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ARTÍCULO  DE  REVISIÓN

RRRRRESUMENESUMENESUMENESUMENESUMEN

Las cutinasas (EC 3.1.1.74) son enzimas que catalizan la hidrólisis del polímero lipídico cutina, un componente
estructural de la cutícula de las plantas. Estas enzimas muestran propiedades catalíticas de esterasas y lipasas,
debido a que pueden hidrolizar ésteres solubles y triacilgliceroles, además de las reacciones inversas de síntesis
en medios con baja actividad de agua. Esa versatilidad ha promovido su aplicación en áreas como la industria
de alimentos, detergentes, producción de biodiesel, degradación enzimática de sustancias tóxicas y polímeros
sintéticos. Las cutinasas han sido aisladas principalmente de hongos, siendo la más estudiada la cutinasa de
Fusarium solani. Sin embargo, en los últimos años ha habido un mayor interés por la búsqueda de catalizadores
con nuevas propiedades, por lo cual se han aislado y estudiado cutinasas en otras fuentes. En este trabajo se
analizan la clasificación y estructura de estas enzimas, fuentes y medios de producción, y se profundiza en
algunas áreas de aplicación con mayor auge en la actualidad.....
Palabras Clave: Biocatálisis, biodiesel, cutina, cutinasa, esterasa, lipasa.

AAAAABSTRACTBSTRACTBSTRACTBSTRACTBSTRACT

Cutinases (EC 3.1.1.74) are enzymes that catalyze hydrolysis of lipidic polymer cutin, a structural component
of plant cuticles. These enzymes display catalytic properties of esterases and lipases, as they can hydrolyze
soluble esters and triacylglycerols, besides the reverse reactions of synthesis in a low-water environment. Such
versatility has promoted their application in areas such as the food industry, detergents, biodiesel production,
enzymatic degradation of toxic substances and synthetic polymers. Cutinases have been isolated mainly from
fungi, being Fusarium solani cutinase the most studied. Nevertheless, there has been an increasing interest in
the search of biocatalysts with new interesting properties in the last years, thus cutinases have been isolated and
studied from other sources. In this review the classification, structures, sources and production of these enzymes
are discussed, and applications in emergent areas are detailed.
Key Words: Biocatalysis, biodiesel, cutin, cutinase, esterase, lipase.

as cutinasas son enzimas muy versátiles que pueden
catalizar, además de la ruptura del enlace éster de la
cutina, reacciones de hidrólisis y síntesis in vitro de
una amplia variedad de sustratos1. Estas propiedadesLLLLL

IIIIINTRODUCCIÓNNTRODUCCIÓNNTRODUCCIÓNNTRODUCCIÓNNTRODUCCIÓN
catalíticas de las cutinasas tienen un uso potencial en
diferentes industrias, por ejemplo, en alimentos,
detergentes, producción de biodiesel, entre otras
aplicaciones1-5. Asimismo, la elucidación de su estructura
ha sido objeto de intensa investigación, nuevas estructuras
tridimensionales y nuevas técnicas de biología molecular
han provisto de herramientas para adaptar a las cutinasas
a diferentes usos6-9.
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sustrato en ocasiones presenta ciertos problemas. En el caso de
las carboxilesterasas (3.1.1.x) la preferencia de sustratos
frecuentemente se traslapa entre las clases definidas27, por lo que
se considera a las cutinasas como intermedio entre lipasas y
esterasas6. Asimismo, se ha observado que algunas enzimas que
no están dentro de esta clasificación también pueden llevar a
cabo la ruptura del enlace éster, como es el caso de algunas
proteasas e incluso proteínas que no están clasificadas como
enzimas (e.g. albúmina sérica) que también pueden llevar a cabo
esta reacción28,29. Debido a la disponibilidad cada vez mayor de
la información de secuencias en bases de datos públicas, una
alternativa complementaria para la clasificación e identificación
de enzimas ha sido la comparación de secuencias de aminoácidos,
que además puede proporcionar un cuadro más claro sobre la
relación evolutiva entre enzimas de diferente origen30.

AAAAAPLICACIONESPLICACIONESPLICACIONESPLICACIONESPLICACIONES     DEDEDEDEDE     CUTINASASCUTINASASCUTINASASCUTINASASCUTINASAS
En años recientes, la actividad esterolítica de las cutinasas ha
sido ampliamente explorada. Carvalho et al.1 discuten a 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, desde ésteres sintéticos
solubles (e.g., p-nitrofenil ésteres) a triglicéridos de cadena
larga insolubles31,32. Además en medios no acuosos o de baja
actividad de agua, pueden catalizar reacciones de síntesis como
esterificación y transesterificación de diferentes sustratos33.
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 triglicéridos estructurales, polímeros y surfactantes,
en la síntesis de productos para el cuidado personal, degradación
de insecticidas, sustancias tóxicas y polímeros sintéticos, y en
la producción de biodiesel, entre otras aplicaciones1-5. A
continuación se detallan algunas de las aplicaciones
importantes.

AlimentosAlimentosAlimentosAlimentosAlimentos
Modificación de grasas y aceites
Las grasas y aceites son constituyentes importantes de los
alimentos. El valor nutricional, sensorial y las propiedades
físicas de un triglicérido son influenciados enormemente por
factores tales como la posición estereoespecífica del ácido graso
en el glicerol, el largo de cadena del ácido graso, y su grado de
insaturación34. La estructura básica de grasas y aceites puede ser
modificada de diferentes maneras: modificación química del
ácido graso (hidrogenación), ruptura del enlace éster (hidrólisis),
y reorganización de ácidos grasos en la cadena principal del
triglicérido (interestificación)35. De esta manera, un lípido poco
deseable y de bajo costo puede ser modificado en un producto
con aplicaciones importantes con un alto valor.

La transesterificación de grasas y aceites, así como la
esterificación selectiva de alcoholes, se puede obtener empleando
cutinasa en bajas actividades de agua1.

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, cuya función es brindar
protección contra la pérdida de agua y el ataque de
microorganismos10. La cutina es un polímero que consta de
ácidos grasos de cadena larga que están unidos entre sí por
enlaces tipo éster creando una red tridimensional rígida10. Está
formada principalmente por ácidos grasos 16:0 y 18:1 con grupos
hidroxilo o epóxidos situados en la parte media de la cadena o al
final, en el lado opuesto al grupo carboxilo, aunque la composición
precisa varía dependiendo de la especie11. El modo de penetración
de esta barrera por microorganismos patógenos ha sido un tema
polémico durante mucho tiempo. Mientras algunos reportes
sugieren que la penetración puede ser por mera fuerza física
debido al crecimiento del patógeno, otros autores presentan
evidencias de que la degradación enzimática de la cutícula por
cutinasas es esencial para la penetración en al menos algunas
interacciones planta-hongo12.

Las cutinasas son enzimas inducibles producidas por
microorganismos capaces de degradar la pared celular de las
plantas. Catalizan la ruptura del enlace éster de la cutina originando
la liberación de monómeros de cutina13. Las cutinasas han sido
encontradas en diversas fuentes14-17, muchos hongos
(principalmente patógenos) han sido reportados como
productores de cutinasas, las cuales pueden asistir en la
penetración de la cutícula de la planta. A partir de los trabajos
pioneros de la actividad cutinasa del hongo fitopatógeno
Fusarium solani f. sp. pisi14,18 y, de la demostración de la
actividad cutinasa en otros hongos también patógenos, ha
habido un especial interés en el papel de las cutinasas como
determinantes de patogenicidad o virulencia en estos
microorganismos. Evidencia del papel crítico de las cutinasas en
la penetración de tejido sano del huésped ha sido demostrada en
algunos hongos incluyendo Alternaria alternata19,
Colletotrichum gloeosporioides20, Mycosphaerella sp.21 y
Venturia inaequalis22, sin embargo, en estudios con otros
hongos como Alternaria brassicicola23, Botrytis cinerea24 y
Colletotrichum lagenarium25, en los cuales la patogenicidad se
conservó intacta aun después de suprimir la actividad cutinasa
por interrupción del gen de la enzima, han generado evidencia
contradictoria, sugiriendo que las cutinasas no son requeridas
para la patogenicidad del hongo.

CCCCCLASIFICACIÓNLASIFICACIÓNLASIFICACIÓNLASIFICACIÓNLASIFICACIÓN
Históricamente las enzimas suelen clasificarse con base en la
especificidad de sustrato o reacción química que catalizan. De
acuerdo con la nomenclatura de La Unión Internacional de
Bioquímica y Biología Molecular26, las cutinasas reciben el
número de clasificación EC 3.1.1.74, el cual las permite identificar
como hidrolasas que actúan sobre enlaces ésteres de ácidos
carboxílicos del polímero cutina.

El sistema de clasificación con base en la especificidad del
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La hidrólisis parcial de las grasas en la leche es una transformación
típica mediada por enzimas endógenas de productos lácteos.
Este proceso se puede realizar por enzimas de la microflora nativa
en el producto o la adición intencional de enzimas exógenas36.
Dependiendo del grado y especificidad de la hidrólisis, la grasa
de leche modificada enzimáticamente exhibirá distintas notas de
sabor, mantequilla, queso, crema, etc. Las grasas de leche
hidrolizada por enzimas lipolíticas o grasas de leche lipolizada
(LMF) ha llegado a ser por consiguiente un importante ingrediente
en la industria alimentaria36. Algunos de sus usos actuales y
potenciales son adición a los productos de panadería, cereales,
dulces, productos lácteos, palomitas de maíz saborizadas,
aderezos de ensaladas, botanas, etc. Regado et al.36 realizaron
un análisis de la hidrólisis parcial de grasas de leche de vaca,
ovejas y cabras empleando lipasas microbianas y la cutinasa de
Fusarium solani pisi. Los ácidos grasos liberados fueron
analizados por HPLC. El grado de hidrólisis y el perfil de los
ácidos grasos de los productos finales fueron similares a los
reportados en varios productos LMF.

Síntesis de aromas
Los ésteres de ácidos grasos son componentes importantes de
aromas naturales usados en la industria de los alimentos. Por
ejemplo, etil butirato e isoamil acetato son compuestos
encontrados en el aroma de fresas y bananas, respectivamente37.
Estos ésteres son obtenidos tradicionalmente por extracción de
fuentes naturales, fermentación o síntesis química38. Sin embargo,
estos métodos suelen ser costosos o de bajo rendimiento. Con
el creciente interés por los productos “naturales”, la industria
del sabor está cada vez más interesada en el empleo de la
biotecnología para la producción de estos compuestos,
particularmente por métodos enzimáticos. La síntesis de ésteres
mediante reacciones de síntesis directa en solventes orgánicos
o transesterificación catalizadas por enzimas lipolíticas ha sido
ampliamente reportada34. La cutinasa recombinante de F. solani
pisi fue empleada para catalizar la reacción de transesterificación
de butil acetato con hexanol para la obtención de hexil acetato,
un éster de cadena corta con aroma frutal. Algunos parámetros
relevantes para la actividad de la enzima como el contenido de
agua, temperatura, molaridad del buffer, pH, surfactantes y
concentraciones de hexanol y butil acetato fueron analizados
mediante diseño factorial33. El empleo de cutinasas en reacciones
de transesterificación de etanol y ácidos grasos de cadena corta
(C2-C6) en medio orgánico también ha sido estudiada39.

Lipofilización de antioxidantes naturales
Los antioxidantes en alimentos retardan la rancidez causada por
oxidación atmosférica protegiendo así a los lípidos y los
compuestos liposolubles como vitaminas o carotenoides.
Muchos compuestos han sido usados como antioxidantes en
alimentos, incluyendo principalmente sustancias fenólicas
artificiales como el butilhidroxianisol (BHA) y butilhidroxitolueno
(BHT), los cuales se ha reportado pueden producir
carcinogénesis40. Por ello ha habido un gran interés por el uso

de antioxidantes naturales. Los ácidos fenólicos son
antioxidantes naturales que están presentes en frutas, vegetales,
hierbas aromáticas y especias. Son de interés particular debido
a sus propiedades potenciales como antioxidantes, quelantes,
antiinflamatorios, antialergénicos, antivirales y
anticarcinógenos41. Los ácidos fenólicos (ferúlico, caféico,
cumárico, etc.) generalmente son solubles en agua, por lo que
su carácter hidrofílico reduce su efectividad en la estabilización
de grasas y aceites40. Por lo tanto, la lipofilización o modificación
de estos compuestos vía esterificación con moléculas alifáticas
(ácidos grasos o alcoholes) se puede emplear como una
herramienta para modificar su solubilidad en interfases agua-
aceite, aire-aceite manteniendo sus propiedades funcionales
originales41. La esterificación química y enzimática de
compuestos fenólicos ha sido reportada por diversos autores42.
Stamatis et al.43 estudiaron la esterificación enzimática de
antioxidantes fenólicos naturales como los derivados del ácido
benzoico y cinámico con alcoholes alifáticos, monosacáridos y
alquilglucósidos empleando varias lipasas, esterasas y cutinasas
en medios no acuosos.

DetergentesDetergentesDetergentesDetergentesDetergentes
La fabricación de detergentes biológicos es una tecnología en
rápido crecimiento. Las lipasas, proteasas, amilasas y celulasas
son enzimas que se añaden a las formulaciones de detergentes
para la remoción de grasas, proteínas, carbohidratos, etc.34 El
uso de cutinasas en formulaciones de detergentes para
lavandería y lavaplatos ha sido evaluado44,45. La cutinasa
presentó algunas ventajas en comparación con la lipasa comercial
(LipolaseTM) en la remoción de triacilgliceroles en un solo
proceso de lavado, así como en la hidrólisis de grasas en
ausencia de calcio45.

Degradación de insecticidas, ftalatos y polímerosDegradación de insecticidas, ftalatos y polímerosDegradación de insecticidas, ftalatos y polímerosDegradación de insecticidas, ftalatos y polímerosDegradación de insecticidas, ftalatos y polímeros
sintéticossintéticossintéticossintéticossintéticos
Insecticidas
El malatión es un insecticida y acaricida organofosforado
sintético utilizado para el control de insectos en campos de
cultivo, frutas, vegetales y ganado, y también ampliamente
usado como sustituto del DTT2,46,. Éste, o sus residuos expuestos
en el ambiente son absorbidos rápidamente por prácticamente
todas las rutas incluyendo el aparato gastrointestinal, la piel, las
membranas mucosas y los pulmones47. A partir de pruebas en
animales y por la práctica en su uso se ha demostrado que afecta
el sistema nervioso central de invertebrados, sistema inmune de
cierta fauna vertebrada, y las glándulas suprarrenales, hígado
y sangre de pescados48,49. El malatión también puede ocasionar
mutaciones perceptibles en diversos tipos de células humanas
cultivadas, incluyendo glóbulos blancos y células linfáticas2.
El empleo de cutinasas y esterasas en la degradación de
malatión ha sido evaluado. Kim et al.2 reportaron que la
cutinasa de Fusarium oxysporum f. sp. pisi degradó 50 y 60%
de la cantidad inicial de malatión en 15 y 30 minutos de reacción
respectivamente.
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conservación del medio ambiente59. 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 monoalquílicos de ácidos grasos de
cadena corta o larga60. Se obtiene por transformación de
triacilgliceroles en alquil ésteres de ácido graso en presencia de
un alcohol59,60. A la fecha se han desarrollado varios procesos
para la producción de biodiesel empleando ácidos, álcalis o
enzimas como catalizadores de la reacción de transesterificación.
Si bien es cierto que a nivel industrial se emplea la catálisis
alcalina para la producción de biodiesel, hoy en día la catálisis
enzimática ha ganado mucha atención59. Se han reportado diversos
estudios empleando enzimas lipolíticas, principalmente lipasas
en reacciones de transesterificación para la producción de
biodiesel60. Sin embargo, las reacciones de transesterificación
también se han evaluado usando esterasas y cutinasas empleando
varios sistemas61. La cutinasa de F. solani pisi fue usada para
catalizar la reacción de transesterificación entre una mezcla de
triacilglicéridos y metanol en micelas reversas de bis(2-etilhexil)
sulfosuccinato de sodio (AOT) en isooctanato con el propósito
de producir biodiesel5. Los estudios se realizaron por lotes en
pequeña escala, se estudió la influencia de la concentración
inicial de enzima y alcohol, y la relación molar del sustrato.
Conversiones de 75 % fueron obtenidas con tiempos de reacción
de 24 horas, lo cual hace el proceso enzimático altamente
competitivo cuando se compara con reacciones similares catalizadas
por lipasas para la producción de biodiesel empleando metanol.

PPPPPRODUCCIÓNRODUCCIÓNRODUCCIÓNRODUCCIÓNRODUCCIÓN
Microorganismos productoresMicroorganismos productoresMicroorganismos productoresMicroorganismos productoresMicroorganismos productores
Las cutinasas son enzimas hidrolíticas cuya producción se
descubrió en hongos fitopatógenos que crecían en medios
conteniendo cutina como única fuente de carbono18. Las
primeras cutinasas que se aislaron fueron del hongo fitopatógeno
F. solani f.  pisi14. Posteriormente, se reportó la producción de
cutinasas en polen de plantas17, bacterias15, levaduras16 e incluso
en hongos no patógenos62,63, sin embargo, a la fecha los hongos
fitopatógenos se siguen considerando como los principales
productores de cutinasas. Algunos de los microorganismos
productores de cutinasas son listados en la Tabla I.

Medio y condiciones de producciónMedio y condiciones de producciónMedio y condiciones de producciónMedio y condiciones de producciónMedio y condiciones de producción
La producción de enzimas es afectada por diversos factores
como concentración y tipo de nutrientes, así como condiciones
de crecimiento del microorganismo (temperatura, pH, velocidad
de agitación, etc.). Las cutinasas microbianas son producidas
en su mayoría en medios de cultivos sumergidos, sin embargo,
también se ha empleado el método de fermentación en estado
sólido64. El efecto de la fuente de carbono, nitrógeno, así como
iones divalentes ha sido analizado en la producción de
cutinasas65-67. En general, éstas suelen ser inducidas cuando se
usa cutina o hidrolizado de ésta como fuente de carbono, e
inhibidas por glucosa13. Con respecto a las condiciones de

Ftalatos
Los ftalatos son compuestos químicos usados principalmente
en la fabricación de cloruro de polivinilo y a menudo en pinturas,
lacas y cosméticos3. El dihexil ftalato (DHP), uno de los ftalatos
más usados, también se utiliza en la elaboración de juguetes,
guantes de vinilo, collares, zapatos y bandas transportadoras
que se utilizan en operaciones del envasado de alimentos50,51.
Los ftalatos han sido encontrados en sedimentos, agua y aire,
y también en alimentos, ya que ellos pueden migrar del material
de empaque51,52. El di-(2-etilhexil)-ftalato (DEHP), n-benzil butil
ftalato (BBP) y DHP son ésteres ftálicos que están presentes
principalmente en los materiales de empaquetado (papeles,
cartulinas) para alimentos acuosos grasos y secos51,52. Durante
los últimos años, los ftalatos de ocurrencia más común incluyendo
el DHP, fueron clasificados como contaminantes y compuestos
interruptores endocrinos (EDCs) conocidos por su efecto
potencial sobre la salud humana al interferir con las hormonas
endógenas del cuerpo53. Considerando la importancia de la
búsqueda de biocatalizadores que sean efectivos en la
degradación de ftalatos presentes en el ambiente y la estimación
de la toxicidad de sus productos de degradación, se ha
investigado la eficacia de la cutinasa de Fusarium oxysporum
f. sp. pisi en la degradación de los ftalatos DEHP, DHP, BBP,
DPeP y DPrP50-52,54,55.

Polímeros sintéticos
Los polímeros son de gran importancia y su producción ha
aumentado en los últimos años. Sin embargo, el excesivo consumo
de plásticos sintéticos derivados del petróleo ha tenido un
impacto adverso en el medio ambiente debido a que la mayoría
de estos plásticos sintéticos no se degrada en el ambiente56. Por
esta razón, el desarrollo de polímeros o compuestos
biodegradables, se presenta como una solución a la conservación
del medio ambiente y al impulso de nuevas aplicaciones. A la
fecha, se han desarrollado algunos tipos de poliésteres
biodegradables como el poli-(ácido láctico) (PLA), poli (butileno-
succinato) (PBS), poli-(butileno succinato-co-adipato) (PBSA)
y poli-(caprolactona) (PCL), sin embargo, su costo de producción
sigue siendo elevado comparado con los plásticos sintéticos no
degradables4,57. Una comprensión de los mecanismos por los
cuales los polímeros sintéticos naturales o sintéticos son
degradados por las enzimas microbianas sería útil en el diseño
de nuevos plásticos degradables. Las cutinasas son enzimas
capaces de hidrolizar una amplia variedad de ésteres sintéticos;
la degradación de plásticos biodegradables ha sido reportada
para las cutinasas de los microorganismos F. solani f. sp. pisi,
Pseudozyma jejuensis sp. nov., Aspergillus oryzae y
Cryptococcus sp.4,16,57,58.

Producción de biodieselProducción de biodieselProducción de biodieselProducción de biodieselProducción de biodiesel
El biodiesel se ha convertido en un combustible alternativo en
lo referente a los recursos energéticos tradicionales basados en
combustibles fósiles, debido a la disminución de las reservas y
aumento en el precio del petróleo, así como su contribución a la
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cultivo del microorganismo, se han evaluado temperatura68

y pH69, aunque existen muy pocos reportes en la literatura.

Efecto de nutrientes sobre la producción Efecto de nutrientes sobre la producción Efecto de nutrientes sobre la producción Efecto de nutrientes sobre la producción Efecto de nutrientes sobre la producción dedededede
enzimasenzimasenzimasenzimasenzimas
Las cutinasas son enzimas extracelulares generalmente
inducidas por la presencia de cutina, monómeros de cutina
o análogos de éstos en el medio de cultivo13,14 sin embargo,
esto varía dependiendo del microorganismo analizado. F.
solani f. sp. pisi produce una cutinasa extracelular cuando
se cultiva empleando cutina o hidrolizado de cutina13.
Cuando la cutinasa se indujo empleando el hidrolizado, se
observó que los ω-hidroxi ácidos grasos fueron más
eficientes en la inducción que los ácidos más polares de
la cutina. Los alcoholes primarios n-alifáticos con 14 o más
átomos de carbono también indujeron a la enzima13. Las
cutinasas de Glomerella cingulata12 y Botrytis cinerea70

también fueron expresadas después del crecimiento del
microorganismo en presencia de cutina o monómeros de
cutina como inductores. Por el contrario, las cutinasas de
Pseudomonas putida15, Thermonospora fusca ATCC
2773065 y Thermoactinomyces vulgaris NRLL B-1611771

sólo se producen en presencia de cutina debido a que, los
hidrolizados de cutina o ácidos grasos individuales fueron
inactivos como inductores de la producción de la enzima
y en algunos casos inhibidores del crecimiento del
microorganismo. En el hongo Alternaria brassicicola se
encontraron dos clases de cutinasas23,72. La primera
solamente fue expresada por contacto con cutina y no fue
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Fuente

Hongos

Bacterias

Levaduras

Plantas

Género

Alternaria

Aspergillus
Botrytis
Colletotrichum

Fusarium

Glomerella
Trichoderma
Venturia

Streptomyces
Pseudomonas

Thermonospora
Thermoactinomyces
Thermobifida

Cryptococcus
Pseudozyma

Tropaeolum

Especie

alternata
brassicicola
oryzae
cinerea
gloeosporioides
lagenarium
lindemuthianum
solani
oxysporum
cingulata
harzianum
inaequalis

scabies
putida
aeruginosa
fusca
vulgaris
fusca

sp.
jejuensis

majus

Referencia

19
8
57
24
20
25
66
6
2
12
63
22

67
15
68
65
71
69

58
16

17

medio de cultivo inhibe la producción de las cutinasas12,13,65, sin
embargo, para la cutinasa de Colletotrichum lindemuthianum
se obtuvieron concentraciones óptimas de glucosa para la
máxima producción de la enzima66. La adición de glúcidos como
fructosa, maltosa, galactosa, lactosa y sacarosa disminuyeron la
producción de cutinasa de Fusarium oxysporum74, mientras que
los ácidos y aceites analizados incrementaron la actividad de la
cutinasa secretada por el hongo, el mejor resultado se obtuvo
empleando aceite de linaza, cuyo valor fue incluso más alto que
el obtenido con cutina. En el caso de la cutinasa de
Thermonospora fusca, la adición de ácidos grasos o aceite
provocó la inhibición del crecimiento del microorganismo65. Con
respecto a la fuente de nitrógeno, se han obtenido buenos
resultados empleando extracto de levadura en la producción de
las cutinasas de F. oxysporum74 y C. lindemuthianum75.

Del mismo modo, se ha explorado con éxito el empleo de pulpa
de manzana, cáscaras de tomate y papa en la producción de
cutinasas65,71. Éstos se consideran subproductos agrícolas
usados principalmente para alimentación animal, por lo que
representan un potencial como inductores de bajo costo para la
producción comercial de cutinasas microbianas vía fermentación.

Finalmente, además de las desventajas del uso de cutina como
inductor antes mencionadas, en algunas ocasiones la producción

inducida por cera superficial o monómeros de cutina, en contraste,
la segunda clase únicamente fue inducida por monómeros de
cutina o por una prolongada exposición a la cutina intacta23,72. La
cantidad de cutinasa producida también es afectada por la fuente
y concentración de cutina. La cutina de las frutas Cucurbita
maxima, Cucurbita moschata y manzana “Grannysmith” fueron
usadas para inducir la actividad cutinolítica en dos cepas de
Fusarium solani f. sp. cucurbitae73. La actividad fue inducida a
diferentes niveles por las tres cutinas en cada cepa. La cepa que
produjo mayor actividad fue la SAM410 con cutina de C.
moschata, mientras que la cepa PGB153 alcanzó su máxima
actividad con cutina de C. maxima. En ambos casos la menor
actividad se obtuvo empleando la cutina de manzana como
inductor73. Con respecto a la concentración de cutina, se
analizaron concentraciones de 0.1, 0.5, 2.5 y 5 g/L, observando
un incremento en la actividad producida con el aumento de
concentraciones de cutina de hasta 2.5 g/L73.

Una de las principales desventajas del empleo de cutina como
inductor de cutinasas es el alto consumo de tiempo y bajo
rendimiento del proceso de producción, por lo que se han
buscado alternativas a la cutina en la producción de cutinasas74.
Se han explorado varias fuentes de carbono como glúcidos,
ácidos grasos, aceites, así como fuentes de nitrógeno orgánicas
e inorgánicas. Se ha observado que la adición de glucosa al
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de F. solani. 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 17586.

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 hidrólisis87. En
algunas lipasas, una segunda consecuencia del movimiento de
la tapa es la formación de la cavidad oxianiónica88. Como en las
serín proteasas, en lipasas la cavidad oxianiónica provee un
ambiente electrofílico que estabiliza la carga negativa generada
durante el ataque nucleofílico del enlace hidrolizable del
sustrato89. A diferencia de las lipasas, el residuo catalítico Ser
120 de la cutinasa de F. solani no se encuentra cubierto bajo un
lazo (“loop”) o “tapa”, sino que es accesible al solvente además,
presenta la cavidad oxianiónica preformada. Esto podría explicar
porqué las cutinasas no presentan activación interfacial6.

El estudio de la estructura de la cutinasa de G. cingulata por su
parte reveló que la triada catalítica (Ser 136, Asp 191, e His 204)
adopta una configuración inusual. La His 204 se gira hacia fuera
del sitio activo en una posición donde es incapaz de participar
en la catálisis, con el anillo de imidazol 11 Å lejos de su posición
esperada79. Mediante experimentos de espectrometría de
resonancia magnética nuclear, se confirmó la importancia de este
residuo en el mecanismo de la enzima, por lo que se sugiere que

de la enzima silvestre es muy baja; por lo que se ha
estudiado y logrado la expresión exitosa de estas enzimas
en sistemas heterólogos como Escherichia coli, Pichia
pastoris, Saccharomyces cerevisiae, entre otros8,63,76,77.

EEEEESTRUCTURASTRUCTURASTRUCTURASTRUCTURASTRUCTURA
En 1992 se determinó experimentalmente la primera
estructura de una cutinasa, fue la cutinasa del hongo
Fusarium solani6. A la fecha existen 49 estructuras de
cutinasas depositadas en la base de datos de proteínas
(PDB)78, en su mayoría son variantes que incluyen uniones
covalentes con inhibidores, así como mutantes
construídas por diseño racional sobre la secuencia de la
cutinasa de F. solani. Además de la de F. solani,
recientemente se han elucidado las estructuras de las
cutinasas de los microorganismos G. cingulata,
Cryptococcus sp. y A. oryzae79-81.

La estructura de la cutinasa de F. solani ha sido la más
estudiada y sobre ésta se han centrado las bases del
estudio de la relación estructura-función de las cutinasas
en general. No obstante los estudios de las estructuras de
las cutinasas de G. cingulata y A. oryzae han permitido la
determinación de nuevas propiedades estructurales y
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funcionales de estas enzimas.

La estructura tridimensional de la cutinasa de F. solani  pisi es
una molécula compacta, ~45 x 30 x 30 Å3 que consta de 197
aminoácidos con un peso molecular de alrededor de 22,000
daltons6,82. La enzima presenta un plegamiento conocido como
α/β hidrolasa6, que es común en varias enzimas hidrolíticas de
origen filogenético y función catalítica muy diferentes83. La
estructura central de las α /β hidrolasas está formada
principalmente por láminas β-plegadas paralelas conectadas
por hélices-α83. 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 conservado84. La familia del plegamiento α/β hidrolasa
incluye proteasas, lipasas, esterasas, deshalogenasas,
peroxidasas y epóxido hidrolasas, haciéndolo uno de los
plegamientos de proteínas más versátil y extenso84.

Las cutinasas son uno de los miembros más pequeños de las
serín hidrolasas85. Su estructura está compuesta por una lámina-
β central de cinco cadenas paralelas cubierta por cuatro hélices-
α85. En la figura 1 se muestra un diagrama esquemático del
plegamiento canónico de las cutinasas. El sitio activo consiste
en la triada catalítica Ser 120, Asp175 e His1886. El péptido Gly-
Tyr-Ser-Gln-Gly que contiene el aminoácido del sitio activo Ser
120, presenta una alta homología con la secuencia consenso Gly-
(Tyr or His)-Ser-X-Gly comúnmente presente en lipasas. La
serina 120 tiene una conformación ε (Φ = 59°, Ψ = -122°) típica
de los residuos nucleofílicos de todos los miembros de las α/β
hidrolasas86. Dos puentes disulfuro están presentes en la cutinasa
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durante el ciclo catalítico la cutinasa experimenta un cambio
conformacional orientando a la His 204 de una conformación
inactiva a una conformación activa, en la cual la triada asume una
configuración clásica79.

La reactividad, estabilidad y estructura de la cutinasa de
Aspergillus oryzae fue comparada con la de F. solani81. La
cutinasa de A. oryzae es una proteína monomérica con un
plegamiento α/β compuesto de una lámina-β de cinco cadenas
paralelas rodeadas por 10 hélices-α. Esta enzima posee un sitio
activo compuesto de los residuos Ser 126, Asp 181, e His 194 de
la triada catalítica81. La comparación de las estructuras reveló que
ambas cutinasas tienen un plegamiento similar. Sin embargo, la
enzima de A. oryzae presenta varias características estructurales
que difieren significativamente de la de F. solani. La estructura
de la cutinasa de A. oryzae contiene un único puente disulfuro
entre Cys63 y Cys76 que enlaza la hélice 2 con la cadena 2 de la
lámina-β central. Este puente disulfuro no había sido reportado
previamente en ninguna estructura de cutinasas81. Los otros dos
enlaces disulfuro que presenta la estructura de la cutinasa de A.
oryzae entre Cys37-Cys115 y Cys177-Cys184 se conservan en
las estructuras de las otras cutinasas reportadas6,79-81. Además
se encontró que las enzimas de A. oryzae y F. solani presentan
diferencias en la actividad y especificidad, lo cual se esclareció
mediante el detalle molecular provisto por la estructura. La
cutinasa de A. oryzae hidroliza preferentemente sustratos de
cadena larga lo cual se debe a un surco profundo continuo que
se extiende a través del sitio activo, mientras que la de F. solani
que tiene mayor preferencia por sustratos de cadena corta
presenta un surco bajo e interrumpido81. En la comparación de
termorresistencia, los experimentos de termoactividad y
termodinámica mostraron mayor termorresistencia de la cutinasa
de A. oryzae, atribuida al puente disulfuro adicional que presenta
la estructura de esta enzima comparada con la de F. solani81.

CCCCCONCLUSIONESONCLUSIONESONCLUSIONESONCLUSIONESONCLUSIONES
Las cutinasas son enzimas producidas principalmente por hongos
fitopatógenos, cuya relación con la patogenicidad del
microorganismo y su efecto en la invasión al huésped sigue en
controversia.

Las cutinasas tienen propiedades catalíticas muy versátiles con
un gran potencial en aplicaciones biotecnológicas. El uso de
estas enzimas en biocatálisis es un área emergente que ha
generado resultados interesantes, por lo que resulta necesaria
la búsqueda de nuevas enzimas, así como profundizar en el
estudio de sus aplicaciones a nivel industrial y generar rutas
alternativas para la producción de compuestos químicos
interesantes con el uso de éstas. Por otra parte, es importante
también estudiar la inmovilización de cutinasas con el fin de
obtener biorreactores enzimáticos que puedan ser escalables a
nivel industrial.

La aplicación industrial de las cutinasas requiere la sobreexpresión

de la proteína, ya sea en la cepa silvestre o bien en un sistema
heterólogo. Por lo que es necesario intensificar los estudios
sobre desarrollo de procesos y sistemas de biorreactores para la
producción de estas enzimas.

El conocimiento de las relaciones estructura-función de enzimas
permite, a través de técnicas de mutagénesis o evolución dirigida,
la generación de nuevos biocatalizadores adaptados a las
condiciones utilizadas en los procesos industriales. Existen
pocas estructuras elucidadas de cutinasas, por lo que la
resolución de la estructura tridimensional de nuevas enzimas es
una herramienta muy importante y necesaria para tal efecto.
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