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Resumen  

Las pulpas de celulosa del proceso Kraft pueden ser utilizadas para la obtención de 

productos diferentes a papeles y cartones, pero para ello deben ser sometidas a 

tratamientos que provoquen cambios en su reactividad, los que generalmente son químicos. 

En busca de alternativas más amigables con el medio ambiente, surge la posibilidad de 

aplicar tratamientos enzimáticos. En este trabajo se evaluó el efecto de preparados 

enzimáticos comerciales con actividad de endoglucanasa, en la forma de monocomponente 

de origen fúngico (Trichoderma reesei y Aspergillus niger) y de un multicomponente 

enzimático (Cellic CTec3), en el tratamiento de pulpas Kraft de eucalipto y en la posterior 

obtención de hidrogeles. Inicialmente, se realizó una caracterización de las actividades 

enzimáticas presentes en los preparados, encontrándose como actividad principal 

endoglucanasa (EG), y como actividades acompañantes exo-glucanasa, β-glucosidasa y 

endoxilanasa, las cuales eran esperables en el cóctel Cellic CTec3, pero no en los 

preparados monocomponente. En el cóctel Cellic CTec3 también fue posible detectar 

actividad de la enzima auxiliar monooxigenasa lítica de polisacáridos (LPMO por sus siglas 

en inglés). La actividad catalítica de estas enzimas fue afectada por el pH y el tiempo de 

reacción, observándose las mayores actividades de EG a pH entre 4 y 6, y de LPMO a pH 

7,5, a los 30 min de reacción. Los tratamientos enzimáticos de las pulpas Kraft se realizaron 

modificando la dosis enzimática (10 y 100 UEG) y el pH (para el multicomponente). 

Diferencias significativas (P≤0,05) fueron observadas en la liberación de azúcares 

reductores a partir de las pulpas con los preparados enzimáticos (100 U) que siguieron la 

tendencia Cellic CTec 3 > A. niger > T. reesei. Los tratamientos enzimáticos con el 

multicomponente Cellic CTec3 (10 y 100 U) y el monocomponente de T. reesei (100 U) 

fueron métodos eficaces para disminuir la viscosidad intrínseca y aumentar el contenido de 

oligosacáridos de las pulpas, principalmente a pH 4 y 6, y en presencia de H2O2 y agentes 

reductores en el caso del cóctel Cellic CTec3. Los hidrogeles de celulosa se obtuvieron de 

forma exitosa a partir de las pulpas tratadas enzimáticamente, y todos los hidrogeles 

presentaron similar capacidad de adsorción de azul de metileno (MB). Los tratamientos 

enzimáticos fueron capaces de generar modificaciones en las propiedades de las pulpas 

Kraft de eucalipto siguiendo la tendencia multicomponente Cellic CTec3 > monocomponente 

de T. reesei > monocomponente de A. niger.  
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Abstract  

 

The cellulose pulps Kraft can be used to obtain different paper and cardboard products, but 

for this they must be submitted to treatments generally chemical, which causes changes in 

their reactivity. In search of more environmentally friendly alternatives, the possibility of 

applying enzymatic treatments emerges. In this work, the effect of commercial enzyme 

preparations with endoglucanase activity was evaluated, in the form of a monocomponent of 

fungal origin (Trichoderma reesei and Aspergillus niger) and of a cocktail enzymatic 

multicomponent (Cellic CTec3), in the treatment of eucalyptus Kraft pulps and in the 

subsequent obtaining of hydrogels. Initially, the enzymatic activities present in the 

preparations were characterized, with endoglucanase (EG) being the main activity, and exo-

glucanase, β-glucosidase and endoxylanase being accompanying activities, which were 

expected in the Cellic CTec3 cocktail, but not in the monocomponent preparations. Activity 

from the auxiliary enzyme lytic polysaccharide monooxygenase (LPMO) was also detected 

in the Cellic CTec3 cocktail. The catalytic activity of these enzymes was affected by the pH 

and the reaction time, being the highest activities of EG obtaining at pH between 4 and 6, 

and of LPMO at pH 7.5, after 30 min of reaction. The enzymatic treatments of the Kraft pulps 

were carried out modifying the enzymatic dose (10 and 100 UEG) and the pH (for the 

multicomponent). Significant differences (P≤0.05) were observed in the release of reducing 

sugars from the pulps with the enzymatic preparations (100 U) which followed the trend Cellic 

CTec 3 > A. niger > T. reesei tendency. The enzymatic treatments with the multicomponent 

Cellic CTec3 (10 and 100 U) and the monocomponent of T. reesei (100 U) were effective 

methods to decrease the intrinsic viscosity and increase the oligosaccharide content of the 

pulps, mainly at pH 4 and 6, and in the presence of H2O2 and reducing agents in the case of 

Cellic CTec3. Cellulose hydrogels were successfully obtained from the enzymatically treated 

pulps, and all hydrogels showed similar capacity of methylene blue (MB) adsorption. The 

enzymatic treatments were able to generate modifications in the properties of the Kraft 

eucalyptus pulps following the trend multicomponent Cellic CTec3 > monocomponent of T. 

reesei > monocomponent of A. niger  
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1. Introducción 

La biomasa lignocelulósica es posiblemente la materia prima renovable más abundante para 

la producción de energía, celulosa y papel, derivados de la celulosa, combustibles y 

materiales textiles. La biomasa vegetal contiene principalmente los polisacáridos celulosa y 

hemicelulosas, junto con una cantidad sustancial de lignina que juntos conforman la matriz 

lignocelulósica (Singhvi y Gokhale., 2019). La conversión de la biomasa vegetal en pulpa 

celulósica con fines diversos se logra tradicionalmente a través de métodos físicos y/o 

químicos, pero en la actualidad se investigan rutas alternativas bioquímicas/enzimáticas, ya 

que son ambientalmente beneficiosas, reducen el uso de energía y materias primas y los 

costos de operación (Kubicek., 2013; Fei et al., 2019).  

Las enzimas que participan en la desconstrucción de la biomasa lignocelulósica son 

principalmente producidas por hongos y bacterias, y entre ellas se encuentran las enzimas 

hidrolíticas (celulasas y hemicelulasas), y oxidativas (lignina-peroxidasa, manganeso-

peroxidasa y lacasa) las cuales son responsables de la ruptura de enlaces glucosídicos y 

de la oxidación de la lignina, respectivamente (Wan y Li., 2012).  

Recientemente, se ha descrito que además de la acción de estas enzimas, la compleja 

estructura de las paredes celulares requiere la ayuda de otras enzimas con actividad 

auxiliadora como son las monooxigenasas líticas de polisacáridos (LPMO, por sus siglas en 

inglés), las que actúan sobre los polisacáridos por un mecanismo oxidativo y degradan 

parcialmente las regiones cristalinas, facilitando la posterior descomposición de la celulosa 

por las celulasas (Singhania et al., 2021).  

Las enzimas hidrolíticas y LPMOs han sido utilizadas en combinación para el tratamiento de 

la biomasa lignocelulósica, donde las LPMOs actúan en sinergia con las hidrolasas de 

polisacáridos y, por lo tanto, aceleran la descomposición o transformación de los sustratos 

(Barbosa et al., 2020). La acción combinada de las LPMOs, celulasas y hemicelulasas ha 

sido bien investigada y utilizada comercialmente para aumentar los rendimientos de glucosa 

en la hidrólisis de lignocelulosa para producción de biocombustibles (Johansen., 2016; 

Adsul et al., 2020). Sin embargo, este efecto combinado entre las enzimas ha sido poco 

explorado en el tratamiento de la biomasa lignocelulósica con otros fines. Cabe destacar 

que el éxito de los tratamientos utilizando cócteles de enzimas celulolíticas y LPMOs 
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dependerá del mecanismo de acción particular de cada una de las enzimas participantes, 

del sustrato o tipo de material sometido a tratamiento (Tokin et al., 2020), y posiblemente 

de otros factores que aún no se conocen completamente.  

2. Marco teórico  

Enzimas involucradas en la descomposición de la pared celular vegetal  

Las enzimas que participan en la descomposición de la biomasa lignocelulósica son 

producidas por microorganismos, principalmente hongos, y entre ellas se encuentran las 

enzimas hidrolíticas y oxidativas, las que están encargadas de la ruptura de enlaces 

glucosídicos y de la oxidación de la lignina y otros compuestos similares a ésta, 

respectivamente (Wan y Li., 2012).  

Entre las enzimas hidrolíticas se encuentran las celulasas y hemicelulasas, las primeras 

catalizan la hidrólisis de enlaces β-1,4- glucosídicos en la celulosa y las segundas la 

hidrólisis de diferentes tipos de enlaces glucosídicos dependiendo de la naturaleza de la 

hemicelulosa atacada. Las hemicelulasas más abundantes son las xilanasas las cuales 

catalizan la hidrólisis de enlaces internos β-1,4 entre moléculas de xilosa del polímero de 

xilano (Sindhu et al., 2016). Las enzimas oxidativas como la lignina-peroxidasa (EC 

1.11.1.7), manganeso-peroxidasa (EC 1.11.1.7) y lacasa (EC 1.10.3.2) son los 

componentes principales del sistema enzimático ligninolítico. La lignina-peroxidasa degrada 

las unidades de lignina no fenólica y, la manganeso-peroxidasa actúa sobre unidades de 

lignina fenólicas y no fenólicas utilizando peróxido de hidrogeno como oxidante, en tanto las 

lacasas actúan sobre unidades de lignina fenólicas utilizando oxigeno molecular (Binod et 

al., 2011).  

Además del papel que se ha demostrado que desempeñan estas enzimas, trabajos 

recientes han demostrado la importante participación de enzimas/proteínas accesorias con 

actividad auxiliar. Entre tales enzimas destacan las recientemente descubiertas 

monooxigenasas líticas de polisacáridos (LPMOs), las cuales pueden aumentar el 

rendimiento hidrolítico de los cócteles de celulasas, principalmente al mejorar la 

accesibilidad de las enzimas al componente celulósico (Hu et al., 2013). Aunque estas 

enzimas auxiliares no hidrolizan directamente la celulosa, se ha demostrado que tienen una 



5 
 

 
 

alta especificidad en la modificación selectiva de la red de carbohidratos a través de 

reacciones de oxidación de una manera relativamente rápida (Hu et al., 2014). 

Celulasas y hemicelulasas 

Las celulasas son enzimas con arquitectura simple, con un dominio catalítico (CD) y un 

dominio de unión a celulosa (CBD), conectados ambos por medio de un péptido enlazador 

(Quiroz-Castañeda y Folch-Mallol., 2013). El CBD se ancla al sustrato de celulosa 

permitiendo que el CD realice su función catalítica y aunque el CBD no participa en la 

hidrólisis, su eliminación reduce significativamente la actividad enzimática hacia el sustrato 

(Juturu y Wu., 2014).  

Las celulasas son un complejo enzimático constituido por tres enzimas principales, todas 

ellas pertenecientes a la familia de las glicohidrolasas (GH): endoglucanasas (familia GH9), 

también conocidas como 1,4-β-D-glucan-4-glucanohidrolasa o carboximetilcelulasa (EC 

3.2.1.4); exoglucanasas (familia GH7), del tipo celodextrinasa o 1,4-β-D-glucano 

glucanohidrolasa (EC 3.2.1.176) y celobiohidrolasa o 1,4-β-D-glucano celobiohidrolasa (EC 

3.2.1.91), y β-glucosidasas (familia GH1), también conocidas como celobiasas (EC 3.2.1.21) 

(Zhou et al., 2010; Hasunuma et al., 2013). El mecanismo de catálisis de estas enzimas es 

ácido-base (Gutiérrez-Rojas et al., 2015).   

La clasificación de las celulasas se basa en la forma de despolimerización del sustrato que 

atacan y entre ellas actúan sinérgicamente. Las endoglucanasas hidrolizan al azar enlaces 

β-1,4-glicosídicos en las regiones amorfas de la celulosa, tienen sitios activos abiertos en 

forma de hendidura que producen incisiones en el polímero de celulosa, exponiendo los 

extremos reductores y no reductores, produciendo oligómeros con varios grados de 

polimerización. Las exoglucanasas en cambio tienen sus sitios activos dentro de una 

especie de "túnel” e hidrolizan los enlaces β-1,4-glicosídicos de los oligómeros en los 

extremos reductores (EC 3.2.1.176) y no reductores (EC 3.2.1.91), liberando 

celooligosacáridos y unidades de celobiosa. Los productos de las celobiohidrolasas y 

endoglucanasas son inhibidores de las actividades de sus enzimas, por lo que finalmente 

se requiere la acción de la -glucosidasa que actúa sobre la celobiosa para liberar glucosa 

(Binod et al., 2011; Juturu y Wu., 2014; Bhattacharya et al., 2015). 
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Todo el proceso de bioconversión de celulosa a glucosa se produce en dos pasos, las 

exoglucanasas y endoglucanasas son las responsables del primer paso, que conduce a la 

reducción del grado de polimerización de la celulosa en la etapa de licuefacción, liberando 

celobiosa; el segundo paso lo catalizan las β-glucosidasas que escinden la celobiosa en 

glucosa (Maeda et al., 2013). Previamente, se ha documentado la sinergia entre enzimas 

celulolíticas ya sea de tipo exo-exo, endo-endo procesivo, endo-exo, y sinergia 

intramolecular entre los dominios CD y CBD, pero este sinergismo no se presenta en todo 

el complejo celulolítico (Thoresen et al., 2021). 

Las enzimas xilanolíticas pertenecientes también a la familia GH tienen una masa molar 

aproximada de 30 kDa, son producidas por una variedad de microorganismos, incluidas 

bacterias, hongos y levaduras (Kumar et al., 2016). Estas enzimas son clave para la 

degradación de xilanos, actuando sobre el esqueleto de xilano y escindiendo al azar en 

sitios internos los enlaces β-1,4-glucosídicos entre residuos de xilopiranósido. Dado que las 

xilanasas escinden aleatoriamente el sustrato, sus productos de acción son diversos y 

pueden incluir xilobiosa, xilotriosa, xilotetraosa, y, xilo-oligómeros (Malgas et al., 2019).  

El complejo xilanolítico consta de varias subclases de enzimas entre las que destacan: 

endo-1,4-β-xilanasas (EC 3.2.1.8), endo-1,3-β-xilanasas (EC 3.2.1.8), β-xilosidasas (EC 

3.2.1.37), α-arabinofuranosidasas (EC 3.2.1.55), α-glucuronidasas (EC 3.2.1.139) y 

acetilxilanasas (EC 3.1.1.72) (Kaushal et al., 2021). Todas con diferentes mecanismos de 

acción (Collins et al., 2005; Cuevas., 2021). 

Las xilanasas se clasifican dentro de las familias GH 5, 7, 8, 10, 11 y 43, aunque las familias 

GH10 y GH11 albergan la mayoría de estas enzimas, que difieren en su especificidad por 

el sustrato y mecanismo de acción (retención o inversión) (Motta et al., 2013). Las xilanasas 

GH11 hidrolizan las regiones no sustituidas de arabinoxilano, mientras que las xilanasas 

GH10 escinden los enlaces de xilosa más cerca de los residuos de arabinosa de la cadena 

lateral. Entre las otras familias, las xilanasas GH8 actúan únicamente sobre el xilano 

mientras que las xilanasas GH5, GH7 y GH43 actúan como endoglucanasas, liqueninasas 

o arabinofuranosidasas (Kumar et al., 2016).  
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Monooxigenasas líticas de polisacáridos (LPMOs) 

Las LPMOs son enzimas monocúpricas ampliamente distribuidas en la naturaleza, 

presentes en bacterias, hongos, plantas, animales y virus (Forsberg et al., 2020), que 

descomponen oxidativamente los polisacáridos y tienen un sitio de unión sin restricciones 

que permite que los sustratos voluminosos e insolubles, como los polisacáridos cristalinos, 

se unan al sitio activo (Laurent et al., 2019).  

Existen 7 familias de LPMOs descritas actualmente (AA9-11 y AA13-16) las cuales se 

clasifican como actividades auxiliares (AA) en la base de datos CAZy (http://www.cazy.org), 

según las similitudes de secuencia. La gran mayoría de las LPMOs estudiadas en detalle 

pertenecen a las familias AA9 y AA10 (Forsberg et al., 2020). El mecanismo catalítico exacto 

de las LPMOs es objeto de debate científico, pero se acepta que comienza con el ión Cu⁺² 

reduciendo al oxígeno molecular (O₂), en presencia de un donante de electrones externo. 

Luego el dioxígeno reducido extrae un solo hidrógeno del sustrato, lo que conduce a la 

escisión oxidativa de los enlaces β-1,4- glicosídicos de los polisacáridos. El ácido ascórbico, 

el glutatión reducido, el ácido ferúlico, la cisteína, la lignina y el galato son una fuente externa 

de electrones o agentes reductores de bajo peso molecular de la enzima (Kracher et al., 

2020). En general se requiere O₂ o H₂O₂, así como un agente reductor que pueda entregar 

dos electrones por cada ciclo catalítico. (Singhania et al., 2021). Bissaro et al. (2017) 

demostraron que el H₂O₂ es el co-sustrato preferido de las LPMOs en lugar del O₂. Las 

LPMOs oxidan el C de la glucosa en las cadenas de celulosa en la posición C1 o C4, lo que 

da como resultado la formación de monómeros reducidos y oxidados al final de la catálisis 

(Singhania et al., 2021). En un enfoque alternativo, se han desarrollado ensayos para 

cuantificar la actividad intrínseca tipo peroxidasa de las LPMOs, utilizando 2,6-dimetoxifenol 

(DMP) o su forma oxidada (hidrocoerulignona), como sustratos (Brander et al., 2021).  

Cocteles enzimáticos comerciales 

Los cócteles enzimáticos son una buena opción para hidrolizar las paredes celulares de las 

plantas debido a la acción combinada de un grupo de enzimas con diferentes 

especificidades, que incluyen celulasas, hemicelulasas y otras enzimas accesorias que 

atacan y degradan constituyentes específicos de la pared celular lo que permite que una 

enzima actúe sobre el producto de otra enzima (Mohanram et al., 2013). 

http://www.cazy.org/
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Las composiciones de los cocteles varían según las enzimas utilizadas, el tipo de biomasa 

y el tipo de tratamiento, lo que destaca la importancia de personalizar las mezclas de 

enzimas para procesos individuales (Chylenski et al., 2017). Actualmente, la mayoría de las 

enzimas comerciales se derivan de hongos aeróbicos (por ejemplo, Trichoderma spp y 

Aspergillus spp.) debido a la relativa facilidad de producción y alto rendimiento en entornos 

industriales (Morrison et al., 2016). Diversas compañías de enzimas han logrado un 

progreso considerable en el desarrollo de mezclas de enzimas hidrolíticas que permiten usar 

cargas de enzima más bajas mientras se logra una deconstrucción de biomasa efectiva. 

Esto incluye la búsqueda de organismos productores de hipercelulasas, que son el 

desarrollo de celulasas superiores con características mejoradas utilizando biotecnologías 

avanzadas, como mayor eficiencia, mayor estabilidad a temperaturas elevadas y mayor 

tolerancia a la inhibición por producto final y también a la inhibición por subproductos del 

tratamiento (Mohanram et al., 2013). Si bien la composición de los cócteles de enzimas 

comerciales está protegida por patentes, se ha informado que todas estas preparaciones 

contienen una amplia gama de enzimas centrales (es decir, dirigidas a la columna vertebral 

de un polímero específico), así como también enzimas accesorias desramificantes (que 

eliminan cadenas laterales), además de varias proteínas no catalíticas o componentes 

químicos y surfactantes (Morrison et al., 2016). Se ha informado la presencia de 80 a 200 

componentes diferentes dentro de una mezcla de cóctel enzimático (Van Dyk y Pletschke., 

2012). Se sabe por ejemplo que los cocteles enzimáticos como el Cellic CTec3 contiene 

endoglucanasas como enzima central y varias enzimas accesorias, como xilanasas, LPMOs 

y β-glucosidasas (Hu et al., 2011) La introducción en los cócteles comerciales de enzimas 

no hidrolíticas, como las LPMOs, ayuda a aumentar la eficiencia de la descomposición de 

la biomasa lignocelulósica. Experimentos con esta enzima han demostrado que puede 

mejorar el rendimiento de conversión de celulosa y reducir las cantidades de otras enzimas 

necesarias para degradar la biomasa (Lopes et al., 2018). 

Tratamiento de materiales lignocelulósicos 

La biotransformación de la biomasa lignocelulósica, particularmente a partir de residuos 

agrícolas y forestales, es un área activa de investigación tanto en el sector académico como 

en el industrial porque estos materiales de partida son abundantes, de bajo costo, fácilmente 

disponibles y renovables (Intasian et al., 2021). Los residuos de biomasa lignocelulósica 



9 
 

 
 

tienen un gran potencial para ser utilizados como productos químicos para conversión 

adicional en compuestos de valor agregado. La lignocelulosa se compone de polisacáridos 

(celulosa y hemicelulosa) y macromoléculas aromáticas (ligninas) donde los contenidos de 

cada componente en un tipo de biomasa dependen de la edad de la planta, el medio 

ambiente y la temporada de cosecha (Roy et al., 2020). 

Se han desarrollado varios métodos tradicionales de fraccionamiento de la biomasa 

lignocelulósica, como métodos físicos, químicos, fisicoquímicos y combinados. El 

tratamiento fisicoquímico aumenta la propiedad aromática de la lignocelulosa al eliminar los 

grupos hidroxilo presentes. Los métodos químicos, como la hidrólisis ácida o básica, se 

consideran deseables debido a su potencial para eliminar la lignina y la hemicelulosa en 

buena medida. También pueden aumentar el área superficial al disminuir la cristalinidad de 

la celulosa (Roy et al., 2020). Pero estos métodos necesitan instrumentación costosa, alta 

temperatura y presión, y productos químicos corrosivos. Por lo tanto, es importante 

desarrollar métodos ecológicos y rentables para el fraccionamiento de lignocelulosa (Sindhu 

et al., 2016). 

El tema del procesamiento de materiales de origen biológico ha pasado a la vanguardia de 

la investigación de ingeniería sostenible y, en los últimos años, se han publicado varias 

revisiones de investigación críticas que abordan los temas del pretratamiento de biomasa 

lignocelulósica, hidrólisis, conversión enzimática y microbiana, así como enfoques de 

procesamiento de biomasa y perspectivas futuras de biorrefinación (Wu et al., 2022). En los 

últimos años se han realizado diversos estudios donde se procesa biomasa mediante 

hidrólisis enzimática. Sin embargo, se han reportado dificultades para escalar el paso de 

pretratamiento (Da Silva et al., 2020). Como producto del procesamiento enzimático, 

recientemente, los hidrogeles basados en biopolímeros han llamado mucho la atención 

como potenciales adsorbentes, debido a su facilidad de aplicación, simplicidad de síntesis 

y especialmente la presencia de grupos funcionales (-COOH, -SO₃²-, -NH₂, -OH, etc.), que 

les permite interactuar fácilmente con metales pesados y colorantes (Teow et al., 2018). Los 

hidrogeles se definen como redes poliméricas hidrófilas tridimensionales capaces de retener 

una gran cantidad de agua (Ayouch et al., 2021). Su capacidad de adsorción, así como sus 

propiedades reológicas y alta permeabilidad, les dan la posibilidad de ser utilizados en 

diferentes procesos y campos, incluyendo aplicaciones agrícolas, farmacéuticas y 
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biomédicas (Hu et al., 2020). Además, sus propiedades inherentes, la estabilidad en medios 

acuosos y la presencia de grupos funcionales iónicos en su estructura hacen de los 

hidrogeles un candidato potencial para descontaminar eficazmente las aguas residuales (Hu 

et al., 2020).  

El uso combinado de enzimas (cocteles) ha estado mayormente orientado al tratamiento de 

biomasa lignocelulósica para la producción de biocombustibles, existiendo limitada 

información acerca de su uso para otros fines, como por ejemplo para el tratamiento de 

pulpas de disolución y todos los derivados que se puedan obtener de éstas (Usmani et al., 

2021).  Dentro de este contexto, en este trabajo se propone evaluar el efecto de enzimas 

hidrolíticas en la forma de monocomponentes y de multicomponentes (cóctel) en el 

tratamiento de pulpas Kraft, y la obtención de productos del tipo hidrogeles de celulosa a 

partir del material tratado enzimáticamente. 
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3. Hipótesis   

El tratamiento de pulpas Kraft de eucalipto con endoglucanasas comerciales en la forma de 

multicomponente enzimático (Cellic CTec3) provocará mayores cambios en las propiedades 

de las pulpas que cuando se aplican en la forma de monocomponente enzimático, lo que se 

reflejará positivamente en las características de los hidrogeles obtenidos a partir de las 

pulpas tratadas enzimáticamente, aumentando su eficiencia. 

4. Objetivos 

 4.1. Objetivo general 

Evaluar el efecto de preparados enzimáticos comerciales con actividad de endoglucanasa, 

en la forma de monocomponentes y multicomponente enzimático (Cellic CTec3), en el 

tratamiento de pulpas Kraft de eucalipto y en la posterior obtención de hidrogeles. 

4.2. Objetivos específicos 

4.2.1 Caracterizar las actividades hidrolíticas predominantes en los preparados 

enzimáticos comerciales, mono- y multicomponente.  

4.2.2 Determinar el efecto de la dosis enzimática, pH de reacción y adición de agentes 

reductores en el tratamiento de pulpas Kraft de eucalipto con los preparados 

enzimáticos comerciales, mono- y multicomponentes. 

4.2.3 Evaluar la capacidad de adsorción de los hidrogeles de celulosa obtenidos a partir 

de la pulpa Kraft tratada enzimáticamente. 
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5. Materiales y Métodos  

5.1 Sustrato celulósico 

Se utilizó pulpa Kraft grado papel blanqueada de Eucalyptus nitens donada por la empresa 

CMPC, Planta Santa Fe, Nacimiento. Esta pulpa tenía un contenido de 90,2 ± 1% de 

celulosa, 9,8 ± 0,2% de hemicelulosa y 0,080 ± 0,002 mmol/g de grupos carboxilos, con una 

viscosidad intrínseca de 729 ± 27 mL/g. Esta información fue proporcionada por el 

Laboratorio de Recursos Renovables, Centro de Biotecnología, Universidad de Concepción, 

donde fue realizada la caracterización. 

5.2. Enzimas comerciales 

Las celulasas del tipo endoglucanasas (EG) o 1,4--glucanohidrolasa (EC 3.2.1.4) en la 

forma de monocomponentes de Aspergillus niger (An; 22178) y de Trichoderma reesei 

ATCC (Tr; C8546) fueron obtenidas desde Sigma-Aldrich (Merck), en forma sólida. El 

multicomponente enzimático Cellic CTec3, en la forma de un preparado líquido denso, 

corresponde a una combinación de celulasas, como enzimas principales, más 

hemicelulasas, proteínas de la familia AA9 y β-glucosidasas, según información 

proporcionada por el fabricante (Novozymes).   

5.3. Caracterización de los preparados comerciales  

La caracterización enzimática de los preparados comerciales fue realizada a través de la 

determinación de la actividad EG, exo-glucanasa, endoxilanasa (EX) y β-glucosidasa para 

el caso de los monocomponentes de A. niger y T. reesei. Para el caso del multicomponente 

Cellic CTec3, además de las actividades ya señaladas, se determinó la actividad de 

monooxigenasa lítica de polisacáridos (LPMO). Las enzimas fueron utilizadas en 

concentración de 20 mg/mL para el caso del monocomponente de A. niger y de 1 mg/mL 

para el de T. reesei. Para el caso del multicomponente Cellic CTec3 se utilizó una solución 

diluida 40 veces a partir del concentrado comercial. Adicionalmente, en las soluciones de 

los monocomponentes y del multicomponente fue determinada la concentración de 

proteínas. Todos los ensayos enzimáticos fueron realizados en triplicado. 

5.3.1 Determinación de actividad endoglucanasa (EG) 

La actividad de endoglucanasas (EC 3.2.1.4) fue determinada según la metodología de 

Tanaka et al. (1981), utilizando carboximetilcelulosa (CMC) al 0,44 % (m/v) como sustrato 
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enzimático. Para la determinación de la actividad se utilizó 5 µL de la solución de enzima 

(mono o multicomponente) y 900 µL del sustrato CMC, completando el volumen a 1 mL con 

solución tampón 0,1 M con diferentes valores de pH: 4 y 6 (tampón citrato) y 7,5 (tampón 

fosfato). La mezcla se incubó en baño de agua a 50 °C, durante 30 min y 2 h. Al finalizar la 

incubación los azúcares reductores liberados fueron determinados adicionando 1,5 mL de 

ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS) (Miller, 1959), y llevando los tubos a un baño de agua a 100 

°C por 5 min. Finalmente, los tubos se enfriaron y la absorbancia a 540 nm fue determinada 

en un espectrofotómetro TU-1810 Split Beam UV/Vis. Los valores de absorbancia fueron 

transformados a concentración de glucosa usando una curva de calibración y la actividad 

EG fue expresada en UI/mL.  

5.3.2 Determinación de exo-glucanasas   

La actividad de exo-glucanasas, celobiohidrolasa o avicelasa (EC 3.2.1.91) fue determinada 

utilizando celulosa microcristalina o Avicel al 1 % (m/v) como sustrato enzimático 

(Mihajlovski et al., 2015, modificado). Los volúmenes utilizados en la mezcla reaccional 

fueron 500 µL de Avicel, 100 µL de la solución de enzima (mono y multicomponente) y 400 

µL de tampón citrato pH 6. La mezcla se incubó en baño de agua a 50 °C durante 30 min y 

los azúcares reductores se determinaron siguiendo la metodología del DNS descrita 

anteriormente (5.3.2). Los valores de absorbancia fueron transformados a concentración de 

glucosa usando una curva de calibración y la actividad avicelasa fue expresada en UI/mL.   

5.3.3 Determinación de β-glucosidasa 

Para la actividad de -glucosidasa (EC 3.2.1.21) se utilizó como sustrato enzimático p-

nitrofenil glucopiranósido (pNPG) al 0,2% (Dixit et al., 2019). La mezcla reaccional se 

preparó con 450 µL de pNPG, 100 µL de la solución de enzima (mono y multicomponente) 

y 450 µL de tampón citrato pH 6. La mezcla se incubó en baño de agua a 50 °C durante 30 

min y la reacción se detuvo agregando 2 mL de carbonato de calcio (Na₂CO₃) al 2%. Los 

tubos se enfriaron y la absorbancia a 410 nm fue determinada en un espectrofotómetro TU-

1810 Split Beam UV/Vis. Los valores de absorbancia fueron transformados a concentración 

de p-nitrofenol usando una curva de calibración y la actividad -glucosidasa fue expresada 

en UI/mL  
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5.3.4 Determinación de actividad endoxilanasa (EX) 

La actividad de endoxilanasa (EX) (EC 3.2.1.8) fue determinada utilizando xilano de 

birchwood 1 % (m/v) como sustrato enzimático (Tanaka et al., 1981). Los volúmenes 

utilizados en la mezcla reaccional fueron 900 µL de xilano, 5 y 50 µL de la solución de 

enzima de los monocomponentes y 50 µL para el multicomponente y 50 µL de tampón citrato 

pH 6 para el monocomponente, y tampón citrato pH 4 y 6 y tampón fosfato pH 7,5 para el 

multicomponente. La mezcla se incubó en baño de agua a 50 °C durante 30 min. Para la 

determinación de azúcares reductores se siguió la metodología del DNS descrita 

anteriormente (5.3.2). Los valores de absorbancia fueron transformados a concentración de 

xilosa usando una curva de calibración y la actividad EX fue expresada en UI/mL.  

5.3.5 Determinación de actividad LPMO 

La actividad LPMO fue determinada como peroxidasa siguiendo la metodología de 

Breslmayr et al. (2018), utilizando 2,6-dimetoxifenol (DMP) como sustrato enzimático y, 

peróxido de hidrógeno (H₂O₂) como co-sustrato. La mezcla reaccional fue preparada 

adicionando a una cubeta de vidrio, 750 µL de tampón fosfato 100 mM pH 7,5, 100 µL de 

2,6-DMP 1 mM, 100 µL de H2O2 5 mM y la preparación enzimática (multicomponente) hasta 

completar un volumen final de 1000 µL. La cinética de oxidación del 2,6-DMP se evaluó a 

469 nm durante 5 min a temperatura ambiente en un espectrofotómetro TU-1810 Split Beam 

UV/Vis. La actividad de LPMO también fue determinada en tampón citrato pH 6 y 4, en 

ausencia y presencia de H2O2, y en presencia de los agentes reductores ácido ascórbico 

(AA) y ácido gálico (AG), en concentración 1 mM, luego de una preincubación de 15 min a 

30 °C. Los valores de absorbancia fueron transformados en actividad (UI/mL) utilizando el 

coeficiente de extinción molar del producto de oxidación del 2,6-DMP (469nm =53.200 M-1cm-

1). 

5.3.6 Determinación de la concentración de proteínas  

La concentración de proteínas fue determinada en las soluciones de las enzimas mono y 

multicomponente por el método Bradford (1976), añadiendo 1 mL del reactivo Bradford a 

tubos de ensayo y 100µL de los preparados enzimáticos, y luego de un reposo de 5 min a 

temperatura ambiente se leyó la absorbancia a 595 nm. Los valores de absorbancia fueron 

transformados a concentración de proteínas usando una curva de calibración y fue 

expresada en mg/mL. 
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5.4 Tratamientos enzimáticos de las pulpas Kraft de eucalipto  

Los tratamientos enzimáticos se realizaron utilizando 15 g (peso seco) de pulpa Kraft al 3% 

de consistencia en buffer citrato 0,1 M (pH 4 y 6) y en buffer fosfato 0,1 M (pH 7,5), y el 

volumen apropiado de enzimas (mono y multicomponente), correspondiente a una dosis de 

10 y 100 U de actividad como EG (Tabla 1). El efecto de la adición de H2O2 20 µM y de los 

agentes reductores AA y AG, en concentración 2 mM, en el tratamiento de las pulpas 

utilizando el complejo multicomponente (10 U) también fue evaluado. Los tratamientos se 

llevaron a cabo en bolsas de plástico, las cuales se incubaron a 50 °C durante 2 h a 70 rpm 

(Valls et al., 2019, modificado). Tratamientos control utilizando pulpas Kraft en las mismas 

condiciones, pero sin la adición de las enzimas, también fueron llevados a cabo. Todos los 

ensayos fueron realizados en duplicado.  

 

Tabla 1. Tratamientos enzimáticos de pulpa Kraft con EG de A. niger (An) y T. reesei (Tr) y 

con el multicomponente Cellic CTec3 en distintas condiciones (pH, dosis enzimática, 

presencia de H2O2 y agentes reductores). 

T
ra

ta
m

ie
n

to
s
 

Tampón citrato pH 4 Tampón citrato pH 6 Tampón fosfato pH 7,5 

 Control   

 Tr 10U   

 Tr 100U   

 An 10U   

 An 100U   

Cóctel 10U Cóctel 10U  Cóctel 10U 

 Cóctel 100U   

Control+H₂O₂+AA  Control+H₂O₂+AA  Control+H₂O₂+AA 

Cóctel 10U+H₂O₂+AA  Cóctel 10U+H₂O₂+AA  Cóctel 10U+H₂O₂+AA  

 Control+H₂O₂+AG   

Cóctel 10U+H₂O₂+AG  Cóctel 10+H₂O₂+AG  Cóctel 10U+H₂O₂+AG  

En todos los casos las unidades de actividad (U) están definidas en función de la actividad 

de endoglucanasa (EG). Tr: T. reesei; An: A. niger; AA: ácido ascórbico; AG: ácido gálico.  
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Al finalizar el periodo de incubación, las bolsas se llevaron a un baño de agua a 90°C por 

15 min para la inactivación de las enzimas. Luego, el contenido de cada bolsa se filtró a 

través de un filtro de tela para recuperar las pulpas tratadas. Los filtrados fueron 

almacenados en el refrigerador para la determinación de azúcares reductores por DNS. Las 

pulpas se lavaron con agua destilada a 90 ºC, se filtraron nuevamente, se almacenaron en 

bolsas de plástico y se congelaron hasta su uso en los análisis posteriores (Valenzuela et 

al., 2018, con modificaciones). 

 

5.5 Análisis de las pulpas Kraft de eucalipto post-tratamientos enzimáticos 

5.5.1. Determinación de azúcares reductores  

Los azúcares reductores fueron evaluados en los filtrados de las pulpas tratadas (5.4), 

mediante el método del DNS (Miller, 1959, modificado). Para ello, se agregó 1 mL de filtrado 

y 1.5 mL del reactivo DNS. La mezcla se hirvió durante 5 min, se enfrió y se midió la 

absorbancia a 540 nm. Los valores de absorbancia fueron transformados a concentración 

de glucosa usando una curva de calibración y fue expresada en g/L. Todos los ensayos se 

realizaron por duplicado. 

5.5.2. Solubilidad de las pulpas en álcali (S18) 

El contenido de oligosacáridos de las pulpas se midió utilizando una solución de NaOH al 

18% (S18) de acuerdo con el método estándar TAPPI T 235 cm-09. Previo a la preparación 

de las muestras, se acondicionó NaOH 18% a 25 °C en baño de agua. Luego, se pesó 1,5 

g de pulpa secada en estufa de cada muestra, se agregaron 75 mL del NaOH ya 

acondicionado en vaso precipitado de 250 mL y se dejó en baño de agua a 25 °C. Se agregó 

la pulpa al vaso precipitado y se cronometró el tiempo una vez que la pulpa entró en contacto 

con el NaOH. La solución se llevó a un agitador de hélice por 10-15 min hasta total 

disgregación de la pulpa, y una vez terminado el tiempo, se agregó 25 mL de NaOH y se 

usó una bagueta para remover la pulpa de la hélice. La solución fue agitada y se dejó en 

baño de agua hasta concluir los 60 min. Se agitó y filtró la solución usando un filtro Gooch 

2. Todos los ensayos se realizaron por duplicado. 

Posteriormente, para la oxidación de la muestra, se utilizaron 10 mL del filtrado de la pulpa 

a los cuales se agregaron 10 mL de dicromato de potasio (K2Cr2O7) 0,5 N, y 30 mL de ácido 

sulfúrico concentrado (H2SO4 97%), en un matraz de 250 mL, se dejó a temperatura 
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ambiente por 15 min. Se agregaron 50 mL de agua destilada y se introdujo en baño de agua 

y hielo hasta enfriar. Luego se adicionaron 3 gotas de indicador de ferroína en el matraz y 

se realizó la valoración con sulfato de amonio ferroso (FAS) 0,1 N hasta que se observó el 

viraje de color a café-rojizo. 

Cálculo del contenido de oligosacáridos 

S%=
(V2-V1) ∙ N ∙ 6,85 ∙ 10

A ∙ W
 

Donde V2 es el volumen de titulación del blanco (mL), V1 es el volumen de titulación del 

filtrado (mL), N es la Normalidad de la solución FAS (Eq/L), A es el volumen utilizado del 

filtrado (mL), W la masa seca de la pulpa (g) y 6,85 es el factor empírico en mg indicando la 

cantidad de celulosa equivalente a 1/6 mmol de dicromato de potasio. 

5.5.3. Viscosidad intrínseca 

La viscosidad intrínseca de todas las muestras se midió de acuerdo con el método estándar 

TAPPI T 230 om-08, utilizando una solución de cuprietilendiamina (CED) 0,5 M como 

disolvente. Todas las mediciones se realizaron por duplicado. Se pesaron 0,3 g de pulpa 

secada en estufa en un frasco plástico, se agregaron 25 mL de agua destilada y 25 mL de 

CED y se llevó a agitación por 3 h hasta disolver la pulpa. Luego de la disolución de la pulpa, 

se acondicionó el viscosímetro CANNON Routine 300 en un baño de agua a 25 °C y se 

cebó con un poco de muestra, se agregaron 10 mL de ésta y se acondicionó por 5 min. Se 

utilizó una propipeta para succionar la muestra hasta sobrepasar la segunda marca del 

viscosímetro y se midió el tiempo que tardó la solución desde la segunda a la primera marca. 

Para la viscosidad del blanco se preparó una solución con 10 mL de agua destilada y 10 mL 

de CED en un frasco, luego se cebó el viscosímetro y se repitió el procedimiento antes 

descrito. 

Cálculos de viscosimetría: 

Cálculo el ƞratio: 

ƞratio=
ƞ

ƞ0
=h × t 

Donde h es la constante del viscosímetro y t el tiempo medido. 
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ƞratio=
constante visc×tiempo(muestra)

constante visc×tiempo (blanco)
 

Usando el ƞratio calculado, se obtuvo el valor correspondiente a la viscosidad intrínseca con 

la ecuación de Martin (1951):  

log [𝜂] =
𝜂 −  𝜂₀

𝜂₀ × 𝜌
− 𝑘 [𝜂] 𝜌 

Dónde 
𝜂 − 𝜂₀

𝜂₀×𝜌
 es el número de viscosidad en mL/g, 𝑘 es una constante empírica (pulpa/CED, 

𝑘= 0.13) y 𝜌 es la concentración de masa (calculado como pulpa seca), en g/mL de la pulpa 

en el disolvente diluido (solución 0,5 mol/CED). 

5.5.4. Contenido de grupos carboxilos  

El contenido de grupos carboxilos se determinó mediante el método de valoración 

conductimétrica (Saito e Isogai, 2004). A una muestra seca de pulpa (0,3 g) se le añadieron 

55 mL de agua destilada y 5 mL de NaCl 0,01M y la mezcla se agitó lo suficiente para 

preparar una suspensión bien dispersa. Luego, se añadió HCl 0,1 M a la mezcla para 

establecer el valor de pH en el intervalo de 2,5-3,0 y se tituló con una solución de NaOH 

0,01 M a una velocidad de 1 mL/min hasta pH 11, usando un medidor de pH CLEAN PH500 

y un conductivímetro CLEAN CON500.El contenido de carboxilos de la muestra se 

determinó a partir de la conductividad y el valor de pH.  

Las curvas de valoración mostraron dos puntos de cambio, donde uno de ellos (punto A) 

indica la neutralización del ácido fuerte (HCI), y el otro (punto B) representa la valoración 

del ácido débil (grupos carboxilo). 

Cálculo del contenido de grupos carboxilos 

Contenido de carboxilos  (mmol/g)= 
[V(NaOH)×C(NaOH)]

g
 

Donde V es el volumen (mL) de NaOH usado para la valoración entre el punto A y B, C es 

la concentración de la solución de NaOH (M) y g los gramos de pulpa utilizados. 
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5.5.5. Contenido de grupos aldehídos  

El contenido de aldehídos se midió según el método estándar (Saito e Isogai, 2004). Las 

muestras se oxidaron con clorito de sodio a pH 4-5 para la conversión selectiva de los grupos 

aldehído de las muestras en carboxilos, y éste se determinó mediante el método de titulación 

de conductividad mencionado anteriormente. Para ello, se preparó una suspensión de pulpa 

con una consistencia del 10%, a esta suspensión (20 g) se añadió a una mezcla que 

contenía NaClO₂ (1,81 g), CH₃COOH 5 M (20 mL) y agua (57 mL).  La oxidación se llevó a 

cabo agitando la mezcla a temperatura ambiente durante 48 h, seguido de un lavado con 

agua por filtración. Los grupos carboxilo formados por la oxidación de NaClO₂ se 

consideraron como grupos aldehído presentes en las muestras. 

5.5.6.  Preparación de hidrogeles a partir de las pulpas Kraft tratadas 

A partir de las pulpas tratadas enzimáticamente se prepararon hidrogeles utilizando el 

solvente N-metilmorfolina- N-óxido (NMMO) según Carrillo et al. (2022), modificado. Se 

preparó una mezcla que contiene pulpa al 3% de consistencia, 0,5% de antioxidante propil-

galato y NMMO al 50% en un vaso precipitado y se mantuvo a una temperatura de 95 ºC 

por 2 h para obtener las fibras celulósicas regeneradas, ya que a altas temperaturas este 

disolvente es capaz de disolver directamente la celulosa. La mezcla se dejó solidificar a 

temperatura ambiente y se lavó con agua destilada cada 8 h en agitación durante 4 días 

para eliminar el NMMO. Finalmente, los hidrogeles obtenidos de aproximadamente 10 mm 

de grosor y 30 mm de diámetro fueron mantenidos en agua destilada y etanol para 

posteriores análisis.  

5.5.7. Determinación de la capacidad de adsorción de los hidrogeles   

La capacidad de adsorción de tinte de cada hidrogel preparado se investigó comparando 

las cantidades de azul de metileno (MB) adsorbidas en los hidrogeles según Carrillo et al. 

(2022). Cada hidrogel (25 mg, peso seco) se añadió a 50 mL de una solución de 200 mg/L 

de MB a pH 9, y se incubaron a 25 °C durante 24 h a 100 rpm. La absorbancia de las 

soluciones se midió a 664 nm (peak de máxima absorbancia de la solución del MB) 

utilizando un espectrofotómetro TU-1810 Split Beam UV/Vis. Los valores de absorbancia 

fueron transformados a concentración de MB usando una curva de calibración y la 

capacidad de adsorción de MB por los hidrogeles se calculó utilizando la ecuación:  
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qₑ=
(C₀ - Cₑ) V

m
 

 

Donde C₀ y Cₑ son las concentraciones iniciales y de equilibrio de MB (mg/L), 

respectivamente, V es el volumen de la solución de MB (L) y m es la masa seca del hidrogel 

en el horno (g). 

5.6. Análisis estadísticos 

Se realizó un análisis de varianza (ANOVA) con un nivel de confianza del 95 % para 

comparar la varianza de los datos experimentales por duplicado utilizando el programa 

Statistica v10. Para los datos que no cumplieron los supuestos de normalidad, 

homocedasticidad e independencia se realizó transformación de variable. Las diferencias 

con valores de P  0,05 se consideraron significativas. Cuando la normalidad y 

homocedasticidad no pudo llevarse a cabo se realizó análisis no paramétrico utilizando 

Kruskal-Wallis (K-W), especificado al pie de cada figura.  
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6. Resultados  

6.1 Caracterización enzimática de los preparados comerciales  

6.1.1 Actividad endoglucanasa (EG) 

Se evaluó la actividad enzimática de endoglucanasa (EG) de las preparaciones comerciales 

monocomponentes de Aspergillus niger y Trichoderma reesei y del complejo 

multicomponente Cellic CTec3 cuyos resultados se muestran en la Figura 1.  Tanto para los 

monocomponentes de ambos orígenes fúngicos como para el multicomponente enzimático, 

la actividad EG fue significativamente afectada (P  0,05) por el aumento de pH (de 4 para 

7,5) y del tiempo de reacción (de 30 para 120 min), con reducciones de entre 60-90% en la 

actividad. Para el caso del preparado de T. reesei las mayores actividades EG se detectaron 

entre los pH 4 (18,6 U/mL) y 6 (16,7 U/mL) a los 30 min de reacción, y al aumentar el pH 

(7,5) y el tiempo de reacción (120 min) se pudo constatar una reducción significativa en la 

actividad de entre 80-90%. Las mínimas actividades de la EG de T. reseei se detectaron a 

pH 7,5 (0,24 - 1,26 U/mL) (Figura 1 A). De la misma forma, la EG de A. niger presentó la 

máxima actividad a pH 4 a los 30 min de reacción, y una reducción significativa de la 

actividad se observó con el aumento de pH, alcanzando un 65% de reducción a pH 7,5. Al 

igual que para T. reseei, al aumentar el tiempo de reacción, la actividad EG de A. niger se 

redujo en alrededor de 70% (Figura 1 B).  

Al analizar la actividad EG del multicomponente Cellic CTec3 se observó una tendencia 

similar a la observada con el preparado de T. reesei, detectándose las mayores actividades, 

sin diferencias estadísticas, entre los pHs 4 y 6, a los 30 min de reacción, y aunque a pH 

7,5 la actividad disminuyó significativamente, la reducción fue menor (alrededor de 50%) 

que la observada con los monocomponentes de ambos hongos. Al aumentar el tiempo de 

incubación para 120 min la actividad EG del multicomponente disminuyó en alrededor de 

un 75%, en todos los valores de pH (Figura 1 C).   
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Figura 1. Actividad EG de las enzimas monocomponentes de T. reesei (A) y A. niger (B) y 

del multicomponente enzimático Cellic CTec3 (C) a los 30 y 120 min de reacción a distintos 

valores de pH y 50 °C de incubación. Todos los valores son el resultado del promedio de 

tres réplicas. Letras diferentes sobre las barras indican diferencias significativas para cada 

tiempo de incubación (P≤0,05). 

 

Al determinar la actividad de EG en función de la concentración de proteínas (actividad 

específica) para los monocomponentes y el multicomponente se observó que T. reesei 

presentó la mayor actividad específica de EG entre pH 4 y 6, seguida de la actividad 

específica de EG de A. niger. Las actividades específicas de los monocomponentes fueron 

significativamente superiores a las del complejo multicomponente (Tabla 2), excepto en pH 

7,5. 
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Tabla 2. Actividad específica EG (U/mg) de los monocomponentes de A. niger y T. reesei y 

del multicomponente enzimático Cellic CTec3.  

Preparación enzimática pH 4 pH 6 pH 7,5 

T. reesei 21±3 e 18,98±0,24 de 1,43±0,62 a 

A. niger 16±1 d 10,98±0,23 c 5,73±0,37 b 

Cóctel Cellic CTec3  4,90±0,76 b 4,14±0,77 b 2,27±0,30 a 

Actividad medida en 30 min de reacción a 50°C, en diferentes valores de pH. Todos los 

valores son el resultado del promedio de tres réplicas. Letras diferentes indican diferencias 

significativas dentro una misma fila (P≤0,05). 

 

6.1.2. Actividad exo-glucanasa, β-glucosidasa, endoxilanasa (EX) y LPMO. 

En los monocomponentes de ambos hongos y en el complejo multicomponente fue posible 

detectar la presencia de otras actividades enzimáticas del tipo celulolíticas tales como exo-

glucanasa o avicelasa y -glucosidasa, además de la actividad hemicelulolítica endo-

xilanasa (EX) (Tabla 3). La actividad de exo-glucanasas mostró la tendencia A. niger > Cellic 

CTec3 >> T. reesei, con diferencias significativas entre ellas, mientras que para el caso de 

-glucosidasa y EX las mayores actividades fueron detectadas en el complejo 

multicomponente respecto a los monocomponentes (Tabla 3). 

Al igual que la actividad EG, la actividad de EX del complejo multicomponente fue medida a 

diferentes valores de pH (4, 6 y 7,5), detectándose la mayor actividad a pH 4 (968,30 UI/mL) 

con una leve reducción de entre 12-27% al aumentar el valor de pH.  

La actividad de la enzima LPMO también fue analizada, pero solo en el complejo 

multicomponente (Tabla 3). Cuando se determinó la actividad de LPMO en presencia de 

H₂O₂ (tipo peroxidasa) y a diferentes valores de pH, se detectó la mayor actividad a pH 7,5 

(0,035 UI/mL). A pH 4 no se detectó actividad y a pH 6 la actividad fue menor a la detectada 

a pH 7,5 (Tabla 3).  
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En la Tabla 3 se muestra la determinación de la concentración de proteínas en los 

preparados enzimáticos monocomponente y multicomponente, con una tendencia Cellic 

CTec3 >>> T. reesei  A niger.  

 

Tabla 3. Actividad celulolítica, hemicelulolítica y mono-oxigenasa lítica de polisacáridos 

(LPMO) de los monocomponentes de A. niger y T. reesei y del multicomponente enzimático 

Cellic CTec3.  

  T. reesei  A. niger Cellic CTec3  

Exo-glucanasa (U/mL) 0,76±0,36 a 6,80±0,22 c 4,02±0,61 b 

β-glucosidasa (U/mL) 34,45±0,23 a 37,61±0,04 b 82,94±0,38 c 

Endo-xilanasa (U/mL) 1,65±0,02 a 16,77±0,03 a 848±48 b  

LPMO (U/mL) n.d. n.d. 0,035±0,01 

Proteínas (mg/mL) 0,88±0,03 a 1,32±0,01 a 335±4 b 

Actividad (UI/mL) medida en 30 min de reacción a 50°C y pH 6, excepto LPMO que fue medida a 

temperatura ambiente y durante 5 min. Todos los valores son el resultado del promedio de los 

triplicados. Letras diferentes indican diferencias significativas dentro una misma fila (P≤0,05). 

n.d.: No determinada 
 
 

6.2 Tratamiento enzimático y análisis de pulpas Kraft 

6.2.1. Determinación de azúcares reductores  

Al analizar los azúcares reductores por el método DNS en la solución residual posterior al 

tratamiento de las pulpas con los monocompoentes enzimáticos a pH 6, se puede observar 

que, aunque existen diferencias entre los tratamientos con las EG de T. reesei (10 y 100 U) 

y de A. niger (10 U) y de éstas con el control, las diferencias no son significativas (Figura 2). 

Mientras que al aumentar la dosis de la EG de A. niger para 100 U, el contenido de azúcares 

liberados desde las pulpas fue 5,8 veces mayor (3,52 g/L) que el liberado con la dosis 

enzimática más baja (10 U), y estadísticamente similar a lo liberado con la menor dosis (10 

U) del cóctel enzimático Cellic CTec3. Cuando la dosis del cóctel se aumentó para 100 U la 

cantidad de azúcares liberados a la solución residual fue 5 veces mayor (15,56 g/L) que la 

liberada con 10 U (3,1 g/L), con una diferencia altamente significativa respecto a los otros 

tratamientos (Figura 2). 



25 
 

 
 

 

 

Figura 2. Azúcares reductores (g/L) liberados después del tratamiento enzimático de las 

pulpas Kraft a 3 % de consistencia, con los monocomponentes de T. reesei (Tr) y A. niger 

(An) y el multicomponente Cellic CTec3, a pH 6, durante 2 h a 50 °C y 70 rpm. Todos los 

valores son el resultado del promedio de los duplicados. Letras diferentes sobre las barras 

indican diferencias significativas (P≤0,05), (*): diferencia altamente significativa. 

 

Al analizar los azúcares reductores liberados luego del tratamiento de las pulpas con el 

multicomponente Cellic CTec3 bajo diferentes condiciones de pH (Figura 3), se observó que 

al utilizar la dosis más baja del cóctel (10 U) no hubo diferencias significativas entre los 

azúcares liberados a pH 4 y 6. Sin embargo, cuando el pH aumentó para 7,5 se produjo una 

disminución significativa en la liberación de los azúcares. Cuando el cóctel enzimático (10 

U) se aplicó en el tratamiento de pulpas en combinación con H2O2 y el agente reductor ácido 

ascórbico (AA), el mayor contenido de azúcares se detectó a pH 4 (3,72 g/L), disminuyendo 

significativamente a medida que aumentaba el pH hasta una concentración de 1,26 g/L a 

pH 7,5. Similares resultados, aunque levemente mayores, fueron obtenidos cuando el cóctel 

se aplicó en combinación con H₂O₂ y el agente reductor ácido gálico (AG), donde el mayor 
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contenido de azúcares liberados se detectó también a pH 4 (4,05 g/L), disminuyendo 

significativamente hasta pH 7,5 (1,67 g/L). Cabe destacar que en los tratamientos control 

no se detectó liberación de azúcares, y al agregar H₂O₂, y los agentes reductores (AA o AG) 

existió una liberación mínima (0,15 - 0,23 g/L) (Figura 3).  

 

 

Figura 3. Azúcares reductores (g/L) liberados después del tratamiento enzimático de las 

pulpas Kraft a 3% de consistencia, con el complejo multicomponente Cellic CTec3, a 

diferentes valores de pH, durante 2 h a 50 °C y 70 rpm. Todos los valores son el resultado 

del promedio de los duplicados. Letras diferentes sobre las barras indican diferencias 

significativas dentro de un mismo tratamiento (P≤0,05). 

 

6.2.2. Solubilidad de las pulpas en álcali (S18) 

El análisis de solubilidad de las pulpas en álcali S18, luego del tratamiento enzimático, revela 

el contenido de oligosacáridos presentes en las pulpas. El tratamiento con ambos 

monocomponentes (Tr y An) a pH 6, mostró una tendencia al incremento significativo en el 

S18 al aumentar la dosis de enzima de 10 a 100 U, pero solo los tratamientos con 100 U de 

enzima fueron significativamente diferentes del tratamiento control (C0) (Figura 4). El 
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contenido de oligosacáridos también mostró un aumento significativo cuando se aumentó la 

dosis enzimática del multicomponente Cellic CTec3, y cuando se usó la dosis más alta del 

cóctel (100 UEG) se obtuvo el mayor contenido de oligosacáridos de todos los tratamientos 

(20,1%), que fue estadísticamente diferente del resto de los tratamientos a pH 6.  

 

Figura 4. Contenido de oligosacáridos (%) liberados después del tratamiento enzimático de 

las pulpas Kraft a 3% de consistencia, con los monocomponentes de T. reseei (Tr) y de A. 

niger (An) y el multicomponente Cellic CTec3, a pH 6 (2 h/50 °C/70 rpm). Todos los valores 

son el resultado del promedio de los duplicados. Letras diferentes sobre las barras indican 

diferencias significativas (P≤0,05). 

El efecto del tratamiento con el multicomponente Cellic CTec3 (dosis 10 UEG) sobre el 

contenido de oligosacáridos fue analizado en diferentes valores de pH, y en presencia de 

H2O2 y agentes reductores (ácido ascórbico y ácido gálico). Cuando se utilizó la menor dosis 

del cóctel (10 UEG), los mayores contenidos de oligosacáridos se observaron a pH 4 

(15,2%) y pH 6 (16,1%), disminuyendo significativamente a pH 7,5 (12,4%) (Figura 5). En 

presencia de H₂O₂ y AA, contenidos de oligosacáridos levemente superiores o similares al 

tratamiento en ausencia de las sustancias adicionales fueron obtenidos a pH 4 (17,7%) 

disminuyendo significativamente al aumentar el pH hasta 7,5 (13,1%), siendo el contenido 

de oligosacáridos obtenido a pH 4 el mayor respecto a los otros tratamientos. En presencia 
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de H₂O₂ y AG, no hay diferencias significativas en los contenidos de oligosacáridos 

detectados a pH 4 y pH 6, pero sí a pH 7,5 (11,8%), donde se observa una disminución 

significativa respecto a los otros dos tratamientos. 

 

Figura 5. Contenido de oligosacáridos (%) liberados después del tratamiento enzimático de 

las pulpas Kraft a 3% de consistencia, con el complejo multicomponente Cellic CTec3, a 

diferentes valores de pH (2 h/50 °C/70 rpm). Todos los valores son el resultado del promedio 

de los duplicados. Letras diferentes sobre las barras indican diferencias significativas dentro 

de un mismo tratamiento (P≤0,05). 

6.2.3. Viscosidad intrínseca de las pulpas 

Los resultados de los ensayos de viscosidad de las pulpas luego de los tratamientos 

enzimáticos a pH 6 mostraron una disminución, significativa en algunos casos, respecto al 

tratamiento control C0 (621 mL/g) (Figura 6), siendo los menores valores obtenidos luego del 

tratamiento con ambas dosis (10 y 100 UEG) del cóctel Cellic CTec3 (414,0 y 321,9 mL/g, 

respectivamente) y con la dosis alta del monocomponente de T. reesei (423,1 mL/g). El uso 

del monocomponente de A. niger sólo en la dosis alta (100 U) produjo una disminución 

significativa de la viscosidad (547,3 mL/g), respecto al control (Figura 6).   
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Figura 6. Viscosidad intrínseca (mL/g) después del tratamiento enzimático de las pulpas 

Kraft a 3% de consistencia, con los monocomponentes de T. reseei (Tr) y de A. niger (An) y 

el multicomponente Cellic CTec3, a pH 6 (2 h/50 °C/70 rpm). Todos los valores son el 

resultado del promedio de los duplicados. Letras diferentes sobre las barras indican 

diferencias significativas (P≤0,05). 

Los tratamientos de las pulpas con el complejo Cellic CTec3 (10 UEG) en diferentes valores 

de pH y en ausencia y presencia de H₂O₂ y agentes reductores (AA y AG), disminuyeron la 

viscosidad de las pulpas respecto al control C0 (647,6 mg/mL promedio), alcanzándose 

valores en el rango de 347 - 449 mL/g (Figura 7). Cuando el tratamiento de las pulpas se 

realizó solo con el cóctel Cellic CTec3 no se observaron diferencias significativas en las 

viscosidades entre los tratamientos a diferentes valores de pH, pero sí fue posible observar 

diferencias significativas cuando se adicionaron H2O2 y agentes reductores en los 

tratamientos. En el caso de la adición de H₂O₂ y AA los menores valores de viscosidad se 

presentaron a pH 4 (346,5 mL/g) y 7,5 (347,3 mL/g) siendo significativamente menores que 

a pH 6 (441,2 mL/g). En presencia de H₂O₂ y AG, la menor viscosidad se observó a pH 6 

(374,2 mL/g), con diferencias significativas respecto a los otros valores de pH (Figura 7). 
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Figura 7. Viscosidad intrínseca (mL/g) después del tratamiento enzimático de las pulpas 

Kraft a 3% de consistencia, con el complejo multicomponente Cellic CTec3, a diferentes 

valores de pH (2 h/50 °C/70 rpm). Todos los valores son el resultado del promedio de los 

duplicados. Letras diferentes sobre las barras indican diferencias significativas dentro de un 

mismo tratamiento (P≤0,05). 

6.2.4. Contenido de grupos carboxilos y aldehídos en las pulpas 

Para determinar el contenido de grupos carboxilos en las pulpas Kraft se seleccionaron los 

tratamientos control (C0 y control en presencia de H2O2 y AA), y los tratamientos con el 

monocomponente de T. reseei (tratamiento referencia) y el complejo multicomponente Cellic 

CTec3 en la dosis menor (10 UEG).  

El contenido de grupos carboxilos en las pulpas del tratamiento control C0 (0,16 mmol/g) fue 

semejante al determinado en las pulpas tratadas con la EG monocomponente de T. reesei 

en la dosis de 100 U (0,17 mmol/g). Con la utilización del cóctel enzimático en el tratamiento 

de las pulpas existe un aumento en los grupos carboxilos a pH 6 (0,23 mmol/g) respecto al 

control C0, y con diferencias significativas respecto a los otros valores de pH. En presencia 

de H₂O₂ y AA, y a pH 4 (0,25 mmol/g) se detectó el mayor contenido de grupos carboxilos 

en las pulpas, respecto a los otros tratamientos, y respecto al uso de AG como agente 
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reductor, en la misma condición de pH (Figura 8). En general, en los tratamientos utilizando 

el cóctel Cellic CTec3 a pH 4 fue donde se observaron los mayores cambios (aumento o 

disminución) en el contenido de grupos carboxilo, respecto a los controles. 

 

 

Figura 8. Contenido de grupos carboxilos (mmol/g) después del tratamiento enzimático de 

las pulpas Kraft a 3% de consistencia, con el monocomponente de T. reseei (Tr) y el 

multicomponente Cellic CTec3, a diferentes valores de pH (2 h/50 °C/70 rpm), en presencia 

y ausencia de H2O2 y agentes reductores (AA y AG). Los valores son el resultado del 

promedio de los duplicados, excepto Control C0 y Tr100U. Letras diferentes sobre las barras 

indican diferencias significativas dentro de un mismo tratamiento (P≤0,05), con análisis no 

paramétrico para cóctel (10 U+ H₂O₂+ AA). 

 

Para el análisis del contenido de grupos aldehídos se seleccionaron las pulpas con 

viscosidades similares y representativas de cada pH y tratamiento, las cuales fueron 

utilizadas posteriormente para la preparación de los hidrogeles. En la Figura 9 se puede 

observar que no existieron diferencias significativas en el contenido de grupos aldehídos 

entre las pulpas control C0 y aquellas tratadas con las enzimas en la forma de 

monocomponente de T. reseei o de multicomponente Cellic CTec3, excepto el tratamiento 
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con el multicomponente en presencia de H2O2 y AG a pH 7,5, que mostró un valor levemente 

mayor de grupos aldehídos, con diferencias significativas respecto al control C0.  

 

 

Figura 9. Contenido de grupos aldehídos (mmol/g) después del tratamiento de las pulpas 

Kraft a 3% de consistencia, con el monocomponente de T. reseei (Tr) y el multicomponente 

Cellic CTec3, a diferentes valores de pH (2 h/50 °C/70 rpm), en presencia y ausencia de 

H2O2 y agentes reductores (AA y AG). Todos los valores son el resultado del promedio de 

los duplicados. Letras diferentes sobre las barras indican diferencias significativas (P≤0,05). 

 

6.2.5 Preparación de hidrogeles a partir de las pulpas Kraft tratadas enzimáticamente  

Algunas pulpas tratadas enzimáticamente fueron seleccionadas para la obtención de 

hidrogeles de celulosa (Figura 10), los cuales fueron posteriormente evaluados por su 

capacidad de adsorción de colorante (Figura 11). La preparación de los hidrogeles se 

consiguió de forma exitosa con todas las pulpas de los tratamientos seleccionados por 

presentar viscosidades similares (423,1 - 449,0 mg/mL) y de cada pH. Como se muestra en 

la Figura 10, A representa la pulpa luego del tratamiento enzimático con el cóctel 10 UEG, 

B representa la pulpa luego de la completa disolución de las fibras de celulosa en solvente 
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de N-metilmorfolina- N-óxido (NMMO) y C representa el hidrogel de celulosa formado luego 

de la eliminación del solvente NMMO. 

 

 

 

Figura 10. Hidrogeles de pulpa Kraft tratada enzimáticamente, donde (A) corresponde a la 

pulpa Kraft tratada, (B) disolución de las fibras de celulosa en NMMO y (C) aspecto del 

hidrogel obtenido después a partir de la pulpa Kraft.   

 

Para probar la capacidad de adsorción de los hidrogeles recién producidos, éstos se 

sumergieron en solución con azul de metileno (MB) 200 mg/L, comparando las cantidades 

de MB absorbidas en los hidrogeles. A pesar de observarse una mayor capacidad de 

absorción con el hidrogel proveniente del tratamiento con el monocomponente de T. reseei 

(45,3 mg/g), los tratamientos no presentaron diferencias significativas entre ellos y tampoco 

respecto al control C0 (Figura 10).   
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Figura 11. Capacidad de adsorción de azul de metileno de los hidrogeles de celulosa 

obtenidos a partir de pulpa Kraft tratada enzimáticamente, con el monocomponente de T. 

reseei (Tr) y multicomponente Cellic CTec3. (*) Tratamiento sin antioxidante. Todos los 

valores son el resultado del promedio del duplicado muestral. Letras diferentes sobre las 

barras indican diferencias significativas (P≤0,05). 
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7. Discusión 

En los últimos años, la producción de materiales sostenibles y amigables con el medio 

ambiente, así como el uso de biocatalizadores han atraído una atención creciente tanto en 

el área de investigación científica como de investigación aplicada con fines industriales, ya 

sea en los procesos de producción o en el producto final. La pulpa de celulosa es el material 

lignocelulósico más abundante, renovable y económico, que se usa ampliamente en las 

industrias papelera y agrícola (uso de residuos). Sin embargo, la fragilidad y la solubilidad 

de la pulpa de celulosa restringen su aplicación (Jo et al., 2022). Debido a su estructura 

parcialmente cristalina y amorfa, el uso de la pulpa de celulosa es limitado (Jo et al., 2022), 

y se han probado diferentes tratamientos químicos para mejorar su reactividad. Para buscar 

rutas alternativas al tratamiento químico se han desarrollado cada vez más tratamientos 

enzimáticos, con enzimas hidrolíticas del tipo celulasas y hemicelulasas, y más 

recientemente se ha agregado la enzima LPMO (Han et al., 2021). En este estudio se evaluó 

el uso de celulasas comerciales en el tratamiento de pulpa Kraft, en la forma de 

monocomponentes (T. reseei y A. niger), y en la forma del multicomponente, Cellic CTec3, 

o cóctel enzimático.  

Previo al tratamiento de las pulpas se realizó una caracterización de las enzimas presentes 

en los preparados comerciales, y se evaluó el efecto del tiempo de reacción y el pH en la 

actividad catalítica. Los monocomponentes de T. reesei y A. niger presentaron elevada 

actividad de EG como era esperado, por ser la enzima predominante en estos preparados. 

Sin embargo, en los monocomponentes también fue posible detectar actividad de exo-

glucanasas (avicelasa), endo-xilanasas y -glucosidasas, siendo las actividades de exo-

glucanasas y xilanasas del monocomponente de A. niger mayores que las de T. reesei. 

Aunque estas enzimas hidrolíticas han sido encontradas en los caldos extracelulares de 

ambas especies fúngicas (Winarsih y Siskawardani., 2020), no era esperable encontrarlas 

en los preparados comerciales, ya que según datos del fabricante debería tratarse de 

enzimas puras, en este caso solo del tipo EG.  Se ha sugerido que las enzimas poseen la 

capacidad de operar sobre más de un sustrato o de mostrar más de un mecanismo de acción 

(Risso et al., 2013). Un comportamiento interesante en la EG es mostrar actividad procesiva, 

es decir, mostrar tanto actividad de endo- como de exo-glucanasa lo cual es típico para las 

EG de la familia GH9 a la cual pertenecen los preparados monocomponente de ambos 
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hongos (Barruetabeña et al., 2019). En el caso del complejo multicomponente Cellic CTec3, 

es sabido que la enzima predominante es EG, pero que ésta se encuentra formando parte 

de una mezcla compleja con una serie de otras enzimas hidrolíticas de diferente naturaleza 

que sólo son informadas de manera genérica por el fabricante (Novozymes). En 

concordancia con esto, el multicomponente presentó una elevada actividad de EG, pero 

también de xilanasa, seguida de una actividad importante de β-glucosidasa, y una actividad 

muy baja de exo-celulasa. La actividad de la enzima auxiliar no-hidrolítica LPMO, también 

fue detectada en el cóctel Cellic CTec3 a pH 7,5 y en presencia de H2O2. Esta enzima en la 

actualidad se adiciona a los cócteles enzimáticos comerciales para potenciar o aumentar la 

eficiencia de hidrólisis de la biomasa lignocelulósica (Adsul et al., 2020).   

Diversos factores influyen en la actividad catalítica de las enzimas, como la concentración 

de sustrato, la inhibición por producto, el tiempo y la temperatura de reacción y el pH, por 

eso aquí se evaluaron algunos de estos factores, porque además son variables de interés 

al momento de aplicar las enzimas en el tratamiento de biomasa lignocelulósica con 

diferentes fines (Winarsih y Siskawardani., 2020). Se pudo observar que al aumentar el pH 

de 4 a 7,5 y el tiempo de reacción de 30 a 120 min, se produjo una disminución entre 60-

90% de la actividad de EG, tanto de los monocomponentes como del complejo 

multicomponente, y la sensibilidad a estos factores mostró la tendencia T. reesei > A. niger 

> multicomponente. En términos de actividad específica (U/mg proteína) la situación es 

diferente y la tendencia es T. reesei > A. niger >> multicomponente.  Este es un parámetro 

bioquímico importante ya que da una medida de la pureza enzimática de la enzima en una 

mezcla. Para enzimas puras de la misma familia como los monocomponentes y suponiendo 

masas moleculares similares, la actividad específica también mide la eficiencia de la enzima 

ya que está directamente relacionada con el número de recambio (Ordaz-Pérez et al., 2022). 

Normalmente, el precio comercial de una enzima se fija en unidades de enzima; por lo tanto, 

una enzima con alta actividad específica es deseable para procesos industriales (Ferreira 

et al., 2020). 

El complejo enzimático celulolítico lleva a cabo el proceso de bioconversión de celulosa 

hasta azúcares reductores, y según lo reportado por Maleki et al. (2020), las enzimas 

celulolíticas con alta actividad catalítica dan como resultado un mayor rendimiento de 

azúcares. Al comparar la acción de las EG de ambos monocomponentes en iguales dosis 
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enzimáticas sobre las pulpas Kraft (10 y 100 U/g pulpa), los mayores rendimientos en 

azúcares reductores se obtuvieron luego del tratamiento con la EG de A. niger, rendimientos 

que fueron similares a los obtenidos con la menor dosis (10 UEG/g pulpa) del 

multicomponente Cellic CTec3. El mayor rendimiento en azúcares reductores siguió la 

tendencia Cellic CTec3>>> A. niger >> T. reesei al utilizar 100 U EG/g pulpa, y al reducir en 

10 veces la dosis de EG (de 100 a 10 U/g pulpa) se observó una disminución de alrededor 

de 5 veces en el rendimiento de azúcares reductores, tanto con los monocomponentes como 

con el multicomponente. Cuando el multicomponente Cellic CTec3 se utilizó en el 

tratamiento de las pulpas en diferentes condiciones de pH (4, 6 y 7,5) se observó una 

disminución significativa en el rendimiento de azúcares reductores al aumentar el pH para 

7,5. Mientras que al realizar el tratamiento de las pulpas con Cellic CTec3 en presencia de 

H2O2 y los agentes reductores (ácido ascórbico y ácido gálico) se pudo apreciar un ligero, 

pero significativo aumento de azúcares a pH 4 respecto a las otras condiciones de pH. Se 

esperaba que al agregar los agentes reductores y el H2O2 a pH 7,5 se incrementaran los 

azúcares reductores por la acción de la LPMO. Xin et al. (2022) reportan que se obtuvo un 

efecto potenciador por parte de AA que no ocurrió con AG al utilizar el multicomponente 

Cellic CTec2 sobre el sustrato Avicel. Los autores, asimismo confirman que existe una 

disminución en el pH al agregar estos agentes reductores, lo que podría afectar la actividad 

de las enzimas. Silva et al. (2017) obtuvieron un rendimiento de aproximadamente 16,00 

g/L de azúcares reductores después de la hidrólisis de bagazo de caña de azúcar al 3% de 

consistencia pretratada con NaOH, utilizando 10 U FPU/g de celulosa de Cellic CTec3 a 50 

°C durante 24 h. Ese rendimiento en azúcares resultó similar a lo obtenido aquí al utilizar 

100 U EG/g pulpa de Cellic CTec3 (15,56 g/L), lo que indica que el aumento en la dosis 

podría reducir el tiempo de tratamiento del material lignocelulósico. Pero el aumento en los 

azúcares reductores no siempre es un efecto deseado debido a que la liberación de 

azúcares producto de la acción las celulasas no solo reduce el rendimiento de la pulpa, 

como en el caso del tratamiento con 100 UEG del cóctel, sino que puede generar un costo 

considerable para el tratamiento de ésta (Nagl et al., 2021).  

Para la determinación del contenido de oligosacáridos se utilizó la metodología de la 

solubilidad de las pulpas en álcali (S18), la cual indica el grado de pureza, es decir cuanto 

más bajo es el S18, mayor es la pureza de la pulpa, mientras que un valor más alto de S18 
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es perjudicial para reacciones de derivatización y rendimiento de los derivados (Vallejos et 

al., 2022). El S18 típico oscila entre el 4 y el 2 % para celofán, rayón y otros derivados como 

los acetatos (Vallejos et al., 2022). Este análisis muestra la disolución principalmente de 

hemicelulosa degradada, pero en general es el contenido de oligosacáridos, y lo esperable 

luego del tratamiento químico sería que el contenido de éstos fuera menor al del control (Li 

et al., 2015; Carrillo-Varela et al., 2019). Sin embargo, como se ha reportado en la literatura 

al aumentar la dosis enzimática el contenido de oligosacáridos aumenta (Sango et al., 2018), 

indicando un aumento en los polisacáridos degradados. Resultados similares fueron 

obtenidos por Miao et al. (2014), quienes reportaron un ligero aumento en S18 después del 

tratamiento con endoglucanasas el cual posiblemente se debió al hecho de que una 

pequeña cantidad de celulosa en la pulpa se degradó excesivamente. Lo que concuerda 

con los resultados obtenidos aquí donde S18 aumentó con el tratamiento con EG en la forma 

de monocomponente y de cóctel Cellic CTec3 y también al aumentar la dosis enzimática 

respecto al control. Al analizar los tratamientos con Cellic CTec3 a diferentes valores de pH, 

también se observaron aumentos en el contenido de oligosacáridos respecto a los 

tratamientos control, principalmente en pH 4 en presencia de H2O2 y el agente reductor 

ácido ascórbico.  

La viscosidad intrínseca de las pulpas tratadas decrece con el aumento en la dosis de 

enzimas, esto se debe a la disolución de las cadenas de celulosa por acción de las EG, las 

cuales tienen afinidad por las regiones de celulosa amorfa y promueven un ataque aleatorio 

en los enlaces β-glucosídicos internos, liberando oligómeros de diferentes longitudes, como 

celobiosa y celo-oligosacáridos (Barbosa et al., 2020). Los ataques aleatorios causan una 

rápida disminución de la longitud de las cadenas, lo que hace que la viscosidad disminuya 

con el aumento de los grupos terminales reductores (Zabed et al., 2017). Por esto, se 

esperaba que los tratamientos con altas dosis de EG de los monocomponentes redujeran 

la viscosidad de las pulpas Kraft, pero solo se observó una disminución significativa en el 

tratamiento con 100 U del monocomponente de T. reesei (424 mL/g) respecto a la pulpa 

control (631 mL/g), lo que podría deberse a que este posee la mayor actividad específica 

de EG y los valores de viscosidad obtenidos con EG de T. reesei fueron comparables a los 

obtenidos con ambas dosis del multicomponente Cellic CTec3 (aprox. 400 mL/g). A pesar 

de observarse una disminución de la viscosidad luego del tratamiento con el cóctel Cellic 
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CTec3, respecto al control, no se observaron diferencias en las viscosidades entre las dosis 

de 10 y 100 UEG, así como tampoco se observaron diferencias entre los tratamientos a 

diferentes pHs (4- 7,5). Sin embargo, cuando se utilizó el multicomponente en presencia de 

H2O2 y los agentes reductores (AA y AG) a diferentes pHs, si se observaron variaciones en 

las viscosidades de las pulpas, con valores que fueron siempre menores que la viscosidad 

de los respectivos controles, y que correspondieron a las menores viscosidades obtenidas 

de todos los tratamientos (346-370 mL/g). Se pudo observar una disminución mayor en la 

viscosidad en los pHs extremos del tratamiento con H2O2 y el agente reductor AA, respecto 

al pH 6. En cambio, con el agente reductor AG, la viscosidad en los pHs extremos fue mayor 

que a pH 6, sugiriendo diferentes modos de acción para ambos agentes reductores. 

Ceccherini et al. (2021), reportaron resultados similares al aplicar un tratamiento con una 

combinación de LPMO (con agente reductor AG) y EG, donde la viscosidad disminuyó un 

19% en comparación con el tratamiento solo con EG a pH 7. Similares resultados se 

observaron con el tratamiento con el cóctel Cellic CTec3 10 UEG combinado con H2O2 y AG 

a pH 6, el cual redujo la viscosidad un 36% comparado con el tratamiento utilizando el 

monocomponente T. reesei 10 U, al mismo valor de pH.  

Existen grupos funcionales importantes de determinar en las pulpas de celulosa que han 

sido sometidas a algún tipo de tratamiento químico o enzimático, tales como los grupos 

carboxilo y los aldehídos, debido a que estos determinan la capacidad de absorción, la 

resistencia a la tracción y la flexibilidad de la pulpa entre otros (Aracri et al., 2011; Quintana 

et al., 2017). Aquí se determinaron los grupos carboxilo y aldehídos en las pulpas tratadas 

con el monocomponente de T. reesei y con el multicomponente Cellic CTec3, en ausencia 

y presencia de H2O2 y agentes reductores a diferentes valores de pH. Los grupos carboxilo 

son grupos hidrofílicos que pueden promover el hinchamiento y fibrilación de las fibras de 

celulosa y, por lo tanto, mejorar la fuerza de unión de las fibras (Lin et al., 2018). El contenido 

de grupos carboxilos obtenido aquí luego de los diferentes tratamientos enzimáticos (0,16 – 

0,25 mmol/g) fue similar a lo reportado por Nie et al. (2018), al tratar pulpa de Eucalyptus 

con xilanasas donde el control presentó un contenido de carboxilos de 0,14 mmol/g y las 

pulpas tratadas con dosis de 5 y 30 UI/g un contenido de 0,15 y 0,18 mmol/g, 

respectivamente. En las pulpas tratadas con el multicomponente Cellic CTec3 era esperable 

que a pH 7,5 hubiera un aumento en el contenido de grupos carboxilos debido a la actividad 

de la enzima LPMO detectada, principalmente luego de adicionar H2O2 y agentes 
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reductores. Sin embargo, solo se vio un aumento a pH 4, lo cual sería contradictorio con la 

determinación de la actividad LPMO que es máxima a pH 7,5 y no se detecta a pH 4, 

utilizando 2,6-DMP como sustrato. La aparente falta de efecto de esta enzima en los 

ensayos en que se intentó potenciar su actividad utilizando H2O2 y agentes reductores a pH 

7,5, podría deberse a las condiciones de temperatura usadas en los tratamientos de las 

pulpas, ya que es sabido que la actividad de LPMO incrementa entre los 25 y 40 °C, pero a 

50 °C se inactiva rápidamente (Breslmayr et al., 2018). El tipo de solución tampón utilizado 

también puede influir en la actividad de la LPMO, ya que aniones citrato interactúan con el 

cobre del sitio activo disminuyendo la actividad hasta 40 veces (Breslmayr et al., 2018). En 

cuanto al contenido de grupos aldehídos se esperaba que las pulpas tratadas con el cóctel 

Cellic CTec3 (10 UEG) presentaran un mayor contenido de grupos aldehídos, debido a la 

actividad de LPMO que debería producir un cierto grado de oxidación de la pulpa, y el grado 

de oxidación está relacionado con un alto contenido de grupos aldehídos (Lin et al., 2020). 

Sin embargo, el tratamiento a pH 7,5 en presencia de H2O2 y el agente reductor AG solo 

produjo un leve aumento en el contenido de aldehídos, pero que fue significativo respecto 

al tratamiento control. Un estudio realizado por Syverud et al. (2014), demostró que los 

grupos aldehído de nanofibrillas de celulosa oxidada se pueden usar para facilitar el 

entrecruzamiento de las fibrillas y obtener estructuras de gel permanentes.  

Los hidrogeles son candidatos atractivos para una amplia gama de aplicaciones, incluidas 

la agricultura y la ingeniería biomédica, principalmente debido a la enorme capacidad de 

absorber y retener grandes cantidades de líquidos (Wong et al., 2021), por esto se 

seleccionaron pulpas tratadas enzimáticamente con viscosidades intrínsecas similares para 

formular hidrogeles, los cuales fueron formulados de manera exitosa y a los cuales se les 

probó la eficiencia a través de  la capacidad de adsorción utilizando del colorante azul de 

metileno (MB). Los hidrogeles obtenidos mostraron capacidades de adsorción de MB que 

variaron entre 23,6 y 45,3 mg/g, sin embargo, estos valores no mostraron diferencias 

estadísticas con el hidrogel control (28,8 mg/g). Duman et al. (2020), determinaron la 

capacidad de adsorción de azul de metileno (MB) de hidrogeles de agar/κ-carragenano 

(derivado de la celulosa de algas rojas) donde a las 24 h obtuvieron una adsorción de 16 

mg/g de hidrogel. Carrillo et al. (2022), determinaron la capacidad de adsorción de MB de 

hidrogeles de pulpas Kraft tratadas químicamente con extracción cáustica en frío (CCE) y 
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con activación por hidrólisis ácida diluida, y obtuvieron valores de adsorción de entre 29 y 

45 mg/g de hidrogel, siendo comparable a la capacidad de adsorción de los hidrogeles 

obtenidos de los tratamientos enzimáticos con el monocomponente de T. reesei 100 U (45,3 

mg/g) y también con los hidrogeles tratados con Cellic CTec3 10 U (31,8 mg/g) y con el 

cóctel combinado con H2O2 y AG (32,7 mg/g).  

Estos resultados preliminares sugieren que nuevas condiciones de tratamiento enzimático 

de las pulpas Kraft con los monocomponentes y multicomponente deberían ser probadas y 

optimizadas, y al mismo tiempo análisis adicionales deberían ser incluidos que permitieran 

determinar los cambios producidos en las pulpas por acción de las enzimas. 
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8. Conclusiones 

- Se corroboró que la actividad hidrolítica predominante en los preparados enzimáticos 

comerciales monocomponente de T. reesei y A. niger era de endoglucanasa (EG), pero se 

determinó que éstos también presentan actividad de exo-glucanasa, β-glucosidasa y 

endoxilanasa. Las mismas enzimas fueron detectadas en el multicomponente Cellic CTec3, 

además de la actividad auxiliar del tipo LPMO.  

- La actividad EG tanto de los monocomponentes como del multicomponente fue 

significativamente (P≤0,05) afectada por el pH y el tiempo de reacción, observándose las 

mayores actividades en rangos de pH ácido (4-6) y en tiempos cortos de incubación (30 

min). 

- Los tratamientos enzimáticos fueron capaces de generar modificaciones en las 

propiedades de la pulpa Kraft de eucalipto siguiendo la tendencia multicomponente Cellic 

CTec3 > monocomponente de T. reesei > monocomponente de A. niger, y las diferencias 

observadas en los tratamientos con los monocomponentes de ambos hongos sugieren 

diferentes mecanismos de acción de las EG. 

- Los tratamientos enzimáticos con el multicomponente Cellic CTec3 (10 y 100 U) y el 

monocomponente de T. reesei (100 U) fueron métodos eficaces para disminuir la viscosidad 

intrínseca y aumentar el contenido de oligosacáridos de las pulpas, principalmente a pH 4 y 

6, y en presencia de H2O2 y agentes reductores en el caso del Cellic CTec3. 

- Las pulpas tratadas enzimáticamente y seleccionadas por viscosidades similares fueron 

utilizadas para la formulación de hidrogeles de celulosa que presentaron capacidad de 

adsorción de azul de metileno, sin embargo, no se observaron diferencias estadísticas entre 

los tratamientos enzimáticos. 

- La selección de una determinada preparación enzimática comercial en la forma de mono- 

o multicomponente para el tratamiento de pulpas Kraft u otro material lignocelulósico debería 

considerar una optimización previa de diversos factores determinantes de la catálisis, ya 

que el éxito del tratamiento enzimático dependerá del mecanismo de acción particular de 

cada enzima.  
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