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PRESENTACIÓN Y ESTRUCTURA DE LA 
TESIS 

 

El presente trabajo de investigación recoge los primeros resultados sobre 

regulación, identificación y caracterización de las actividades enzimáticas de 

hidrolasas de ésteres de ácidos carboxílico (CEH por sus siglas en inglés) por 

Aspergillus nidulans bajo ciertas condiciones de cultivo. Se contribuye a dar la 

visión del proceso de producción de nuevas enzimas con potencial de 

aplicación biotecnológica. 

La organización de la Tesis se presenta de la manera siguiente, en el primer 

apartado que corresponde al Marco Teórico, se describen algunos conceptos 

importantes sobre las enzimas, mecanismo de regulación e importancia en 

aplicaciones industriales. También, se detallan las propiedades de CEH y 

proteasas así como las características del microorganismo de estudio, 

Aspergillus nidulans, que facilitarán el seguimiento de la lectura de la Tesis.  

A continuación, en los Antecedentes se muestra un esbozo global de las 

investigaciones que abordan los estudios sobre la producción de CEH y 

proteasas en A. nidulans, incluyendo las realizadas en el grupo y que 

preceden de manera inmediata este trabajo. A partir del análisis reflexivo de 

estos antecedentes, se expone mediante el planteamiento de una serie de 

interrogantes el problema de investigación que se pretende resolver. 

Enseguida se describen los Objetivos de la Tesis. 
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En Materiales y Métodos, se describen técnicas tradicionales para el análisis 

de la producción y caracterización de CEH, así como modernas técnicas 

bioquímicas y de bioinformática para la identificación de proteínas, 

Los Resultados del trabajo de investigación y la Discusión de los mismos se 

reportan en dos capítulos. El primero comprende los resultados de la 

identificación de CEH inducidas con aceite de oliva y el segundo la producción 

y caracterización de CEH inducidas por cutina. Los resultados de mayor 

impacto de la investigación, así como el logro de los objetivos trazados se 

señalan en el apartado de Conclusiones. 

Finalmente, se incluyen las perspectivas del trabajo de investigación y la 

bibliografía consultada.  

En los Anexos se presentan 3 artículos publicados, producto de la presente 

Tesis de investigación. 
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RESUMEN 

 

Los microorganismos saprofíticos producen una amplia gama de enzimas 

hidrolíticas, que son útiles para la hidrólisis completa de sustratos orgánicos e 

implica una gran versatilidad genética y bioquímica. A. nidulans presenta en 

su genoma numerosos genes que codifican para diferentes hidrolasas de 

ésteres de ácidos carboxílicos (CEH). El interés principal de este trabajo fue la 

producción, identificación y caracterización de CEH producidas por este 

microorganismo. 

Si bien, el mecanismo de síntesis de cada enzima es muy variado, algunas 

obedecen a procesos similares. En el caso de las CEH se suelen inducir en su 

mayoría por la presencia de compuestos lipídicos.  

Bajo las condiciones de análisis realizadas en el presente trabajo, se 

identificaron 3 actividades CEH producidas por Aspergillus nidulans. Dos de 

estas actividades corresponden a nuevas cutinasas nombradas como 

ANCUT1 y ANCUT2 y la tercera a la proteasas PrtA  

Los resultados demostraron que la cutinasa ANCUT2 es una enzima cuya 

producción se favorece principalmente por la presencia en el medio de cultivo 

de fuentes lipídicas como el aceite de olivo, algunos triacilgliceroles y ácidos 

grasos de cadena larga, mientras que la cutinasa ANCUT1 se induce por la 

adición de polímeros como cutina y suberina. Las secuencias de las cutinasas 
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ANCUT2 y ANCUT1 presentan homología con otras cutinasas fungales así 

como nuevas características, que incluyen una región rica en serinas y dos 

residuos de cisteínas adicionales a los encontrados en la cutinasa de 

Fusarium solani. Las dos cutinasas presentan propiedades catalíticas de 

interés para su posible aplicación en diferentes áreas de la industria, como 

son su estabilidad térmica y alcalina. 

La proteasa alcalina PrtA es una enzima, al igual que otras serín proteasas, 

que muestra actividad hidrolítica promiscua de CEH. 
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1.- MARCO TEÓRICO 

 

1.1. Enzimas 

1.1.1. Generalidades 

Para que ocurra una reacción química, normalmente se requiere un aporte 

inicial de energía. A temperaturas por encima del cero absoluto (-273.1°C o 0 

K), todas las moléculas poseen energía vibratoria que, aumenta al calentar las 

moléculas. Al incrementar la temperatura, las moléculas que vibran tienen 

mayor probabilidad de chocar. Una reacción química ocurre cuando las 

moléculas poseen una cantidad mínima de energía conocida como energía de 

activación (Ea) o, también nombrada como energía libre de activación (ΔG‡). 

La energía libre de activación ΔG‡ se define como la cantidad de energía que 

se requiere para convertir 1 mol de moléculas de sustrato (reactante) desde el 

estado basal (la forma más estable de baja energía de la molécula) al estado 

de transición. No todas las colisiones producen reacciones químicas, debido a 

que sólo una fracción de las moléculas posee la energía suficiente o la 

orientación correcta para reaccionar (McKee, 2003). El incremento en la 

temperatura y la concentración de reactivos eleva la probabilidad de las 

colisiones y, de este modo la formación de producto. Otra estrategia consiste 

en proporcionar una superficie a la cual las moléculas de reactivo puedan 

unirse en orientaciones favorables mediante catalizadores (e.g. los 

catalizadores metálicos en condiciones de laboratorio e industriales). Por 

definición, un catalizador es una sustancia que aumenta la velocidad de una 
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reacción química y que no se altera de forma permanente por la reacción. Los 

catalizadores tienen esta capacidad debido a que disminuyen la energía de 

activación que se requiere para una reacción química. En otras palabras, los 

catalizadores proporcionan una vía de reacción alternativa que requiere 

menos energía (Figura 1).  

 

 

FIGURA 1. Diagrama de energía que muestra los cambios de energía libre de 
una reacción no catalizada y de una catalizada. Un catalizador reduce la 
energía de activación de una reacción. Un catalizador altera la energía libre de 
activación ∆G± y no la energía libre estándar ∆G°.  

Fuente: Illanes, 2008. 
 

 

En los seres vivos, generalmente las reacciones químicas son catalizadas por 

moléculas de naturaleza proteica que reciben el nombre de enzimas. Las 
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enzimas aumentan la velocidad de las reacciones químicas al reducir la 

barrera de energía libre que separa los reactivos de los productos por diversos 

mecanismos, que dependen de la disposición de grupos funcionales en el sitio 

activo de la enzima, región donde tiene lugar la catálisis (Berg, 2008). Los 

sustratos se unen al sitio activo de las enzimas, que generalmente es una 

hendidura o cavidad en una molécula proteínica grande. La forma y 

distribución de la carga del sitio activo de una enzima limitan los movimientos 

y las condiciones permitidas del sustrato, haciendo que éste se asemeje más 

al estado de transición. Es decir, la estructura del sitio activo se utiliza para 

orientar la forma óptima del sustrato (McKee, 2003). La combinación del 

sustrato (reactivo) y la enzima crea una nueva vía de reacción cuya energía 

del estado de transición es menor que la reacción en ausencia de la enzima. 

Como consecuencia la velocidad de la reacción se incrementa en grado 

significativo respecto a la de la reacción no catalizada. Las enzimas, como 

todos los catalizadores, no alteran el equilibrio de la reacción sino que 

aumenta la velocidad de aproximación hacía el equilibrio (Berg, 2008). 

1.1.2. Importancia comercial  

Además de su papel fisiológico dentro de las células, las enzimas tienen gran 

importancia desde el punto de vista comercial. Las eficaces propiedades 

catalíticas de las enzimas han promovido su introducción en varios productos 

y procesos industriales (Kirk, et al., 2002). Con el avance de la biotecnología 

moderna, el empleo de las enzimas ha sido recibido como una alternativa a la 

tecnología química tradicional remplazando a los catalizadores químicos en 

muchos de los procesos. Las ventajas de su uso residen en la alta 
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especificidad y eficiencia en comparación con los procesos químicos no 

catalizados. Éstos pueden requerir alta presión y alta temperatura mientras 

que, los enzimáticos se llevan a cabo a presión y temperaturas moderadas. 

Además, las enzimas son biodegradables y muchas de ellas pueden funcionar 

en solventes orgánicos, con altas concentraciones de sales y condiciones 

extremas. Las enzimas se aplican a prácticamente todas las industrias 

incluyendo la farmacéuticas, alimenticia, química, textil, detergentes, papel, 

bioremediación, etc. (van Beilen y Li, 2002, Binod et al., 2013). 

1.1.3. Fuentes  

Las enzimas son producto de las células y, por tanto, pueden obtenerse a 

partir de cualquier ser vivo. Durante muchos años la fuente principal de 

enzimas fueron tejidos de plantas y órganos de animales (Illanes, 2008). 

Actualmente, aunque se siguen empleando algunas de ellas (principalmente 

proteasas) con gran éxito (Tabla 1), se prefiere el uso de las enzimas 

producidas por microorganismos, debido que presentan ciertas ventajas. El 

método de obtención de enzimas a partir del cultivo de microorganismos 

mediante procesos fermentativos suele ser de menor costo, más rápido y más 

sencillo que el método para obtener enzimas de fuentes vegetales o animales, 

ya que está sujeta a una gran variación del rendimiento, lo que no ocurre con 

las enzimas microbianas. Algunas enzimas de fuentes vegetales están 

disponibles en ciertas temporadas del año y, por tanto, sujetas a las 

variaciones estacionales, mientras que las enzimas microbianas se pueden 

producir durante todo el año sin ninguno de estos obstáculos. Algunos 

microorganismos son capaces de crecer en condiciones ambientales 
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extremas, por lo que sus enzimas suelen ser más estables que las de origen 

vegetal o animal, además los microorganismos son más fáciles de manipular 

genéticamente, para incrementar el rendimiento de la enzima (Panesar et al., 

2010).  

 

TABLA 1. Fuentes de algunas enzimas de importancia industrial. 

 
Enzima 
 

No. E.C. Fuente 

Enzimas microbianas   
α-Amilasa 3.2.1.1 Bacillus licheniformis, B, subtilis 
Invertasa 3.2.2.26 Saccharomyces cerevisiae 
β-galactosidasa 3.2.1.23 Kluyveromyces fragilis 
Celulasa 3.2.1.4 Aspergillus sp., Trichoderma sp. 
Pectinasa 3.2.1.15 A. niger 
Proteasa 3.4.24.4 Bacillus subtilis, Streptomyces griseus 
Lipasa 3.1.1.3 Candida sp. 
Enzimas de plantas   
Bromelina 3.4.22.4 Piña 
Papaina 3.4.22.2 Papaya 
Enzimas de animales   
Quimotripsina 3.4.21.1 Pancreas 
Lipasa 3.1.1.3 Pancreas 
Lisozima 3.2.2.17 Huevo de pollo 
Quimosina 3.4.23.4 Estomago de terneros 

Fuente: Modificado de Panesar et al., 2010. 

 

Los microorganismos son atractivos como fuentes de enzimas, especialmente 

porque se puede incrementar los niveles de enzima manipulando los 

mecanismos que regulan su síntesis mediante distintos procedimientos. La 

optimización de los parámetros de fermentación, la obtención de cepas 

mutantes con radiaciones o mutágenos químicos, así como las modernas 

técnicas de clonación y manipulación genética que han permitido un avance 

espectacular en este campo, y no solo es posible incrementar la producción 
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de la enzima deseada mediante sobreexpresión del gen que la codifica, sino 

que también es posible la modificación racional de la estructura y función de la 

enzima mediante evolución y mutagénesis dirigida para aumentar su 

estabilidad o su actividad, variar su especificidad de sustrato o disminuir su 

dependencia de cofactores, etc. (Castillo, et al., 2005, Strohmeier et al., 2011).  

Los microorganismos representan la mayor fuente de recursos de 

biotecnológicos. Los métodos tradicionales así como las nuevas herramientas 

como la metagenómica para encontrar actividades nuevas o mejoradas en la 

biodiversidad, ciertamente impactan en gran medida la biotecnología 

enzimática actual (Fernández et al., 2010). 

1.1.4. Regulación de la producción  

Las enzimas son catalizadores esenciales del metabolismo celular. Los 

procesos catabólicos como anabólicos en los seres vivos son tan eficientes 

que no se forma un exceso de producto. El metabolismo microbiano está 

controlado por la regulación tanto de la síntesis como de la actividad 

enzimática (Crueger y Crueger 1989,). A continuación, se discuten ambos 

tipos de regulación. 

Regulación de la actividad enzimática. 

La regulación a este nivel puede producirse, a su vez, a través de distintos 

mecanismos: 

Retro inhibición. Consiste en que uno de los productos de la ruta metabólica 

actúa como inhibidor de una de las enzimas (por lo general, de las primeras 
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de la ruta) una vez que alcanza cierta concentración en la ruta. Cuando la ruta 

es ramificada, entonces puede darse de varias formas: 

- El producto final de cada ruta “hija” actúa como inhibidor de la primera 

enzima que ya no efectúa una reacción común al resto de las rutas 

relacionadas. 

- La primera etapa de la parte común de la vía metabólica está regulada por 

distintas isoenzimas, que están reguladas de forma independiente. 

- En el caso de inhibición multivalente, la inhibición de la ruta se consigue 

sólo cuando todos los productos finales en los que desemboca alcanzan la 

concentración necesaria.  

- En el caso de la inhibición acumulativa, la inhibición sobre la ruta se 

produce también por todos los productos finales, pero no se requiere que 

todos alcancen la concentración necesaria para detener la ruta, sino que el 

proceso es más gradual. 

Carga energética. La retro inhibición también regula las vías catabólicas en las 

que el ATP es el producto principal. Se define la carga metabólica como: 

CE = (ATP) + 0.5 (ADP) / (AMP) + (ADP) + (ATP) 

Cuando el valor de este cociente es próximo a 1, indica una gran cantidad de 

formas energéticas del ATP, por lo que se activan las rutas que lo consumen 

(anabólicas) al tiempo que se inhiben las que lo producen. Asimismo, cuando 

el valor se aproxima a 0, se inhiben las rutas anabólicas y se activan las que 

lo producen (catabólicas). 
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Degradación de enzimas. Consiste en la degradación de enzimas que no son 

ya requeridas en el metabolismo por medio de la acción de otras proteasas 

específicas. Este método de regulación aparece, sobretodo, en células en la 

etapa de crecimiento estacionario. 

Modificación de enzimas. Consiste en la activación o inhibición de una enzima 

debido a cambios conformacionales reversibles causados por la unión o no de 

un determinado grupo químico o molécula a la enzima. 

Regulación de la síntesis de enzimas. 

Hay proteínas que son necesarias en las células en aproximadamente igual 

cantidad en cualesquiera condiciones de crecimiento. La expresión de estas 

moléculas se denomina constitutiva. No obstante, es más común  que una 

determinada macromolécula sea necesaria en determinadas condiciones pero 

no en otras. Por lo tanto, la regulación es un proceso fundamental en todas las 

células y un mecanismo de conservación de la energía y los recursos 

(Madigan et al., 2009). 

Control negativo de la transcripción: represión e inducción 

La transcripción es el primer paso del flujo de la información biológica; por 

ello, es relativamente fácil influir en la expresión génica en este punto. Se 

conocen diversos mecanismos para controlar la expresión génica y, en todos 

ellos, ejerce gran influencia el ambiente en el que está creciendo el 

organismo. 
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A menudo, las enzimas que catalizan la síntesis de un producto específico no 

son sintetizadas si el producto está presente en el medio en la cantidad 

suficiente. Este proceso recibe el nombre de represión enzimática. La 

inducción enzimática es conceptualmente opuesta a la represión enzimática. 

En la inducción una enzima es sintetizada sólo cuando su sustrato está 

presente. La represión enzimática afecta típicamente a las enzimas 

biosintéticas (anabólicas); en cambio, la inducción enzimática suele afectar a 

las enzimas degradativas (catabólicas); (Madigan, et al., 2009). 

Inductores y correpresores 

La sustancia que induce la síntesis enzimática se llama inductor y la sustancia 

que reprime la síntesis recibe el nombre de correpresor. Estas sustancias, que 

normalmente son moléculas pequeñas, tienen el nombre genérico de 

efectores. No todos los inductores y correpresores son sustratos o productos 

finales de las enzimas implicadas. Así los análogos estructurales pueden 

inducir o reprimir una enzima a pesar de no ser sustratos de ésta (Madigan et 

al., 2009. 

Mecanismo de represión e inducción 

Los inductores y los correpresores afectan a la transcripción de manera 

indirecta uniéndose a proteínas específicas de unión al ADN que a su vez 

afectan a la transcripción. En el caso de un enzima reprimible, el correpresor 

se une a una proteína represora específica que está presente en la célula. La 

proteína represora es una proteína alostérica es decir que su conformación se 

altera cuando el correpresor se une a ella (Alberts et al., 2010).  
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Al unirse a su afector, la proteína represora se vuelve activa y puede unirse a 

una región específica del ADN cercana al promotor del gen, el operador. Si el 

represor se une al operador, la transcripción se bloquea físicamente porque la 

ARN-polimerasa no puede ni unirse ni realizar la catálisis. 

La inducción enzimática también puede estar controlada por un represor. En 

este caso la proteína represora está activa en ausencia del inductor y bloquea 

completamente la transcripción. Cuando se añade el inductor, éste se 

combina con la proteína represora y la inactiva; la inhibición se supera y la 

transcripción puede proceder (Alberts et al., 2010). 

Todos los sistemas reguladores que utilizan represores tienen el mismo 

mecanismo subyacente: la inhibición de la síntesis de ARNm mediante la 

actividad de proteínas represoras específicas que se encuentran a su vez bajo 

el control de pequeñas moléculas afectoras. La regulación por represores 

recibe el nombre de control negativo. 

Por otra parte, en el control positivo de la transcripción, una proteína 

reguladora activa la unión de la ARN-polimerasa al ADN. Al igual que las 

proteínas represoras, las proteínas activadoras se unen de manera específica 

sólo a determinadas secuencias del ADN (centro de unión al activador). La 

función de la proteína activadora es ayudar a que la ARN-polimerasa 

reconozca el promotor y empiece la transcripción (Alberts et al., 2010). 

Mecanismos reguladores globales 

A menudo, un organismo necesita regular simultáneamente muchos genes no 

relacionados entres si en respuesta a un cambio en el entorno. Los 
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mecanismos reguladores que responden a las señales ambientales regulando 

la expresión de muchos genes diferentes se llama sistema de control global. 

Regulación catabólica. La regulación o represión catabólica es un mecanismo 

regulatorio general que se puede definir como una disminución relativa en la 

velocidad de síntesis de una enzima específica, como resultado de la 

exposición a un sustrato asimilable rápidamente. Los sustratos que han sido 

encontrados que producen regulación catabólica incluyen fuentes de carbono 

y nitrógeno. 

- Fuentes de carbono: la biosíntesis de ciertas enzimas, principalmente 

catabólicas es inhibida por fuentes de carbono rápidamente asimilable o 

fermentable, particularmente glucosa. Dependiendo del microorganismo y la 

enzima, el mecanismo básico de esta regulación catabólica es diferente. Uno 

es bien conocido como represión catabólica por carbono encontrado en 

muchas bacterias, levaduras y hongos, que implica una proteína activadora 

catabólica (CAP) que debe unirse en el sitio promotor antes que la ARN-

polimerasa se una a él. La CAP solamente se unirá si está primero unida al 

adenosin monofosfato cíclico, AMP cíclico. Las fuentes de carbono fácilmente 

utilizables como la glucosa estimulan una enzima que produce la ruptura de 

AMP cíclico haciéndose así inactiva a la CAP. Por tanto, la glucosa inhibe la 

síntesis de ARNm para cualquier enzima que requiera CAP para su formación 

(Harman, 2001, Lawson et al., 2004).  

En A. nidulans se han localizado 3 genes involucrados en la represión 

catabólica por carbono llamados: creA. creB y creC. El producto del gene creA 
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es un inhibidor que actúa uniéndose al ADN en múltiples zonas capaces de 

aceptarlo. Este gene se ha identificado en A. nidulans. Neurospora crassa y 

Trichodenna viridae. La deleción o mutación de los sitios de unión a creA en el 

ADN impide la represión por glucosa del gen en cuestión, sin afectar la 

regulación de los demás, pero la mutación del gen creA produce mutantes 

catabólicamente dereprimidas para la síntesis de una amplia variedad de 

enzimas (Mackenzie et al., 1993, Katz et al., 2008, Culleton et al., 2013). 

- Fuentes de nitrógeno. El amonio y otras fuentes rápidamente utilizables de 

nitrógeno actúan como inhibidores. Los fundamentos de esta regulación al 

igual que en la regulación por carbono, el mecanismo básico de esta 

regulación catabólica varía dependiendo del microorganismo y la enzima 

(Marzluf, 1997). 

1.1.5 Clasificación  

Muchas de las enzimas recibieron nombres comunes en especial durante los 

primeros años de la enzimología. Algunos de los nombres, como triosa fosfato 

isomerasa son descriptivos de la función de la enzima, otros como Tripsina no 

lo son. Con objeto de reducir la confusión la Comisión de Enzimas de la Unión 

Internacional de Bioquímica y Biología Molecular (IUBMB por sus siglas en 

inglés) ha diseñado un sistema lógico de denominación y numeración 

(http://www.chem.qmul.ac.uk/iubmb/nomenclature/).  

Las enzimas se dividen en seis grandes clases de grupos y subgrupos que 

definen sus funciones con mayor precisión. Las principales clases son las 

siguientes: 

http://www.chem.qmul.ac.uk/iubmb/nomenclature/
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1.  Oxidoreductasas que catalizan las reacciones de oxidación-reducción. 

2. Transferasas que catalizan transferencias de grupos funcionales de 

una molécula a otra. 

3. Hidrólasas que catalizan ruptura hidrolíticas. 

4. Liasas que catalizan eliminaciones de un grupo o adiciones de un 

grupo a un doble enlace. 

5. Isomerasas que catalizan reordenamientos intramoleculares 

6. Ligasas que catalizan reacciones en las que se unen dos moléculas. 

1.2. Esterasas. 

Las esterasas son un grupo extenso de enzimas que catalizan la ruptura del 

enlace éster. El sistema de clasificación del Comité de Nomenclatura de la 

IUBMB, divide las esterasas de acuerdo al tipo de enlace éster que hidrolizan 

en diferentes clases (Tabla 2) que se subdividen a su vez según la naturaleza 

de sus sustrato(s) preferidos. No obstante, esta forma de clasificación no ha 

sido del todo satisfactoria por varias razones (Testa y Mayer, 2003). 

El sustrato in vivo de la mayoría de las esterasas es desconocido, aunque las 

esterasas tienen amplia especificidad de sustrato, la preferencia se suele 

traslapar entre las clases definidas. Muchas esterasas son capaces de 

hidrolizar amidas, tioésteres y fosfatos, así como ésteres de ácidos 

carboxílicos. Dependiendo del sustrato empleado durante la caracterización o 

purificación de una enzima, ésta puede ser clasificada como, una esterasa, 

amidasa, tioesterasa o fosfatasa. Por otra parte, la dificultad para obtener 

enzimas puras hace problemática la caracterización de esterasas, 
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considerando, además, que la mayoría de las esterasas son enzimas 

altamente polimórficas y en muchas ocasiones las esterasas purificadas son 

mezclas de isoenzimas que tienen especificidad de sustrato diferente. 

Finalmente, la actividad esterasa puede ser realizada por enzimas e incluso 

proteínas cuya actividad principal no es la esterasa, como la albúmina sérica. 

Es claro entonces que el mejoramiento en la clasificación dependerá del 

progreso en el aislamiento, purificación y secuenciación de estas enzimas 

(Testa y Mayer 2003). 

TABLA 2. Clasificación de esterasas basado en el tipo de enlace éster que 
rompen. 
 

 

 

 

 

 

 

 

Fuente: Testa y Mayer, 2003 
 
 

 
1.2.1. Hidrolasas de éster carboxílico (CEH) o carboxilesterasas 

Las CEH (EC 3.1.1.x) son enzimas que catalizan la ruptura del enlace éster de 

ácidos carboxílicos. Dentro de este grupo de enzimas se suelen clasificar, 

carboxilesterasas verdaderas (3.1.1.1), que hidrolizan preferentemente 

enlaces de ésteres alifáticos con longitud de cadena corta muy solubles en 

agua, lipasas (3.1.1.3), enzimas que presentan mayor afinidad por sustratos 

Enzima EC Número(s) 

Hidrolasas de éster carboxílico 3.1.1 

Tioéster hidrolasas 3.1.2 
Hidrolasas de monoéster fosfórico 3.1.3 
Hidrolasas de diéster fosfórico 3.1.4 
Hidrolasas de monoéster trifosfórico 3.1.5 
Hidrolasas de éster sulfúrico 3.1.6 
Hidrolasas de monoéster difosfórico 3.1.7 
Hidrolasas de triéster fosfórico 3.1.8 

Nucleasas 3.1.11-31 



Carboxilesterasas de A. nidulans 

 

15 
 

poco solubles en agua como triacilgliceroles y cutinasas que hidrolizan la 

cutina (3.1.1.74), entre muchas otras.  

1.2.1.1. Reacciones catalizadas  

Hace algunas años, se pensaba que la catálisis enzimática sólo se podía 

realizar en medios acuosos sin embargo, en la actualidad se ha demostrado 

que algunas enzimas pueden catalizar reacciones en solventes orgánicos y 

otros medios no convencionales (Zaks and Klibanov, 1985). En medios 

acuosos las CEH hidrolizan el enlace éster de diversos sustratos, teniendo 

como producto final un alcohol y un ácido carboxílico (Figura 2). Ésta es una 

reacción en equilibrio y, por lo tanto, es posible cambiar la dirección a la 

síntesis de ésteres modificando las condiciones en las que se lleva a cabo. El 

equilibrio entre las reacciones directa y reversa es controlado por el contenido 

de agua en la mezcla de reacción. En condiciones micro acuosas las CEH 

catalizan eficientemente reacciones de síntesis de ésteres, tioésteres, 

péptidos, amidas y transesterificaciones, presentando una alta quimio, regio y 

enentioselectividad (Carvalho et al., 1999, Villeneuve et al., 2000, 

Bornscheuer, 2002).  

En un sentido amplio, la transesterificación implica tres grupos de reacciones 

según un éster reaccione con un alcohol (alcohólisis), con un ácido carboxílico 

(acidólisis) o con otro éster (interesterificación) (Formo, 1954). La alcohólisis 

implica la sustitución del grupo alquilo del éster por otro grupo alquilo, a través 

de la reacción del éster con un alcohol. La acidólisis es la reacción entre un 

éster y un ácido carboxílico, implicando el intercambio o sustitución del grupo 
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acilo del éster. La interesterificación es el intercambio entre los grupos acilo y 

alquilo de dos ésteres diferentes. La Figura 2 muestra el esquema general de 

algunas de las reacciones catalizadas por las CEH. 

 

 

 

FIGURA 2. Algunas reacciones catalizadas por CEH. 
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1.2.1.2 Aplicaciones 

Las CEH son valiosos catalizadores con incomparables aplicaciones vigentes 

y potenciales (Dutta et al., 2009, Sharma, et al., 2011, Nagarajan, 2012). Las 

aplicaciones industriales más importantes de las CEH se han encontrado 

principalmente en los alimentos, detergentes y productos farmacéuticos. Sin 

embargo, en los últimos años la sorprendente exploración del uso de estas 

enzimas ha venido a extender su potencial aplicación en áreas de la salud, 

química orgánica, biodegradación, bioenergéticos, textil, agroindustrial entre 

otros. A continuación se describen algunos de las aplicaciones de estas 

enzimas. 

Alimentos. La aplicación de CEH en alimentos es muy amplia. Se utilizan 

principalmente en la fabricación de quesos y productos lácteos con olores y 

sabores deseados (Lubary et al., 2012), así como en bebidas, productos 

horneados y mayonesa (Panda y Gowrishankar, 2005) .También, se emplean 

en la obtención de productos cárnicos con menor contenido de lípidos 

(Sharma et al., 2011), modificación de grasas y aceites y producción de lípidos 

estructurados (Rodríguez y Fernandez, 2010). Otras aplicaciones incluyen la 

biosíntesis o modificación de sustancias que se adicionan a los alimentos con 

el propósito de incrementar su valor nutritivo, sensorial o económico. Algunos 

de estos son, ésteres aromáticos (Kuo et al., 2012), biosurfactantes (Karmee, 

2009), compuestos bioactivos lipofilizados (Stamatis et al., 1999, Zhang, et al., 

2011) y edulcorantes (Yang et al., 2012). 
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Detergentes y productos de limpieza. Las CEH se adicionan en estos 

productos para facilitar la remoción de lípidos. Su aplicación en esta área 

representa el mayor volumen en ventas (Jurado et al., 2011). 

Síntesis de productos químicos y farmacéuticos 

El estudio de las CEH también ha sido dirigido a la exploración de una serie 

de aplicaciones en química fina, principalmente en la síntesis y resolución de 

compuestos quirales de interés farmacéutico. Las normas en la producción de 

fármacos son muy estrictas y exigen productos ópticamente puros en lugar de 

mezclas racémicas. Algunos de los procesos eficientes de interés son: 

preparación de enantiómeros puros del ácido 2-aril-propiónico, como 

naproxeno e ibuprofeno de utilidad farmacológica como antiinflamatorios no 

esteroideos (Botta et al, 1997, Azzolina et al., 1995), resolución de antibióticos 

e.g. nitroimidazoles (Skupin et al., 1997), preparación de quinonas 

diterpenoides en el tratamiento de la artritis (Yamamura et. al., 1997), síntesis 

de productos antitumorales e.g. acetomicina (Kinderman y Feringa, 1998), 

antivirales como el carbovir (que puede emplearse para tratamiento de VIH) 

(MacKeith et al., 1994), y síntesis enantioespecífica de alcaloides, alcoholes 

secundarios, inhibidores bioquímicos y profármacos (Pandey et al., 1999). 

Síntesis de productos para el cuidado personal. En este campo se han 

utilizado CEH por su capacidad de síntesis de humectantes y aromas, 

ingredientes principales en cosméticos y perfumes (Metzger y Bornscheuer, 

2006).  
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Biodegradación. Las CEH se han utilizado con mucho éxito en el tratamiento 

de aguas residuales y en la bioremediación de desechos de petróleo y aceite 

(Sharma et al., 2011). Otro uso muy importante de estas enzimas es la 

degradación de polímeros (plásticos) biodegradables (Sivalingam y Giridhar, 

2004, Tokiwa et al., 2009). También, se pueden utilizar para degradar 

sustancias tóxicas que afectan la salud de humanos como el malatión, 

insecticida y acaricida (Yoshii, et al., 2007). 

Producción de biocombustibles. El biodiesel es un combustible renovable, 

biodegradable y no tóxico que se obtiene principalmente a partir de aceites 

vegetales o grasa animal mediante el proceso de transesterificación. 

Químicamente se describe como ésteres monoalquilicos de ácidos grasos de 

cadena corta o larga. Si bien es cierto que a nivel industrial se emplea la 

catálisis alcalina para la producción de biodiesel, la transesterificación 

enzimática utilizando CEH ha ganado mucha atención (Tan, et al., 2010). 

1.2.2 Cutinasas 

Las cutinasas son CEH que catalizan la ruptura del enlace éster de la cutina 

originando la liberación de monómeros de cutina, aunque también pueden 

hidrolizar sustratos de CEH verdaderas y lipasas por lo que se les considera 

como intermedio entre estas enzimas (Chen et al., 2013). 

La cutina es el componente principal de la cutícula, una estructura multicapa 

que cubre las paredes celulares externas de la epidermis en los órganos 

aéreos de las plantas. La cutina es un polímero que consta de ácidos grasos 
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de cadena larga que están unidos entre sí por enlaces tipo éster creando una 

red tridimensional rígida (Taiz y Zeiger, 2002) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURA 3. Modelo de una unidad monomérica de cutina. 
Fuente: Kolattukudy, 2001 

 
 
 
Las cutinasas son enzimas inducibles producidas por microorganismos 

capaces de degradar la pared celular de las plantas. Diversas fuentes, entre 

las cuales se destacan los hongos (principalmente fitopatógenos), han sido 

reportadas como productoras de cutinasas (Tabla 3). La patogenicidad del 

microorganismo y su efecto en la invasión al huésped sigue en controversia.  
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TABLA 3. Fuentes de cutinasas  

Fuente Género Especie 
 
Referencia 
 

Hongos Alternaria  Alternata Tanabe et al., 1988 
  Brassicicola Koschorreck et al., 2010 
 Aspergillus  Oryzae Maeda, et al., 2005 
 Botrytis  Cinérea van Kan, et al., 1997 
 Colletotrichum Gloesporioides Dickman, et al., 1986 
  Lagenarium Bonnen, et al., 1989 
  Lindemuthianum Rispoli, et al., 2007 
 Fusarium  Solani Martinez et al., 1992 
  Oxysporum Kim et al., 2005 
 Glomerella  Cingulata Farah Diba, et al., 2005 
 Trichoderma  Harzianum Rubio, et al., 2008 
 Venturia  Inaequalis Köller, et al., 1995 
Bacterias Streptomyces 

Pseudomona  
 
Thermonospora  
Thermoactinomyces  
Thermobifida  

Scabies 
putida 
aeruginosa 
fusca 
vulgaris 
fusca 

McQueen, et al., 1987 
Sebastian, et al., 1987 
Fett, et al., 1992 
Fett, et al., 1999 
Fett, et al., 2000 
Du et al., 2007 

Levaduras Cryptococcus  
Pseudozyma  

sp. 
Jejuensis 

Masaki, et al., 2005 
Seo, et al., 2007 

Plantas Tropaeolum  Majus Shayk, et al., 1977 

Fuente: Castro-Ochoa, et al., 2010. 

 

1.2.2.1 Estructura y mecanismo catalítico de cutinasas 

Estructura 

Las cutinasas presentan un plegamiento conocido como α/β hidrolasa 

(Martínez et al., 1992), que es común en varias enzimas hidrolíticas de origen 

filogenético y función catalítica muy diferentes (Ollis et al., 1992). La estructura 

central de las α/β hidrolasas está formada principalmente por láminas β-

plegadas paralelas conectadas por hélices-α. Los residuos catalíticos 

constituyen siempre una triada altamente conservada: un nucleófilo (serina, 

cisteína o ácido aspártico), un residuo ácido y un residuo de histidina 

totalmente conservado (Nardini y Dijkstra, 1999). La familia del plegamiento 
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α/β hidrolasa incluye proteasas, lipasas, esterasas, deshalogenasas, 

peroxidasas y epóxido hidrolasas, siendo uno de los plegamientos de 

proteínas más versátiles y frecuente (Nardini y Dijkstra, 1999). En la Figura 4 

se muestra un diagrama esquemático del plegamiento canónico de las 

cutinasas, basado en la estructura de la cutinasa de F. solani que ha sido la 

más estudiada. La estructura de ésta cutinasa está compuesta por una 

lámina-β central de cinco cadenas paralelas cubierta por cuatro hélices-α 

(Egmond y Vlieg, 2000). El sitio activo consiste en la triada catalítica Ser 120, 

Asp 175 e His 188. El péptido Gly-Tyr-Ser-Gln-Gly que contiene el aminoácido 

del sitio activo Ser 120, coincide con la secuencia consenso Gly-(Tyr or His)-

Ser-X-Gly comúnmente presente en lipasas. La cutinasa de F. solani presenta 

dos puentes disulfuro, el primero, Cys 31-Cys 109, uniendo el extremo del N-

terminal a un giro-β y participa en la estabilización del plegamiento molecular 

global, el segundo puente disulfuro, Cys 171-Cys 178, se puede asumir que 

juega un papel importante en la estabilización de dos giros-β consecutivos, los 

cuales se localizan en el residuo catalítico Asp 175 (Longhi y Cambillau, 

1999). Recientemente, la elucidación de la estructura de la cutinasa de A. 

oryzae reveló que esta enzima presenta un plegamiento α/β similar al de la 

cutinasa de F. solani, pero difieren significativamente en varias características 

estructurales. La estructura de la cutinasa de A. oryzae está compuesta de 

una lámina-β de cinco cadenas paralelas rodeadas por 10 hélices-α y 

presenta tres puentes disulfuro. Contiene un único puente disulfuro entre 

Cys63 y Cys76 que no había sido reportado en estructuras de cutinasas (Liu 

et al., 2009). 
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FIGURA 4. Diagrama del plegamiento α/β de cutinasa. Se indica la triada del 
sitio activo (Ser120, Asp175 e His 188), las cinco cadenas beta (flechas 
negras numeradas del 3-7) y cuatro hélices (marcadas A, B, C y F). Los 
números en el lado derecho de los elementos de la estructura secundaria 
señalan el inicio y final de estos elementos. 

Fuente: Egmond M.R. y de Vlieg, 2000. 
 

 

El sitio activo de las cutinasa presenta cierta flexibilidad que puede explicar la 

adaptabilidad a diferentes sustratos. Las cutinasas presentan actividad 

lipolítica pero, difieren de las lipasas clásicas en que no presentan activación 

interfacial. En la mayoría de las lipasas, el sitio activo se encuentra cubierto 

por una “tapa” anfipática. La apertura de esta tapa después de la interacción 

con una interfase hidrofóbica hace el sitio catalítico accesible al sustrato e 

incrementa la velocidad de hidrólisis (Kazlauskas, 1994). En algunas lipasas, 

una segunda consecuencia del movimiento de la tapa es la formación de la 
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cavidad oxianiónica (Jaeger et al., 1999). La cavidad oxianiónica provee un 

ambiente electrofílico que estabiliza la carga negativa generada durante el 

ataque nucleofílico del enlace hidrolizable del sustrato. El sitio activo de la 

cutinasa de F. solani no se encuentra cubierto por un lazo (“loop”) o “tapa”, 

sino que es accesible al solvente además, presenta la cavidad oxianiónica 

preformada. Lo que podría explicar por qué las cutinasas no presentan 

activación interfacial (Martínez et al., 1992). 

Mecanismo catalítico 

El mecanismo catalítico de cutinasas, al igual que otras CEH, es similar al 

observado en las serín proteasas que se describe en el apartado 1.3.2.1. 

1.2.2.2. Aplicaciones  

La actividad esterolítica de las cutinasas ha sido ampliamente explorada. 

Carvalho et al., (1999) discuten en detalle las reacciones de biocatálisis que 

pueden llevar a cabo las cutinasas. In vitro las cutinasas despliegan actividad 

hidrolítica hacia una amplia variedad de ésteres, sintéticos solubles (e.g., 

ésteres de p-nitrofenilo) hasta trigliceroles de cadena larga insolubles. 

Además, en medios no acuosos o de baja actividad de agua, pueden catalizar 

reacciones de síntesis como esterificación y transesterificación de diferentes 

sustratos. Estas reacciones de hidrólisis y síntesis tienen un uso potencial en 

la industria de alimentos, en la de lácteos para la hidrólisis de grasa de leche, 

en la industria de detergentes y oleoquímica, en la síntesis de trigliceroles 

estructurales, polímeros y surfactantes, en la síntesis de productos para el 

cuidado personal, degradación de insecticidas, sustancias tóxicas, polímeros 



Carboxilesterasas de A. nidulans 

 

25 
 

sintéticos, y en la producción de biodiesel, entre otras aplicaciones (Pio y 

Macedo, 2009, Dutta et al., 2009, Chen et. al., 2013). En general, las 

cutinasas tienen un gran potencial de aplicación áreas similares a las de 

lipasas y esterasas (Castro-Ochoa et al., 2010). 

1.3 Proteasas 

La reacción catalizada por estas enzimas es la hidrólisis del enlace peptídico 

sin embargo, la mayoría de las enzimas proteolíticas también cataliza una 

reacción diferente pero relacionada, es decir la hidrólisis del enlace éster 

(Berg, 2008). Además, al igual que las CEH, en medios no acuosos o de baja 

actividad de agua son capaces de realizar reacciones de síntesis como 

esterificación transesterificación y aminólisis con alta regio y estéreo 

especificidad de sustratos.  

1.3.1. Clasificación 

Las proteasas se clasifican en el grupo 3, subgrupo 4 (EC 3.4.x.x) sin 

embargo, estas enzimas no cumplen fielmente con el sistema general de 

nomenclatura de enzimas debido a su inmensa diversidad en mecanismos de 

catálisis y estructura (Rao et al., 1998, Veloorvalappil et al., 2013). 

Actualmente, las proteasas se clasifican en base a diferentes criterios: la 

posición del enlace a escindir, el tipo de reacción catalizada, la naturaleza 

química del sitio catalítico, homología entre secuencias de aminoácidos y 

relación evolutiva con respecto a su estructura. Basados en la naturaleza 

química del sitio catalítico tradicionalmente, se clasifica a las proteasas en 

cuatro grupos principales: 
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- Serín proteasas (EC 3.4.21), se caracterizan por la presencia de un 

residuo de serina en su sitio activo. 

- Cistín proteasas (EC 3.4.22), su actividad depende de una díada 

catalítica que consta en un residuo de cisteína y uno de histidina.  

- Aspartil proteasas (EC 3.4.23), dependen de residuos de ácido 

aspártico para su actividad catalítica. 

- Metalo proteasas (EC 3.4.24), se caracterizan por el requerimiento de 

cationes metálicos divalentes para su actividad. 

No obstante, en los últimos años el avance en el estudio de las proteasas ha 

permitido la identificación de nuevas enzimas que se caracterizan por la 

presencia de residuos como: treonina, ácido glutámico y asparagina en su 

sitio activo. Existen también bases de datos como MEROPS, que clasifica las 

proteasas en una estructura jerárquica de familias y clanes. Cada enzima es 

asignada a una familia en base a similitudes (estadísticamente significativas) 

en las secuencias de aminoácidos y las familias que se consideran homologas 

se agrupan en un clan (Rawlings et al., 2012).  

1.3.2. Mecanismo catalítico de las serín proteasas 

Los estudios del mecanismo catalítico de las proteasas han revelado que 

estas enzimas exhiben diversos tipos, cada uno basado en la configuración 

del sitio activo. Las serín proteasas presentan un mecanismo catalítico bien 

conocido, compartido por otras enzimas no necesariamente proteolíticas como 

lipasas y cutinasas. Esta clase de proteasas tienen un centro activo formado 

por tres aminoácidos absolutamente conservados, Serina, Histidina y 
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Aspartato, que puede encontrarse por lo menos en cuatro diversos contextos 

estructurales manteniendo su orientación geométrica en la estructura de la 

proteína (Voet et al., 2009). 

La estructura del centro activo explica la reactividad especial de la serina. La 

disposición de los residuos de la triada catalítica se presenta de la siguiente 

manera: la cadena lateral de la serina forma un puente de hidrógeno con el 

anillo imidazol de la histidina. El grupo –NH de este anillo imidazol se 

encuentra a su vez, formando un puente de hidrógeno con el grupo 

carboxilato del ácido aspártico (Figura 4). El residuo de histidina se encuentra 

próximo a la posición de la cadena lateral de la serina para polarizar a su 

grupo hidróxilo dejándolo preparado para la desprotonización. En presencia 

del sustrato la histidina acepta el protón del grupo hidroxilo de la serina. 

Actuando así, el residuo funciona como un catalizador básico general. La 

retirada del protón del grupo hidroxilo genera un ion alcóxido que tiene mucho 

mayor poder nucleófilo que un alcohol. El residuo de aspartato ayuda a 

orientar al residuo de histidina y lo convierte, a través de efectos 

electrostáticos en un mejor aceptor del protón. 

Después de la unión del sustrato (Figura 5), el átomo de oxígeno de la cadena 

lateral de la serina 195 lleva a cabo un ataque nucleofílico sobre el átomo del 

carbono carbonilo del enlace peptídico, lo que lleva a tener cuatro átomos 

enlazados al carbono carbonilo, formando un tetraedro, en vez de tres átomos 

en una disposición plana. La inestabilidad inherente al intermediario 

tetraédrico formado mantiene una carga negativa formal sobre el átomo de 

oxígeno derivado del grupo carbonilo. Esta carga se estabiliza mediante 
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interacciones con grupos –NH de la proteína en un centro denominado 

cavidad del oxianión. Estas interacciones ayudan también a estabilizar el 

estado de transición que precede a la formación del intermediario tetraédrico. 

Después, este intermediario tetraédrico se colapsa para generar el acilo 

enzima (paso 2). Este paso se facilita mediante la transferencia de un protón 

desde el residuo de histidina cargado positivamente al grupo amino formado 

por la ruptura del enlace peptídico. 

 
El componente amino se encuentra ahora libre para apartarse de la enzima 

completando la primera etapa de la reacción hidrolítica o acilación de la 

enzima. El siguiente paso, la desacilación, comienza cuando una molécula de 

agua se sitúa en el lugar ocupado anteriormente por el componente amina del 

sustrato (paso 3). El grupo éster del acil enzima se hidroliza ahora mediante 

un proceso donde la histidina 57 actúa como un catalizador básico general, 

separando el protón de la molécula de agua. El ion hidróxido resultante ataca 

al átomo del  carbono carbonilo del grupo acilo, formando un intermediario 

tetraédrico (paso 4). Esta estructura se descompone para formar el producto 

ácido carboxílico. Finalmente, la liberación del producto ácido carboxílico 

(paso 5) pone a punto a la enzima para desarrollar otro ciclo catalítico. 
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FIGURA 5. Mecanismo catalítico de las serín proteasas. La reacción 
comprende 1) el ataque nucleofílico de la Ser del sitio activo en el átomo de 
carbono carbonilo del enlace peptídico escindible, para formar el intermediario 
tetraédrico; 2) descomposición del intermediario tetraédrico en el intermediario 
acilo-enzima mediante catálisis ácida general por el sitio activo His polarizado 
por Asp; 3) seguido de la pérdida del producto amino y su remplazo por una 
molécula de agua; 4) la reversión del paso 2 para formar un segundo 
intermediario tetraédrico y 5) la inversión del paso 1 para obtener el producto 
carboxilo de la reacción y la enzima activa.  

Fuente: Voet et al., 2009. 
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1.4. Aspergillus nidulans 

1.4.1. Descripción general 

Aspergillus nidulans, también conocido como Emericella nidulans cuando se 

refiere a su forma perfecta o sexual (teleomorfo), es un hongo filamentoso 

perteneciente a la familia Trichocomaceae, filo Ascomycota.  

Es un microorganismo saprófito que posee una gran capacidad para 

adaptarse y vivir en ambientes muy diversos tanto en el aspecto físico-químico 

como en el biológico. Esta extrema variabilidad de nichos se corresponde con 

la elevada versatilidad metabólica de este hongo filamentoso.  

El ciclo de vida de A. nidulans se caracteriza por la presencia de cuatro 

estadios bien definidos: crecimiento vegetativo, reproducción asexual, 

reproducción sexual y el ciclo parasexual. El crecimiento vegetativo de A. 

nidulans como en otros hongos, inicia con la germinación de una espora con 

el establecimiento de la polaridad. Esta puede ser un conidiospora (espora 

asexual) o una ascospora (espora sexual). Generada la polaridad emerge el 

tubo de la germínula, la hifa tubular crece por extensión apical y ramificación 

lateral, formando un entramado de hifas interconectadas denominado micelio 

(Adams et al., 1998). Las hifas están divididas por septos perforados a través 

de los cuales se produce el intercambio de nutrientes y efectores entre los 

diferentes compartimentos o células.  

Aproximadamente 16 horas después de la germinación, algunas hifas que 

emergen al micelio aéreo muestran las primeras evidencias fenotípicas de 

especialización, diferenciándose los primeros conidióforos. A medida que la 
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colonia se expande radialmente, nuevas hifas van emergiendo al medio aéreo, 

produciéndose la consiguiente generación de nuevos conidióforos. Así, el  

inicio de la diferenciación asexual va dejando los conidióforos más antiguos en 

el centro y los más recientes en los extremos (Adams et al, 1998). La 

finalización de la reproducción asexual inicia en el centro de la colonia y es 

seguida por el inicio de otro proceso claramente reconocible, la formación de 

esporas sexuales. Esta etapa involucra la formación de los cuerpos fructíferos 

denominados cleistotecios, que están rodeados por células especializadas 

llamadas células de Hülle. En el interior de cada cleistotecio se encuentran 

una gran cantidad de sacos denominados ascas, que contienen las esporas 

sexuales o ascosporas. Las ascosporas son siempre haploides y contienen 

dos núcleos idénticos que proceden de una mitosis sin división celular (Todd 

et al,  2007a). El ciclo parasexual en A. nidulans se caracteriza por la fusión 

de hifas maduras durante la fase vegetativa, dando lugar a un intercambio de 

material celular por anastomosis. En el caso de que las hifas fusionadas 

pertenezcan a cepas genéticamente diferentes, se generaran individuos 

heterocariontes que presentan núcleos haploides con distinta dotación 

genética (Pontercorvo et al, 1953; Glass et al., 2004). 
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FIGURA 6. Ciclos de vida de Aspergillus nidulans 
Fuente: Cobeño, 2011. 
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1.4.2. Importancia de Aspergillus nidulans como modelo de estudio 

La secuencia del genoma de A. nidulans se publicó en diciembre de 2005. 

Contiene 30 Mpbs organizadas en ocho cromosomas y se ha estimado un 

número de 10.000 genes (Galagan, et al., 2005). La disponibilidad de dicha 

información es una importante herramienta de trabajo y supone un avance 

significativo que permitirá seguir utilizando A. nidulans como organismo 

modelo, genéticamente manipulable, en estudios de genética y biología 

celular y molecular en eucariotas. Como organismo homotálico, con un ciclo 

sexual bien caracterizado, constituye el modelo genético de referencia para 

otras especies asexuales y heterotálicas del género Aspergillus de gran 

interés en industria, como A. oryzae o A. flavus, o en medicina, como A. 

fumigatus.  

A esta característica se une su enorme versatilidad metabólica, que ha 

permitido identificar numerosas rutas del metabolismo primario y secundario. 

Los hongos filamentosos y en particular los del género Aspergillus, son los 

principales productores de actividades enzimáticas que tienen importantes 

aplicaciones en la industria alimentaria y de bebidas. Aspergillus nidulans no 

se utiliza industrialmente, sin embargo, es capaz de producir una amplia 

variedad de actividades enzimáticas extracelulares industrialmente útiles. 

Algunas de las actividades referidas son: celulasas, proteasas, xilanasas y 

CEH (Fernández-Espinar, et al, 1992, Jabasingh y ValliNachiyar, 2011). 
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2. ANTECEDENTES 

 

2.1 CEH en Aspergillus nidulans 

Un análisis de las secuencias de CEH en la base de datos del genoma de A. 

nidulans (Galagan et al., 2005) reveló que existen más de 40 genes que 

codifican para la producción de esta clase de enzimas (Peña, 2009). En esta 

base de datos, las enzimas están clasificadas de acuerdo al dominio que la 

proteína presenta en la base de datos Pfam (Protein families database of 

alignments y HMMs). Se encontraron 18 secuencias de genes que codifican 

para carboxilesterasas 4 secuencias de genes que codifican para cutinasas, 1 

gen de esterasa y el resto diferentes tipos de lipasas y otras enzimas (Tabla 

4). 

TABLA 4. Secuencias de CEH encontradas en el genoma de A. nidulans 

 
Dominio 
 

Secuencias 

Lipasas 3 4 
Lipasa 4 
Lipasa con motivo GDSL 9 
Lipasa secretoria 2 
Esterasa 1 
Cutinasa 4 
Carboxilesterasas 18 
α/β hidrolasa asociada a lipasa 1 
Otras 2 

Total 45 

Fuente: Peña-Montes, 2009. 
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No obstante la existencia de todas estas secuencias de CEH hipotéticas en el 

genoma de A. nidulans, existen pocos reportes sobre la producción de las 

enzimas por el microrganismo.  

Ogundero V.W (1982) reportó el aislamiento de una cepa de A. nidulans de 

Palma Nigeriana. El microorganismo presentó capacidad para degradar 

aceites vegetales y triacilgliceroles. La caracterización de los extractos 

enzimáticos extracelulares reveló que la enzima mostró mayor actividad a pH 

6.5 y 45°C. 

García-Lepe y colaboradores (1997) reportaron la producción actividad de 

lipasa y cutinasa en cultivos autolisados (20 días de cultivo en medio mineral 

suplementado con extracto de levadura 1%) de diferentes hongos 

filamentosos incluyendo, cepas de Aspergillus nidulans. La actividad lipolítica 

y cutinolítica se determinaron empleando como sustrato Tween-80 y cutina, 

respectivamente. 

St. Leger y colaboradores (1997) reportaron la producción de actividad 

cutinasa en Aspergillus nidulans. La actividad se detectó empleando medio 

mínimo (pH 6) suplementado con extracto de levadura 0.1% y 

policaprolactona (0.5%) como fuente de carbono e inductor. 

Posteriormente, Mayordomo et al., (2000) reportaron la purificación de una 

lipasa de 29 kDa que mostraba actividad alta a bajas temperaturas (0-20 °C). 

La producción de la proteína se indujo con aceite de oliva. La temperatura y 

pH óptimos para la enzima fueron de 40°C y 6.5. La enzima mostró 
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preferencia por ésteres de ácidos grasos con longitud de cadena corta y 

mediana. No se obtuvo la secuencia de la proteína.  

Algunas de las CEH hipotéticas de A. nidulans que han sido clonadas y 

expresadas como enzimas recombinantes son: cutinasas AN7541.2 y 

AN7180.2 (Bauer et al., 2006) expresadas en P. pastoris, feruloil esterasa tipo 

B (AN1772.2), expresada en S. cevisiae (Shin y Chen, 2007) y esterasa StcI 

(enzima involucrada en la biosíntesis de esterigmatocistina) expresada en P. 

pastoris (Peña, et al., 2009) 

2.2 Proteasas en Aspergillus nidulans 

La producción de proteasas en A. nidulans ha sido ampliamente estudiada. En 

el filtrado del medio de cultivo de A. nidulans Cohen (1973b) identificó tres 

proteasas extracelulares (α, γ, ε) y una proteasa (β) que es estrictamente 

intracelular.  

Estudios realizados han revelado que en A. nidulans las enzimas proteolíticas 

extracelulares se producen en respuesta a condiciones limitantes de carbono, 

nitrógeno o sulfuro, independientemente de la presencia o ausencia de 

proteína en el medio de cultivo (Cohen, 1973a, Katz et al., 2008).  

Algunas de las proteasas extracelulares de A nidulans ha sido purificadas y 

caracterizadas (Tabla 5). Dos de la proteasas (30 y 42 kDa) pertenecen  a la 

clase serín y la de menor peso molecular (19 kDa) al tipo metalo proteasa. 
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TABLA 5. Proteasas de Aspergillus nidulans purificadas. 

Clase de 
proteasa 

Gen 
Peso 
molecular 
(kDa) 

Referencia 

Serín - 30 Ansary y Stevens 1983b 
Serín - 42 Charles, P. et al.,2008 
Metalo PepJ 19 Emri T. et al., 2009 

 

Se han aislado 3 genes prtA, prtB y pepJ que codifican para la producción de 

proteasas A. nidulans (vanKuyk, et al. 2000, Katz et al. 2008). La principal 

actividad proteolítica producida por el hongo es atribuida a la enzima 

codificada por el gen prtA.  

2.3. Investigaciones del grupo de trabajo 

Considerando la importancia y potencial de aplicación de las enzimas CEH en 

diferentes áreas de la biotecnología, en el grupo de trabajo se inició una línea 

de investigación para buscar la producción de estas enzimas en diferentes 

cepas de hongos filamentosos. Particularmente, los estudios se enfocaron en 

A. nidulans, un microorganismo modelo en investigación, del cual existe poca 

información sobre la producción de esta clase de enzimas. 

Kawasaki et al., (1995) reportaron la producción de actividad lipolítica en la 

cepa PW1 de A. nidulans. Encontraron que la actividad lipolítica producida por 

el hongo (cuando se cultiva en medio conteniendo aceite de olivo como 

inductor) es inhibida por glucosa mediante un mecanismo independiente del 

gen creA e Identificaron una banda única de 37 kDa con actividad CEH sobre 

laurato de o-nitrofenilo. 
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Posteriormente, Peña (2001) analizó diferentes nutrientes y condiciones de 

cultivo para optimizar la producción de actividad CEH en A. nidulans. Encontró 

que la mayor producción de la actividad se obtenía al emplear aceite de olivo 

(1%) como inductor, almidón (1.5%) como fuente de carbono y extracto de 

levadura (0.5%) como fuente de nitrógeno. También, purificó y caracterizó una 

enzima con actividad CEH de 37 kDa producida en este medio (Peña-Montes 

et al., 2008).  

En experimentos previos a la purificación de esta CEH, se había cultivado al 

microorganismo en medio mínimo con cutina como única fuente de carbono y 

se determinó actividad cutinolítica (Peña, 2001). Los resultados indicaban que 

probablemente, la enzima realizaba las actividades de lipasa, esterasas y 

cutinasa sin embargo, en una prueba inicial de identificación de la proteína 

mediante secuenciación de péptidos internos, el resultado obtenido mostraba 

que la secuencia correspondía a una proteasa alcalina. 

Con el propósito de continuar el trabajo de Peña-Montes, se realizaron 

pruebas preliminares con la finalidad de identificar la, o las enzimas, con 

actividad CEH producida por A. nidulans en el medio de cultivo optimizado 

(CEHM). Después de realizar una separación electroforética de las proteínas 

presentes en el filtrado (concentrado) del medio de cultivo, se observaron 3 

bandas con dicha actividad catalítica empleando como sustrato acetato de α-

naftilo (Figura 7). Las enzimas presentaron los siguientes pesos moleculares 

de acuerdo a su movilidad en SDS-PAGE, 37, 29 Y 24 kDa. La actividad de 37 

kDa se asumió que correspondía a la enzima purificada por Peña-Montes, la 

de 29 kDa, por semejanza en el peso molecular (30 kDa) pudiera relacionarse 
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a la lipasa reportada por Mayordomo et al., (2000), mientras que la de 24 kDa 

era la primera vez que se observaba. 

 

 

 

FIGURA 7. Zimograma de actividad CEH en medio de cultivo optimizado 
concentrado. 1, marcador de peso molecular, extracto concentrado medio de 
cultivo CEHM. Las proteínas se separaron por SDS-PAGE, y la  actividad 
enzimática se realizó empleando acetato de α-naftilo como sustrato.  
 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. Zimograma de actividad
carboxil esterasa. 1, marcador de peso
molecular, extracto concentrado medio
de cultivo MCEH.
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3.- PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

La demanda de preparaciones altamente activas de CEH ha dirigido las 

investigaciones hacia la búsqueda de microorganismos productores así como 

en las estrategias de su cultivo para la obtención de las enzimas.  

El genoma de A. nidulans se tiene un gran número de genes que codifican 

para diversas esterasas hipotéticas, incluyendo CEH pero, solo algunas de 

éstas han sido descritas a detalle y son muy pocos los estudios sobre la 

regulación de su producción. Por lo cual, sería de gran importancia avanzar en 

el estudio de estos temas, con el fin de la obtención de enzimas para 

aplicación industrial y/o estudios. 

En el grupo de trabajo se ha observado que A. nidulans produce 3 proteínas 

que presentan actividad de CEH cuando cultiva en un medio con aceite de 

olivo como inductor. Una de estas proteínas (37 kDa) se purificó y caracterizó 

sin embargo, considerando que la actividad CEH es realizada no sólo por 

CEH, se tienen las siguientes interrogantes por resolver: 

→ Las tres actividades CEH detectadas en el extracto de A. nidulans, 

¿son una sola o son enzimas diferentes?, ¿se clasifican como CEH o 

pertenecen a otra clase?  
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→ La secuencia del gen que codifica la enzima CEH (37 kDa) de A. 

nidulans, ¿es la misma que la reportada para el gen de la serín 

proteasa (PrtA) hipotética de A. nidulans? 

 

→ Si se cultiva a A. nidulans en presencia de inductores diferentes al 

aceite de olivo, ¿qué clase de CEH producirá?, ¿cómo será la 

regulación de su producción?, ¿qué características de interés 

presentarán estás enzimas? 

 

Para dar respuesta a estas interrogantes, en la presente Tesis, se planteó el 

cumplimiento de los siguientes objetivos: 
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4.- OBJETIVOS 

 

Objetivo general 

Identificar las actividades CEH producidas en diferentes condiciones de 

inducción por Aspergillus nidulans. 

 

Objetivos específicos 

- Analizar el efecto inductor de diferentes compuestos sobre la producción de 

CEH: triacilgliceróles, ácidos grasos, cutina pura y cutícula de vegetales. 

- Evaluar el efecto de fuentes de carbono sobre a producción de CEH: 

almidón, glucosa, sacarosa y glicerol. 

- Purificar e identificar las CEH producidas bajo diferentes condiciones de 

cultivo. 

- Realizar la caracterización bioquímica de las CEH. 
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5.- MATERIALES Y MÉTODOS 

 

5.1. Microorganismo y mantenimiento 

Aspergillus nidulans PW1 (biA1, argB2, methG1, veA1) fue proporcionado por 

el Dr. Jesús Aguirre, del Instituto de Fisiología Celular, UNAM. Las esporas de 

A. nidulans se cosecharon en placas con medio mínimo (Käfer, 1977). Se 

colectaron en solución de NaCl (0.1%) y se conservaron a 4 °C en silica gel 

(Kawasaki et al., 1995). 

5.2 Condiciones y medios de cultivo 

5.2.1. Condiciones de cultivo 

Los experimentos se realizaron en matraces Erlenmeyer conteniendo 50 mL 

de medio de cultivo estéril. El medio se inoculó con 1x106 esporas/mL. Los 

matraces se incubaron con agitación (300 rpm) a 37 °C durante 24 h. 

5.2.2. Medio mínimo (MM) (Käfer, 1977). 

La concentración de los componentes que se utilizaron para preparar un litro 

de medio mínimo fue la siguiente: NaNO3, 6.0 g, KCl, 0.52 g, MgSO4. 7H2O, 

0.52 g, KH2PO4, 1.52 g, glucosa, 10 g, 1 mL de solución de elementos traza 

(H2O, 100 mL, ZnSO4-7H2O, 2.2 g, H3BO3 1.1 g, MnCl2-4H2O, 0.5 g, FeSO4-

7H2O, 0.5 g, CoCl2-5H2O, 0.16 g, CuSO4-5H2O, 0.16 g, (NH4)6-Mo7O24-4H2O, 

0.11 g, EDTA, 5.0 g.), metionina, 0.011 g, arginina, 16.8% (p/v), biotina 
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(disuelta en etanol), 0.0025% (p/v). Para la elaboración de placas se 

agregaron 15.0 g de agar. El pH del medio se ajustó a 6.5 con NaOH.  

5.2.3. Medio para producción de CEH (CEHM) 

El CEHM se preparó de manera similar al medio mínimo con las 

modificaciones siguientes: se agregó almidón (1.5%) como fuente de carbono 

en lugar de glucosa, extracto de levadura (0.5%) se usó como fuente de 

nitrógeno orgánica y aceite de oliva (0.5%), como inductor (Peña, 2001). 

5.3. Efecto de nutrientes sobre la producción de CEH 

Los medios de cultivo CEHM Y MM se emplearon como base para analizar el 

efecto de diferentes nutrientes e inductores sobre la producción extracelular 

de CEH por A. nidulans, las modificaciones a los medios para analizar cada 

caso se describen a continuación.  

5.3.1 Efecto de triacilgliceroles y ácidos grasos 

El aceite de olivo en el medio CEHM se sustituyó con triacilgliceroles y ácidos 

grasos con diferente largo de cadena (C2-C18) a una concentración final de 0.1 

ó 0.5 %. El medio CEHM sin aceite de oliva se empleó como control. 

5.3.2. Efecto de fuentes de carbono 

En el medio CEHM, la fuente de carbono (almidón 1.5%) fue sustituida por las 

siguientes fuentes: glucosa, sacarosa, glicerol y almidón a concentraciones de 

0.5 ó 1%. El medio CEHM sin almidón fue el control. 
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5.3.3. Efecto de la concentración de aceite de oliva 

Se analizaron diferentes concentraciones del aceite de oliva en el medio 

CEHM: 0.1%, 0.5% y 1% (v/v) manteniendo sin modificaciones los demás 

componentes del medio.  

5.3.4. Efecto de cutina, cáscara de manzana, tomate y papa 

Se preparó el medio mínimo como lo describió Käfer (1977), reemplazando la 

fuente de carbono (glucosa 1%w/v) por cutina de manzana, cáscaras de 

manzana, tomate y papa a una concentración del 0.4 % p/v. 

5.4. Obtención de cutina 

La cutina se aisló a partir de la cáscara de manzanas Golden Delicious y se 

preparó de acuerdo al protocolo descrito por Walton y Kolattukudy (1972). La 

estructura de la cutina se confirmó por espectroscopia de infrarojo. 

5.5. Determinación de actividad enzimática 

5.5.1. Actividad CEH  

Se determinó de acuerdo al método de Nawani et al., (1998). Se emplearon 

0.1 mL de enzima, 0.8 mL de amortiguador de fosfatos (pH 7.5, 0.05 M), y 0.1 

mL de 0.01M laurato de p-nitrofenilo (p-NPL) en etanol. La reacción hidrolítica 

se realizó a 25°C por 5 minutos después de los cuales se adicionaron 0.25 mL 

de NaCO3 0.1 M. La mezcla se centrifugó y enseguida se midió la absorbancia 

a 420 nm. Una unidad de actividad CEH se define como la cantidad de enzima 

que libera 1 µmol de p-nitrofenilo (p-NP) por minuto bajo las condiciones del 

ensayo. Se usó una curva de calibración de densidad óptica contra 
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concentración de p-nitrofenilo para estimar la formación del éste producto. 

Todos los resultados se presentaron como la media aritmética de 3 ensayos. 

5.5.2. Actividad cutinasa 

Reacción de hidrólisis de cutina. Se tomaron 700 μL de la enzima diluida en 

buffer de fosfatos 0.05 M, pH 7.5, después se adicionó 5 mg de cutina 

previamente suspendida en 300 μL de tolueno (100%). La reacción se incubó 

a 72 h a 37 °C, a 100 rpm. Un blanco sin la muestra de enzima se evaluó en 

las mismas condiciones.  

Evaluación de la hidrólisis de cutina por cromatografía en capa fina (CCF). Los 

productos de la hidrólisis fueron sometidos a una cromatografía en capa fina 

empleando sílica 60 y un indicador fluorescente. Como disolvente de 

desarrollo se empleó una solución de éter dietílico, éter y ácido acético 

(60:40:1 v/v). Los productos fueron visualizados en una cámara de luz 

ultravioleta (CAMAG) para CCF a 254 nm empleando como revelador una 

solución de diclorofluoresceína (0.1%) en spray. 

Identificación de los productos de hidrólisis. La fase orgánica se extrajo con 

cloroformo y se filtró empleando un embudo Büchner con membrana de nylon 

(Whatman®) de 0.45 μm (17). El solvente fue removido por succión y las 

muestras fueron analizadas por espectroscopia de infrarrojo.  

5.5.3 Electroforesis en gel de poliacrilamida y detección de actividad “in 

situ”. 

Los geles de poliacrilamida se prepararon al 12 % como se describe en 

Laemmli (1970). Se utilizó el equipo de electroforesis Mini Protean® II (Bio-



Carboxilesterasas de A. nidulans 

 

47 
 

Rad). La tinción de las proteínas se realizó con plata (Silver stain kit, 

Fermentas) o azul de Coomassie. Los pesos moleculares de las proteínas se 

determinaron por comparación de su movilidad con una mezcla de proteínas 

con un rango de 14.4 kDa a 116 kDa (Fermentas). 

Después de la separación electroforética de las proteínas, la actividad 

esterasa se determinó por zimografía. Las proteínas fueron renaturalizadas de 

acuerdo al siguiente procedimiento: el gel se lavó con Buffer de fosfatos (pH 

7.5, 0.05 M) por 30 min con agitación constante a temperatura ambiente, 

después se realizó un segundo lavado en el mismo buffer conteniendo Tritón 

X-100 (5 %) bajo las mismas condiciones y se finalizó con la repetición del 

primer lavado.  

Para el desarrollo de la actividad CEH, el gel se incubó por 15 min a 

temperatura ambiente en Buffer A (buffer de fosfatos pH 7.5, 0.05 M y acetato 

de α-naftilo 3 mM), enseguida se añadió el buffer B (buffer de fosfatos pH 7.5, 

0.05 M y Fast Red 1 mM). La reacción se incubó hasta la detección de bandas 

de color rojo oscuro en el gel indicando la actividad enzimática. 

5.6. Cuantificación de proteína 

La concentración de proteína se determinó empleando el método de Bradford 

(1976). Se usó un kit comercial (Bio-Rad Protein Assay) y se siguieron las 

instrucciones del fabricante. La albúmina de suero bovina se empleó como 

proteína estándar para construir la curva patrón. 
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5.7. Purificación de la CEH de 29-kDa 

La purificación de la enzima se realizó por medio de electroforesis preparativa 

usando el sistema Pre-Cell® (Bio Rad). Para la resolución de la proteínas se 

preparó un gel de acrilamida al 10% (0.1% SDS p/v). Se cargaron 2 mL (1 

mg/mL de proteína) del extracto concentrado previamente tratado con buffer 

de carga (conteniendo SDS y β-mercaptoetanol) y calentado por 2-3 min. Se 

colectaron 80 fracciones secuenciales de 5 mL. Cada una de las fracciones se 

concentró en una celda de ultrafiltración Amicon® hasta un volumen de 500 µL 

con una membrana de corte nominal de 10 kDa y después se analizaron por 

SDS-PAGE y zimografía. Las proteínas se visualizaron por tinción de 

Coomassie o tinción con plata (Silver stain kit, Fermentas). Las fracciones 

conteniendo la enzima pura fueron reunidas y concentradas de nuevo 

mediante ultrafiltración.  

5.8. Identificación de las CEH  

5.8.1 CEH inducidas por aceite de olivo  

Proteína de 37 kDa 

Las proteínas separadas por electroforesis se transfirieron a una membrana 

de PVDF Immobilon-P (Millipore) mediante el dispositivo de 

electrotransferencia Mini Trans-Blot® (Bio-Rad), se siguieron las condiciones 

descritas en el manual del fabricante. Posteriormente, la banda de la proteína 

con peso molecular de 37 kDa se cortó y se envió (Proteómica, Torre de 

Investigación, Facultad de Medicina UNAM) para la secuenciación del amino 

terminal mediante el procedimiento de degradación de Edman (1950). Una 
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vez obtenida la secuencia N-terminal de la proteína, ésta se comparó con las 

secuencias reportadas en las bases de datos para su identificación. 

Proteína de 29 kDa 

Una vez obtenida la enzima pura, ésta se digirió enzimáticamente y la mezcla 

resultante fue separada y analizada mediante el sistema LC-MS/MS 

(cromatografía líquida acoplada a espectrómetros de masas capaces de 

producir espectros en tándem) en la Unidad de Proteómica del Instituto de 

Biotecnología de la UNAM (IBT). Después de extraer los péptidos, éstos se 

analizaron por espectrometría de masas (Accela High Speed liquid 

chromatography system, mass spectrometer LTQ-Orbitrap Velos, Thermo 

Scientific Co.). Los péptidos precursores ionizados fueron aislados y 

fragmentados para la realización de un segundo espectro de masas que 

generaron los datos necesarios para el establecimiento de la secuencia de 

cada péptido precursor. El análisis se realizó manualmente y, además, se 

emplearon el software SEQUEST (http://fields.scripps.edu/sequest/) y el 

programa Matrix science (Mascot Search Result) 

(http://www.matrixscience.com). Finalmente, las secuencias de estos péptidos 

se sometieron a una búsqueda y comparación por homología en las bases de 

datos de proteínas, lo que llevó a la identificación de la enzima. 

Proteína de 24 kDa  

Después de la separación electroforética e identificación de la proteína 

mediante zimograma, las bandas se cortaron del gel y se digirieron 

http://www.matrixscience.com/
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enzimáticamente en péptidos pequeños. La mezcla resultante fue separada y 

analizada por LC-MS/MS como se describe para la proteína de 29 kDa. 

5.8.2 CEH inducidas con cutina  

Proteína de 22 kDa 

Se cultivó al hongo por 48 h en el medio mínimo con cutina, posteriormente, el 

medio de cultivo se filtró a través de una gaza, el extracto crudo obtenido se 

concentró mediante ultrafiltración en una celda Amicon®, empleando una 

membrana con un tamaño de corte nominal de 10 kDa. La mezcla de 

proteínas concentradas se sometieron a separación electroforética y 

posteriormente se identificó la enzima mediante zimograma. La banda de la 

proteína se cortó del gel y se digirió enzimáticamente en péptidos pequeños; 

la mezcla resultante fue separada y analizada por LC-MS/MS en la unidad de 

proteómica del IBT, UNAM. 

5.9. Recursos bioinformáticos  

Se emplearon diferentes recursos bioinformáticos disponibles en los 

siguientes sitios de internet: http://www.ncbi.nlm.nih.gov, http://www.expasy.ch 

y http://www.ebi.ac.uk. La identificación del péptido señal se realizó usando el 

programa “SignalP” v3 (Nielsen et al., 1997). La predición del sitio de 

fosforilación se hizo con el programa “NetPhos” 2 (Blom et al., 1999). Las 

secuencias de cutinasas se obtuvieron de la base de datos “Genbank” 

Operado por el NCBI (Centro Nacional Estadounidense para la información 

sobre Biotecnología), los número de acceso son listados en la Figura 10. La 

similitud de las secuencias se determinó por búsqueda contra las bases de 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/
http://www.expasy.ch/
http://www.ebi.ac.uk/
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datos usando el programa “FASTA3” (Pearson y Lipman, 1988), y el 

alineamiento múltiple de secuencias se obtuvo con el “CLUSTAL” W2 (Higgins 

y Sharp, 1988) utilizando los parámetros predeterminados. Para el análisis 

filogenético se utilizó el programa “MEGA” versión 4 (Tamura et al., 2007), con 

el método “Neighbor-Joining” (Saitou y Nei, 1987) y el modelo de evolución 

Jones-Taylor-Thornton (JTT) (1992). Se realizó una prueba “bootstrap” con 

1000 réplicas para obtener un árbol filogenético consenso. Como unidad de 

medida de distancia evolutiva se utilizó el número de sustituciones de 

aminoácidos por sitio, que se calculó utilizando la matriz JTT. 

5.10. Caracterización en crudo de la cutinasa ANCUT1 

5.10.1 Efecto de la temperatura sobre la actividad y estabilidad  

Para la determinación del efecto de la temperatura sobre la actividad CEH del 

extracto concentrado, se tomaron alícuotas de éste y se incubaron por 5 min 

en regulador de fosfato de potasio (pH 7.5, 0.05 M), a diferentes temperaturas: 

20, 25, 30, 40 y 50 °C. La actividad se expresó en porcentajes, considerando 

como 100% el valor de actividad más alto en la serie de ensayos.  

El efecto de la temperatura sobre la estabilidad del extracto enzimático se 

determinó tras preincubar la muestra en regulador de fosfato de potasio (pH 

7.5, 0.05 M) a diferentes temperaturas: 20, 30, 40 y 50 °C, durante 1 hora. En 

seguida se realizó la actividad CEH residual por el método 

espectrofotométrico empleando laurato de p-nitrofenilo como sustrato a 25 °C. 

La actividad CEH residual se expresó en porcentajes, considerando como 

100% el valor de la actividad enzimática sin tratamiento térmico. 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed?term=Saitou%20N%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=3447015
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5.10.2 Efecto del pH sobre la actividad y estabilidad  

El efecto del pH en la actividad CEH se analizó incubando el extracto a 

diferentes valores de pH, los buffers que se emplearon fueron los siguientes: 

fosfato de potasio (pH 6.0 y 7.0) Tris- HCl (pH8.0), CHES (pH 9.0 y 10.0), a 

una concentración de 0.05 M. La actividad CEH se midió con el método de 

Nawani descrito en la sección 5.5.1, solo variando el buffer empleado. La 

reacción se realizó por 5 min a 25 ° C. La actividad se expresó en porcentajes, 

considerando como 100% el valor más alto en la serie de ensayos. 

Para determinar el efecto del pH en la estabilidad del extracto enzimático, la 

muestra se preincubó en buffers a diferentes pHs: fosfato de potasio (pH 6.0 y 

7.0) Tris- HCl (pH 8.0), CHES (pH 9.0 y 10.0), a 4 °C durante 24 h. Enseguida, 

se realizaron ensayos para analizar la actividad CEH residual en cada prueba, 

empleando laurato de p-nitrofenilo como sustrato, en buffer de fosfatos, pH 7.5 

a 25°C por el método espectrofotométrico. La actividad CEH residual se 

expresó en porcentajes, considerando como 100% el valor de la actividad 

enzimática del extracto sin el tratamiento de preincubación. 

5.10.3 Especificidad de sustrato 

La especificidad del extracto enzimático hacia diferentes ésters de p-nitrofenilo 

fue analizada por el método descrito en la sección 5.5.1. Los sustratos que se 

analizaron fueron: acetato de p-nitofenilo (C2), caprilato de p-nitrofenilo C10), 

laurato de p-nitrofenilo (C12), miristato de p-nitrofenilo (C14), palmitato de p-

nitrofenilo (C16), esterato de p-nitrofenilo (C18). Los resultados se expresaron 
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como porcentaje de actividad relativa, se asignó el 100% al sustrato con 

mayor actividad. 
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6.-RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

CAPÍTULO 1.  

CEH PRODUCIDAS EN MEDIO CON ACEITE DE OLIVA COMO INDUCTOR 

(CEHM) 

Efecto de triacilgliceroles y ácidos grasos en la producción de actividad 

de CEH 

Los lípidos y algunas sustancias relacionadas con ellos, comúnmente inducen 

la producción de CEH. En A. nidulans se encontró un incremento en la 

producción de actividad CEH con la adición de triacilgliceroles de cadena 

mediana y larga comparada con la adición de triacilgliceroles de cadena corta. 

La máxima actividad enzimática se obtuvo con trioleína (Tabla 6). Cuando se 

adicionaron ácidos grasos, las producciones más altas de actividad CEH se 

obtuvieron con los ácidos araquídico, (C20) y ácido esteárico, (C18). 

Para la identificación de la enzima, se analizaron los patrones de las proteínas 

producidas en los diferentes extractos crudos mediante SDS-PAGE y 

zimogramas. En el extracto del medio adicionado con triacetina se observó un 

mayor número de bandas de proteínas comparado con los medios restantes. 

En los medios con trioleína y aceite de oliva el patrón observado fue muy 

similar. Asimismo, se encontró que la intensidad de las bandas de proteínas 

con pesos moleculares de 29 y 20 kDa se incrementa de acuerdo con el largo 
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de cadena del ácido graso esterificado al triacilglicerol. Mediante zimograma 

de cada extracto crudo (sin concentrar) se observó que sólo la proteína de 29 

kDa desarrolla la actividad CEH (Figura 8B) no obstante, en el extracto de 

CEHM concentrado 20 veces, se detectaron tres bandas con la actividad CEH 

(37, 29 y 22 kDa) coincidiendo con resultados previos del grupo de trabajo 

(Peña-Montes, et al; 2008). En el presente estudio estas proteínas son 

identificadas como la proteasa alcalina PrtA, una nueva cutinasa (ANCUT2) y 

su producto de procesamiento pos-traduccional respectivamente. Los detalles 

sobre estos resultados se muestran más adelante. 

 

TABLA 6. Efecto de triacilgliceroles, ácidos grasos y aceite de oliva en la 
producción de actividad CEH en Aspergillus nidulans. 
 

a
El microorganismo se cultivó en CEHM. El aceite de olivo se sustituyó por el compuesto 

indicado a la concentración mencionada. 
La actividad CEH se determinó como se describe en la sección 4.5.1. Todos los resultados se 
representan como la media aritmética ± DS de tres determinaciones separadas 

 

Fuente analizada 

Actividad 

CEH 

(U/mL) 

Proteína 

(µg/mL) 

Actividad 

específica CEH 

(U/mg ) 

Ninguna Aceite de oliva 0% 0.085±0.025 14.3±1.3    5.97±1.77 

Concentración de  Aceite de oliva 0.1% 1.624±0.183 22.3±0.9  72.76±8.18 

aceite de olive Aceite de oliva
a
  0.5% 1.181±0.321 21.7±1.1    54.34±14.77 

 Aceite de oliva  1% 0.709±0.066 20.6±1.0  34.45±3.19 

Triacilglicerol 

 

Triacetina 0.5% 0.042±0.001 26.3±0.6    1.58±0.09 

Tributirina 0.5% 0.019±0.004 13.1±1.2    1.47±0.27 

Tricaproina 0.5% 0.043±0.001 22.0±1.7    1.94±0.10 

Trioctanoina 0.5% 0.095±0.009 20.2±1.1    4.71±0.54 

Tricaprina 0.5% 0.111±0.002 23.4±1.1    4.71±0.13 

Tripalmitina 0.5% 0.016±0.025 21.6±1.4    7.60±1.18 

Tristearina 0.5% 0.164±0.009 21.0±1.8  11.72±0.73 

Trioleina 0.5% 0.367±0.021 19.7±1.4  18.66±1.20 

Ácido graso Mirístico 0.1% 0.176±0.025 25.5±0.7    6.50±1.02 

Palmitico 0.1% 0.242±0.023 26.1±0.6    9.27±0.91 

Esteárico 0.1% 0.476±0.009 24.4±2.4  19.53±0.47 

Araquidico 0.1% 0.320±0.037 20.2±1.7  21.86±2.89 

Oleico 0.1% 0.057±0.007 24.7±2.2    2.31±0.27 
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FIGURA 8. Efecto de triacilgliceroles sobre la producción de actividad CEH. A) 
Análisis SDS-PAGE de las proteínas en los extractos crudos. Carril 1, MP, 
marcador de peso molecular, carril 2-8, extractos de los medios conteniendo 
triacilgliceroles de diferente largo de cadena, los números arriba de cada carril 
representan el largo de cadena del ácido del triacilgliceroles (C2-C18), carril 9 
contiene el sobrenadante del cultivo del CEHM. Las proteínas fueron 
visualizadas después de la tinción con plata. B) Zimograma revelando la 
actividad CEH en el sobrenadante del cultivo de CEHM. Se empleó como 
sustrato acetato de α-naftilo. 
 
 

El efecto inductor de ciertos aceites sobre la producción de CEH del tipo 

lipasas y carboxilesterasas verdaderas ha sido ampliamente reportado, no así 

en la obtención de cutinasas. Comúnmente, se suele utilizar la cutina o sus 

hidrolizados como inductores principales de estas enzimas. Los resultados 

presentados aquí muestran que el aceite de oliva al igual que algunos 

triacilgliceroles y ácidos grasos inducen la producción de la CEH de 29 kDa en 

A. nidulans. Pio y Macedo (2007) reportaron la producción de una cutinasa en 

Fusaruim oxysporum empleando diversos aceite entre ellos, aceite de linaza y 

aceite de oliva además de ácidos grasos como el palmítico, oleico y esteárico. 

MW      C2             C4            C6           C8            C10          C16         C18        C18:1   CEHM                  CEHM                                                                            kDa

116.0
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En contraste, la adición de aceite de olivo en el medio de cultivo de 

Thermomonospora fusca y Thermoactinomyces vulgaris inhibe por completo 

el crecimiento y la producción de cutinasas en estos microorganismo (Fett et 

al., 1999, Fett et al., 2000). 

Efecto de la concentración de aceite de oliva 

La concentración del inductor es un factor importante a considerar cuando se 

estudia la regulación de la producción de enzimas. En A. nidulans, el aceite de 

oliva a una concentración de 0.1% resultó el mejor inductor de CEH, mientras 

que concentraciones mayores al 1% inhibieron la producción de la actividad 

enzimática (Tabla 6). 

En el caso de la cutinasa de F. oxysporum se observaron resultados similares, 

se obtuvo una mayor producción de la actividad enzimática cuando se empleó 

aceite de oliva a una baja concentración (0.5%) y un efecto negativo por la 

adición de aceite al 1% (Pio y Macedo, 2007). Algunos autores han atribuido 

este efecto inhibitorio a la presencia de productos de hidrólisis generados 

durante el cultivo (Sharkar et al., 1998), a la retroinhibición (Henriette et al., 

1993) y a la interferencia en la transferencia de oxígeno (Martinez et al., 

1993). 

Efecto de fuentes de carbono 

Con la finalidad de mejorar el medio de cultivo para la producción CEH 

(CEHM), se buscó sustituir o disminuir la concentración de la fuente de 

carbono (almidón 1.5%) debido a que causa gelatinización, provocando 

problemas en el manejo del medio de cultivo. La actividad CEH se disminuyó 
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en el CEHM sin almidón, empleando aceite de oliva como única fuente de 

carbono (Tabla 7). Al eliminar el almidón y emplear el aceite de oliva como 

única fuente de carbono en CEHM, se disminuye la producción de la actividad 

CEH. Diferentes fuentes de carbono se adicionaron al 0.5%, y se encontró 

que cuando glucosa, sacarosa y almidón fueron empleadas, la actividad y el 

patrón de proteínas producidas por el hongo fueron conservadas, mientras 

que la producción de la enzima disminuyó cuando glicerol (0.5%) o glucosa 

(1%) fueron usadas como fuentes de carbono (Tabla 7).  

 

TABLA 7. Efecto de fuentes de carbono sobre la producción extracelular de 
actividad CEH en A. nidulans. 

Fuente de carbon 
Actividad CEH 
(U/mL) 

Proteína 
(µg/mL) 

Actividad 
específica 
CEH (U/mg) 

Almidón 0% 0.105±0.011 18.79±1.2   5.59±0.5 
Almidón 0.5% 1.444±0.075   24.4±0.4 59.22±3.0 
Glucosa 0.5% 1.376±0.110   16.2±0.8 84.95±6.7 
Glucosa 1% 0.181±0.032   22.1±1.5   8.19±1.4 
Sacarosa 0.5% 1.353±0.046   17.5±0.4 77.43±2.6 
Glicerol 0.5% 0.874±0.067   18.3±0.9 47.83±3.6 

 

Aspergillus nidulans se cultivó en CEHM (almidón 1.5%, extracto de levadura 0.5%, aceite de 

levadura 0.5%), el almidón se sustituyó por el compuesto indicado a la concentración 

indicada. La actividad CEH se determinó como se describe en sección 4.5.1. Todos los 

resultados representan la media aritmética ± SD de tres determinaciones separadas.  

 

Este efecto de represión por fuentes fácilmente asimilables como la glucosa 

se ha reportado en otras cutinasas y lipasas (Lin y Kolattukudy, 1978, 

Henriette et al., 1993). En A. nidulans, la actividad CEH en medio mínimo es 

reprimida por glucosa a través de un mecanismo  independiente de creA 

(Kawasaki et al., 1995).  
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Purificación de la CEH de 29 kDa y su identificación por análisis de la 

secuencia interna de aminoácidos.  

Después de la separación de proteínas por electroforesis preparativa en el 

sistema Prep-Cell® se colectaron en total 80 fracciones. El análisis SDS-PAGE 

y la zimografía revelaron que 15 fracciones (numeradas del 27-42) contenían 

la proteína de 29 kDa (Figura 9). La proteína pura se encontró en las 

fracciones 30-40. El procedimiento de purificación de esta proteína se realizó 

5 veces sin variaciones significativas, demostrando la reproducibilidad del 

método.  

 

La banda conteniendo la enzima pura se cortó y se sometió a LC-MS/MS para 

su identificación. En la Figura 10 se muestran las secuencia (en color azul) de 

los tres péptidos obtenidos y su ubicación en la proteína. Todos los péptidos 

coincidieron con la secuencia de la proteína ABF50887.1 (código de acceso 

del GenBank), que codifica para una cutinasa de A. nidulans FGSC A4 (Bauer 

et al., 2006) con código de acceso AN7541.2 en la base del genoma de 

Aspergillus y que en este estudio se designó como ANCUT2.  
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FIGURA 9. Purificación de cutinasa ANCUT2. A) Análisis SDS-PAGE en 
fracciones colectadas numeradas (carriles 2-11) y marcadores de peso 
molecular MPM (carril 1). B) Identificación de actividad CEH en la fracción 
pura 33, usando zimografía con acetato de α-naftilo como sustrato realizada 
en gel SDS-PAGE. 

 

Análisis de la secuencia de aminoácidos de ANCUT2 

La secuencia de la proteína consta de 255 residuos de aminoácidos (Figura 

10) con un peso molecular teórico de 26.07 kDa y el punto isoeléctrico (pI) de 

5.19. La secuencia de un posible péptido señal también fue identificada, la 

máxima probabilidad del corte se localizó entre las posiciones 17 y 18 de la 

secuencia de la proteína. El peso molecular experimental de ANCUT2 (29 

kDa) difiere levemente del peso teórico, lo que puede ser debido a 

modificaciones postraduccionales. No se encontraron sitios potenciales de 

glicosilación en la secuencia de la proteína con el programa de predicción 

NetNGlyc 1.  
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FIGURA 10. Comparación de la secuencia de cutinasa ANCUT2 de 
Aspergillus nidulans con cutinasas de diferentes microorganismos 
(A.nid-cutinasa de A. nidulans, A. nig-cutinasa putativa de A. niger; A ory-
cutinasa putativa de A. oryzae; F. sol-cutinasa de Fusarium solani; C.cp-
cutinasa de Cryptococcus sp; S. sca-cutinasa de Streptomyces scabiei). Los 
aminoácidos de la triada catalítica putativa se muestran en rojo (Ser- 130, 
Asp- 185, e His- 198). Las secuencias de aminoácidos de los péptidos 
deducidas por LC-MS/MS se muestran en rosa, azul y verde. La secuencia 
pentapéptido consenso en el recuadro. Las seis cisteínas conservadas que 
pueden formar enlaces disulfuro se muestran en amarillo. 

 

A.nid           ---MHFKLLSLAALAGLSVASP-LNLDERQLGSSSGNDLRDG---DCKPVTFIFARASTE 53

A.nig           ---MKLPYFLLG-LAGLAAASP-MGLAERQL--SDGNELRDG---SCKPIIFIFARASTE 50

A.ory           ---MHLRNIVIA-LAATAVASP-VDLQDRQL--TGGDELRDG---PCKPITFIFARASTE 50

F.sol           MKFFALTTLLAATASALPTSNPAQELEARQLGRTTRDDLINGNSASCRDVIFIYARGSTE 60

C.sp. ---MLVSALALAVLSAASLGRAAPTPESAEAHELEARATSS----ACPQYVLINTRGTGE 53

S.sca           ---MRIRLYLAA----IPLVGG-AGLAAVATPTATAA--------ACTDIDVVSARGTFE 44

: .     .     .                            *    .: :*.: *

A.nid           PGLLGMSTGPAVCNDLKADASLGGVACQGVGPKYTAGLAENALPQGTSSAAINEAKELFE 113

A.nig           PGLLGISTGPAVCNDLKMAKA-GQVLCQGVGPAYTADLMSNALPDNTSPAAISESESLFK 109

A.ory           PGLLGISTGPAVCNRLKLARS-GDVACQGVGPRYTADLPSNALPEGTSQAAIAEAQGLFE 109

F.sol           TGNLG-TLGPSIASNLESAFGKDGVWIQGVGGAYRATLGDNALPRGTSSAAIREMLGLFQ 119

C.sp. P--QGQSAGFRTMNSQITAALSGGTIY---NTVYTADFSQNSAAG------TADIIRRIN 102

S.sca           PGTLGFIVGDPVYAALQKKVAGKSLSSYKVN--YPADLSPTSAAQGN-----ADLVNHVR 97

.   *   *                     .  * * :  .: .         :    ..

A.nid           LAASKCPDTRIVAGGYSQGTAVMHGAI--------------PDLSDEIKDKIAGVVLFGD 159

A.nig           LAASKCPNSQILAGGYSQGTAVMDDSI--------------KQLPDDVKDKIKGVVLFGY 155

A.ory           QAVSKCPDTQIVAGGYSQGTAVMNGAI--------------KRLSADVQDKIKGVVLFGY 155

F.sol           QANTKCPDATLIAGGYSQGAALAAASI--------------EDLDSAIRDKIAGTVLFGY 165

C.sp. SGLAANPNVCYILQGYSQGAAATVVALQ------------QLGTSGAAFNAVKGVFLIGN 150

S.sca           SQAASCPNQRFVLVGYSQGANVVDNSIGISSAGAVVGSPIVATLPAALEPRVSAVLLFGN 157

:  *:   :  *****:     ::                        : ...*:* 

A.nid          TRNKQ-----------------------DGGQIKNFPKDKIKIYCATGDLVCDGTL--VV 194

A.nig           TRNAQ-----------------------EGGQIGNFPKDKVKIYCAMGDLVCDGTL--IV 190

A.ory           TRNAQ-----------------------ERGQIANFPKDKVKVYCAVGDLVCLGTL--IV 190

F.sol           TKNLQ-----------------------NRGRIPNYPADRTKVFCNTGDLVCTGSL--IV 200

C.sp. PDHKSGLTCNVDSNGGTTTRNVNGLSVAYQGSVPSGWVSKTLDVCAYGDGVCDTAHGFGI 210

S.sca           PIRAI-----------------------GKSVTGTYQS-RTIDFCAAGDPVCENGG--GD 191

. .                           .   .    :    *  ** **        

A.nid           TAAHFTYVANT-GEASKWLEQQLASMPASTSTSSSSSSSSSAP-----ASQTSQSSGLS- 247

A.nig           TAAHFTYVMNT-GEASQWLESKLSDTTTSSLTGSSSSDTSSSTSTGDSSSESSSAAGLGG 249

A.ory           APPHFSYLSDT-GDASDFLLSQLG------------------------------------ 213

F.sol           AAPHLAYGPDARGPAPEFLIEKVRAVRGSA------------------------------ 230

C.sp. NAQHLSYPSDQ-GVQTMGYKFAVNKLGGSA------------------------------ 239

S.sca           VGAHLGYRANA-DAAAAFAATKI------------------------------------- 213

*: *  :  .  .      :                                     

A.nid           -SWFSGLGN------------- 255

A.nig           LSGLTGLGSSTSGGFPSLASLF 271

A.ory           ----------------------

F.sol           ----------------------

C.sp.           ----------------------

S.sca           ----------------------
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Es altamente probable que otras modificaciones estén involucradas; el N-

terminal de la enzima podría estar bloqueado por glucuronidación como ha 

sido reportado en la cutinasa de Fusarium solani (Lin y Kolattukudy 1980). La 

fosforilación de la proteína es otra posible razón para la diferencia en el peso 

molecular debido que todas las cutinasas fungales conocidas tienen al menos 

un sitio de fosforilación (Wang et al., 2002). La secuencia de la cutinasa 

ANCUT2 contiene 23 sitios potenciales de fosforilación en los residuos de 

serina, treonina, y tirosina como predijo el servidor del programa NetPhos 2. 

ANCUT2 contiene una región rica en serina localizada entre los aminoácidos 

218-251 (Figura 10), una característica que ha sido ligada a fosforilación en 

otras proteínas (Kanazawa et al., 1994). Esta región rica en serina ha sido 

localizada solamente en la secuencia de aminoácidos de dos cutinasas 

putativas de A. niger (GenBank accession no. CAK41954.1) y en una cutinasa 

de A. flavus (GenBank accesión no. EED52785.1). 

El análisis comparativo de la secuencia usando el programa FASTA reveló 

que los residuos de aminoácidos de ANCUT2 tiene un alto grado de identidad 

y similitud (>60%) con las secuencias de otras cutinasas fungales, 

particularmente con las del género Aspergillus. Los valores de similitud más 

elevados se obtuvieron con las secuencias de las cutinasas de A. oryzae 

(88.7%), A. fumigaus (88.1%), A. flavus (86.8%), y A. niger (85.5%) (GenBank 

números de acceso: BAA07428.1, EDP50786.1, EED5278.1, y CAK48244.1, 

respectivamente). 

El alineamiento múltiple de ANCUT2 construido con cutinasas de origen 

fungal y bacteriano reveló residuos conservados en las secuencias de 

aminoácidos (Figura 10). Los residuos de serina, ácido aspártico e histidina 
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que conforman la triada catalítica característica de la familia de serin 

proteasas y CEH están completamente conservados en estas cutinasas. Los 

aminoácidos: Ser 130, Asp 185 e His 198 fueron identificados como los 

posibles residuos del sitio catalítico. El residuo de la serina catalítca se 

encontró en la secuencia consenso del pentapétido GTSQG que corresponde 

a los residuos localizados en la posiciones 128-132.   

 

La mayoría de las secuencias de cutinasas suelen presentar 4 residuos de 

cisteína, los cuales forman dos puentes disulfuro que le brindan estabilidad a 

la estructura de la proteína. En la secuencia de ANCUT2 se encontraron seis 

residuos de cisteínas, que se conservan solo en otras cutinasas de género 

Aspergillus (Figura 10). Liu y colaboradores (2009) reportaron por primera vez 

la presencia de estas dos cisteínas adicionales en la secuencia de la cutinasa 

de Aspergilllus oryzae. Las cisteínas forman un puente disulfuro adicional que 

le proporciona una mayor estabilidad térmica a esta proteína comparada con 

la cutinasa de F. solani que sólo presenta 2 puentes disulfuro. 

 

Una búsqueda en la base de datos de la secuencia genómica de A. nidulans 

mostró que además del gen AN7145.2 que codifica a la cutinasa ANCUT2, 

existen otros tres genes que codifican para supuestas cutinasas, estos son: 

AN5309.2, AN7180.2 y AN10346.4 (Galagan et al., 2005). Las secuencias de 

las cutinasas AN5309.2, AN7180.2 presentan también los 6 residuos de 

cisteína, mientras que la cutinasa AN10346.4 sólo tiene 4.  
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Identificación de CEH 22 kDa por secuenciación de aminoácidos internos  

La banda de 22 kDa que también presentaba actividad de CEH e identificada 

en los geles SDS-PAGE, de extractos crudos del medio CEHM concentrado, 

fue cortada del gel e identificada mediante LC-MS/MS. El análisis mostró 

como resultado la secuencia de tres péptidos: ASTEPGLLGMSTGPAVCNDLK, 

YTAGLAENALPQGTSSAAINEAKELFELAASK, y IAGVVLFGDTR, los cuales 

coincidieron nuevamente con partes de la secuencia de aminoácidos de la 

cutinasa ABF50887.1 de Aspergillus nidulans FGSC A4 (ANCUT 2).  

La secuencia del primer péptido que se muestra en color verde fue 

identificada por análisis LC-MS/MS solamente en la proteína de 22 kDa, pero 

no en la de 29 kDa, los otros dos péptidos, que se muestran en azul. se 

identificaron en ambas proteínas (Figura 10) y el péptido en color rosa que se 

encuentra antes del marcado en color en verde, únicamente se encontró en la 

proteína de 29 kDa. Estos resultados indican que la proteína de 22 kDa 

probablemente sea un producto de procesamiento post-traduccional de la 

cutinasa de 29 kDa ANCUT2.Considerando que el peso molecular (estimado 

experimentalmente) de ésta proteína es menor se sugiere, que pudiera ser un 

producto de degradación proteolítica de la cutinasa de 29 kDa ANCUT2. Más 

aún, si se estima el peso molecular teórico de la proteína considerando la 

secuencia del péptido ASTEPGLLGMS… como la región N-terminal de la 

proteína, el peso correspondería a 20.81 kDa que concuerda con el estimado 

experimentalmente de 22 kDa. La presencia de isoenzimas es común en 

hongos patógenos de plantas como el Molinia fructicola (Wang et al., 2000). 
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Análisis del árbol filogenético de las cutinasas de A. nidulans 

Usando las secuencias de cutinasas obtenidas del GenBank, se construyó un 

árbol filogenético para investigar las relaciones evolutivas entre las cutinasas 

de A. nidulans y las de otros microorganismos. El resultado reveló que las 

cutinasas se agruparon en dos ramas principales: en una de ellas, las 

cutinasas de mohos y en la otra las de bacterias y levaduras (Figura 11).  

 

 

 

FIGURA 11. Análisis filogenético de las cutinasas de Aspergillus nidulans. 
ABF50887.1 (ANCUT2) en gris claro y EAA62469.1 (ANCUT1) en recuadro. 
La relación evolutiva fue inferida mediante el método neighbor-joining. El 
porcentaje de réplicas de los árboles en los que los taxa asociados fueron 
agrupados (Bootstrap 1, 000 repeticiones) se muestran al lado izquierdo de 
las ramas. Las distancias evolutivas fueron calculadas utilizando el método 
Jones-Taylor-Thornton, tomando como medida el número de sustituciones de 
aminoácidos por sitio. La construcción del árbol se realizó en el programa 
MEGA 4.0. 
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Las cutinasas de Aspergillus forman dos subgrupos separados: un subgrupo 

lo conforman las que poseen seis residuos del aminoácido cisteína y el 

segundo las que solo poseen cuatro residuos de cisteína. Las cutinasas de 

Fusarium, Glomerella y Alternaria se conocen por poseer también 4 residuos 

de cisteína sin embargo, estas constituyen un subgrupo diferente (Figura 11). 

El análisis mostró que tres de las cuatro secuencias de las cutinasas de 

Aspergillus nidulans guardan una relación filogenética más estrecha, 

AN7145.2 (ANCUT2), AN5309.2 y AN7180.2, mientras que la AN10346.4 está 

más alejada. 

Determinación de actividad cutinasa de ANCUT2 

Obtención de cutina 

El método desarrollado para la obtención de cutina a partir de muestras de 

cáscara de frutos de manzana Golden Delicious comprende varios pasos 

propuestos por Walton y Kolattukudy (1972). Se partieron de 12 Kg de 

manzana para obtener 38 g cutícula y solo 15 g de cutina pura después del 

protocolo descrito. 

Al ser la cutina un polímero amorfo e insoluble, solamente un limitado número 

de métodos pueden emplearse para investigar la estructura de este polímero. 

El grado de pureza de la extracción realizada en este trabajo se comprobó 

mediante espectrometría infrarroja por transformada de Fourier (FTIR). En 

trabajos previos, se ha reportado que las bandas de absorción características 

de la estructura de la cutina (obtenida de diversos frutos) ocurren a 3300 cm-1 

(grupos hidroxilo), 2924 cm-1 y 2852 cm-1 (estiramientos alifáticos C-H), 1731 
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cm-1 (grupo carbonilo del enlace), 3300 y 1640 cm-1 (agua) y 1167 cm-1 (éster 

C-O); (Pacciano et al., 1993). En la Figura 12 se presenta el espectro ATR-

FIRT (Espectrometría infrarroja por transformada de Fourier mediante 

reflectancia total atenuada) obtenido para la cutina aislada en este trabajo, 

que concuerda con el patrón de bandas esperado. 

 

FIGURA 12. Espectro ATR-FTIR de cutina natural aislada de manzana (A) y 
cutina hidrolizada por cutinasa (B). Las bandas principales son señaladas. Los 
valores obtenidos fueron observados en dos experimentos separados. 
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La cutina es un polímero complejo con baja solubilidad en agua. Para facilitar 

las reacciones de hidrólisis y mejorar la disponibilidad del sustrato, se 

evaluaron diferentes solventes. Los mejores resultaron tolueno, DMSO y 

mezclas 1:1 de etanol-glicerol y terbutanol-agua. La cutina no fue totalmente 

solubilizada, pero se mantuvo en suspensión. El efecto de estos solventes 

sobre la cutinasa (extracto concentrado) fue analizado. La enzima tolera 

solventes polares miscibles en agua con bajo log P (1.37) como el DMSO así 

como también solventes moderadamente hidrofóbicos (no polares) con 

elevados valores de log P (2.5) como el tolueno (Figura 13) . El tolueno 

permitió la estabilidad de la enzima y la suspensión de la cutina, por lo que se 

eligió este solvente para la reacción de hidrólisis de cutina. 

 

 

Figura 13. Efecto de diferentes solventes orgánico (30% v/v) sobre la 
estabilidad enzimática. Los valores obtenidos son el promedio de tres 
mediciones. 
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Una vez finalizada la reacción de hidrólisis, se llevó a cabo el análisis de los 

productos de reacción. Nuevamente mediante ATR-FIRT se obtuvo el patrón 

de bandas de la muestra de cutina después de la hidrólisis. 

El resultado se muestra en la Figura 12. Se observa la aparición de las 

bandas de absorción del ácido carboxílico (1,720 cm -1) y la ausencia de la 

banda a 1,731 cm -1, asignada a la vibración C=O del grupo carbonilo del 

enlace éster que une los hidroxiácidos grasos que forman el entramado de 

cutina. Además, la banda típica de grupo hidroxilo (3000-3700) fue mayor en 

el hidrolizado de cutina, debido a que estos grupos son generados después de 

la hidrólisis éster en cutina. Los principales picos del ATR-FTIR son 

compilados en la Tabla 8 para ambas sustancias cutina pura y cutina después 

de la hidrólisis. 

 

TABLA 8. Comparación de las bandas de absorción observadas mediante 
ATR-FTIR, para la cutina de manzana pura y los polímeros obtenidos después 
de su hidrólisis.  

Asignacióna Frecuencia (cm-1)           (Intensidadb) 

Cutina              Cutina hidrolizada 

H2O 3400(m)  - 
Ѵ(O-H···O) 3301(m, br) 3405 (s) 
Ѵa(CH2) 2925(s) 2927(s) 
Ѵs(CH2) 2854(s) 2856 (s) 
Ѵ(C=O)  1731(s) éster  1720 (m) ácido carboxílico 
H2O 1627(m) 1629 (v, w) 
δ(CH2) tijera 1455(w) 1447 (m) 
Ѵa(C-O-C) 1166(m) 1159 (w) 
Ѵs(C-O-C) 1102(w) 1109 (v, w) 
δ(CH2) balanceo 722(w) - 

a Ѵ: estiramiento, δ: deformación, a: asimétrica, s: simétrica. b s: fuerte, m: 
media, w: débil, v: muy, br: amplio. 
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Del Rio y Hatcher (1998) detectaron los ácidos 8,16-,9,16-, 10 y 16-dimetoxi-

hexadecanoico e hidroxi-metoxi hexadecanoico como los productos 

principales de hidrólisis de cutina de tomate. En este trabajo se observó la 

existencia de ácidos grasos libres por TLC solamente en la presencia de 

ANCUT2, lo que confirma la degradación de la cutina por esta enzima (Figura 

14). 

 

Figura 14. Cromatografía en capa fina de los productos de hidrólisis de cutina. 
B, blanco (sin cutinasa); Cut (productos de la cutina hidrolizada); AP (estándar 
de ácido palmítico). 

 

Identificación de la CEH de 37 kDa 

La banda restante de 37 kDa con actividad de CEH también fue identificada. 

Las proteínas separadas por SDS-PAGE se transfirieron a una membrana de 

PVDF. La banda de 37 kDa se cortó y se sometió al procedimiento de 

Degradación de Edman para determinar los aminoácidos que conforman el N-

B APCut Cut
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terminal de la proteína. Se obtuvo una secuencia N-terminal de 10 

aminoácidos: ALTSQSGAPW, la cual se comparó con las secuencias en las 

bases de datos del “Aspergillus genome database”. Esta secuencia coincidió 

100% con una región de la proteína hipotética AN5558.1 de A. nidulans, que 

corresponde a la proteasa alcalina codificada por el gen prtA. Estos resultados 

concuerdan con los del grupo de trabajo, en los que se reporta la purificación 

y caracterización de dicha proteína (Peña-Montes, et al; 2008).  

La secuencia nucleotídica (Figura 15) del gene que codifica para esta proteína 

fue reportada inicialmente por Katz et al. (1994), quienes aislaron y 

caracterizaron el gen prtA a partir de una librería de ADNc de A. nidulans. La 

secuencia de aminoácidos deducida del producto del gen prtA presenta 

homología con las proteasas de A. oryzae, A. fumigatus y A. flavus. Al realizar 

un análisis detallado de comparación de las secuencias, se encontró que las 

proteínas (incluída la PrtA) presentan un dominio similar al de las subtilisinas, 

la familia de serin proteasas tipo subtilisina. (Siezen y Leunissen, 1997). En 

muchos hongos saprófitos, las subtilasas son las principales proteasas de 

amplio-espectro ya que muestran actividad sobre diversos sustratos (Hu y 

Leger, 2004). Aun cuando el sustrato clásico de las subtilasas son los 

péptidos, es ampliamente reconocida su capacidad para hidrolizar una 

variedad de enlaces éster (Liu y Tamp, 2001; Murayama et al., 2002; Sroga y 

Dordick, 2001; Klibanov, 2001).  
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FIGURA 15. Comparación de la secuencia completa de la proteasa alcalina 
PrtA y la secuencia N-terminal identificada. La secuencia N-terminal se indica 
con estrellas, el péptido señal probable se muestra subrayado y la región 
propéptido de la proteína se presenta sombreada. El alineamiento de las 
secuencias se realizó con el programa “Clustal” W.  
 
 
 
La mayoría de las subtilasas son sintetizadas como pre-pro-enzimas, 

subsecuentemente translocadas a través de la membrana celular vía el pro-

péptido (o peptido señal) y, finalmente, activadas por eliminación del 

propéptido (Siezen y Leunissen, 1997). La secuencia completa de la proteasa 

PrtA consta de 403 aminoácidos sin embargo, la secuencia N-terminal 

(ALTSQSGAPW) coincide con los aminoácidos 121-130, por lo que, la 

proteína madura sólo posee 283 aa (de Ala-121 a E-403) con un 

correspondiente peso molecular de 28.6 kDa. Basados en la predicción del 

sitio de ruptura del péptido señal en la secuencia de la proteasa PrtA, la 

N-terminal Proteína madura

Péptido señal Propéptido



Carboxilesterasas de A. nidulans 

 

73 
 

localización más probable se da entre los aminoácidos Gly-20 y Ala-21, por lo 

que la región pro-peptido de esta proteína parece ser de 100 aminoácidos 

(aminoácido 21 al 120).  

 

Aunque el peso molecular teórico de la proteasa PrtA difiere del estimado 

experimentalmente que es de 37 kDa, resultados similares se han reportado 

para otras proteasas fungales. La proteasa elastinolítica de A. flavus migra a 

36 kDa en SDS-PAGE, sin embargo, su peso molecular teórico es de 29.1 

kDa. Estas diferencia también ha sido observado para las proteasas de A. 

oryzae y A. fumigatus y parece ser una característica común de serin 

proteasas de especies de Aspergillus, aunque la razón de esta diferencia no 

ha sido aclarada (Ramesh, et al., 1994; Frosco, et al., 1992).  

 

Algunos autores han reportado un incremento en la producción de proteasas 

cuando se añade aceites o ciertos ácidos grasos en el medio de cultivo (Yang 

y Lin, 1998, Fukushima et al., 1991) sin embargo, en estudios realizados 

dentro del grupo de trabajo no se encontró relación entre la adición del aceite 

o ácidos grasos al medio de cultivo y la presencia de la proteasa PrtA (Alva-

Gasca, Tesis en escritura). Es muy probable que la presencia de la enzima se 

deba a la inducción por agotamiento de los nutrientes en el medio de cultivo. 
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CAPÍTULO 2. CEH INDUCIDAS POR CUTINA. 

La cutina es un polímero de ácidos grasos de diferente longitud de cadena 

que es hidrolizado por cutinasas. De acuerdo a los resultados mostrados en el 

capítulo anterior, cuando A. nidulans es cultivado bajo ciertas condiciones  

empleando aceite de oliva como inductor, es capaz de producir esta clase de 

enzimas.  

Debido que el método de obtención de la cutina es muy laborioso y de bajo 

rendimiento, se decidió analizar la inducción de cutinasas empleando como 

fuentes de carbono, residuos agroindustriales de fácil obtención y bajo costo 

para la fermentación como son: la cutícula de manzana, tomate y papa, ricos 

en los polímeros cutina y suberina 

En este capítulo se exponen los resultados obtenidos al analizar el efecto de 

diferentes fuente de cutina sobre la producción de cutinasas en A. nidulans.  

Producción de cutinasas 

El hongo se cultivó en medio mínimo conteniendo cutina de manzana pura 

(0.4%) como única fuente de carbono. Después de 24 horas de fermentación 

la actividad CEH producida fue muy baja (Figura 16) no obstante, durante el 

transcurso de la fermentación la actividad fue incrementando, obteniéndose la 

mayor producción (1.3 U/mL) a las 72 h. La actividad producida empleando 

cutina fue muy aproximada a la obtenida con aceite de oliva (1.6 U/mL). 
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FIGURA 16. Cinética de producción de actividad CEH por Aspergillus 

nidulans, empleando diferentes fuentes de cutina y suberina. 

 

  

La adición de cáscara de manzana, tomate ó papa al medio de cultivo también 

indujo la producción de actividad CEH sin embargo, la producción fue menor 

que la obtenida con la cutina pura (Figura 16). La cáscara de manzana fue la 

mejor fuente alterna para la producción de cutinasa (0.722 U/mL), seguida de 

la de tomate (0.119 U/mL). La menor producción se obtuvo con la cáscara de 

papa (0.074 U/mL). La preferencia sobre la fuente de cutina para la inducción 

de cutinasas varía en cada microorganismo. Hawthorne y colaboradores 
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(2001) evaluaron 3 tipos de cutina (cutina de Cucurbita maxima, Cucurbita 

moschata y manzana “Grannysmith”), para la produción de cutinasas en dos 

cepas de Fusarium solani f. sp. Una de las cepas (SAM410) produjo mayor 

actividad cutinasa con la cutina obtenida a partir de C. moschata, mientras 

que la otra cepa (PGB153) alcanzó una mayor producción de actividad con 

cutina de C. maxima. 

Análisis por SDS-PAGE y zimogramas de las proteínas en los extractos 

crudos obtenidos en medios con: cutina, cáscara de manzana, tomate y 

papa 

El patrón de proteínas secretadas por Aspergilus nidulans cuando se cultivó 

empleando cutina de manzana, cáscara de manzana y papa, como única 

fuente de carbono fue muy similar (Figura 17). Con la cáscara de tomate, se 

produjo un patrón un poco diferente (más proteínas secretadas). En los cuatro 

casos analizados se encontró una banda mayoritaria con un peso molecular 

aproximado de 21 kDa. El zimograma por su parte reveló que ésta misma 

proteína era la única que mostraba actividad de CEH (Figura 17). La 

comparación de estos resultados con los obtenidos previamente con el medio 

de cultivo CEHM, indicaron que probablemente la proteína de 21 kDa inducida 

con cutina, sería una enzima diferente a la CEH inducida por aceite de oliva.  
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FIGURA 17. Efecto diferentes fuentes de inductores sobre la producción de 
actividad CEH extracelular en A. nidulans. A) Análisis SDS-PAGE de las 
proteínas en los extractor crudos, tinción de proteínas con nitrato de plata, B) 
zimograma empleando acetato de α-naftilo como sustrato. 

 

Identificación de la CEH de 21 kDa. 

Mediante LS/MS.MS se obtuvieron las secuencias de 3 péptidos que, de 

acuerdo al análisis en las bases de datos coincidieron con la secuencia de la 

cutinasa hipotética AN5334 de A. nidulans. Esta nueva cutinasa es inducida 

por la presencia de cutina en el medio de cultivo de A. nidulans y se nombró 

como ANCUT1. 

La mayoría de los microorganismos productores de cutinasas suelen producir 

de 2 a 3 enzimas de este tipo, lo cual también fue observado para A. nidulans. 

Algunas de ellas se producen al inicio del ataque del microorganismo sobre el 

polímero y se inhiben por la liberación de los ácidos grasos producto de la 
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acción enzimática. Las otras enzimas se inducen por los ácidos grasos libres y 

continúan con la hidrólisis total del polímero.  

La supervivencia de un saprofítico como A. nidulans es más favorable al tener 

una maquinaria enzimática que le permita utilizar diferentes sustratos. Esta 

versatilidad de los microorganismos puede no resultar de una adaptación 

específica sino que refleja la capacidad de explotar los recursos disponibles 

en el medio ambiente. 

 

 

 

 

Figura 18. Secuencia de aminoácidos de la cutinasa ANCUT1. Se marcan en 
rojo los péptidos identificados por degradación interna. 

 

La secuencia de aminoácidos de la proteína consta de 213 residuos (Figura 

18) sin embargo, se identificó un posible péptido señal con el sitio de ruptura 

más factible entre los aminoácidos 18 y 19 mediante el programa de 

predicción SignalP. Considerando el péptido señal, la proteína madura sería 

de 195 aminoácidos con un peso molecular teórico de 20.5 kDa, muy cercano 

al determinado experimentalmente (21 kDa). Al igual que ANCUT2 posee 6 

residuos de histidina que probablemente formen 3 puentes disulfuro como se 

gi|67538278   hypothetical protein AN5309.2 [Aspergillus nidulans FGSC A4] 
score=99%     coverage=38% 

1 MKLQL HLALS LLAAI VAANP IRLDQ RQITG NELRD GSCHD VTFIF ARGST 
51 ELGYL GSTVG PATCN VLKLR KPGQV ACQGV APAYI ADLAS NFLPQ GTNQI 
101 AINEA KSLFE LAASK CPNTK IVAGG YSQGA AVMHA AISTL SSTVQ DQIKG 
151 VVLFG DTRNK QDGGR IPNFP TDKTK IICAF GDLVC EGTLV ITAAH LSYID 
201 DVPDA ADFLV GKL 
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ha reportado en otras cutinasas (Liu et al., 2009). La secuencia de ANCUT1 

no presenta la secuencia rica en serinas encontrada en ANCUT2.  

En la Figura 11 se observa que de la cutinasa ANCUT1 presenta una relación 

filogenética muy cercana con la ANCUT2 del mismo microorganismo sin 

embargo, la proteína ANCUT1 se encuentra filogenéticamente, más 

relacionada con la cutinasa putativa EAL933235.1 de Aspergillus fumigatus. 

Caracterización del extracto crudo con ANCUT1 

Efecto de la temperatura en la actividad y estabilidad 

Como se puede observar en la Figura 19, el extracto de cutinasa ANCUT1 

presentó una mayor actividad CEH a 30 °C. Estos resultados concuerdan con 

lo reportado para otras cutinasas, Speranza et al., (2011) reportaron una 

temperatura óptima de 30 °C para las cutinasas (en extracto crudo), 

producidas por Fusarium sp. en cultivos con semillas de arroz y Jatropha 

curcas. El extracto crudo (obtenido de CEHM) de ANCUT2 de A. nidulans 

presenta temperatura óptima en el rango de 30-40 °C (Ballesteros, 2006, 

Vergara, 2010). En general, las cutinasas presentan una temperatura óptima 

entre los 30 y 45 °C. Con respecto a la estabilidad térmica, se encontró que el 

extracto enzimático crudo de ANCUT1 conserva cerca del 85% de su 

actividad, después de ser incubada durante 1 hora a 40 °C y poco más del 

50%, a la temperatura de 50 °C. Resultados similares se reportaron para la 

ANCUT2 en extracto crudo (Ballesteros, 2006, Vergara, 2010) y para otras 

cutinasas de origen fungal como la cutinasa de A. oryzae, que es estable 

hasta los 45 °C, manteniendo cerca del 80% de su actividad después de ser 
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incubada durante 30 min a la temperatura mencionada (Liu et al., 2009). 

Sebastian y colaboradores (1987) compararon la estabilidad térmica de 

cutinasas fugales y bacterianas, encontrando que las cutinasas fungales son 

inestables por arriba de los 45 °C, mientras que las bacterianas presentaban 

estabilidad a temperaturas mayores de hasta 70 °C. 

 

 

FIGURA 19. Efecto de la temperatura en la actividad y estabilidad de ANCUT1 
en extracto crudo. 

 

Efecto del pH en la actividad y estabilidad 

El extracto crudo de ANCUT1 mostró mayor actividad CEH a pH 9 (Figura 20). 

Este resultado coincide con el observado para la mayoría de las cutinasas de 

origen fungal que presentan actividad a pH básico aunque, se han reportado 

algunas cutinasas con un pH óptimo por debajo de 7: la cutinasa de Venturia 
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inaequalis tiene pH óptimo de 6 (Köller y Parker, 1989), mientras que la 

enzima de Alternaria brassicola de 6.5 (Trail y Köller, 2002).  

 

    

Figura 20. Efecto del pH en la actividad y estabilidad de ANCUT1 en extracto 
crudo.  

 

La cutinasa ANCUT2 (extracto crudo obtenido de CEHM) de A. nidulans 

presenta mayor actividad a pH 8 (Ballesteros, 2006, Vergara, 2010). El ensayo 

de estabilidad al pH reveló que el extracto crudo de ANCUT1 es estable a pH 

de 6, 7 y 10. (Figura 20). Este resultado coincide con el reportado por 

Speranza et al, (2011) para la cutinasa (cruda) producida por Fusarium sp. 

cultivado en granos de arroz. Por su parte, el extracto de ANCUT2 de A. 

nidulans es estable en el rango de pH de 6-9, a pH de 10 la enzima se inactiva 

(Ballesteros, 2006, Vergara, 2010). 
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Especificidad de sustrato 

Una de las características de interés en las cutinasas es la especificidad por 

los sustratos, debido a que el enfoque de su posible aplicación depende en 

gran parte de ello. Se investigó la especificidad del extracto de ANCUT1 sobre 

sustratos análogos con diferente longitud de cadena del grupo acilo. Los 

sustratos analizados fueron ésteres de p-nitrofenilo, los ensayos se realizaron 

a 25°C y pH 7.5. 

 

 

Figura 21. Especificidad de sustrato de ANCUT1 en extracto crudo, hacia 
ésteres de p-nitrofenilo de diferente longitud de cadena.  

 

En la Figura 21 se observa que la enzima (en crudo) mostró mayor actividad 

con los esteres de p-nitrofenilo de cadena media: C8 a C12, sin embargo 
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también hidrolizó los sustratos de cadena corta y larga La enzima actuó de 

forma más eficiente sobre el caprilato de p-nitrofenil (C8), seguido del 

decanoato p-nitrofenilo (C10) y laurato p-nitrofenilo (C12). Esto coincide con lo 

reportado en la literatura, las cutinasas pueden actuar sobre sustratos con 

cadena corta, mediana y larga, aunque en general muestran mayor 

especificidad por los sustratos de cadena mediana y corta (Kolattukudy, 

1985). En la Tabla 9 se presenta la comparación de las características de las 

cutinasas ANCUT1 y ANCUT2 de A. nidulans. 

 

TABLA 9. Comparación de las características de cutinasas ANCUT1 y 
ANCUT2 de A. nidulans 

 
CARACTERÍSTICA 
 

 
ANCUT1 

 
ANCUT2a 

Peso molecular 22 29 

Temperatura óptima 30 °C 40 °C 

pH óptimo 9 8 
Estabilidad a la 
temperatura 

50°C (56%) 50°C (30%) 

Estabilidad al pH 6-10 (73%) 6-9 (80%) 
Especificidad de 
sustrato 

C8 C4 

Compuesto inductor cutina y suberina 
Aceite de oliva, 
triacilgliceroles y 

ácidos grasos 
            aVergara, 2010. 

 

En estudios paralelos del grupo de trabajo donde se caracterizaron las 

cutinasas ANCUT1 y ANCUT2 purificadas, se corroboraron la estabilidad 

térmica y alcalina de las enzimas (Bermudez, 2013, Vega, 2013). Los 

extractos enzimáticos de las enzimas previamente inmovilizadas en diferentes 
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soportes han sido analizados en reacciones de síntesis de gran interés 

industrial como son, la lipofilización de antioxidantes (síntesis de 7-O-lauroilo 

de ácido kójico, ANCUT2 y cumarato de butilo, ANCUT1), así como la 

producción de biodiesel (ANCUT2) y degradación de policaprolactona 

(ANCUT1) (Esquivel, 2011, Esqueda, 2012, Rivera, Tesis en revisión, 

Sánchez, comunicación personal). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Carboxilesterasas de A. nidulans 

 

85 
 

 
 

7.- CONCLUSIONES 

 

Las CEH son enzimas muy versátiles con importante aplicación en diversas 

áreas de la industria. Es por ello que la obtención de enzimas con 

características novedosas resulta de gran interés. 

En el presente trabajo, se logró la producción, identificación y caracterización 

de 3 actividades CEH con pesos moleculares de 37, 29 y 24 kDa, en 

Aspergillus nidulans. 

La identificación de actividades fue posible combinando técnicas como la 

purificación y secuenciación de las proteínas además, de la demostración de 

la actividad hidrolítica sobre su sustrato principal.  

La identificación de la CEH de 37 kDa mediante secuenciación de la región N-

terminal permitió corroborar que esta actividad pertenece a la proteasa 

alcalina PrtA. Ésta, al igual que otras enzimas de su clase (subtilasa) es una 

proteasa de amplio espectro que presenta la actividad CEH  

Las actividades con pesos moleculares de 29 y 24 kDa corresponden a dos 

cutinasas nombradas como: ANCUT1 y ANCUT2. Es la primera vez que se 

identifica su producción en A. nidulans. 

Las secuencias de las cutinasas ANCUT2 y ANCUT1 presentan homología 

con otras cutinasas fungales así como nuevas características, que incluyen 
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una región rica en serinas y dos residuos de cisteínas adicionales a los 

encontrados en la cutinasa de Fusarium solani.  

Los mejores inductores para la producción de las cutinasas fueron aceite de 

oliva (ANCUT2) y cutina de manzana (ANCUT1). La producción de ambas 

cutinasas se reprime por la adición de sustratos fácilmente asimilables como 

la glucosa (1%). 

El medio de cultivo para la obtención de ANCUT2 fue mejorado cambiando la 

fuente de carbono original (almidón 1.5%) por sacarosa o glucosa (0.5%), de 

esta forma se evitó la represión de la producción de la enzima y los problemas 

por la gelatinización del almidón que dificultaban las operaciones de 

recuperación de la enzima a partir del medio de fermentación. 

Las cutinasas ANCUT1 y ANCUT2 de A. nidulans presentan propiedades 

catalíticas de interés como son la especificidad sobre diferentes sustratos, 

estabilidad térmica y alcalina, para su posible aplicación en diferentes áreas 

de la industria. 
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8.-PERSPECTIVAS 

 

Mediante la realización del presente trabajo de investigación, se logró avanzar 
en la identificación de enzimas involucradas en el metabolismo de lípidos en 
Aspergillus nidulans. Sin embargo, aún se tienen ciertas áreas de interés para 
seguir ahondando en el estudio de estas enzimas. A continuación se 
mencionan algunas de ellas.  

 

Estudiar el mecanismo de regulación de las cutinasas producidas por 
Aspergillus nidulans. 

 

Lograr una mayor producción de las enzimas ANCUT1 y ANCUT2, mediante 
la optimización del medio de producción o, mediante clonación y expresión de 
las proteínas en sistemas heterólogos. 

 

Realizar estudios estructurales de las cutinasas (ANCUT1 y ANCUT2) y, 
comparar con los reportados para otras cutinasas. Analizar las diferencias en 
cuanto a especificidad de sustrato y termoestabilidad. 

 

Realizar la inmovilización de las cutinasas para mejorar su potencial 
biocatalítico. 

 

Analizar las posibles áreas de aplicación industrial de las cutinasas mediante 
la realización de ensayos de biocatálisis con sustratos de interés particular.  
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