Los conidióforos no son septados, se ensanchan hacia la 

punta y terminan en una estructura globosa, de incolora a amarillenta, llamadas 

vesículas. Las vesículas tienen una superficie total de alrededor de 10 a 15 mm de 

largo. Las conidias son producidas sucesivamente desde las puntas de las fialides, 

formando así cadenas no ramificadas y cada una contiene más de 100 conidias o 

esporas; son más o menos globosas y tienen 4-5 mm de diámetro pero ocasionalmente 

son más pequeñas. 

 
Figura 7. Estructuras de reproducción asexual de Aspergillus sp. 

(Copyright © 2013. Facultad de Medicina. All rights) 

 

El color es la principal característica macroscópica para la identificación de las especies 

de Aspergillus. Poseen distintos tonos de verde, pardo, amarillo, blanco, gris y negro 

(Kozakiewicz, 1989). Las especies difieren entre sí en cuanto a sus requerimientos 

nutricionales y de crecimiento; son capaces de asimilar minerales de medio mínimo y 

sobrevivir en simples fuentes de carbono y nitrógeno, sin requisitos de vitamina. La 
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mayoría son mesófilos, siendo su rango de temperatura de 10-40°C, creciendo con 

facilidad a temperaturas entre 15-30°C y con un aw que puede ir desde 0.78 hasta 0.95. 

Son microorganismos morfológicamente complejos, poseen diferentes formas a lo largo 

de su ciclo de vida, desde una estructura básica vegetativa (espora), hasta un filamento 

tubular (hifa). La hifa en donde se lleva a cabo el intercambio de sustancias con el 

ambiente, crece y se ramifica formando una estructura llamada micelio. Después de un 

cierto periodo vegetativo el crecimiento continúa con la reproducción, que se lleva a 

cabo por medio de la formación de esporas sexuales o asexuales (Smith, 1994). 

En el reino de los hongos, las esporas son el mejor vehículo de distribución. Algunas 

esporas tienen morfologías complejas y ornamentaciones que reflejan funciones muy 

especializadas. Otras esporas son simplemente unicelulares y esféricas.  Después de 

su formación, las esporas son liberadas hacia el ambiente por diferentes mecanismos, 

algunas son liberadas por la acción del agua o por el aire. Diversos hongos forman 

diferentes tipos de esporas al mismo tiempo, pueden ser por mecanismos sexuales o 

asexuales (De Vries & Dijksterhuis, 2006). La espora es una estructura altamente 

especializada para la reproducción, supervivencia y distribución de los hongos 

filamentosos. Se caracteriza por su mínimo gasto metabólico, bajo contenido de agua y 

poco o nulo movimiento citoplasmático. Las esporas asexuales se producen por división 

mitótica, mientras que las esporas sexuales se dividen por meiosis y son capaces de 

proveer nuevas recombinaciones genéticas. La respiración aeróbica es un requisito 

para la mayor parte de las esporas al iniciar su germinación, mientras que otras 

demandan dióxido de carbono, además de que requieren un nivel de humedad y 

temperatura favorables para iniciar con el proceso de germinación. 

Cuando las esporas encuentran las condiciones para crecer, comienzan a germinar y 

forman una célula cilíndrica llamado hifa, el cual penetra y disuelve los nutrientes. (De 

Vries & Dijksterhuis, 2006). En un crecimiento superficial los hongos filamentosos 

presentan un crecimiento heterogéneo, con patrones que incluyen hifas aéreas, de 

superficie y sumergidas. En muchos hongos esta estructura forma agregados discretos 

que varían de tamaño, y tienen la cualidad de resistir las condiciones adversas del 

ambiente, como pH y la temperatura, cuando las condiciones de crecimiento son 

normales, se produce nuevo micelio y comienza la generación de esporas. Durante el 
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crecimiento del micelio las hifas de la punta son siempre consideradas como jóvenes, y 

la parte más alejada es progresivamente más vieja.  

4.3.1 Generalidades de Aspergillus flavus 

Aspergillus flavus es un hongo saprófito que tiene una distribución mundial 

frecuentemente aislado del suelo, especialmente de áreas tropicales y subtropicales, de 

forrajes y vegetación en descomposición, de semillas y granos almacenados y de varios 

tipos de productos comestibles (Mellon, et al, 2007). Se ha encontrado en trigo, avena, 

cebada, maíz, arroz, algodón, caña de azúcar, café, tomate, cebolla, rábano, guisante y 

cacahuate entre otras. Sin embargo, no solo se ha encontrado en plantas justo después 

de la cosecha o durante el almacenamiento, sino también en productos vegetales 

procesados como en harina de granos y cereales. Este organismo es también un 

patógeno oportunista y tiene importancia agronómica debido a que puede producir una 

potente aflatoxina carcinogénica durante la infección de semillas, lo que resulta la 

disminución en los valores de los cultivos (Mellon, et al, 2002). 

Pertenece a la subdivisión de los Fungi Imperfecti que incluye a los hongos que se 

reproducen por mecanismos asexuales. Su ciclo de vida puede comprender de 2 

etapas, una etapa asexual y otra sexual; la etapa asexual consiste en la producción de 

esporas por mitosis, también llamada etapa de conidiación. La fase sexual forma un 

cleistotecio -cuerpos fructíferos esféricos formados por una red de hifas- dentro de la 

cual se desarrollan esporas derivadas de un proceso de meiosis.  

Tiene la gran capacidad de crecer en medios simples y complejos, ya que contiene un 

amplio paquete de enzimas que son capaces de degradar material vegetal. Produce 

numerosas enzimas hidrolíticas, α-amilasas, pectinasas, proteasas y lipasas. Estas 

enzimas se cree que son importantes para el ataque de hongos y su virulencia en 

permitir la utilización de nutrientes lipídico y ricos en proteínas (Mellon, et al, 2007). 

En condiciones adversas Aspergillus flavus es capaz de sobrevivir por numerosas 

estructuras esféricas, resistentes llamadas esclerocios (Coley-Smith, et al, 1971), estas 

estructuras se proponen como formas residuales de cleistotecios (Geiser, et al, 1996). 

Cabe mencionar que, especies de Aspergillus con etapas sexuales conocidas, tienden 
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a ser actores secundarios en las infecciones de humanos, tal vez debido a su tendencia 

a producir menos esporas asexuales (Geiser, 2009).  

En relación a las características macroscópicas de Aspergillus flavus, las colonias son 

de color verde oliváceo a verde amarillento, micelio blanco; esclerocios (masas 

redondeadas de micelio parecidos a los cleistotecios pero sin esporas sexuales), 

cuando están presentes, de color marrón oscuro a negro, variables en forma y tamaño; 

reverso incoloro, marrón claro o anaranjado; textura de la colonia variable, 

generalmente lanosa o aterciopelada (Abarca, 2000), tanto los esclerocios como los 

cleistotecios, son estructuras morfológicas que sirven como identificación entre una 

cepa y otra. Bennett (2010) comenta  que los esclerocios, sirven como estructuras de 

descanso que permiten a las especies sobrevivir a condiciones adversas de 

crecimiento. 

4.4 Fermentación en estado sólido  

La fermentación en estado sólido consiste en el crecimiento de microorganismos 

(principalmente hongos) en materiales sólidos con baja disponibilidad de agua libre, 

aunque el sustrato debe poseer suficiente humedad para apoyar el crecimiento y el 

metabolismo de los mismos (Pandey, 2003, Moo-Young, et al, 1983, Raimbault, 1998). 

El sustrato -natural o inerte-  es empleado como soporte sólido actuando como fuente 

de carbono (Pandey, et al, 1999a). El agua es esencial para el crecimiento microbiano y 

en FES está presente en cantidades pequeñas (Moo-Young, et al, 1983). 

Las condiciones de cultivo son más similares al hábitat natural de los hongos 

filamentosos, por lo que estos son capaces de crecer y excretar grandes cantidades de 

enzimas. Después de la extracción las concentraciones enzimáticas son generalmente 

más grandes que las obtenidos por fermentación sumergida (FS) (Viniegra-González, 

1998 y Castilho, et al, 2000), sin embargo, hay una escasez de información respecto a 

los estudios fisiológicos que comparan FES y FS cuando se trata de explicar porque los 

microorganismos producen mayores cantidades en el primer tipo de proceso que en  

comparación con el segundo (Viniegra-González, et al, 2003). 
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Las ventajas que presenta la utilización de FES para la producción de ciertos productos 

de interés, son diversas, como por ejemplo; los medios de cultivo son simples, el 

producto de interés se concentra, lo que facilita su purificación e incrementa su 

productividad. La cantidad de residuos generados es más pequeña que en la 

fermentación sumergida, existe menor demanda en la esterilización debido a la baja 

actividad del agua usada en este tipo de fermentación (Singhania, et al, 2009), menores 

costos de operación, mayor estabilidad a pH y temperaturas extremas (Holker, et al, 

2004). 

Para la extracción enzimática de sólidos son importantes los parámetros temperatura, 

tipo de disolvente, estabilidad térmica de la enzima y el tiempo de exposición. Se ha 

observado que la extracción con buffer de acetatos pH 4.4 a 35 °C por 30 min obtuvo la 

mejor extracción de pectinasas de Aspergillus niger en fermentación sólida utilizando 

salvado de trigo como fuente de carbono (Castilho, 2000).  

La actividad de agua de un medio se ha atribuido como un parámetro fundamental para 

la transferencia de masa de agua y solutos a través de las células microbianas 

(Singhania, et al, 2009) ya que cumple  con numerosas funciones en los sistemas 

biológicos, además de proporcionar nutrientes, neutraliza la cantidad de ciertos 

desechos o metabolitos. Sin embargo, se ha encontrado que la actividad de agua de un 

medio, afecta el mecanismo de crecimiento de los microorganismos, tiene un efecto 

sobre el crecimiento radial, en la producción de biomasa, en la evolución de 

germinación y  esporulación, y de forma general en la actividad metabólica de una 

colonia de hongos (Gervais, et al, 1988;  Gervais, et al, 2003).  

4.5 Sustratos complejos  

A los sustratos complejos se denominan residuos orgánicos que no han sufrido 

modificaciones o alteraciones en su estructura. Tanto los hongos saprófitos como 

patógenos utilizan como nutrientes compuestos en su estado natural. Si bien, el uso de 

este tipo de sustratos, permite evaluar de manera más detallada, la capacidad y el 

potencial que tienen los hongos para degradar diferentes tipos de sustratos y además 

conocer el tipo de enzimas que estos requieren para llevar a cabo dicha degradación. 
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El aprovechamiento de los residuos agroindustriales puede contribuir a reducir la 

contaminación ambiental mediante su incorporación a procesos como la fermentación 

en estado sólido (FES), donde puedan obtenerse productos de mayor valor agregado. 

La FES puede efectuarse con el uso de residuos y el empleo de hongos filamentosos 

para obtener complejos enzimáticos con actividad hemicelulolítica (Lagunas, et al, 

2006) y pectinolítica de acuerdo al tipo de sustrato empleado.  Para el empleo de estos 

sustratos, se dan pocos pre-tratamientos, generalmente un lavado previo y molido 

(Aguilar, et al, 2008).  

a) Cáscara de limón 

Dentro de los vegetales, los cítricos son las frutas con mayor contenido de pectina en 

todas sus partes. La cáscara de limón se le conoce a la corteza que rodea dicha baya 

cítrica, la cual es muy suave al tacto y le proporciona al limón su color y aroma tan 

característico (Ywassaki, 2011). La cáscara de limón constituye la materia prima para la 

fabricación de ácido cítrico, pectinas y aceites esenciales. La pectina se obtiene a partir 

de la cáscara deshidratada y es importante mencionar que en México y en otros países, 

la cáscara de limón es el insumo para la producción de pectina y aplicarlos en 

diferentes áreas de la industria. De cada tonelada de fruta fresca se obtienen 300 kg de 

cáscara fresca, que al ser deshidratada se reduce a 50 kg aproximadamente (Dussel, 

2002). 

De acuerdo a la fracción soluble en alcohol de la cáscara de limón, los componentes 

principales son mono y disacáridos, aceites esenciales y ceras, mientras que en la 

fracción insoluble contiene principalmente celulosa, lignina, pectina y hemicelulosa 

(Sinclair & Crandall, 1949). La composición proximal de la cáscara de limón es 81.6% 

de humedad, 1.5% de proteína, 0.3% de grasa, 16.0% de carbohidratos, incluyendo 

fibra, 0,6% de cenizas (calcio, fósforo, hierro, sodio y potasio) y en porciones mucho 

más bajas, vitamina A, tiamina, riboflavina y niacina (Morton,  1987). 

b) Olote de maíz 

En la mayoría de las actividades agropecuarias y agroindustriales, los residuos 

agrícolas o esquilmos, se derivan de las partes de las plantas -cereales en su mayoría- 

que permanecen en el terreno después  de cosechar el grano o semilla. La cantidad 
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anual de esquilmos oscila alrededor de 45 millones de toneladas de materia seca para 

los diez principales cultivos: maíz, sorgo, trigo, frijol, arroz, cebada, soya, algodón, 

cártamo y ajonjolí. El rastrojo y olote de maíz representa 25 500 000 toneladas (Muñoz, 

2012). 

El residuo del desgranado del maíz (Zea mays L.) se conoce como olote de maíz, un 

tejido esponjoso y blanco que representa la médula donde se almacenan las reservas 

alimenticias del cereal. Está compuesto en base seca por celulosa (45 %), hemicelulosa 

(35 %) y lignina (15 %), de los cuales la hemicelulosa se compone mayoritariamente por 

xilano de olote (28-35 % b.s.) uno de los heteroxilanos complejos que contiene residuos 

de xilosa con enlaces β-1,4 (Saha y Bothast, 1999).Otros autores, mencionan, que el 

olote constituye un residuo de origen agrícola que tiene alto contenido de xilano (34%, 

b.s) y que en FES es útil como soporte y sustrato para inducir secreción de xilanasas 

(Pellerin, et al, 1991). 

c) Salvado de trigo 

El salvado es uno de los principales subproductos que se obtiene a partir de la 

molienda del grano de trigo. Proviene de las cinco capas más externas del grano, 

formadas por una primera capa exterior envuelta o cutícula, la segunda o epicarpio, la 

tercera o endocarpio, la cuarta capa denominada testa y la quinta, denominada 

aleurona. Los principales constituyentes del salvado de trigo son polisacáridos no 

amiláceos; 46%, almidón de 10-20%, proteínas de 15-22% y lignina de 4 a 8%. Los 

arabinoxilanos son los polisacáridos no amiláceos más abundantes (Zhang, 2011). Otro 

autor, menciona que contiene 32.9% de celulosa, 24.0% hemicelulosa y 8.9% lignina 

(Nigam, 2009). Su producción llega a ser de hasta 11 millones de toneladas por año en 

Estados Unidos (Perlack, et al, 2005) y de 154-185 x 106 toneladas a nivel mundial 

(Sánchez, 2009). Referente a la cantidad anual en México de esquilmos provenientes 

del trigo, es de alrededor de 4 500 000 toneladas (Muñoz, 2012). 

El sustrato por excelencia para la fermentación sólida es el salvado de trigo por su alto 

contenido de nutrientes, así como su estructura física, que presenta un área importante 

para el desarrollo del hongo (López et al, 2004). 

http://es.wikipedia.org/wiki/Cut%C3%ADcula
http://es.wikipedia.org/wiki/Epicarpio
http://es.wikipedia.org/wiki/Endocarpio
http://es.wikipedia.org/wiki/Aleurona
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4.6 Aplicaciones industriales de las enzimas fúngicas 

Desde tiempo atrás, las enzimas han jugado un papel central en diversos procesos de 

fabricación, tales como en la producción de vino, queso, pan, modificación de fécula, 

entre otros. Gracias al conocimiento del uso de microorganismos productores de 

enzimas y otros productos metabólicos se ha investigado el gran potencial de 

aplicaciones industriales (Beg, et al, 2009), especialmente los hongos filamentosos 

reciben mucha atención por sus posibles aplicaciones como productores de enzimas 

xilanolíticas.  

Las cepas de Aspergillus flavus se utilizan para producir enzimas para procesamiento 

de alimentos y otros usos industriales (Chavalet et al, 1992; Van den Hondel et al, 1992, 

Ward et al, 1992), además de metabolitos secundarios; tales como el ácido cítrico 

(Benett, et al, 1992).  

En la industria del papel y la pulpa, las xilanasas libres de celulasa permiten el 

bioblanqueamiento, reduciendo la cantidad de químicos blanqueadores utilizados, como 

el cloro, (De Vries y Visser, 2001; Subramaniyan & Prema, 2002; Bennett, 2010). En la 

industria de la panificación, estas enzimas solubilizan la fracción de arabinoxilano en la 

masa, permitiendo que aumente el volumen del pan y la calidad de la masa (Bhat, 

2000; De Vries & Visser, 2001). Otras aplicaciones son la producción de xilosa, 

xilobiosa y xilooligómeros, que pueden usarse como aditivos funcionales en alimentos o 

como endulzantes. Las galactosidasas se utilizan para mejorar la capacidad de 

gelificación de galactomananos, que tienen aplicaciones en la industria alimentaria, así 

como en las industrias cosméticas y farmacéuticas.  

Las celulasas pueden ser usadas en la formulación de jabón en polvo, en la industria 

textil, en procesos que incluyen suplemento de alimento animal, en la extracción de 

jugos de frutas y vegetales así como en la fabricación de pulpa y papel (Rau, et al, 

2008; Mandebvu, et al, 1999; Gusakov, et al, 2000; Camassola, 2007). 

Las pectinasas son ampliamente utilizadas en la industria alimentaria para la 

producción de zumos, bebidas de frutas y vinos (Semenova, et al, 2006).  La pectin 

metil esterasa y otros enzimas pectinolíticas también se utilizan para la producción de 
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puré de zanahoria (De Vries & Visser, 2001). En el caso de los jugos claros espumosos 

se añaden enzimas con el fin de aumentar el rendimiento de zumo durante el prensado 

y el colado del jugo  para eliminar la materia suspendida para dar jugos claros brillantes 

(libre de turbidez) (Kashyap, et al, 2001).  

De manera más específica; el empleo de enzimas en la industria alimentaria se basa en 

tres aspectos fundamentales:  

i. control de calidad de ciertos alimentos 

ii. modificación de las propiedades de algunos aditivos alimentarios así como de los 

propios alimentos y 

iii. producción de enzimas utilizadas como aditivos alimentarios (Aguilar, et al, 

2008).



 
26 

Producción 

enzimática  

CAPITULO V 
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6. MATERIALES Y MÉTODOS 

 
6.1 Microorganismos 
Se utilizaron dos cepas Aspergillus flavus,  las cuales están bien identificadas, una no 

es toxigénica; NRRL 6541 y otra si genera: CECT 2687.   

Las cepas se activaron en agar papa dextrosa (PDA) mediante tres o cuatro perlas de 

esporas liofilizadas. Las placas se incubaron a 37 °C por 96 h. Se tomó una asada del 

cultivo seleccionado con un asa micológica estéril, que fue depositada al centro de una 

placa con agar Sabouraud; a continuación, el inóculo fue extendido en toda la placa 

utilizando un asa de Drigalsky. Las placas se incubaron a 37°C por 72 h. Las cepas se 

manejaron en una suspensión de esporas en solución salina isotónica con Tween 80 

(ver anexo) y se resembraron quincenalmente en placas con agar Sabouraud mediante 

siembra masiva para mantener la cepa viable. Las placas se incubaron a 37°C por 72 h, 

posteriormente, se mantuvieron en refrigeración a 4°C.  

6.1.1 Cosecha de esporas  
Se vertieron 10 mL de solución salina isotónica con tween 80 estéril en una de las cajas 

sembradas, y se raspó suavemente su superficie con un asa Drigalsky para recuperar 

las esporas. Una vez que éstas fueron liberadas, la suspensión se transfirió con pipeta 

a un tubo para centrífuga con tapón. Para lavar las esporas, se centrifugó la suspensión 

a 500 rpm por 5 min y se desechó el sobrenadante; a continuación, las esporas se 

resuspendieron hasta alcanzar un volumen de 10 mL de solución salina con tween; 

dicho lavado se realizó cuatro veces más. 

6.1.2 Conteo de esporas  
Se determinó la concentración de esporas en la suspensión final (10 mL) mediante el 

método de conteo directo con la cámara de Neubauer. Para ello se tomaron 20 µL de la 

suspensión que fueron depositados al centro de la cámara y se colocó un cubreobjetos. 

La cámara se observó al microscopio con el objetivo de 40x. Se contaron las esporas 

contenidas en 16 cuadros que conforman uno de los cuadrantes de la cámara para 

finalmente calcular la concentración de esporas  mediante la siguiente ecuación:  
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6.2 Medios de cultivo  

Los medios de cultivo contenían medio mínimo (ver anexo) más la fuente de carbono 

seleccionada, 25 mM para los azúcares simples, 1% para polisacáridos puros y de 3% 

para los sustratos complejos.  

Las fuentes de carbono utilizadas fueron: L-arabinosa, D-ribosa, D-xilosa; D-glucosa, D-

galactosa, D-manosa, D-fructosa, L-ramnosa, ácido D-galacturónico, maltosa, lactosa, 

sacarosa y rafinosa; como polisacáridos puros: xilano de abedul, xilano de avena,  

xilano de haya, goma arábiga, goma guar, almidón soluble, celulosa, caseína, pectina 

cítrica, pectina de manzana y como  sustratos complejos: cáscara de limón, olote de 

maíz y salvado de trigo. Además de agar bacteriológico al 1.5%, los medios se 

ajustaron a pH de 6.00 antes de esterilizar a 121°C / 15 min a 15lb/in2 

6.3 Condiciones de crecimiento 

Se inocularon 10,000 esporas/placa de Aspergillus flavus, manejando tres diferentes 

condiciones de crecimiento:    

 Condición 1. Inoculo central sobre el medio de cultivo sin membrana. Incubación 

durante 96 horas a 37°C. A esta condición se le llamará –más adelante para fines 

prácticos– Análisis de crecimiento.   

 Condición 2. En condiciones estériles se colocó una membrana porosa de 

policarbonato (IsoporeTM Membrane filters 0.2 µm) sobre el medio sólido y se inoculó 

la suspensión de esporas en la parte central de la placa. Incubación durante 96 horas 

a 37°C. Para esta condición se adoptará el nombre de: Producción de las actividades 

enzimáticas en cultivos sólidos con diferentes fuentes de carbono. 

 Condición 3. Se realizaron diversos cortes circulares de 0.8 a 2.0 cm de diámetro 

(dependiendo el crecimiento de cada cepa) sobre toda la superficie de la placa, 

utilizando únicamente como sustrato cáscara de limón. Se inoculó en el centro de 

cada cilindro la misma concentración de esporas utilizadas en las condiciones 

anteriores. Incubación durante 24 y 48 horas a 37°C.  Condición que será llamada 

como: Producción de enzimas en cáscara de limón. 

Para las tres condiciones, las placas se dejaron absorber con tapa arriba durante 2 h en 

la campana, para seguido de ese tiempo dejarlas tapa abajo en la incubadora.  
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6.4 Características de crecimiento fúngico  

Se evaluaron las características morfológicas de las colonias, el tipo de desarrollo, 

aspecto del micelio superficial (desarrollo, aspecto y color) así como del micelio 

profundo (reverso de la caja), diámetro de la colonia y su peso.  

6.4.1 Medición del diámetro colonial 

Las colonias fueron medidas desde el anverso y reverso de la placa, con una regla para 

las colonias circulares; para las colonias que no habían crecido con una figura definida, 

se trazó un círculo que ocupara en mayor medida el área de crecimiento de las cepas.  

6.4.2 Medición de biomasa fúngica 

Con ayuda de una espátula estéril se recuperó la biomasa en un cuadro de papel filtro 

previamente pesado y a peso constante. Posteriormente se colocó el papel filtro dentro 

de una caja petri en la incubadora a 80°C durante 48 horas. Se determinó su peso en 

seco.  

6.5 Producción de enzimas en medio sólido  

Para la producción de enzimas y la cuantificación de las mismas, se utilizó la condición 

2 de crecimiento.  

6.5.1 Extracción de enzimas 

Ya retirada la membrana de la placa, se cortó una circunferencia de agar de un tamaño 

determinado, abarcando en la mayoría de los casos, el espacio en que creció el hongo 

(aproximadamente 5.0 cm), dicho cilindro de agar se pesó y maceró en un 

desmembrador durante 2 minutos a 2000 rpm. Las pasta de agar obtenida se transfirió 

a un tubo de centrifuga al cual se adicionó 5mL de Buffer de acetatos 100 mM pH=5, el 

tubo se agitó en el vortex y enseguida se centrifugó a 500 rpm durante 5 minutos. El 

filtrado enzimático se decantó y el resto de agar se desechó. Del filtrado obtenido se 

determinó la actividad enzimática.  

Para la condición 3, después de retirar todos los cilindros de las placas, se hicieron 

cortes transversales muy delgados para separar la colonia del hongo del resto del 

cilindro -donde se supone se encuentran las enzimas excretadas- y así macerarlos con 
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el desmembrador durante 1 min a 2000 rpm, con Buffer de acetatos 100 mM a pH=6. La 

pasta obtenida se agitó y se transfirió a un tubo para centrifugar a 500 rpm durante 5 

min. Posteriormente se decantó y se recuperó el extracto para congelarlo a -70°C.   

6.5.2 Determinación de actividades enzimáticas 

6.5.2.1 Actividad exo-pectinolítica 

Se determinó por la cuantificación de azúcares reductores liberados por la pectina por 

el método DNS, usando una curva patrón de ácido galacturónico. El sistema de 

reacción consistió de 0.5 mL de sustrato (pectina de frutas cítricas al 1% (p/v), pH=5), 

con 0.4 mL de buffer de acetatos 100 mM a pH5.0 y 0.1 mL de filtrado enzimático libre 

de células a 45°C durante 20 min. Al término del tiempo de incubación se le adicionaron 

2 mL de DNS y la mezcla se calentó a ebullición en baño María por 5 min, se le 

añadieron 5 mL de agua destilada y se homogeneizaron en el vortex. Finalmente se 

centrifugó a 500 rpm durante 5 min para eliminar pectina insoluble y se leyó a una 

longitud de onda de 575 nm en el espectrofotómetro. Respecto a los blancos, se 

incubaron sin muestra y tras la adición del DNS se les añadió 0.1 mL de filtrado 

enzimático y se continuó con la misma metodología que en las muestras.  La actividad 

se expresa en unidades enzimáticas (U), definidas como la cantidad de enzima 

necesaria para catalizar la producción de 1 µmol de ácido galacturónico en 20 min a las 

condiciones de ensayo. 

6.5.2.2 Actividad xilanolítica 

La actividad xilanolítica se determinó a través de la cuantificación de los azúcares 

reductores liberados del xilano por el método DNS, usando una curva de xilosa como 

patrón, obtenidos después de la incubación de 0.5 mL de xilano de abedul al 1% (p/v) + 

0.4 mL de buffer de acetatos 100 mM a pH5.0 y 0.1 mL de filtrado enzimático libre de 

células a 50°C durante 20 min. Al término del tiempo de incubación se le adicionó 1 mL 

de DNS y la mezcla se calentó a ebullición por 5 min., se le añadieron 5 mL de agua 

destilada y se leyó directo a una longitud de onda de 575 nm en el espectrofotómetro. 
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Una unidad (U) de actividad xilanolítica se define como la cantidad de enzima necesaria 

para catalizar la producción de 1 µmol de xilosa en 20 min a las condiciones de ensayo. 

6.5.2.3 Actividades de enzimas accesorias 

La actividad de α y β- galactosidasa, α y β-glucosidasa, α y β- arabinosidasa, α y β-

xilosidasa, α-ramnosidasa y β-manosidasa, se determinó usando pnp-α/β-D-

galactopiranosido, pnp-α/β-D-glucopiranosido, pnp-α/β-L-arabinofuranosido, pnp-α/β-D-

xilopiranosido, pnp-α-L-ramnopiranosido y pnp-β-D-manopiranosido como sustratos 

respectivamente. El sistema de reacción consistió en 100µL de p-nitrofenol-

correspondiente (1mg/mL en Buffer acetatos 50 mM a pH=5) más 25 µL de filtrado 

enzimático, incubado a 40°C durante 15 min. Transcurrido el tiempo se adicionaron 75 

µL de Na2CO3 0.25 M para detener la reacción. Para calcular la concentración final se 

determinó usando una curva patrón con el reactivo p-nitrofenol a 0.05 mM, medida a 

una longitud de onda de 405 nm.  

Una unidad de actividad se define como la cantidad de enzimas necesaria para liberar 1 

µmol/mL de p-nitrofenol a las condiciones trabajadas.  

6.6 Concentración de filtrados enzimáticos por liofilización 

Se congelaron a -70 °C -durante toda la noche- los extractos obtenidos de los cilindros 

del medio con cascara de limón incubadas a 24 y 48 horas (condición 3). Se liofilizaron 

las muestras en tubos para centrifuga de 10 mL a 47      mbar y -49°C por 24 horas. 

Las muestras fueron resuspendidas en la menor cantidad posible de buffer de fosfatos 

100 mM pH= 7.5.  

6.7 Determinación de proteína 

Para conocer cuanta proteína se obtuvo en la condición 3 de trabajo y determinar si es 

posible un análisis de espectrometría de masas, se realizó la determinación de proteína 

por el Método de Bradford. Se determinó por la cuantificación de la unión de un 

colorante, Comassie Blue G-250, a las proteínas usando una curva de albumina sérica 

bovina (0.1 mg/mL). El sistema de reacción consistió de 90 µL de H2Od, 10 µL de 

filtrado enzimático libre de células y 200 µL de reactivo de Bradford, a temperatura 

ambiente, durante 5 min. Se lee a una λ595 nm en el espectrofotómetro.  
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6.8 Análisis electroforético  
La  electroforesis se realizó en geles de poliacrilamida-SDS al 12% de acrilamida de 8 x 

8 cm. Las muestras utilizadas fueron concentradas y resuspendidas en el volumen 

mínimo posible de buffer de corrimiento  (Bio-Rad Laboratories) y se adicionó buffer de 

tratamiento desnaturalizante (ver anexo).  

Se tomaron 10 µL de muestra con 10 µL de buffer de corrimiento (ver anexo) para 

cargar 20µL por carril, se llevó a cabo a corriente constante 15mA, a través de una 

unidad de geles verticales de 1.5 mmmigtle Small SE-245 (HoeferSci. Ins. USA). 

Después de este tiempo los geles fueron teñidos con una solución que contiene azul de 

Coomasie R-250 (ver anexo) durante dos horas con ligera agitación y se destiñeron con 

una solución de acido acético al 10% v/v.  

Antes de realizar la electroforesis en gel, la muestra tuvo un tratamiento previo con TCA 

al 10% para precipitar las proteínas presentes en los extractos enzimáticos. Se mezcló 

1mL de la solución con la muestra, se agitaron y se dejó precipitar toda la noche en el 

congelador a -4°C. Pasado ese tiempo se volvió a agitar y se centrifugó a 14000 rpm 

durante 10 minutos y se desechó sobrenadante. Se adicionó 1mL de acetona fría, se 

agitó y se incubó durante 10 minutos a -4°C, pasado ese tiempo se centrifugó a 14000 

rpm durante 5 minutos y se removió sobrenadante. Este lavado se realizó 4 veces más. 

Finalmente se dejó secar la muestra en la incubadora para evaporar disolvente y así 

realizar electroforesis en gel. 
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CAPITULO VI 
7. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

Con el fin de establecer la capacidad de crecimiento de las cepas utilizadas en 

diferentes fuentes de carbono y determinar sus preferencias nutricionales, se evaluó el 

crecimiento de dos cepas de Aspergillus flavus -una generadora de toxinas y otra que 

no produce- en una amplia variedad de fuentes de carbono que incluyen polisacáridos 

propios de la pared celular de las plantas y otras que no están presentes en la pared 

celular, además de azúcares simples (monosacáridos, disacáridos) debido a que la 

mayoría de los microorganismos aprovechan de mejor manera fuentes de carbono 

fácilmente asimilables, especialmente la glucosa, aunque también utilizan fructosa, 

manosa y galactosa como fuente de energía.  

7.1 Aspergillus flavus NRRL 6541 

7.1.1 Análisis de crecimiento (condición 1) 

El microorganismo tuvo la capacidad de crecer en todas las fuentes de carbono, incluso 

en el medio que no contenía fuente adicionada de carbono, sin embargo su crecimiento 

fue escaso, presentando una colonia muy delgada de color blanco, sin evidente 

esporulación. Los hongos al estar en una condición de estrés -en este caso- en 

condiciones poco aptas para su crecimiento debido a la falta de nutrientes, tienen la 

habilidad de crecer con sus propios azúcares o solutos compatibles (De Vries & 

Dijksterhuis, 2006), que estos mismos generan en su metabolismo y de ellos 

alimentarse, como de trehalosa y algunos  polialcoholes. Por esta razón, el desarrollo y 

esporulación no se ve favorecido. 

En cuanto al desarrollo del hongo con los carbohidratos más sencillos se presentó un 

crecimiento un poco mayor en relación al obtenido con los polisacáridos puros y 

sustratos complejos, asimismo, la presencia de cleistotecios, se ve favorecida con los 

azúcares simples: ribosa, rafinosa, lactosa y sacarosa.  

En las figuras 8, 9 y 10, se representa el crecimiento de Aspergillus flavus NRRL 6541 

en azúcares simples, polisacáridos puros y sustratos complejos.  
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Las características de las colonias son similares con la mayoría de los azúcares; 

desarrollo miceliar denso, crecimiento radial, circunferencia blanca y filamentosa, 

esporulación amarilla o verde -según la fuente-, acumulación de biomasa (esporas) en 

la parte central del inóculo que se dispersan alrededor de la colonia, el aspecto del 

micelio superficial es algodonoso laxo, sin embargo con xilosa, manosa y glucosa, la 

colonia es más compacta. El aspecto del micelio profundo; es decir al reverso de la 

placa; no se nota cambio de color en el medio. Respecto al crecimiento con lactosa y 

sacarosa, el hongo crece más rápido extendiéndose casi en toda la placa con un 

aspecto algodonoso lanoso. Esto mostraría que la cepa tiene la capacidad de producir 

la enzima β-galactosidasa, fenómeno que se observa con los halos o circunferencias 

blancas en el medio con lactosa; siendo la fuente de carbono que produce el mayor 

crecimiento radial para este grupo de sustratos.  

 

Tabla 1. Características coloniales de Aspergillus flavus NRRL 6541 en azúcares 
simples durante las 96 horas de incubación 

  
Fuente de carbono / Tiempo  

Diámetro colonia (mm) / Esporulación  
Desarrollo   48 h 72 h 96 h 

 Sin fuente de Carbono 19 
- 

28 
- 

36 
- 

E 

C
A

R
B

O
H

ID
R

A
TO

S 
SI

M
PL

ES
 

L-Arabinosa  25 
++ 

35 
+++ 

49 
+++ 

A 

D-Ribosa 20 
++ 

40 
++ 

60 
+++ 

A 

D-Xilosa  24 
++ 

47 
+++ 

55 
+++ 

A 

L-Ramnosa 22 
+ 

46 
++ 

55 
+++ 

A 

D-Glucosa  20 
+ 

46 
+++ 

55 
+++ 

A 

D-Fructosa  20 
++ 

31 
++ 

51 
+++ 

A 

D-Galactosa 17 
++ 

35 
++ 

45 
++ 

M 

D-Manosa 21 
++ 

50 
+++ 

60 
+++ 

A 

Ácido D-galacturónico  21 
+ 

42 
+ 

50 
++ 

M 

Lactosa 39 
- 

52 
+ 

65 
++ 

A 

Maltosa 19 
++ 

39 
++ 

52 
+++ 

A 

Sacarosa 39 
+ 

54 
++ 

63 
+++ 

A 

Rafinosa 21 
+ 

42 
++ 

52 
++ 

A 
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En la tabla 1 se muestra para el grupo de los azúcares simples, el diámetro de la 

colonia medido cada 24 horas a partir de las 48 horas de fermentación, además se 

asignó una clasificación de (-) a (+++) a la ausencia o cantidad de esporulación. Con la 

mayoría de los azúcares se observa que la esporulación comienza hasta las 48 horas 

de incubación, sin embargo para los disacáridos (lactosa y sacarosa) se nota un cambio 

de color -blanco a amarillo- a las 96 horas.  

Respecto al crecimiento colonial en medios de cultivo con polisacáridos puros y 

sustratos complejos, el crecimiento fue un poco menor respecto a los azucares simples, 

resultado que se esperaba ya que es más fácil para el hongo disponer de los nutrientes 

en una estructura sencilla y fácilmente asimilable. Además la esporulación se observó 

pasado las 24 horas, igual que en los azucares simples, sin embargo, con goma 

arábiga no esporuló y su crecimiento fue similar al medio con únicamente agar, debido 

a su similar composición y naturaleza, mientras que con goma guar si hay esporulación 

y crecimiento abundante, textura aterciopelada, colonia color verde con circunferencia 

amarillenta. La ausencia de esporulación en goma arábiga, altera la formación de un 

micelio denso, ya que es un sustrato altamente viscoso, con bajo contenido de 

nutrientes, reduce valores de aw que no hace posible ni la germinación ni el crecimiento 

(Snow, 1949).  

La colonia en xilano de abedul es casi 50% menor que las colonias formadas en xilano 

de avena o haya,  el primero es más verde amarillento y en el segundo es verde pardo, 

además se observa el halo de degradación que se forma en el medio con xilano de 

avena, debido a las proteínas que este contiene.  

En cuanto a los polisacáridos celulosa y almidón, cabe mencionar que existen 

diferencias significativas entre ellas en cuanto al crecimiento, ya que con celulosa fue 

escaso y lento, colonia blanca que se confundía con el color blanco del medio, así como 

esporulación escasa a las 96 horas; mientras que con almidón se observó el mayor 

diámetro de las colonias (para este grupo) con bastante esporulación (color amarilla), 

con aspecto compacto. Lo que significa que esta cepa es capaz de producir mayor 

cantidad de amilasas que celulasas.   
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Figura 8. Registro fotográfico de las colonias de A. flavus NRRL 6541 en distintos medios de cultivo a 

las 48, 72 y 96 horas de incubación a 37°C, respectivamente. 
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Aspergillus flavus NRRL 6541 
48 h 72 h 96 h 
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Figura 9. Registro fotográfico de las colonias de A. flavus NRRL 6541 en distintos medios de cultivo a 

las 48, 72 y 96 horas de incubación a 37°C, respectivamente. 
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Aspergillus flavus NRRL 6541 
48 h 72 h 96 h 
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Figura 10. Registro fotográfico de las colonias de A. flavus NRRL 6541 en distintos medios de cultivo 
a las 48, 72 y 96 horas de incubación a 37°C, respectivamente. 
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Las colonias crecidas con pectina cítrica y de manzana son de color verde amarillento 

de aspecto compacto y de color verde pardo con circunferencia blanca, crecimiento 

abundante y textura aterciopelada, respectivamente.  

Los hongos también poseen la habilidad de crecer en medios con alta concentración 

proteica, pues también producen proteasas capaces de desdoblar proteínas de alto 

peso molecular para asimilarlas en estructuras más simples, esto se observa en el 

medio con caseína -heteroproteína contenida en la leche- la colonia es de color blanca 

con ligera esporulación amarillo mostaza en el centro, textura algodonosa y con la 

presencia de un ligero halo de degradación alrededor de la colonia (figura10). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Para el grupo de los sustratos complejos, en la tabla 2 se muestran las características 

macroscópicas, en general las colonias son voluminosas, crecimiento abundante, 

micelio aéreo algodonoso, la colonia es compacta con bastante esporulación (verde), 

circunferencia blanca y a diferencias de los otros 2 grupos de sustratos con estas 

Tabla 2. Características coloniales de Aspergillus flavus NRRL 6541 en diferentes sustratos 
durante las 96 horas de incubación. 

  
Fuente de carbono / Tiempo  

Diámetro colonia (mm) / Esporulación  
Desarrollo  48 h 72 h 96 h 

PO
LI

SA
C

A
R

ID
O

S 
PU

R
O

S 

Almidón soluble 30 
+ 

53 
++ 

60 
+++ 

A 

Celulosa 10 
- 

24 
- 

36 
+ 

E 

Goma arábiga 22 
- 

35 
- 

48 
- 

E 

Goma guar 22 
+ 

35 
++ 

49 
++ 

A 

Caseína 25 
+ 

40 
++ 

57 
+++ 

A 

Pectina cítrica  21 
+ 

40 
++ 

50 
+++ 

A 

Pectina de manzana  16 
+ 

32 
+++ 

45 
+++ 

A 

Xilano de abedul  13 
+ 

27 
+ 

39 
++ 

M 

Xilano de avena  23 
++ 

35 
+++ 

57 
+++ 

A 

Xilano de haya  25 
+ 

39 
++ 

54 
+++ 

A 

SU
ST

R
A

TO
S 

C
O

M
PL

EJ
O

S Cáscara de limón  25 
+ 

40 
+++ 

54 
+++ 

A 

Olote de maíz  25 
+ 

41 
++ 

59 
+++ 

A 

Salvado de trigo  25 
+ 

44 
++ 

52 
+++ 

A 
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fuentes de carbono se observó  a las 24 horas un crecimiento bastante notorio. Con 

cascara de limón y olote la colonia no presenta bordes como en salvado de trigo.  

Si bien, como menciona Adams y colaboradores (1998), el agua es un parámetro 

principal que induce la esporulación así como la  presencia de O2 y nutrientes, en la 

mayoría de los sustratos ocurre una esporulación abundante en el centro del inóculo, y 

no en la zona periférica, debido al agotamiento de estos parámetros, ya que los cultivos 

de hongos poseen una habilidad importante sobre soportes sólidos, como la 

translocación de material entre las diferentes regiones de micelio.  

La capacidad de crecimiento y desarrollo del hongo, se relacionan indirectamente con el 

crecimiento radial que presentaron las colonias en los diferentes medios de cultivo. El 

crecimiento en superficies solidas, generalmente agar, es usado en su mayoría en el 

mantenimiento de las cepas y en muy pocas ocasiones en  procesos de producción de 

algún metabolito. En los años recientes el estudio del crecimiento en medio sólido se ha 

enfocado en comprender lo que ocurre en la invasión de material vegetal por los 

hongos, y de esta forma buscar alternativas para evitar o disminuir estos eventos 

(Bu´Lock, 1994). En el agar la colonia tiene un crecimiento isodiamétrico que presenta 

diferentes fases de crecimiento como cuando se encuentra en medio líquido.  

El crecimiento inicial de la biomasa de la colonia es exponencial, siguiendo la ecuación 

(Righelato, 1994):  

xt = x0 et = Hπdrt
2 = (πHdr0

2) et  

Se asume que la colonia crece en forma de disco, con un radio r, un peso H y  densidad 

d. Si se toma la ecuación en forma logarítmica se tiene: 

Lnxt = ln x0 + t = ln( rt
2πHd) = ln (r0

2πHd) + t  ó  Lnrt = ln r0 + t/2 

Durante el crecimiento de la colonia los nutrientes entran por difusión en el centro, 

después de cierto tiempo de crecimiento esta entrada de nutrientes se vuelve menor 

que la demanda necesaria para todo el micelio, y únicamente el centro sigue con un 

crecimiento exponencial, mientras que toda la colonia presenta un crecimiento lineal 

(Righelato, 1994). Este fenómeno explicaría la morfología de las colonias antes 

descritas.  
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Gráfica 1. Representación gráfica del crecimiento máximo de Aspergillus flavus NRRL 

6541 medido en medio sólido. 
 

En la gráfica 1 se representan los valores máximos de crecimiento de cada grupo de 

sustratos; lactosa, almidón y olote de maíz medidos a las 48, 72 y 96 horas de 

incubación, teniendo con lactosa el mayor crecimiento lineal de todas las fuentes de 

carbono empleadas. 

La etapa temprana del crecimiento determina notablemente la morfología en su ulterior 

desarrollo, ya que la germinación de las esporas tiene una fuerte influencia sobre el 

crecimiento y productividad. Ya que esta primera parte sólo ofrece información 

cualitativa y no acerca de la producción enzimática, se realizó la segunda condición, 

para establecer si existe una relación con el diámetro de la colonia y concentración de 

esporas con la productividad de la cepa pues Osherov (2001) comenta que influye.  

7.1.2 Producción de las actividades enzimáticas en cultivos sólidos con diferentes 
fuentes de carbono 

En la figura 11 se expone el registro fotográfico de la condición 2 y en la tabla 3  se 

presentan las mediciones físicas de todas y cada una de las colonias crecidas en los 

diferentes sustratos al final de la fermentación, como el diámetro, peso seco, desarrollo 

colonial y cantidad de esporulación. 

En este caso se analizaron las características de crecimiento y la producción de 

enzimas utilizando una membrana de policarbonato en la placa y sobre esta el inóculo.  

Generalmente, el cuerpo de un hongo se diferencia en una parte vegetativa que 

absorbe nutrientes y una parte reproductiva.  
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Figura 11. Colonias de Aspergillus flavus NRRL 6541 en diferentes fuentes de carbono (condición 2)  a 
las 96 horas de incubación a 37°C. 
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El verdadero cuerpo del hongo -cuerpo vegetativo- está escondido, formado por una red 

de filamentos microscópicos inmersa en el sustrato, denominado micelio vegetativo. Se 

observa que en todas las fuentes de carbono hay crecimiento, apenas perceptible en la 

placa sin fuente añadida y con celulosa. Comparando con la condición 1, el crecimiento 

de algunas colonias no es radial, presentan un aspecto algodonoso, con desarrollo 

medio a abundante. Sin embargo hay excepciones, con maltosa y sacarosa se obtuvo 

el mayor crecimiento para su grupo, así como en la biomasa; con el primero se 

presenta casi la mayor cantidad de biomasa si no fuera por la rafinosa que ocupa el 

primer lugar en desarrollo fúngico. 

Para el grupo de los polisacáridos puros, la caseína produjo la mayor cantidad de 

biomasa teniendo el mayor crecimiento superficial, mientras que para los sustratos 

complejos  fue con salvado de trigo donde se obtuvo mayor diámetro colonial así como 

la masa fúngica.  

En general, el crecimiento fue mayor con cascara de limón, olote de maíz y salvado de 

trigo, la colonia casi ocupa toda el área de la placa Petri y también se ve reflejado en el 

peso de la biomasa, lo que quiere decir que al hongo se le facilita crecer más rápido 

con estos sustratos. Estos resultados explicarían la preferencia nutricional  por parte del 

hongo, es decir, una simple clasificación de las fuentes de carbono en función del 

desarrollo de hongo utilizando la determinación del Índice de crecimiento (IC) reportado 

en la tabla 3.  

La determinación del IC se estableció por medio de una relación peso seco/diámetro de 

las colonias crecidas en los diferentes sustratos, obteniéndose así la capacidad del 

hongo que tiene al crecer en ese tipo de sustrato y a su vez, una relación directamente 

proporcional al grado de preferencia al sustrato que este dispone. Un valor cercano o 

igual a uno indica que ese sustrato es ideal para un crecimiento abundante. El IC se 

puede interpretar de mejor manera en la gráfica 2. 

 

 

 

 



 
44 

Tabla 3. Mediciones de las colonias de Aspergillus flavus NRRL 6541 en los diferentes medios de 
cultivo (condición 2)  a las 96 horas de incubación 

 
Fuente de carbono 

Peso seco 
(mg) 

Diámetro  
(mm) 

 
Desarrollo 

 
Esporulación 

IC= 
(mg/mm) 

 Sin fuente  NC NA E - NA 

C
A

R
B

O
H

ID
R

A
TO

S 
SI

M
PL

ES
 

L-Arabinosa  9.4 45 M ++ 0.21 

D-Ribosa 5.5 46 E + 0.12 

D-Xilosa  5.2 47 A +++ 0.11 

L-Ramnosa 6.6 45 E + 0.21 

D-Glucosa  6.0 50 E + 0.12 

D-Fructosa  3.7 45 E + 0.08 

D-Galactosa 1.0 45 E + 0.02 

D-Manosa 2.0 55 M ++ 0.04 

Ácido D-galacturónico  3.8 51 M ++ 0.07 

Lactosa C NA NA NA NA 

Maltosa 16.2 56 M ++ 0.29 

Sacarosa 8.5 56 M ++ 0.15 

Rafinosa 16.4 53 M ++ 0.31 

PO
LI

SA
C

A
R

ID
O

S 
PU

R
O

S 

Almidón soluble 11.0 52 M +++ 0.21 

Celulosa NC NA E - NA 

Goma arábiga NC NA E - NA 

Goma guar 0.8 47 E + 0.02 

Caseína 30.9 59 M + 0.52 

Pectina cítrica 5.8 50 M ++ 0.12 

Pectina de manzana  0.9 43 M ++ 0.02 

Xilano de abedul  1.8 47 M ++ 0.04 

Xilano de avena  0.7 42 M ++ 0.02 

Xilano de haya  2.1 47 M ++ 0.04 

SU
ST

R
A

TO
S 

C
O

M
PL

EJ
O

S Cáscara de limón  20.5 51 A +++ 0.40 

Olote de maíz  33.4 75 A +++ 0.45 

Salvado de trigo  81.1 80 A +++ 1.01 

Si bien, los azúcares simples son moléculas sencillas -estructuralmente hablando-  que 

los hacen fácilmente digeribles y favorables para su absorción, ya que el hongo no 

requerirá de una alta maquinaria de enzimas para utilizarlo ni gastará mucha energía 

para su aprovechamiento, sin embargo, a pesar de eso, los carbohidratos simples no 

resultan ser los preferidos primordialmente, pues sus valores de IC son menores a 0.31, 

destacándose rafinosa, seguido de maltosa, ramnosa y arabinosa como los azúcares 
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simples más preferidos a comparación de galactosa, manosa, ácido galacturónico con 

los valores más bajos, incluso los valores para glucosa y fructosa no se esperaban 

debido a que son los sustratos más usados por los microorganismos debido a su amplia 

distribución en la naturaleza. Para los polisacáridos puros, fueron menos preferidos por 

esta cepa, con valores de 0.02 y 0.04 para la pectina de manzana y los xilanos de 

diferente naturaleza, además del escaso crecimiento en goma arábiga y celulosa, sin 

embargo se destacó la caseína como el polisacárido puro preferido con un valor de 

0.52, seguido de almidón soluble y pectina cítrica. De acuerdo a los valores del índice 

de crecimiento (IC) o densidad se afirma que los sustratos complejos son los que 

favorecen el mayor crecimiento de esta cepa, en cuanto a crecimiento radial así como 

en volumen del micelio, siendo así, como sustrato ideal, el salvado de trigo.  

 

 
Gráfica 2. Representación gráfica de las preferencias nutricionales de Aspergillus flavus NRRL 

6541, mediante el IC. 

7.1.2.1 Actividad exo xilanolítica  

Se muestra la actividad xilanolítica en los medios de cultivo que contenían xilosa y 

arabinosa (Gráfica 3), ya que forman parte de la estructura del xilano; cadena lineal de 

monómeros de xilosa y algunas ramificaciones de arabinosa en los extremos; y actúan 

como inductores.  
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Gráfica 3. Producción de actividad xilanolítica de Aspergillus flavus NRRL 

6541 en cultivos sólidos con sustratos simples 
 

Así también era de esperarse que en el medio sin fuente de carbono no se obtuvieran 

unidades importantes de actividad, ya que como se había mencionado anteriormente, 

no tiene los nutrimentos necesarios para que el hongo crezca y mucho menos tiene la 

capacidad de producir enzimas para degradar el agar. Al medio con lactosa no se pudo 

determinar actividad enzimática debido a la contaminación que mostró la cepa con 

presencia de levadura, tampoco para el medio con sacarosa puesto que este disacárido 

tiene la propiedad de ser un azúcar no reductor. Con los demás carbohidratos simples 

glucosa, galactosa y ácido galacturónico no se estimula la cantidad suficiente de 

enzimas xilanolíticas para degradarlos.  

Respecto a la actividad xilanolítica medida en los medios con polisacáridos puros, era 

de esperarse obtener unidades de mayor magnitud con xilano por ser inductor de 

xilanasas; siendo el de haya el mayor con 83.6 U/g, seguido de xilano de abedul con 

54.3 U/g y por último 41.5 U/g para xilano de avena. Estos resultados pueden 

relacionarse con la cantidad de biomasa generada, ya que se obtuvo mayor crecimiento 

con xilano de haya. Asimismo se observa una alta actividad en el medio con celulosa. 

Con pectina cítrica y de manzana era lógico esperar baja actividad (gráfica 4). 
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Gráfica 4. Producción de actividad xilanolítica de Aspergillus flavus NRRL 6541 

en cultivos sólidos con distintos polisacáridos puros. 
 

Se cuantificó mayor actividad xilanolítica con los sustratos complejos, salvado de trigo y 

olote de maíz, con 98.5 U/g y 86.0 U/g respectivamente; gracias a su composición rica 

en hemicelulosa. Con salvado -sustrato que favoreció más esta producción-, el hongo 

tuvo que producir una mayor cantidad de enzima quizá porque los azúcares fácilmente 

asimilables eran prácticamente nulos y tuvo que emplear los sustratos complejos 

presentes para su desarrollo, además de que se observa un comportamiento 

directamente proporcional con su crecimiento, pues se obtuvo mayor biomasa en 

salvado de trigo seguido de olote de maíz y finalmente en cáscara de limón, que tuvo 

poca actividad xilanolítica a comparación de los otros dos sustratos naturales (Gráfica 

5).  

 
Gráfica 5. Producción de actividad xilanolítica de Aspergillus flavus 

NRRL 6541 en cultivos sólidos con sustratos complejos. 
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7.1.2.2 Actividad exo-pectinolitica 

Referente a la actividad exo-pectinolítica, se muestra en la gráfica 6 que la mejor 

actividad se presentó en los medios de cultivo con rafinosa, maltosa, xilosa, glucosa y 

ácido galacturónico con 43.0 U/g, 18.5 U/g, 14.0 U/g, 7.0 U/g y 6.3 U/g 

respectivamente. Con xilosa y ácido galacturónico si era esperado obtener una notable 

actividad porque son azúcares que están presentes en la estructura de la pectina, sin 

embargo,  se obtuvo mayor actividad con xilosa que con el monómero principal de dicho 

polisacárido. Además tampoco se esperaba que con rafinosa se obtuviera la mayor 

actividad (de todos los grupos de sustratos), simplemente por ser un oligosacárido 

compuesto por unidades principales de sacarosa (azúcar no reductor) aunque también 

contiene unidades de galactosa. Siendo un enlace glucosídico débil, este 

microorganismo es capaz de desdoblar la rafinosa, favoreciendo un crecimiento 

abundante así como la producción de pectinasas.  

La actividad exo-pectinolítica medida en medios de cultivos con polisacáridos puros, 

resultó ser baja y similar entre ellas, resaltando que con pectina cítrica como fuente de 

carbono se tiene la mayor actividad (6.7 U/g), seguido de goma guar (5.0 U/g), almidón 

(4.9 U/g), xilano de abedul (4.5 U/g),  pectina de manzana (4.4 U/g), mientras la menor 

actividad fue con caseína (3.0 U/g). 

 

 
Gráfica 6. Producción de actividad pectinolítica de Aspergillus flavus NRRL 

6541 en cultivos sólidos con azúcares simples 
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Dada la alta actividad con pectina cítrica, se observa cierto fenómeno de inducción, sin  

embargo llama la atención porque con pectina de manzana no se obtuvo esa misma 

respuesta ya que con xilano de abedul y almidón se detectó mayor actividad, cuando 

estos sustratos evidentemente son inductores de xilanasas (gráfica 7).  

 

 
Gráfica 7. Producción de actividad pectinolítica de Aspergillus flavus 

NRRL 6541 en cultivos sólidos con polisacáridos puros 
 

En la gráfica 8 se observa tal como se esperaba, una alta actividad pectinolítica con 

cascara de limón (8.9 U/g). Respecto a los otros dos sustratos naturales éste residuo 

agrícola, contiene mayoritariamente pectina en su pared celular, así que el hongo para 

poder crecer necesita de este complejo paquete enzimático para disponer del mismo y 

asimilar en unidades más simples (ácido galacturónico, ramnosa y arabinosa, entre 

otros). Comparando los resultados de ambas actividades enzimáticas con este tipo de 

sustratos, esta cepa posee mayor facilidad de producir enzimas xilanolíticas que 

pectinolíticas. La baja actividad con salvado y olote explica que estas fuentes de 

carbono no inducen la producción de pectinasas.  

Los datos obtenidos anteriormente sugieren que el metabolismo del hongo en cuanto a 

la producción de enzimas hidrolíticas, disminuye considerablemente cuando éste no 

esporuló, como en los medios de cultivo con goma arábiga y celulosa. Una posible 

explicación a este fenómeno, se relaciona con la intervención de la parte reproductiva 

de los hongos en la activación del metabolismo, y por consecuencia, en la producción 

de muchas enzimas que se requieren para la síntesis y modificación de polisacáridos 

de la pared celular.  
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Gráfica 8. Producción de actividad pectinolítica de Aspergillus flavus 

NRRL 6541 en cultivos sólidos con sustratos complejos 
 

Dado que la mejor producción enzimática se logró cuando el hongo fue capaz de formar 

esporas y colonias con desarrollo abundante, se observa en la gráfica 9 que mientras el 

sustrato aumenta su complejidad estructural y nutricional, existe una relación 

proporcional en la generación de biomasa celular (sustratos complejos > polisacáridos 

puros > azúcares simples).  

 

 
Gráfica 9. Biomasa de la colonia de Aspergillus flavus NRRL 6541 en cultivos sólidos 

utilizando diversas fuentes de carbono. 
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7.1.2.3 Actividad de enzimas accesorias 

Como se ha mencionado en el Capítulo IV, existen otras enzimas complementarias que 

participan en la degradación de la pared celular, actuando en enlaces específicos de 

residuos de oligosacáridos generados por la hidrólisis general de los polímeros que 

constituyen -en este caso- a los sustratos empleados en el crecimiento de Aspergillus 

flavus.  

En esta sección los resultados se presentan también en gráficas construidas con los 

valores de actividad para cada una de las enzimas accesorias, por sustrato, y para 

contar con un panorama más claro, se seleccionaron los valores de actividad más 

elevados de cada condición. Únicamente para este ensayo las unidades de actividad 

(U) equivale a nmol/mL.  

Se observa en la gráfica 10 que la mayor actividad para la α-glucosidasa fue 

determinado en el filtrado enzimático con cáscara de limón (204.12 mU), seguido de 

olote de maíz, pectina cítrica y salvado de trigo con valores de 161.20 mU, 151.76 mU y 

105.71 mU respectivamente. Además de que para los filtrados con xilano de abedul y 

haya resultaron muy similares entre sí, 60.77mU y 61.63mU respectivamente. Sin 

embargo la actividad más pequeña fue con xilano de avena (10.13 mU) que resultó diez 

veces menor que los sustratos olote y salvado. De igual forma para la actividad de la β-

glucosidasa (gráfica 11), con xilano de avena (47.04 mU) fue mucho menor respecto a 

los otros xilanos; de abedul con 227.20 y de haya 326.87 mU. Para pectina cítrica y 

manzana, los valores resultan casi despreciables a comparación de los demás 

sustratos. El sustrato que indujo mayor β-glucosidasa fue con olote de maíz (678.80 

mU), seguido de salvado con 549.18 mU, mientras que con cáscara de limón, la 

actividad de α y β-glucosidasa es similar. A rasgos generales, la β-glucosidasa se 

produjo 4 ó 5 veces más que α-glucosidasa, sobre todo con olote de maíz y salvado de 

trigo, ya que al ser degradados por las celulasas correspondientes generan celobiosa 

(β-glucopiranósidos) e inducen la producción de la β-glucosidasa. 

Respecto a la actividad de α-galactosidasa (gráfica 12), se obtuvo en el filtrado que 

contiene únicamente agar como fuente nutricional, un valor de 63.35mU, mientras que 

con otros polisacáridos como goma guar y arábiga se obtuvieron valores menores 
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(18.50 y 29.87mU respectivamente). Esto es por la composición que poseen y su origen 

natural.  

El agar es obtenido de algas de la clase Rhodophyceae, la goma arábiga es extraída de 

la resina de árboles Acacia Senegal y la goma guar se obtiene del endospermo de la 

semilla leguminosa Cyamopsis tetragonolobus. Estructuralmente la goma guar es un 

heteropolisacarido neutro, cuya estructura química corresponde a un galactomanano 

ramificado, formada por una cadena lineal de unidades de β-D-manopiranosas unidas 

por enlaces β(1,4) a la cual se le unen residuos de α-D-galactopiranosas a través de 

enlaces α(1,6) (Badui, 1990) por lo que se esperaría primero mayor actividad para β-

manosidasa por la composición del mismo, sin embargo para la actividad de β-

galactosidasas (gráfica 13) en la goma guar resultó tener un valor casi 50 veces más, 

con un valor de 898.54 mU. Respecto a la goma arábiga, es un heteropolisacárido 

ramificado complejo fomado por una cadena lineal de D-galactosa unidas por enlaces 

β(1,4) y β(1,6) con ramificaciones de D-galactosa, L-ramnosa, L-arabinosa y ácido D-

glucourónico, por medio de enlaces β (1,3) (Fennema, 1996), esto explicaría 

evidentemente la magnitud 20 veces más en la actividad de β-galactosidasas que α-

galactosidasa (696.82 mU). Si bien, el valor de actividad en agar es bajo, se esperaba 

que fuera así, ya que el agar o agarosa es un dímero constituido por una β-D-galactosa 

unida en (1,3) y de un 3,6 anhidro-L-galactosa unido en (1,4) (Sambrook, et al, 1989; 

Ausubel, et al, 1994; Davis, et al, 1986) por lo que induce en mayor medida la 

producción de esta enzima, sin embargo no se mostró actividad para β-galactosidasas.   

Los valores máximos para α-galactosidasa fueron con salvado (192.96 mU), rafinosa 

(112.27 mU) y galactosa (92.53 mU) y para ácido galacturónico casi despreciable. El 

salvado de trigo es un sustrato potencial para la producción de α-galactosidasa (Cruz 

and Park, 1982; Annunziato et al,1986 y Wang et al, 2004), si bien la galactosa podría 

actuar como inductor, la rafinosa también, pues la hidrólisis parcial de este 

oligosacárido da una mezcla de glucosa, galactosa, fructosa, sacarosa y melibiosa; éste 

último, isómero de la lactosa (6-β-D-galactopiranósido-D-glucopiranosa), explicaría 

también la actividad de la β-galactosidasa (187.81 mU) (Smith, et al, 1970).  
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Gráfica 10. Actividad de α-glucosidasa de A. flavus  

NRRL 6541 con distintas fuentes de carbono 
Gráfica 11. Actividad de β-glucosidasa de A. flavus 

NRRL 6541 con distintas fuentes de carbono 
 

 
Gráfica 12. Actividad de α- galactosidasa de A. flavus  

NRRL 6541 con distintas fuentes de carbono 
Gráfica 13. Actividad de β- galactosidasa de A. flavus  

NRRL 6541 con distintas fuentes de carbono 
 

 

 
Gráfica 13. Actividad de α-xilosidasa de A. flavus  

NRRL 6541 con distintas fuentes de carbono 
 
 
 

Gráfica 14. Actividad de β-xilosidasa de A. flavus  

NRRL 6541 con distintas fuentes de carbono
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Respecto a los valores generales de la actividad de β-galactosidasa (gráfica 13), las 

magnitudes fueron dos veces más que la α-galactosidasa (gráfica 11), pues el valor 

máximo fue de 1715.70 mU para olote de maíz, seguido de salvado de trigo con 

1562.49 mU y cáscara de limón con 1239.74 mU. Esto de igual manera se debe una 

composición rica en xilano y pectina –respectivamente- y la hidrólisis consecuente da 

por resultado oligopiranósidos (inductores de estas enzimas). Con los polisacáridos 

puros no se obtienen valores altos con respecto a los sustratos complejos; pectina de 

manzana y cítrica dan valores similares (278.80 y 333.73 mU respectivamente).  

De acuerdo a la actividad de α y β-xilosidasa (gráficas 14 y 15) se obtuvieron 

resultados en menor cantidad de medios a comparación de las demás actividades, ya 

que como la literatura lo reporta, la expresión de enzimas xilanolíticas está sujeta a 

inducción específica en presencia de xilano o xilosa, por dicha razón se expresaron en 

olote de maíz, salvado de trigo, xilano de haya, xilano de abedul y xilosa y no en otros 

medios debido a la represión catabólica mediada por el gen CreA (De Vries & Visser, 

2001). En ambas actividades el olote de maíz produjo mayor cantidad de α-xilosidasa 

con 154.33 mU y 174.94 mU para β-xilosidasa; esto es a que dicho sustrato contiene 

31.9% de hemicelulosa más de lo que contiene el salvado de trigo (24%) (Nigam, 

2009). Para este último sus valores fueron de 107.98 mU (α-xilosidasa) y 128.58 mU 

(β-xilosidasa), muy similares entre actividades con el mismo sustrato.   

Con xilano de haya se obtuvo 168.93 mU para β-xilosidasa y 53.91 mU para α-

xilosidasa, siendo la primera dos veces más efectiva para este sustrato.  Si bien, como 

se mencionó anteriormente, existen otros inductores para estas enzimas, aunque con 

magnitudes muy inferiores: xilano de abedul y xilosa, 21.29 y 53.05 mU 

respectivamente (gráfica 14), sin embargo con xilano de avena no se detectó actividad.  

Los xilanos de cereales contienen grandes cantidades de L-arabinosa y por lo tanto se 

hacen referencia a menudo como arabinoxilanos, que consisten en unidades de D-

xilopiranosil enlazados por α-(1,4) vinculados con unidades de L-arabinofuranosil 

enlazados mediante α-(1,2) y/o α-(1,3) como residuos individuales o como cadenas 

laterales cortas (Zhang, et al, 2011; De Vries & Visser, 2001). La producción de 

arabinofuranosidasas es inducida en presencia de arabinoxilano y en L-arabinosa 

(Ramon, et. al., 1993), justo como se obtuvo en el presente trabajo, para α-
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arabinofuranosidasa en el medio con arabinosa se tiene un valor de 794.68 mU y para 

β-arabinofuranosidasa 74.51 mU, siendo 10 veces más activa que la segunda.  

Siguiendo con la misma línea, el salvado de trigo tiene como principal polisacárido en 

su estructura no amilácea, arabinoxilano (Zhang, et al, 2011), dando valores de 352.62 

mU para α-arabinofuranosidasas y 33.30 mU para β-arabinofuranosidasas. Mientras 

que con olote de maíz se obtuvieron valores de 288.24 mU  y 54.76 mU de actividad en 

α y β-arabinofuranosidasa, respectivamente. Asimismo, con goma arábiga se produjo 

α-arabinofuranosidasa (113.99 mU), resultado esperado  debido a sus ramificaciones 

de monómeros de arabinosa vinculadas a una cadena lineal de galactosa, lo que 

produciría a mayor medida dicha producción, mientras que con goma guar resultó casi 

despreciable (gráficas 15 y 16).  

Acerca de la enzima α-ramnosidasa (gráfica 18), se obtuvo sólo con ramnosa como 

sustrato (793.82 mU). Si bien, se hubiese esperado dicha producción con otras fuentes 

de carbono que contengan pectina debido a los residuos de ramnosa en su “región 

peluda”, sin embargo lo descrito por Yadav (2010) y Tamayo-Ramos (2012) apelaría a 

dicho resultado, pues la  producción de α-L-ramnosidasas en eucariotas se controla en 

el nivel transcripcional por la fuente de carbono, es decir, la inducción por L-ramnosa, y 

la represión por glucosa y otras fuentes de carbono. 

 

 

 
 

 
 
 

 
 

 

 
 

 
 

Gráfica 15. Actividad de α-
arabinofuranosidasa de A. flavus  NRRL 
6541 con distintas fuentes de carbono 

 

 

Gráfica 16. Actividad de β-
arabinofuranosidasa de A. flavus  NRRL 
6541 con distintas fuentes de carbono  
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Gráfica 17. Actividad de β-manosidasa de 
Aspergillus flavus NRRL 6541 con distintas 

fuentes de carbono. 

Gráfica 18. Actividad de α-ramnosidasa de 
Aspergillus flavus NRRL 6541 en medio con 

ramnosa 

 

Las β-manosidasas son exo-enzimas que liberan manosa del extremo no reductor de 

manooligosacáridos tales como la manobiosa y manotriosa (De Vries & Visser, 2001) 

provenientes de la degradación de galactomanano, por acción conjunta de otras 

enzimas como las endo-β-manosidasas y β-mananasas (McCleary, 1991). En la gráfica 

17, se observa la actividad de la β-manosidasa siendo con cáscara de limón (41.89 mU) 

el principal productor, seguido de pectina cítrica con 29.87 mU y un valor casi 

despreciable para xilano de avena (5.84 mU). 

Si bien, el galactomanano es el segundo grupo de estructuras hemicelulolíticas 

presentes en la pared celular, y son encontrados comúnmente en leguminosas, 

representando hasta el 38% del peso seco en la semilla, aunque  también ha sido 

encontrado en especies de otras plantas como las palmas (Dea, & Morrison, 1975; Dey, 

1978), resulta interesante los datos arrojados pues se esperaría que la producción de 

estas enzimas fuera en sustratos ricos en hemicelulosa y en las mismas gomas arábiga 

y guar; sin embargo en el medio con xilano de avena se obtuvo una cantidad muy 

pequeña en comparación de los sustratos que contienen pectina. La ausencia de β-

manosidasa en otros cultivos se refleja en la incapacidad para producir azúcares 

monoméricos de los galactomananos. 
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7.1.4 Producción de enzimas en cáscara de limón  

En la figura 12, se observan las diferencias morfológicas de las colonias sembradas en 

medio sólido con cascara de limón, para analizar el perfil proteico de tiempos cortos de 

fermentación.  

En la fotografía de lado izquierdo (24 h) se observa un desarrollo escaso sin evidente  

esporulación, colonias circulares, blancas de aspecto algodonoso laxo; mientras que  

las colonias de la imagen derecha (48 h) presentan un desarrollo abundante y 

voluminoso,  de color verde brillante en el centro (comienza esporulación) y la 

circunferencia blanca, de aspecto algodonoso compacto.  

Se esperaría obtener baja concentración de proteína a las 24 horas y a las 48 horas 

más cantidad de proteína. 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 12. Desarrollo de Aspergillus flavus NRRL 6541 a diferentes tiempos de  incubación 
 
 

7.1.4.1 Perfil electroforético de los filtrados enzimáticos obtenidos en cultivos 
sólidos.  

Los geles de electroforesis se realizaron únicamente para ésta condición. A 

continuación en la figura 13 se observan los perfiles enzimáticos de los filtrados 

producidos  por esta cepa; en los carriles 2, 3 y 4 está por triplicado la muestra de las 

24 horas de incubación, donde se observan dos bandas (apenas visibles) de bajo peso 

molecular -flecha roja de lado derecho- de 78.4 y 68.9 KDa respectivamente. Esas 

mismas bandas pueden observarse en el duplicado de la muestra de las 48 horas de 

Aspergillus flavus NRRL 6541 
24 h 48 h 
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(carriles 5 y 6) con un peso molecular de 75.9, 77.3 KDa y 67.4, 67.9 KDa 

respectivamente. Asimismo se observa en ambos carriles una mayor concentración de 

proteína, pues las bandas son más gruesas y visibles que a las 24 horas; sin duda 

alguna, el hongo produce mayor cantidad de enzimas para utilizar este sustrato así 

como en la esporulación que se presenta. También se observa en los carriles 5 y 6 otra 

banda intensa en el rango de 45 y 31 KDa, que de acuerdo al programa ImageLab 3.0® 

es una proteína que pesa 37.2 KDa (flecha verde).  

  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 13. Gel de electroforesis SDS-PAGE 12%. Concentrados de filtrados enzimáticos de 
Aspergillus flavus NRRL 6541 obtenidos a las 24 horas (2,3,4) y a las 48 horas de incubación (5, 

6) a 37°C en medio sólido con cáscara de limón al 3%. Marcador de peso molecular (1). 

 

Debido a la baja concentración proteica observada en el gel anterior para la condición 

de 24 horas, se repitió el experimento, esta vez utilizando 4 placas Petri con mayor 

número de cilindros y de inóculos, para así  obtener una mayor concentración de 

proteína y verlo con facilidad en el gel. Con el filtrado libre de células, se corrieron las 

muestras en las mismas condiciones.  

En la figura 14, en los carriles 2, 3, 4, 5, 6 y 7 se observan las primeras dos bandas que 

se muestran en el gel anterior, bandas que tienen pesos similares entre sí, de un rango 

de 63.2 a 75.5 KDa, lo que quiere decir que el procedimiento si fue reproducible y que 

existen proteínas de ese peso molecular que se excretan en tiempos cortos (flecha 

roja). Además se observa otra banda intensa de aproximadamente 42.7 kDa (flecha 
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azul) la cual puede ser la misma, observada en la figura anterior –carril 5 y 6– en la 

condición de 48 horas, sólo que poco recorrida hacia abajo. También se observa una 

banda de bajo peso molecular, 27.9 KDa (flecha anaranjada).  

De acuerdo al sustrato que se empleó para detectar el tipo de enzimas exploradoras a 

las primeras horas de fermentación, la cáscara de limón contiene en su mayor parte 

pectina, por lo que al ser un inductor de pectinasas se esperaría que la mayor parte de 

las bandas detectadas en la siguiente figura sean -si bien como lo cita el autor Yadav 

(2008)- de enzimas pectinolíticas de bajo peso molecular como pectinliasas; 38 KDa.  

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 14. Gel de electroforesis SDS-PAGE 12%. Concentrados de filtrados enzimáticos de 
Aspergillus flavus NRRL 6541 obtenidos a las 24 horas (2-7) a 37°C en medio mínimo con 

cáscara de limón al 3%. Marcador de peso molecular (1). 
 

De acuerdo al método de Bradford, se obtuvo menor cantidad de proteína a las 24 

horas con 18.78 µg/mL y más cantidad –evidentemente- a las 48 horas; 44.27µg/mL, 

poco más de la mitad. Debido a la baja cantidad de proteína no se pudo cuantificar 

actividad enzimática.  
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7.2 Aspergillus flavus CECT 2687 

7.2.1 Análisis de crecimiento (condición 1) 

Se evaluó otra cepa de Aspergillus flavus, identificada como generadora de toxinas: 

CECT 2687; utilizando menos sustratos que la cepa anterior. En las figuras 15 y 16 se 

muestra el registro fotográfico de las colonias crecidas en diversas fuentes de carbono.  

De manera general, esta cepa tuvo la capacidad de crecer en todas las fuentes de 

carbono, además no se observa una reproducción sexual pues no hay presencia de 

cleistotecios. A diferencia del crecimiento de la otra cepa, esta es más lenta con un 

crecimiento radial más pequeño.  

Las características coloniales con los azúcares simples son similares, de color amarillo, 

con acumulación de esporas en el centro del inóculo, circunferencia blanca y 

filamentosa, presentan desarrollo medio a abundante, con aspecto algodonoso laxo; 

mientras que el aspecto del micelio profundo es de color homogéneo (amarillo-crema). 

Sin embargo, para el medio sin fuente de carbono el crecimiento es escaso y lento, sin 

aparente esporulación, colonia blanca (apenas perceptible). El mayor crecimiento fue 

con xilosa, rafinosa y maltosa. Con galactosa el desarrollo del micelio es medio, colonia 

con diámetro ligeramente menor a las demás, debido a que la presencia de nitratos 

como fuente de nitrógeno, la enzima galE exhibe una fuerte reducción en el crecimiento 

con D-galactosa (Fekete, et  al., 2008).  

De igual manera que la cepa anterior, la esporulación no se presenta a las 24 horas de 

incubación, ya que la nutrición de los hongos es por absorción y su crecimiento es 

lento, sin embargo a las 48 horas, en los medios con xilosa, ramnosa, maltosa y 

rafinosa comienza la esporulación, haciéndose cada vez más evidente al paso de los 

días. Se observa en la tabla 5 que al tener una esporulación abundante, está 

relacionado con un desarrollo de la misma intensidad, a excepción del medio con 

glucosa.  
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Tabla 5. Características coloniales de Aspergillus flavus CECT 2687 en diversas fuentes de 
carbono durante las 96 horas de incubación 

  
Fuente de carbono / Tiempo  

Diámetro colonia (mm)/Esporulación  
Desarrollo  48 hrs 72 hrs 96 hrs 

 Sin fuente de Carbono 7 
- 

12 
          - 

16 
- 

E 
C

A
R

B
O

H
ID

R
A

TO
S 

SI
M

PL
ES

 

L-Arabinosa  15 
- 

21 
+ 

31 
++ 

M 

D-Xilosa  12 
+ 

23 
++ 

33 
+++ 

A 

L-Ramnosa 12 
+ 

20 
++ 

26 
+++ 

A 

D-Glucosa  10 
- 

20 
+ 

31 
++ 

A 

D-Fructosa  10 
- 

20 
++ 

30 
+++ 

A 

D-Galactosa 8 
- 

13 
+ 

25 
+ 

M 

Ácido D-galacturónico 11 
- 

20 
+ 

28 
++ 

M 

Maltosa 15 
+ 

25 
+ 

33 
+++ 

A 

Rafinosa 15 
+ 

23 
+ 

33 
+++ 

A 

Varios investigadores han estudiado que la presencia de rafinosa como fuente de 

carbono estimula la producción de aflatoxina 4 veces en medios de crecimiento 

definidos químicamente, utilizando Aspergillus flavus (Mellon & Cotty, 1999; Mellon, et 

al, 2000). Por lo tanto, si esta cepa produce toxinas con este sustrato, también mayor 

cantidad de masa celular, que podría observarse de manera indirecta con el diámetro 

máximo (33 mm) de la colonia.  

Las características coloniales con polisacáridos puros y sustratos complejos, difieren un 

tanto de las colonias con azúcares simples, pues son de color verde oliva que se va 

degradando a color amarillento en la parte más alejada del centro, con la circunferencia 

blanca; la textura es algodonosa laxa, con desarrollo abundante. La esporulación 

comenzó a las 48 horas en todos los sustratos, acentuándose a partir de las 72 horas, 

sin embargo, el diámetro radial como la cantidad de esporulación con los sustratos 

complejos es mayor con respecto a los polisacáridos puros.  El mayor crecimiento radial 

fue con pectina cítrica y con olote de maíz (tabla 6). 

Los nutrimentos necesarios para el crecimiento son obtenidos por absorción a través de 

la pared celular del micelio vegetativo que penetra al medio. Estos nutrimentos deben 
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encontrarse en forma soluble, por lo que el hongo secreta enzimas al medio para 

degradar los que son insolubles (García, 2004) si bien, podría relacionarse con el halo 

de degradación que se presentan en los medios con polisacáridos puros; xilano de 

abedul, avena y haya, siendo no muy claro en éste último, pues las hifas jóvenes que 

se encuentran en la circunferencia de la colonia son blanquecinas brillosas que impiden 

o dificultan la diferencia de ambas situaciones.  

Sin embargo en donde si es evidente la presencia del halo es en xilano de abedul y 

avena; sustratos insolubles, además de contener una alta cantidad de proteína y fibra, 

son buenos inductores de enzimas xilanolíticas y dicha actividad podría valorarse de 

acuerdo al diámetro del halo de degradación alrededor de cada colonia.  

Evidentemente, no es una forma acertada de saberlo pero si se podría esperar que en 

el medio con xilano de abedul se genere más actividad, ya que el mayor halo de 

degradación -medido a las 96 horas- fue en ese medio, con un diámetro  aproximado de 

10 mm y su colonia a ese tiempo fue de 28 mm, con una esporulación  sin embargo en 

la figura 16 se puede observar que en el medio con xilano de avena, la colonia es 

ligeramente mayor que en abedul, el halo en este medio alcanzó 7 mm; apenas con una 

unidad de diferencia el diámetro máximo es de 29 mm, y se hace más evidente debido 

al color del medio blanco a traslúcido. Si bien, se puede observar de mejor manera en 

la condición 2 y consecuentemente la actividad xilanolítica, tal como sucedió en la cepa 

NRRL 6541, los mayores diámetros en este tipo de xilanos fue en abedul y haya, siendo 

éste último el que generó mayor cantidad de enzimas xilanolíticas.  

Se podría decir que tanto el polisacárido puro; pectina cítrica y el sustrato complejo; 

cáscara de limón, tienen una composición similar; sin embargo, el crecimiento de esta 

cepa es diferente, en el primero es un micelio amarillento, no muy definida su 

circunferencia y en el segundo es un micelio verde oliváceo, algodonoso y compacto; 

con una circunferencia bien definida y blanca, además de una esporulación abundante.   
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Figura 15. Registro fotográfico de las colonias de A. flavus CECT 2687 en varios sustratos simples a las 
48, 72 y 96 horas de incubación a 37°C, respectivamente. 

Aspergillus flavus CECT 2687 
 
 
 

Sin fuente de Carbono  

48 h 72 h 96 h 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 

L-Arabinosa 25mM  
 
 
 
 

D-Xilosa 25mM 
 
 
 
 

L-Ramnosa 25mM 
 
 
 
 

D-Glucosa 25mM 
 
 
 
 

D-Fructosa 25mM 
 
 
 
 

D-Galactosa 25mM 
 
 
 
 

Ácido D-galacturónico 
25mM 

 
 
 

Maltosa 25mM 
 
 
 
 

Rafinosa 25mM 



 
64 

Aspergillus flavus CECT 2687 
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Figura 16. Registro fotográfico de las colonias de A. flavus CECT 2687 con varias fuentes de 
carbono a las 48, 72 y 96 horas de incubación a 37°C, respectivamente. 

El crecimiento de los hongos se produce en los extremos de las hifas y se denomina, 

por esto crecimiento distal o apical. En este proceso, la hifa se va extendiendo y el 

citoplasma fluye hacia la nueva parte. Al crecer, también se va ramificando y cada 

ramificación, a su vez, continúa el crecimiento apical y así sucesivamente hasta que se 
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forma una maraña visible de filamentos. Mientras existan nutrimentos disponibles, el 

crecimiento por elongación de las hifas puede continuar aunque, a la vez, las partes 

más viejas del micelio pierden poco a poco su contenido citoplasmático y mueren 

(García, 2004). Dicho crecimiento lineal, se observa en la gráfica 19, para cada grupo 

de sustratos, mostrándose el máximo diámetro para cada caso.   

Tabla 6. Características coloniales de Aspergillus flavus CECT 2687 en diversas fuentes 
de carbono (condición 1) durante las 96 horas de incubación 

  
Fuente de carbono / 

Tiempo  

Diámetro colonia (mm) / Esporulación  
Desarrollo  48 hrs 72 hrs 96 hrs 

PO
LI

SA
C

A
R

ID
O

S 
PU

R
O

S 

Pectina cítrica 18 
+ 

29 
+ 

39 
++ 

A 

Pectina de manzana  17 
+ 

27 
+ 

37 
++ 

A 

Xilano de abedul  15 
+ 

24 
++ 

28 
++ 

A 

Xilano de avena  15 
+ 

22 
++ 

29 
+++ 

A 

Xilano de haya  19 
+ 

25 
++ 

35 
+++ 

A 

SU
ST

R
A

TO
S 

C
O

M
PL

EJ
O

S Cáscara de limón  20 
++ 

30 
+++ 

39 
+++ 

A 

Olote de maíz  23 
++ 

32 
+++ 

46 
+++ 

A 

Salvado de trigo  23 
++ 

33 
+++ 

45 
+++ 

A 

 

 
Gráfica 19. Representación gráfica del crecimiento máximo de Aspergillus flavus 

CECT 2687 medido en medio sólido. 

El crecimiento del hongo puede ser dividido cualitativamente, según Kavanagh, (2005) 

las curvas de crecimiento presentan tres fases: la primera es una fase de no 

crecimiento evidente, seguida de una fase de rápido crecimiento y finalmente una fase 

sin crecimiento neto o de autolisis y disminución en peso seco. Aunque no todos los 
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dos fases, en la que el crecimiento inicial es seguido de una segunda fase; ya que de 

acuerdo a la gráfica 19 y a los diámetros medidos el hongo sigue creciendo de manera 

lineal. La primera fase -sin crecimiento aparente- tiene dos componentes: una fase 

anterior a la germinación de esporas y una fase en que el crecimiento se presenta pero 

no se evidencia. La segunda fase se puede representar como síntesis de polisacáridos; 

sin un aumento en otros componentes celulares, o pude depender en una movilización 

de nitrógeno de hifas mas viejas y su uso para crecimiento neto, este es reutilizado 

después de agotar fuentes exógenas de nitrógeno disponible (Cochrane, 1963). En esta 

fase ocurre un rápido crecimiento y un desarrollo del micelio cuyo crecimiento ocurre en 

las extremidades de las hifas. Las células al interior del micelio no contribuyen al 

crecimiento neto, aportan nutrientes a células periféricas, especialmente a estructuras 

aéreas. También, ocurre la utilización de carbohidratos, nitrógeno y fosfato en el medio. 

En cuanto a la tercera fase (que pudiera ser estudiada a detalle durante más días de 

fermentación y con la utilización de las membranas para monitorear la perdida de peso) 

se debe a dos factores principales: la acumulación de metabolitos tóxicos, ácidos 

orgánicos en medios con gran cantidad de carbohidratos y de amoniaco en medios con 

alto contenido de nitrógeno, y el agotamiento de la fuente de carbono. Asimismo en 

esta fase las células realizan un metabolismo secundario, específicamente rutas 

metabólicas que no son esenciales para las células pero que están involucradas en la 

supervivencia del organismo (Kendrick, 2000).  

7.2.2 Producción de las actividades enzimáticas en cultivos sólidos con diferentes 
fuentes de carbono. 

Si bien, la medición del diámetro de las colonias durante varios intervalos de tiempo, 

pueden ser traducidos como tasas de crecimiento, que son con frecuencia lineales en 

períodos bastantes largos, tal como se observó en la gráfica anterior, sin embargo, el 

diámetro de las colonias como una medida de la biomasa generada no implica por sí 

solo la densidad de colonia (Taniwaki, et al, 2006) ni su producción enzimática. Por  

eso, la necesidad de cuantificar lo que produce en esta condición, pues los hongos 

filamentosos, tienen la capacidad de secretar grandes cantidades de proteínas en su 

medio de crecimiento (Weenink, et al, 2006).  
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Figura 17. Colonias de Aspergillus flavus CECT 2687 en diferentes fuentes de carbono (condición 
2) a las 96 horas de incubación a 37°C. 

Aspergillus flavus CECT 2687 
 
 

Sin fuente de 
Carbono  

 
 
 
 

L-Arabinosa 
 25mM 

 
 
 
 

D-Xilosa 
25mM 

 
 
 

L-Ramnosa  
25mM 

 
 
 
 

D-Glucosa  
25mM 

 
 
 
 

D-Fructosa  
25mM 

 
 
 
 

D-Galactosa  
25mM 

 
 
 
 

Ácido D-
galacturónico 

25mM 
 
 
 

Maltosa 
25mM 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

Rafinosa 
25mM 

 
 
 

Pectina cítrica 
1.0% 

 
 
 
 

Pectina de 
manzana  

1.0% 
 
 
 

Xilano de  
abedul  
1.0% 

 
 
 

Xilano de  
avena  
1.0% 

 
 
 

Xilano de  
haya  
1.0% 

 
 
 

Cáscara de 
 limón 
3.0% 

 
 
 

Olote de 
 maíz  
3.0% 

 
 
 

Salvado de 
 trigo 
3.0%  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
68 

Si bien, las características macroscópicas de las colonias son muy similares a las de la 

condición 1, sin embargo son de menor tamaño debido a la presencia de la membrana, 

además muestran un crecimiento totalmente circular, más uniformidad y adherencia, lo 

que también facilita la recuperación de la biomasa. 

 Tabla 7. Mediciones de las colonias de Aspergillus flavus CECT 2687 en 
diferentes fuentes de carbono  (condición 2) a las 96 horas de incubación. 

 
Fuente de carbono 

 
Peso seco 

(mg) 

 
Diámetro  

(mm) 

 
Desarrollo 

 
Esporulación 

 
IC=  

(mg/mm) 
 Sin fuente de 

Carbono 
NC 14 E - NA 

C
A

R
B

O
H

ID
R

A
TO

S 
SI

M
PL

ES
 

L-Arabinosa  1.0 15 M ++ 0.07 

D-Xilosa  1.3 18 M ++ 0.07 

L-Ramnosa 7.4 24 M ++ 0.31 

D-Glucosa  2.1 20 M + 0.11 

D-Fructosa  3.4 21 M ++ 0.16 

D-Galactosa 2.4 20 M + 0.12 

Ácido D-

galacturónico 

4.7 25 M ++ 0.19 

Maltosa 7.0 20 M ++ 0.35 

Rafinosa 6.8 20 M ++ 0.34 

PO
LI

SA
C

A
R

ID
O

S 
PU

R
O

S 

Pectina cítrica 9.3 33 A +++ 0.28 

Pectina de manzana  7.4 33 A ++ 0.22 

Xilano de abedul  5.8 25 A ++ 0.23 

Xilano de avena  3.7 26 A +++ 0.14 

Xilano de haya  4.7 25 M ++ 0.19 

SU
ST

R
A

TO
S 

C
O

M
PL

EJ
O

S 

Cáscara de limón  31 37 A +++ 0.84 

Olote de maíz  15.1 35 A +++ 0.43 

Salvado de trigo  32 40 A +++ 0.80 

 

Con los azúcares simples las colonias son de color amarillo, desarrollo medio y aspecto 

algodonoso laxo, con excepción del ácido galacturónico que es de color verde pardo y 

con xilosa es blanco; con los sustratos más complejos, las colonias son de color verde 

oliváceo a excepción del xilano de haya con un color más amarillento. La colonia 

crecida en el medio con xilano de haya, presentó un desarrollo medio, textura 
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aterciopelada y sin presencia de halo de degradación (como en la condición 1), con 

xilano de avena y abedul, si se observa halo de 6 mm y de 4 mm respectivamente, 

siendo más evidente en el primero. Las colonias crecidas en ambos tipos de pectina, su 

textura resultó ser un poco viscosa, de aspecto aterciopelado (figura 17). 

Así como aumenta el diámetro colonial al tener un sustrato más complejo, la biomasa 

generada también, siendo el salvado de trigo el mayor generador de masa celular (32 

mg) y diámetro (40 mm); una relación directamente proporcional, con un valor de 0.80 

para su índice de crecimiento, mientras que con cáscara de limón se generó poco 

menos de ambos parámetros físicos sin embargo es el de mayor preferencia nutricional 

por esta cepa o mejor dicho, este sustrato se clasifica como la primer fuente de carbono 

en función al desarrollo del hongo (mayor densidad celular) con un IC de 0.84.  En 

cambio, en el medio con arabinosa, a pesar de ser un azúcar simple, genera el menor 

diámetro y por consecuencia una baja cantidad de biomasa; siendo el menos ideal para 

su crecimiento con un IC de 0.07, igual que xilosa.  

En la gráfica 20 se observa con mayor detalle las preferencias nutricionales, mediante 

una clasificación de las fuentes de carbono que desarrollaron un mayor crecimiento 

celular determinado por el IC. En primer lugar la cáscara de limón, seguido de salvado 

de trigo, pectina cítrica, maltosa y rafinosa (clasificado de acuerdo al grupo de 

sustratos).  

 

Gráfica 20. Representación gráfica de las preferencias nutricionales de Aspergillus 
flavus CECT 2687, mediante el IC. 
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7.2.2.1 Actividad xilanolítica 

La periferia de la colonia está expuesta al material orgánico inexplorado, mientras que 

su centro está rodeado por un sustrato que en parte ha sido utilizado para su desarrollo. 

La colonización del hongo por el micelio en sustratos sólidos se da por extensión de la 

hifa, sin embargo se sabe poco de las diferencias entre hifas del centro y de la periferia, 

en términos del tipo de enzimas que producen. Sin embargo, una propiedad importante 

de cultivos fúngicos en soportes sólidos, es la translocación de material entre diferentes 

regiones del micelio (Viniegra-González, et al, 2006). Estudios previos de la secreción 

de proteínas han empleado membranas de policarbonato localizadas sobre el agar con 

los nutrientes, en donde se inocula el hongo y se estudia la producción de enzimas. 

En esta sección los resultados se presentan también en gráficas construidas con los 

valores de actividad xilanolítica al final de la fermentación sólida, por grupo de sustrato;  

con las actividades máximas en una gráfica de barras.  

 

Gráfica 21. Producción de actividad xilanolítica de Aspergillus flavus 
CECT 2687 en cultivos sólidos con azúcares simples 

En el caso de los azúcares simples (arabinosa, glucosa, fructosa, ácido galacturónico, 

maltosa y rafinosa), los valores de actividad xilanolítica resultan despreciables (Gráfica 

21), siendo al menos 12 veces más bajos que en el medio que contenía xilosa, siendo 

muy evidente el valor de 129.75 U/g ciertamente por ser inductor. Resultados muy 

similares a los de la cepa anterior.  

Es claro que los niveles más altos de actividad xilanolítica se obtuvieron con los 

sustratos más ricos en xilano, en el caso de los polisacáridos puros (Gráfica 22); xilano 
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de haya, xilano de abedul y xilano de avena con valores de 206.56, 138.97 y 321.52 u/g 

respectivamente. En cuanto a los polisacáridos con alto contenido de pectina, resultó 

casi nula la cantidad expresada de enzimas xilanolíticas.   

De acuerdo a lo mencionado anteriormente en las características físicas observadas en 

los medios de cultivo, se descarta la idea de que la presencia o magnitud de un halo de 

degradación, valore la actividad xilanolítica; ya que el xilano de abedul (con el halo más 

grande alrededor de la colonia) resultó ser el sustrato menos productor de dichas 

enzimas, mientras que, xilano de avena con un halo ligeramente menor al anterior, 

resultó ser el mejor productor de enzimas xilanolíticas. En comparación con la cepa 

anterior, xilano de avena resultó ser el menor productor que xilano de haya.  

 

Gráfica 22. Producción de actividad xilanolítica de Aspergillus flavus 
CECT 2687 en cultivos sólidos con polisacáridos puros 

 
Gráfica 23. Producción de actividad xilanolítica de Aspergillus flavus 

CECT 2687 en cultivos sólidos con sustratos complejos 
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pesar de que contienen grandes cantidades de xilano, sin embargo  el olote resulta el 

mejor inductor de xilanasas para este grupo con un valor de 128.92 U/g seguido de 

salvado de trigo 122.58 U/g. Valores contarios a la cepa anterior y evidentemente, para 

cáscara de limón, 12 veces menos producción (10.62 u/g).  

Se han encontrado enzimas xilanolíticas producidas por todos los Aspergilli, en medio 

con xilosa, sustratos crudos que contienen xilano, pero no en otros monómeros como la  

glucosa, galactosa o sustratos poliméricos como la pectina. Sin embargo, varias 

enzimas celulolíticas también se producen en la presencia de xilano y xilosa. Existe 

además mucha información generada respecto a las fuentes de carbono capaces de 

inducir estas enzimas. Todos los autores consultados concluyen que tanto el xilano 

como la D-xilosa resultan fuertes inductores de la expresión de las xilanasas en su 

conjunto (Hrmová, et al, 1991; Lockington, et al, 2002; De Vries, 2003) tal como se 

observó en las gráficas 21 y 22. En cuanto a otros carbohidratos, se han llevado a cabo 

experimentos con resultados positivos para la expresión de xilanasas empleando L-

arabinosa (Hrmová, 1991) homodisacáridos de xilosa (xilobiosas) (Hrmová, 1991; De 

Vries, 2003), encontrando niveles de actividad particularmente altos en aquéllos con 

uniones β-1,2; y por supuesto, con fuentes de carbono complejas, como partes de 

plantas (De Vries, 2003), que en realidad generan una mezcla de enzimas 

degradadoras de pared celular (gráfica 23). 

7.2.2.2 Actividad pectinolítica 

En contraste con la actividad xilanolítica, se obtuvo menor producción de enzimas 

pectinolíticas aunque si en todos los sustratos utilizados, los cuales se representan en 

las siguientes gráficas. Si bien, con únicamente agar (gráfica 24), se produjeron 

pectinasas, aunque baja (2.12 U/g) la cepa a pesar de tener este tipo de polisacárido 

natural es capaz de producirlas. Seguido de los medios donde la cepa produjo también 

cantidades menores (glucosa, fructosa y rafinosa) que ciertamente no actúan como 

fuertes inductores. De manera contraria, sucedió en el medio con ácido galacturónico 

que a pesar de ser buen inductor de pectinasas, no fue el mayor productor (4.04 U/g), 

incluso con xilosa se produjo mayor cantidad, lo que respalda el planteamiento de Mach 

(2003), en cuanto que los verdaderos inductores de los sistemas de regulación de 
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enzimas degradadoras de la pared celular son pequeños oligosacáridos liberados de la 

degradación de los polímeros.   

Siguiendo esta línea, el ácido galacturónico no actuó realmente como inductor, o no 

como uno tan fuerte como sus oligómeros; y puede pensarse que dado su papel –en 

lugar de inductor– se haya tornado en represor, como describen Aguilar y Huitrón 

(1987). Así como el ácido galacturónico es considerado el principal inductor de genes 

pectinolíticos, otros azúcares tales como; arabinosa, ramnosa y galactosa, están 

también involucrados en la inducción de un subconjunto de genes pectinolíticos en A. 

niger (De Vries, et al, 2002), obteniendo así la mayor producción con ramnosa (8.27 

U/g) mientras con xilosa, arabinosa y maltosa, resultó tener una magnitud similar entre 

ellas y prácticamente la mitad de lo que se obtuvo con ramnosa.  

 
Gráfica 24. Producción de actividad pectinolítica de Aspergillus flavus 

CECT 2687 en cultivos sólidos con distintos azúcares simples. 

 
Gráfica 25. Producción de actividad pectinolítica de Aspergillus flavus 

CECT 2687 en cultivos sólidos con diferentes polisacáridos puros. 
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La baja actividad con los diferentes tipos de xilano (gráfica 25), sustratos puros sin 

ningún residuo de ácido galacturónico, respondería entonces a la falta de inductor para 

pectinasas, sobretodo en xilano de abedul que fue prácticamente cero. Sin embargo, 

para xilano de avena (2.64 U/g) resultó ser ligeramente mayor que con xilano de haya 

(1.59 U/g) pero muy similar al medio con pectina cítrica (1.99 U/g). Lo que resulta 

interesante saber porque éste polisacárido no fue el máximo productor de pectinasas, 

cuando desde una primera perspectiva, la pectina cítrica obtenida de frutos cítricos 

contiene una alta cantidad de ácido galacturónico; 85% (Sigma-Aldrich, 2013), más de 

lo que contiene la pectina de manzana: 70 a 75% de pectina esterificada (Sigma-

Aldrich, 2013) y además resultó ser el principal polisacárido productor (3.46 U/g). Si 

bien, ambos tipos de pectina tienen una composición de azúcar muy similar, lo que 

difiere –de acuerdo al fabricante- es la cantidad de pectina esterificada.  

 
Gráfica 26. Producción de actividad pectinolítica de Aspergillus flavus 

CECT 2687 en cultivos sólidos con sustratos complejos. 
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resalta en la actividad de exo-pectinasas producidas en sustratos complejos (gráfica 
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esto debe responder a que es la fuente de carbono compleja con mayor contenido de 

pectina; aunque se hubiera esperado cierta coincidencia con el comportamiento de la 

pectina cítrica; tal como se observó en la cepa anterior. Si bien, la exo-pectinasa puede 

expresarse de forma constitutiva como sugieren De Vries y Visser (2001), también es 

cierto que su expresión puede verse favorecida en respuesta a polímeros de ácido 

galacturónico, (Martínez-Trujillo, et al, 2009) e incluso fuentes complejas como el maíz 

(Panda, et al, 2004); produciéndose así una escasa producción en sustratos que no 

contienen pectina evidentemente -olote de maíz y salvado de trigo- resultando casi 

despreciable a comparación de cáscara de limón (2.60 y 0.87 U/g, respectivamente). 

Cierto comportamiento se ve reflejado en la cepa anterior.  

 
Gráfica 27. Biomasa de las colonias de Aspergillus flavus CECT 2687 crecidos en los diferentes medios de 

cultivo. 
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González, 1997). Esta propiedad de los sistemas FES parece ser de importancia, ya 

que ayuda a obtener altos rendimientos de enzima por gramo de biomasa.  

7.2.2.3 Actividad de enzimas accesorias 

Las actividades de α y β-glucosidasa se muestran en las gráficas 28 y 29, 

respectivamente, donde de primera instancia se observa que esta cepa es capaz de 

generar mayor cantidad de β-glucosidasas (casi 4 veces más que α-glucosidasas) 

aunque en menor cantidad de sustratos, siendo más selectivo.  Se puede observar la 

similitud entre los sustratos xilano de abedul y xilano de haya en ambas actividades, 

siendo el primero, el peor productor de glucosidasas, con valores casi despreciables. 

Asimismo, los sustratos complejos muestran ser los mejores productores de β-

glucosidasa, tal como el salvado de trigo (557.78 mU), seguido de cáscara de limón con 

un valor de 422.15 mU y de olote de maíz con un valor menor (358.63 mU) mostrando 

discrepancia con la actividad de α-glucosidasa, ya que este último resultó ser el mejor 

productor de esta enzima con un valor de 162,63 mU, seguido –de igual manera- de 

cáscara de limón; 156.91 mU y finalmente salvado de trigo; 133.45 mU. 

Los valores de α-glucosidasa son muy similares a los obtenidos en los polisacáridos 

puros; pectina cítrica (142.03 mU) y de manzana (118.00 mU), siendo la primera con un 

valor relativamente más alto que la otra pero similar a la de cascara de limón.  Sin 

embargo, este comportamiento no se observa en la gráfica 29, donde los polisacáridos 

puros resultaron ser al menos dos veces menos productores que los sustratos 

complejos; pectina cítrica y de manzana, con valores de 233.30 mU y 101.12 mU, 

respectivamente.  

De acuerdo a la actividad de β- galactosidasa (gráfica 31), se obtuvo mayor producción 

en más sustratos –igual que en la cepa anterior-, siendo con salvado de trigo el valor 

máximo (1987.81 mU), seguido de un polisacárido puro que si bien no tienen la misma 

estructura poseen oligosacáridos de galactosa aunque  en diferente magnitud; pectina 

de manzana (1566.35 mU). Este último muy similar a cáscara de limón con 1506.27 

mU.  
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Gráfica 28. Actividad de α- glucosidasa de A. 

flavus CECT 2687 con distintas fuentes de carbono 
 

 

 
 
 
 

 
 

 
Gráfica 29. Actividad de β- glucosidasa de A. 

flavus CECT 2687 con distintas fuentes de carbono 
 
 

 
Gráfica 30. Actividad de α- galactosidasa de A. 

flavus  CECT 2687 con distintas fuentes de carbono 
Gráfica 31. Actividad de β- galactosidasa de A. flavus 

CECT 2687 con distintas fuentes de carbono 
 

 

Gráfica 32. Actividad de α- arabinofuranosidasa de 
A. flavus  CECT 2687 con distintas fuentes de 

carbono 
 

Gráfica 33. Actividad de β- arabinofuranosidasa de A. 

flavus CECT 2687 con distintas fuentes de carbono 
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Otro polisacárido puro muy similar a los dos anteriores -en cuanto a la presencia de 

pectina se refiere- el medio con pectina cítrica (1082.23 mU) resultó también ser un 

buen productor de esta enzima. Siguiendo con la misma actividad, los valores de ácido 

galacturónico y rafinosa resultan prácticamente despreciables en comparación con los 

demás sustratos. Aunque el olote de maíz y el salvado de trigo son un poco similares 

en cuanto a la cantidad de hemicelulosa, siendo el primero el que contiene mayor 

proporción, resultó ser el menor productor del grupo (689.10 mU), casi 6 veces más de 

lo producido en la gráfica 30.   

Con olote de maíz, se obtuvo la menor producción de α- galactosidasas con un valor de 

120.00 mU, seguido -de manera ascendiente- de salvado de trigo (209.27 mU). Si bien 

un sustrato potencial para la producción de esta enzima, tal como lo mencionó Cruz and 

Park (1982), Annunziato (1986) y Wang (2004), no resultó ser el principal productor sino 

el medio que contenía cáscara de limón (423.00 mU); sustrato que contiene 

oligosacáridos de galactosa en la región llamada ramnogalacturonano I. 

Residuos de L-Arabinosil son altamente distribuidos en algunas hemicelulosas, tales 

como arabinano, arabinoxilano, goma arábiga, y arabinogalactano. α-L-

arabinofuranosidasa (α-L-arabinofuranosido arabinofuranohidrolasa, EC 3.2.1.55, AF) 

es una enzima accesoria implicada en liberar arabinosa de esos sustratos (Saha, 2000). 

En cuanto al presente trabajo, la producción de β-arabinofuranosidasas fue más 

selectivo y en menor cantidad que las α-arabinofuranosidasas. Sin lugar a duda, en 

ambas actividades, el medio con arabinosa resultó ser el principal sustrato productor, 

obteniéndose ligeramente más en la gráfica 32; 555.19 mU y en la gráfica 33 se obtuvo 

un valor de 327.73 mU; resultados que coinciden con Ramon (1993) y con Van der 

Veen (1993); la inducción de arabinasas extracelulares en Aspergillus ocurrió también 

con arabinosa. Asimismo en ambas gráficas, el segundo productor de dicha enzima fue 

el medio con cáscara de limón, resultando más evidente en la actividad de α-

arabinofuranosidasa (290.82 mU). El sustrato con menor producción fue el que contenía 

pectina de manzana, con valores muy similares en ambas actividades 58.20 y 62.49 

mU respectivamente.  
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La actividad de α-arabinofuranosidasa con los otros sustratos complejos: olote de maíz 

(105.55 mU) y salvado de trigo (99.40 mU) fue en menor medida, sin embargo, el 

arabinoxilano proveniente del salvado contiene además de manosa, galactosa y 

glucosa en una pequeña proporción, 65.8% de xilosa y 33.5% arabinosa (Gruppen et al, 

1992) lo que también explicaría su degradación por β- xilosidasas reportada en la 

gráfica 33 con un valor de 46.18 mU; siendo el único sustrato donde se observó 

actividad de esta enzima para esta cepa (comportamiento contario a la cepa NRRL 

6541).  

El azúcar reductor, ramnosa, como se observó en la cepa anterior, actúa como inductor 

de α–ramnosidasas (gráfica 32) siendo 80 veces menos productor (11.85 mU) que la 

cepa no toxigénica. Demostrando que la cepa CECT 2687 no es la indicada para 

generar este tipo de enzimas. También se observó actividad con cáscara de limón 

(38.15 mU), si bien por el ramnogalaturonano presente en dicho sustrato; aunque en la 

literatura pertinente no se encuentra reportada la producción de ramnogalacturonasas 

por Aspergillus flavus, y tampoco existe reporte sobre el uso de desechos de alimentos, 

tales como cáscara de limón para realizar pruebas de producción de este sistema 

enzimático, este ensayo empleado para cuantificar tanto α–ramnosidasas –que 

catalizan la hidrólisis de residuos no reductores de ramnosa terminales en 

polisacáridos– como galactosidasas permiten conocer que es todo un conjunto de 

enzimas accesorias que participan en la degradación de una estructura tan compleja. 

 
Gráfica 32. Actividad de α- ramnosidasas de A. 

flavus  CECT 2687 con distintas fuentes de 
carbono 

Gráfica 33. Actividad de β- xilosidasas de A. 

flavus CECT 2687 con salvado de trigo 
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7.2.3 Producción de enzimas en cáscara de limón 

En la figura 18 se observan las diversas colonias a las 24 y 48 horas de fermentación 

sólida, utilizando para esta condición, únicamente un sustrato como fuente de carbono.  

Tanto los cilindros como las colonias a las 24 horas tuvieron un diámetro de 0.8 cm, 

desarrollo escaso, sin esporulación, micelio blanco de aspecto algodonoso laxo, 

mientras que a las 48 horas las colonias crecieron hasta 1.3 cm de diámetro (justo del 

tamaño del cilindro), de color verde pálido, esporulación evidente –principalmente en el 

centro del inóculo– con desarrollo abundante y aspecto aterciopelado.  

 

 

 

 

 

 
 
 

Figura 18. Desarrollo de Aspergillus flavus CECT 2687 a diferentes tiempos de  incubación  
 

7.2.3.1 Perfil electroforético de los filtrados enzimáticos obtenidos en cultivos 
sólidos.  

Con el objeto de conocer si es posible la obtención de proteínas excretadas en tiempos 

cortos de fermentación, se eligió cáscara de limón para realizar dicha condición.  

Evidentemente se encontrará una relación en la morfología de las colonias a las 24 y 48 

horas con sus perfiles electroforéticos  

En la figura 19 se muestra el perfil electroforético de las muestras de 24 horas (carriles 

2, 3 y 4) y a las 48 horas (carril 6). Se realizó por duplicado cambiando la concentración 

tanto del Buffer de carga como de la relación del buffer-muestra, obteniéndose 

evidentemente una imagen más clara en los carriles 4 (24 h) y 6 (48 h).  

 

Aspergillus flavus CECT 2687 
24 h 48 h 
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Figura 19. Gel de electroforesis SDS-PAGE. Concentrados de filtrados enzimáticos de Aspergillus flavus 
CECT 2687 obtenidos a las 24 horas (2,3,4) y a las 48 horas de incubación (6) a 37°C en medio sólido con 

cáscara de limón al 3%. Marcador de peso molecular (1). 
 

De manera general ambas muestras presentan las mismas bandas, siendo más 

evidentes y más intensas en el carril 6; si bien por la mayor cantidad de proteína 

recuperada y concentrada. En el carril 4 –óvalo color anaranjado- se muestra la primer 

banda de 97.0 KDa y en el carril 6 –flecha anaranjada- no se observa bien pero se 

tienen dos líneas un poco desplazadas con pesos de 98.8 y 92.3 Kda respectivamente, 

lo que coincide con la primer muestra; asimismo, las siguientes bandas inferiores 

muestran cierta congruencia en ambas muestras, círculos morados; carril 4: 75.0, 72.1 

y 63.5 KDa y para el carril 6: 78.1, 70.7 y 64.4 KDa. Siguiendo a pesos moleculares 

más bajos se encuentran en los óvalos verdes, para carril 4; 41.2 y 35.2 KDa y para el 

carril 6 se muestran las bandas mucho mas intensas con pesos moleculares bastantes 

cercanos; 40.0 y 34.7 KDa; lo que indica que ciertamente la cepa produce desde 

tiempos muy cortos de fermentación enzimas que le permiten hidrolizar los polímeros 

presentes en este medio tan complejo y mediante pase el tiempo excreta mayor 

cantidad y tal vez enzimas más complejas, dependiendo del metabolismo y de la ruta 

que tome el hongo para la degradación y absorción de los nutrimentos. Ciertamente, se 

puede observar este comportamiento en el carril 6 -flecha roja- una banda de 25.9 KDa 

que al parecer no se encuentra en los carriles de la muestra de 24 horas. Sin embargo, 

para conocer de forma más detallada que tipo de enzimas participan en esta 

degradación, se necesitaría un análisis complementario de espectrometría de masas. 

97.4 KDa 

66.2 KDa 

45.0 KDa 

31.0 KDa 
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De acuerdo a la cuantificación de proteína por el método de Bradford, se tuvo más 

cantidad a las 48 horas (33.40 µg/mL) y a las 24 horas casi la mitad (17.57µg/mL). 

Debido a la baja cantidad de proteína no se pudo cuantificar actividad enzimática 

xilanolítica ni pectinolítica.  

7.3 Análisis integral  

Aspergillus flavus es conocido por producir aflatoxinas (Rao, et. al., 1965) y ciertamente 

dichaproducción y concentración es dependiente tanto de la cepa como de las 

condiciones de crecimiento, es decir, una consecuencia combinada de la función 

genética de la cepa y de su entorno (Blumenthal, 2004; Cotty, et. al., 1994). Por esta 

razón, se trabajó con dos tipos de cepas, una que genera toxinas y otra que no, para 

que describir el comportamiento de las mismas en diversas fuentes de carbono así 

como su producción enzimática y evidentemente encontrar si dicha toxicidad está 

relacionada con la secreción de enzimas; sin embargo en ningún estudio se ha 

encontrado dicha relación.  

Ahora bien, mediante un análisis descriptivo y cualitativo, las dos cepas expresaron 

enzimas pectinolíticas y xilanolíticas mostrando casi el mismo comportamiento de 

producción. En cuanto a magnitud se refiere, ambas cepas generaron más xilanasas 

que pectinasas, aunque con algunas diferencias entre los mismos sustratos. Si bien, es 

posible que cepas no tóxicas se seleccionan como organismos de producción 

(Blumenthal, 2004), en el presente trabajo no se encontraron grandes diferencias entre 

ambas cepas que permitan establecer lo anterior.  

La producción xilanolítica de la cepa no tóxica -NRRL 6541- está por debajo de la cepa 

tóxica, si bien con valores similares hubo una excepción en el medio con xilosa,  xilano 

de avena y olote de maíz, siendo más evidente la diferencia con los dos primeros 

sustratos (A.1 y B.1, fig. 20). Sucediendo todo lo contrario en la producción de 

pectinasas, la cepa NRRL 6541 está ligeramente por arriba de la cepa CECT, estando 

más evidente en el medio con maltosa y rafinosa (A.2, fig, 20); aunque existen  

excepciones, con pectina de manzana y cáscara de limón la cepa toxigénica produce 

más enzimas pectinolíticas que la otra (B.2 y C.2, fig. 20).  
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Tal como examinaron Mateles y Adye (1965) a 17 compuestos de carbono usados por 

A. flavus, e informaron que la sacarosa, fructosa, y glucosa eran las mejores fuentes de 

carbono para la producción de aflatoxina, así como en rafinosa (Mellon & Cotty, 1999) y 

en maltosa (Thapar, 1988), lo que podría explicar por qué la baja producción de 

pectinasas por la cepa CECT 2687.  

 1. Producción de xilanasas 2. Producción de pectinasas 

 
  A 
Con medios 

simples 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 

 
 

B 
Con 

polisacáridos 
puros 

 
 
 
 

C 
Con 

sustratos 
complejos 

Figura 20. Comparativo de las producciones enzimáticas (U/g) de las cepas de Aspergillus flavus; 
NRRL 6541 (rojo) y CECT 2687 (azul) en los diferentes medios utilizados. 

Si bien, no se ha encontrado la relación de toxicidad con la producción de enzimas, se 

ha identificado en hidrolasas de A. flavus que probablemente difunden en los tejidos de 

plantas, como las pectinasas y proteasas, mientras que probablemente se limitan a la 

adquisición de nutrientes e inducción de la síntesis de aflatoxinas. Aunque se tiene 

poca información acerca de las hidrolasas que participan en la biosíntesis de 



 
84 

aflatoxinas, información de diversos estudios han demostrado en pruebas de amilasas 

producidas por A. flavus que durante el crecimiento en granos de maíz juegan un papel 

importante en la capacidad de producir aflatoxinas, así como las lipasas (Cleveland, et 

al, 2004); además las cepas toxigénicas presentan actividad proteolítica y una 

incidencia de esclerocios mayor que las no toxigénicas (Sanchis, et al, 1984).  
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CAPÍTULO VII 

8. CONCLUSIONES 

Las cepas de Aspergillus flavus (NRRL 6541 y CECT 2687) poseen la capacidad de 

utilizar todas las fuentes de carbono empleadas en este trabajo y expresar sus sistemas 

enzimáticos que variaron de acuerdo al sustrato en el que crecieron. 

Las diferentes condiciones de crecimiento que se emplearon mediante una 

fermentación en estado sólido, permitieron describir y obtener información útil acerca 

del comportamiento de Aspergillus flavus en diversas fuentes de carbono.  

Se analizaron las características morfológicas de ambas cepas en los diversos medios 

de cultivo. Aspergillus flavus NRRL 6541 presenta un mayor crecimiento radial con 

azúcares simples (específicamente con lactosa), además de la presencia de 

cleistotecios. La cepa CECT 2687 tuvo un crecimiento menor que la anterior, sin 

embargo, con los sustratos complejos se obtuvo el mayor crecimiento (olote de maíz).  

Se desarrolló un sistema de crecimiento en placa utilizando membranas de 

policarbonato que permitió la cuantificación de biomasa, la producción de enzimas y la 

evaluación de las características morfológicas. Sin embargo, el crecimiento radial de 

ambas cepas fue ligeramente menor respecto a los medios que no tenían membrana.  

Se determinaron las preferencias nutricionales de acuerdo al mayor índice de 

crecimiento obtenido. Para la cepa NRRL 6541 fue con salvado de trigo mientras que 

para la cepa CECT 2687 fue con cáscara de limón.  

El uso de residuos agrícolas permitió evaluar de manera más detallada, la capacidad y 

el potencial que tienen los hongos para degradar diferentes tipos de sustratos de difícil 

degradación, además se conocieron el tipo de enzimas que estos requieren para llevar 

a cabo dicha degradación. 

Se desarrolló una técnica para la obtención de enzimas a partir de una fermentación en 

estado sólido. Para la cepa NRRL 6541 la mayor producción de enzimas xilanolíticas 

fue con el sustrato de mayor preferencia nutricional (salvado de trigo) mientras que para 

la producción de pectinasas fue con rafinosa. Con cáscara de limón y xilano de haya se 
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obtuvo la mayor producción pectinolítica y xilanolítica, respectivamente, para la cepa 

CECT 2687. 

La producción de pectinasas por ambas cepas es mucho más reducida que con 

respecto a la de xilanasas. Evidentemente los medios con azúcares simples resultaron 

ser los menos ideales para obtener grandes magnitudes de producción, en cambio los 

polisacáridos puros resultaron producir mayor cantidad de xilanasas por la cepa 

toxigénica.  

Con los azúcares simples; maltosa y rafinosa, se obtuvieron resultados interesantes en 

la producción de xilanasas y pectinasas; asimismo dieron los valores altos en el índice 

de crecimiento de su grupo de sustratos.  

Los sustratos complejos resultaron ser los mejores inductores de las enzimas 

accesorias medidas, siguiendo el mismo comportamiento para ambas cepas aunque 

con la excepción de que la cepa CECT 2687 generó únicamente β-xilosidasas con 

salvado de trigo mientras que la cepa NRRL 6541 generó α y β-xilosidasas con olote de 

maíz y β-manosidasas con cáscara de limón.  

Se desarrolló un sistema para la obtención de proteína generada en tiempos muy cortos 

de fermentación en un sustrato complejo como la cáscara de limón, cuantificando 

mayor cantidad de proteína a las 48 horas que a las 24 horas; sin embargo, la cepa que 

genera mayor cantidad de proteína es la cepa no toxigénica. Existiendo coincidencia en 

ambas cepas entre las bandas 4 y 7 del marcador de peso molecular, tratándose de 

enzimas pectinolíticas en su mayoría.  
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9. SUGERENCIAS 
 

Además de cumplir con los objetivos planteados, la contribución de un trabajo de 

investigación no ha de limitarse únicamente a la generación de información y el análisis 

de la misma, sino deberían plantearse estudios complementarios para ampliar y 

aprovechar la información generada.  

La primera de las propuestas que anteriormente ha sido mencionada, es realizar un 

análisis de espectrometría de masas para los filtrados enzimáticos obtenidos de la 

fermentación sólida en cáscara de limón, con el objeto de conocer qué tipo de enzimas 

exploradoras se tienen a las 24 y 48 horas de fermentación.  

Se propone realizar una cuantificación de biomasa cada 24 horas en un tiempo más 

prolongado así como la determinación enzimática generada por dicha cantidad para 

conocer más acerca de su metabolismo, además de mejorar la técnica de producción, 

cortando el agar antes de inocular para evitar la difusión de enzimas en toda la 

superficie.  

Si bien, de manera cualitativa no se pudo determinar si existe una relación de la 

toxicidad de la cepa CECT 2687 con su producción de enzimas ya que la respuesta fue 

muy similar a la cepa no toxigénica, para tener una visión más amplia y profundizar en 

la presente investigación, se requerirán ensayos adicionales que involucren tanto la 

determinación de toxinas así como la actividad de amilasas, lipasas y proteasas en 

diversas fuentes de carbono.  
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ANEXO 

Composición química de las sustancias empleadas 

 

o Medio mínimo 

0.6% p/v   NaNO3 
0.15% p/v   KH2PO4 
0.05%  p/v   KCl 
0.05% p/v   MgSO4·7H2O 
Ajustar a pH de 6.00 

 
o Solución salina isotónica con Tween 80 

 
0.9% p/v  NaCl 
0.005% v/v  Tween 80 

 
o Buffer de corrimiento 

0.025 mM   Tris-HCl  
0.192 M   glicina  
0.1%   SDS 
Ajustar a pH de 8.3 
 
o Buffer de tratamiento desnaturalizante 

4%   SDS 
20%   glicerol 
10%   2-mercaptoetanol 
125 mM   buffer Tris-HCl  
0.05 %   azul de bromofenol   
Ajustar a pH de 6.8 
 
o Azul de Coomasie R-250 

0.125%   azul de Coomasie R-250  
50%   metanol  
10%   ácido acético  
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