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RESUMEN 

Las xilanasas son enzimas importantes en la degradación de la biomasa 

vegetal, principalmente sobre los componentes de la hemicelulosa, permitiendo la 

liberación de xilooligosacáridos y xilosa.  

En este estudio, se logró la transformación de Escherichia coli BL21 Star 

(DE3) con un plásmido que contuvo el gen de la xilanasa de Paenibacillus 

barengoltzii. El clon más eficiente alcanzó una actividad catalítica de 1129 U/mL. 

Posteriormente, se realizó un escalamiento del cultivo, obteniendo valores de 

actividad específica de 319,84 U/mg en la fracción soluble y 2478,064 U/mg en el 

ultrafiltrado. La caracterización funcional de la enzima mostró una actividad 

máxima a 60 °C y pH 7. En cuanto a la estabilidad térmica, la enzima mantuvo más 

del 72 % de su actividad tras 240 minutos a 40 °C, aunque a temperaturas de 60 a 

80 °C, la actividad residual decayó rápidamente. Respecto a la estabilidad frente al 

pH, se conservó valores entorno al 100 % de actividad residual tras 4 horas en pH 

6 y 7, mientras que a pH 4 y 8, se observó una pérdida notable de actividad residual. 

El análisis frente a agentes químicos reveló que K⁺ mantuvo un comportamiento 

activador sostenido hasta 150,81 % a 10 mM. El Mn²⁺ y Cu²⁺ también 

incrementaron notablemente la actividad residual, alcanzando 132,64 % y 168,51 

% a 1 mM, respectivamente. 

Estos resultados demuestran que la expresión recombinante de la xilanasa 

de P. barengoltzii en E. coli BL21 Star (DE3) fue exitosa, y que la enzima presenta 

características funcionales atractivas para su aplicación en procesos 

biotecnológicos en la industria alimentaria. 
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ABSTRACT 

Xylanases are key enzymes in the degradation of plant biomass, acting 

primarily on hemicellulose components to release xylooligosaccharides and xylose. 

In this study, Escherichia coli BL21 Star (DE3) was successfully 

transformed with a plasmid carrying the xylanase gene from Paenibacillus 

barengoltzii. The most efficient clone exhibited a catalytic activity of 1129 U/mL. 

Subsequently, scale-up of the culture led to specific activity values of 319,84 U/mg 

in the soluble fraction and 2478,064 U/mg in the ultrafiltrated. Functional 

characterization of the enzyme revealed a maximum activity at 60 °C and pH 7. 

Regarding thermal stability, the enzyme retained over 72% of its activity after 240 

minutes at 40 °C, although residual activity declined rapidly at temperatures 

between 60 and 80 °C. In terms of pH stability, the enzyme maintained nearly 100% 

residual activity after 4 hours of preincubation at pH 6 and 7, whereas a notable loss 

of activity was observed at pH 4 and 8. The effect of chemical agents showed that 

K⁺ sustained a consistent activating effect, reaching up to 150,81% at 10 mM. Mn²⁺ 

and Cu²⁺ also significantly increased the residual activity, reaching 132,64% and 

168,51% at 1 mM, respectively. 

These results demonstrate the successful recombinant expression of P. 

barengoltzii xylanase in E. coli BL21 Star (DE3) and highlight its promising 

functional properties for potential applications in biotechnological processes in the 

food industry. 
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I. INTRODUCCIÓN 

Los procesos industriales sostenibles han impulsado la investigación en 

alternativas que logren valorizar la biomasa lignocelulósica (Collins et al., 2005). 

Este heteropolímero, constituido en su mayoría por celulosa, hemicelulosa y 

lignina, proviene de fuentes renovables como residuos agrícolas, forestales y 

desechos de la industria alimentaria (Zoghlami & Paës, 2019). En gran parte del 

mundo, este compuesto está presente en elevada cantidad, que con su bajo costo, la 

colocan como una materia prima para su transformación mediante tecnologías 

verdes en productos de valor agregado, como bioetanol, bioplásticos, azúcares 

fermentables, entre otras (Qaseem et al., 2021).  

Una propiedad importante que considerar es su naturaleza recalcitrante, lo 

que implica una hidrólisis previa dirigida a la celulosa y la hemicelulosa, dando 

como productos los monómeros de carbohidratos de interés para aplicaciones 

biotecnológicas (Maurya et al., 2015). En este contexto, las enzimas se consideran 

como herramientas clave, ya que realizan este proceso y ofrecen ventajas tanto 

ambientales como económicas frente a métodos químicos o físicos tradicionales 

(Bhalla et al., 2013). 

Para la hidrólisis de la hemicelulosa, que representa entre el 30 % y 40 % 

de la biomasa lignocelulósica, requiere la acción sinérgica de múltiples enzimas 

asociadas al complejo hemicelulasas, entre las cuales destacan las xilanasas. Esta 

clase de enzimas pueden hidrolizar el xilano con alta especificidad, minimizando 
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las pérdidas de sustrato y generación de subproductos contaminantes, en 

comparación con los procesos químicos (Marcolongo et al., 2015). Su aplicación se 

extiende a industrias como la papelera, alimentaria, farmacéutica y de 

biocombustibles, donde se requieren enzimas estables bajo condiciones industriales 

de temperatura, pH y salinidad (de Sales et al., 2017). 

Dentro de las xilanasas, las de origen bacteriano destacan por su versatilidad 

y resistencia, mostrando un amplio rango de estabilidad bajo condiciones adversas 

(Chakdar et al., 2016). Las xilanasas termoestables son particularmente deseables, 

ya que ofrecen mayor eficiencia en la hidrólisis, menor riesgo de contaminación 

biológica y estabilidad estructural. Bacterias termófilas como Geobacillus, Bacillus 

y Paenibacillus han sido ampliamente estudiadas por su capacidad para producir 

este tipo de extremozimas (Cripps et al., 2009; Bhalla et al., 2015; Wang et al., 

2022). En ese contexto, las xilanasas se han posicionado como herramientas 

esenciales en diferentes procesos industriales, no solo por su capacidad para 

mejorar la eficiencia y calidad de productos derivados de la biomasa, sino también 

por reducir el consumo energético y de agua (Nigam, 2013). 

Por ello, este estudio sobre la expresión y caracterización funcional de la 

xilanasa de Paenibacillus barengoltzii en Escherichia coli busca contribuir a este 

campo, aumentando el espectro de biocatalizadores que podrían implementarse en 

diversas aplicaciones industriales y ecológicas. 
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1.1. Planteamiento del problema 

El rápido incremento de la población y el crecimiento económico han 

impulsado grandes inversiones en diversos sectores, destacando especialmente la 

industria alimentaria y agrícola. Sin embargo, la intensificación de la actividad 

industrial en estos campos ha generado un aumento considerable en la producción 

de residuos lignocelulósicos, representando un desafío ambiental significativo 

(Collins et al., 2005). Estos residuos, si bien son abundantes y renovables, requieren 

procesos eficientes y sostenibles para su aprovechamiento. 

Entre las estrategias más prometedoras para la revalorización de estos 

desechos, se encuentra la hidrólisis enzimática mediante enzimas del complejo 

celulasa, hemicelulasa y ligninasa. La hidrólisis de la hemicelulosa, el segundo 

polisacárido renovable más abundante en la naturaleza, se da a través del complejo 

hemicelulasa, que son capaces de liberar azúcares fermentables envueltos en la 

producción de bioetanol, bioplásticos y otros bioproductos de interés industrial 

(Marcolongo et al., 2015). No obstante, la eficacia de este proceso está 

condicionada por la estabilidad, especificidad y resistencia de las xilanasas a 

condiciones extremas como temperatura, pH o presencia de inhibidores, factores 

clave para su uso en entornos industriales reales. 

Aunque en diversos lugares del mundo se han identificado y caracterizado 

enzimas con estas propiedades, en el contexto nacional y local la información sobre 

xilanasas bacterianas, tanto nativas como recombinantes, sigue siendo limitada. 
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Esta carencia restringe el desarrollo de soluciones biotecnológicas adaptadas a 

condiciones específicas de nuestra realidad.  

En ese sentido, el estudio de enzimas provenientes de bacterias termófilas 

como Paenibacillus barengoltzii, reconocidas por su potencial termoestable, 

representa una alternativa relevante para el diseño de procesos más eficientes y 

sostenibles. Sin embargo, sus propiedades funcionales tras la expresión heteróloga 

aún no han sido exploradas adecuadamente. 

En base a ello, se plantea la siguiente pregunta de investigación: 

¿Cuáles son las características funcionales de la xilanasa de Paenibacillus 

barengoltzii expresada en Escherichia coli? 

 

1.2. Hipótesis 

La xilanasa de Paenibacillus barengoltzii expresada en Escherichia coli 

presenta estabilidad y actividad enzimática óptimas bajo diferentes condiciones de 

pH, temperatura y agentes químicos, adecuadas para aplicaciones biotecnológicas 

 

1.3. Justificación 

La elevada capacidad de degradación eficaz a través de la enzima xilanasa, 

tiene diversas aplicaciones industriales. En la industria de la cerveza, mejoran la 

filtración del mosto; en la industria panadera, regulan y mejoran la textura y el sabor 

del pan; y en la producción de piensos, aumentan la digestibilidad de los nutrientes 
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en los alimentos balanceados (Wang et al., 2016; Carvalho et al., 2017; Juturu y 

Wu, 2012). En la naturaleza, existen diversas fuentes de xilanasas termoestables 

que se desarrollan a partir de nichos termófilos, destacando aquellas producidas por 

bacterias como Bacillus stearothermophilus, Bacillus subtilis y Paenibacillus spp. 

(Wang et al., 2022). 

Dado que la producción natural de xilanasas es limitada y ciertamente 

costosa, es necesario el desarrollo de nuevas tecnologías que permitan su 

producción a gran escala y a costos relativamente bajos. En respuesta a ello, la 

aplicación de la tecnología del ADN recombinante es altamente empleada para 

sostener y responder los requerimientos de producción enzimática a gran escala 

siendo (Beg et al., 2001; Dhaver et al., 2023). 

En particular, Paenibacillus barengoltzii ha sido identificado como una 

fuente prometedora de xilanasas, aunque la información sobre potencial catalítico 

y estabilidad funcional para este grupo bacteriano aún es escaza, especialmente 

cuando se expresa en sistemas heterólogos como Escherichia coli, que no requiere 

sistemas de cultivo complejos. 

En este contexto, la caracterización funcional de la xilanasa de P. 

barengoltzii en E. coli resulta fundamental para comprender su estabilidad y 

eficiencia catalítica bajo distintos parámetros fisicoquímicos, lo que permitiría 

optimizar su aplicación en diferentes industrias y contribuyendo al desarrollo de 

biocatalizadores más robustos.  
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1.4. Objetivos 

1.4.1. Objetivo general 

 Caracterizar las propiedades funcionales la xilanasa de 

Paenibacillus barengoltzii expresada en Escherichia coli. 

 

1.4.2. Objetivos específicos 

 Transformar y detectar clones de Escherichia coli con actividad 

xilanasa 

 Producir y purificar la proteína recombinante xilanasa mediante 

cromatografía de afinidad 

 Determinar las características funcionales de la xilanasa 

recombinante óptimas frente a la temperatura y pH, estabilidad 

térmica, estabilidad al pH y resistencia a agentes químicos 
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1.5.  Marco teórico 

1.5.1. Biomasa lignocelulósica 

La biomasa lignocelulósica presenta de manera natural un comportamiento 

de resistencia a la degradación enzimática y microbiana, constituyendo un desafío 

para su revalorización industrial como bioenergía y bioproductos, por ello, 

comprender aspectos químicos y estructurales de la pared celular vegetal, resulta 

esencial para optimizar su descomposición (Zoghlami & Paës, 2019). 

 

1.5.1.1. Celulosa 

La celulosa es el polímero más abundante en la biomasa lignocelulósica (40 

– 60 % en peso) y está formado por unidades de β-D-glucopiranosa unidas por 

enlace β-1-4, con unidades repetitivas de celobiosa. Estas cadenas de glucosa se 

agrupan formando microfibrillas que se ensamblan en fibrillas de celulosa 

altamente ordenadas e incrustadas en una matriz lignocelulósica densa (Robak & 

Balcerek, 2018).   

Respecto a su accesibilidad, un factor importante es el grado de 

polimerización, que se encuentra asociado con cadenas más largas de glucosa y 

mayores enlaces de hidrógeno, lo que dificulta su hidrólisis. Por otro lado, cadenas 

cortas tienden a tener enlaces más débiles, repercutiendo positivamente en la 

hidrólisis enzimática (Meng et al., 2017). Adicionalmente, factores como la 
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cristalinidad y la porosidad, aumentan la recalcitrancia de este polímero al estar 

estrechamente relacionado con el grado de polimerización.   

 

1.5.1.2. Hemicelulosa 

La hemicelulosa es el segundo polímero más abundante en la biomasa 

lignocelulósica (20-35 % en peso) y está compuesto por diversos polísacaridos 

ramificados tales como xilanos, mananos, xiloglucanos y glucomananos (Chandel 

et al., 2018). En comparación con la celulosa, este polímero posee un menor grado 

de polimerización y tiene una estructura menos rígida, posicionándola como más 

susceptible a hidrólisis por ácidos diluidos, bases suaves o enzimas tipo 

hemicelulasa (Mota et al., 2018).  

La principal función de este polímero es la protección física, que limita el 

acceso enzimático a la celulosa subyacente. Diversos estudios demostraron que la 

remoción parcial de hemicelulosa mediante tratamientos con explosión de vapor o 

uso de ácidos diluidos, mejoran la exposición de celulosa al aumentar la porosidad 

de la biomasa, y por lo tanto, aumentando la superficie disponible para el ataque 

enzimático (Santos et al., 2018; Kruyeniski et al., 2019). Algunos autores reportan 

que la lignina, es un importante agente restrictivo en la función enzimática para la 

hidrólisis (Gao et al., 2015). 
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1.5.1.3. Lignina 

Es un heteropolímero amorfo altamente complejo en forma y estructura, 

formado por unidades fenólicas derivadas de alcoholes, entre ellos el p-cumarílico, 

coniferílico y sinapílico (Agbor et al., 2011). La principal función biológica radica 

en conferir hidrofobicidad, rigidez estructural y actuar como agente intercalante 

entre la hemicelulosa y celulosa de la pared celular vegetal.  

Algunos estudios demostraron que este heteropolímero tiene un efecto 

adverso sobre la eficacia en la hidrólisis enzimática de la celulosa mediante la 

adsorción irreversible a las enzimas mediante interacciones hidrofóbicas, enlaces 

de hidrógeno, grupos metoxilo y estructuras poliaromáticas (Kumar & Wyman, 

2009; Zeng et al., 2014). La correlación lignina y digestibilidad enzimática ha sido 

negativa en diversas especies vegetales no tratadas como álamo, paja de trigo y 

arroz transgénico (Meng et al., 2017; Yoo et al., 2017; Huang et al., 2017). En 

respuesta a ello, pretratamiento que mejoran la porosidad del material, reduce los 

sitios de adsorción, lo cual facilitaría la actividad enzimática (Pihlajaniemi et al., 

2016). Por otro lado, una relación interesante es la planteada para la proporción 

entre sinapilo (S) y coniferilo (G) implicados en la recalcitrancia. Guo et al. (2014) 

reporta que una mayor proporción de G está asociada a una mayor adsorción de 

celulasas.  
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Figura 1 

Componentes y estructura de la lignocelulosa de la pared celular vegetal 

 

Nota: Adaptado de Insight into Pretreatment Methods of Lignocellulosic Biomass 

to Increase Biogas Yield: Current State, Challenges, and Opportunities (p. 3), por 

Hernández-Beltrán et al. (2019), Applied Sciences, 9. 
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Tabla 1  

Composición porcentual de la biomasa lignocelulósica 

Biomasa Celulosa (%) 
Hemicelulosa 

(%) 
Lignina (%) 

Grass bermuda 47,8 13,3 19,4 

Mazorca de maíz 35,0 – 39,0 38,0 – 42,0 4,5-6,6 

Paja de arroz 41,0 21,5 9,9 

Bagazo 38,1 26,9 18,4 

Pulpa de café 24,0 8,9 19,4 

Fibra de coco 17,7 2,2 34,0 

Cáscara de arroz 24,0 – 29,0 12,0 – 14,0 11,0 – 13,0 

Paja de trigo 36,6 24,8 14,5 

Serrín 45,0 15,1 25,3 

 

Nota: Adaptado de Microbial Xylanases: Sources, Types, and Their Applications 

(p.152), por El Enshasy et al. (2016), Biofuel and Biorefinery Technologies, 3.  

 

1.5.2. Xilano 

El xilano, uno de los principales componentes de la hemicelulosa, es uno de 

los polisacáridos más abundantes de la naturaleza y representa una parte importante 

de la biomasa vegetal, que constituye aproximadamente el 20-30% del peso seco 
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de las paredes celulares secundarias en las dicotiledóneas, incluidos los árboles de 

madera dura, y hasta el 50% en las gramíneas como forrajes y cereales (Curry et 

al., 2023).  

Por otro lado, la evolución del complejo β-1,4 xilano fue un acontecimiento 

fundamental en la evolución de las plantas, que coincidió con la colonización de la 

tierra por las plantas al estar presente en la interfaz entre la lignina y la celulosa en 

la pared celular vegetal (Kang et al., 2019), donde desempeña un papel crucial en 

la cohesión de las fibras y la integridad estructural general de la pared celular. 

Además, la alta diversidad de estructuras químicas de los xilanos derivados de 

material vegetal, requiere una amplia variedad de xilanasas con diferentes 

actividades hidrolíticas y propiedades fisicoquímicas (Scheller & Ulvskok, 2010).  

 

1.5.2.1. Estructura y distribución 

Se encuentra en proporciones significativas en la madera dura de 

angiospermas (15-30% de la pared celular) y en la madera blanda de 

gimnospermas (7-10%), así como en plantas anuales (menos del 30%) 

(Singh et al., 2003). Estructuralmente, los xilanos se pueden describir como 

polímeros de carbohidratos con cadenas principales de β-1,4-xilosil, aunque 

también se han identificado xilanos con estructuras de β-1,3-xilosil y 

enlaces mixtos de β-1,4-1,3 en algas (Deniaud et al., 2003). Además, según 
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la naturaleza de sus grupos sustituyentes, los xilanos pueden clasificarse en 

cuatro familias principales. 

 

 O-acetilglucuronoxilano (AcGX): Este tipo de xilano se encuentra 

mayormente en las gruesas paredes celulares secundarias lignificadas de 

las maderas duras y en especies dicotiledóneas herbáceas, como Populus 

alba (álamo) y Arabidopsis thaliana (arabidopsis) (Jacobs et al., 2001). 

Además, residuos de xilosa en la cadena principal están acetilados en O-

2, O-3 o en ambos, siendo la sustitución más frecuente en este tipo de 

xilano. 

 Arabinoglucuronoxilano (AGX): Los AGX se encuentran en las 

paredes celulares de la mayoría de las gimnospermas, como los pinos, y 

suelen estar con grupos de ácido 4-O-metil-α-D-glucurónico en O-2 y 

residuos de α-L-arabinofuranosa en O-3, aproximadamente cada diez 

unidades de xilosa (Sjöholm et al., 2000). A diferencia de los AcGX, 

generalmente no presentan acetilaciones.  

 O-acetilglucuronoarabinoxilano (AcGAX): Este xilano es 

característico de las gramíneas. Los AcGAX contienen residuos de ácido 

glucurónico o ácido 4-O-metilglucurónico en O-2, pero sus principales 

sustituciones son los residuos de α-L-arabinofuranosa en O-3. Además, 

en los AcGAX de las paredes primarias, los residuos de arabinosa 
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pueden estar sustituidos en O-2 o O-3, o en ambos, por otros residuos de 

α-L-arabinofuranosa o xilosa (Mazumder et al., 2012). 

 O-acetilarabinoxilano (AcAX): Los AcAX se encuentran en las 

paredes celulares de los granos de cereales almidonosos, consituido por 

una cadena principal de xilosa unidas por enlace β-1,4. Presenta 

ramificaciones de arabinosa (α-1,2 o α-1,3), y grupos acetilo unidos a la 

xilosa en posiciones C-2 o C-3 (Motta et al., 2013). En menor 

proporción, residuos de arabinosa pueden estar esterificados con ácidos 

ferúlico o p-cumárico en O-5, lo que facilita la formación de enlaces 

cruzados entre diferentes moléculas de xilano o entre xilano y lignina. 

(Grabber et al., 2000). 

 

1.5.3. Visión general de xilanasas 

El sistema enzimático xilanolítico responsable de la hidrólisis del 

xilano está compuesto por un conjunto de enzimas, que incluyen 

endoxilanasa (endo-1,4-β-xilanasa, E.C.3.2.1.8), β-xilosidasa (xilan-1,4-β-

xilosidasa, E.C.3.2.1.37), α-glucuronidasa (α-glucosiduronasa, 

E.C.3.2.1.139), α-arabinofuranosidasa (α-L-arabinofuranosidasa, 

E.C.3.2.1.55) y acetilxilano esterasa (E.C.3.1.1.72) (Juturu & Chuan, 2012). 

Entre ellas, las endoxilanasas son particularmente relevantes debido a su 

papel directo en la ruptura de los enlaces glicosídicos y la liberación de 
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xilooligosacáridos (Verma & Satyanarayana, 2012). Debido a su tamaño y 

estructura compleja del xilano, no puede asimilarse directamente en la pared 

celular de los microorganismos. Sin embargo, sus productos de degradación 

como xilosa, xilobiosa, xilooligosacáridos y heterodisacáridos generados 

por acción de enzimas microbianas o por condiciones naturales del entorno, 

pueden actuar como inductores en la biosíntesis de xilanasas al activar vías 

regulatorias asociadas a la presencia de estos compuestos (Motta et al., 

2013). 

 

Figura 2  

Estructura del xilano y principales enzimas xilanolíticas asociadas en su 

degradación 

 

Nota: Ac: Grupo acetilo; α-Araf: α-arabinofuranosa; α-4-O-Me-GlcA: α-4-O- 

ácido metilglucorónico. Adaptado de Xylanolytic enzymes from fungi and bacteria 

(p. 143) por Sunna & Antranikian (1997), Critical Reviews in Biotechnology. 17(1). 
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La endo-β-1,4-xilanasa cataliza la hidrólisis aleatoria de los enlaces 

glucosídicos β-1,4 que unen los residuos de D-xilosa en la cadena principal 

del xilano. Este mecanismo libera xilooligosacáridos de diversos tamaños, 

como xilobiosa, xilotriosa y xilotetraosa, los cuales corresponden a 

fragmentos lineales del polímero inicial (Kulkarni et al., 1999). Para 

completar la degradación del xilano hasta xilosa monomérica, se requiere la 

participación de β-xilosidasas, que escinden los extremos no reductores de 

los xilooligosacáridos, liberando unidades individuales de xilosa (Kulkarni 

et al., 1999). Sin embargo, debido a que el xilano vegetal frecuentemente 

está sustituido con grupos acetilo en su cadena principal, se requiere la 

acción sinérgica de enzimas accesorias como la acetilxilan esterasa. Esta 

enzima remueve los grupos acetilo unidos a los residuos de D-xilosa, lo que 

permite una hidrólisis más eficiente del polímero por parte de las xilanasas 

(Coughlan & Hazlewood, 1993).  

 

1.5.3.1. Clasificación y características de las xilanasas 

Las endo-β-1,4-xilanasas, pertenecientes a las familias de glicosil 

hidrolasas (GH) 10 y 11, son enzimas capaces de hidrolizar la cadena 

principal del xilano (Lombard et al., 2014). Las enzimas GH10 se 

caracterizan por una mayor eficiencia de hidrólisis en heteroxilanos y menor 
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sensibilidad frente a enlaces β-1,3 en la estructura del xilano (Méndez-Líter 

et al., 2021). En contraste, las GH11 muestran una alta especificidad, ya que 

actúan exclusivamente sobre enlaces β-1,4 (Biey et al., 1997). Sin embargo, 

se ha reportado que, en ciertas ocasiones, las GH11 pueden superar a las 

GH10 en la hidrólisis de sustratos insolubles (Méndez-Líter et al., 2021).  

De acuerdo con la base de datos CAZy (The Carbohydrate-Active 

EnZymes database) indicada por Elodie et al. (2022), clasifica las enzimas 

xilanasa basándose en diversos parámetros estructurales y funcionales, las 

β-xilosidasas están agrupadas en las familias 1, 2, 3, 5, 10, 30, 39, 43, 51, 

52, 54 y 120 de las glicosil hidrolasas (GHs), con representantes arqueales 

en la mitad de estas familias (1, 2, 3, 5, 10, 39, 43 y 51). De manera similar, 

las endo-xilanasas se encuentran en las familias GH 5, 6, 8, 10, 11, 26, 30, 

43 y 98, siendo las endoxilanasas arqueales presentes solo en 5 de estas 

familias: 5, 10, 11, 26 y 43.  
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Figura 3 

Clasificación y características de la familia glicosilhidrolasa de acuerdo a la base 

de datos CAZy 

 

Nota: Adaptado de Xylanases from termophilic archaea: A hidden treasure (p. 4), 

por Saavedra-Bouza et al. (2023), Current Research in Biotechnology, 5.  
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Tabla 2 

Diferencias principales de las xilanasas miembros de la familia GH11 y GH11 

Familia GH 10 Familia GH 11 

Masa molecular alta > 30 kDa Masa molecular baja < 30 kDa 

Punto isoeléctrico bajo Punto isoeléctrico alto 

Presenta un dominio de unión a 

carbohidratos 

No presenta dominio de unión a 

carbohidratos 

Plegamiento común (α/β)8 barrel Plegamiento común β-jelly roll 

Interactuan con celulosa y otros 

polisacáridos 

No interactúan sobre sustratos 

celulósicos y otros polisacáridos 

Activa sobre xilanos ramificados y no 

ramificados 
Activa sobre xilanos no ramificados 

Nota: Adaptado de Thermophilic xylanases: from bench to bottle (pp. 991 – 992) 

por Basit et al. (2018), Critical Revies in Biotechnology, 38(7). 

 

1.5.3.2. Mecanismo molecular de las xilanasas 

Las endoxilanasas y las β-xilosidasas catalizan la hidrólisis de los 

enlaces glicosídicos mediante dos mecanismos: retención o inversión de la 

configuración anomérica (Pollet et al., 2010). Para el mecanismo de 

inversión, se propone que dos residuos de glutamato/aspartato (separados 

por 10,5 Å) actúan de manera sinérgica, uno activa la molécula de agua y el 

otro protona el grupo abandonador (Knob et al., 2009). Por otro lado, en el 
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mecanismo de retención, un residuo ácido protona el oxígeno glicosídico, a 

su vez que un nucleófilo ataca el carbono anomérico, formando el complejo 

glicosil-enzima (inversión temporal α→β). Luego, una molécula de agua 

activada hidroliza este complejo intermediario, restableciendo la 

configuración original de β→α (Davies & Henrissat, 1995). 

 

Figura 4  

Mecanismos de acción enzimática por retención e inversión de glicosilhidrolasas 

 

Nota: Adaptado de β-Glucosidases (p. 3398) por Ketuda & Esen (2010), Cellular 

and Molecular Life Sciences. 67. 

 

1.5.4. Microorganismos productores de xilanasas 

Los microorganismos productores de xilanasa, como hongos y 

bacterias, desempeñan un papel fundamental en la degradación de 
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hemicelulosas, particularmente el xilano. Las xilasanas tienen amplias 

aplicaciones industriales en sectores como la producción de bioenergía, la 

industria alimentaria y del papel, debido a su capacidad para catalizar la 

hidrólisis de xilano en xilooligosacáridos y xilosa (Phuyal et al., 2023). En 

este contexto, los microorganismos nativos de nichos extremos, como los 

nichos termófilos, tanto hongos como bacterias, son de particular interés 

debido a su habilidad para mantener la actividad enzimática a elevadas 

temperaturas, condición requerida en diversos procesos industriales. 

 

1.5.4.1. Bacterias productoras de xilanasa 

Dentro del grupo de bacterias productoras de xilanasa, las especies 

del género Bacillus son particularmente importantes debido a su capacidad 

para producir enzimas termoestables que pueden hidrolizar xilano en xilosa 

y xilobiosa (Bhardwaj et al., 2019). En general, el pH óptimo de las 

xilanasas bacterianas es ligeramente más alto que el de las xilanasas 

fúngicas, lo que las hace adecuadas para aplicaciones industriales, 

especialmente en las industrias de papel y pulpa (Khasin et al., 1993). Al 

considerar la temperatura, se han reportado xilanasas que muestran 

actividad óptima a temperaturas elevadas de varios microorganismos, como 

Geobacillus thermoleovorans, Streptomyces sp. S27, Bacillus firmus, 

Actinomadura sp. y Saccharopolyspora pathunthaniensis, todas las cuales 
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producen xilanasas activas entre 65 y 90 °C (Verma & Satyanarayana, 

2012). Además, investigaciones han explorado la clonación de genes de 

xilanasa de Bacillus en organismos modelo como Escherichia coli para 

optimizar su producción y facilitar su uso a nivel industrial (Jhamb & Sahoo, 

2012). 

 

Tabla 3  

Bacterias reportadas en la producción de xilanasa y sus características 

Organismos pH óptimo 
Temperatura óptima 

(°C) 

Caldicoprobacter algeriensis 

TH7C1(T) 
11,0 70 

Microcella alkaliphila JAM-AC0309 8,0 65 

Acinetobacter jhonsonii 6,0 55 

Streptomyces griseorubens LH-3 5,0 60 

Aeromonas caviae ME1 7,0 50 

Bacillus amyloliquefaciens 9,0 70 

Bacillus sp. 41-1(36) 9,0 50 

Bacillus sp. TAR-1 6,0 75 

Bacillus stearothermophilus T-6 6,5 75 

 

Nota: Adaptado y modificado de Biotechnology of microbial xylanases: 

enzymology, molecular biology, and application (p. 40), por Subramaniyan & 

Prema (2002), Critical Reviews in Biotechnology, 22(1). 
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1.5.5. Transformación de Escherichia coli 

La transformación bacteriana es un procedimiento importante en 

biotecnología que se utiliza para introducir ADN exógeno en bacterias, como en 

Escherichia coli, con la finalidad de modificar genéticamente, con el fin de 

expresión de proteínas en gran cantidad empleando medios de cultivo económicos, 

clonación, producción de metabolitos o investigación funcional de las propiedades 

de la molécula diana. Esta transferencia de genes se realiza comúnmente mediante 

plásmidos, que son moléculas circulares de ADN autorreplicable y 

extracromosómico, que pueden transportar genes de interés y que son ampliamente 

utilizados como vectores para la ingeniería genética. 

Los procesos de transformación se clasifican en dos tipos generales: 

químicos y físicos. En los procesos químicos, las células competentes de E. coli se 

incuban con cloruro de calcio (CaCl₂), lo que permite neutralizar las cargas 

negativas tanto del ADN plasmídico como de la membrana celular. Posteriormente, 

un choque térmico (generalmente 42 °C durante 30-60 segundos) desencadena la 

aparición de poros transitorios en la membrana, lo que permite la entrada del 

plásmido con el gen de interés, dentro del citoplasma (Dagert y Ehrlich, 1979). Este 

proceso se utiliza con frecuencia debido a su simplicidad y eficiencia en cepas 

químicamente competentes. 

Así mismo, los métodos físicos para el proceso del ADN son la 

electroporación, que consiste en aplicar pulsos eléctricos cortos pero intensos que 
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inducen poros transitorios en la membrana celular, permitiendo una incorporación 

más eficiente del ADN (Ren et al., 2017). También se han propuesto tecnologías 

emergentes que utilizan nanomateriales, como nanotubos de carbono o fibras de 

asbesto, los cuales perforan la membrana bacteriana formando canales que permiten 

el ingreso del ADN (Yoshida & Sato, 2009). Por lo tanto, estas estrategias 

representan alternativas prometedoras, especialmente para ser aplicadas en cepas 

que presentan baja eficiencia de transformación. 

Para mejorar la eficiencia de transformación, se han desarrollado enfoques 

combinados. Por ejemplo, en Corynebacterium glutamicum, la combinación de 

electroporación con choque térmico ha demostrado duplicar la tasa de 

transformación en comparación con métodos individuales (Ren et al., 2017). Por 

otra parte, la sinergia del catión rubidio (RbCl) con sepiolita (estructura de 

nanofibra) es capaz de formar nanocanales transitorios que facilitan el paso del 

ADN a la célula, haciéndolo mucho más eficiente en diferentes especies bacterianas 

(Rest et al., 1999). 

En conjunto, estos métodos representan herramientas clave en la 

biotecnología microbiana, siendo la transformación de E. coli un paso esencial para 

la expresión de proteínas recombinantes, estudios funcionales de genes y desarrollo 

de sistemas de producción a escala. 
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Figura 5 

Métodos de transformación bacteriana in vitro 

 

Nota: Adaptado de Artificial transformation methodologies for improving the 

efficiency of plasmid DNA transformation and simplifying its use (p. 9210), por 

Jun et al. (2019), Applied Microbiology and Biotechnology, 103. Springer. 

 

1.5.6. Expresión de proteínas recombinantes en Escherichia coli 

La expresión de proteínas recombinantes en Escherichia coli es una 

técnica muy utilizada debido a su crecimiento acelerado, bajo coste y 

sistema genético bien caracterizado. Este proceso comienza con la inserción 

del gen que se desea expresar en un vector de expresión, que añade 

elementos reguladores necesarios para la transcripción (como promotores y 
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operadores) y la traducción, como regiones ribosómicas Shine-Dalgarno y 

codones de inicio (Allet et al., 1998). 

Una vez que las células han sido infectadas con el vector, la 

expresión del gen insertado se inicia mediante la adición de compuestos 

inductores. En sistemas como el promotor T7, uno de los más comunes en 

E. coli, es el isopropil-β-D-1-tiogalactopiranósido (IPTG), que es un 

análogo de la lactosa no metabolizable. El IPTG inactiva el represor lacI, 

permitiendo la transcripción del gen bajo control del promotor lac o T7 

acetilado a lacO, activando así la maquinaria de transcripción de la ARN 

polimerasa T7 y dando lugar a una expresión génica fuerte y específica 

(Studier y Moffatt, 1986). 

Los parámetros que regulan la eficacia de la expresión son: La 

concentración de IPTG, la densidad óptica en la inducción (normalmente 

OD₆₆₀₀ ≈ 0,6), la temperatura posterior a la inducción (normalmente entre 16 

°C y 37 °C en función de la solubilidad prevista de la proteína), la agitación 

(para mantener una oxigenación adecuada) y el tiempo de incubación, que 

suele variar entre 2 y 20 horas en función del sistema y el objetivo (Terpe, 

2006). 

La correcta optimización de estos parámetros es esencial, ya que la 

sobreexpresión puede conducir a una acumulación de proteínas mal 

plegadas y a la formación de cuerpos de inclusión, estructuras agregadas que 
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inactivan la proteína de interés (Wingfield, 2015). Aunque este problema es 

común, puede mitigarse mediante estrategias como el uso de temperaturas 

postinducción más bajas, la reducción de la concentración de IPTG o la 

coexpresión de chaperonas moleculares que ayudan al correcto plegamiento 

de las proteínas (Fersht, 1998). 

Por otro lado, E. coli presenta limitaciones en la formación de 

enlaces disulfuro, necesarios para la estabilidad estructural de muchas 

proteínas. Dado que su citoplasma es un entorno reductor, las proteínas con 

estos enlaces tienden a no plegarse correctamente. Sin embargo, se han 

desarrollado cepas mutantes como Origami™ o Rosetta-gami™, que 

permiten un entorno oxidante en el citoplasma, facilitando así la formación 

de enlaces disulfuro (Missiakas y Raina, 1997). 

 

1.5.7. Estrategias de purificación de proteínas recombinantes 

1.5.7.1. Purificación de Proteínas Solubles 

(a) Ruptura Celular: La ruptura de las células es un paso inicial 

crucial para liberar las proteínas solubles al lisado celular. Los métodos 

comunes incluyen homogeneización a alta presión para volúmenes de 40 a 

250 ml, sonicación para volúmenes menores a 100 mL, así como de manera 

alternativa, el empleo de agentes enzimáticos para las paredes celulares y 
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posterior tratamiento con detergentes o sonicación (Burgess & Jendrick, 

1975).  

(b) Clarificación del Lisado: Una vez rotas las células, el lisado se 

clarifica por centrifugación a baja velocidad para eliminar células no rotas 

y desechos grandes, seguido de una centrifugación a alta velocidad para 

eliminar material ribosomal y otros particulados (Wingfield, 2015). Por otro 

lado, se pueden utilizar técnicas como el fraccionamiento con sulfato de 

amonio o polietilenglicol, partición de fases, y filtración de membrana para 

clarificar el extracto (van Reis & Zydney, 2001). 

(c) Cromatografía de Intercambio Iónico: Dependiendo de la 

carga neta de la proteína objetivo, puede emplearse una cromatografía de 

intercambió aniónico o catiónico. El principio radica en la interacción 

electrostática entre las proteínas cargadas y una resina con grupos 

funcionales de carga opuesta. Al ajustar el pH y la fuerza iónica del tampón, 

se puede modificar la interacción entre la proteína y la resina, permitiendo 

su elución de manera controlada, mejorando la resolución y la pureza de la 

proteína purificada (le Maire et al., 2000). 

(d) Cromatografía de afinidad por metales inmovilizados: Se 

basa en la interacción entre algunos aminoácidos de la proteína de interés, 

principalmente histidinas, cisteínas y triptófanos, e iones metálicos de 

transición (Zn, Cu, Ni y Co) que han sido inmovilizados en una matriz 
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cromatográfica mediante agentes quelantes como el nitrilotriacético (NTA). 

En base a este principio, esta técnica ha sido altamente aprovechada para la 

purificación específica de proteínas recombinantes que están marcadas con 

etiquetas de polihistidina, las cuales pueden unirse con alta afinidad en la 

interacción con la matriz (Block et al., 2009). Para la recuperación de la 

proteína, no se elimina mediante lavados, sino por competencia con 

imidazol. 

(e) Filtración en Gel: La filtración en gel, también conocida como 

cromatografía de exclusión por tamaño, es una técnica que separa moléculas 

en función a su tamaño hidrodinámico. La matriz utilizada está compuesta 

por partículas porosas que permiten el paso de moléculas pequeñas en su 

interior, mientras que las de mayor tamaño quedan excluidas. De esta forma, 

las proteínas más grandes eluyen más rápido, y luego las de menor tamaño. 

De esta forma, es usada comúnmente como paso final en procesos de 

purificación proteica, ya que permite eliminar moléculas de tamaño no 

deseado y otras impurezas. Cabe recalcar que este método nos permite el 

intercambio de buffer, permitiendo ajustar la proteína purificada bajo 

condiciones óptimas para su conservación o aplicación (Wingfield, 2015).  
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1.5.7.2. Purificación de Proteínas Insolubles 

(a) Formación de Cuerpos de Inclusión: Las proteínas insolubles 

suelen agregarse en cuerpos de inclusión dentro del citoplasma de E. coli. 

Estos cuerpos de inclusión se pueden aislar en la fracción del pellet después 

de la ruptura celular y la centrifugación a baja velocidad. Para extraer estas 

proteínas, se utilizan condiciones de desnaturalización con agentes como 

guanidina - HCl o urea (Bibi & Beja, 1994). 

(b) Solubilización de Proteínas: Una vez aisladas, las proteínas en 

cuerpos de inclusión se solubilizan con agentes desnaturalizantes. La 

proteína desnaturalizada puede purificarse mediante métodos como la 

filtración en gel, utilizando el mismo agente desnaturalizante para mantener 

la proteína en solución (Burgess & Knuth, 1996). 

(c) Replegamiento de Proteínas: Se lleva a cabo reduciendo 

gradualmente la concentración de agentes desnaturalizantes bajo 

condiciones controladas, en presencia de aditivos como sales, tioles de bajo 

peso molecular, y cosolventes para mantener la solubilidad durante el 

proceso de replegamiento (De Bernández et al., 1999). Posteriormente, las 

proteínas refoldadas a menudo requieren purificación adicional para 

eliminar agregados y proteínas mal plegadas. 
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1.5.8. Caracterización funcional de proteínas recombinantes 

La caracterización funcional de proteínas recombinantes es un paso 

importante para validar de manera experimental la eficiencia catalítica, estabilidad 

estructural y sus aplicaciones en diferentes aspectos industriales como el 

alimentario, papelero, agrícola o bioenergético (Walsh & Jefferis, 2006). En el caso 

particular de las endoxilanasas, desempeñan un rol esencial en la degradación de 

xilanos, permitiendo la liberación de xilooligosacáridos y xilosa. Caracterizar 

funcionalmente a estas enzimas permite evaluar su capacidad hidrolítica en 

condiciones controladas, así como su idoneidad para procesos industriales 

específicos los cuales sea apropiada. 

 El proceso inicial empieza con la evaluación de la actividad catalítica sobre 

sustratos como xilano de madera de haya, lo que nos permite determinar parámetros 

cinéticos fundamentales clave como la constante de Michaelis-Menten (Km) y la 

velocidad máxima (Vmax), indicador que reflejan el grado de afinidad y eficiencia 

catalítica, respectivamente (Michaelis & Menten, 1913). 

Factores experimentales cruciales como el pH y la temperatura influyen 

diferencialmente en la actividad enzimática, ya que pueden alterar la estructura 

tridimensional de la proteína, modificando el estado del sitio activo o promoviendo 

la desnaturalización (Suzuki et al., 2015). Por ello, es de importancia determinar el 

perfil de actividad frente al pH y a la temperatura, así como los rangos óptimos de 
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pH, lo que nos permitirá predecir el comportamiento de la enzima en condiciones 

industriales. 

La xilanasa de Aspergillus fumigatus R1 muestra una actividad óptima a pH 

5 y 50 °C, manteniendo más del 90 % de su actividad en un rango de pH de 4 a 10 

y temperaturas entre 40 y 60 °C (Deshmukh et al., 2016). De manera similar, la 

xilanasa de Bacillus oceanisediminis SJ3, presenta una amplia estabilidad en un 

rango de pH de 5 a 10, reteniendo el 80 % de actividad a niveles de pH 10 

(Boucherba et al., 2017).  

La presencia de iones metálicos también se ha demostrado que ejercen 

efecto sobre la actividad enzimática. Iones como Ca2+ y Mn2+ pueden actuar como 

cofactores, estabilidad la estructura proteica y protegiendo la desnaturalización 

térmica (Abdella et al., 2021). Sin embargo, metales pesados como Hg2+, Cu2+ y 

Pb2+ pueden inhibir la actividad de las xilanasas al interactuar con grupos 

funcionales específicos, alterando su configuración y funcionalidad (Pereira et al., 

2016). Por lo tanto, su análisis permite identificar cofactores esenciales, inhibidores 

o condiciones desfavorables que deben de evitarse durante la aplicación 

biotecnológica. 
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II. MARCO METODOLÓGICO 

2.1. Materiales 

2.1.1. Material biológico 

La cepa Escherichia coli BL21, y el plásmido recombinante [pET-TRX1-

LIC-EndoxylA], que codifica el gen de una xilanasa de Paenibacillus barengoltzii, 

fue proporcionado para el desarrollo de esta tesis por el Laboratorio de 

Investigación en Biotecnología Enzimática de la Facultad de Ciencias de la 

Universidad Nacional Jorge Basadre Grohmann. 

2.1.2. Equipos 

 Incubadora estática 

 Incubadora con agitación orbital 

 Lector de microplaca EPOCH-2 

 Vórtex 

 Termomezclador C - Eppendorf 

 Cocinilla eléctrica 

 Máquina de hielo en escamas 

 Destilador de agua tipo II 

 Refrigeradora/congeladora 

 Cabina de bioseguridad clase II tipo A2  

 Autoclave vertical 

 Horno esterilizador 

 Ultracongeladora  

 Balanza analítica 

 Centrífuga refrigerada  
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 Sonicador 

 Baño maría  

 pHmetro digital 

 Cámara de electroforesis vertical 

 Fuente de poder 

 

2.1.3. Instrumentos 

 Papel filtro Whatman N°1 

 Papel aluminio 

 Microplacas termorresistentes  

 Microplacas de lectura  

 Gradillas de microtubos  

 Microtubos de PCR (200 µL) 

 Microtubos de centrífuga (1,5 y 2 mL) 

 Tubos falcon (12 y 50 mL) 

 Guantes de nitrilo M 

 Matraces Erlenmeyer (50, 250 y 500 mL) 

 Dispositivo Amicon 10 kDa 

 Micropipetas monocanal (0,5-10, 10-100, 20-200; 100-1000 µL) 

 

2.1.4. Reactivos químicos 

 Buffer Mcllvaine 

 Agua UltraPura 

 Peptona 

 Cloruro de sodio  

 Extracto de levadura 
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 Cloruro de calcio 

 Cloruro de potasio 

 Cloruro de magnesio 

 Sulfato de magnesio 

 D-Glucosa  

 D-Xilosa 

 Kanamicina 

 Agar bacteriológico 

 Nitrógeno líquido 

 Ácido 3,5-dinitrosalicílico 

 Reactivo de Bradford 

 Albúmina sérica bovina 

 Isopropil β-d-1-tiogalactopiranosido 

 Trizma base 

 Ácido clorhídrico 

 Imidazol 

 Glicina 

 Resina de Ni-NTA 

 Dodecil sulfato de sodio 

 Poliacrilamida 

 Bis acrilamida 

 Tetrametiletilendiamina 
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2.2. Diseño de la investigación  

La presente tesis se desarrolló bajo un tipo de investigación básico-

descriptivo. En base a ello, a lo largo de todo el estudio se aplicaron estadísticos 

descriptivos, que incluyeron la desviación estándar (DE) y el coeficiente de 

variación (CV).  

En la detección de clones transformados, la actividad enzimática xilanasa 

se midió y se presentó en gráficos de barras como U/mL ± DS para cada clon. 

Durante la etapa de producción y purificación de la xilanasa, se elaboraron gráficos 

de líneas que mostraron el ln(U/mL), ln(U/mg) y mg/mL ±, correspondientes a la 

actividad enzimática, actividad específica y proteínas totales, respectivamente, Para 

la determinación de la temperatura y pH óptimos se realizaron gráfico de líneas que 

representaron la actividad relativa (%), seguido de un ajuste no lineal mediante la 

ecuación de Gauss (fórmula 1) para determinar el valor óptimo. En los ensayos de 

estabilidad térmica y al pH, se emplearon gráficos de líneas múltiples para 

representar la actividad residual tras los tratamientos. Para el análisis del efecto de 

agentes químicos, se utilizaron gráficos de barras con desviación estándar. Todos 

los ensayos se realizaron por cuadruplicado. Los análisis y gráficos se realizaron en 

OriginPro 2024b v10.15.  

𝑦 = 𝑎𝑒−2(
𝑥−𝑥𝑐

𝑤
)

2

    (1) 

Donde: 

y = actividad relativa (%) 
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a = actividad máxima alcanzada por la enzima 

x = temperatura o pH de ensayo (°C o unidades de pH) 

xC = temperatura (°C) o pH donde se alcanza la actividad máxima  

w = ancho a mitad de altura 

 

2.3. Métodos 

2.3.1. Transformación y detección de clones con actividad xilanasa 

2.3.1.1. Transformación de Escherichia coli BL21 Star (DE3) 

Para la transformación de Escherichia coli BL21 Star (DE3), se realizó 

según lo indicado por Inoue y colaboradores (1990), con ciertas modificaciones. En 

un microtubo de 1,5 mL se agregó 100 µL de células competentes con 1 µL del 

vector recombinante y se incubó en hielo por 30 minutos. Posteriormente, se llevó 

a shock térmico a 42 °C durante 90 segundos y se colocó en hielo. Para la 

recuperación celular, se añadió 1 mL de medio SOC (0,5% extracto de levadura, 2 

% triptona, 10 mM CaCl2, 2,5 mM KCl, 10 mM de MgCl2, 10 mM MgSO4 y 20 

mM de glucosa) a la mezcla y se llevó a 37 °C por 1 hora a 400 RPM (revoluciones 

por minuto) en un termomezclador. Finalmente, se tomó 100 µL de cultivo 

transformado y se vertió en placas con medio agar LB+ (10 g/L peptona, 5 g/L 

extracto de levadura, 10 g/L NaCl, 50 μL de glucosa 40% y 100 μL de MgCl2 1M) 

con kanamicina (50 µg/mL) y se incubó a 37 °C durante 18 horas.  
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Al día siguiente, se seleccionó aleatoriamente 4 colonias por picadura con 

tips de micropipeta, se colocó en caldo Luria Bertani (LB) (10 g/L peptona, 5 g/L 

extracto de levadura y 10 g/L NaCl) con kanamicina y se llevaron a incubación a 

37 °C durante 18 horas. Las células se recolectaron y conservaron a -80 °C. 

2.3.1.2. Detección de clones con actividad xilanasa 

Para la detección de clones con actividad xilanasa, se realizó según lo 

indicado por Liu et al. (2019), con ciertas modificaciones. Se reactivaron 4 clones 

criopreservados y se cultivaron en 5 mL de caldo Lennox (10 g/L Triptona, 5 g/L 

NaCl, 5 g/L Extracto de levadura) con kanamicina a 37 °C durante 18 horas a 180 

RPM. Luego, este cultivo iniciador se empleó como inóculo al 1 % (v/v) en 50 mL 

de caldo Lennox para cada clon. Se agregó IPTG (isopropil-β-D-

tiogalactopiranósido) a una concentración final de 0,1 mM cuando el cultivo llegó 

a una D.O. ≥ 0,6. Tras ello, se incubaron a 30 °C durante 12 horas a 180 RPM. Se 

midió la actividad enzimática tipo xilanasa de la fracción soluble (FS) (ver Sección 

2.3.1.3). Un único clon que mostró mayor actividad enzimática tipo xilanasa se 

empleó para posteriores ensayos. 

2.3.1.3. Medición de actividad xilanasa  

La actividad de la xilanasa se midió utilizando el método del ácido 3,5-

dinitrosalicílico (DNS) descrito por Miller (1959). Se añadió 10 µL de solución 

enzimática con 100 µL de xilano de madera de haya al 0,5 % (p/v) preparado en 

buffer McIlvaine pH 7 a 50 mM y se incubó durante 10 minutos a 60 °C. 
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Posteriormente, se agregó 100 µL de DNS, seguido de un calentamiento a 100 °C 

durante 5 minutos. La reacción se enfrió a temperatura ambiente por 2 minutos y se 

midió la absorbancia a 540 nm en un espectrofotómetro de microplacas EPOCH-2 

y se calculó la lectura neta (LN). Una unidad (U) de actividad de xilanasa se definió 

como la cantidad de enzima capaz de liberar 1 μmol de azúcares reductores 

equivalente a xilosa, por minuto. Todas las mediciones se realizaron por 

cruadriplicado. Los valores de absorbancia se registraron para el cálculo de la 

actividad enzimática, utilizando la fórmula (2). 

     𝐴𝑐𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑 (
𝑈

𝑚𝐿
) =

𝐴𝑅 𝑥 𝑉𝑟 𝑥 𝐹𝑑

𝑉𝑒𝑛𝑧 𝑥 𝑇𝑟
    (2) 

Donde: 

AR = Azúcares reductores liberados (µmol/mL) 

Vr = Volumen de reacción (mL) 

Fd = Factor de dilución 

Venz = Volumen de enzima (mL) 

Tr = Tiempo de reacción (min) 

 

2.3.1.4. Medición de proteínas totales  

La medición de proteínas totales se llevó a cabo según el método descrito 

por Bradford (1976). Se mezcló 20 µL de muestra enzimática con 200 µL de 

reactivo Bradford (Sigma, USA) y se dejó incubar durante 5 minutos y luego se 
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midió la absorbancia a 595 nm en un espectrofotómetro EPOCH-2. Todas las 

mediciones se realizaron por cuadriplicado. 

 

2.3.2. Producción y purificación por cromatografía de afinidad  

2.3.2.1. Producción y obtención de fracción soluble 

Un único clon se llevó a escalamiento en 500 mL de caldo Lennox, 

utilizando un inóculo del 1 % (v/v) y se incubó a 37 °C a 180 RPM hasta que alcanzó 

a una D.O. ≥ 0,6. Luego, el cultivo se dejó a temperatura ambiente durante 30 

minutos y se agregó IPTG (isopropil-β-D-tiogalactopiranósido) a una 

concentración final de 0,1 mM. El cultivo se incubó a 30 °C durante 12 horas a 180 

RPM. Tras el tiempo de inducción, el cultivo se centrifugó durante 10 minutos a 10 

°C por 9 000 RPM, se descartó el sobrenadante y las células se resuspendieron con 

25 mL de buffer de enlace pH 7,5 (50 mM Tris-HCl, 300 mM NaCl y 10 mM 

imidazol). Después, el resuspendido se llevó a sonicación con cuatro ciclos de 2,5 

minutos, intervalos de 30 segundos de descanso con 50 % de amplitud. La FS se 

recuperó del lisado por centrifugación durante 15 minutos a 14 000 RPM a 10 °C 

(Verma & Satyanarayana, 2012). La actividad enzimática de esta fase se midió por 

cuadruplicado. La expresión se confirmó mediante electroforesis en gel de 

poliacrilamida con dodecil sulfato de sodio al 12% (SDS – PAGE). La FS se 

conservó a 4 °C para la purificación. 
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2.3.2.2. Purificación enzimática 

La purificación se realizó según lo indicado por Xu et al. (2015) con ciertas 

modificaciones. La FS se mezcló con resina de alta afinidad cargada con Ni²⁺ (GE 

Healthcare, EE. UU.) y se incubó en agitación rotatoria durante 12 horas a 4 °C. 

Luego, la mezcla se centrifugó a 3 000 RPM durante 5 minutos y se descartó el 

excluido (sobrenadante). La resina se transfirió a una columna cromatográfica 

equilibrada y se lavó dos veces con cuatro volúmenes de buffer de enlace. Luego 

de ello, el eluido se obtuvo por interacción durante 5 minutos con cuatro volúmenes 

de buffer de elución (50 mM Tris-HCl, 300 mM NaCl, 500 mM imidazol). La 

actividad enzimática de esta fase se evaluó por cuadruplicado. El eluido se 

almacenó a 4 °C. 

2.3.2.3. Ultrafiltración enzimática 

La ultrafiltración se realizó utilizando un dispositivo Amicon® (Cat. 

UFC801024; Millipore, EE. UU) con un corte molecular de 10 kDa. El 

procedimiento se realizó según lo indicado por Aspelund & Glatz (2010), con 

ciertas modificaciones. Brevemente, el eluido se lavó con cuatro volúmenes de 

buffer de reacción McIlvaine pH 7 a 25 mM, y se centrifugó a 8 000 RPM las veces 

que fuera necesario. La actividad enzimática de esta fase se evaluó por 

cuadruplicado. El concentrado obtenido se almacenó a 4 °C para los ensayos de 

caracterización. 
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2.3.3. Caracterización funcional 

2.3.3.1. Temperatura óptima y estabilidad térmica 

Para la determinación de la temperatura óptima, se incubó la mezcla de 

reacción entre 40 y 80 °C durante 15 minutos, y la actividad más alta se consideró 

como el 100 %. La determinación de la temperatura óptima se realizó con el ajuste 

no lineal mediante la función de Gauss (3). Para el ensayo de estabilidad térmica, 

la enzima se incubó a temperaturas entre 40 °C y 80 °C durante 0,25, 0,5, 1, 2 y 4 

horas (Bhardwaj et al., 2019). Los resultados se expresaron como actividad residual, 

considerando como 100 % la reacción bajo condiciones óptimas. Todas las 

reacciones se realizaron por cuadriplicado. 

2.3.3.2.  pH óptimo y estabilidad al pH 

Para la determinación del pH óptimo, se incubó la mezcla de reacción a la 

temperatura óptima en un rango de pH de 3 a 8 utilizando el sistema tampón 

McIlvaine 50 mM, y de pH 9 a 10 con el sistema tampón Glicina–NaOH 50 mM, 

durante 15 minutos. La actividad más alta se consideró como el 100 %. La 

determinación del pH óptimo se realizó con el ajuste no lineal mediante la función 

de Gauss (4). Para el ensayo de estabilidad al pH, la enzima se preincubó a 25 °C 

con Buffer Mcllvaine 50 mM en un rango de pH de 4 a 8 durante 2 y 4 horas (Liu 

& Liu, 2007). Los resultados se expresaron como actividad residual, considerando 

como 100 % la reacción bajo condiciones óptimas. Todas las reacciones se 

realizaron por cuadriplicado. 
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2.3.3.3. Efecto de agentes químicos  

Se evaluó el efecto de iones metálicos (Mn²⁺, Mg²⁺, Ca²⁺, K⁺, Fe²⁺ y Cu²⁺), 

DMSO, SDS y EDTA, a concentraciones finales de 1, 5 y 10 mM, sobre la actividad 

enzimática de la xilanasa, siguiendo el protocolo de Zhang et al. (2023) con ciertas 

modificaciones. Se preincubó 10 µL de la enzima con 50 µL de buffer McIlvaine 

pH 7 a 100 mM que contuvo el agente químico y la concentración respectiva, 

durante 30 minutos a 25 °C. Luego, se agregó 50 µL de xilano de madera de haya 

al 1 % y se incubó a 60 °C durante 15 minutos. La reacción se detuvo con DNS y 

se procedió como se indicó anteriormente en la sección 2.3.1.3. Los resultados se 

expresaron como actividad residual, considerando como 100 % la reacción basal 

sin químicos. Todas las reacciones se realizaron por cuadriplicado. 
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III. RESULTADOS 

3.1. Transformación y detección de clones con actividad xilanasa 

La transformación de Escherichia coli BL21 Star (DE3) químicamente 

competente, se evidenció a través de la proliferación celular reflejada en presencia 

de kanamicina (Figura 6A). Sin embargo, este procedimiento no permite verificar 

la presencia del gen de interés, por ello, se realizó un cribado aleatorio de clones y 

ensayos de detección de actividad xilanasa, utilizando xilano de madera de abedul 

al 0,5 % como sustrato. Todos los clones exhibieron actividad xilanasa, pero el clon 

1 destacó con un valor de ∼1169 U/mL, seguido de valores de 930,47, 869,35 y 

845,70 U/mL para los clones 3, 4 y 2, respectivamente (Figura 6B). En base a estos 

resultados, el clon 01 se perfila como candidato para ensayos de inducción celular, 

purificación y caracterización enzimática. Los valores en detalle para cada clon se 

muestran en la tabla 4. 
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Figura 6 

Células transformadas de Escherichia coli con vector de expresión [pET-TRX1-

LIC/EndoxylA] y valores de actividad enzimática (U/mL) para cada Clon 

   

   

Nota: Colonias de Escherichia coli BL21 Star (DE3) en medio Luria 

Bertani tras 20 horas de incubación a 37 °C (A). Gráfico de barras que representa 

la acividad enzimática (U/mL) de los 4 clones (B). Las barras de error están 

calculadas con el promedio de 4 réplicas de medición.

A 

B 
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Tabla 4  

Actividad enzimática tipo xilanasa de cuatro clones transformados 

 

 

 

 

 

 

 

 

Nota: Valores de actividad enzimática tipo xilanasa para los cuatro clones de E. coli BL21 Star (DE3) evaluados.   

Los valores presentados fueron obtenidos por la media de cuatro réplicas.

Clones 
Volumen 

(mL) 

Actividad 

enzimática 

(U/mL) 

Proteínas totales 

(mg/mL) 

Actividad 

total (U) 

Proteínas totales 

(mg) 

Clon 1 2,4 1168,996 3,531 2805,590 8,475 

Clon 2 2,5 845,699 3,829 2114,248 9,573 

Clon 3 2,7 930,466 3,829 2512,258 10,339 

Clon 4 2,8 869,355 3,230 2434,194 9,239 
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3.2. Fases de purificación enzimática 

La lisis celular por sonicación liberó la proteína recombinante en el 

sobrenadante, pero la actividad enzimática se vio afectada por impurezas en la 

solución. La figura 7 muestra la variación de la actividad enzimática (7A) y 

actividad específica (7B) durante las etapas de purificación. El análisis muestra que 

la actividad enzimática se mantiene estable relativamente con valores de 6,644, 

6,350 y 6,480 (ln U/mL) para la fracción soluble, purificado y ultrafiltrado, 

respectivamente. Por su contraparte, la actividad específica aumentó de 5,768 a 

8,236 ln U/mg, relacionándose de esta forma con la exclusión de impurezas, 

reforzado con las mediciones de proteínas totales para cada fase: fracción soluble 

(2,406 mg/mL), eluido (0,710 mg/mL) y ultrafiltrado (0,284 mg/mL). Así mismo, 

en la tabla 5, se aprecia que la actividad específica aumenta significativamente, 

desde las 319,844 hasta 2478,064 U/mg para la fracción soluble y ultrafiltrado, 

respectivamente. También, el rendimiento se mantiene cercano al 38%, 

demostrando que el proceso concentra la enzima sin una pérdida excesiva de la 

actividad enzimática total. Los valores sin transformación logarítmica se aprecian 

en la tabla 5. 
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Figura 7 

Actividad enzimática y proteínas totales en las fases de purificación 

 

 

Nota: En (A) muestra los valores transformados en logaritmo natural de la 

actividad enzimática (ln U/mL) y actividad específica (ln U/mg). En (B) se aprecian 

los valores de proteínas totales en mg/mL. Las barras de error en ambas figuras se 

obtuvieron mediante la desviación estándar de 4 réplicas de medición.
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Tabla 5  

Fases de purificación de la enzima xilanasa recombinante 

 

Nota: Resumen de las etapas de purificación de la xilanasa recombinante. La actividad específica se expresa en unidades por 

miligramo de proteína (U/mg). El rendimiento (%) se calculó en relación con la actividad total de la fracción soluble. El factor de 

purificación representa la razón entre la actividad específica de cada etapa entre la fracción soluble.  Todas las mediciones se realizaron 

por cuadruplicado.

 
Volumen 

(mL) 

A. enzimática 

(U/mL) 

Proteínas 

totales 

(mg/mL) 

A. total 

(U) 

Proteínas 

totales 

(mg) 

A. 

específica 

(U/mg) 

Factor de 

purificación 

Rendimiento 

(%) 

Fracción 

soluble 
22 769,662 2,406 16932,535 52,924 319,844 1 100 

Eluido 11 576,190 0,710 6338,095 7,809 811,640 2,538 37,431 

Ultrafiltrado 10 652,650 0,284 6526,450 1,729 2478,064 7,748 38,544 
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Complementario al estudio de las fases de purificación, se realizó un SDS-

PAGE al 12 % para visualizar los perfiles proteicos de las fases de purificación 

(Figura 8). El análisis mediante curva de calibración (R2 = 0,9532) reveló que el 

peso molecular estimado de la xilanasa recombinante ultrafiltrada fue de 30,3 kDa. 

 

Figura 8 

Electroforesis en gel de poliacrilamida de las fases de purificación enzimática 

 
 

Nota: Marcador de Peso Molecular (MM), fracción soluble (FS) y 

ultrafiltrado (UF).  
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3.3. Caracterización funcional de la xilanasa recombinante 

3.3.1. Temperatura óptima y estabilidad térmica 

En la figura 9, se presenta el perfil de temperatura óptima (A) y estabilidad 

térmica (B) de la enzima xilanasa. En (A), la actividad enzimática aumenta de 

manera gradual desde 30 °C hasta los 60 °C, donde alcanza su actividad máxima 

(100 %). Un aumento a 65 °C demuestra que la actividad se reduce a 62,54 %, y a 

80 °C conserva solo un 12,93 %. El ajuste no lineal mediante la función Gaussiana 

(2) determinó una temperatura óptima de 55,60 ± 0,76 °C, con un R² ajustado de 

0,9562. En (B), la estabilidad térmica muestra que la enzima mantiene más del 

72,25 % de su actividad residual tras 240 minutos a 40 °C. A 50 °C, la actividad 

disminuye gradualmente hasta alcanzar un 52,43 % después de 120 minutos. En 

contraste, a 60 °C, la actividad cae rápidamente dentro de los primeros 60 minutos 

hasta un 11,57 %. A temperaturas de 70 y 80 °C, la actividad se reduce 

drásticamente en los primeros 15 minutos. 

 y = 20,34552 + 91,87 e
-2(

x-55,60097

15.63062
)
2

   (3) 

 



 

52 

 

Figura 9 

Perfil de temperatura óptima y estabilidad térmica a distintas temperaturas 

 

Nota: Perfil de temperatura óptima en buffer citrato fosfato pH 7 a 50 mM 

con barras de error que representan la desviación estándar (A). Perfil de 

termoestabilidad hasta los 240 minutos (B). Todos las mediciones se realizaron por 

cuadruplicado. 
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3.3.2. pH óptimo y estabilidad al pH 

La figura 10A muestra que la actividad relativa aumenta gradualmente 

desde pH 3 hasta alcanzar una actividad máxima a pH 7 (100 %). A partir de este 

punto, se evidencia una caída significativa en pH 9 (28,68 %) y pH 10 (20,50 %). 

El ajuste no lineal mediante la función Gaussiana (3) arrojó un valor de pH óptimo 

a 6,99 ± 0,16 con un R2 ajustado de 0,96055. En cuanto a la estabilidad al pH, la 

figura 10B muestra una actividad residual superior al 100 % tras 2 y 4 horas de 

preincubación para pH 6 (103,027 % y 110,739 %) y pH 7 (101,625 % y 104,111 

%). A pH 5, la actividad residual fue moderada tras 4 horas de preincubación (88,91 

%). Por otro lado, se redujo drásticamente la actividad residual a pH 4 y 8, con 

valores de 18,164 % y 13,480 % tras 4 horas, respectivamente.  

y = 0,81223 + 69,96 e
-2(

x-6,98592

2,63537
)
2

   (4) 
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Figura 10 

Perfil de pH óptimo y estabilidad a distintos pHs  

 

Nota: El perfil de pH óptimo y estabilidad al pH, se determinó en buffer 

Citrato-Fosfato desde pH 3 hasta pH 8 y glicina-NaOH de pH 9 a 10 a 50 mM a 

una temperatura de 60 °C. Todas las mediciones se realizaron por cuadruplicado. 
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3.3.3. Efecto de agentes químicos  

Algunos iones metálicos y reactivos químicos afectan de manera 

significativa la actividad xilanasa, por ello, se evaluó el efecto de diferentes sales 

metálicas (Mn2+, Mg2+, Ca2+, K+, Fe2+ y Cu2+), un solvente orgánico (DMSO), 

surfactante aniónico (SDS) y un agente quelante (EDTA), a concentraciones finales 

de 1 mM, 5 mM y 10 mM sobre la actividad de la xilanasa ultrafiltrada. En la figura 

11 se muestra el efecto de diferentes concentraciones de agentes químicos a 1 mM 

(A), 5 mM (B) y 10 mM (C). Los resultados indican que ciertos iones metálicos 

actúan como activadores aparentes, destacando Mn²⁺y Cu²⁺ a 1 mM con valores de 

132,64 ± 3,84 % y Cu²⁺ 168,51 ± 3,40 %, respectivamente. Por el contrario, su 

efecto activador disminuye a mayores concentraciones. Por otro lado, K⁺ mantiene 

una activación sostenida hasta 150,81 ± 6,23 % a 10 mM. En todos los casos, 

EDTA, SDS y DMSO muestran un efecto inhibitorio en todas las concentraciones 

evaluadas. Los valores detallados se muestran en la tabla 6. 
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Figura 11 

Efecto de diferentes concentraciones de agentes químicos sobre la actividad 

enzimática xilanasa 

 

 

Nota: Las barras muestran la actividad relativa (%) tras la incubación con 

diversas sustancias a tres concentraciones: (A) 1 mM, (B) 5 mM y (C) 10 mM, 

respecto al control sin aditivos (100%). Se evaluaron sales metálicas (MnCl₂, 

MgCl₂, CaCl₂, KCl, FeSO₄, CuSO₄), un agente quelante (EDTA), un solvente 

orgánico (DMSO) y un detergente aniónico (SDS). Las barras de error representan 

la desviación estándar de 4 réplicas.  
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Tabla 6  

Efecto de la concentración de agentes químicos en la actividad enzimática 

Ión Químico 
Actividad relativa 

1 mM 5 mM 10 mM 

Control - 90,95 ± 8,31 90,95 ± 8,31 90,95 ± 8,31 

Mn2+ MnCl2 132,64 ± 3,84 100,62 ± 3,41 97,23 ± 6,03 

Mg2+ MgCl2 105,54 ± 3,30 112,74 ± 6,29 58,74 ± 2,01 

Ca2+ CaCl2 105,81 ± 6,03 80,22 ± 7,21 105,58 ± 7,31 

K+ KCl 101,54 ± 6,05 150,19 ± 4,99 150,81 ± 6,23 

Fe2+ FeSO4 85,72 ± 6,01 80,25 ± 3,47 40,69 ± 6,57 

Cu2+ CuSO4 168,51 ± 3,40 107,78 ± 5,74 23,63 ± 7,65 

- EDTA 15,93 ± 3,30 -25,21 ± 6,29 -41,03 ± 3,83 

- DMSO 24,29 ± 4,83 12,97 ± 4,40 45,65 ± 6,46 

- SDS 91,22 ± 4,90 87,68 ± 4,99 41,96 ± 9,28 

 

Nota: EDTA: ácido etilendiaminotetraacético, DMSO: dimetilsulfóxido, 

SDS: dodecil sulfato de sodio. La actividad del control fue determinada como el 

100 % sin la presencia de aditivos. La actividad residual para todos los agentes 

químicos se expresó como porcentaje respecto al control. Todos los experimentos 

se realizaron por cuadriplicado y se expresaron como el promedio para cada agente 

químico y desviación estándar. 
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IV. DISCUSIÓN 

Transformación y detección de actividad xilanasa 

La selección del clon recombinante con mayor actividad enzimática es un 

punto crítico en estudios de expresión recombinante, ya que nos permite detectar la 

variante con mayor potencial catalítico para su posterior caracterización funcional.  

En el presente trabajo, todos los clones transformados de Escherichia coli 

BL21 Star (DE3) mostraron actividad xilanasa. Sin embargo, el clon 1 presentó la 

mayor actividad enzimática (1169 U/mL), lo que justificó su selección como clon 

candidato para continuar con los ensayos de caracterización. 

Esta estrategia es consistente con lo reportado por Kiribayeva et al. (2022), 

quienes seleccionaron al clon número 3 de Pichia pastoris X-33 por presentar la 

mayor actividad xilanasa (U/mg) entre varios clones transformados con el vector 

pPICZα/XynT6. Del mismo modo, Amore et al. (2014) evaluaron 93 

microorganismos para detectar actividad xilanasa y celulasa, seleccionando un 

único aislado, Bacillus sp. XR44A, como el mayor productor de xilanasa (10,5 

U/mL). 

Una estrategia similar fue empleada por Xu et al. (2015), quienes evaluaron 

la expresión de una xilanasa recombinante usando los sistemas de expresión pET y 

pCold. Tras transformar E. coli BL21 (DE3) con 210 variantes que contenían el 

plásmido pET-baxA, no detectaron actividad xilanasa, pero si la expresión 

visualizada por SDS-PAGE y Western blot. Por el contrario, uno de los clones 
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transformados con el plásmido pCold con el gen denominado reBaxA2, mostró una 

actividad xilanasa mayor, por lo que fue seleccionado para escalamiento, 

purificación y caracterización, lo que refuerza la importancia de seleccionar no solo 

en función de la presencia del gen recombinante, sino también considerando la 

actividad enzimática. Estas variaciones en la actividad enzimática tras la 

transformación en una misma línea celular de Escherichia coli se puede deber 

principalmente a la variabilidad en el número de plásmidos incorporados, 

diferencias en la eficiencia de expresión o estado fisiológico individual de cada 

célula (Lüthi et al., 1990; Lozano et al., 2021; Alikelayeh et al., 2022). 

 

Producción y purificación  

La endo-β-1,4-xilanasa recombinante de Paenibacillus barengoltzii 

expresada en Escherichia coli BL21 Star (DE3) presentó una actividad específica 

de 319,84 U/mg en la fracción soluble. Tras la purificación mediante cromatografía 

de afinidad con resina de Ni-NTA, se logró obtener 811,64 U/mg y calcular un 

factor de purificación de 2,538. Posteriormente, el concentrado por ultrafiltración 

alcanzó una actividad específica de 2478,064 U/mg, con un factor de purificación 

de 7,748 y un rendimiento global del 38,54 %. Al realizar la comparación con 

estudios realizados, se observa que Kiribayeva et al. (2022) reportaron una 

actividad específica de 110 U/mg en la fracción soluble, incrementándose hasta 

939,1 U/mg tras la purificación, con un factor de 8,5 y un rendimiento del 27,8 %. 
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Si bien el factor de purificación es superior, la actividad específica obtenida en 

nuestro estudio fue aproximadamente cuatro veces. Por otro lado, Liu et al. (2021) 

reportaron una actividad específica de 292,5 U/mg en la enzima purificada, con un 

factor de purificación de 2,7 y rendimiento del 49,6 %. En este caso, aunque se 

alcanzó un mayor rendimiento, los valores de pureza enzimática fueron 

significativamente inferiores, siendo la actividad específica obtenida en el presente 

trabajo más de doce veces superior. Además, la enzima de Liu presentaba un peso 

molecular de 114 kDa, notablemente mayor al valor estimado de 30,33 kDa en 

nuestro estudio, lo que podría explicarse por diferencias en la naturaleza del gen 

clonado o la presencia de regiones adicionales. 

Zheng et al. (2012) lograron una actividad específica de 2856,5 U/mg en su 

xilanasa recombinante, con un factor de purificación de 1,5 y un peso molecular de 

41 kDa. Aunque estos valores son destacables, la actividad específica final 

reportada en nuestro estudio fue mayor, además de lograrse un mayor grado de 

purificación, lo que resalta la eficiencia de la estrategia basada en Ni-NTA y 

ultrafiltración. 

En estudios que utilizaron protocolos más complejos, como el de Akpinar y 

Karaoglu (2024), se obtuvieron actividades específicas significativamente menores 

(133,04 U/mg en la etapa final de purificación), pese al uso de cromatografía de 

intercambio iónico, interacción hidrofóbica y diálisis. En contraste, los valores 
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obtenidos en este trabajo fueron superiores en todas las etapas del proceso, 

resaltando la simplicidad y efectividad del método aplicado. 

Finalmente, Bhardwaj et al. (2019) emplearon una estrategia combinada de 

Ni-NTA e intercambio aniónico, alcanzando una actividad específica final de 

1037,3 U/mg, con un factor de purificación de 1,8 y rendimiento global de 71,4 %. 

Si bien su rendimiento fue mayor, el enriquecimiento fue notablemente inferior al 

obtenido en el presente estudio. Además, la actividad específica obtenida tras 

ultrafiltración en nuestra investigación fue más de tres veces mayor.  

Estudios han reportado que la presencia de contaminantes residuales, como 

proteínas de choque térmico, pueden co-purificarse reduciendo la pureza e 

interfiriendo en la actividad específica medida (Maity et al., 2013). Por otro lado, 

el peso molecular de nuestra xilanasa (30,33 kDa) es inferior al reportado en la 

mayoría de los estudios comparados previamente. Esta diferencia puede deberse al 

origen genético del gen clonado, a la ausencia de dominios accesorios, o a una 

menor longitud de la proteína madura, lo cual también podría estar relacionado con 

una mayor eficiencia catalítica específica, al evitar dominios regulatorios o 

estructurales no esenciales para la actividad hidrolítica (Bastawade, 1992). 
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Caracterización funcional 

Temperatura óptima y estabilidad térmica 

La temperatura es uno de los principales factores que afecta la actividad 

enzimática, ya que influye en la velocidad de catálisis y en la estabilidad estructural 

de la enzima. 

La xilanasa de P. barengoltzii expresada en E. coli BL21 Star (DE3) mostró 

una actividad máxima a 60 °C, y óptima de 55,60 ± 0,76 °C, según el ajuste 

gaussiano. Estos resultados coinciden con los valores reportados para la xilanasa 

XynNTU y sus variantes truncadas (CDLS y CD), provenientes de Paenibacillus 

campinensis NTU-11 (Wang et al., 2022), XylX de Paenibacillus campinasensis 

BL11 (Ko et al., 2010) y X3 de Bacillus sp. Asc6BA (Contreras et al., 2021). En 

comparación, nuestra enzima presenta una temperatura óptima más baja que las 

xilanasas altamente termoactivas, como Xyn11A de Caldicellulosiruptor 

kronoskyensis (75 °C) (Qiao et al., 2014), XYN35 de Caldicellulosiruptor 

algeriensis (70 °C) (Amel et al., 2016) y XynST11 de Streptomyces sp. B6 (70 °C) 

(Mingyuan et al., 2020), cuyos óptimos superan ampliamente los 60 °C. 

Respecto a la estabilidad térmica, la xilanasa estudiada mostró una buena 

retención de actividad residual a 40 °C durante 240 minutos (más del 72 %) y una 

estabilidad considerable a 50 °C durante 120 minutos (52,43 % de actividad 

residual). Sin embargo, su estabilidad disminuyó significativamente a 60 °C 

(11,57 % tras 60 minutos), lo que indica una menor tolerancia térmica. En un 
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estudio realizado por Kim et al. (2016), se reportó que la enzima XynA mantuvo 

una actividad residual mayor al 80 % tras la incubación a 40, 50 y 60 °C. No 

obstante, a temperaturas más elevadas, su actividad disminuyó bruscamente, similar 

a lo observado en nuestro estudio, alcanzando solo el 20 % durante los primeros 10 

minutos a 80 °C y tras 60 minutos a 70 °C. Por otro lado, Wang et al. (2022) 

reportaron una resistencia térmica considerablemente mayor en la xilanasa 

XynNTU-CDLS, que retuvo el 91,4 % de su actividad entre 50 y 60 °C, y más del 

50 % luego de 6 horas a 70 °C y de 1 hora a 80 °C. Asimismo, las variantes 

XynNTU y XynNTU-CD conservaron el 58,4 % y 26,7 % de su actividad tras 48 

horas de incubación a 60 °C, respectivamente. 

Estos resultados reflejan que, con el aumento de la temperatura, la actividad 

enzimática se ve modulada positivamente debido al incremento de la energía 

cinética en la interacción enzima-sustrato. Por otro lado, valores por encima del 

óptimo reducen rápidamente la actividad, lo que sugiere una pérdida de la estructura 

secundaria y terciaria, seguida de una posible agregación proteica (Koh et al., 2014). 

 

pH y estabilidad al pH 

Estrechamente relacionado a la temperatura, el pH es un factor crucial que 

regula la actividad catalítica de las enzimas, ya que influye en el estado de 

ionización de los residuos activos y en la conformación tridimensional de la 

proteína. 
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La enzima mostró máxima actividad a pH 7 y un pH óptimo de 6,99 según 

el ajuste Gaussiano, en concordancia con lo reportado para rXynT6-E de Bacillus 

sonorensis T6 (Kiribayeva et al., 2022), Xyn10A de Bacillus sp. SN5 (Bai et al., 

2012) y Xylanase X-II de Bacillus licheniformis 77-2 (Damiano et al., 2006). Sin 

embargo, se observó una marcada reducción de actividad en condiciones alcalinas, 

con solo un 28,68 % a pH 9 y 20,50 % a pH 10. Este comportamiento contrasta con 

las variantes XynNTU-CDLS y XynNTU-CD, que mantuvieron alta actividad 

relativa entre pH 7,0 y 10,0; atribuida a la influencia del dominio CBM6 (Wang et 

al., 2022). Diversos estudios han reportado una amplia variabilidad en el pH óptimo 

de xilanasas bacterianas, como una actividad máxima a pH 9,0 en una xilanasa 

metagenómica del rumen de camello (Ariaeenejad et al., 2019), actividad sostenida 

entre pH 6,0–9,0 en Paenibacillus campinasensis G1–1 (Zheng et al., 2012), y 

retención superior al 70 % entre pH 5,0–9,0 en Alicyclobacillus kamchatkensis 

(Punam et al., 2018). En contraste, otras enzimas mostraron una actividad óptima a 

pH 6, con retención cercana al 70 % a pH 7 (Daas et al., 2017). 

Respecto a su estabilidad frente al pH, la enzima retuvo el 100 % de su 

actividad tras 4 horas de incubación a pH 6 y 7 a 25 °C. Sin embargo, su actividad 

disminuyó significativamente a pH 4 y 8, con una retención menor al 20 % después 

de 4 horas. Estudios previos reportan una mayor tolerancia. Por ejemplo, Xu et al. 

(2015) describieron que reBaxA2 conservó más del 60 % de actividad tras 1 hora 

de incubación entre pH 4 y 8. De manera similar, Ulucay et al. (2022) reportaron 
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que la actividad residual no disminuyó por debajo del 60 % a pH 5,5 y 8, tras 3 días 

de incubación a 30 °C. Por su parte, Wang et al. (2022) mostraron que XynNTU y 

sus variantes truncadas conservaron más del 60 % de actividad enzimática entre pH 

5 y 9 durante 3 horas a temperatura ambiente. 

Con base en estos análisis, se evidencia que niveles de pH alejados del 

óptimo afectan negativamente la actividad y estabilidad enzimática, probablemente 

debido a la inducción de repulsiones electrostáticas entre cargas similares en la 

superficie de la enzima, lo cual compromete sus propiedades funcionales y favorece 

una desnaturalización parcial (Cooper, 2013). 

 

Efecto de agentes químicos  

Los resultados obtenidos con agentes químicos reafirman que la xilanasa 

presenta una sensibilidad altamente específica a cationes metálicos e inhibidores, 

destacando su fuerte activación por K⁺ y Mn²⁺, pero también su sensibilidad ante 

compuestos desestabilizantes como EDTA, SDS y Cu²⁺ a concentraciones elevadas.  

Entre los cationes probados, el Cu²⁺ a 1 mM mostró la mayor activación 

enzimática (168,51 ± 3,40 %), aunque su efecto disminuyó con el aumento de la 

concentración a 10 mM (23,63 ± 7,65 %). Este patrón sugiere que, a bajas 

concentraciones, iones divalentes como el Cu2+ y Mn2+, podrían estabilizar la 

conformación catalítica al neutralizar cargas superficiales y formación de puentes 

salinos con residuos ácidos (Kumar et al., 2000), sin embargo, a concentraciones 
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elevadas, su pequeño radio iónico y alta carga podrían provocar interacciones 

excesivas con aminoácidos clave (Asp/Glu) del proceso catalítico (Hernández et 

al., 2015). Este efecto bifásico también fue observado por Lee et al. (2008), quienes 

reportaron una activación a 5 mM (120 %), pero una fuerte inhibición a 10 mM (28 

%), y por Akpinar & Karaoglu (2024), con una activación del 118 % a 1 mM, 

reducida al 87,6 % a 10 mM. De forma similar, Kiribayeva et al. observaron solo 

un 57 % de actividad residual a 5 mM, mientras que Qiao et al. (2014) informaron 

una inhibición más leve, con una recuperación parcial del 95,1 % a la misma 

concentración.  

Un comportamiento similar se observó con Mn²⁺, que activó la enzima en 

un 132,64 ± 3,84 % a 1 mM, pero descendió progresivamente hasta 97,23 ± 6,03 % 

a 10 mM. Esto contrasta con Qiao et al. (2014), quienes reportaron una fuerte 

inhibición (35 % a 1 mM y solo 2,7 % a 5 mM), mientras que Ko et al. (2010) y 

Kiribayeva et al. (2022) también observaron inhibición (65,4 % y 82 % de actividad 

residual, respectivamente, a 5 mM). En cambio, Lee et al. (2008) y Li et al. (2022) 

evidenciaron una activación moderada y sostenida (hasta 110 % en el caso de Li et 

al. (2022). 

Por otro lado, el ion potasio (K⁺) mostró un efecto activador sostenido y 

creciente, alcanzando hasta 150,81 ± 6,23 % a 10 mM, siendo el único en mantener 

una activación positiva a todas las concentraciones. Esto sugiere que, debido a su 

carga monovalente y tamaño iónico relativamente grande de 1,33 Å, puede reducir 
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la repulsión entre grupos cargados negativamente en el sitio activo de la enzima 

(Evans, 1963). Esta característica contrasta con Qiao et al. (2014), quienes 

reportaron una inhibición leve (89–94 %), y Li et al. (2022), quienes observaron un 

descenso progresivo (de 102,9 % a 80,5 %), aunque en ningún caso se presentó 

inhibición severa, similar a lo reportado por Ko et al. (2010), que conservaron una 

buena actividad residual tras el tratamiento (98 % a 5 mM). 

El Ca²⁺ presentó un efecto bifásico, con una ligera reducción a 5 mM (80,22 

± 7,21 %), pero una recuperación a 10 mM (105,58 ± 7,31 %). Esto es similar a lo 

reportado por Ko et al. (2010) y Kiribayeva et al. (2022), quienes observaron una 

conservación del 88 % y 92 % de actividad residual a 5 mM, respectivamente. Por 

otro lado, Lee et al. (2008) mostraron una activación moderada (116 % a 5 mM), 

mientras que Qiao et al. (2014) y Li et al. (2022) observaron una leve inhibición 

(alrededor del 92 %). 

El Mg²⁺ estimuló la actividad a bajas concentraciones (112,74 ± 6,29 % a 5 

mM), pero la redujo marcadamente a 10 mM (58,74 ± 2,01 %). En contraste, Ko et 

al. (2010) y Kiribayeva et al. (2022) observaron inhibición (hasta 92 % de reducción 

a 5 mM), mientras que Lee et al. (2008) reportaron una activación significativa (127 

% a 10 mM). Qiao et al. (2014) evidenciaron un efecto inhibidor progresivo (de 

91,5 % a 75,2 %), similar a lo reportado por Li et al. (2022), con valores de 101,2 

% a 1 mM y 86,2 % a 5 mM. Este comportamiento inhibitorio sugiere que podría 
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estar induciendo rigidez estructural que limita los movimientos conformacionales 

necesarios para la catálisis (Hou et al., 2023). 

El Fe²⁺ mostró inhibición en todas las concentraciones, hasta un 40,69 ± 

6,57 a 10 mM. Esto coincide con Ko et al. (2010), quienes observaron una 

inhibición moderada (45 %), y con Li et al., quienes reportaron una disminución 

progresiva hasta 43,9 %. Sin embargo, Lee et al. (2008) encontraron una ligera 

activación (107 %), lo que indica una respuesta variable entre enzimas de distintos 

orígenes. Este efecto, sumado a su gran radio iónico 0,78, puede deberse a la 

generación de especies reactivas de oxígeno que oxidan residuos de aminoácidos 

críticos en la catálisis enzimática (Wei et al., 2018).  

Entre los inhibidores evaluados, el EDTA generó una marcada pérdida de 

actividad enzimática, alcanzando inhibiciones casi totales. En este trabajo se 

registraron valores de inhibición total a 5 y 10 mM, mientras que Li et al. (2022) 

reportaron un 24 % de actividad residual a 5 mM y Ko et al. una reducción al 50 %. 

Qiao et al. (2014) observaron una inhibición leve (~86 %). Curiosamente, 

Kiribayeva describió un aumento de actividad (116,4 %). El SDS también mostró 

un efecto inhibitorio variable: en este estudio, la inhibición fue significativa a 10 

mM (42,56 %), mientras que los estudios de Kiribayeva et al. (28,4 %), Li et al. 

(~24 %) y Qiao et al. (hasta 2,7 %) reportaron efectos más severos incluso a 

concentraciones menores.  
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En base a ello, estas propiedades térmicas y de pH sugieren de cierta manera 

su aplicación en industrias alimentarias, panaderas o de piensos animales, donde la 

presencia de iones es común (K+, Mn2+ y Mg2+) y el ambiente pueda mantenerse 

estable. Por ejemplo, en el ámbito de la panadería, podría actuar en la catálisis de 

compuestos como arabinoxilanos naturales de la harina, reduciendo su viscosidad 

y por ende, mayor expansión del gas durante el proceso fermentativo.  
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V. CONCLUSIONES 

 Se logró transformar Escherichia coli BL21 Star (DE3) con el plásmido que 

contuvo el gen de la xilanasa de Paenibacillus barengoltzii, detectándose 

clones recombinantes con actividad xilanasa, de los cuales, el Clon 01 

alcanzó una actividad enzimática de 1129 U/mL. 

 

 La producción de la xilanasa recombinante en E. coli reveló una actividad 

específica de 319,84 U/mg en la fracción soluble. La estrategia de 

purificación empleada, basada en cromatografía de afinidad (IMAC) 

seguida de ultrafiltración, fue eficiente, elevando la actividad específica a 

2478,064 U/mg y logrando un factor de purificación de 7,748. 

 

 La xilanasa recombinante alcanzó su mayor actividad a pH 7 y 60 °C. 

Mostró buena estabilidad en condiciones neutras y temperaturas moderadas, 

manteniendo su actividad en un rango funcional amplio. Asimismo, se 

observó que la enzima fue activada por algunos iones metálicos (Cu²⁺, K⁺, 

Mn²⁺) e inhibida fuertemente por EDTA, DMSO y SDS, lo que evidencia su 

resistencia y susceptibilidad diferencial a agentes químicos. 
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VI. RECOMENDACIONES 

 Se recomienda a los interesados en optimización, evaluar medio de cultivo 

en base a requisitos específicos del sistema de expresión para mejorar la 

producción de la xilanasa. 

 

 A los interesados en purificación de proteínas recombinantes, se sugiere 

realizar una optimización del proceso de purificación mediante un gradiente 

de elución con imidazol en la cromatografía IMAC, así como una 

cromatografía por filtración en gel o de intercambio iónico. 

 

 Se recomienda investigar y optimizar el potencial catalítico de la xilanasa 

frente a residuos vegetales, mediante la obtención de productos hidrolizados 

que puedan emplearse como la producción de biogás o bioetanol. 
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VIII. ANEXOS  

Anexo 1. Cultivos celulares de los cuatro clones de E. coli en caldo Lennox tras 20 

horas de incubación a 37 °C y 180 RPM   

 

 

Anexo 2. Sobrenadante celular de los cuatro clones obtenidos para detección de 

actividad xilanasa 
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Anexo 3. Matraz de escalamiento en 500 mL con cultivo de E. coli (clon 01) al 1 

% v/v en caldo Lennox tras inducción con IPTG por 12 horas 

 

 

Anexo 4. Sobrenadante celular de cultivo de E. coli (clon 01) obtenido de un cultivo 

de 500 mL en caldo Lennox  
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Anexo 5. Sonicador empleado para lisis celular 
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Anexo 6. Interacción giratoria a 4 °C del complejo resina de Ni-NTA-fracción 

soluble 

 

 

Anexo 7. Etapa de elución de resina de Ni-NTA con xilanasa en columna 

cromatográfica 
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Anexo 8. Agentes químicos en concentración stock 50 mM 
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