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RESUMEN 

 

Los residuos o polvillo generados en el proceso de escarificado de los granos de quinua 

(Chenopodium quinoa) a la actualidad no tienen un valor económico y su valorización es 

fundamental para fortalecer la cadena de valor de este importante cultivo. Este residuo 

sometido a un proceso de extracción de saponina por cavitación hidrodinámica contiene 

un elevado contenido de carbohidratos que puede ser utilizado como sustrato para la 

producción de bioproductos por fermentación. En este estudio, se evaluó el proceso de 

hidrólisis hidrotérmico de la fracción carbohidrato seguido de un proceso de 

detoxificación (furfural, HMF y compuestos fenólicos) del hidrolizado con resinas 

macroporosas comerciales (ADS-7, AB-8 y HPD-100) para su posterior uso como medio 

de fermentación para producción del exopolisacárido pululano por Aureobasidium 

pullulans ATCC 42023. Se obtuvo 57.78 g/L de azúcares totales reductores (ART) 

utilizando un proceso hidrotérmico (180 °C, 120 RPM, 150 mg/g de ácido cítrico como 

catalizador y 5 minutos de proceso). Respecto a la remoción de inhibidores, se realizó por 

dos etapas de adsorción, ambas con la resina AB-8 obtuvo los mejores valores, con una 

concentración final de fenólicos de 5.38 g/L (56.19% de remoción) y de saponinas de 

1.78 g/L (71.21% de remoción) después de la fermentación con A. pullulans. AB-8 

también removió los inhibidores furfural y HMF, con un porcentaje de remoción de 97.98 

y 83.81% respectivamente. La fermentación con A. pullulans se realizó por 96 horas en 

el biorreactor de tanque agitado Bio-Tec-Pro-II y se obtuvo una biomasa final de 22.79 g 

y 17.7 g/L de exopolisacárido (EPS). Con el ensayo FTIR, se determinó el espectro 

infrarrojo del EPS del medio detoxificado junto con un medio de control, concluyendo 

que ambos EPS eran pululano. Por lo tanto, estos residuos, posterior a una detoxificación, 

pueden ser fuentes alternativas para la producción de biopolímeros. 

 

 

Palabras Claves: A. pullulans, EPS, hidrólisis, resinas macroporosas. 

  



 

ABSTRACT 

 

The residues or fine powder generated during the scarification of quinoa grains 

(Chenopodium quinoa) currently hold no economic value, and their valorization is 

essential to strengthen the value chain of this important crop. This residue, subjected to a 

saponin extraction process by hydrodynamic cavitation, contains a high carbohydrate 

content that can be utilized as a substrate for the production of bioproducts through 

fermentation. In this study, a hydrothermal hydrolysis process followed by a 

detoxification step, targeting furfural, HMF, and phenolic compounds, of the hydrolysate 

using commercial macroporous resins (ADS-7, AB-8, and HPD-100) was evaluated for 

its subsequent use as a fermentation medium for pullulan production by Aureobasidium 

pullulans ATCC 42023. A yield of 57.98 g/L of total reducing sugars (TRS) was obtained 

using 150 mg/g of citric acid as catalyst, with a process time of 5 minutes. Regarding 

inhibitor removal, two-stage adsorption with resin AB-8 yielded the best results, 

achieving final concentrations of 5.38 g/L phenolics (56.19% removal efficiency) and 

1.78 g/L saponins (71.21% removal efficiency) after fermentation with A. pullulans. AB-

8 also removed the inhibitors furfural and HMF, with removal efficiencies of 97.98% and 

83.81%, respectively. Fermentation with A. pullulans was conducted over 96 hours in the 

Bio-Tec-Pro-II stirred-tank bioreactor, yielding a final biomass of 22.79 g and an 

exopolysaccharide (EPS) concentration of 12.7 g/L. FTIR analysis was used to determine 

the infrared spectrum of the EPS from the detoxified medium alongside a control medium, 

confirming that both EPS corresponded to pullulan. Therefore, these residues, following 

a detoxification process, may represent alternative feedstocks for biopolymer production. 

 

Key words: A. pullulans, EPS, hydrolysis, macroporous resins.  
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INTRODUCCIÓN 

 

La producción de quinua ha aumentado en los últimos años debido a sus propiedades 

nutricionales y funcionales, como su alto contenido de proteínas, fibras y vitaminas, además de 

su alta resistencia a condiciones ambientales extremas (zonas altoandinas). El Perú se convirtió 

en el primer exportador de grano de quinua a nivel mundial en el 2024, conforme al Ministerio 

de Desarrollo Agrario y Riego (MIDAGRI), alcanzando una producción de 104 mil toneladas 

y generando ingresos entre 130 y 140 millones de dólares (1). Para su exportación, es necesario 

remover la capa externa del grano ya que le confiere un sabor amargo debido a la alta 

concentración de saponinas principalmente en quinua amargas cultivadas en zonas altoandinas 

y dicho polvillo representa entre el 8 y 15% total del peso de grano dependiendo de la variedad 

del grano, con un aproximado del 20% en contenido de saponinas (2). Este polvillo es 

considerado como un residuo agroindustrial por lo que es desechado sin darle un valor agregado 

debido a su amargor. Con técnicas de extracción como la cavitación hidrodinámica, que reduce 

el tiempo del proceso y utiliza menos solventes tóxicos, se puede recuperar la saponina y con 

otras técnicas de purificación pueden ser usada en diferentes industrias como la farmacéutica, 

agricultura, entre otros (3). Sin embargo, el proceso de cavitación genera dos productos: uno 

líquido donde se encuentra la mayor concentración de saponinas y uno sólido que es descartado 

compuesto principalmente por carbohidratos. Este residuo sólido puede ser tratado con 

procesos hidrotérmicos y acelerados mediante el uso de un catalizador como el ácido cítrico, 

generando azúcares fermentables que pueden ser utilizados como fuente de carbono (4). No 

obstante, el proceso de hidrólisis genera inhibidores producto de la degradación de los azúcares, 

transformándose en furfural y 5-hidroximetilfurfural (HMF), aunque también pueden aumentar 

la concentración de otros compuestos como fenólicos, por lo que es importante remover estos 

compuestos. La utilización de resinas macroporosas ADS-7, AB-8 y HPD-100, puede ayudar a 

detoxificar el medio de fermentación y presenta ciertas ventajas frente al carbón activado que 

no solo llega a remover compuestos fenólicos, saponinas e inhibidores al igual que las resinas, 

sino que también reducen la concentración de azúcares (5). El medio parcialmente purificado 

puede usarse para obtener ciertos productos de interés comercial, como el pululano producido 

en un proceso fermentativo por A. pullulans, el mismo que puede ser utilizado como polímero 

en industrias alimentarias, farmacéuticas y cosméticas (6). La obtención de azúcares 

fermentables a partir de residuos puede contribuir a la reducción en la utilización de azúcares 
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comerciales y convertirse en un sustrato alternativo de bajo costo y altamente disponible, así 

como también el aprovechamiento de residuos para darles un valor agregado.  



3 

 

HIPÓTESIS 

 

Dado que los residuos generados en la escarificación de la quinua contienen un alto contenido 

de carbohidratos (celulosa, hemicelulosa, almidón), estos residuos posteriores a un proceso de 

extracción de saponina incrementan aún más el contenido de carbohidratos que puede ser 

hidrolizados mediante hidrólisis térmica (proceso hidrotérmico) y posteriormente detoxificados 

con resinas macroporosas. Por lo tanto, este hidrolizado con bajo contenido de inhibidores 

tóxicos como furfural, hidroximetilfurfural y compuestos fenólicos pueden ser utilizados como 

fuente de carbono para la producción de exopolisacáridos por Aureobasidium pullulans, 

permitiendo la obtención de pululano, un biopolímero con aplicaciones industriales, así como 

promover la valorización de residuos agroindustriales.  
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OBJETIVOS 

 

OBJETIVO GENERAL 

Evaluar la producción del exopolisacárido pululano mediante el cultivo de Aureobasidium 

pullulans ATCC 42023, utilizando como fuente de carbono el hidrolizado de residuos de quinua 

obtenidos por un proceso hidrotérmico y destoxificados mediante procesos de adsorción con 

resinas, valorizando el residuo generado posterior a la extracción de saponina. 

 

OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

- Optimizar el proceso de hidrólisis de la fracción carbohidrato residual a un proceso de 

extracción de saponina, mediante un proceso hidrotérmico en un reactor Parr para su 

posterior detoxificación y uso como fuente de carbono en la producción de pululano. 

- Remover compuestos inhibidores de crecimiento microbiano (furfural, HMF, fenólicos) 

y saponinas del hidrolizado obtenido mediante un proceso hidrotérmico optimizado, 

empleando métodos de adsorción utilizando resinas macroporosas ADS-7, AB-8 y 

HPD-100. 

- Evaluar la fermentabilidad del hidrolizado para la producción de pululano por 

Aureobasidium pullulans ATCC 42023 en frascos Erlenmeyer (50 mL) y en un 

biorreactor de tanque agitado de 2.5 L. 
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CAPÍTULO I: MARCO TEÓRICO 

 

1.1 Quinua 

La quinua (Chenopodium quinoa) es un pseudo cereal perteneciente al reino plantae, 

familia Chenopodiaceae, que crece principalmente en la región andina de Sudamérica 

(Tabla 1). Es considerado como grano superior debido a su alto valor nutricional en 

comparación con otros productos, como el maíz, trigo y arroz ya que posee gran cantidad 

de vitaminas (B, C y E), aminoácidos como lisina y triptófano y algunos minerales como 

hierro, calcio y magnesio (7). Además, presenta una alta resistencia a diferentes estreses 

abióticos extremos, como baja temperatura, alta salinidad y sequía, lo que le permite crecer 

casi cualquier tierra de cultivo (8), por lo que la Organización de Alimentación y 

Agricultura de las Naciones Unidas (por sus siglas en inglés: FAO) declaró el año 2013 

como el año de la quinua con el objetivo de estimular el desarrollo de los cultivos a nivel 

mundial reconocer las prácticas de los pequeños agricultores como los principales 

productores (9).  

 

Tabla 1. Clasificación taxonómica de la quinua (10). 

Nivel Taxonómico Clasificación 

Dominio Eukaryota 

Reino Plantae 

Filo Spermatophyta 

Clase Dicotyledonae 

Orden Caryophyllales 

Familia Chenopodiaceae 

Género Chenopodium 

Especie  Chenopodium quinoa 
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El grano de la quinua puede tener diferentes colores que están asociados con sus 

propiedades nutricionales y funcionales y pueden ser desde el negro hasta el blanco, aunque 

el color amarillo es el más abundante y posee un alto contenido de proteínas y 

carbohidratos, pero en menor porcentaje que el grano negro o blanco (11) 

1.1.1 Mercado y producción  

El mercado de la quinua ha ido incrementando a nivel mundial en los últimos años. Perú, 

Bolivia y Ecuador son los principales países que poseen las mayores áreas de cultivo de 

quinua (12) aunque también hay cultivos de quinua en África, Europa y Asia, en países 

como China e India (13). En el año 2014, se produjeron cerca de 192.5 toneladas donde 

el Perú fue el mayor productor con 114.3 toneladas, seguido Bolivia con 77.4 toneladas 

y Ecuador con 0.8 toneladas (14). En el año 2020 la producción mundial disminuyó a 

175.1 toneladas debido a la pandemia del COVID-19, donde el Perú exportó 110.1 

toneladas, Bolivia 70.1 toneladas y Ecuador 0.4 toneladas (9). Sin embargo, en el año 

2024, Perú se convirtió en el primer exportador del grano de quinua a nivel mundial, con 

un aumento significativo en comparación del 2023, generando ingresos entre los 130 y 

140 millones de dólares (1).  

 

 

Figura 1. Distribución de las áreas de producción de quinua a nivel mundial (12). 

 

1.1.2 Generación de residuos 

Con el incremento de la actividad agrícola, también hay un incremento de los residuos 

agroindustriales ya que el consumo de productos de origen natural como frutas y vegetales 

produce una gran cantidad de residuos orgánicos que afectan a suelos, agua y aire y son 

responsables de aproximadamente el 21% de la emisión de gases invernaderos (15,16). 
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La mayoría de estos residuos no son valorizados y son desechados o quemados sin ningún 

tratamiento (17). Esta combustión genera gases que pueden afectar la salud humana, 

como es el caso de dióxido de carbono (CO2), metano (CH4), monóxido de carbono (CO), 

óxidos de nitrógeno y azufre, además de material particulado (PM2.5 y PM10) (18–20). En 

el caso de la quinua, el grano representa el 30% del volumen total de la planta y el 70% 

son otras estructuras vegetativas, como tallos, raíces y hojas que no tienen un valor 

comercial (21). El grano de quinua tiene que pasar por un proceso de escarificación para 

remover la cáscara externa, responsables del sabor amargo de la quinua, lo que afecta el 

valor comercial y además que tiene propiedades anti nutricionales, por lo que pueden ser 

tóxicos para la población si es consumida en grandes concentraciones (22). Esta capa 

externa es removida lavándola con agua alcalina, lo que produciría la contaminación de 

zonas acuíferas cercanas, o mediante abrasión que es considera menos contaminante y, 

por lo tanto, utilizada mayormente, pero esto genera residuos agroindustriales, ya que este 

polvillo representa el 10% del peso total del grano, por lo que puede ser utilizado para la 

obtención de productos de interés comercial por sus propiedades biológicas, como la 

saponina (2,23). 

1.2 Saponina 

Las saponinas son metabolitos secundarios caracterizados por ser anfipáticos, es decir, que 

en su composición poseen una parte hidrofílica y otra lipofílica. La parte hidrofílica está 

compuesta de azúcares, como glucosa, arabinosa, xilosa, entre otras, mientras que la parte 

lipofílica compuesto de agliconas o sapogeninas que, dependiendo de su estructura 

química, pueden ser triterpenoides (30 carbonos) o esteroides (27 carbonos) (24).  

 

 

Figura 2. Estructura química de la saponina (25). 
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Las saponinas se encuentran distribuidas en una amplia variedad de plantas y cultivos como 

se puede apreciar en la Tabla 2 y su función principal es de defensa a la planta frente 

plagas, herbívoros y algunas enfermedades y, por lo tanto, se encuentra en flores, raíces y 

hojas (26). 

 

Tabla 2. Saponinas presentes en diferentes especies vegetales (27). 

Fuentes vegetales 
Contenido de saponinas 

(g/kg peso seco) 

Arveja partida amarilla (Pisum sativum) 1.1 

Arveja verde (Pisum sativum) 1.8 

Avena (Avena sativa) 1.3 

Berenjena (Solanum melongena) 58 

Espinaca (Spinacia oleracea) 15 

Frijol común (Phaseolus vulgaris) 4.1 

Frijol escarlata (Phaseolus coccineus) 2.4 

Frijol mungo (Vigna radiata) 0.5 

Frijol rojo (Phaseolus vulgaris) 3.5 

Garbanzos (Cicer arietinum) 2.3 

Hojas de remolacha (Beta vulgaris) 58 

Lentejas (Lens culinaris Medik.) 15 

Maní (Arachis hypogaea) 16 

Raíces de espárrago (Asparagus 

officinalis) 
15 

Soya (Glycine max L.) 6.5 

Tomatillo espinoso (Solanum torvum) 8.6 

Yuca (Yucca schidigera) 80 

 

1.2.1 Propiedades de la saponina 

La saponina presenta muchas propiedades biológicas debido a su naturaleza anfipática 

que puede ayudar a la salud, como por ejemplo su actividad antioxidante, su actividad 

antitumoral, antiinflamatoria, regulación del peso corporal mediante actividades 

hipoglucémicas e hipocolesterolémica, y en el caso de plantas, tiene propiedades 
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antimicrobianas, antifúngicas y antiparasitarias como sistema de protección a diferentes 

plagas (28–30). 

1.2.2 Extracción de la saponina 

1.2.2.1 Metodologías clásicas 

Son los métodos más estudiados, como la extracción por Soxhlet que consiste en varios 

lavados de una muestra con un solvente mediante su ebullición y condensación (31) y 

la maceración donde la muestra se deposita en un solvente, ya sea polar o apolar, a 

temperatura ambiente hasta que este se sature con el biocompuesto deseado (32). A 

pesar de que son técnicas con las que se pueden obtener una mayor concentración de 

saponina, presentan desventajas importantes, por ejemplo, son técnicas lentas, 

llegando a durar varias horas y el uso de una gran cantidad de solventes orgánicos que 

pueden poner en riesgo la salud del usuario, además de la posible descomposición de 

la muestra por la temperatura a la que se expone en el caso de la técnica de Soxhlet 

(33). 

1.2.2.2 Metodologías emergentes 

Son métodos más ecoamigables ya que no requieren gran cantidad de solvente y se 

requiere un menor tiempo de extracción. Por ejemplo, la extracción asistida con 

ultrasonido (UAE), donde las ondas de alta frecuencia crean burbujas que produce un 

efecto mecánico y térmico en las células vegetales, aumentando la permeabilidad de 

la membrana y liberando los metabolitos de interés, como saponinas o polifenoles (34). 

Otro método es la extracción asistida por microondas (MAE) que consiste en la 

utilización de radiación electromagnética con ondas entre los 300 MHz y 300 GHz con 

lo que aumenta la temperatura y energía molecular, lo que mejora el proceso de 

extracción y es usado generalmente para extractos naturales (35). Aunque estas 

metodologías son de gran utilidad, presentan ciertos inconvenientes para la extracción 

de saponinas, más que todo al momento de escalarlo a nivel industrial. La falta de 

uniformidad de ultrasonido en todo el solvente en UAE hace limitado su escalabilidad, 

llegando a un máximo de 50 L en plantas piloto, mientras que MAE requiere un alto 

consumo energético, además de su difícil control térmico a gran escala (36). 

1.3 Cavitación hidrodinámica como método de extracción de saponina 

La cavitación hidrodinámica es el proceso de formación y colapso de burbujas que se 

producen en un intervalo pequeño de tiempo cuando un líquido fluye a través de una 
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constricción, variando la presión del líquido y liberando así grandes cantidades de energía 

cinética. Este cambio de presión se produce con una bomba que dirige el agua hacia la 

constricción, haciendo que la presión disminuya, el líquido se evapore y se formen las 

burbujas que crecen hasta alcanzar su tamaño crítico y colapsan cuando el líquido sale de 

la zona de constricción y se recupera la presión inicial (37,38). El colapso de estas burbujas 

genera condiciones extremas de temperatura, alcanzando los 5000 K, presiones de 1000 

bar y generación de radicales hidroxilos y esto puede fragmentar moléculas complejas y 

mejorar reacciones químicas, útil para la extracción de compuestos bioactivos (39). Entre 

las aplicaciones más destacadas de la cavitación hidrodinámica se reporta el tratamiento de 

aguas residuales para remover fármacos, colorantes, pesticidas, entre otros (40), en la 

industria alimentaria para reducir la carga microbiana en jugos o leche, mejorando su 

procesamiento (41) y en la biorrefinería para la obtención de productos de interés, como la 

laminarina, alginato de sodio y manitol de algas, destacando su bajo consumo energético y 

facilidad de escalar para procesos industriales (42). 

 

Figura 3. Representación gráfica de un cavitador hidrodinámico (43). 

 

1.4 Fenólicos en residuos de quinua 

Los fenólicos son compuestos que se encuentran en la mayoría de las plantas como 

metabolitos secundarios en diferente concentración, cuya estructura química se caracteriza 

por uno o más grupos hidróxilos unidos a un anillo aromáticos (44). Representan el 

segundo compuesto orgánico más abundante del reino vegetal y tienen diferentes 

propiedades que ayudan a la planta la protección de la radiación UV, patógenos, estrés 

abiótico entre otros (45). Los principales grupos de los fenoles incluyen los ácidos 
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fenólicos, estilbenos, lignanos, taninas y flavonoides y dependiendo de su estructura, tienen 

diferentes propiedades como anticancerígena, antiviral, antimicrobiano, antiinflamatorio y 

efectos hipoglucémicos e hipolipemiantes (46,47).  

1.5 Hidrólisis de la fracción carbohidrato en residuos de quinua 

La hidrólisis es una reacción química en la que una molécula de agua puede convertir 

compuestos complejos y generalmente sin utilidad, polisacáridos como celulosa y 

hemicelulosa, en compuestos más sencillos y útiles, como azúcares sencillos fermentables. 

Esta reacción puede ser catalizada por ácidos, bases o enzimas, donde también una elevada 

presión y temperatura pueden modificar las propiedades fisicoquímicas del agua y así, 

promover la ruptura de los enlaces químicos de los compuestos complejos (48). 

1.5.1 Hidrólisis ácida 

Involucra la utilización de ácidos, comúnmente ácido clorhídrico y sulfúrico, concentrado 

o diluido para catalizar la ruptura de los enlaces en compuestos orgánicos. Generalmente 

es usado en el tratamiento de residuos lignocelulósicos y sintetizarlos en azúcares 

simples; por ejemplos, hemicelulosa en pentosas y la celulosa en hexosas (49)  

1.5.2 Hidrólisis alcalina 

Es un proceso químico donde un compuesto orgánico se descompone en un medio básico, 

como hidróxido de sodio o potasio, lo que facilita la ruptura de enlaces químicos, por 

ejemplo, los enlaces ésteres y enlaces de la lignina presente en residuos agroindustriales 

(50), así como también puede ser utilizada para el tratamiento de residuos de polietileno 

tereftalato (PET), convirtiéndolo en ácido tereftálico, usado como materia prima para la 

elaboración de nuevos polímeros (51). 

1.5.3 Hidrólisis enzimática 

En este tipo de hidrólisis, se utilizan diferentes enzimas, generalmente celulasas, 

hemicelulasas o amilasas, para la ruptura de enlaces químicos. Al utilizar enzimas, 

presenta más ventajas que los otros tipos de hidrólisis como una mayor selectividad, al 

romper enlaces específicos y, por ende, una menor formación de inhibidores, como 

también un menor impacto ambiental, al disminuir el uso de reactivos químicos (52). 

Puede ser usado en la generación de bioetanol a partir de residuos agroindustriales, lo que 

reduciría la emisión de gases como dióxido de carbono u óxido de nitrógeno, 

contribuyendo con la mitigación del calentamiento global (53). Los residuos alimentarios, 

como cáscaras de diferentes vegetales, pueden ser usados como fuente de azúcares 
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reductores utilizando diferentes enzimas como α-amilasas y glucoamilasas obteniéndose 

entre 60 y 200 g/L de azúcares reductores, compuestos principalmente por glucosa 

(54,55).  

1.5.4 Hidrólisis térmica  

También llamado hidrotermólisis, es un tratamiento eficiente debido a que no es necesario 

de productos químicos corrosivos, evitando así procesos complejos como la separación y 

recuperación del solvente, lo que la hace un método ecoamigable ya que reduce los 

efectos corrosivos y la manipulación de la operación (6,56). Para esta metodología, es 

necesario un reactor que pueda soportar temperaturas y presiones elevadas (entre 150-

300 °C y 0-60 bar aproximadamente) lo que aumentaría el gasto energético, pero la 

duración del proceso puede variar entre 2 y 40 minutos, compensando el uso energético 

(57). Cuando la temperatura del agua incrementa también lo hace su constante de 

ionización a 10-11, debilitando sus enlaces puentes de hidrógeno, rompiendo los enlaces 

covalentes y aumentando la cantidad de los iones hidronios (H3O+) y de los iones 

hidróxido (OH-), teniendo así la función de autocatálisis ácido-base (58). Dependiendo 

del estado del agua, se puede clasificar a la hidrotermólisis en dos: la explosión de vapor 

y el tratamiento con agua líquida caliente o auto hidrólisis. En la explosión de vapor, la 

biomasa es sometida a vapor a altas temperaturas (160-280 °C), a alta presión (7-48 bar), 

en un tiempo entre 10 y 30 minutos para luego liberar la presión de manera abrupta. Estos 

parámetros son considerados claves en la explosión de vapor (59). La auto hidrólisis es 

un procedimiento donde se altera la estructura química debido a la ionización del agua, 

que actúa como único reactivo, a alta temperatura donde se liberan los iones hidrógeno y 

presentan ventajas, por ejemplo, sus reacciones son más uniformes, fáciles de controlar y 

de escalar a nivel industrial (60,61).   

La utilización de ácidos inorgánicos, como ácido clorhídrico o sulfúrico, en conjunto con 

la hidrólisis térmica puede ayudar a aumentar la ruptura de enlaces y liberar los azúcares 

para poder ser utilizados como fuente de carbono en fermentaciones. Sin embargo, estos 

podrían generar inhibidores, además de incrementar el costo de producción, por lo que el 

uso de ácidos orgánicos débiles ha demostrado tener un alto rendimiento en la producción 

de azúcares fermentables (62). El ácido cítrico es un ácido orgánico débil más producidos 

a nivel mundial, con una toxicidad baja por lo que es utilizado en varias aplicaciones en 

industrias alimentarias, farmacéuticas y químicas (63). Al ser un ácido débil, puede usarse 

en la hidrólisis térmica para generar tanto monosacáridos como oligosacáridos debido a 
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que tiene la capacidad de romper enlaces glucosídicos, éster y otros enlaces complejos, 

además de que también es un intermediario que se forma en el ciclo de los ácidos 

tricarboxílicos, por lo que no inhibiría el metabolismo de los microorganismos usados 

para la fermentación (64). Algunos residuos agroindustriales, como la mazorca del maíz, 

pueden ser la fuente de azúcares fermentables obtenidos a partir de procesos 

hidrotérmicos, obteniéndose principalmente xilosa y arabinosa a una concentración de 

103.49 y 26.75 mg/g respectivamente (65). A partir de residuos agroindustriales, como 

bagazos, se obtienen azúcares fermentables, principalmente glucosa, xilosa, arabinosa y 

celubiosa, considerando el tiempo y la temperatura como los principales parámetros (66). 

1.6 Inhibidores generados en procesos hidrotérmicos 

Dependiendo del pretratamiento y la biomasa utilizada, se pueden generar compuestos 

inhibidores que pueden impedir el crecimiento de microorganismos o funciones 

enzimáticas en procesos anaeróbicos y aeróbicos (67). Comparado con otros 

pretratamientos, la hidrólisis térmica es una técnica ecoamigable al solo utilizar como 

solvente agua a alta temperatura; sin embargo, puede generar o liberar compuestos 

inhibitorios como ácido acético, HMF y fenólicos y degradación parcial del azúcar, 

generando subproductos como furfural y oligosacáridos (68). Furfural y HMF se pueden 

sintetizar a partir de pentosa o hexosas respectivamente, las cuales son obtenidas de la 

hemicelulosa y celulosa de residuos agroindustriales como el bagazo de la caña de azúcar, 

cáscaras de arroz, paja de trigo, entre otros (69,70). Estos inhibidores pueden atravesar la 

membrana celular, lo que provoca un aumento de las especies reactivas de oxígeno 

(ROS), daño en el ADN, fragmentación de mitocondrias e inhibición de enzimas 

responsables de la vía glucolítica (71). Algunos microorganismos del género Clostridium 

son inhibidos cuando la concentración de furfural supera la concentración de 1 g/L y en 

el caso de levaduras, como Pichia stipitis, el furfural inhibe más el crecimiento en 

comparación con ácido acético y HMF, reduciendo el rendimiento en un 59% de xilitol 

en concentraciones de 500 mg/L y concentraciones mayores a 850 mg/L inhibe 

completamente el crecimiento de la levadura (72,73). 

1.7 Remoción de inhibidores 

1.7.1 Resina macroporosa 

Se define como resina a la unión de unidades monoméricas que forman estructuras 

complejas conectadas internamente por un monómero con característica bifuncional, lo que 

les confiere una forma esférica capaz de unirse a diferentes compuestos presentes en 
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soluciones mediante fuerzas de van der Walls o interacciones π-π (74). Las resinas son 

ampliamente utilizadas para la purificación de diferentes compuestos bioactivos como 

isoflavonas, polifenoles, antocianinas, saponinas, entre otros, debido a que son 

económicas, tienen una gran eficiencia y puede reutilizarse una vez terminado el proceso 

(75,76). La resina adsorbe el compuesto bioactivo y se desorbe con diferentes diluyentes, 

generalmente etanol, a diferentes concentraciones hasta recuperar el compuesto bioactivo 

separado y purificado (77). El furfural puede ser removido por resinas (PC-4) con una 

capacidad de adsorción de 40.22 mg/g y puede desorberse obteniéndose una tasa promedio 

de 97.86% (78). Otra resina, la XAD-761 puede remover 53.4 mg de HMF por g de resina, 

mientras que remueve solo 3.2 mg de glucosa, demostrando que las resinas macroporosas 

pueden remover inhibidores sin disminuir la concentración de azúcares fermentables (79). 

  

 

Figura 4. Resina macroporosa. 

 

1.8 Fermentación de carbohidratos presentes en hidrolizados 

La fermentación es un proceso bioquímico que puede darse en condiciones tanto 

anaeróbicas como aeróbicas en el cual los compuestos orgánicos de una solución son 

degradados por rutas metabólicas de diferentes microorganismos, modificando 

químicamente el sustrato para la formación u obtención de un producto final (80). Este 

proceso es de alta utilidad para la generación de productos de alto valor comercial en 

industrias, destacando importantes sectores como alimentario y farmacéutico, por ejemplo, 

la producción de goma gellan a partir de Sphingomonas paucimobilis, usado como agente 

gelificante o estabilizante de alimentos (81), ácido glucónico a partir de Aspergillus niger 

para industrias textiles y médicas (82), polisacáridos a partir de Ganoderma lucidum que 



15 

 

tienen propiedades medicas destacables, como la actuar como prebiótico para proteger y 

fortalecer el microbiota intestinal o modular respuestas inmunológicas, entre otros (83). En 

el caso de Aureobasidium pullulans, los hidrolizado de residuos lignocelulósicos, como 

cascarilla de arroz, paja, bagazo de yuca, residuos de papa y de maíz pueden ser utilizados 

como fuentes de azúcares fermentables al liberar oligosacáridos y obtener glucosa, xilosa 

o arabinosa (84).  

1.8.1 Sistemas de cultivo 

Según el sistema de cultivo que se utilice, se puede clasificar en tres tipos de 

fermentación: fermentación por lotes (Batch), en el cual el microorganismo se inocula en 

un medio de cultivo y se cierra el sistema, lo que favorece la mayor recuperación del 

producto por lo que es considerada la más común;  fermentación por lote alimentado (Fed-

Batch), que consiste en añadir medio de cultivo y mantener los microorganismos en su 

fase exponencial y fermentación continua en el cual se aumenta y se retira el medio de 

cultivo de manera constante, contribuyendo con la producción y estabilidad del 

microorganismo utilizado (85). 

1.8.2 Estado del sustrato 

Existen dos tipos de fermentación según el sustrato: La fermentación líquida sumergida 

(SLF) y la fermentación en estado sólido (SSF). La SLF consiste en utilizar medio de 

cultivo líquido preparado específicamente con los nutrientes necesarios (carbón, 

nitrógeno, sales), y parámetros (pH, temperatura, presión) para el desarrollo de los 

microorganismos, fácilmente escalables, útiles en industrias como farmacéuticas y 

bebidas alcohólicas (86) mientras que la SSF es el crecimiento de biomasa en un sustrato 

sólido, generalmente residuos agroindustriales (salvado de trigo, bagazo de caña de 

azúcar, tallos de quinua, entre otros) que presentan baja concentración de líquidos y 

humedad, donde la biomasa solo utiliza estos residuos como fuente de alimento para su 

crecimiento, utilizada ampliamente en procesos relacionadas a biorremediación (87).  

1.9 Aureobasidium pullulans 

Aureobasidium es un hongo con compartimiento de levadura cuyo género incluye más de 

50 taxones, entre especies y variedades, donde los más estudiados son A. pullulans, A. 

melanogenum, A. iranianum, entre otros, que se distribuyen ampliamente en diferentes 

ambientes, como suelos forestales, agua tanto dulce como salina y en la superficie de frutos 

u hojas (88). Respecto a sus principales aplicaciones, puede ser utilizado en la agricultura 
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como un biocontrolador de frutas y hortalizas; en el ámbito industrial, se puede usar sus 

polímeros en la elaboración de productos farmacéuticos, como el desarrollo de cosméticos, 

además de la síntesis de diferentes enzimas como amilasas o lipasas, útiles en industrias 

relacionadas al sector textil o alimentario; y también como antimicrobiano debido a 

metabolitos secundarios como el poli β-L-málico (PMA) usado como agentes 

anticancerígenos y biosurfactante (89). En el caso de A. pullulans, al inicio sus colonias 

varían entre colores claros como amarillo o rosado, pero conforme va creciendo, empieza 

a sintetizar melanina, tornando sus colonias a un color oscuro como mecanismo de defensa, 

cuya intensidad se puede ver afectada por estrés, limitación de nutrientes, cambios de pH, 

entre otros (90). 

 

 

Figura 5. A. pullulans. 

 

 

Tabla 3. Clasificación taxonómica de A. pullulans (91). 

Nivel Taxonómico Clasificación 

Dominio Eukaryota 

Reino Fungi 

Filo Ascomycota 

Clase Dothideomycetes 

Orden Dothideales 

Familia Saccotheciaceae 

Género Aureobasidium 

Especie Aureobasidium pullulans 
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1.9.1 Pululano 

El pululano es el principal exopolisacárido producido por A. pullulans. Fue descubierto 

por R. Bauer en 1938 y se define como un polímero soluble en agua parecido a la goma 

xantana o glucano formado por la polimerización de unidades de maltotriosa (tres 

moléculas de glucosa unidas) por medio de enlaces glucosídicos α-1.4 y α-1.6 (92). Su 

fórmula molecular es (C6H10O5)n, su peso molecular es aproximadamente de 4.5x105 

Dalton y es insoluble en solventes orgánicos como dimetilsulfóxido, formamida y etanol 

(93).  

1.9.2 Producción del pululano 

La síntesis de pululano empieza con la formación de uridina disfosfato glucosa (UDP-

glucosa), un precursor del pululano, obtenido por la enzima uridina 5 difosfato glucosa 

pirofosforilasa (UDPG-pirofosforilasa) a partir de glucosa 1 fosfato. El proceso sigue con 

la síntesis de estructuras ligadas a lípidos mediante residuos de D-glucosa que 

reaccionarán con grupos isomaltosilo, produciendo monómeros de piranosilo o 

isopanosilo que se polimerizan para sintetizar cadenas de pululano (94). La producción 

de pululano se realiza por medio de la fermentación microbiana donde parámetros como 

la composición del medio de cultivo, pH, temperatura y disponibilidad del oxígeno son 

claves para la fermentación (95). Algunos residuos lignocelulósicos que se pueden utilizar 

para la producción de pululano pueden ser hidrolizado de paja y la mazorca de maíz, 

obteniéndose rendimientos de 0.33 g/L y 0.32 g/L respectivamente y una producción de 

19.45 g/L (96) y el orujo de la uva obtenido como residuo en la elaboración de vino, 

obteniéndose 22.3 g/L de pululano (97). 

 

 

Figura 6. Estructura del pululano (89). 
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1.9.3 Aplicaciones del pululano 

El pululano puede ser usado en diferentes industrias como la alimentaria, donde puede 

ser usado como aditivo para empaques biodegradables o como películas de recubrimiento 

que previenen la oxidación de frutas, mantienen la calidad y prolongan la conservación 

de los alimentos, además de ser utilizado con compuestos antimicrobianos o 

nanopartículas que brinda protección al deterioro ambiental y microbiológico (98); en la 

industria biofarmacéutica, como componente en la fabricación de cápsulas para los 

sistemas de liberación controlada de fármacos, mejorando la biodisponibilidad y eficacia 

terapéutica de los principios activos (99). Asimismo, las biopelículas elaboradas a partir 

de pululano presentan estabilidad térmica y resistencia, facilitando su manipulación y 

almacenamiento, además de enmascarar sabores desagradables de medicamentos, 

mejorando su aceptación y uso en pacientes (100). En la industria cosmética es utilizado 

para la formulación de cremas debido a su estabilidad mecánica, contribuyendo con la 

retención de humedad y mejorando la apariencia de la piel, además del desarrollo de 

hidrogeles y nanocompuestos que junto con otros compuestos activos como 

antioxidantes, previenen el envejecimiento (95). En el tratamiento de agua para procesos 

de filtración y adsorción debido a su capacidad de formación de redes estables y que 

puede servir como alternativa para polímeros derivados de petróleo o metales como el 

Cu+2, Ni+2 y Co+2 de agua residuales industriales (101) y en el ambiente agrícola, 

nanopolímeros a partir de pululano pueden emplearse como sistema de liberación 

controlado de insumos agrícolas, como fertilizantes o biopesticidas. Asimismo, la 

obtención del pululano a partir de residuos agroindustriales como fuente de carbono para 

la fermentación de A. pullulans como suero de queso, cascarilla de arroz, melazas de la 

caña de azúcar, entre otros, contribuye con el desarrollo de estrategias agrícolas para la 

economía circular (102). 

1.10 Métodos de caracterización 

1.10.1 FTIR 

La espectroscopía infrarroja por transformada de Fourier (FTIR) es una técnica analítica 

que estudia la interacción entre una muestra y radiación electromagnética, midiendo las 

absorbancias de enlaces químicos dando como resultado un espectro donde cada enlace 

tiene una huella espectral única, lo que permite medir cambios espectrales que ocurren 

simultáneamente, cuantificando diferentes compuestos como ácidos nucleicos, proteínas, 

lípidos, identificando grupos funcionales y cambios estructurales (103,104). FTIR también 
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puede aplicarse para la cuantificación de compuestos primarios de polisacáridos, 

incluyendo xilosa, sulfatos y ácido glucurónico (105).  

1.10.2 DSC 

La calorimetría diferencial de barrido (DSC) es una técnica analítica utilizada para 

caracterizar las propiedades térmicas de diferentes compuestos como la variación de la 

entalpía, temperatura de transición y comportamiento de cristalización (106) La 

temperatura a la cual el compuesto cambia de un estado vítreo rígido a un estado más 

blando se denomina temperatura de transición vítrea (Tg), importante en la caracterización 

de biopolímeros debido a que esta transición afecta su estabilidad y sus propiedades 

mecánicas (107,108). 

1.10.3 TGA 

El análisis termogravimétrico (TGA) es una técnica que estudia el comportamiento térmico 

de un material, aplicando varios análisis como termodegradación, ignición, combustión, 

así como también análisis de procesos termoquímicos, pirólisis y gasificación (109). Estos 

cambios se estudian de acuerdo a la pérdida de peso con respecto al tiempo y a la 

temperatura y se ha estudiado con diferentes biomasas, como semillas de durazno o cáscara 

de plátano y en biopolímeros usados en el empaquetamiento de alimentos y relacionados a 

la salud, como sistemas de liberación de fármacos o biomateriales (110,111).  
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CAPÍTULO II: MATERIALES Y MÉTODOS 

 

2.1 Lugar de ejecución 

El presente trabajo de investigación se desarrolló en el laboratorio de Bioprocesos F-405 y el 

Laboratorio de Ciencias de los Materiales F-406 de la Universidad Católica de Santa María 

(UCSM) ubicada en Arequipa, Perú. 

2.2 Materiales 

2.2.1 Material biológico 

La cepa de A. pullulans ATCC 42023 disponible en el Laboratorio de Bioprocesos de la 

UCSM fue utilizada en este estudio. 

2.2.2 Reactivos químicos 

- Ácido cítrico. 

- Ácido clorhídrico. 

- Cloruro de sodio. 

- DNS (ácido-3,5-dinitrosalicílico).  

- Etanol 96%. 

- Extracto de levadura. 

- Fosfato dipotásico. 

- Glucosa. 

- Hidróxido de Sodio. 

- PDA (Potato dextrose agar). 

- Sulfato de amonio. 

- Sulfato de magnesio. 

2.2.3 Materiales de laboratorio 

- Bagueta. 

- Beakers. 

- Celdas de cuarzo.  

- Crisoles. 

- Espátula. 

- Jeringa de 1, 5, 10 mL. 

- Matraces de 100 y 250 mL. 

- Pastilla magnética. 
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- Piceta.  

- Pinzas. 

- Tubos de ensayo. 

2.2.4 Aparatos y equipos 

- Agitador magnético Faithful 25 L. 

- Biorreactor de mesa Bio-Tec-Pro-II (Sao Paulo, Brasil). 

- Balanza analítica Ohaus Adventurer. 

- Espectrofotómetro infrarrojo por transformada de Fourier Nicolet Summit. 

- Espectrofotómetro UV-Visible Thermo Scientific Genesys 150. 

- Estufa Binder Bin 12880. 

- pH metro Horiba Laqua PH1500. 

- Reactor Parr con agitación de 2 L.  

- Sistema de purificación de agua Milli-Q Sq 2 series. 

- UHPLC Thermo Scientific Vanquish. 

Software 

- Design Expert.  

- Rstudio. 

 

2.3 Métodos 

2.3.1 Polvillo o residuos de quinua 

El polvillo o residuos generados en la escarificación de la quinua fueron donados por una 

empresa procesadora de quinua ubicada en el departamento de Arequipa, Perú. El 

material presentó un contenido de humedad de 5%, carbohidratos de 47% (NTP 205.002, 

1979), 7% de proteínas, 1.7% de grasas (NTP 205.006, 2018) y 10% de cenizas (NTP 

205.004, 2017).  
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Figura 7. Polvillo inicial de residuos de quinua 

 

2.3.2 Extracción de saponina de residuos de quinua 

Se utilizó el sistema de cavitación conforme Florez et al (2026) que consta de una placa 

con orificio entre 1 y 2 mm utilizado como Venturi, bomba de una potencia de 4 HP, 2 

tanques de circulación de 20 L y dispositivos adicionales para el control de presión y 

temperatura. Al inicio se empleó un tamiz de 40 µm para la eliminación de otros residuos, 

como tallos o piedras. El polvillo obtenido se disolvió en 20 L de etanol al 80% hasta 

obtener una concentración final de 66 g/L y después se depositaron en uno de los tanques 

de circulación para iniciar el proceso de cavitación, teniendo como parámetros la presión 

(9 bar) y el tiempo (25 minutos) a temperatura ambiente. Transcurrido el tiempo, se 

recuperó la muestra la fracción sólida, que fue secado en una estufa a 50 °C por 24 horas 

y almacenado a temperatura ambiente hasta su uso posterior. La fracción líquida fue 

destinada para otros fines.  
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Figura 8. Polvo residual antes de la cavitación hidrodinámica (a), cavitador hidrodinámico 

(b) y residuo posterior a la extracción de saponina. 

 

2.3.3 Hidrólisis térmica del residuo 

Para la hidrólisis hidrotérmica del polvillo residual del proceso de extracción de saponina, 

se utilizó el reactor Parr de 2 L de acero inoxidable con sistema de agitación y presurizado 

(Figura 9). Inicialmente, se evaluó el efecto de la temperatura (140, 160, 180 y 200 °C), 

tiempo del proceso (5, 10 y 15 minutos) y la concentración de ácido cítrico (50, 75, 100, 

125, 150, 175, 200 y 250 mg/g). Todos los experimentos fueron realizados en triplicado 

con un volumen de trabajo de 500 mL. Posterior al proceso hidrotérmico, se determinó la 

concentración de azúcares reductores por el método DNS descrito por Miller (2002). Para 

el análisis, 1 mL de muestra (hidrolizado) se le agregó 1 mL del reactivo DNS, se llevó a 

100 °C por 10 minutos, se agregó 3.5 mL de agua ultrapura y se midió la absorbancia en 

el espectrofotómetro de UV visible Thermo Scientific Genesys 150 a 540 nm (112).  

Con los resultados obtenidos, se estableció las variables con mayor influencia y los 

niveles con mejor desempeño. En una segunda etapa, para fines de optimización, se 

empleó un diseño central compuesto (CCD) con 11 corridas experimentales, evaluando 

variables como la concentración de ácido cítrico (mg/g) y el tiempo de proceso (minutos), 

considerando como variable de respuesta la concentración de azúcar reductores totales 

(ART). Posterior al tratamiento, el hidrolizado se centrifugó a 3000 rpm por 10 minutos 

y se filtró para recuperar el sobrenadante para su posterior análisis y almacenamiento en 

refrigeración hasta su uso. 

 

a b c 
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Figura 9. Reactor Parr. 

2.3.4 Remoción de compuestos inhibidores por adsorción 

Se evaluó el desempeño de 9 resinas macroporosas con el fin de determinar su afinidad 

por la saponina. Se realizó pruebas exploratorias con saponina de pureza conocida. 

Previamente, las resinas comerciales adquiridos de Solarbio, China (NK-9, HDP-100, 

ADS-7, D-101, S-8, D-301, HDP-600, DM-130 y AB-8) se acondicionaron siguiendo la 

metodología descrita por Chen et al (2023). Brevemente, la resina se sumergió en etanol 

absoluto por 24 horas para después lavarla con agua destilada hasta eliminar el exceso de 

alcohol. La resina húmeda fue tratada con una solución de HCl 4% (p/p) y NaOH 4% 

(p/p) por 4 horas, después se lavó con agua y se secó a 60 °C por 6 horas (113). Una vez 

activadas las resinas, se pesó 10 gramos en diferentes matraces, se agregó 200 ml de una 

solución de saponina a 50 g/L y se agitó a 180 rpm por 24 horas. Transcurrido este tiempo, 

se descartó el líquido y se lavó la resina con etanol a diferentes concentraciones (20, 40, 

60 y 80%) por 24 horas para cada concentración. Se secó por atomización y se calculó su 

pureza.  

Para la concentración de saponinas, se utilizó el método descrito por Hiai et al (1975) que 

consistió en mezclar 0.5 mL de la muestra con 0.5 mL de vainillina al 8% y 1.5 mL de 

una solución etanol sulfúrico al 70%. Posteriormente, se incubó por 10 minutos en baño 

maría a 60 °C. Finalizado el tiempo, se retiró los tubos de ensayos y se enfriaron para 

después medir su absorbancia a 531 nm (114).  
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Para la determinación de polifenoles, se utilizó el método adaptado de Folin-Ciocalteu 

(1927) donde 0.5 mL de muestra se mezcló con 0.25 mL del reactivo Folin-Ciocalteur 1N 

y 1.250 mL de carbonato de sodio 10.75% y se incubó por 30 minutos en oscuridad para 

leer su absorbancia a 760 nm (115).  

Con la pureza calculada, se determinó la resina con mejor desempeño en adsorción de 

saponina y compuestos fenólicos, donde las resinas ADS-7, AB-8 y HPD-100 fueron 

seleccionadas. En la siguiente etapa, se agregó 200 mL de hidrolizado a un matraz junto 

con la resina y se dejó en agitación por 24 horas. Posteriormente, se filtró para recuperar 

el hidrolizado y analizar la concentración de azúcares, saponinas y fenólicos.  

 

Tabla 4. Comparación de las propiedades fisicoquímicas de las resinas macroporosas ADS-7, 

AB-8 y HPD-100 

Resina Polaridad 

Área 

Superficial 

(m2/g) 

Tamaño de 

poro  

(nm) 

Tamaño de 

partícula  

(mm) 

ADS-7 Baja – moderada 650 - 700 8.5 - 9.0 0.3 - 1.2 

AB-8 Débilmente polar 480 - 520 13 - 14 0.3 – 1.25 

HPD-100 Fuertemente polar ≥ 100 25 - 30 0.3 – 1.25 

 

 

 

Figura 10 Resinas macroporosas ADS-7 (a), AB-8 (b) y HPD-100 (c). 

 

2.3.5 Análisis por HPLC 

2.3.5.1 Determinación de la concentración de inhibidores 

La concentración de inhibidores, furfural e HMF de las muestras obtenidas del 

tratamiento hidrotérmico, fueron removidas mediante una primera y segunda etapa de 

adsorción, muestras en las cuales las concentraciones de inhibidores fueron determinados 

a b c 
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por HPLC mediante el uso de una columna de fase reversa C18 Sigma-Aldrich, de 250 

mm x 2.1 mm de diámetro interno, 2.7 μm de tamaño de partícula y un detector de arreglo 

de diodos con fuente de luz ultravioleta (DAD). Las muestras fueron filtradas utilizando 

filtros de jeringa de tamaño de poro 0.22 mm para eliminar partículas en suspensión y se 

almacenaron en viales de 2.5 mL. La temperatura del horno fue 40 °C, la fase móvil fue 

una solución de metanol/agua 1:9 v/v a un caudal de 1 mL/min y presión de 600 psi. La 

cuantificación fue a una longitud de onda de 280 nm y el tiempo de corrida fue 20 minutos 

por muestra. Se preparó soluciones estándar de furfural (CAS 98-01-1) en 

concentraciones de 0.5 a 50.0 μg/mL y de HMF (CAS 67-47-0) en concentraciones de 

0.01 a 1.0 g/L. 

2.3.5.2 Determinación de la concentración de azúcares 

Los azúcares obtenidos en el proceso hidrotérmico fueron determinados usando la 

columna HyperRez XP Carbohydrate H+ Thermo Fisher de 300 mm x 7.7 mm de diámetro 

interno, 8 μm de tamaño de partícula. La fase móvil fue agua ultrapura tipo I 

desgasificada. Las muestras analizadas fueron filtradas utilizando filtros de jeringas de 

tamaño de poro de 0.22 mm y se almacenaron en viales de 2.5 mL. Los parámetros fueron 

75 °C de temperatura del horno, caudal de 0.6 mL/min, presión de 200 psi, tiempo de 

corrida de 20 minutos y el detector de índice de refracción (RID) a 40 °C. Se preparó 

soluciones estándar de glucosa, xilosa, arabinosa y celobiosa en concentraciones de 0.5 a 

5 g/L. 

 

 

Figura 11. Equipo de HPLC. 
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2.3.6 Producción de pululano por Aureobasidium pullulans 

2.3.6.1 Preparación del inóculo 

La cepa utilizada fue A. pullulans ATCC 42023 disponible en el laboratorio de Bioprocesos 

- UCSM. Esta cepa fue cultivada en placas de cultivo PDA (Potato Dextrose Agar) a 25 °C 

hasta alcanzar un crecimiento óptimo, donde las colonias se encuentren totalmente 

desarrolladas, abundante biomasa y sin signos de contaminación. Con estas colonias se 

inoculó en 50 mL de un medio de cultivo líquido compuesto de glucosa (20 g/L), sulfato 

de amonio (0.6 g/L), extracto de levadura (2.5 g/L), fosfato dipotásico (2 g/L), cloruro de 

sodio (1 g/L) y sulfato de magnesio (0.1 g/L) en matraces y se dejó en agitación por 48 

horas a 28 °C.  

 

 

Figura 12. Inóculo de A. pullulans. 

 

2.3.7 Fermentación en hidrolizado 

Transcurridas las 48 horas, se recolectó el hongo por centrifugación para después lavar con 

agua destilada estéril, resuspenderlo y volver a centrifugar y así eliminar el excedente del 

medio de cultivo. Se utilizó el inóculo a una concentración inicial de 1 g/L en función del 

volumen total del medio de fermentación. El hidrolizado purificado y suplementado con 

sales anteriormente mencionadas fue utilizado como medio de fermentación. Se realizó las 

primeras pruebas en matraces de 100 mL con un volumen final de 50 mL, siempre con un 

medio convencional de fermentación como control (Figura 13). La fermentación final con 

las mejores condiciones se realizó en el biorreactor de tanque agitado Bio-Tec-Pro II 

(Tecnal, Brasil) Las condiciones de fermentación se establecieron en base de antecedentes 

bibliográficos, tomando en consideración la composición del medio de fermentación, pH, 
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temperatura, agitación y aireación (6,116) (Figura 14). Después de 96 horas de 

fermentación, se centrifugó para separar la biomasa y recuperar el sobrenadante al cual se 

le adicionó etanol frío en una proporción 1:3 v/v para precipitar el polímero que se recuperó 

y se secó en estufa a 40 °C por 48 horas para su análisis. 

 

 

Figura 13. Fermentación en matraces. 

 

 

Figura 14. Biorreactor de tanque agitado Bio-Tec-Pro II 

 

2.4 Caracterización de pululano por FTIR 

El polímero recuperado fue analizado por FTIR y los espectros fueron comparaddos con 

un pululano comercial de grado alimentario adquirido de la empresa Hayashibara Co. Ltd 

(Japón). Para el análisis, se utilizó bromuro de potasio (KBr) como soporte de la muestra 

debido a su estructura cristalina y es transparente a la luz infrarroja, lo que no interfiere al 
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momento de leer la absorbancia de la muestra (104). Se pesó 0.5 mg del polímero y se 

mezcló con 50 mg de KBr en un mortero de ágata, pulverizando ambos compuestos. La 

mezcla se transfirió a una prensa hidráulica donde se comprimió con una fuerza de 1.8 

toneladas por 60 segundos para la obtención de una pastilla que fue analizada mediante 

FTIR para la obtención del espectro infrarrojo.  

 

 

Figura 15. Equipo FTIR. 

 

2.5 Análisis estadístico 

Todos los ensayos de los cultivos se realizaron por triplicado. El diseño experimental se 

realizó en el software Design-Expert 12.0 en donde se utilizó la superficie de respuesta 

(Response Surface Methodology, RSM), usando un diseño central compuesto (CCD), con 

un valor axial de 1.414, obteniéndose 11 experimentos: 4 puntos factoriales, 4 puntos 

axiales y 3 puntos centrales. Los datos fueron analizados mediante análisis de varianza 

(ANOVA) seguido de la prueba de comparación múltiple Tukey, con un valor p < 0.05. 

Las diferencias significativas entre cada tratamiento se indican mediante letras sobre cada 

valor determinado.  
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CAPÍTULO III: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

3.1 Determinación de las condiciones óptimas de hidrólisis en un reactor Parr 

Se evaluó el efecto de la temperatura de hidrólisis en un reactor Parr a fin de determinar la 

condición más idónea y obtener la mayor concentración de azúcares reductores totales 

(ART) y saponinas, expresado en g/L, comparando con un inicial que fue el polvillo 

cavitado sin tratamiento hidrotérmico, que tuvo una concentración inicial de 9.65 ± 0.71 

g/L de saponinas y 2.30 ± 0.77 g/L de ART. Como se observa en la Tabla 5, a 180 °C la 

concentración de ART fue de 8.92 ± 0.46 g/L y la concentración de saponinas fue de 11.58 

± 0.63 g/L. La temperatura de 180 °C es una temperatura óptima para la liberación de 

azúcares reductores como lo reportó Sganzerla et al (2022) (117), en aquel estudio se utilizó 

un reactor simple a 180 °C para la obtención de azucares reductores a partir de bagazo de 

cerveza, consiguiendo un total 69.95 ± 8.24 mg/mL, en comparación con 80 y 130 °C, 

donde se obtuvo 4.76 ± 0.45 y 23.47 ± 5.24 mg/mL respectivamente. Por lo tanto, 

temperaturas de 180 °C permiten la hidrólisis del almidón en dextrinas y glucosa, además, 

fracciones de hemicelulosa pueden ser hidrolizados debido al rompimiento de enlaces β-

1,4 liberando xilooligosacáridos (XOS), xilosa y arabinosa.  

 

Tabla 5. Concentración de ART y saponinas totales (g/L) como efecto de la temperatura de 

hidrólisis (°C). 

Temperatura 

(°C) 

[Saponinas] 

(g/L) 

[ART] 

(g/L) 

Inicial sin 

tratamiento 

9.65 ± 0.71 2.30 ± 0.77 

140 9.88 ± 0.47 6.77 ± 0.19 

160 9.67 ± 0.29 7.51 ± 0.11 

180 11.58 ± 0.63 8.92 ± 0.46 

200 5.49 ± 0.2 5.63 ± 0.12 
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Figura 16. Concentración de ART (g/L) y saponinas (g/L) a diferentes temperaturas de 

hidrólisis. El inicial corresponde a la fracción líquida de la mezcla sin proceso térmico. 

Misma letras en la barra de saponinas o ART indican que no hay diferencias significativas 

conforme la prueba de Tukey a un nivel de significancia del 95%. 

 

Al evaluar el tiempo, se observó que a los 10 minutos se obtiene la mayor concentración 

de ART, obteniendo 8.61 ± 0.52 g/L mientras que, con 5 y 15 minutos, se obtuvo 7.61 ± 

0.43 g/L y 8.06 ± 0.33 g/L respectivamente. La temperatura (180 °C) y el tiempo (10 min) 

son parámetros fundamentales en la obtención de azúcares fermentables a partir de residuos 

agroindustriales, como bagazo de diferentes cultivos, llegando a obtener más del 85% de 

azúcares celulósicos por gramo de peso seco (118). En el estudio de Miranda et al (2025) 

se utilizó tallos de quinua para la obtención de azucares fermentables donde las condiciones 

óptimas de hidrólisis térmica catalizada con una solución de ácido cítrico fue 200 °C por 5 

minutos, seguida de un proceso enzimático, obteniéndose entre 64 y 66 g/L de glucosa; sin 

embargo, la utilización de altas temperaturas puede contribuir a la formación de 

compuestos inhibidores, como HMF y furfural, además de utilizar un residuos 

agroindustrial del mismo cultivo pero de diferente composición biológica (119). 
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Tabla 6. Concentración de ART (g/L) respecto al tiempo de hidrólisis (minutos), una vez 

alcanzado los 180 °C en el reactor hidrotérmico. 

Tiempo 

(minutos) 

[ART] 

(g/L) 

5 7.62 ± 0.43 

10 8.61 ± 0.52 

15 8.06 ± 0.33 

 

 

Figura 17. Concentración de ART (g/L) en diferentes tiempos de hidrólisis. 

 

Se evaluó la adición de diferentes concentraciones de ácido cítrico junto al proceso 

hidrotérmico y de esta forma incrementar la concentración de ART. Aunque el agua a 180 

°C ya genera un medio ligeramente ácido por la autoionización del agua y la liberación de 

ácido acético desde la hemicelulosa, la adición de ácido cítrico reduce aún más el pH y 

cataliza la hidrólisis ácida de los polisacáridos afectando principalmente el almidón en 

periodos cortos de proceso (120). Se utilizó concentración de ácido cítrico desde 50 hasta 

250 mg/g. Como se observa en la Figura 18, a una concentración de 125 mg/g de ácido 

cítrico, la concentración de ART aumentó hasta 54.67 ± 0.47 g/L y a 175 mg/g disminuyó 

a 50.12 ± 0.41 g/L. Estos parámetros indican que el ácido cítrico puede ayudar con la 

recuperación de azúcares fermentables a partir de residuos agroindustriales de la quinua, 

como el tallo de la quinua o el polvillo obtenido por el proceso de escarificación (4). La 

adición de ácidos inorgánicos, como el ácido clorhídrico y ácido sulfúrico pueden aumentar 

la concentración de azúcar, pero, al ser ácidos fuertes, generaran inhibidores, como 
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furfurales o compuestos fenólicos, que pueden inhibir el crecimiento de microorganismos. 

La utilización de ácidos orgánicos, como el ácido maleico, ácido oxálico, ácido cítrico, 

entre otros, presentan un alto rendimiento para la obtención de azúcares fermentables y 

disminuyen la síntesis de inhibidores (121). En el estudio de Carrasco et al (2021) se utilizó 

tallos de quinua para evaluar la eficacia del pretratamiento de hidrólisis térmica con ácido 

sulfúrico como catalizador, demostrando que la utilización de este ácido a altas 

temperaturas (200-215 °C) degrada los azúcares junto con una mayor formación de 

compuestos inhibidores, con rendimientos de 3.3 g/100 g de furfural, 0.8 g/100 g de HMF 

y 3.9/100 g de ácido acético por lo que la selección de catalizador y temperatura son 

factores importantes para mitigar la concentración de inhibidores que pueden afectar el 

crecimiento de A. pullulans (122). 

 

Tabla 7. Concentraciones de ART (g/L) como efecto de la adición de ácido cítrico (mg/g) 

como catalizador en un proceso hidrotérmico a 180 °C por 10 minutos. 

Ácido cítrico (mg/g) [ART] (g/L) 

50 46.77 ± 1.11 

75 48.32 ± 0.15 

100 53.45 ± 0.39 

125 54.67 ± 0.47 

150 54.05 ± 1.01 

175 50.12 ± 0.41 

200 49.79 ± 0.77 

250 47.25 ± 1.24 
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Figura 18. Concentración de ART (g/L) con diferentes concentraciones de ácido cítrico 

(mg/g). 

3.2 Optimización del proceso hidrotérmico para la obtención de azúcares fermentables 

Con los ensayos exploratorios, se obtuvieron parámetros importantes para el diseño 

experimental. Se realizaron 11 experimentos propuestos por el software Design Expert 12.0 

para evaluar el efecto del tiempo de proceso hidrotérmico y la concentración de ácido 

cítrico, variables que más influyeron en la producción de azúcares fermentables, teniendo 

como variable de respuesta la concentración de ART. Con los valores obtenidos, se realizó 

el análisis estadístico ANOVA (Tabla 8) y se determinó la superficie de respuesta (Figura 

20). Los valores promedio de concentración de ART varían entre 49 y 60 g/L y los mejores 

parámetros del proceso hidrotérmico fueron 150 mg/g de ácido cítrico y 5 minutos de 

tiempo de proceso, obteniéndose 59.91 g/L de ART. 
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Tabla 8. Efecto de las variables concentración de ácido cítrico y tiempo sobre la producción 

de ART. 

N° de 

experimento 

Ácido cítrico 

[mg/g] 

Tiempo 

min 

ART 

[g/L] 

1 125 10 55.6 

2 100 15 49.87 

3 150 5 59.91 

4 125 2.93 55.99 

5 160.35 10 58.67 

6 89.64 10 50.81 

7 150 15 52.05 

8 125 10 55.83 

9 100 5 51.17 

10 125 10 55.98 

11 125 17.07 49.64 

 

El modelo sugerido fue cuadrático, siendo confirmado por el análisis de varianza 

(ANOVA) al tener un valor p altamente significativo (p < 0.001). La prueba de falta de 

ajuste no fue significativa (p = 0.1744), validando la idoneidad del ajuste del modelo. El 

coeficiente de R2 ajustado fue de 0.99 y el valor de R2 predicho fue de 0.97 lo que indica 

una gran capacidad predictiva del diseño. El f-value fue de 201.7, validando que el modelo 

es significativo (Tabla 9) Por último, el coeficiente de variación fue 0.657%, mostrando 

una dispersión mínima de los datos experimentales respecto a la media. 
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Tabla 9. Análisis de varianza (ANOVA) del modelo cuadrático para la concentración de 

azúcares. 

Fuente 
Suma de 

cuadrados 
df 

Promedio de 

cuadrados 
Valor F Valor P  

Modelo 127.74 5 25.55 201.7 < 0.0001 Significativo 

A-Ácido 

Cítrico 
60.66 1 60.66 478.91 < 0.0001  

B-

Tiempo 
41.13 1 41.13 324.68 < 0.0001  

AB 10.76 1 10.76 84.93 0.0003  

A² 2.5 1 2.5 19.75 0.0067  

B² 14.98 1 14.98 118.26 0.0001  

Residual 0.6333 5 0.1267    

Falta de 

ajuste 
0.5574 3 0.1858 4.89 0.1744 

No 

significativo 

Error 

puro 
0.076 2 0.038    

Total 128.38 10     

 

La ecuación del modelo responde a un modelo cuadrático y describe el impacto de las 

variables evaluadas en la producción de ART, donde A representa la concentración de 

ácido cítrico y B el tiempo del proceso.  

 

[𝐴𝑧ú𝑐𝑎𝑟] = 7.02033 +  0.507556𝐴 + 2.48947𝐵 −  0.013120𝐴𝐵 − 0.001065𝐴2

−  0.065149𝐵2 

 

La validez del modelo se confirma con los gráficos más significativos observados en la 

Figura 19. En la Figura 19a, se observa la probabilidad normal donde se ve una tendencia 

lineal, con algunos outliers pero cercanos al punto central, validando el supuesto de 

normalidad. En la Figura 19b, se observa el gráfico de residuales vs predichos donde se 

muestra una dispersión de los puntos sin un patrón en específico, indicando la existencia 
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de homogeneidad de varianzas (también llamado homocedasticidad). Esta homogeneidad 

o independencia de datos se valida con el gráfico residuales vs corrida (Figura 19c) donde 

se demuestra la ausencia de errores sistemáticos al momento de realizar los experimentos, 

aunque se pueden ver algunos puntos lejos de la línea central, no afectan la independencia 

de manera significativa. Por último, en el gráfico de valores predichos vs reales o 

experimentos realizados (Figura 19d) presenta una alineación de los valores en la 

tendencia central, concluyendo la precisión y alta capacidad predictora del modelo 

cuadrático.  

 

 

 

  

Figura 19. Representación gráfica de las variables respecto a la concentración de azúcar. A) 

Gráfico de normalidad de los residuales, B) Gráfico de residuales frente a valores predichos, 

C) Gráfico de residuales frente al orden de experimento y D) Gráfico de Valor. 



38 

 

3.3 Superficie de respuesta para la optimización del proceso hidrotérmico 

En la Figura 20 se observa la superficie de respuesta, de curvatura convexa pronunciada y 

la existencia de una región de máxima eficiencia para la obtención la mayor concentración 

de ART, donde es directamente proporcional al aumento de la concentración de ácido 

cítrico, con valores máximos iguales o superiores a 150 mg/g. Sin embargo, el tiempo tiene 

un efecto inverso, donde pasado los 10 minutos de hidrólisis, se ve una caída en la 

respuesta, lo que resulta favorable debido a que tiempos prolongados de hidrólisis no está 

directamente relacionado con una mejora en el rendimiento de la reacción, sino que 

incrementa la conversión y degradación de ART obtenidos, lo que conlleva a la formación 

de compuestos inhibidores, como furfural y HMF, y compuestos fenólicos que afectan a la 

fermentación, disminuyendo el rendimiento del microorganismo y siendo necesario 

procesos de detoxificación (123).  

 

 

Figura 20. Superficie de respuesta de la interacción entre la concentración de ácido cítrico y 

tiempo para la obtención de ART. 

 

La optimización numérica permitió identificar las mejores condiciones para maximizar la 

concentración de ART. El modelo predijo que la mayor concentración de ART fue de 59.91 

g/L, con una concentración de ácido cítrico de 150 mg/g y 5 minutos de tiempo de proceso. 

Estas condiciones fueron validadas experimentalmente, obteniéndose un valor promedio 
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de 57.78 g/L de ART, confirmándose la validez del modelo. En la Figura 21 se muestra 

una fotografía del hidrolizado obtenido en la condición optimizada, mostrándose un 

aspecto oscuro característico del proceso hidrotérmico. 

 

 

Figura 21. Fotografía del hidrolizado de polvillo de quinua posterior al proceso hidrotérmico. 

 

3.4 Adsorción por resina 

En la Figura 22 se detalló la concentración de ART, fenólicos y saponinas del hidrolizado 

inicial y tratado con las resinas anteriormente mencionadas. Se evidenció una ligera 

disminución en la concentración de ART, donde la concentración del hidrolizado fue de 

40.67 g/L y tras la adsorción se redujo a 36.34, 36.87 y 35.52 g/L con las resinas ADS-7, 

AB-8 y HPD-100, respectivamente. Respecto a los fenólicos, la concentración inicial fue 

de 12.60 g/L y después de la adsorción la concentración disminuyó a 9.35 g/L con ADS-7, 

7.46 g/L con AB-8 y 8.29 con HPD-100. A su vez, la concentración de saponina se mantuvo 

constante, con una concentración inicial del hidrolizado de 4.97 g/L y después de la 

adsorción se obtuvieron los valores de 4.82, 4.52 y 4.61 g/L con las resinas ADS-7, AB-8 

y HPD-100 respectivamente. 

 



40 

 

 

Figura 22. Concentración de ART, fenólicos y saponinas antes y después de la 

adsorción con diferentes resinas macroporosas. 

 

Los compuestos fenólicos pueden afectar el crecimiento y procesos de fermentación de 

algunos microorganismos. Fernández et al (2024) reportaron que los compuestos fenólicos 

pueden disminuir la productividad y afectar los procesos fermentativos de microorganismos, 

como Saccharomyces cerevisae, donde se da una alteración en sus membranas celulares, 

inhibición del consumo de azúcares fermentables del medio e incremento de especies 

reactivas de oxígeno (ROS), generando un ambiente intracelular que daña componentes del 

microorganismo (124). Del mismo modo, las saponinas pueden inhibir o ralentizar el 

crecimiento de microorganismos fermentadores. En el estudio de Chipkar et al (2022) se 

describió que las saponinas reducen el rendimiento de bioetanol de S. cerevisae debido a la 

inhibición completa de su crecimiento, demostrando que removiendo los residuos de 

saponinas se restaura la eficiencia de la fermentación, llegando a alcanzar rendimientos entre 

el 80 y 90% (125). Para disminuir la concentración de compuestos fenólicos y saponinas, se 

realizó una segunda adsorción con la resina AB-8 debido a su afinidad por compuestos 

fenólicos y saponinas (3).  
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Figura 23. Adsorción con resinas ADS-7 (izquierda), AB-8 (centro) y HPD-100 (derecha). 

 

3.4.1.1 Segunda adsorción con resina AB-8 

En la Figura 24 se muestra las concentraciones de ART, fenólicos y saponinas (g/L) después 

de la segunda adsorción con AB-8. La adsorción que mostró mayor eficacia para la remoción 

de fenólicos y saponinas fue utilizando AB-8/AB-8. La concentración de fenólicos 

disminuyó hasta 3.05 g/L, además, la concentración de saponinas disminuyó a 2.78 g/L 

(Figura 24a). En el caso de la adsorción ADS-7/AB-8 también se observó una disminución 

en la concentración de fenólicos, alcanzando una concentración final de 2.91 g/L. Sin 

embargo, la concentración de saponinas no disminuyó, con una concentración final de 4.85 

g/L (Figura 24b). Al igual que las adsorciones anteriormente mencionadas, la adsorción 

HPD-100/AB-8 disminuyó la concentración de fenólicos a 2.86 g/L mientras que la 

concentración final de saponinas fue de 3.94 g/L (Figura 24c).  
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Figura 24. Concentraciones de ART, fenólicos y saponinas después de segunda adsorción con AB-8 en 

ADS-7 (a), AB-8 (b) y HPD-100 (c) 

 

3.5 Análisis de inhibidores por HPLC 

La concentración de furfural y HMF disminuyó en cada etapa de adsorción. La 

concentración inicial de furfural y HMF en el hidrolizado fue 0.91 y 1.46 mg/mL 

respectivamente. Cuando finalizó la primera adsorción, la concentración de ambos 

inhibidores disminuyó hasta 0.14 mg/mL de furfural y 0.34 mg/L de HMF con la resina 

ADS-7, 0.26 mg/mL de furfural y 0.69 mg/mL de HMF con AB-8 y 0.24 mg/mL de furfural 
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y 0.66 mg/mL de HMF con HPD-100. En el caso de la segunda adsorción, la concentración 

final de furfural y HMF cuando se utilizó las resinas ADS-7/AB-8 fue 0.04 y 0.31 mg/mL, 

con AB-8/AB-8 fue 0.01 y 0.24 mg/mL y con HPD-100/AB-8 fue 0.03 y 0.29 

respectivamente. Sin embargo, como las resinas también adsorben ART, es un factor crítico 

en la selección del sistema de resinas para la fermentación. En la Figura 25 se observa el 

rendimiento de remoción de furfural, HMF y ART. En la primera adsorción (Figura 25a) 

el mejor desempeño para la remoción inhibidores fue con la resina ADS-7, con un 

porcentaje de remoción de 84.73% de furfural y 76.94% de HMF. No obstante, también 

adsorbió ART, con un porcentaje de remoción de 20.93%. Con la resina AB-8, el 

porcentaje de remoción de furfural, HMF y ART fue 71.10, 52.96 y 9.33%, mientras que 

con HPD-100 fue 73.33, 54.90 y 12.67% respectivamente. En la segunda adsorción 

(Figura 25b) el porcentaje de remoción de furfural, HMF y ART fue de 70.67, 6.68 y 

10.14% en caso de ADS-7/AB-8; 93.01, 65.58 y 13.46% en AB-8/AB-8 y con HPD-

100/AB-8 fue 88.82, 55.88 y 20.38% respecto a la primera adsorción, lo que da un 

porcentaje de remoción final de 95.02% de furfural, 78.47% de HMF y 28.95% de ART 

con ADS-7/AB-8; con AB-8/AB-8, 97.98, 83.81 y 21.54% de furfural, HMF y ART y 

97.02% de furfural, 80.10% de HMF y 30.47% de ART (Figura 25c), por lo que se 

determinó que el mejor rendimiento de remoción de inhibidores y menor remoción de ART 

se obtuvo con las resinas AB-8/AB-8. 
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Figura 25. Porcentaje de remoción de furfural, HMF y ART utilizando diferentes resinas 

macroporosas. 

 

 

3.6 Fermentación con Aureobasidium pullulans 

3.6.1.1 Fermentación con el medio obtenido de la primera etapa de filtración 

Se utilizó el hidrolizado obtenido del reactor PARR y el detoxificado por las resinas ADS-

7, AB-8 y HPD-100 como medio de fermentación. Mediante análisis gravimétrico, se 

determinó una biomasa inicial de A. pullulans de 51.9 mg. En la Figura 26 se resume la 

concentración de ART, fenólicos y saponinas del control, hidrolizado y las resinas ADS-7, 

c

a
b

c

a

b

c
b

a

0

20

40

60

80

100

ADS-7 AB-8 HPD-100

R
em

o
ci

ó
n

 (
%

)

Resinas macroporosas

Furfural HMF ART

b

b a b

d
c

d

e
f

e

0

20

40

60

80

100

ADS-7/AB-8 AB-8/AB-8 HPD-100/AB-8

R
em

o
ci

ó
n

 (
%

)

Resinas macroporosas

Furfural HMF ART

c



45 

 

AB-8 y HPD-100 en relación al tiempo de fermentación. En el caso del control, la 

concentración inicial de los compuestos analizados fue de 40.39 g/L en el caso de ART, 

1.18 g/L de fenólicos y 1.50 g/L de saponinas. Transcurridas las 96 horas, la concentración 

de ART disminuyó llegando próximo a cero, mientras que fenólicos y saponinas se 

mantuvieron estables (1.33 y 1.38 g/L respectivamente) y la biomasa final fue 249.1 mg. 

Sin embargo, en el caso del hidrolizado y las resinas, la biomasa se mantuvo constante, con 

un valor final de 53.1 mg en el hidrolizado y de 49.2, 52.5 y 56.1 mg con las resinas ADS-

7, AB-8 y HPD-100 respectivamente. En ADS-7, las concentraciones iniciales de ART, 

fenólicos y saponinas fue 40.02, 7.19 y 4.98 g/L respectivamente, y las concentraciones 

finales fue de 37.46, 8.49 y 6.39 g/L. En AB-8 se repite este comportamiento, iniciando 

con 41.96 g/L de ART, 6.61 g/L de fenólicos y 5.37 g/L de saponinas, terminando con 

37.87, 6.94 y 4.94 g/L. De la misma manera, con HPD-100, la concentración inicial fue de 

41.79 g/L de ART, 7.89 g/L de fenólicos y 5.35 g/L de saponinas, mientras que al finalizar 

la fermentación se obtuvieron 32.78, 6.47 y 4.48 g/L respectivamente.  
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Figura 26. Cinética de la concentración de ART (a), fenólicos (b) y saponinas (c) durante el 

proceso de fermentación. 

 

Las concentraciones elevadas de fenólicos y saponinas inhibieron el crecimiento de A. 

pullulans, además del bajo consumo de azúcares. Sin embargo, la biomasa se mantuvo 

constante. Canan et al (2018) evaluaron el impacto de diferentes compuestos fenólicos, 

como tirosol, hidrotirosol, luteolina y apigenina, en el rendimiento y crecimiento de A. 

pullulans, que mediante espectroscopía de infrarrojo medio (MID-IR), reportaron 

alteraciones en la región 900-1200 cm-1, las cuales asociaron con daños en la estructura de 

los carbohidratos de la pared celular. Esta modificación afectó el recuento de unidades 
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formadoras de colonias, lo que explica la inhibición de su cinética de crecimiento en 

entornos con altas concentraciones de fenólicos (126). Del mismo modo, Kimani et al 

(2021) reportaron que el ácido cinámico, vainillina, quercetina, resveratrol y el ácido 

ferúlico, que poseen estructuras moleculares anfipáticas, inhiben el crecimiento de 

levaduras como S. cerevisae y P. anomala, con valores de concentración inhibitoria 

mínima (CMI) entre 500 μg/mL y 2 mg/mL. Estas levaduras poseen una envoltura celular 

parecida a A. pullulans, constituida por una matriz de polisacáridos como β-glucanos y 

quitina que se ve alterada por los compuestos fenólicos, aumentando la fluidez de la 

membrana, comprometiendo así su homeostasis quimiosmótica (127). 

Dependiendo del proceso de detoxificación con las resinas, el color del hidrolizado fue 

tornándose más claro. Las resinas macroporosas suelen ser usadas para la decolorización 

de hidrolizados debido a que puede remover compuestos fenólicos derivados de la 

estructura lignocelulósica, removiendo subproductos como furfural, HMF, ácido láctico, 

ácido acético y otros compuestos fenólicos con una taza de remoción de 70.9% y 92.0% 

respectivamente (128). En la Figura 27 se muestra la decolorización del hidrolizado inicial, 

después de la primera adsorción y después de la segunda adsorción. 

 

 

Figura 27. Decoloración del hidrolizado mediante la adsorción con resinas macroporosas. a) 

Hidrolizado inicial, b) después de la primera adsorción con resina AB-8 y c) posterior a una 

segunda adsorción con resina AB-8. 

a b c 
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3.6.1.2 Fermentación con el medio de cultivo obtenido después de la segunda 

adsorción  

En la Figura 28 se observa las concentraciones de ART, fenólicos, y saponinas de los 

medios de fermentación obtenidos a partir de la segunda adsorción con la resina AB-8 en 

función del tiempo de fermentación. La biomasa inicial de A. pullulans fue 49.7 mg y el 

volumen de trabajo fue 50 mL. La concentración de ART inicial en el control fue 34.19 

g/L y en ADS-7/AB-8 (medio 1), AB-8/AB-8 (medio 2) y HPD-100/AB-8 (medio 3) fue 

36.34; 36,87 y 35.51 g/L respectivamente. Al finalizar 96 horas, la concentración 

disminuyó significativamente en todos los medios evaluados, obteniéndose una 

concentración final de 1.07, 4.51, 1.62 y 2.25 g/L en el control, medio 1, medio 2 y medio 

3 respectivamente (Figura 28a). Respecto a la concentración de fenólicos (Figura 28b), 

el control tuvo una concentración inicial de 1.08 g/L mientras que en el medio 1 fue 4.21 

g/L; el medio 2, 3.81 g/L y el medio 3 fue 4.19 g/L. Al finalizar la fermentación, los valores 

se mantuvieron constantes, con una concentración final de 1.06 g/L en el control, 4.04 g/L 

en el medio 1, 3.67 g/L en el medio 2 y 3.88 g/L en el medio 3. En el caso de la 

concentración de saponinas, el control tuvo una concentración inicial de 1.14 g/L y en los 

medios 1, 2 y 3 fue 2.00, 1.79 y 1.49 g/L respectivamente. Tras 96 horas de fermentación, 

las concentraciones finales fueron de 1.28 g/L en el control, 3.15 g/L en el medio 1, 2.69 

g/L en el medio 2 y 4.15 g/L en el medio 3 (Figura 28c). El aumento de la concentración 

de saponina puede deberse a que el ácido sulfúrico altera la composición química de la 

glucosa remanente en el medio de fermentación, sintetizándola en derivados de furfural 

que pueden reaccionar con vainillina y ser detectados en el rango de longitud de onda donde 

se mide la absorbancia de la saponina, según el estudio de Zhu et al (2023) (129). Por otra 

parte, A. pullulans sintetiza β-glucosidasas que pueden hidrolizar los enlaces glucosídicos 

de los conjugados de saponinas y azúcares que no fueron removidas por la adsorción de 

resinas, por lo que se pudo liberar las sapogeninas restantes al medio de cultivo, 

incrementando así la concentración de saponinas (130).  
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Figura 28. Cinética de adsorción de ART (a), fenólicos (b) y saponinas (c) en hidrolizados 

después de segunda adsorción. 
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Respecto a la biomasa, en todos los medios se observó un aumento, llegando a un peso 

final de 254.71 mg en el control, 289.54 mg en el medio 1; 331.77 mg en el medio 2 y 

303.89 mg en el medio 3 al finalizar las 96 horas. En cuanto a la síntesis de EPS, el peso 

total después de 96 horas de fermentación fue de 159.00 mg en el control y 220.53, 229.11 

y 180.82 mg en el medio 1, medio 2 y medio 3 respectivamente. Con los datos obtenidos, 

se definió el medio 2 como mejor alternativa debido a su menor concentración de 

compuestos fenólicos y saponinas, así como la mayor producción de biomasa y EPS en 

comparación con los otros métodos. 

 

 

Figura 29. Biomasa (a) y EPS de A. pullulans (b). 

 

3.6.1.3 Fermentación en Biorreactor  

El volumen total del medio de cultivo fue de 2 L. En el caso del control, la concentración 

inicial de ART, fenólicos y saponinas fue 62.53, 1.44 y 1.33 g/L respectivamente, mientras 

que en medio detoxificado fue 66.32 g/L de ART, 5.55 g/L de fenólicos y 2.72 g/L de 

saponinas. Se evaluó el consumo de ART frente al crecimiento de biomasa y síntesis de 

EPS por un tiempo de 96 horas. En el control, la concentración final de ART fue 0.17 g/L, 

fenólicos 1.17 g/L y saponinas fue 2.48 g/L. La biomasa inicial fue de 50.3 mg y al finalizar 

la fermentación, alcanzó un peso seco de 11.75 g. En este mismo tiempo, la síntesis de EPS 

tuvo un valor final de 14.12 g/L (Figura 31). Respecto al medio detoxificado, la 

concentración final de ART, fenólicos y saponinas al finalizar las 96 horas de fermentación 

fue de 1.95, 5.38 y 1.78 g/L respectivamente. El peso inicial de la biomasa fue de 51.8 mg 

a b 
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y aumentó hasta 22.79 g de peso seco, mientras que se obtuvo un peso final del EPS de 

17.7 g/L (Figura 32). 

 

 

Figura 30. Fermentación de A. pullulans en biorreactor de tanque agitado. 

 

 

 

Figura 31. Cinética de crecimiento de A. pullulans en medio tradicional. Consumo de ART, 

incremento de biomasa y síntesis de EPS. 
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Figura 32. Cinética de crecimiento de A. pullulans en medio detoxificado con resinas 

macroporosas. Consumo de ART, incremento de biomasa y síntesis de EPS. 

 

El medio control presentó un consumo de ART del 99.73% con un rendimiento de biomasa 

respecto a ART (Yx/s) de 0.094 y un rendimiento de EPS respecto a ART (Yp/s) de 0.226 

g/g y un rendimiento de EPS respecto a la biomasa (Yp/x) de 2.40 g/g. En cuanto al medio 

detoxificado con el sistema de resina AB-8/AB-8 mostró un consumo de 97.06% de ART, 

pero mayores Yx/s y Yp/s de 0.177 y 0.275 g/g respectivamente. Sin embargo, el Yp/x 

disminuyó a 1.56 g/g, lo que puede indicar que los ART fueron utilizados más para el 

crecimiento de biomasa que para la síntesis de EPS. 

La composición del medio de cultivo para la producción de pululano se basó en la 

composición descrita por Vilca et al (2026), así como también las condiciones de 

fermentación como la temperatura (25 °C), agitación (250 rpm), pH (5.5) y caudal de aire 

de 2.5 LPM, logrando obtener 19.23 g/L de pululano (116). El estudio de Xia et al (2023) 

reportaron que la producción de ácido polimaleico (PMA), un bioproducto producido por 

A. pullulans junto con pululano y enzimas extracelulares puede ser inhibida por la 

concentración de furanos, ácidos y compuestos fenólicos. La utilización de hidrolizados de 

residuos agroindustriales, como la paja de maíz, pueden ser usados como medio de 

fermentación; sin embargo, es necesario la remoción de compuesto fenólicos, como la 

vanilina, siringaldehido y 4-hidroxibenzaldehido, que inhiben el crecimiento de A. 
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pullulans y por consiguiente, la producción de PMA, obteniéndose 2.55 mg/L mientras que 

con el medio detoxificado con CaCO3 y resinas, se obtuvo 26.27 mg/L en una fermentación 

por batch, donde la resina macroporosa tuvo la mayor eficiencia, removiendo 

aproximadamente el 70% de compuestos fenólicos (131). El bagazo de caña de azúcar, otro 

residuo agroindustrial, también puede ser utilizado como medio de fermentación. Tagne et 

al (2024) hidrolizaron residuos de caña de azúcar con ácido sulfúrico 1% para obtener 

medio de fermentación para la obtención de pululano a partir de A. pullulans ATCC 42023. 

La utilización de ácido sulfúrico genera inhibidores que fueron removidos cambiando el 

pH hasta 7 y filtrando la solución con carbón activado, para obtener una concentración final 

de 33.17 g/L de pululano (132). A pesar de que el carbón activado puede remover los 

inhibidores, tienen desventajas como que no es tan selectivo como las resinas 

macroporosas, ya que también remueve azúcares, además de no ser reutilizado y, por 

consiguiente, genera una mayor cantidad de residuos (5). El análisis por UHPLC permitió 

identificar los tipos de azúcares y sus concentraciones iniciales del hidrolizado detoxificado 

antes de la fermentación, revelando la presencia de glucosa (34.74 g/L), xilosa (5.5 g/L), 

arabinosa (7.32 g/L) y celobiosa (9.55 g/L). La elevada concentración de glucosa podría 

deberse a la hidrólisis de almidón residual presente en el residuo de la cavitación del 

polvillo de la quinua mientras que la presencia de xilosa es principalmente por la 

degradación de la hemicelulosa durante el pretratamiento (proceso hidrotérmico), 

demostrando que el proceso hidrotermal favoreció la liberación de azúcares fermentables 

(133). 

 

3.6.1.4 Determinación del pululano.  

En la Tabla 10 se muestra los principales picos observados en el espectro FTIR del 

pululano y los tipos de enlace característicos de estos picos mientras que en la Figura 33 

se muestran los diferentes espectros infrarrojos del polímero obtenido a partir de un medio 

tradicional y el medio de fermentación obtenido por hidrólisis térmica detoxificado con 

resinas macroporosas, además de pululano comercial para comparar los espectros y 

determinar si hay similitud. La técnica de FTIR puede ser utilizada para la determinación 

de grupos funcionales de polisacáridos, así como también poder evaluar modificaciones 

estructurales (134). 
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Tabla 10. Región de los principales umbrales de FTIR del pululano (135). 

Enlace Posición (cm-1) 

Estiramiento de O-H 3200-3400 

Estiramiento C-H 2800-2930 

Estiramiento O-C-O 1640-1660 

Flexión O-H 1360-1380 

Estiramiento C-O-C 1150-1160 

Estiramiento C-O 1000-1100 

α-1.6 900-1000 

α-1.4 700-800 
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Figura 33. Espectros infrarrojos del pululano obtenido. 
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La región entre 3420-3430 cm-1 que se ve en los tres espectros corresponden a vibraciones 

de estiramiento O-H, característico de los grupos hidroxilo que se encuentran en la cadena 

principal del polisacárido de origen microbiano y que también se encuentran en pululano 

producido por A. pullulans La intensidad fue mayor en el pululano comercial (84.9%) en 

comparación con el control (74.1%) y el hidrolizado (67.2%) que pueden deberse a 

cambios conformacionales en la cadena polimérica debido al proceso de hidrólisis térmica 

que puedo generar nuevos extremos reductores (135). Esto se puede confirmar con los 

picos 2918.1 y 2937.1 cm-1 del comercial y control respectivamente que representan los 

enlaces C-H estirados presentes en los anillos de piranosa de la cadena principal del 

polímero, específicamente de las unidades de maltotriosa, y la ausencia de este pico en el 

hidrolizado puede deberse a la compactación de la cadena del pululano ya que la 

composición del medio de fermentación presenta otros compuestos, como fenólicos y 

saponinas (136). El pululano obtenido a partir del medio de fermentación hidrolizado tiene 

los picos 1599.2 y 1405.2 cm-1 mientras que en el control y comercial no los tiene. Esto se 

puede deber a la presencia de citrato proveniente de la alcalinización con hidróxido de 

sodio para aumentar pH, convirtiendo el ácido cítrico residual en citrato de sodio (137). El 

estudio de Morais et al (2024) explica que estos picos se deben al estiramiento de grupos 

carbonilo (C=O) de los enlaces éster formados por la esterificación del ácido cítrico o 

citratos con los grupos O-H primarios de los polisacáridos (138). En el control e hidrolizado 

aparecen los picos 618.6 y 618.1 cm-1 que describen los anillos D-piranosa, posiblemente 

relacionada a un mayor grado de libertad en la conformación del anillo que se podría 

relacionar con un menor peso molecular o menor conglomerado de las cadenas principales 

del polisacárido (134). Estos datos pueden significar que el pululano obtenido a partir del 

medio hidrolizado y detoxificado incorpora metabolitos secundarios provenientes del 

medio de fermentación, como ciertos compuestos fenólicos que podrían conferirle 

propiedades bioactivas adicionales para diferentes aplicaciones en industrias como la 

farmacéutica o alimentaria.  
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CONCLUSIONES 

 

Se demostró que hidrolizados de residuos de quinua obtenidos posterior a un proceso de 

extracción de saponinas y detoxificados pueden ser utilizados como fuente de carbono para 

la producción de pululano por A. pullulans ATCC 42023, alcanzando una concentración 

máxima de 17.7 g/L y contribuyendo a la valorización integral de los residuos generados 

tras la extracción de saponina. 

 

Se optimizó el proceso hidrotérmico en el reactor Parr para la hidrólisis de azúcares 

fermentables, evaluando la concentración de ácido cítrico (mg/g) y el tiempo de hidrólisis 

(minutos) mediante un diseño central compuesto. Las mejores condiciones fueron 150 

mg/g de ácido cítrico y 5 minutos de reacción obteniéndose una concentración final de 

57.78 g/L de azúcares reductores totales. 

 

La aplicación de la resina macroporosa AB-8 en dos procesos de adsorción disminuyó la 

concentración de inhibidores (furfural y HMF), fenólicos y saponinas, obteniéndose una 

concentración final de 0.01 y 0.24 g/L en el caso de inhibidores furfural y HMF, 3.05 g/L 

de fenólicos y 2.78 g/L de saponina.  

 

El hidrolizado detoxificado por el sistema de adsorción AB-8/AB-8 se utilizó como medio 

de fermentación para la producción de pululano a partir de A. pullulans, obteniéndose 22.79 

gramos de biomasa seca total y 17.7 g/L de EPS. Aunque el perfil de FTIR fue compatible 

con pululano al compararlo con un estándar comercial, la presencia de bandas adicionales 

indica que se requieren técnicas complementarias para confirmar su pureza.  
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RECOMENDACIONES 

 

Determinar metodologías alternas para reducir la concentración de fenólicos y saponinas sin 

afectar la concentración de azúcares. 

 

Determinar el perfil de fenólicos remanentes en el medio hidrolizado detoxificado por resina 

AB-8. 

 

Realizar estudios del polímero obtenido, como análisis termogravimétrico (TGA) y 

calorimetría diferencial de barrido (DSC) para determinar el comportamiento en variaciones 

de temperatura.  
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