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Resumen 
Deslignificación de la penca de Agave tequilana F.A.C. Weber empleando 

peróxido de hidrógeno alcalino como pretratamiento para la producción de 
biohidrógeno 

Palabras clave: biomasa lignocelulósica, peróxido de hidrógeno alcalino, 
biocombustibles gaseosos, fermentación oscura, biohidrógeno. 

La penca de Agave tequilana Frédéric Albert Constantin (F.A.C.) Weber es un 
residuo agroindustrial que podría representar una fuente importante de biomasa 
para la producción de biohidrógeno por su contenido de celulosa y hemicelulosa. 
Sin embargo, la presencia de lignina en este material impide que exista una 
adecuada disponibilidad de dichos polisacáridos, por lo que es necesario aplicar un 
pretratamiento que nos ayude a deslignificar. Por lo tanto, el objetivo de este trabajo 
fue evaluar la deslignificación de la penca de Agave tequilana F.A.C. Weber 
empleando un pretratamiento con peróxido de hidrógeno alcalino (PHA) seguido de 
una hidrólisis enzimática para la sacarificación de la celulosa y hemicelulosa. Para 
ello, se estudiaron los cambios morfológicos y químicos de las fibras de la penca 
liofilizada antes y después del pretratamiento con PHA y se caracterizaron 
químicamente los hidrolizados enzimáticos. Para esto se realizaron análisis 
químicos (análisis de fibras, TGA y ART-FTIR), morfológicos (SEM, XRD) y análisis 
de azúcares y DQO.  De acuerdo con los resultados obtenidos, la mayor remoción 
de lignina y el enriquecimiento más alto de celulosa, así como la mayor 
sacarificación se obtuvieron cuando se utilizó peróxido de hidrógeno al 2%, con pH 
de 11.5 y a un tiempo de contacto de 1.5 h. Se encontró que los hidrolizados 
enzimáticos de la penca sin pretratamiento alcanzaron concentraciones de 6.44 g 
AT/L. En comparación con estas concentraciones, el hidrolizado enzimático de la 
primera fibra remanente después del pretratamiento con PHA (fracción 1) alcanzó 
concentraciones 2.5 más altas. En cuanto a la producción de biohidrógeno, la penca 
entera liofilizada sin ningún tratamiento tuvo un rendimiento de producción de 
biohidrógeno de 0.0574 mmol H2/g de penca, en tanto que la fracción 1 obtenida 
después del pretratamiento con PHA a 1.5 h y seguida de hidrólisis enzimática, tuvo 
un mayor rendimiento de producción de biohidrógeno (5.62 mmol H2/g de fibra). 
Esto indica que la producción de biohidrógeno incrementó casi 98 veces. Por lo 
tanto, la deslignificación de la penca incrementó la disponibilidad de la celulosa y 
hemicelulosa generando que, durante la hidrólisis enzimática, se obtuvieran 
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mayores rendimientos de sacarificación y de esta forma se mejoraron los 
rendimientos de producción de biohidrógeno.  
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Abstract 

Delignification of leaf of Agave tequilana F.A.C. Weber using 
alkaline hydrogen peroxide as a pretreatment to biohydrogen 

production. 
Keywords: lignocellulosic biomass, alkaline hydrogen peroxide, gaseous biofuels, 

dark fermentation, biohydrogen. 
The leaf of Agave tequilana Frédéric Albert Constantin (F.A.C.) Weber is an agro-

industrial waste that could represent an important source of biomass for the 

production of biohydrogen by its content of cellulose and hemicellulose. However, 

the presence of lignin in this material generates low availability of such 

polysaccharides, therefore it is necessary to apply a pretreatment to help to remove 

lignin. For that reason, the objective of this study was to evaluate the delignification 

of leaf of Agave tequilana F.A.C. Weber using alkaline hydrogen peroxide (AHP) 

followed by an enzymatic hydrolysis for of cellulose and hemicellulose 

saccharification. For that, was studied chemical and morphological changes of fibers 

of the lyophilized whole leaf before and after of the pretreatment with AHP and 

chemically characterized of enzymatic hydrolysates. For this was performed 

chemical analysis (fiber analysis, TGA and ART-FTIR), morphological (SEM, XRD) 

and sugar analysis and COD. According to the results, the higher removal of lignin 

and cellulose enrichment, as well as major saccharification was obtained when 

hydrogen peroxide was used 2%, pH 11.5 and a contact time of 1.5 h. It was found 

that in the enzymatic hydrolysates of leaf without pretreatment reached 

concentration of 6.44 g TS/L. Compared to these concentrations, the enzymatic 

hydrolysate of the first fiber remaining after pretreatment with PHA (fraction 1) had 

concentrations 2.5 higher. Biohydrogen production of the lyophilized whole leaf 

without any treatment had a biohydrogen yield was 0.0574 mmol H2/g of leaf, 

whereas fraction 1 pretreated with PHA 1.5 h under an enzymatic hydrolysis, was 

also the highest biohydrogen yield (5.62 mmol H2/g fiber). This indicates that 

biohydrogen production increased almost 98 times. Therefore, the delignification in 

the leaf increased availability of cellulose and hemicellulose generating, during the 

enzymatic hydrolysis, higher yields saccharification and biohydrogen production 

yields were improved. 
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Introducción 

En la actualidad, la demanda exponencial de combustibles fósiles ha generado una 

disminución en su disponibilidad, así como impactos negativos en el medio 

ambiente y la salud humana debido a los contaminantes emitidos durante su 

combustión. De acuerdo con la compañía British Petroleum (BP), el consumo 

mundial de petróleo aumentó en 1.4 millones de barriles al día en el 2013 (Sieminski, 

2014).  Como consecuencia de esta alta demanda del combustible, las reservas del 

petróleo se van agotando rápidamente al igual que su disponibilidad (Bedoya et al. 

2007). Aunado a esto, de acuerdo con el IPCC en el 2013, la quema de combustibles 

fósiles (y en menor porcentaje, la fabricación del cemento) es causante de más del 

75% de las emisiones antropogénicas de CO2 (Stocker et al. 2013).  

Por tales motivos, se están buscando fuentes alternas de energía que sean 

sostenibles y amigables con el ambiente. Ante esta problemática, las energías 

renovables representan una alternativa potencial debido a sus altos rendimientos 

energéticos y su bajo o nulo impacto negativo en el ambiente. Algunos ejemplos de 

este tipo de energías son: la energía solar, eólica, geotérmica, hidroelétrica y la 

energía generada a partir de biomasa. Todas estas fuentes alternas de energía han 

mostrados resultados positivos. Sin embargo, en la actualidad, diversas 

investigaciones se están enfocando en la producción de energía generada a partir 

de biomasa lignocelulósica. Este material presenta un gran potencial por su 

contenido en polisacáridos (hemicelulosa y celulosa) los cuales son susceptibles de 

fermentarse por vía microbiana para obtener biohidrógeno (fermentación oscura). 

Además, existen estudios donde se ha demostrado que la biomasa puede ser una 

fuente para la producción de biocombustibles como biohidrógeno y metano (Abreu, 

2013; Arreola-Vargas et al. 2013).  

De acuerdo con Marín et al. (2014) hay 4 clasificaciones de biocombustibles 

de acuerdo con la fuente empleada para su producción: los de primera generación 

que son producidos a partir de cultivos energéticos. Los de segunda generación son 

materiales lignocelulósicos. Dentro de esta clasificación, se encuentran los residuos
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lignocelulósicos, pastos, etc. Sin embargo, el uso de los residuos lignocelulósicos 

como sustrato para la generación de energía, tienen la gran ventaja de que se 

contribuyen a disminuir la contaminación generada por estos residuos, ya que 

actualmente se generan 2x1011 ton/año de residuos de esta índole (Tuck et al. 

2012). Aunado a esto, se revalorizarán este tipo de biomasa que tiene la 

particularidad de ser renovable.  

Los biocombustibles de tercera generación tienen la característica de llevar 

a cabo el uso de algas, mientras que en los biocombustibles de cuarta generación 

se emplean organismos genéticamente modificados. Cabe mencionar que esta 

última clasificación de biocombustible, aún se encuentra en desarrollo. Existen 

diversos estudios que han demostrado que la producción de biocombustibles como 

el biohidrógeno o metano a partir de residuos lignocelulósicos presenta buenos 

rendimientos de producción de estos biogases. Sin embargo, el biohidrógeno tiene 

la particularidad de ser una fuente de energía renovable y limpia, debido a que 

durante su combustión únicamente se genera agua y energía.  

La penca de Agave tequilana Frédéric Albert Constantin (F.A.C.) Weber, 

puede ser una fuente viable de producción de biocombustibles como es el 

biohidrógeno debido a que contienen un alto contenido de material lignocelulósico: 

celulosa 28.79%, hemicelulosa 10.71% y lignina 5.05% (Salas, 2013). Sin embargo, 

para utilizar la celulosa y hemicelulosa es necesario llevar a cabo una 

deslignificación. Existen diversos pretratamientos para la deslignificación, siendo 

uno de ellos el uso del peróxido de hidrógeno alcalino (PHA), con el cual se han 

reportado rendimientos altos tanto de deslignificación como de recuperación de 

hemicelulosa y celulosa en sustratos que tienen características similares a la penca. 

Por lo tanto, el objetivo de este trabajo fue evaluar la deslignificación de la penca de 

Agave tequilana F.A.C. Weber empleando PHA. Por otro lado, se evaluaron los 

rendimientos y velocidades de producción de biohidrógeno en lote por fermentación 

oscura, a partir de las fracciones de celulosa y hemicelulosa recuperadas del 

pretratamiento de deslignificación.
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Capítulo 1.- Marco teórico.   

1.1. Importancia del biohidrógeno 

El biohidrógeno como combustible presenta la particularidad de tener alta capacidad 

de generación de energía por unidad de peso (122-142 kJ/g). Comparándolo con 

otros tipos de combustibles energéticos, es de los más eficientes en la producción 

de energía (Argun y Kargi, 2011; Shina y Pandey, 2011). Sin embargo, el 

biohidrógeno no se encuentra disponible de forma natural, a diferencia de los 

combustibles fósiles. Debido a esto, se han realizado diversas investigaciones 

donde se busca obtener mayor eficiencia y mejores rendimientos de producción de 

este gas (Blanco y Rodríguez, 2012).  

Existen diversas fuentes de producción de biohidrógeno, entre ellas se 

encuentra la oxidación catalítica de gas natural, por medio de metales pesados y 

nafta, a partir de carbón, por electrólisis y bioquímica (Shina y Pandey, 2011). Sin 

embargo, la producción bioquímica representa mayor interés por ser potencialmente 

una forma de producción de energía inagotable y no requiere alto consumo 

energético (Blanco y Rodríguez, 2012). 

1.2. Biomasa lignocelulósica 
1.2.1. Importancia de la biomasa lignocelulósica 

La cantidad de materiales lignocelulósicos producidos anualmente es de alrededor 

de 220 mil millones de toneladas en todo el mundo y su conversión a 

biocombusibles equivaldría aproximadamente a 80 mil millones de toneladas de 

petróleo crudo (Ren et al. 2009). Esta biomasa se encuentra constituida 

principalmente por tres componentes: celulosa (40-60%), hemicelulosa (20-30%) y 

lignina (15-30%) (Saha y Cotta, 2008). De estos tres, la celulosa es uno de los 

biopolímeros más abundantes en la naturaleza (Klemm et al. 2002).  Durante los 

últimos años, se han desarrollado proyectos basados en la química verde, lo que ha 

conducido a la generación de materiales celulósicos novedosos, así como la 

generación de energía (como el bioetanol y biohidrógeno) y bioaceites. 
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1.2.1.1. Residuos lignocelulósicos  

Todos los días, se desechan grandes cantidades de residuos celulósicos tanto 

agrícolas como industriales y municipales, los cuales son acumulados o utilizados 

de manera ineficiente debido a su costo involucrado en los procesos de reutilización 

(Sukumaran et al. 2009). La conversión de la celulosa en azúcares fermentables es 

un área en la cual se están enfocando diversas investigaciones, ya que es un 

requisito previo para la posterior producción de bioenergía (Kumar et al. 2008). Esta 

conversión de los residuos lignocelulósicos es de considerable importancia 

económica para poder desarrollar procesos para el tratamiento y la utilización eficaz 

de celulosa y hemicelulosa como fuentes de carbono de bajo costo para su posterior 

utilización para la generación de biocombustibles como es el biohidrógeno y 

biometano (Ballesteros et al. 2004). 

1.2.1.2. Cultivos bioenergéticos 

Otra alternativa es el cultivo de biomasa para la producción de biocombustibles. 

Existen diversas definiciones de cultivos energéticos (Castro y Sánchez, 1997; 

Crespo, 1999; De Juana y Fernández, 2002; Nava et al. 2014) o también conocidos 

como cultivos agroenergéticos (Domínguez, 1991). Nava et al. (2014) los define 

como aquellos cultivos agrícolas, forestales o acuáticos, cuya producción parcial o 

total se utiliza como materia prima para generar energía aprovechable. También, se 

pueden definir a los cultivos energéticos como aquellas siembras agrícolas donde 

se hace uso de la biomasa para la producción de energía (Lewandowski et al. 2003). 

De acuerdo con Kaltschmitt, et al. (2001), una de las principales características que 

se desea tener en este tipo de biomasa, es un alto contenido de lignina y celulosa, 

principalmente cuando se emplean como biocombustibles sólidos, por dos razones 

principales. La primera causa es porque tienen un alto valor de calentamiento 

debido al alto contenido de carbono en lignina (aproximadamente 64%). El segundo 

motivo es porque pueden reproducirse en suelos con bajo contenido de agua.  

La biomasa producida por medio de cultivos energéticos se divide 

principalmente en dos: herbáceas y leñosas. La energía generada a partir de esta 

biomasa, puede ser por combustión directa o gasificación de los cultivos para 
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producir electricidad y calor, o mediante la conversión a combustibles líquidos como 

el etanol para su uso en vehículos. Otra alternativa es la producción de 

biocombustibles gaseosos para la producción de calor y electricidad.   

Una de las problemáticas que se ha generado por este tipo de cultivos es la 

utilización de fertilizantes para la obtención de mejores rendimientos de producción 

de biomasa. Sin embargo, se siguen buscando plantas que no requieran de la 

aplicación de estas sustancias y con poco requerimiento de agua para su desarrollo. 

1.2.2. Anatomía, estructura y composición química de la biomasa 
lignocelulósica 
1.2.2.1. Composición química 

De acuerdo con Esau (1985), la celulosa es el principal constituyente del material 

lignocelulósico, seguido por la lignina y la hemicelulosa Fig. 1.1). En menor porción, 

se encuentran las pectinas, proteínas, compuestos grasos, cutina, suberina y ceras. 

También tienen presencia algunos compuestos orgánicos y substancias minerales 

como el silicato y los oxalatos de calcio, pero raramente constituyen una parte 

esencial en la composición y estructura del material lignocelulósico (Ragauskas et 

al. 2006). Sin embargo, la composición y porcentajes de los polímeros que la 

conforman varían entre los diferentes tipos de plantas, su edad y la etapa de 

crecimiento, entre otros (Jeffries, 1994). 

La celulosa (Fig. 1.1-a) es el biopolímero más abundante en la naturaleza, ya 

que se trata del principal componente estructural de las células vegetales. Este 

biopolímero está conformado por microfibrillas cristalinas insolubles, y por 

subunidades de glucosa que se unen mediante enlaces glucosídicos en la 

configuración β-1-4 dando lugar a la unidad central celobiosa que se repite 

exactamente en la cadena polimérica (Esau, 1985). Este tipo de estructuras forman 

a las microfibrillas que, a su vez, al acoplarse una con otra, crean arreglos cristalinos 

y algunos arreglos amorfos.  Estas microfibrillas se unen formando múltiples capas 

que están embebidas en una matriz de hemicelulosa y/o lignina (González-García 

et al. 2005).  
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Fig. 1.1. Estructura química de la celulosa, hemicelulosa y lignina (Deng et 
al. 2015). 

 

La hemicelulosa (Fig. 1.1-b) es un polisacárido que está constituido por pentosas y 

hexosas. En la hemicelulosa, encontramos diversas subunidades, como las 

pentosas (xilosa, ramnosa y arabinosa) y las hexosas (glucosa, manosa y 

galactosa). En menor proporción, también hay ácidos urónicos (4-O-

Metilglucurónico, D-Glucurónico, y D-Galacturónico).  Este último grupo de 

monosacáridos (ácidos urónicos), constituyen las substancias pécticas, las cuales 

se presentan principalmente de tres formas: protopectina, pectina y ácido péctico 

(Esau, 1985). 

La lignina es un heteropolímero amorfo, tridimensional y ramificado 

compuesto por alcoholes aromáticos, los cuales le dan soporte estructural, rigidez, 

protección e impermeabilidad a los polisacáridos estructurales de celulosa y 

hemicelulosa (Aro et al. 2005). La composición química de este biopolímero (Fig. 
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1.1-c), se encuentra constituido principalmente por: cumaril (H), guaiacil (G) y sirigil 

(S) (Ralph et al. 2004). En la Tabla 1.1 se describe la composición química de cada 

uno de los compuestos que conforman a los materiales lignocelulósicos, así como 

sus características principales. 
 

Tabla 1.1. Composición y estructura química de la lignina, celulosa y 
hemicelulosa (Chen, 2014). 

 

1.2.2.2. Estructura de la pared celular 

De acuerdo con Chen, (2014), la composición química de la pared celular está 

constituida en mayor porción por celulosa (la cual determina la estructura de la 

pared celular), posteriormente, encontramos en mayor cantidad la lignina y 

consecutivamente la hemicelulosa y pectinas, cutinas, suberinas y ceras. La 

distribución y concentración de cada uno de estos componentes varía de acuerdo 

al tipo de pared en el que se encuentre. Cuando las células están lignificadas, la 

 

 Lignina Hemicelulosa Celulosa 

Subunidades 

Guaiacil propano (G),  
Sirigil propano (S), p-
hidroxifenil propano (H) 

D-Xilosa, manosa, L-
arabinosa, galactosa, 
ácido glucurónico 

Unidades de glucosa  

Enlaces entre 
sus 

subunidades 

Varios enlaces éter y 
enlaces C-C, algunos 
enlaces éter β-O-4 

Enlaces β-1,4-
glucosídicos en algunas 
cadenas. Enlaces β-
1.3-, β-1.6-glucosídicos 
en los extremos de los 
enlaces 

Enlaces β-1,4-
glucosídicos 

Polimerización 4 000 >200 100 -14 000   

Polímero 

Lignina G, lignina GS, 
lignina GSH 

Xilosa, 
galactoglucomanano 
(Gla,Glu,Man), 
glucomanano (Glu,Man) 

Glucano 

Composición 

Amorfa, heterogénea, 
polímero tridimensional no 
linear. 

Molécula heterogénea 
tridimensional con una 
pequeña región 
cristalina 

molécula lineal 
tridimensional 
compuesta de una 
región cristalina y 
otra  amorfa 

Enlaces entre 
los tres 

componentes 

Contiene enlaces químicos 
con hemicelulosa 

Contiene enlaces 
químicos con la lignina 

Sin enlaces químicos 
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pared celular se puede dividir en 3 tipos: lámina media, pared primaria y 

posteriormente la pared secundaria (Fig. 1.2).  

La capa más externa de la pared celular es la lámina media, la cual está 

constituida principalmente por lignina, además está constituida por sustancias 

pécticas. Esta lamina le otorga hidrofobicidad y plasticidad a las plantas (Taiz et al. 

2006). Posterior a la lámina media, se encuentra la pared primaria, que es formada 

gracias a las secreciones de protoplastos, es decir, durante el crecimiento celular. 

La composición química de esta pared celular está constituida principalmente por 

polisacáridos (celulosa, hemicelulosa y pectina), proteínas, enzimas, glicoproteínas, 

y algunos iones como es el calcio. En algunas ocasiones, la lignina también se 

encuentra presente en esta pared celular, pero en pequeñas concentraciones. Esta 

pared primaria tiene como objetivo el proporcionar soporte estructural y mecánico 

controlar la velocidad y la dirección del crecimiento celular, resistir la deshidratación, 

y activar la interacción entre las moléculas de la señal fuente y las células 

(Phitsuwan et al.2013; Chen, 2014).  

Fig. 1.2. Estructura y composición química de la pared celular vegetal (adaptado 
de Phitsuwan et al. 2013 y Achyuthan et al. 2010). 
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Una vez que se detuvo el crecimiento de la pared primaria, comienza a darse la 

formación de la pared secundaria. Esta pared está dividida en tres capas: capa 

interna (S3), la capa intermedia (S2), y la capa externa (S1) (Bidlack et al. 1992). 

Cada una de estas capas tiene diferencias en la composición, la estructura, el 

ángulo microfibrilar (Fig. 1.2). Esta pared está conformada por celulosa y 

hemicelulosa y una mayor concentración de lignina en comparación con las otras 

paredes. La presencia de la lignina en esta pared genera soporte mecánico para 

que las plantas crecen hacia arriba (Somerville, 2006). La concentración de celulosa 

en esta pared celular es mayor que la pared primaria, carece de pectinas y su 

componente básico es la hemicelulosa (Chen, 2014).  

1.2.2.3. Anatomía vegetal 

Los compuestos lignocelulósicos se encuentran distribuidos y concentrados en 

diversas formas de acuerdo a la planta, a su estructura y anatomía vegetal.  Los 

tres órganos vegetativos principales de las plantas son: la raíz, el tallo y sus hojas 

(Esaú, 1985). Las hojas en particular, están constituidas principalmente en cuatro 

tejidos: la cutícula, epidermis, parénquima, haces vasculares constituidos por xilema 

y floema (Fig. 1.3). La presencia de cada uno de estos componentes varía en 

relación a cada planta. De acuerdo con Esaú (1985), las definiciones y 

características de cada uno de estos tejidos se describen a continuación. 

La epidermis se encuentra en la capa superior del cuerpo de la planta en 

estado primario y es la interface entre el medio ambiente y la parte interna de la 

planta. Su objetivo es proteger mecánicamente e intervenir en la limitación de la 

transpiración y aireación. En particular, las especies del género Agave tienen 

epidermis que tienen la característica de contener una cutícula gruesa, un 

revestimiento ceroso y estomas complejos, además de que tienen la capacidad de 

adaptarse a condiciones áridas. 

La cutícula es definida como aquella capa delgada constituida principalmente 

por cutina, que es un polímero de ácidos grasos de cadena larga (C16 y C18) unidos 

por enlaces éster, formando una red rígida tridimensional. El objetivo de la cutícula 

es prevenir la pérdida de agua y como se mencionó anteriormente, esta se 

encuentra en la parte superior de la epidermis. Posteriormente, encontramos el 
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parénquima que tiene como objetivo almacenar diversas substancias, además de 

que se encarga de la cicatrización de las heridas que puede tener en el sistema 

vegetal y de ciertas estructuras adventicias. En este tipo de tejido, se encuentran 

principalmente células con pared primaria, enriquecida con sustancias pécticas. Las 

formas que llegan a tener estas células varían entre empalizadas o lagunares. Este 

tipo de tejidos pueden dar formación a tejidos de colénquima, esclerénquima o fibra; 

esto se logra una vez que el parénquima engrosa sus paredes y dan formación a 

estas nuevas estructuras. 

 
Fig. 1.3. Anatomía vegetal de las hojas (Adaptado de Streffer, 2014). 

Los tejidos de colénquima y esclerénquima son otras dos estructuras que son el 

sostén en la planta. Las células de la colénquima están constituidas por paredes 

primarias engrosadas. Este tejido está compuesto por celulosa, pectina y 

hemicelulosa, y pequeñas o nulas cantidades de lignina. A diferencia de las células 

colenquimáticas, las células esclerenquimáticas tienen paredes secundarias 

lignificadas. Este tipo de estructura vegetal, ofrece elasticidad, fortaleza y 

resistencia a la planta. Dentro de las estructuras constituidas por células 

esclerenquimáticas, están las fibras. Estas presentan una estructura alargada y 
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estrecha, con extremos engrosados. Estas también están constituidas 

principalmente por paredes secundarias lignificadas. Esta estructura es clasificada 

en dos: xilares o fibras de leño (xilema secundario) y las extraxilares. Esa 

clasificación se da de acuerdo a su localización, ya sea que estén presentes o no 

en el xilema secundario. 

Los haces vasculares son otra estructura importante dentro de la anatomía 

vegetal, ya que se encuentra constituido por células xilemáticas y floemáticas que 

se encargan de la conducción de agua y nutrientes. El xilema tiene como función la 

conducción de agua, almacenamiento y soporte, por eso se extiende de manera 

continua a lo largo de la hoja vegetal. Mientras que el floema lleva a cabo el 

transporte y almacenamiento de substancias nutritivas. 

Los oxalatos de calcio son cristales vegetales que se encuentran en todos 

los tejidos vegetales. Estas estructuras ayudan a darle rigidez a la planta, pero a su 

vez, le permite tener cierta flexibilidad a la planta. Las estructuras cristalinas se 

presentan en diferentes formas, dependiendo de su arreglo estructural. Los tipos de 

cristales que hay son: drusas (formas compuestas), estiloides (alargados en formas 

simples), y rafidios (alargados y agrupados). Los cristales parecen aportar una 

función protectora de la hoja, pero en grandes cantidades indican la presencia de 

estrés. El tipo de oxalato de calcio puede ser de dos tipos: whewelita (oxalato de 

calcio monohidratado) o weddelita (oxalato de calcio dihidratado) (Prychid et 

al.1999). 

1.3. Anatomía del Agave tequilana F.A.C. Weber 

El género Agave es considerado originario de México, dentro del cual se encuentran 

135 especies endémicas, 272 de 310 especies de Agave reportados hasta en la 

actualidad (García, 2002). Los agaves son plantas rosetas, monocotiledóneas y 

monocárpicas. La anatomía del agave se encuentra constituida principalmente por 

el sistema radicular, un tallo, un cogollo y hojas (comúnmente conocidas como 

pencas) las cuales contienen una espina apical y espinas laterales.  

El Agave tequilana F.A.C. Weber (Fig.1.4) pertenece al subgénero Agave y 

se encuentra dentro del grupo Rigidae. La abreviatura F.A.C. Weber se emplea para 
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indicar a Frédéric Albert Constantin Weber, autoridad en la descripción y 

clasificación científica de los vegetales. Esta especie de agave se caracteriza por 

ser una planta carnosa en forma de roseta, fibrosa, de color azul o verde grisáceo 

originado por su alto contenido de ceras que impiden que la planta pierda agua. La 

característica fenotípica más importante son sus hojas rígidas y lanceoladas, con 

espinas marginales y apicales; almacena inulina en el tallo y es productora de 

fructuosa (Gentry, 1982). 

Este tipo de agave es una planta xerófila debido a que se desarrolla en zonas 

áridas y cálidas. Es una planta que mide entre 2.2 a 2.8 metros de altura, tiene un 

tallo grueso y corto (30 a 50 cm de altura al lograr la madurez). Sus hojas o 

comúnmente conocidas como pencas, miden entre 90 y 120 cm, lanceoladas y con 

fibras firmes además de cóncavas. Tienen una coloración de glauco azulado a verde 

grisáceo y una espina terminal de color rojo oscuro de 2 cm en la punta de las hojas, 

además de una serie de espinas laterales en cada penca (Granados, 1993).  

 

 
Fig. 1.4. Morfología del Agave tequilana F.A.C. Weber. 

Esquema obtenido de: http://www.baluarte.com.mx/home.html#galeria  

http://www.baluarte.com.mx/home.html#galeria
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1.4. Pretratamientos 

La producción de biohidrógeno se puede llevar a cabo por medio de biomasa 

sometida a fermentación oscura (Marika et al. 2014). Sin embargo, debido a la 

estructura compleja de la biomasa, es necesario someter al material lignocelulósico 

a una serie de pretratamientos antes de la degradación enzimática. La aplicación 

de los pretratamientos tiene tres objetivos principales: romper los enlaces que unen 

la lignina a la celulosa y hemicelulosa, disminuir la cristalinidad de la celulosa y por 

último, incrementar la disponibilidad de la celulosa (Ren et al. 2009). Para esto, 

existen diversos tipos de pretratamientos: físicos (trituración o molienda), químicos 

(ácido, alcalino u oxidativo), físico-químicos (explosión con vapor) y biológicos 

(enzimas, hongos o bacterias).  

1.4.1. Tipos de pretratamientos 

La aplicación de los pretratamientos tiene tres objetivos principales: romper los 

enlaces que unen la lignina a la celulosa y hemicelulosa, disminuir la cristalinidad 

de la celulosa y por último, incrementar la disponibilidad de la celulosa (Ren et al. 

2009). Para esto, existen diversos tipos de pretratamientos: físicos (trituración o 

molienda), químicos (ácido, alcalino u oxidativo), físico-químicos (explosión con 

vapor) y biológicos (enzimas, hongos o bacterias). A continuación, se explicarán 

cada uno de estos tipos de pretratamientos. 

1.4.1.1. Físicos  
1.4.1.1.1. Fragmentación mecánica 

Reducir de tamaño, picar, triturar y moler, son los diversos métodos mecánicos de 

disminución de tamaño de partículas (0.2–2 mm) con el fin de mejorar la 

digestibilidad de la biomasa lignocelulósica (Palmowski y Muller, 1999). El objetivo 

de este proceso es incrementar el tamaño del poro de la partícula, su área 

superficial y a reducir la cristalinidad y polimerización de la celulosa, por lo que la 

disponibilidad de la celulosa es mayor para la hidrólisis enzimática (Panagiotopoulos 

et al. 2009; Zhang et al. 2007).  
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1.4.1.2. Químicos  
1.4.1.2.1 Hidrólisis ácida  

Consiste en el uso de ácido sulfúrico, nítrico y clorhídrico para llevar a cabo la 

remoción de hemicelulosa e incrementar la disposición de la celulosa para la 

hidrólisis enzimática (Schell et al. 2003). Durante la hidrólisis ácida se rompen los 

puentes entre los complejos de lignina, logrando su solubilización gracias a las 

condiciones ácidas (Knappert et al. 1981).  Los estudios han demostrado que este 

tipo de pretratamientos incrementa la disponibilidad de azucares presentes en la 

hemicelulosa pero al mismo tiempo, la hemicelulosa solubilizada puede generar 

compuestos inhibitorios debido a las reacciones hidrolíticas y así generar los 

inhibidores, tales como los monómeros, furfural e hidroximetil furfural (HMF) (Fengel 

y Wegener, 1989). 

1.4.1.2.2. Hidrólisis alcalina 

Este pretratramiento está basado en la saponificación de los enlaces ésteres 

intramoleculares que hay entre los xilanos de la hemicelulosa y otros compuestos, 

como por ejemplo la lignina (Sung et al. 2002). Las principales soluciones alcalinas 

utilizadas son: NaOH, KOH, Ca(OH)2 o amonio, donde se ha observado que se logra 

una deslignificación pero también por la alteración química que sufre la lignina, se 

forman compuestos fenólicos como vanilina o siringaldehído (Taherzadeh y Karimi, 

2008).  

1.4.1.2.3. Oxidativos 

Los pretratamientos oxidativos usan soluciones como el peróxido o el ácido 

peracético con el objetivo de lograr una oxidación en la biomasa y así, eliminar la 

hemicelulosa y lignina con el fin de incrementar la accesibilidad de la celulosa 

(Azzam, 1989). En este tipo de pretratamiento, se pueden llevar a cabo diversas 

reacciones, tales como el desplazamiento de las cadenas laterales, la ruptura de 

enlaces alquil aril éter o la ruptura oxidativa de los núcleos aromáticos (Hon y 

Shiraishi, 2001). 
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1.4.1.2.3.1. Peróxido de hidrógeno alcalino 

El uso del peróxido de hidrógeno (PH) como agente oxidante produce un incremento 

en la susceptibilidad a la hidrólisis enzimática ya que se obtienen mejores 

rendimientos de disponibilidad de celulosa (~80 o 90%) y un 50% de eliminación de 

lignina y la mayoría de la hemicelulosa (Azzam, 1989). Los radicales •OH que se 

producen al someter al PH bajo condiciones alcalinas (pH 11.5 y 11.6), son 

fundamentales ya que probablemente son los causantes de la solubilización de la 

lignina y parte de la hemicelulosa (Gould, 1985).  

Existen diversos estudios en los que se ha aplicado el PH a diversos tipos de 

sustrato y analizado diversas variables de respuesta (Tabla 1.2). Según Gould 

(1985), la concentración de PH debe ser mayor o igual a 1% y la relación de biomasa 

y volumen de PH debe ser mayor o igual a 0.25 (p/v) para una buena 

deslignificación. En estos trabajos, se observa que la concentración mínima de 

peróxido es de 1% y la máxima de 5%. Sin embargo, si comparamos los 

rendimientos de recuperación de celulosa obtenidos por Wilkinson et al. (2014) y de 

Su et al. (2015), ambos tienen rendimientos similares, a pesar de que la 

concentración de PHA fue diferente (5% y 2%, respectivamente).   

Tabla 1.2. Estudios de deslignificación a partir de peróxido de hidrógeno bajo 
condiciones alcalinas reportados en la literatura. 

 

pH
Enriquecimiento de celulosa: 60 %.

Sustrato Variables de respuesta Resultados Referencia
H2O2 TiempoTemperatura

1 Aserrín 1% 45 min 150°C Ayeni et al.,  2013.Remoción de  hemicelulosa de 80 % y  17% 
de lignina  

Paja de centeno 2% 12 h 20-70°C -

11.5

Sun et al.,  2000Remoción de  hemicelulosa de 71.9% y  
87.8% de lignina 

Residuo de granos 
cerveceros 5% 5 h  100°C 11.5 Enriquecimiento de celulosa entre 85-90% Wilkinson et al.,  2014

Su et al.,  2015

Paja de cebada 1.5% 14 h 45°C 12

11.5

Remoción de  hemicelulosa 85.3% y  72.3% 
de lignina 

Olote 2% 6 h 50°c
Recuperación de celulosa 81.3%.   

Remoción de hemicelulosa de 38.7% y 
75.4% de lignina

6 Bagazo de manzana 
de anacardo 4% 6 h 35°C

2

Recuperación de celulosa de 48.23%. 
Remoción de hemicelulosa de 21.61% y 

7.83% de lignina.
Costa et al.,  2013

5

4

11.5

3

Sun et al.,  2001
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Otra de las ventajas del trabajo reportado por Su et al. (2015), es que además de 

lograr remociones de lignina y hemicelulosa de 75.4% y 38.7% respectivamente, 

recuperan las fracciones separadas de celulosa, hemicelulosa y lignina. Los 

rendimientos de recuperación son de 81.3% de celulosa, 88.9% de hemicelulosa y 

77.5% de lignina. Al obtener un buen rendimiento de deslignificación, se verá 

favorecida la sacarificación de la celulosa y hemicelulosa debido a que estarán más 

expuestas a las hidrólisis enzimáticas que se llevan a cabo para obtener la 

sacarificación. Además, el uso de PHA tiene la ventaja de no producir subproductos 

tóxicos tales como ácido acético y furfural que son inevitables en el pretratamiento 

ácido (Su et al. 2015).  
 

 
Fig. 1.5. Mecanismo de oxidación de la lignina presente en la biomasa 

lignocelulósica (Wilkinson et al. 2014). 
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El mecanismo llevado a cabo durante el pretratamiento con PHA consiste en la 

saponificación de los enlaces ésteres α -bencilo que se encuentran entre la lignina 

y la hemicelulosa, generando su solubilización. Este proceso se lleva a cabo gracias 

a la presencia de los radicales hidroxilos (•OH) e hidroperoxilos (•OOH) (Wilkinson 

et al. 2014). Estos radicales se generan al someter al PH bajo condiciones alcalinas, 

es decir, a pH de 11.5-11.6 (Gould, 1985). Los radicales también pueden generar 

un ataque en los enlaces fenólicos α-O-4, así como la ruptura de enlaces no 

fenólicos β-O-4, con la consecuente remoción de las fracciones de lignina residual. 

Este proceso se genera por medio de la ruptura de enlaces carbono-carbono o por 

la degradación de los hidratos de carbono, liberando fracciones que se oxidan 

principalmente en ácidos carboxílicos (Su et al. 2000). Dos de los compuestos 

liberados durante la hidrólisis de la lignina son el ácido ferúlico y ácido p-cumárico 

(Fig. 1.5).  

1.4.1.3. Físico-químicos  
1.4.1.3.1. Explosión con vapor 

Este tratamiento consiste en el uso del vapor de agua con el objetivo de penetrar la 

pared celular y producir que la hemicelulosa se hidrolice y la lignina sea 

transformada. Esto ocurre debido a que el agua tiene la característica de ser ácida 

a temperaturas muy altas (160-260°C), por determinado lapso (dese 30 segundos 

hasta 20 minutos), con una presión que va desde 0.69 hasta 4.83 MPa. Todas estas 

condiciones favorecen la hidrólisis de la celulosa, pero también ésta puede ser 

alterada debido al alto grado de cristalinidad e inaccesibilidad a las microfibrillas 

(Fan y Ragauskas, 2012).  

1.4.1.3.2. Explosión de fibra con amoniaco (AFEX)  

El pretratamiento AFEX es especialmente recomendado para biomasa que tiene un 

contenido de lignina menor al 15%. Este proceso mejora significativamente la 

sacarificación (hasta 90%) de diversos sustratos lignocelulósicos ya que el efecto 

físico del contacto del vapor con la biomasa a alta temperatura y el efecto químico 

de la degradación de la estructura lignocelulósica por parte del amoníaco mejora la 

disponibilidad de la celulosa (Reshamwala et al. 1995).  La desventaja de este 
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pretratamiento es que no es costeable a nivel industrial como por los residuos 

generados.  

1.4.1.4. Hidrólisis enzimática 

Este tipo de tratamiento es llevado a cabo por enzimas celulasa que son altamente 

específicas. El objetivo de la hidrólisis enzimática con celulasas es degradar la 

celulosa en glucosa (azúcar reductor) gracias a la acción de la actividad celulolítica. 

Es importante recordar que la actividad celulolítica es la consecuencia de cuatro 

actividades enzimáticas individuales. Estos azucares, posteriormente son utilizados 

para llevar a cabo la fermentación oscura para la producción de biocombustibles, 

como el biohidrógeno (Sun et al. 2002). Las celulasas son una mezcla de enzimas 

con tres actividades: endoglucanasas, exoglucanasas (glucohidrolasas o 

celobiohidrolasas) y la β-glucosidasa (Coughlan y Ljungdahl, 1988). El grado se 

sacarificación del hidrolizado depende de diversos factores, tales como el tipo de 

biomasa a tratar, el grado de cristalinidad de la celulosa, la concentración, 

composición y afinidad de la enzima, entre otras (Yang et al. 2011).  

1.5. Fermentación oscura por producción de biohidrógeno 
La producción de biohidrógeno por medio de la fermentación oscura es un proceso 

prometedor debido a que se pueden usar diversos tipos de sustratos (residuos 

orgánicos, aguas residuales, entre otros). Además, no requiere de energía lumínica 

(de ahí su nombre de fermentación oscura) haciéndolo un proceso económicamente 

factible y sustentable (Nath y Das, 2004). Este proceso de fermentación es un 

fenómeno ubicuo en condiciones anóxicas o anaerobias (es decir, no hay oxígeno 

presente como aceptor de electrones). Dentro de este proceso, se utiliza como 

fuente de carbono a los monosacáridos presentes, principalmente glucosa, xilosa y 

fructuosa. Estos compuestos pueden ser sacarificados previamente por medio de 

diversos pretratamientos o tratamientos enzimáticos aplicados a la biomasa 

lignocelulósica, con el fin de que tengan una mayor disponibilidad para las bacterias 

que llevan a cabo la fermentación oscura. Cuando los monosacáridos son 

fermentados a ácido acético o butírico, se lleva a cabo la producción de 
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biohidrógeno el cual surge como subproducto de esta fermentación (López-

Gutierrez, 2015). 

En la Fig. 1.6 se presenta la ruta bioquímica para la conversión de la biomasa 

en biohidrógeno por medio de la fermentación oscura. Dentro de la vía de 

producción de biohidrógeno, la fermentación de la glucosa a biohidrógeno, piruvato, 

el producto del catabolismo de la glucosa, se oxida a acetil-CoA. Dentro de esta 

oxidación de piruvato a acetil-CoA, se lleva a cabo la reducción de ferredoxina (Fd). 

Fd reducido es consecutivamente oxidado por hidrogenasa llevándose a cabo la 

liberación de biohidrógeno en forma molecular (Hallenbeck y Benemann, 2002). 

Esta vía es conocida como Fd-hidrogenasa y es llevada a cabo por bacterias 

anaerobias estrictas. 

Piruvato + CoA+2Fd(ox) Acetil-CoA + 2Fd(red) + CO2 

2Fd(red)  2Fd(ox) + H2 
(Nath et al. 2004) 

Otra vía de producción de biohidrógeno es cuando la enzima hidrogenoliasa 

produce biohidrógeno y dióxido de carbono a partir de formiato. Este proceso es 

llevado a cabo por bacterias facultativas. Sin embargo, existen otras rutas 

metabólicas que compiten con las vías antes mencionadas, generando otros 

productos reducidos a partir de piruvato, tales como ácidos orgánicos volátiles 

(propionato), otros ácidos orgánicos (lactato) o productos como el etanol (Lee et al. 

2009). 

Uno de los factores que influyen en la producción de biohidrógeno es la 

presión parcial que llega a tener este proceso. Debido a que, cuando se tiene una 

presión parcial <60 Pa y el producto final es el acetato, se llegan a obtener 

teóricamente 4 molH2/mol de glucosa. Mientras que, cuando la presión es >60Pa, 

se obtienen rendimientos teóricos de 2 mol H2/mol glucosa y como producto final se 

obtiene el butirato (Tommasi et al. 2016). 

Teóricamente, a partir de un mol de glucosa se pueden obtener hasta 12 

moles de biohidrógeno (C6H12O6 + 6H2O → 12H2 + 6CO2). Sin embargo, en la 

naturaleza no existen vías metabólicas que logren esto debido a que el crecimiento 

de células no sería posible y la reacción no es termodinámicamente favorable 
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(∆G°=3.2 kJ/mol) (Woodward et al. 2000). Como se describió anteriormente, a partir 

de las bacterias facultativas, se logran obtener de 2 a 4 moles de biohidrógeno a 

partir de cada mol de glucosa consumida, por medio de las vías de butirato y 

acetato.  

La generación de biohidrógeno por medio de la fermentación oscura se debe 

principalmente a bacterias anaerobias o facultativas. Comúnmente, las especies de 

bacterias involucradas son del género Clostridium, las cuales tienden a formar 

esporas, bacterias termofílicas (Zhang et al. 2003; Cakir et al. 2010) y anaerobias 

acidogénicas así como baterías facultativas de los géneros Enterobacter y Bacillus 

(Chen et al. 2005).  

 
Fig. 1.6.  Ruta bioquímica para la conversión de monosacáridos en biohidrógeno 

por medio de la fermentación oscura (López-Gutiérrez, 2015; Prescott et al.  2002; 
Xi-Chen et al. 2006). 
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1.6. Justificación 
El uso irracional de los combustibles fósiles y el impacto negativo que tienen estos 

durante su combustión hacia el medio ambiente ha provocado una crisis energética 

y ambiental. Debido a esto, se han buscado diversas fuentes de energía que ayuden 

a mitigar estos problemas, y la producción de biocombustibles es una alternativa 

viable. El biohidrógeno es uno de estos combustibles ya que se puede producir por 

medio de la fermentación oscura a partir de residuos orgánicos. Entre ellos, los 

residuos agrícolas son un material factible que puede ser empleado para la 

producción de biohidrógeno debido a su composición química, su abundancia y bajo 

costo.  

Debido a lo anterior, se están buscando diversas fuentes de residuos 

lignocelulósicos para revalorizarlos y generar biocombustibles. Tal es el caso de la 

industria tequilera en México, ya que durante la fabricación de tequila, se desechan 

las pencas, que constituyen aproximadamente el 50%. Durante los últimos 6 años, 

la cantidad promedio de plantas cultivadas fue de 48’733,192  (SAGARPA y CRT, 

2005) y fueron desechadas alrededor de 1’096, 672 toneladas de pencas como 

residuos. Este tipo de biomasa es considerada desecho o utilizados de forma 

ineficiente como abono para las tierras. Por tal motivo, es necesario valorizar el 

aprovechamiento de este tipo de residuo y para ello, se propone utilizarlo como 

sustrato en la producción del biohidrógeno. 

Sin embargo, una limitante del uso de biomasa lignocelulósica para la 

obtención de biohidrógeno, es la baja disponibilidad de la celulosa y hemicelulosa 

debido a la compleja estructura morfológica de la penca de Agave tequilana F.A.C. 

Weber. Además, la presencia de lignina dificulta aún más la disponibilidad de dichos 

polímeros. Debido a esto, el presente trabajo explora la posibilidad de remover la 

lignina presente en la penca del agave empleando peróxido de hidrógeno en medio 

alcalino. También se documentaron los cambios en la estructura morfológica de la 

penca después del tratamiento con peróxido, empleando microscopía electrónica, 

difracción de rayos X y espectroscopía infraroja. 
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1.7. Hipótesis 

La formación de radicales libres durante el pretratamiento de la penca de Agave 

tequilana F.A.C. Weber con peróxido de hidrógeno en medio alcalino facilitará la 

remoción de la lignina presente en la penca de agave. Esto incrementará la 

disponibilidad de celulosa y hemicelulosa al ataque de enzimas celulolíticas y por 

consecuencia, se favorecerán los rendimientos de producción de azúcares y de 

producción de biohidrógeno por fermentación oscura. 

1.8. Objetivos 
1.8.1. Objetivo general 

Evaluar la producción de biohidrógeno vía fermentación oscura a partir de la penca 

de Agave tequilana F.A.C. Weber sometida a un pretratamiento con peróxido de 

hidrógeno alcalino. 

1.8.2. Objetivos específicos 

1) Determinar el manejo óptimo y conservación de la penca de Agave tequilana 

F.A.C. Weber para su uso en experimentos de laboratorio.   

2) Evaluar la influencia del peróxido de hidrógeno alcalino sobre la estructura 

morfológica y la composición química de la penca de Agave tequilana F.A.C. 

Weber. 

3) Evaluar el efecto del tiempo de hinchamiento y del pretratamiento con 

peróxido de hidrógeno alcalino sobre el rendimiento de deslignificación. 

4) Implementar el proceso de sacarificación enzimática de las fracciones 

enriquecidas en celulosa y hemicelulosa obtenidas durante el pretratamiento 

con peróxido de hidrógeno alcalino. 

5) Evaluar el rendimiento de la producción de biohidrógeno en lote a partir de la 

penca de Agave tequilana F.A.C. Weber pretratada con peróxido de 

hidrógeno alcalino.
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Capítulo 2.- Materiales y métodos 

2.1. Estrategia metodológica 

La estrategia metodológica se divide principalmente en cinco pasos (Fig. 2.1). La 

primera es la separación de las diversas fracciones de la penca (cutícula, epidermis 

y fibra) con el objetivo de llevar a cabo su respectiva caracterización. 

Posteriormente, se evaluó el uso como sustrato de cada una de estas fracciones en 

la producción de biohidrógeno sin ningún tratamiento previo. 

El segundo paso fue la determinación del mejor proceso de conservación y 

manejo de la penca para su uso en el laboratorio. Para esto, se evaluaron dos 

condiciones: secado a 60°C y liofilización. El tercer paso consistió en evaluar el 

pretratamiento con PHA estudiando cuatro condiciones: la concentración de PH, el 

pH, el efecto de hinchamiento con PH sin ajuste de pH y finalmente, el tiempo de 

pretratamiento con PHA. De este proceso, se obtuvieron tres fracciones que fueron 

caracterizadas de manera morfológica y química, tal como se describe en la Fig. 

2.1. 

Como cuarto paso se realizó la hidrólisis enzimática de las fracciones 1 y 2 

obtenidas después del pretratamiento con PHA. Cada uno de los hidrolizados 

obtenidos se caracterizó de manera morfológica y química. Una vez obtenidas las 

fracciones hidrolizadas, se llevó a cabo el quinto paso que consistió en someter 

estas fracciones a fermentación oscura para la generación de biohidrógeno.
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2.2. Penca de Agave tequilana F.A.C. Weber 

La penca de Agave tequilana F.A.C. Weber se colectó de los residuos generados 

en la tequilera Casa Herradura, ubicada en Amatitán, Jalisco. La penca se trituró y 

se sometió a dos métodos de secado: el primero fue secar la penca a 60°C en la 

estufa y el segundo método consistió en fue someterla a un proceso de liofilización. 

2.3. Fraccionamiento de la penca  

Para llevar a cabo la caracterización de la penca, ésta se separó en tres fracciones 

(la cutícula, la epidermis y la fibra) de manera manual y con la ayuda de un cúter 

(Fig. 2.2). 

Fig. 2.2. Fracciones en la que fue separada la penca de Agave tequilana F.A.C. 
Weber. 

Cada fracción se caracterizó tanto química como morfológicamente, tal como se 

muestra en la Figura 2.3. Posteriormente, cada fracción se sometió a cinéticas de 

producción de biohidrógeno sin pretratamiento con el objetivo de evaluar el 

rendimiento de producción de biohidrógeno de las tres fracciones individuales. 

 
Fig. 2.3. Diagrama de la estrategia experimental para la caracterización de las 

fracciones de la penca y su producción de biohidrógeno. 

Cutícula 
Epidermis 

Fibras 
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2.4. Caracterización morfológica 
2.4.1. SEM 

Cada una de las fracciones de la penca de Agave tequilana F.A.C. Weber se 

caracterizaron morfológicamente empleando el Microscopio Electrónico de Barrido 

(SEM, por sus siglas en inglés) ESEM FEI-QUANTA 200. Se llevaron a cabo análisis 

morfológico superficial, análisis por electrones retrodispersados y análisis químico 

por espectroscopia de dispersión de energía (EDS); todo esto a bajo vacío.  

2.4.2. Microscopia óptica 

La penca también se caracterizó morfológicamente empleando un microscopio 

estereoscópico óptico (DM 2000, Leica Microsystems, DE) con una fuente de luz 

externa (NI-150, Nikon Instruments, EE.UU.). Se obtuvieron imágenes a 10×, 20×, 

30× y 40× de resolución con una cámara digital (EC3, Leica Microsystems, DE) 

adaptada al microscopio. Para ello, se hicieron cortes a diversas partes de la penca 

fresca y secada a 60°C, con y sin pretratamiento con PHA. Los cortes se realizaron 

con un micrótomo rotatorio (RM2125RT, Leica Microsystems, DE) y con ellos se 

efectuaron preparaciones temporales montadas sobre glicerina en portaobjetos 

estándar. 

2.5. Caracterización físico-química de la penca de Agave tequilana F.A.C. 
Weber 

Para efectuar los análisis químicos la penca se sometió a tratamientos mecánicos. 

Para la liofilización, se molió en una trituradora y picadora de forraje o molino de 

granos. Para el análisis de fibras, la penca fue triturada en un molino Thomas 

Wiley® Mini-Mill. Para la determinación y análisis en XRD, ATR-FTIR, TGA la 

muestra fue pulverizada en un molino. Para el análisis en SEM, la penca se 

fraccionó con un cúter. 

2.5.1. Análisis de fibras 

Para la determinación de celulosa, hemicelulosa, lignina y compuestos solubles, se 

aplicó el método propuesto por Van Soest (Fig. 2.4) reportado por Keys et al. (1969) 
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empleando el analizador de fibras semi-automático (ANKOM Technology, 

MAcedon, NY, USA), en el cuál se utilizan bolsas de poliéster. 

 
Fig. 2.4. Diagrama del método de Van Soest para el análisis de fibras. 

2.5.2. Determinación de humedad 

Para llevar a cabo la determinación de humedad y sólidos totales la penca se dividió 

en tres partes: superior, media e inferior. Además, también se le determinó humedad 

y sólidos totales a la cutícula, epidermis, fibra y la penca completa. Se tomaron 5 g 

de cada muestra y se empleó una termobalanza Ohaus MB45-2A0. 

2.5.3. Determinación de sólidos totales, sólidos volátiles y sólidos fijos  

La determinación de sólidos totales (ST), sólidos volátiles (SV) y sólidos fijos (SF) 

se realizó para la cutícula, epidermis, fibra y penca entera. Los sólidos se 

determinaron por Standard Methods (APHA, 1998). 

2.5.4.  XRD 

Para determinar el índice de cristalinidad (IC) de la celulosa, las muestras se 

analizaron en el Difractómetro de Rayos-X (XRD, por sus siglas en inglés) Bruker 

D8 Advance con radiación monocromática Cu Kα (λ=1.5818 Å), con un voltaje de 35 

keV y una corriente de 25 mA. Las muestras fueron analizadas en un intervalo de 

5-70° en 2θ. El IC se calculó a partir del método de deconvolución (Ibbett, et al. 

2008) que propone la ecuación 1 para su cálculo. Los datos fueron procesados en 

el programa MagicPlot Student 2.5.1.0.  

 

Donde, Cr corresponde a la suma de las áreas de los picos de la celulosa cristalina 

que se encuentran a 15°,16.5°,22.8° y 34.6°; Ca corresponde al pico de celulosa 

Muestra molida

(Compuestos solubles, 
celulosa, hemicelulosa y 

lignina)

Celulosa

Hemicelulosa

Lignina

Celulosa

Lignina
Lignina

Fibra  

Detergente Ácido 

Lignina  

Detergente Acido 

Compuestos Solubles Hemicelulosa Celulosa 

Fibra  

Detergente 

Neutro 

Cr

Cr+Ca
IC= x 100 (4).(1) 
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amorfa o no cristalina. Como estándar, se utilizó celulosa microcristalina (AVICEL 

PH101), la cual sirvió para la identificación de los picos de la celulosa cristalina. 

2.5.5. ATR-FTIR 

Para este análisis, se utilizó el ATR-FTIR (Attenuated Total Reflection-Fourier 

Transform Infrared) Thermo-Nicolet, Nexus 470 FT-IR E.S.P. Esta técnica se usó 

para la identificación de grupos funcionales en cada una de las muestras obtenidas, 

antes y después del pretratamiento e hidrólisis enzimática aplicada en la penca. 

Cada uno de los espectros se obtuvo en un intervalo de 400-4000 cm-1 con 4cm-1 

de resolución y 120 escaneos. Las muestras analizadas fueron previamente 

secadas a 60°C por 24 h. 

2.5.6. TGA 

El análisis termogravimétrico (TGA, por sus siglas en inglés) de las muestras sin y 

con pretratamiento con PHA se llevó a cabo en el analizador TGA Thermo Cahn -

Versa Therm High Sensivity. Se utilizaron 25 mg de cada muestra y fueron 

analizadas a una velocidad de calentamiento de 10°C/min. Los termogramas se 

hicieron en un intervalo de temperatura entre 25-800 °C con una atmósfera de 

nitrógeno a un flujo de 20 mL/min. Todas las muestras fueron previamente secadas 

a 60°C por 24 h. Cada análisis fue procesado en el programa SigmaPlot 11.0. 

2.6. Pretratamiento de la penca con PHA  
2.6.1. Metodología del pretratamiento con PHA 

La penca de Agave tequilana F.A.C. Weber fue molida, homogenizada y finalmente 

liofilizada para, posteriormente someterla al pretratamiento con PHA propuesto por 

Su et al. (2015). La metodología PHA (Fig. 2.5) se divide en tres procesos: el primero 

consiste en la recuperación de sólidos sometidos al pretratamiento con PHA 

(Fracción 1), los cuales están enriquecidos principalmente por celulosa y 

hemicelulosa. El segundo procedimiento consiste en la recuperación de la fracción 

de hemicelulosa (Fracción 2) y el tercer procedimiento tiene como objetivo el 

recuperar la lignina soluble (Fracción 3).  
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Fig. 2.5. Diagrama de flujo del pretratamiento de la penca con PHA y su 
fraccionamiento (Su et al. 2015). 

 
Recuperación de la Fracción 1: 

La penca liofilizada se colocó en matraces Erlenmeyer de 500 mL con una solución 

de PHA al 2% en una proporción de 1:20 (p/v). La solución de PHA al 2% se preparó 

mediante la dilución de 33 mL de H2O2 al 30% (p/p) en 500 mL de agua destilada. 

Se ajustó el pH a 11.5 con NaOH al 5M. La suspensión sólido/ líquido se colocó en 

baño maría con una agitación de 120 rpm y 50°C por 6 h. Posteriormente, la mezcla 

se filtró para separar la biomasa de una solución con coloración amarilla. Los 



  

 
  30   
 

Materiales y métodos 

residuos sólidos (fracción 1) se lavaron con agua destilada hasta obtener un pH 

neutro y se secaron a 60°C por 24 h. Este experimento se realizó a diferentes 

concentraciones de H2O2 y a diferentes valores de pH, tal y como se muestra en la 

Tabla 2.1. Cabe mencionar que cada experimento se realizó por triplicado. 

Recuperación de la Fracción 2 y 3: 

El líquido amarillo obtenido de la filtración del procedimiento anterior, se recuperó y 

ajustó a pH de 5 con HCl 6M. Posteriormente, se le añadieron tres volúmenes de 

etanol al 95% y se incubaron estáticamente durante 8 h para precipitar el sólido 

enriquecido en hemicelulosa (Fracción 2). Este semisólido, se lavó con etanol al 

70% y posteriormente se secó a 60°C. El líquido residual se concentró hasta cuatro 

veces en rotavapor. A esta solución concentrada, se le ajustó el pH a 1.5 con HCl 

6M con el objetivo de precipitar la lignina (Fracción 3) ya que no es soluble a valores 

de pH ácido. La lignina insoluble se separó del líquido por filtración. Después se 

lavó tres veces con agua acidificada (pH 2). La Fracción 3 se liofilizó y 

posteriormente se pesó. Las muestras se almacenaron a -20°C para su posterior 

análisis. El etanol se recuperó en el rotavapor con el fin de ser reutilizado.  

2.6.2. Condiciones a evaluar en el pretratamiento con PHA 

Dentro de esta fase experimental se evaluaron 4 condiciones: la concentración de 

PH, el pH, tiempo de contacto con el PHA y el tiempo de contacto con PH sin ajuste 

de pH. En cuanto a la concentración de peróxido de hidrógeno se decidió trabajar 

bajo dos diferentes concentraciones (Tabla 2.1): 2% (Su et al. 2015) y al 0.3% 

(Abreu, 2013). El pH se evaluó a un valor de 11.5 debido a que se ha reportado que 

a tales condiciones se encuentra la mayor concentración de radicales •OH (Gould, 

1985). Para esto se trabajó a otra condición donde no se ajustó el pH.  

            Una vez obtenidos los resultados de esta evaluación, se eligió la muestra en 

la que se obtuvieron los mejores rendimientos de deslignificación y se evaluaron 

dos tiempos de contacto entre el PHA y la penca. Su et al. (2015) evaluaron diversos 

tiempos de contacto con PHA, dentro de los cuales se encontró que 1.5 y 6 h 

tuvieron los mejores rendimientos de deslignificación. Otra de las condiciones a 
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evaluar fue el tiempo de contacto de la penca con el peróxido de hidrógeno sin 

ajuste de pH. Este tiempo de contacto se evaluó porque se sabe que los tejidos 

vegetales se hinchan al estar en contacto con el peróxido de hidrógeno, lo cual 

podría favorecer una mejor deslignificación. 

Tabla 2.1. Concentraciones del peróxido de hidrógeno y valores de los pH 
evaluados en el pretratamiento de deslignificación con PHA. 

ID Experimento Relación 
biomasa: H2O2 

Concentración 
de H2O2 pH 

1 Peróxido de hidrógeno alcalino 2% 1:20 p/v 2% 11.5 
2 Peróxido de hidrógeno 2% 1:20 p/v 2% Sin ajuste 
3 Peróxido de hidrógeno alcalino 0.3% 1:20 p/v 0.3% 11.5 
4 Peróxido de hidrógeno 0.3% 1:20 p/v 0.3% Sin ajuste 

 
2.6.3. Caracterización de los sólidos recuperados del pretratamiento con 
PHA 

Una vez recuperada cada fracción obtenida del pretratamiento con PHA, se 

caracterizó tanto morfológica como químicamente. En la Figura 2.6 se indican los 

parámetros incluidos en dicha caracterización.  

 
Fig. 2.6. Caracterización química y morfológica de los sólidos recuperados 

después del pretratamiento con PHA y de los hidrolizados. 
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2.7. Tratamiento enzimático                          
2.7.1. Condiciones de la hidrólisis enzimática 

Las fracciones 1 y 2 se sometieron a hidrólisis enzimática bajo las condiciones 

reportadas por López-Gutiérrez (2015). Estas condiciones fueron: 3.5% de penca 

suspendida en buffer de citratos 50 mM con pH 5.5 y con 0.7 mg proteína/mL de 

Celluclast 1.5L. Todas las hidrólisis se incubaron a 40°C y 130 rpm durante 12 h. 

2.7.1.1 Caracterización de la mezcla de enzima Celluclast 1.5L 

La cuantificación de proteínas en el Celluclast 1.5L fue por el método de Bradford 

(Bradford, 1976). La concentración de proteína en esta enzima fue de 43.20 mg/mL, 

valor semejante al reportado por López-Gutiérrez (2015) de 39.23 mg/mL. 

2.7.2. Determinación de azúcares totales, azúcares reductores y la demanda 
química de oxígeno  

Para la determinación de azúcares totales (AT) se utilizó el método del fenol-

sulfúrico (Dubois et al. 1956). Los azúcares reductores (AR) se determinaron a partir 

del método del ácido dinitrosalicílico (DNS) (Miller, 1959). Finalmente, la 

determinación de la demanda química de oxígeno (DQO) se basó en lo propuesto 

en el Standard Methods (APHA, 1998). Las mediciones se llevaron a cabo por 

triplicado en un espectrofotómetro Thermo Spectronic Aquamate UV/VIS. 

2.8. Cinéticas de producción de biohidrógeno 
2.8.1. Inóculo 

El inóculo se obtuvo de un digestor anaerobio que trata vinazas producidas en la 

tequilera Casa Herradura localizado en Amatitán, Jalisco. Este lodo granular fue 

tratado térmicamente primero a 2 h a 90 °C y posteriormente se dejó a 104°C por 

24 h con el fin de inactivar células vegetativas, enriquecerlo en bacterias formadoras 

de esporas productoras de biohidrógeno y disminuir la actividad metanogénica. Una 

vez terminado el tratamiento térmico el lodo fue molido en un mortero.  
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2.8.2. Producción de biohidrógeno en lote 

Para la producción en lote de biohidrógeno se emplearon botellas serológicas de 60 

mL con un volumen de trabajo de 30 ml, donde se añadió 4.5 g SSV/L de sustrato 

(biomasa con o sin pretratamiento), 3 g SSV/L de inóculo y 3 mL de medio mineral 

cuya composición fue (g/L): NH4H2PO4, 4.5; Na2HPO4, 11.9; K2HPO4, 0.125; 

MgCl2∙6H2O, 0.1; MnSO4∙6H2O, 0.015; FeSO4∙ 5H2O, 0.025; CuSO4∙5H2O, 0.005 y 

ZnCl2, 0.075 (Arreola-Vargas et al. 2015). Una vez añadido todo lo anterior, se 

completó a 30 mL con agua desionizada. Posteriormente, se ajustó el pH a 7.5y se 

intercambió la atmósfera del espacio vacío de las botellas serológicas con N2/CO2 

(80/20%) por ~ 45 s y se colocó en un agitador horizontal a 37°C y 150 rpm. Una 

vez transcurrida la fase lag (~ 8 h), se efectuaron mediciones periódicas (cada 2-3 

h) del volumen de gas producido. 

El biogás producido en cada cinética se midió por medio de una bureta 

invertida de 250 ml con agua acidificada (pH 2). El volumen de biogás se cuantificó 

como el volumen de agua desplazado en la bureta. Se colectó 1 mL de biogás para 

ser analizado en el cromatógrafo de gases (AGILENT Technologies 6890N) con 

Detector de Conductividad Térmica (TCD) para determinar la concentración de H2, 

CH4 y CO2 presentes en cada muestra. Para calcular la máxima producción de 

biohidrógeno acumulada, se utilizó la ecuación (2) de Gompertz modificada (Cui et 

al. 2010) y Start Matlab 2010. 

 

 
 

 
 
 

Donde, H es el volumen total de biogás producido (mL) durante toda la fase 

experimental, Hmax es la máxima producción de biohidrógeno acumulada (mL), Rmax 

es la velocidad máxima de producción de este biogás (ml/h), e= 2.72, λ es el tiempo 

de fase lag (horas) y t es el tiempo de incubación (Cui et al. 2010).

Ecuación de Gompetz modificada 

(2) 
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Capítulo 3.- Resultados y discusión  
 

3.1. Caracterización morfológica y química de los estándares de Avicel de 
celulosa microcristalina y lignina 

Con el fin de poder interpretar los datos obtenidos de la caracterización química (FT-

IR y TGA) y morfológica (SEM, XRD) de las fibras obtenidas en los experimentos 

realizados en este trabajo, se emplearon un estándar de celulosa microcristalina 

(Avicel) y uno de lignina. El estándar de hemicelulosa no fue posible conseguirlo.  

3.1.1. Avicel de celulosa microcristalina 

La estructura morfológica de la celulosa microcristalina se puede observar en las 

micrografías de la Fig. 3.1-a y Fig. 3.1-b, obtenidas por SEM. El estándar de celulosa 

microcristalina está constituida por pequeños aglomerados conformados por la 

celulosa y que dan lugar a pequeñas estructuras irregulares. Este tipo de 

micrografías son semejantes a las reportadas por López-Gutiérrez (2015) y Kim, et 

al. (2008). Sin embargo, por la amplificación, no fue posible observar las estructuras 

cristalinas de la celulosa a detalle debido a que el tamaño de los cristales de celulosa 

fue de alrededor de 5nm (Park et al. 2010).   

Fig. 3.1. Caracterización morfológica del avicel de celulosa microcristalina. 
a) Micrografía del avicel de celulosa microcristalina a 100×. b) Micrografía del 

avicel de celulosa microcristalina a 500×. c) Difractograma de DRX. 
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El IC de este estándar, fue de 65.3%, valor que se encuentra dentro del rango 

reportado por Terinte et al. (2011), Park et al. (2010) y López-Gutiérrez (2015). En 

el difractograma (Fig. 3.1-c) las flechas indican la posición de los picos de la celulosa 

microcristalina.   

La caracterización química se realizó por medio del análisis 

termogravimétrico. Como se observa en la Fig. 3.2, se gasificaron dos compuestos 

en dos intervalos de temperatura diferentes. La primera gasificación se llevó a cabo 

entre 60 y 86°C, con una pérdida de peso de 2.14%. A estos rangos de temperatura, 

el primer compuesto gasificado es el agua presente en el estándar (Chowdhury et 

al. 2013). En un rango de 210°C a 240°C hubo una pérdida de peso del 94.50%. De 

acuerdo con la literatura, a este rango de temperatura se lleva a cabo la gasificación 

de la celulosa (Kabir et al. 2013). Además, hubo una pérdida de peso del 3.21% que 

puede corresponder a otros compuestos que se gasificaron durante toda la rampa 

de temperatura a la que se sometió la muestra, al no haber una concentración 

importante de tales compuestos, no hubo una señal representativa como fue en el 

caso de la celulosa y la humedad.  Al final del análisis se obtuvieron las cenizas que 

correspondieron a un 0.15% de la muestra.   

 
Fig. 3.2. Termograma del Avicel de celulosa microcristalina. Los termogramas se 

realizaron con una rampa de temperatura de10°C/min de 25 a 800 °C, en una 
atmósfera de nitrógeno a un flujo de 20 ml/min. 
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3.1.2. Estándar de lignina 

De acuerdo con las características de este compuesto de SIGMA-ALDRICH, el 

estándar de lignina contiene un bajo porcentaje de concentración de sulfonatos (4% 

de azufre). Este tipo de lignina es de tipo kraft, la cual fue obtenida a partir de 

madera dura. En las micrografías (Fig.3.3-a y Fig. 3.3-b) se muestra la morfología 

de la lignina, la cual es similar a la reportada por Ferry et al. (2015). El IC de esta 

muestra no se pudo cuantificar debido a que en el difractograma (Fig. 3.3-c) solo se 

observa una curva que representa la parte amorfa de la muestra y hay ausencia de 

señales de celulosa cristalina debido a que éste es un estándar de lignina.  

 
Fig. 3.3. Caracterización morfológica del estándar de lignina. a) Micrografía del 

estándar de lignina a 100×. a) Micrografía del estándar de lignina a 500×. c) 
Difractograma de DRX. 

Entre la lignina y la celulosa, la lignina es uno de los compuestos más difíciles de 

descomponer debido a su estructura química compleja (Yang et al. 2007). De 

acuerdo con el análisis termogravimétrico (Fig. 3.4) entre 64-170°C hubo una 

pérdida de peso de 9.15% lo que sugiere que es la gasificación de la humedad. Sin 

embargo, también entre 105 y 300°C se lleva a cabo la descomposición térmica de 

los enlaces α y β-aril-alquil-éter; los cuales son característicos de la lignina (Shankar 
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et al. 2015). Además, otra gasificación de la lignina se lleva a cabo a 520°C con una 

pérdida de peso del 7.54% y esto se debe a que se requiere de altas temperaturas 

para la degradación de una fracción de la lignina con alta estabilidad térmica (Su et 

al. 2015). Asimismo, hubo una pérdida del 5.02% de masa a lo largo de toda la 

rampa de temperatura a la que se sometió la muestra y un 36.67% de cenizas; cuya 

composición se muestra en la Tabla 3.1.  

 
Fig. 3.4. Termograma del estándar de lignina. Los termogramas se realizaron con 

una rampa de temperatura de10°C/min de 25 a 800 °C, en una atmósfera de 
nitrógeno a un flujo de 20 ml/min. 

 
Tabla 3.1. Composición química de las cenizas del estándar de lignina. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Analito Concentración 
(mg/g ceniza) Analito Concentración 

(mg/g ceniza) 

Aluminio 0.023 (±0.004) Magnesio 0.020 (±0.006) 

Calcio 0.074 (±0.019) Manganeso 0.006 (±0.002) 

Fósforo 0.008 (±0.0004) Potasio 1.097 (±0.110) 

Hierro 0.019 (±0.0003) Sodio 2.049 (±0.164) 

Litio 0.009 (±0.002) Zinc 0.003 (±0.0005) 
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3.2. Caracterización de la penca de Agave tequilana F.A.C. Weber 
3.2.1. Morfología de la penca de Agave tequilana F.A.C. Weber  
3.2.1.1. Microscopia óptica 

La penca se puede dividir anatómicamente en tres fracciones principales: cutícula, 

epidermis y fibra (Fig. 3.5-a). Wattendorff y Holloway (1980) caracterizaron 

químicamente la cutícula, la cual describen como un complejo de hidrocarburos 

poliméricos cuya función principal es aislar e impermeabilizar el área foliar. Además, 

se tienen registros de que la cutícula mide de 3 a 15 μm de espesor (Nobel, 1988). 

En tanto que la epidermis, en el Agave tequilana F.A.C. Weber, tiene la 

particularidad de presentar un complejo estomático de área muy pequeña 

comparada con la de otros agaves; así como una densidad estomática 

relativamente alta (Hernández-Valencia et al. 2003).  

 
Fig. 3.5. Fracciones de penca observadas con microscopio óptico. a) Corte 

transversal de la penca. b) Corte longitudinal de la penca. c) Haz vascular de una 
fracción de la penca con corte transversal. d) Xilema. 
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En la fracción de la fibra (Fig. 3.5-b) se encuentran los haces vasculares que están 

constituidos por el xilema (Fig. 3.5-c y 3.5-d) que se encarga de conducir el agua, y 

el floema (Fig. 3.1-c), en el que se transportan principalmente compuestos orgánicos 

en solución (Esaú, 1985). En la Fig. 3.5-b, se observa la fibra de la penca en corte 

longitudinal y en la Fig. 3.5-c se observa un corte transversal de esta fracción. 

 
3.2.1.2. SEM 

La distribución de la celulosa, hemicelulosa y lignina, depende del tipo de pared 

celular que constituya a cada tejido. Por ejemplo, en la micrografía Fig. 3.6-a, se 

observa el complejo estomático presente en la cutícula que se describió a detalle 

anteriormente. La cutícula está conformada principalmente por dos polímeros 

lipofílicos: cutina y ceras cuticulares, cuya concentración varía de acuerdo a 

diversos factores destacando los genéticos, fisiológicos y ambientales (Tafolla-

Arellano et al. 2013). Otro de los compuestos químicos presentes, pero en menor 

cantidad, es la lignina. Este compuesto se encuentra en la pared secundaria celular 

y junto con la cutina y las ceras cuticulares proporcionan protección a la planta. 

En la micrografía de la Fig. 3.6-b se observan dos fracciones de la penca: la 

epidermis y una parte de la fibra. La epidermis está constituida principalmente por 

células de pared primaria, es decir, esta parte de la penca está compuesta 

esencialmente por celulosa y hemicelulosa (Esaú, 1985). En las micrografías de la 

Fig. 3.6-b y c se observa la fracción de la fibra que está constituida por tejido de 

parénquima, oxalatos de calcio (con formas de rafidios y estiloides) y haces 

vasculares. El parénquima es un tejido constituido por células de pared primaria, la 

cual está constituida principalmente por hemicelulosa y pectinas, y en menor 

concentración por celulosa (Esaú, 1985). El parénquima también se encuentra en 

los haces vasculares, tanto en la periferia del haz, así como en la parte interna de 

la estructura del haz vascular. 

El haz vascular (Fig. 3.6-d) está conformado por xilema y floema. El xilema 

está constituido por una estructura helicoidal lignificada cubierta por un tejido 

constituido por células de pared primaria, enriquecidas fundamentalmente en 
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celulosa. Mientras que el floema, es un tejido con células de pared primaria que 

nunca se lignifican (Esaú, 1985). Se encuentran además vainas que son estructuras 

lignificadas que rodean al xilema y floema.  

Fig. 3.6.  Micrografías de las fracciones de la penca de Agave tequilana F.A.C. 
Weber. a) Complejo estomático en la superficie de la cutícula. b) Estructura 

morfológica de la epidermis y fibra. c) Corte longitudinal de la fibra de la penca. d) 
Haz vascular. 

En cada uno de los tejidos que constituyen a la penca, se encuentran diversas 

estructuras cristalinas, entre las que se encuentran los silicatos (Fig. 3.7-c). Otros 

cristales presentes en la penca, son los oxalatos de calcio, en este caso de tipo 

monohidratado, mejor conocidos como whewellitas (Pérez-Pimienta et al. 2015). 
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Los oxalatos de calcio en las plantas juegan un papel importante debido a que son 

los encargados de la regulación en los niveles de calcio, la protección contra la 

herbivoría y la destoxificación de metales pesados; además de que ayudan en darle 

rigidez a las hojas de la planta permitiendo a su vez tener cierta flexibilidad debido 

a su tamaño pequeño (Jáuregui-Zúñiga y Moreno, 2004). Existen diversas formas 

de cristales a lo largo y ancho de la planta y éstos varían en cada especie vegetal, 

pero existen cuatro clasificaciones principales: rafidios, drusas, estiloides y prismas. 

Fig. 3.7. a) Oxalatos de calcios monohidratados en forma de rafidios. b) Oxalato 
de calcio monohidratado en forma de estiloide. c) Silicato.  

En el caso de la penca se presenta dos tipos de estructuras de oxalatos de calcio: 

rafidios (Fig. 3.7-a) y estiloides (Fig. 3.7-b). En el Anexo A se muestran los EDS de 

cada cristal, el cual ayuda a verificar que efectivamente están constituidos por calcio 

(micrografías a y b) y por sílice (micrografía c). Los oxalatos de calcio observados 

en estas micrografías son característicos de esta especie vegetal y han sido 

observados en fibras semejantes a las de la penca y en bagazo de Agave tequilana 

F.A.C. Weber (Pérez-Pimienta et al. 2015; López-Gutiérrez, 2015). Estos datos se 

corroboraron con la carta cristalográfica 00-020-0231 de la base de datos del 

“International Centre for Diffraction Data”. 
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3.2.1.3. Índice de cristalinidad de la celulosa 
Se determinó el Índice de Cristalinidad (IC) de la celulosa presente en la cutícula, 

epidermis, fibra, penca entera y penca liofilizada (Tabla 3.2). La cutícula es la 

fracción de la penca que muestra un menor IC, seguido por la epidermis y finalmente 

la fibra. El IC se relaciona con el porcentaje de concentración de celulosa que se 

encuentra presente en cada fracción ya que este índice incrementa conforme 

aumenta el porcentaje de concentración de la celulosa. Lo anterior confirma la 

presencia de celulosa en las tres fracciones mencionadas, aunque en diferente 

concentración. Comparando estas tres fracciones con la penca entera, el IC de la 

penca es menor. Esto quizás se debe a la presencia de un mayor porcentaje de 

concentración de celulosa amorfa en otras partes de la penca, lo cual hace que la 

fracción de la celulosa cristalina sea menor comparada con la fracción amorfa 

presente en toda la penca. 

Tabla 3.2. Índice de Cristalinidad (IC) de cada una de las fracciones de la penca, 
así como de la penca entera y liofilizada. 

 

 

 

 

 

 
 

(1) Penca de Amatitán, Jal. (2) Penca de Arandas, Jal.  (a) Lote de pencas 
colectado en abril del 2015); (b) Lote de penca colectado en septiembre del 2015. 

En cuanto al IC determinado para la penca entera secada a 60°C se encontró que 

tiene una diferencia importante comparado con los obtenidos para los dos lotes de 

penca liofilizada (43.97%, 58.59 y 60.63%; respectivamente). Considerando que se 

ha demostrado que la celulosa cristalina no se ve afectada por el proceso de 

liofilización (Hall et al. 2010), las diferencias observadas podrían deberse a otros 

factores relacionados con las condiciones en que se cultivó el agave tales como el 

clima, el tiempo de cosecha, la madurez de la planta y el tipo de suelo, entre otros 

factores; que determinan las propiedades químicas de la biomasa lignocelulósica. 

Fracción de la penca IC (%) 

Cutícula 1a 34.53 
Epidermis 1a 55.17 
Fibra1a 55.85 
Penca entera secada a 60°C1a 43.97 
Penca entera liofilizada 1b 58.59 
Penca entera liofilizada 2 60.63 
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Entre dichas propiedades está la concentración de celulosa (Cedeño y Álvarez, 

1999). Esto se puede corroborar observando quela penca liofilizada (lote 1b) y la 

penca entera secada a 60°C (lote 1a) tienen diferentes IC a pesar de que provienen 

del mismo lugar. Sin embargo, la diferencia entre estos dos lotes de penca es el 

tiempo de corte. En cuanto a los IC de los dos lotes de penca liofilizada son muy 

similares a pesar de que tienen diferente lugar de procedencia. Esta similitud puede 

ser por coincidencia ya que por ser de diferente lugar se esperaría cierta diferencia. 

Los difractogramas de cada fracción se muestran en el Anexo B. 

3.2.2. Caracterización físico-química de la penca de Agave tequilana F.A.C. 
Weber 
3.2.2.1. Composición química 

 La composición química de cada una de las fracciones de la penca se muestra en 

la Tabla 3.3. El porcentaje de concentración de la celulosa, hemicelulosa y lignina 

tanto de la penca entera como de la fibra, son similares a las reportadas por Salas, 

2013), las cuales se reportan en la misma Tabla 3.3. La cutícula está constituida 

principalmente por ceras, cutina y lignina; los cuales le ayudan a dar protección a la 

planta y evitan la pérdida de agua (Esaú, 1985). Como se puede observar en la 

Tabla 3.3, la lignina se encuentra enriquecida en esta fracción de la penca, lo cual 

corrobora lo anteriormente mencionado. Mientras que la fracción de la epidermis 

está enriquecida en celulosa y hemicelulosa (Tabla 3.3), principales constituyentes 

de las células con pared primaria. Sin embargo, la fracción que tiene un mayor 

porcentaje de concentración de celulosa y hemicelulosa es la fibra de la penca, y un 

menor porcentaje de concentración de lignina comparada con la cutícula y epidermis 

(Tabla 3.3). Esto se debe a que la fibra está constituida por tejido parenquimal 

(células con pared primaria), haces vasculares que están conformados 

principalmente por floema (estructura constituida por células de pared primaria 

enriquecidas en celulosa), xilema y vainas (estructuras de paredes secundarias 

enriquecidas en lignina). Por lo tanto, la fracción de fibra de penca es la que se 

espera que sea la que principalmente contribuya a la producción de biohidrógeno 

por dos razones fundamentales: (a) es la fracción con mayor porcentaje de 

concentración de celulosa y hemicelulosa y (b) es la fracción que se encuentra en 
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mayor porción en la penca, en comparación con la epidermis y la cutícula. Por otra 

parte, el contenido alto de lignina en la cutícula hace necesario llevar a cabo una 

deslignificación con el objetivo de dejar expuesta la fibra al ataque enzimático 

posterior.  
Tabla 3.3. Composición química de la penca entera y sus fracciones. 

 (1) Penca de Amatitán, Jal. (2) Penca de Arandas, Jal.  (a) Lote de pencas colectado 
en abril del 2015); (b) Lote de penca colectado en septiembre del 2015. (*) Lote 
analizado por TGA. (•) Datos reportados por Salas, S. (2013). 

Para evaluar el efecto del proceso de secado como forma de conservación, se 

sometió la penca a un secado a 60°C y se comparó con otra muestra de penca que 

se liofilizó. Como se puede observar en la Tabla 3.3 la penca entera secada a 60°C 

(lote 1a) y la sometida al proceso de liofilización (lote 1b) no muestran diferencias 

importantes en su composición química probablemente porque provienen del mismo 

lugar (Amatitán, Jal.). La diferencia que existe entre una y otra muestra se puede 

deber a que fueron cosechadas en diferentes épocas. Esto concuerda con los datos 

de IC, donde también hubo una diferencia entre ambos lotes de pencas. Sin 

embargo, comparando los dos lotes de penca entera liofilizadas (lote 1b y lote 2), 

se pueden observar diferencias importantes debido a que estos lotes de penca son 

de diferentes lugares de procedencia.  
 

Fracción de la 
penca 

Celulosa                
(%) 

Hemicelulosa 
(%) 

Lignina                   
(%) 

Compuestos 
Solubles (%) 

Cutícula 1a 6.45 (±0.1) 5.72 (±0.9) 55.84 (±5.6) 31.77 (±2.15) 
Epidermis 1a 19.38 (±3.2) 7.99 (±1.32) 4.49 (±0.56) 67.87 (±4.76) 
Fibra1a 20.08 (±3.1) 5.1 (±0.16) 0.37 (±0.2) 75.33 (±6.2) 
Fibra• 28.79 (±1.82) 10.71(±0.66) 0.72 (±0.14) 64.71 (±2.35) 
Penca entera 
secada a 60°C1a 21.28 (±1.50) 8.51 (±0.56) 4.26 (±1.8) 65.14 (±2.06) 

Penca entera 
secada a 60°C• 28.79 (±1.82) 10.71 (±0.66) 5.05 (±0.04) 55.18 (±2.46) 

Penca entera 
liofilizada 1b 23.23 (±1.46) 6.27 (±0.12) 3.84 (±0.82) 66.50 (±1.42) 

Penca entera 
liofilizada 2 38.93 (±3.1) 9.94 (±1.45) 3.1 (±0.50) 47.60 (±4.10) 

Penca entera 
liofilizada 1b* 30.32 4.43 5.80 54.71 (otros) 
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Todos los datos anteriores fueron obtenidos por medio del método de Van 

Soest. Con el fin de corroborar estos datos, también se analizó la composición 

química de la penca por medio de TGA. Los datos indican que no hay diferencias 

importantes en la composición química cuando la penca entera liofilizada se analizó 

por el método de Van Soest (lote 1b) y por medio de TGA (lote 1b*). La diferencia 

entre ambos datos se puede deber a que son diferentes principios en los que se 

basa cada método. El análisis TGA se basa en la pérdida de peso debido a la 

gasificación de cada componente (Carrier, 2011), mientras que el método de Van 

Soest (Keys et al. 1969) se basa en diversos hidrolizados para eliminar 

secuencialmente cada uno de los componentes (celulosa, hemicelulosa, lignina y 

compuestos solubles). 

3.2.2.2. Determinación de humedad y sólidos totales de distintas partes de la 
penca 
Se determinó el porcentaje de humedad y sólidos totales (ST) de la parte superior, 

central e inferior de la penca con el fin de determinar si es más factible el trabajar 

de la penca entera o con alguna de estas partes. En la Fig. 3.8, se observa que el 

porcentaje de humedad de las tres fracciones de la penca es de 70% a 80% de 

humedad. Esto indica que humedad se encuentra distribuida casi uniformemente a 

lo largo de la penca y por consecuencia, es factible trabajar con la penca entera. En 

tanto que el porcentaje de concentración de los ST fue de 17 a 29%. A escala 

industrial será más favorable trabajar con la penca entera ya que el fraccionarla 

implicaría mayor trabajo y costos de producción de biohidrógeno.  

 
Fig. 3.8. Determinación de humedad y sólidos totales de la penca. 
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3.2.2.3. Determinación de ST, SV y SF de las fracciones de la penca 
A cada una de las fracciones de la penca, se les determinó el porcentaje de sólidos 

totales (ST), sólidos volátiles (SV) y sólidos fijos (SF). En la Fig. 3.9 se muestran los 

datos obtenidos que indican que la fibra, epidermis y penca entera tienen un 

contenido de humedad alto y por lo tanto un bajo contenido de materia orgánica 

medida como SV. El caso contrario se observa en la cutícula, en donde el contenido 

de humedad es muy bajo mientras que el contenido de SV es muy alto.  

 
Fig. 3.9. Sólidos totales, sólidos volátiles y sólidos fijos de la penca y sus 

fracciones. 

 3.2.2.4. ATR-FTIR 

Otra forma de determinar de manera cualitativa la composición química de la penca 

es por medio de FT-IR, mediante la identificación de grupos funcionales distintivos 

de los diversos compuestos que constituyen a la penca. Existen diversos estudios 

donde se ha utilizado esta técnica como parte de la caracterización de sustratos y 

en la identificación de los cambios realizados por la aplicación de diversos 

pretratamientos sobre la biomasa (Borchani et al. 2015; Su et al. 2015; El Mansouri 

y Salvadó, 2007; Vázquez et al. 1997).  

En la Fig. 3.10 se observan los espectros del estándar de lignina (EL), Avicel 

de celulosa microcristalina (ACM) y la penca liofilizada1b (PL). En la Tabla 3.4 se 
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resume las bandas principales identificadas tanto en los estándares y la penca 

liofilizada. En todos los espectros se encuentra una banda ancha a longitudes de 

onda entre 3600 y 3100 cm-1 que puede ser atribuido a radicales O-H presentes en 

polisacáridos de la celulosa (Borchani et al. 2015; Su et al. 2015). También puede 

ser atribuido a radicales O-H de fenoles que se encuentran presentes en la lignina 

(El Mansouri y Salvadó, 2007). Para nuestro caso puede ser atribuido a ambos 

debido a que estos dos compuestos están presentes en la penca. 

Otra de las bandas presente en el espectro de la penca aparece a 2920 cm-

1, la cual corresponde al estiramiento de los grupos C-H de los grupos metilos y 

metilenos de la lignina (El Mansouri y Salvadó, 2007). Tal y como se observa en la 

Tabla 3.4 esta banda puede ser asignada a celulosa, hemicelulosa o lignina. En este 

trabajo se le asignó a lignina ya que más adelante, en el proceso de deslignificación 

con PHA, esta banda disminuyó debido a la remoción de lignina. Otra banda 

presente en el espectro de la penca es la que se encuentra a una longitud de onda 

1608 cm-1 que, de acuerdo con la literatura, es atribuida al estiramiento de grupos 

carbonilos conjugados con anillos aromáticos presentes en la lignina (Vázquez et 

al. 1997). Dicha banda aparece en el estándar de lignina también, por lo que se 

comprueba que corresponde a este grupo funcional. 

La señal que aparece a una longitud de onda de 1320 cm-1, de acuerdo con 

la literatura, corresponde a la vibración de los grupos O-H y C-H que están presentes 

en la celulosa. Mientras que la banda presente en 1248 cm-1 corresponde a la 

vibración del enlace C-H (Pérez-Pimienta et al. 2015) atribuido a la hemicelulosa. 

Otro de las bandas destacadas en el espectro de la muestra de penca es la que 

aparece en 1031 cm-1. Las bandas presentes en la longitud de onda 1030-1058 cm-

1 son atribuidas principalmente a la celulosa (Popescua et al. 2012; Oh et al. 2005). 

Sin embargo, también corresponde a la vibración del grupo C-H presente en 

guayacil, compuesto presente en la estructura química de la lignina (Sun et al. 2000, 

El Mansouri y Salvadó, 2007, Guilherme et al. 2015; Silva et al. 2008). Por tal razón, 

esta banda también se presenta en el estándar de lignina (Fig. 3.10-a).  
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Fig. 3.10. Espectros del estándar de lignina (EL), Avicel de celulosa 
microscristalina (ACM) y de la penca entera liofilizada1b (PL). Las bandas 

principales se indican con una línea vertical. 

Tabla 3.4. Bandas características de los espectros de FT-IR de los 
estándares de lignina, Avicel y penca entera liofilizada mostradas en la Fig. 3.10. 

 

Número de 
Onda (cm-1) Tipo de Vibración Posible fuente 

3800-3100 Estiramiento de O-H o N-H Celulosa o ácidos amino 
3400 Estiramiento de O-H Lignina 

2910, 2848 Estiramiento de C-H en CH y CH2 Celulosa, hemicelulosa o lignina 
1745 Estiramiento de C=O Hemicelulosa 
1734 Estiramiento de C=O Grupos éster y ácidos carboxílicos 
1647 Estiramiento de O-H absorbidos Agua 
1605 Vibración del anillo aromático Lignina 

1515 Vibración de C=C en anillos 
aromáticos Lignina 

1460 Deformación de C-H Lignina 
1430 Flexión de O-H Celulosa 

1390, 1360 Estiramiento de O-H fenólicos Lignina 
1372 Deformación de C-H Celulosa, hemicelulosa 

1315 Deformación de O-H y balanceo de 
CH2 

Celulosa 

1252 Flexión de C-H Hemicelulosa 
1235 Estiramiento de C-H Lignina, hemicelulosa 
1164 Vibración asimétrica C-O-C Celulosa (Enlaces β-glucosídicos) 

1058, 1030 Estiramiento del anillo C-O Celulosa, hemicelulosa y lignina 

(u
.a

.) 
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3.3. Deslignificación de la penca de Agave tequilana F.A.C. Weber durante el 
pretratamiento con peróxido de hidrógeno alcalino: efecto del pH, 
concentración de peróxido de hidrógeno, pre-hinchamiento y tiempo de 
contacto   
3.3.1. Evaluación del pH y la concentración de peróxido de hidrógeno alcalino 
durante el pretratamiento con peróxido de hidrógeno alcalino 

Uno de los factores que más influyen para la remoción eficiente de lignina, es la 

concentración de PH debido a que, mientras exista una mayor concentración de 

este compuesto, se puede obtener una mayor concentración de radicales •OH y 

•OOH. Estos radicales son los encargados de llevar a cabo la oxidación de la lignina, 

de tal forma que se logra oxidarla generando una deslignificación de la estructura 

lignocelulósica (Su et al. 2015). En la Tabla 3.5 se muestran los resultados del uso 

de dos concentraciones de PH: 2% (Su et al. 2015) y 0.3% (Abreu, 2013). La mayor 

remoción de lignina, y la mayor recuperación de celulosa y hemicelulosa se 

obtuvieron cuando se utilizó una concentración de PH al 2%. Con esto se corroboró 

lo estipulado por Gould (1985), quien indica que la concentración de PH debe ser 

mayor o igual a 1% para una buena deslignificación. Por otra parte, el porcentaje de 

recuperación de la celulosa a partir de la penca fue de 85.13%, similar (81.3%) al 

reportado por Su et al. (2015) para olote de maíz.  

 Tabla 3.5. Recuperación de la celulosa, hemicelulosa y lignina en la fracción 1 
obtenida después del pretratamiento de la penca con PHA. 

*Sin ajuste (SA). 

Otro de los factores que tienen gran influencia para que haya una buena 

deslignificación es el pH. El mecanismo del pretratamiento con PHA consiste en la 

saponificación de los enlaces ésteres y éster que se encuentran en y entre la lignina 

y la hemicelulosa, generando su solubilización. Los radicales hidroxilos (•OH) e 

hidroperóxido (•OOH) son generados por la descomposición del PH y son 

Muestra Recuperación (%) 
 Celulosa Hemicelulosa Lignina 
Peróxido de hidrógeno al 2% y pH 11.5 85.13 69.00 18.00 
Peróxido de hidrógeno al 2% y pH SA* 71.79 93.00 63.00 
Peróxido de hidrógeno al 0.3% y pH 11.5 83.45 50.00 50.00 
Peróxido de hidrógeno al 0.3% y pH SA* 76.30 93.44 93.34 



 

 
  50   
 

Resultados y discusión 

responsables de la deslignificación y solubilización de hemicelulosa (Fang et al. 

1999). La máxima producción de estos radicales comienza bajo condiciones 

alcalinas, es decir, a partir de un pH de 11.5 y 11.6 (Gould, 1985), tal y como se 

observa en el diagrama de especiación en la Fig. 3.11. En el diagrama se aprecia 

que a partir de un pH de 11.5, la concentración de los radicales hidroperóxidos se 

mantiene constante mientras que la concentración de los radicales hidroxilos 

incrementa hasta un pH de 14. Por tal motivo, mientras las condiciones sean más 

alcalinas, las concentraciones de estos dos radicales se incrementará, por lo que 

se esperaría una mayor deslignificación.  

Dicho efecto del pH se corroboró realizando un experimento con ajuste del 

pH a 11.5 y otro experimento sin dicho ajuste (el pH se mantuvo ~5.7). Esto se 

realizó para ambas concentraciones de PH (2% y 0.3%). En la Tabla 3.5 se 

muestran los resultados y es notorio que cuando se ajustó el pH a 11.5 en los 

experimentos con una concentración de PH al 2% o al 0.3% hubo mejores 

rendimientos de remoción de lignina que cuando no se realizó el ajuste. Esto se 

debió a que, bajo condiciones neutras, y de acuerdo con el diagrama de especiación 

del PH, hay una menor concentración de los radicales que cuando se tiene un pH 

de 11.5. 

Fig. 3.11. Diagrama de especiación del peróxido de hidrógeno. 
3.3.2. Efecto del tiempo de hinchamiento con peróxido de hidrógeno sobre la 
penca liofilizada 

Con el fin de lograr que se obtuvieran mejores rendimientos de deslignificación, se 

dejó el PH en contacto con la penca a cuatro tiempos diferentes (0, 1.5, 3 y 6 h) 
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antes del ajuste de pH a 11.5 con el objetivo de generar un hinchamiento de la penca 

previo al pretratamiento con PHA. Una vez transcurridos estos tiempos, se ajustó el 

pH a 11.5 y se dejó actuar al PHA por 6 h. Esto se hizo con el fin de que una vez 

que el PH penetrara las paredes de la penca, generara un hinchamiento y una vez 

que se ajustara el pH se esperaría que los radicales pudieran tener mayor contacto 

con la lignina que se encuentra presente de manera interna en esta biomasa.  

3.3.2.1. Caracterización morfológica  

Con el fin de evaluar los cambios morfológicos que generó el hinchamiento con PH 

en la penca, se realizó un análisis de SEM de la penca después de los cuatro 

tiempos de hinchamiento (Fig. 3.12). En base a las micrografías obtenidas, se 

observa que en los diferentes tiempos de hinchamiento se obtuvieron cambios 

morfológicos muy semejantes. Dentro de estos cambios, se observa una remoción 

significativa del parénquima y de cristales oxalatos de calcio. Además de que las 

estructuras internas (xilema y floema) están mayormente expuestas. 

  
Fig. 3.12. Micrografías de SEM que muestran el efecto del tiempo de 

hinchamiento con peróxido de hidrógeno en la penca entera liofilizada. a) 0 horas 
de hinchado. b) 1.5 horas de hinchado. c) 3 horas de hinchado. d) 6 horas de 

hinchado. 
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Una vez transcurridos los cuatro tiempos de hinchamiento antes mencionados, a 

cada uno de estos experimentos se les ajustó el pH a 11.5 y se dejó actuar por 6 

horas. En la Fig. 3.13 se observan las micrografías de las fibras obtenidas de este 

experimento. Comparanto las 4 micrografías, se observa que no hay un cambio 

importante a ninguno de los tiempos de hinchamiento evaluados. La Fig. 3.13-a 

muestra la fibra de la penca sin un hinchmiento, únicamente se sometió al 

pretratamiento con PHA directo, es decir, se ajustó el pH en este momento. La fibra 

observada en esta micrografía, muestra cambios morfológicos similares a las fibras 

que se sometieron previamente a un hinchamiento con PH, en donde parte del 

parénquima fue removido y las estructuras internas (xilema y floema) quedaron más 

expuestas. Esto indica que el efecto de hinchamiento no tiene un impacto importante 

en el proceso de deslignificación. 

 
Fig. 3.13. Micrografías SEM de la fracción 1 del pretratamiento con PHA 

previamente hinchadas con peróxido de hidrógeno. a) 0 horas de hinchamiento, b) 
1.5 horas de hinchamiento, c) 3 horas de hinchamiento, d) 6 horas de 

hinchamiento. 
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El efecto de hinchamiento tampoco tuvo un efecto importante en el IC (Fig. 3.14) ya 

que resultaron semejantes. Sin embargo, la penca entera liofilizada sometida 

directamente con PHA, sin previo hinchamiento (Fig. 3.14 H-0h), tiene un menor IC 

comparada con la penca entera liofilizada hinchada, tanto a 1.5 h (Fig. 3.14 H-1.5h) 

y 3 h (Fig. 3.14 H-3h). Se observó lo contrario al comparar el IC de la penca sin 

hinchamiento, con el IC de la penca con hinchamiento a 6h (Fig. 3.14 H-6h), ya que 

esta última tuvo un menor IC. Para la producción de biohidrógeno se busca tener el 

menor IC posible, ya que, la estructura de la celulosa cristalina es más fácil de 

degradar enzimáticamente (sólo puede ser hidrolizada lentamente por las 

exocelulosas, Baldrian y Valaskova, 2008).  

Fig.3.14. Índice de cristalinidad del Avicel de celulosa microcristalina (ACM), de la 
penca liofilizada sin ningún pretratamiento (PL), de la fracción 1 a partir de la 

penca previamente hinchada con peróxido de hidrógeno: con 0 h de hinchamiento 
(H-0 h); 1.5 h de hinchamiento (H-1.5 h); 3 h de hinchamiento (H-3 h); 6 h de 

hinchamiento (H-6 h). 
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3.3.2.2. Caracterización química 

Aunque en la Tabla 3.5 se empleó el método de Van Soest para determinar la 

composición de las fibras, los datos arrojados por dicho método durante el análisis 

del efecto del tiempo de contacto del PHA mostraron ciertas inconsistencias. En el 

Anexo C se muestra el balance de masa calculado con base en los datos obtenidos 

con el método de Van Soest y las inconsistencias observadas. Por tal razón, la 

caracterización de las fibras en el resto de los experimentos relacionados con el 

pretratamiento con PHA se realizó mediante un análisis termogravimétrico (Tabla 

3.6). 

De acuerdo con los resultados del análisis termogravimétrico (Tabla 3.6), la 

fracción con mayor deslignificación (72.85%) fue la penca sometida directamente al 

pretratamiento con PHA sin previo hinchamiento (0 h). En tanto que las fracciones 

sometidas al hinchamiento, tuvieron remoción de lignina de 57 a 64%.  Además, la 

fracción sin previo hinchamiento fue una de las fracciones con mayor 

enriquecimiento de celulosa. Por lo tanto, el efecto de hinchamiento con PH previo 

al ajuste de pH, no tiene un gran impacto ni en la deslignificación ni tampoco en el 

enriquecimiento de celulosa. Además, el enriquecimiento de celulosa es muy 

semejante en todos los tiempos de hinchamiento. Esto corrobora lo que se observó 

en SEM, donde el efecto del tiempo de hinchamiento produjo cambios morfológicos 

similares a los observados en la fibra sin previo hinchamiento.  

Tabla 3.6. Porcentajes de recuperación de las fibras presentes en la fracción 1 
obtenida después del pretratamiento con PHA y previamente hinchada con 

peróxido de hidrógeno.   
. 
 

 

 

 

 

*El porcentaje de recuperación se calculó a partir del análisis termogravimétrico. 

 

Tiempo de 
hinchamiento (h) 

Recuperación en la fracción 1(%)* 
Celulosa Hemicelulosa Lignina 

0  132 50.56 27.15 
1.5 130 47.40 36.20 
3 142 56.88 43.44 
6 122 60 36 
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Otra forma de caracterizar químicamente el efecto de hinchamiento en la penca 

entera liofilizada es por medio de ATR-FTIR, técnica que ayuda a determinar 

cualitativamente los cambios químicos en la penca. Las bandas en 3370 cm-1, 2900 

cm-1, 1430 cm-1 y 1020 cm-1 son características de la celulosa (Borchani et al. 2015; 

Su et al. 2015), las cuales se intensifican con el pretratamiento de PHA.  Estas 

bandas tienen menor intensidad en el espectro de la penca liofilizada sin 

pretratamiento con PHA (Fig. 3.15-a) comparado con los espectros de las pencas 

hinchadas. Esto sugiere que posiblemente hubo un enriquecimiento de celulosa.  

Fig. 3.15. Espectros de la penca entera liofilizada (PL), de la fracción 1 con: 0 h de 
hinchamiento (H-0h); 1.5 h de hinchamiento (H-1.5h); 3 h de hinchamiento (H-3h); 
6 h de hinchado (H-6h). Las bandas principales se indican con una línea vertical. 

 

(u
.a

.) 
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3.3.3. Efecto del tiempo de contacto del peróxido de hidrógeno alcalino con la 
penca entera liofilizada 
3.3.3.1. Recuperación de celulosa, hemicelulosa y lignina 

Una vez evaluado el efecto de pH, la concentración de PH y el hinchamiento; se 

concluyó que es necesario tener un pH alcalino (11.5) y una concentración de PH 

del 2% para obtener mayores rendimientos de deslignificación y enriquecimiento de 

celulosa. Además, se observó que el pre-hinchamiento no tiene un impacto 

significativo en la remoción de lignina, ni en el enriquecimiento de celulosa. Por tal 

motivo, se decidió trabajar únicamente con PH al 2% y con un pH de 11.5. Además, 

con el fin de optimizar el tiempo de contacto del PHA con la penca, se evaluaron 

dos tiempos: 1.5 y 6 h; tiempos en donde se obtuvieron mejores rendimientos de 

deslignificación y enriquecimiento de celulosa en el trabajo de Su et al. (2015). Para 

evaluar los efectos de estos dos tiempos, se caracterizó cada fracción de manera 

morfológica (SEM y XRD) y química (ATR-FTIR y TGA).  

Para llevar a cabo el análisis de fibras se empleó un análisis 

termogravimétrico. En base a los datos obtenidos (Tabla 3.7) la fracción 1 que se 

vio mayormente enriquecida en celulosa (de 45.39% incrementó a 270%) y con una 

remoción de hemicelulosa y lignina del 100% fue la penca con PHA a 1.5 h. En tanto 

que en el experimento con PHA a 6 h tuvo un enriquecimiento de celulosa del doble, 

una remoción de hemicelulosa del 70% y una deslignificación del 94%. Además, en 

este experimento con PHA a 6 h se obtuvo un 30% de hemicelulosa y un 4% de 

lignina. Por lo que las condiciones del experimento 1 son las más favorables para 

llevar a cabo una mayor deslignificación y un mayor enriquecimiento de celulosa.  

Estos resultados difieren con los reportados por Su et al. (2015) ya que ellos 

reportan un 81.3% de enriquecimiento de celulosa. Esta diferencia puede deberse 

a que son sustratos diferentes (olote). La diferencia en la cantidad de lignina 

removida en el experimento con PHA a 1.5 h y PHA a 6 h, puede deberse a que, 

mientras más tiempo de reacción esté el PHA con la penca, el pH tiene a 

incrementar (de 11.5 hasta 13.2), lo que genera la producción de los radicales 

hidroperóxidos (HO2•) superóxido (O2•) y en menor cantidad, los hidroxilos (•OH). 
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Cuando la concentración de ion hidroxilo es superior a la del anión perhidroxilo 

(HO2•), la deslignificación se podría reducir (Sun et al. 2000). Cabe mencionar, que 

en estos experimentos se trató de mantener el pH a 11.5, ajustándolo cada hora. 

Sin embargo, cuando transcurría esa hora, se tenía un pH >13 por lo que esto pudo 

contribuir a que en el experimento con PHA a 6 h, haya una menor deslignificación 

(Sun et al. 2000). 

En cuanto a la fracción 2, en el experimento con PHA a 1.5 h se recuperó un 

72.75% de hemicelulosa y en el experimento con PHA a 6 h se recuperó un 56.64% 

de hemicelulosa. Esto indica que en el experimento con PHA 1.5 h, hubo una mayor 

eficiencia de recuperación de hemicelulosa. Su et al. (2015) recuperaron hasta un 

88.9% de hemicelulosa. Esta diferencia se puede deber a que la biomasa utilizada 

es diferente ya que ellos utilizan la mazorca de maíz, en tanto que en este trabajo 

se utilizó penca; biomasa con estructura química diferente. Además, en esta 

fracción también se recuperó entre un 36.24% en la F2E1 y un 39.88% en la F2E2 

de lignina. Esto puede deberse a que la hemicelulosa se encuentra unida a la 

hemicelulosa mediante enlaces éster y éter, lo que contribuyó a que, cuando la 

hemicelulosa precipitara gracias al etanol, la lignina que aún estaba unida a la 

hemicelulosa también precipitara. 

Tabla 3.7. Recuperación de las tres fracciones recuperadas del pretratamiento con 
PHA a 1.5 h y 6h de contacto con la penca, con base en el análisis 

termogravimétrico. 

 

a) Porcentaje de recuperación en el experimento con PHA a 1.5h  
Fracción Celulosa Hemicelulosa Lignina 
Fracción 1 (F1E1) 270 0 0 
Fracción 2 (F2E1) 2.96 72.75 36.24 
Fracción 3 (F3E1) 0 0 11.49 

b) Porcentaje de recuperación en el experimento con PHA a 6h  
Fracción Celulosa Hemicelulosa Lignina 
Fracción 1 (F1E1) 201 30 4 
Fracción 2 (F2E1) 2.52 56.46 39.88 
Fracción 3 (F3E1) 0 0 17.26 
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En la fracción 3 del experimento con PHA a 1.5 h, se recuperó un 11.49% de lignina 

y, junto con la fracción 2, hubo una recuperación del 47.74%. En tanto que en la 

fracción 3 con PHA a 6 h, hubo una recuperación de lignina del 17.26% y junto con 

la fracción 2, hubo una recuperación total del 57.06%. El resto de la lignina pudo 

quedar aún soluble en el residuo final en ambos experimentos. 

3.3.3.2. Caracterización de la fracción 1 

3.3.3.2.1. Análisis morfológico  

La penca de Agave tequilana F.A.C. Weber fue sometida a un proceso de 

liofilización como método de conservación de la penca para su uso en laboratorio, 

muestras que se pueden observar en las micrografías de las Fig. 3.16-a y 3.16-e. 

En la micrografía de la Fig. 3.16-a se observa un haz vascular de penca cubierto 

por tejidos de parénquima, tejido enriquecido en hemicelulosa y pectinas. En la 

micrografía Fig. 3.16-e se observa el haz vascular cubierto por tejido parenquimal. 

Los haces vasculares son una estructura importante dentro de la anatomía vegetal, 

ya que se encuentran constituidos de manera interna por el xilema y el floema que 

se encargan de la conducción de agua y nutrientes respectivamente. Estas 

estructuras se encuentran principalmente lignificadas y cuentan con una estructura 

laminar constituida especialmente por celulosa (Esaú, 1985).  

En la micrografía de la Fig. 3.16-b se observa el haz vascular obtenido en la 

fracción 1 del experimento con PHA a 1.5 h (F1E1), donde la estructura vegetal no 

sufrió cambios significativos. En este haz también se observan oxalatos de calcio 

de tipo estiloide y una disminución del grosor del tejido de parénquima que cubre al 

haz. Esto se debe a que parte de la hemicelulosa fue removida, principal compuesto 

que constituye a este tejido. Comparando las micrografías de las Fig. 3.16-b y 3.16-

f, se observa que el haz vascular de la micrografía 3.16-f sufrió mayores cambios 

morfológicos. Este haz vascular corresponde a la fracción 1 obtenida en el 

experimento de PHA a 6 h (F1E2). Además, en este mismo haz vascular se observa 

que hubo una mayor remoción de oxalatos de calcio, así como una mayor remoción 

del parénquima. 
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Fig. 3.16. Micrografías de la penca entera liofilizada sin pretratamiento con PHA y 
de la fracción 1 obtenidas después del pretratamiento con PHA a 1.5 h (F1E1) y 6 
h (F1E2). a) Penca entera liofilizada sin PHA a 250×. b) F1E1 a 250×. c) F1E1 a 

1000×. d) F1E1 a 1500×. e) F1E2 a 250×. f) F1E2 a 1000×. g) F1E2 a 1500×. 

Otro de los cambios que se puede observar es que los tejidos del xilema y el floema 

presentes en el haz vascular se encuentran más expuestos (comparar Fig. 3.16-g y 

Fig. 3.16-h con Fig. 3.16-c y 3.16-d, respectivamente). Cambios morfológicos 

similares se han observado en otras investigaciones donde se ha utilizado peróxido 

de hidrógeno para el pretratamiento de biomasa, como el bagazo de azúcar de caña 

(Guilherme et al. 2015) o el olote de maíz (Su et al. 2015). Las micrografías de las 
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Fig. 3.16-b, c y d, muestran que parte del parénquima fue removido, pero en una 

menor proporción comparada con la remoción observada en las Fig. 3.16-f, g y h. 

Además, los oxalatos de calcio aún se observan en las Fig. 3.16-b, c y d.  

En cuanto al IC de la celulosa cristalina la fracción 1 obtenida con PHA a 1.5 

h (F1E1) fue de 63.33% (Fig. 3.17) y para la fracción 1 obtenida con PHA a 6 h 

(F1E2) fue de 68.84%, lo que indica que ambas condiciones incrementaron el IC ya 

que la penca entera liofilizada sin ningún pretratamiento tiene un IC de 58.39%. Este 

incremento se debe a que la cantidad de celulosa disponible incrementó (Xu et al. 

2007). Este fenómeno se ha visto reflejado también en diversos pretratamientos (Le 

Troedec et al. 2008; Borchani et al. 2015). Por lo tanto, la fracción que se vio 

mayormente enriquecida en celulosa fue la F1E1 al tener el mayor IC.  

Fig. 3.17. Índice de cristalinidad de la celulosa de: estándar de celulosa 
microcristalina (ACM); penca liofilizada (PL) sin pretratamiento; fracción 1 con PHA 

a 1.5 h (F1E2); la fracción 1 con PHA a 6 h (F1E2). 

La celulosa es el biopolímero más abundante en la naturaleza ya que se trata del 

principal componente estructural de las células vegetales. Dentro de estas 

estructuras se encuentran microfibrillas con arreglos cristalinos y algunos arreglos 

amorfos (González-García et al. 2005). A partir de la celulosa, se lleva a cabo la 

producción de glucosa  gracias a la ruptura de los enlaces glicosídicos presentes en 

la celulosa amorfa durante la hidrólisis enzimática. Sin embargo, cuando la celulosa 
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es cristalina, la ruptura de estos enlaces es mínima (Kumar P. et al. 2009). Debido 

a lo anterior, el incremento del IC en los experimentos F1E1 y F1E2 no es tan 

favorable para la hidrólisis enzimática ya que la estructura química de la celulosa 

cristalina es más compleja y las enzimas no logran sacarificarla con facilidad como 

es en el caso de la celulosa amorfa. No obstante, si la disponibilidad y exposición 

de celulosa fue mayor a 6 h comparada con lo observado a 1.5 h, posiblemente este 

pretratamiento tenga un mayor grado de sacarificación ya que la celulosa amorfa 

presente en la penca estará más disponible para las enzimas, que en la penca sin 

pretratamiento.  

3.3.3.2.2. Caracterización química  

Otra manera de realizar una determinación química cualitativa de los compuestos 

lignocelulósicos en la penca pretratada es por medio de espectroscopia FT-IR. En 

la Fig. 3.18 se muestran los espectros obtenidos de la penca sin pretratamiento, de 

la fracción 1 con PHA a 1.5 h (F1E1) y la fracción 1 con PHA a 6h (F1E2); así como 

los estándares de lignina y Avicel de Celulosa microcristalina. En la Tabla 3.4 se 

muestra un resumen de las bandas principales observadas en los espectros, así 

como el tipo de vibración de los grupos funcionales y sus posibles fuentes.  

En todos los espectros se encuentra una banda entre 3600 y 3100 cm-1, el 

cual puede ser atribuido a radicales O-H presentes en polisacáridos de la celulosa 

(Borchani et al. 2015; Su et al. 2015). Sin embargo, el pico identificado en 3400 cm-

1 también puede ser atribuido a radicales O-H de fenoles que se encuentran 

presentes en la lignina (El Mansouri y Salvadó, 2007). Este pico tiende a decrecer 

o desaparecer en los pretratamientos F1E1 (Fig. 3.18-F1E1) y F1E2 (Fig. 3.18-

F1E2) comparado con el espectro de la penca sin pretratamiento (Fig. 3.18-PL). 

Esto sugiere que hubo una remoción de la lignina presente en la penca liofilizada, 

producto del proceso de deslignificación ocurrido durante el pretratamiento con 

PHA. 

La banda a 1745 cm-1 corresponde al estiramiento de C=O, presentes en ácidos 

carboxílicos o ésteres, mientras que la banda a 1605, 1515 y 1427 cm-1 se han 

atribuido al estiramiento de grupos carbonilos conjugados con anillos aromáticos 
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(Sun et al. 2004).  A estas longitudes de onda se presenta la vibración de los grupos 

funcionales carbonilos-éster presentes en acetil y p-cumaril (Sun et al. 2001). En las 

fracciones 1 (Fig.3.18-F1E1) y 2 (Fig. 3.18-F1E2) de los dos experimentos con PHA, 

la presencia de estas 4 bandas fue nula o casi nula (Borchani et al. 2015; Su et al. 

2015; El Mansouri y Salvadó, 2007). Esto sugiere que se removió la lignina en los 

pretratamientos F1E1 y F1E2.  

Fig. 3.18. Espectros del estándar de lignina (EL), del Avicel de celulosa 
microcristalina (ACM); la penca liofilizada (PL); las fracciones 1 con PHA a 1.5 h 
(F1E1) y 6h (F1E2). Las bandas principales se indican con una línea vertical. 

 

La banda presente en la longitud de onda de 1030-1058 cm-1 es atribuida 

principalmente a la celulosa (Popescua et al. 2012; Oh et al. 2005), la cual está 

presente en los espectros de las muestras F1E1 (Fig. 3.18-F1E1) y F1E2 (Fig. 3.18-

F1E2), así como en el estándar de celulosa microcristalina, lo que indica que la 

celulosa si está presente en estas muestras. En el espectro de las muestras F1E1 

(Fig. 3.18-F1E1) y F1E2 (Fig. 3.18-F1E2), esta banda se intensifica, lo que sugiere 

que posiblemente esta fracción esté mayormente enriquecida en celulosa, respecto 

a la penca entera liofilizada sin pretratamiento (Fig. 3.18-PL). 

(u
.a

.) 
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3.3.3.3. Caracterización de la fracción 2 
3.3.3.3.1. Análisis morfológico 

La Fig. 3.21 las micrografías de la fracción 2 a 1.5 h (Fig. 3.19-a, b y c) y a 6 h (Fig. 

3.19-d, e y f). En ambos experimentos se observan cristales de oxalatos de calcio 

que fueron removidos en la primera parte del proceso, así como tejidos pequeños 

que pueden corresponder al parénquima y otros tejidos constituidos de 

hemicelulosa como colénquima o esclerénquima. De igual manera, se observan 

algunas estructuras helicoidales que corresponden al xilema y por tal motivo, en 

estas fracciones se encontró que en su composición química, había una fracción de 

lignina. Sin embargo, la hemicelulosa es el principal constituyente de la fracción 2 

como lo sugieren las micrografías de ambos experimentos ya que en ambas se 

observa tejido de parénquima. 

  
Fig. 3.19.- Micrografías de SEM que muestran la morfología de la fracción 2 

recuperada del pretratamiento con PHA a 1.5 h (F2E1) y 6h (F2E2). a) F2E1 a 
200×. b) F2E1 a 250×. c) F2E1 a 1500×.d) F2E2 a 200×. e) F2E2 a 500×. f) F2E2. 

a 800×.  
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Uno de los aspectos relevantes encontrados en la fracción 2 a 1.5 h, fue la formación 

de súper drusas de oxalato de calcio (Fig. 3.19-c). He y Ni (2008) reportaron que la 

presencia de los radicales del PH, el pH y el tiempo de contacto, pueden generar la 

fractura de los rafidios y estiloides de oxalato de calcio y después dar lugar a su 

nucleación, proceso que pudo llevarse a cabo durante el pretratamiento originando 

la formación de estas súper drusas.  

Como se puede observar en los difractogramas de la Fig. 3.20, para la 

fracción 2 de ambos experimentos a 1.5 h y 6 h, no se pudo calcular el IC de la 

celulosa, debido que en estas muestras no hay celulosa. Sin embargo, se observan 

picos que corresponden a oxalatos de calcio de tipo monohidratado (Fig. 3.20-b), 

mejor conocidos como whewellitas (Pérez-Pimienta et al. 2015).  

Fig. 3.20. Difractogramas de la fracción 2 del pretratamiento con PHA a 1.5 h 
(F2E1) y a 6 h (F2E2).  

3.3.3.3.2. Análisis químico 

Unos de los compuestos principales que constituyen a la hemicelulosa, son los 

arabinoxilanos. Están constituidos químicamente de xilana con unidades de L-

arabinofuranosa (L-arabinosa en su estructura pentagonal) con distribución al azar 

a lo largo de la cadena de xilosas. La xilosa y la arabinosa son ambas pentosas y 

son subunidades que constituyen a la hemicelulosa (Rostro, 2014). De acuerdo con 

Sun et al. (2012), los arabinoxilanos se caracterizan con bandas de absorción a 

3422, 2921, 1461, 1325, 1159, 1127 y 1042 cm-1.  

De acuerdo a lo mostrado en la Fig. 3.21 en los espectros de la fracción 2 del 

experimento con PHA a 1.5 h (Fig. 3.21-F2E1) y del experimento con PHA a 6 h 

(Fig. 3.21-F2E2), las principales bandas presentes en estas dos muestras son a 
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3049, 2925, 1604, 1406, 1325, 1044 y 879 cm-1. De acuerdo con lo mencionado en 

el párrafo anterior, las bandas correspondientes a la hemicelulosa son las que se 

encuentran a una longitud de onda de 2925, 1406, 1325 y 879 cm-1. Por lo tanto, 

esto sugiere que las fracciones 2 de ambos experimentos contienen hemicelulosa.  

Fig. 3.21. Espectros de la penca liofilizada sin pretratamiento (PL), de la fracción 2 
del experimento con PHA a 1.5 h (F2E1) y a 6 h (F2E2). Las bandas principales se 

indican con una línea vertical. 

La banda presente en 3049 cm-1 puede ser atribuida a radicales O-H presentes en 

polisacáridos de la celulosa (Borchani et al. 2015; Su et al. 2015).  Esta banda tiende 

a decrecer tanto en la fracción 2 del experimento con PHA a 1.5 h como en el 

experimento con PHA a 6 h, lo cual se puede deber a que en esta fracción la 

presencia de celulosa es nula o casi nula. En tanto que, la banda presente a una 

longitud de onda de 1604 cm-1 se ha atribuido al estiramiento de grupos carbonilos 

conjugados con anillos aromáticos presentes en la lignina (Vázquez et al. 1997).  La 

presencia de esta banda se debe a que en la fracción 2 de ambos experimentos, 

también se recuperó una fracción de la lignina, lo que corrobora la composición 

química determinada por TGA anteriormente presentada. La banda presente en 

1044 cm-1 corresponde a la celulosa (Popescua et al. 2012; Oh et al. 2005), la cual 

tiende a decrecer con respecto a el espectro de la penca liofilizada (Fig. 3.21-PL). 

Esto se debe a que en la fracción 2 de ambos experimentos el porcentaje de 

concentración de celulosa disminuyó. 

(u
.a

.) 
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3.3.3.4. Caracterización de la fracción 3 
3.3.3.4.1. Análisis morfológico 

En la Fig. 3.22 se observan las estructuras morfológicas de la fracción 3 para el 

experimento de PHA a 1.5 h (Fig. 3.22-a) y para el experimento de PHA a 6 h (Fig. 

3.22-b), así como el estándar de lignina (Fig. 3.22-c y d). La morfología del estándar 

de lignina no es similar a la de las fracciones 3 de ambos experimentos. Esto 

probablemente se debe a que el estándar de lignina corresponde a lignina extraída 

de madera dura (proceso Kraft).  

Fig. 3.22. Micrografías de SEM que muestran la morfología de la fracción 3 
recuperada del pretratamiento con PHA a 1.5 h (F3E1) y a 6h (F3E2), así como el 

estándar de lignina. a) F3E1 a 500×. b) F3E2 a 300×. c)Estándar de lignina a 
100×. d) Estándar de lignina a 500×. Flechas blancas: xilema. Flechas amarillas: 

vainas. 
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En la fracción 3 del experimento con PHA a 1.5 h se observan pequeños tejidos 

disgregados que podrían ser principalmente parte de las paredes lignificadas que 

fueron removidas de la penca. Este tipo de tejido también se observa en la fracción 

3 del experimento con PHA a 6 h. Además, se observan estructuras helicoidales 

lignificadas del xilema (flechas blancas en la Fig. 3.22-a y Fig. 3.22-b) junto con 

vainas (flechas amarillas en la Fig. 3.22-a y Fig. 3.22-b) que también son tejidos 

lignificados (Esaú, 1985).   

Para la fracción 3 de los experimentos con PHA a 1.5 h (Fig. 3.23-F3E1) y 6 

h (Fig.3.23-F3E2), no fue posible cuantificar la celulosa cristalina ya que en los 

difractogramas solo se muestra una pequeña parte amorfa que no corresponde a la 

celulosa cristalina, sino a la lignina que está presente en estas muestras. Esta parte 

amorfa también se observa en el difractograma del estándar de lignina (Fig. 3.23-

EL). Al igual que en las fracciones 2, aquí también se observan picos que 

corresponden a oxalatos de calcio de tipo monohidratado, mejor conocidos como 

whewellitas (Pérez-Pimienta et al. 2015). 

 
Fig. 3.23. Difractogramas de: estándar de lignina (EL), de la fracción 3 del 
pretratamiento con PHA a 1.5 h (F3E1) y de la fracción 3 recuperada del 

pretratamiento con PHA a 6h (F3E2).  
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3.3.3.4.2. Análisis químico mediante ATR-FTIR 

En todos los espectros de la Fig. 3.24 se encuentra una banda presente entre 3600 

y 3100 cm-1, la cual puede ser atribuido a radicales O-H presentes en polisacáridos 

de la celulosa (Borchani et al. 2015; Su et al. 2015). Sin embargo, la banda 

identificada en 3400 cm-1 también puede ser atribuido a radicales O-H de fenoles 

que se encuentran presentes en la lignina (El Mansouri y Salvadó, 2007). Este pico 

tiende a incrementar su intensidad en las fracciones 3 de ambos experimentos (Fig. 

3.24-F3E1 y F3E2). 

Fig. 3.24. Espectros de la penca entera liofilizada sin ningún pretratamiento (PL), 
estándar de lignina (EL), de la fracción 3 de los experimentos con PHA a 1.5 h 
(F3E1) y a 6 h (F3E2). Las bandas principales se indican con una línea vertical. 

En los espectros de la fracción 3 de los experimentos con PHA a 1.5 h (Fig. 3.24-

F3E1) y 6 h (Fig. 3.24-F3E2), hay una banda a una longitud de onda de 2855 cm-1 

que solo aparece en la fracción 3 de ambos experimentos, pero no en la penca sin 

pretratamiento y en el estándar de lignina. De acuerdo con El Mansouri y Salvadó 

(2007), la región entre 3000-2800 cm-1 corresponde al estiramiento de grupos C-H 

de los grupos metilo y metileno de la lignina. Por lo que la banda presente en 2940 

cm-1, también corresponde a la vibración de este grupo funcional presente en la 

(u
.a

.) 
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lignina. La banda presente a 1735 cm-1, corresponde a la vibración del grupo éster 

presente en el carbonilo-éster que son grupos funcionales presentes en acetil, 

fumaril, p-cumaril, etc. Estos grupos están presentes en lignina y hemicelulosa, lo 

que muestra que hubo una ruptura entre los enlaces éster del ácido p-cumárico y la 

lignina producto de la reacción con el PHA (Sun et al. 2002).  

La banda a 1605 cm-1 es atribuida al estiramiento de grupos carbonilos 

conjugados con anillos aromáticos (Vázquez et al. 1997).  A estas longitudes de 

onda se presenta la vibración del grupo carbonilos-éster en acetil, p-cumaril, etc. 

(Sun et al. 2001). Las otras dos bandas presentes en 1515 y 1460 cm-1 

corresponden a la deformación de grupos C-H y vibración de los grupos aromáticos 

que son característicos de la lignina (Borchani et al. 2015; Su et al. 2015; El 

Mansouri y Salvadó, 2007). Estas bandas se presentan en la fracción 3 de los 

experimentos con PHA a 1.5 y 6 h. Esto sugiere que se removió la lignina de la 

fracción 1 y se recuperó la fracción de la lignina oxidada (fracción 3 de ambos 

experimentos). La banda a 1331 cm-1 es asociada con las unidades siringil. Las 

bandas a 1130 y 1034 cm-1 corresponden a la deformación del grupo aromático C-

H (Sun et al. 2002).  

Gartner y Gellerstedt (2000) en un estudio realizado con lignina obtenida a 

partir de madera dura kraft mediante su oxidación con PH, indican que este proceso 

de oxidación contribuye a la formación de nuevos grupos carboxílicos. Esto se da a 

partir de la oxidación del anillo aromático, de quinonas y otras estructuras de 

carbonilo conjugado o la oxidación directa de las cadenas laterales de lignina (Sun 

et al. 2002). Esta descomposición se da a partir de los radicales hidroxilos e iones 

radicales superóxidos que tienden a generar una oxidación de los fenoles presentes 

en la estructura química de la lignina. Por otra parte, la introducción de grupos 

carboxílicos en el polímero de lignina es importante ya que este grupo funcional es 

hidrofílico y por lo tanto facilita la disolución de la lignina en agua (Gartner y 

Gellerstedt, 2000). Por lo tanto, la fracción 3 de ambos experimentos, está 

enriquecida en lignina que está oxidada y fraccionada en sus subunidades 

constituyentes.  



 

 
  70   
 

Resultados y discusión 

3.4. Producción de biohidrógeno en lote 
3.4.1. Producción de biohidrógeno en lote de la penca entera y sus fracciones 
sin ningún pretratamiento 

Cada una de las fracciones de la penca (cutícula, epidermis y fibra de la penca) se 

sometieron a ensayos de producción de biohidrógeno sin ningún pretratamiento. En 

la Fig. 3.25 se muestran los resultados de producción de biohidrógeno en lote de 

cada una de las fracciones de la penca, la penca entera secada a 60°C, la penca 

entera liofilizada y del inóculo utilizado como control. De acuerdo con esta figura, la 

fracción de penca que más biohidrógeno produjo es la fibra de la penca, esto se 

debe a que es la fracción más enriquecida en celulosa y hemicelulosa. 

Posteriormente, la epidermis y finalmente la cutícula. Esto es atribuido también a 

que estas fracciones tienen un menor porcentaje de concentración de celulosa y 

hemicelulosa. 

 
Fig. 3.25. Producción acumulada de biohidrógeno de la penca y sus fracciones sin 

ningún pretratamiento. Todos los ensayos se realizaron con un contenido de 
sólidos volátiles de 3.5 g SV/L a 35°C. 
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En la Tabla 3.8 se muestran las producciones máximas de biohidrógeno y su 

rendimiento a partir de las cinéticas de producción de cada una de las fracciones de 

la penca así como de la penca entera secada a 60°C y la penca entera liofilizada. 

La fracción de fibra fue la que mostró la mayor producción de biohidrógeno, así 

como el mayor rendimiento (38.25 mL hidrógeno y 0.06 mmoles H2/g de fibra, 

respectivamente) seguida por la epidermis (16.613 mL·H2 con un rendimiento de 

0.02 mmoles H2/g de epidermis) y la cutícula (9.16 mL·H2 y un rendimiento de 0.005 

mmoles H2/g de cutícula). La cutícula tuvo la menor producción de biohidrógeno 

debido a que es la fracción con una menor cantidad de celulosa y hemicelulosa de 

acuerdo con el análisis de fibras.   

En tanto que, la penca entera secada a 60°C y la penca entera liofilizada 

tuvieron prácticamente las mismas producciones de biohidrógeno (40.42 y 36.74 mL 

de H2, respectivamente) y semejantes rendimientos de producción (0.057 mmoles 

H2/g de penca entera y 0.055 mmoles H2/g de penca liofilizada). Esto se debe a que 

las pencas enteras y la fibra tienen concentraciones similares de celulosa y 

hemicelulosa. Esto indica, en primer término, que el proceso de liofilización no tiene 

un efecto importante en la composición de la penca ni en la producción de 

hidrógeno. En segundo término, también indica que la producción de hidrógeno de 

la penca entera se debe principalmente a la hemicelulosa y celulosa presente en la 

fibra. 

Tabla 3.8. Resultados de la producción en lote de biohidrógeno de las fracciones 
de la penca, de la penca entera secada a 60°C y de la penca entera liofilizada sin 

pretratamiento, obtenidos del ajuste de los datos al modelo de Gompertz. 

 (1)Penca de Amatitán, Jal. (a) Primer lote de pencas (Abril del 2015); (b) Segundo 
lote de penca (Septiembre del 2015). 

Fracción de la penca Hmax              
(mL•H2) 

Hmax              
(mL•H2) 

RMH                                               
(mmoles 
H2/g SV) 

RPH                                              
(mmoles H2/g de 

fracción de penca) 

Cutícula 1a 9.16±0.5 9.16±2.4 0.06 0.0055 
Epidermis 1a 16.61±1.2 16.61±1.7 0.11 0.0199 
Fibra1a 38.24±2.6 38.21±4.5 0.25 0.0595 
Penca entera secada a 60°C1a 40.42±3.8 40.39±3.1 0.26 0.0552 
Penca entera liofilizada 1b 36.74±3.0 36.93±1.6 0.24 0.0574 
Inóculo 1.210 0.49 0.02 0.0009 
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3.4.2. Producción de biohidrógeno en lote de los hidrolizados enzimáticos de 
la penca entera liofilizada y de las fracciones 1 y 2 recuperadas del 
pretratamiento con PHA 

3.4.2.1. Sacarificación enzimática de la penca liofilizada y de las fracciones 1 
y 2  
Con el fin de tener los azúcares disponibles para los microrganismos que llevan a 

cabo la producción de biohidrógeno vía fermentación oscura, fue necesario en 

primer término someter a hidrólisis enzimática a la fracción 1 (compuesta por 

celulosa y hemicelulosa principalmente) y a la fracción 2 (compuesta principalmente 

por hemicelulosa) obtenidas después del pretratamiento con PHA. La hidrólisis 

enzimática se llevó a cabo con Celluclast 1.5L se efectuó sobre las fracciones 1 

obtenidas después del pretratamiento con PHA a 1.5 (F1E1) y 6 h (F1E2) de 

exposición; así como en las fracciones 2 obtenidas del pretratamiento con PHA a 

1.5 (F2E1) y 6 h (F2E2). Además, se hidrolizó enzimáticamente a la penca entera 

liofilizada (PL) sin someterla al pretratamiento con PHA; con el fin de evaluar el 

efecto de la deslignificación sobre la producción de hidrógeno. Los resultados 

indican que el pretratamiento ayudó a que la disponibilidad de los polisacáridos se 

incrementara gracias a la remoción de lignina y las enzimas pudieron sacarificar una 

mayor cantidad de celulosa y hemicelulosa. 

Los resultados obtenidos mostraron que los hidrolizados de PL alcanzaron 

concentraciones de 6.44 g AT/L y 5.89 g AR/L, respectivamente. En comparación 

con estas concentraciones los hidrolizados de F1E1 y F1E2, alcanzaron 

concentraciones 2.5 y 2.1 veces más altas respectivamente. En tanto que las 

muestras F2E1 y F2E2, alcanzaron concentraciones 1.4 y 1.1 veces más altas 

comparadas con los hidrolizados de la PL. Es interesante el hecho de que las 

hidrólisis enzimáticas de las fracciones 2, las cuales están constituidas por 

hemicelulosa recuperada, produjeron una concentración de AT mayor que la 

obtenida a partir de la PL. Esto indica que el pretratamiento ayudó a incrementar la 

disponibilidad de los polisacáridos gracias a la remoción de lignina y las enzimas 

pudieron sacarificar una mayor cantidad de celulosa y hemicelulosa. 
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Fig. 3.26. Caracterización química de los hidrolizados enzimáticos.  

Por otra parte, López Gutiérrez (2015) reportó concentraciones de 7.2 g AT/L, 6.9 g 

AR/L y 29.027 g DQO/L en hidrolizados enzimáticos del bagazo de Agave tequilana 

(BAT) que son cercanos a los obtenidos con la PL sin pretratamiento. Es importante 

resaltar que la fracción 1 de ambos experimentos es la fracción mayoritaria en peso 

de las tres fracciones (86.37% en peso), por lo que en un proceso industrial sería 

esta fracción la que se utilizaría como sustrato generador de monosacáridos.  

Los sólidos remanentes de la hidrólisis enzimática se caracterizaron 

morfológica (SEM) y químicamente (TGA y XRD). En la Fig. 3.27 se observan las 

micrografías de la PL antes (Fig. 3.27-a) y después de la hidrólisis enzimática (Fig. 

3.27-a’). Se puede observar que la penca tuvo pocos cambios morfológicos durante 

el hidrolizado enzimático. Comparando ambas micrografías se observa que el 

cambio morfológico principal consistió en el adelgazamiento del tejido de 

parénquima, el cual está constituido principalmente por hemicelulosa y pectinas y, 

en menor cantidad de celulosa. Esto indica que las enzimas solo lograron sacarificar 

los azúcares que estaban disponibles en la superficie. 
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Fig. 3.27. Micrografías de la penca liofilizada sin ningún pretratamiento (a), penca 

liofilizada sometida a hidrolisis enzimática (a’), fracción 1 con PHA a 1.5 h sin 
hidrolisis enzimática (b) y con hidrólisis enzimática (b’), fracción 1 con PHA a 6 h 

sin hidrólisis (c) y con hidrólisis enzimática (c’), fracción 2 con PHA a 1.5 h sin 
hidrólisis enzimática (d) y con hidrólisis enzimática (d’) y la fracción 2 con PHA a 

6h sin hidrólisis enzimática (e) y con hidrólisis enzimática (e’). 
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Las estructuras remanentes de la fracción 1 con PHA a 1.5 h (Fig. 3.27-b’) fueron 

las que mostraron un cambio morfológico mayor, comparado con la fracción 1 con 

PHA a 1.5 h sin hidrolisis enzimática (Fig. 3.27-b), debido a que las enzimas lograron 

acceder a tejidos más cercanos al centro de la fibra. Esto probablemente se debe a 

que esta fracción fue la que tuvo un mayor grado de deslignificación, por lo que la 

disponibilidad de azúcares fue mayor. Por el contrario, en la Fig. 3.27-a’, la fibra 

muestra menos cambios morfológicos ya que las enzimas tuvieron menor 

disponibilidad de la celulosa y hemicelulosa debido a la presencia de lignina en la 

penca liofilizada sin pretratamiento.  

En la Fig. 3.27 también se observan las micrografías de la fracción 2 a 1.5h 

sin hidrolizado enzimático (Fig. 3.27-d) y después del hidrolizado (Fig. 3.27-d’). Así 

mismo, también se muestran las micrografías de la fracción 2 del pretratamiento con 

PHA a 6 h antes (Fig. 3.27-e) y después (Fig. 3.27-e’) del hidrolizado enzimático. 

Los cambios morfológicos de ambos experimentos (antes y después de la hidrolisis 

enzimática) no son tan evidentes como en la fracción 1. Sin embargo, se pueden 

observar cavidades mayores en la fracción 2 después de la hidrólisis. Esto 

posiblemente se deba al consumo de los tejidos de parénquima que estaban 

disponibles y que pudieron ser consumidos por las enzimas. 

3.4.2.2. Producción de biohidrógeno de los hidrolizados  

Los hidrolizados de la penca liofilizada (PL), la fracción 1 con PHA a 1.5 h (F1E1), 

la fracción 1 con PHA a 6 h (F1E2) y la fracción 2 con PHA a 6 h (F2F2), se 

sometieron a ensayos de producción de biohidrógeno en lote (Fig. 3.28). Cabe 

mencionar que la fracción 2 con PHA a 1.5 h no se sometió a este ensayo debido a 

que ya no había muestra suficiente. Los rendimientos molares de producción de 

biohidrógeno (RMPH) se muestran en la Tabla 3.10. En dicha tabla se puede 

observar que el RMPH de los hidrolizados obtenidos de F1E1, F1E2, y F2E2 fueron 

similares o mayores que el RMPH del control de glucosa y aproximadamente 2 

veces mayores que el RMPH del hidrolizado de la penca liofilizada. Esto sugiere 

que el pretratamiento fue favorable para la producción de biohidrógeno, ya que se 

observó en este trabajo la disponibilidad de celulosa y hemicelulosa después de 
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este pretratamiento, lo cual se vio reflejado en la mejora de los rendimientos de 

sacarificación y finalmente, en la de producción de biohidrógeno. De la misma 

forma, los valores de VVPH alcanzados por los hidrolizados de las fracciones 1 y 2 

fueron aproximadamente 2 veces más altas que las alcanzados por el hidrolizado 

de la penca liofilizada. Esto puede deberse a que las fracciones F1E1, F1E2 Y F2E2 

mostraron la mayor deslignificación y enriquecimiento de celulosa en el 

pretratamiento con PHA. Así mismo, fueron las fracciones de donde se obtuvieron 

mayores rendimientos de sacarificación durante la hidrólisis enzimática. 

  

Fig. 3.28. Producción acumulada de biohidrógeno en lote de los hidrolizados de 
penca entera y fracciones 1 y 2 obtenidas del pretratamiento de la penca con PHA 

a 1.5 y 6h. 

Los valores de RMPH de los hidrolizados de las fracciones 1 y 2 son mayores a los 

reportados para otros sustratos pretratados como el de la paja de trigo con un 

pretratamiento ácido, donde el rendimiento del hidrolizado ácido fue de 0.96 mol 

H2/mol sustrato (Chang et al. 2011). Sin embargo, son semejantes a los reportados 

por Abreu-Sherrer (2.63 mol H2/mol AT consumido), donde se realizó una hidrólisis 

ácida en bagazo de agave. Es importante mencionar que los RMPH reportados en 

este trabajo tienen una contribución debida a la producción de biohidrógeno a partir 
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de la preparación enzimática como ya fue reportado por Arreola-Vargas (2015). 

Debido a esto se evaluó la contribución de la preparación enzimática a la producción 

de hidrógeno y se corrigieron los valores de RMPH. Los valores corregidos se 

reportan también en la Tabla 3.10. Dichos rendimientos son menores que el control 

de glucosa, lo cual indica un posible efecto inhibitorio. Por otra parte, los 

rendimientos corregidos son semejantes a los reportados por López-Gutiérrez 

(2015) para hidrolizados enzimáticos de bagazo de Agave tequilana sin ningún 

pretratamiento. 

Tabla 3.9. Producción en lote de biohidrógeno a partir de los hidrolizados de la 
penca liofilizada sin pretratamiento y de los hidrolizados de las fracciones 

obtenidas del pretratamiento con PHA. 

RMPHCORR se estimó eliminando la aportación del Celluclast 1.5L para la producción 
de biohidrógeno. RPH se estimó a partir del RMPHCORR y expresándolo por gramo 
de fibra en la penca o en las fracciones 1 y 2. Hmax y VVPH se obtuvieron del ajuste 
del modelo de Gompertz.  

Los rendimientos más altos de producción de biohidrógeno expresados por mol de 

AT (RMPH, Tabla 3.9) se obtuvieron con los hidrolizados de las fracciones 1 y 2, 

aunque en dichos rendimientos hay una contribución del biohidrógeno producido a 

partir de la enzima. Cuando esta contribución se corrige (RMPHCORR, Tabla 3.9) los 

rendimientos molares son iguales o menores incluso que el obtenido con la penca 

entera liofilizada. Sin embargo, cuando los rendimientos de producción de 

biohidrógeno son expresados por gramo de fibra, en la penca sin tratar o en las 

fracciones obtenidas después del pretratamiento con PHA (RPH, Tabla 3.9) se 

puede observar que para el hidrolizado de la F1E1 el RPH fue mayor 4.19 veces 

comparado con el de la PL. En tanto que el RPH de F1E2 fue mayor 2.4 veces 

comparado con el de la PL. Incluso, el hidrolizado de la fracción 2 mostró un RPH 

Fracción de la penca AT      
(g/L) 

pH 
final 

Hmax              
(mL•H2) 

VVPH                            
(mL H2/L-h) 

RMPH                                               
(mol H2/mol AT 

consumido) 
RMPHCORR                                               
(mol H2/mol AT 

consumido) 
RPH    

(mmolH2/  
g fibra) 

Penca liofilizada (HPL) 4.03 6.5±0.2 25.36±3.2 49.48±4.9 1.42±0.1 - 1.34 
Fracción 1 con PHA a 
1.5 h (HF1E1) 4.30 6.1±0.3 35.10±2.7 83.93±16.5 2.67±0.3 1.21±0.3 5.62 

Fracción 1 con PHA a 
6 h (HF1E2) 4.14 6.3±0.2 31.50±4.2 74.08±13.3 2.30±0.2 0.84±0.2 3.22 

Fracción 2 con PHA a 
6 h (HF2E2) 6.06 6.2±0.1 44.49±6.0 93.03±8.2 2.96±0.3 1.5±0.3 6.64 

Control-glucosa 5 g/L 5.00 5.9±0.2 49.43±1.2 70.52±5.3 2.25±0.2 - - 
Control-Inóculo - 6.5±0.3 3.21±0.2 2.75±0.2 0.09±0.3 - - 
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4.95 veces mayor que el hidrolizado de PL. Este incremento en el rendimiento de 

producción de biohidrógeno se deben a que las fibras presentes en las fracciones 1 

y 2 están enriquecidas en celulosa y hemicelulosa en comparación con la fibra 

presente en la penca sin tratar. Por lo tanto, la deslignificación de la penca con el 

pretratamiento con PHA tuvo un efecto positivo en la mejora de los rendimientos de 

producción de biohidrógeno. Cabe mencionar que es necesario realizar una 

optimización del pretratamiento con el fin de obtener mejores rendimientos de 

producción de biohidrógeno. 

La penca entera liofilizada sin ningún tratamiento (Tabla 3.8) tuvo un 

rendimiento de producción de biohidrógeno de 0.0574 mmol H2/g de penca entera 

liofilizada, en tanto que las fracciones 1 pretratadas con PHA e hidrolizadas tuvieron 

un rendimiento de producción de biohidrógeno de 5.62 mmol H2/ g de F1E1 y 3.22 

mmol H2/ g F1E2 (Tabla 3.9). Comparando los rendimientos de la penca entera 

liofilizada sin ningún pretratamiento y la F1E1, la producción de biohidrógeno 

incremento cerca de 98 veces. Por lo tanto, el efecto que tuvo la deslignificación con 

PHA produjo un mayor enriquecimiento de celulosa lo que permitió una mayor 

sacarificación y contribuyó a la mejora de los rendimientos de producción e 

biohidrógeno.  

Comparando la cantidad de biohidrógeno acumulado (Hmax) de la F1E1 

(fracción con el mejor rendimiento respecto a las fracciones recuperadas en el 

pretratamiento con PHA) y el de la glucosa, la glucosa obtuvo una mayor cantidad 

debido a que este es un sustrato modelo. Sin embargo, los rendimientos de 

producción de biohidrógeno son mayores en la F1E1, lo que sugiere que este 

sustrato tiene potencial para la producción de biohidrógeno, aunque aún es 

necesario optimizar el proceso y tratar de obtener una cantidad de producción de 

biohidrógeno cercana a los rendimientos teóricos (4 mol H2/mol de hexosa). 
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Capítulo 4.- Conclusiones y perspectivas 
4.1. Conclusiones 

1. De las tres fracciones en las que fue dividida la penca (cutícula, epidermis y 

fibra), la fibra es la fracción que contribuye mayormente a la producción de 

biohidrógeno debido a que es la fracción con mayor cantidad de celulosa y 

hemicelulosa.  Por otra parte, la penca entera secada a 60°C y la penca entera 

liofilizada tuvieron rendimientos de producción de biohidrógeno similares, lo que 

indica que el proceso de liofilización no tiene un impacto severo sobre la 

estructura química de la penca. 

2. Los resultados del pretratamiento con PHA de la penca entera liofilizada 

indicaron que, la mayor remoción de lignina, el enriquecimiento más alto de 

celulosa y la mayor sacarificación se obtuvieron cuando se utilizó peróxido de 

hidrógeno al 2%, con pH de 11.5, sin previo hinchamiento y a un tiempo de 

contacto de 1.5 h. 

3. De acuerdo con los análisis de SEM, XRD y microscopía óptica, el 

pretratamiento con PHA contribuyó principalmente a la remoción del 

parénquima, xilema y vainas. Este tipo de estructuras se encuentran constituidas 

principalmente por hemicelulosa (parénquima) y lignina (xilema y vainas) los 

cuales son oxidados por el PHA. Las micrografías de las fibras remanentes 

después del pretratamiento, mostraron estructuras en las que están presentes 

la celulosa y hemicelulosa remanente. Estas estructuras corresponden a floema, 

parénquima y algunas estructuras lignificadas como vainas y xilema que no se 

logran oxidar. Por otra parte, en las micrografías de las fracciones remanentes 

de la hidrólisis enzimática aún quedó una fracción importante de esta fibra.  

4. De acuerdo con los resultados de TGA, FT-IR y XRD la fracción 2 está 

enriquecida en hemicelulosa y la fracción 3, en lignina. Sin embargo, en la 

fracción 1 se recupera el mayor porcentaje de celulosa y hemicelulosa 

comparado con la fracción 2, por lo que la fracción 1 sería la más adecuada para 

un proceso de sacarificación a escala industria. 
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5. La mayor concentración de azúcares totales obtenida en la sacarificación 

enzimática se obtuvo de la fracción 1 del pretratamiento con PHA a 1.5 h, con 

un incremento de 5 veces mayor comparada con la sacarificación enzimática de 

la penca entera liofilizada sin ningún pretratamiento.  

6. El rendimiento de producción de hidrógeno del hidrolizado enzimático de la 

fracción 1 del pretratamiento con PHA a 1.5 h (6.64 mmoles H2/g de fracción 1) 

fue 4.57 veces mayor que el obtenido con el hidrolizado enzimático de la penca 

entera liofilizada sin pretratamiento.  

4.2. Perspectivas 

1. Es necesario determinar los factores que permitan obtener mejores rendimientos 

de deslignificación y de enriquecimiento de celulosa durante el pretratamiento 

con PHA de la penca, con el fin de lograr el mayor aprovechamiento del material 

lignocelulósico presente en la penca. Así como una optimización de la 

sacarificación con el fin de obtener la mayor cantidad de azucares disponibles 

para la producción de biohidrógeno. 

2. También es importante evaluar la producción de biohidrógeno en continuo a 

partir de penca previamente tratada con PHA y sometida a una hidrólisis 

enzimática. 

3. Sería conveniente evaluar pretratamientos que ayude a la remoción de 

hemicelulosa (hidrólisis ácida o enzimáticas) previas al pretratamiento de la 

penca con PHA para determinar si se incrementa la remoción de lignina. Esto 

probablemente mejoraría la sacarificación enzimática.  

4. Para entender mejor el mecanismo de oxidación llevado a cabo durante el 

pretratamiento con PHA, es necesario el análisis químico de los diferentes 

compuestos constituyentes de la lignina (siringaldehido, vainillina, entre otros).  

5. La formación de compuestos fenólicos se lleva a cabo durante la oxidación de la 

lignina y estos pueden generar un efecto inhibitorio para la producción de 

biohidrógeno. Por lo que es necesario realizar un análisis de éstos componentes 

y determinar si son compuestos que afectan o no a la producción de 

biohidrógeno. 
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Anexos 

Anexo A.- EDS correspondientes a las micrografías de la Fig. 3.7.  

 

a) EDS de los oxalatos de calcios monohidratados en forma de rafidios. b) EDS de 
oxalato de calcio monohidratado en forma de estiloide. c) EDS del silicato.  
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Anexo B.- Difractogramas de la penca entera y sus fracciones. 
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Anexo C.-Balance de masa para el pretratamiento de penca con PHA a 1.5 h (a) y 
PHA a 6h (b) en base al método de Van Soest. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Celulosa (g) Hemicelulosa (g) Lignina (g) Cenizas (g) Compuestos solubles (g)
48.88 7.64 9.76 0.39 38.90

Celulosa (g) Hemicelulosa (g) Lignina (g) Cenizas (g) Compuestos solubles (g)
0.60 2.14 0.06 0.04 9.25

Lignina 5.61 Celulosa (g) Hemicelulosa (g) Lignina (g) Cenizas (g) Compuestos solubles (g)
Cenzas 0.42 0.018 0.004 0.021 0.000 1.586
Toltal 150 g Masa recuperada: 119.6 (g) Masa perdida: 30.4 (g)

a) Balance de masa de las fracciones recuperadas durante el pretratamiento con PHA 2% 
(1.5h)

Penca liofilizada Sólidos recuperados del pretratamiento con PHA
Composición química (g) Fracción 1 (Masa recuperada: 105.85g)

T
ra

ta
m

ie
n

to
 c

o
n

 P
H

A
Compuestos 

solubles 99.75

Celulosa 34.85 Fracción 2 (12.12g)

Fracción 3 (1.63g)Hemicelulosa 8.94

Celulosa (g) Hemicelulosa (g) Lignina (g) Cenizas (g) Compuestos solubles (g)
51.36 11.99 16.9815 0.7653 40.04

Celulosa (g) Hemicelulosa (g) Lignina (g) Cenizas (g) Compuestos solubles (g)
0.499 2.680 0.056 0.046 13.590

Lignina 5.61 Celulosa (g) Hemicelulosa (g) Lignina (g) Cenizas (g) Compuestos solubles (g)
Cenzas 0.42 0.009 0.013 0.045 0.00024 2.173
Toltal 150 g Masa recuperada: 140.63 (g) Masa perdida: 9.37 (g)T

ra
ta

m
ie

n
to

 c
o

n
 P

H
A

Hemicelulosa 8.94

Fracción 1 (121.47g)
Compuestos 

solubles 99.75

Celulosa 34.85 Fracción 2 (16.92g)

Fracción 3 (2.24g)

Penca liofilizada
Composición química (g)

b) Balance de masa de las fracciones recuperadas durante el pretratamiento con PHA 2% 
(6h)

Sólidos recuperados del pretratamiento con PHA
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Anexo D.- Balance de masa para el pretratamiento de penca con PHA a 1.5 h (a) 
y a 6h (b) en base al análisis termogravimétrico. 
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