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I. INTRODUCCIÓN  

 

I.1. LA CUTÍCULA VEGETAL 

I.1.1. La cutícula: descripción y clasificación 

Desde que Theophrastus, botánico griego del siglo IV a. C., 

revelara la existencia de una capa exterior que cubre hojas y frutos, no se 

describió propiamente esta membrana hasta mediados del siglo XVIII, de la 

mano del botánico francés Theodore Ludwig. En el siglo XIX, Brongniart1, 2 

la aisló por primera vez, describiéndola como una estructura no celular y 

confiriéndole el nombre de “cutícula”, usado actualmente3. Desde entonces 

la cutícula vegetal ha sido objeto de numerosas investigaciones 

relacionadas con su composición química, estructura y la función que 

cumple en la Naturaleza. 

Los seres vivos, gracias a la evolución química y biológica, han 

creado diversas estructuras poliméricas para así aislarse y protegerse de su 

entorno exterior. Este hecho representa un hito importante en el desarrollo 

evolutivo. En las hojas, tallos no lignificados, flores y frutos de las plantas 

esta capacidad de aislamiento y protección la ofrece la denominada cutícula 

vegetal. Riederer definió la cutícula vegetal como una membrana 

extracelular que recubre los órganos aéreos de las plantas4. Actualmente, 

esta definición ha sido modificada y ampliada para reflejar cómo la cutícula 

interacciona íntimamente con la pared celular anexa. Por tanto la cutícula 

puede considerarse el resultado, como se describirá más adelante, de  una 

cutinización de la pared celular asegurando la fuerte interacción entre 

ambas5. 
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I.1.2. Composición de la cutícula 

Dependiendo de la especie vegetal, su estadio de desarrollo y el 

órgano que estemos estudiando, la composición de la cutícula será 

diferente. Sus componentes principales pueden clasificarse en cutina y 

ceras, ambos de naturaleza lipídica. Otros compuestos presentes en la 

cutícula son los fenoles que pueden encontrarse libres o unidos a la matriz 

de cutina. Los principales constituyentes fenólicos son los ácidos cinámicos 

y los flavonoides6. En ciertas gimnospermas, se encuentra también una 

fracción similar a la lignina7. En la parte interna de la cutícula,  la cutina 

interacciona con material polisacárido proveniente de la pared celular 

epidérmica, compuesto principalmente por celulosa, hemicelulosa y 

pectina5. Las estructuras de estos compuestos se recogen en la Figura I.1.   

 

Figura I.1 – Estructura molecular de algunos compuestos fenólicos y polisacáridos 
presentes en la cutícula vegetal. 
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I.1.2.1. Cutina 

Es el componente principal de la cutícula vegetal. La constituye 

una red polimérica compleja de ácidos grasos polihidrolizados de cadena 

larga, entre 16 (C16) y 18 (C18) átomos de carbono. Éstos se ubican en una 

matriz originada mediante una reacción de esterificación entre unidades 

alcohólicas (con grupos hidroxilo primarios y secundarios) con otras 

carboxílicas8, 9. El resultado es una unión estable e insoluble en medios 

orgánicos.  

En cutículas vegetales, los ácidos grasos C16 más frecuentes son los 

recogidos en la Figura I.2. 

   

ácido 9,16-dihidroxihexadecanoico

O

OH
HO

OH

ácido 10,16-dihidroxihexadecanoico

O

OH
HO

OH

ácido 16-hidroxihexadecanoico

O

OH
HO

Componentes principales

      
Figura I.2 – Estructura molecular de los ácidos grasos C16 más frecuentes. 

En la Figura I.3 se recogen los principales ácidos grasos C18. 

 

Figura I.3 – Estructura molecular de los ácidos grasos C18 más frecuentes. 
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En algunas especies, el glicerol está también presente en la matriz 

de la cutina (Figura I.4)10: 

glicerol

OH

OH

HO

 
Figura I.4 – Estructura molecular del glicerol. 

Otro polímero de naturaleza lipídica que puede estar presente en 

la cutícula vegetal es el cután, que puede encontrarse en la cutícula de las 

plantas en sustitución o combinación con la cutina5, 11. En 1998, Blee sugirió 

un mecanismo de entrelazado en la cutina a través de reacciones entre 

grupos epoxi e hidroxilos adyacentes, resultando en la formación de este 

polímero12. Posteriormente, Villena describe la composición de este 

polímero como un conjunto de derivados de ácidos grasos poliinsaturados 

unidos en su mayoría entre sí por enlaces tipo éter, que proporciona al 

cután una elevada resistencia a la degradación química13.  

En estudios más recientes, se propone que la estructura del cután 

se basa en un esqueleto aromático con grupos funcionales carboxílicos e 

hidroxílicos. Éstos forman entre sí uniones tipo éster a través de alcoholes y 

ácidos carboxílicos de cadena larga. Algunos de los monómeros aromáticos 

presentes en el cután se reflejan en la Figura I.514. 

 
Figura I.5 – Estructura molecular de los monómeros aromáticos que forman el cután. 
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Actualmente, existe poca información sobre la distribución entre 

especies vegetales del cután y las ventajas que confiere una matriz más 

resistente. 

I.1.2.2. Ceras 

Según la ubicación de las ceras cuticulares, éstas pueden 

clasificarse como ceras epicuticulares, encontrándose en la parte más 

externa de la cutícula y ceras intracuticulares, dispuestas a partir de la cara 

externa de la pared celular e incrustadas en la matriz de cutina. 

Mediante el empleo de diversos disolventes orgánicos, tales como 

el cloroformo, metanol o mezcla de los mismos a temperatura ambiente, se 

pueden extraer las ceras con elevado rendimiento y baja contaminación. 

Los métodos de extracción con técnicas adhesivas se han mostrado más 

selectivos a la hora de separar el material epicuticular, empleando la goma 

arábiga como adhesivo15. En esta metodología, se aprovecha el menor 

límite de resistencia física que ofrecen las ceras epicuticulares para ser 

extraídas selectivamente. Una posterior extracción con cloroformo 

permitirá obtener exclusivamente la capa de ceras intracuticulares16. 

Las ceras se componen químicamente de una mezcla lipídica de 

diversos compuestos alifáticos entre los que se incluyen una mezcla 

compleja de alcanos de cadena muy larga, alcoholes, ácidos grasos y ácidos 

triterpenoides, generalmente presentes en proporciones muy variables16. 

Dicha distribución se recoge en la Tabla I.1. 
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Componente Estructura 
general 

Tamaño 
mayoritario 

Rango de 
tamaño 

Especies 

Hidrocarburos CH3-(CH2)n-CH3 C29, C31 C21 – C35 Casi todas 
Cetonas R1-CO-R2 C29, C31 C25 – C33 Brassica, Rosaceae, 

Leptochloa digitata 
Alcoholes 
secundarios 

R1-CH(OH)-R2 C29, C31 C9 – C33 Pisum sativum, 
Brassica, Rosaceae, 

Malus 
β-dicetonas R1-COCH2CO-

R2 
C29, C31, C33 C27 – C33 Eucalyptus, Poa 

colenasia 
Monoésteres R1-COO-R2 C44, C46, C48, 

C50 
C30 – C60 Casi todas 

Poliésteres   Mr 800-1500 Gimnospermas 
Alcoholes 
primarios 

R-CH2-OH C26, C28 C12 – C36 Casi todas 

Aldehídos RCHO C26, C28, C30 C14 – C34 Vitis, Malus 
Ácidos 
carboxílicos 

RCOOH C24, C26, C28 C12 – C36 Casi todas 

Terpenos y 
esteroides 

 Amirinas, 
Betulina 

 Vitis, Lycopersicon 
Olea europaea 

Tabla I.1 - Composición química de las principales ceras cuticulares, tomado de Hamilton 
(1995)17. 

 

I.1.3. Estructura de la cutícula 

Basándose en la taxonomía y en estudios morfológicos realizados 

por Microscopía Electrónica de Transmisión (TEM), existe una clasificación 

de las cutículas vegetales expuesta en 1982 por Holloway8 y reflejada en la 

Tabla I.2. 
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Tipo Descripción Ejemplos 

1 
Región externa polilaminada, delineada con la región 
interna principalmente reticulada 

Hojas de Agave americana y 
Clivia miniata 

2 
Región externa débilmente laminada fundida gradualmente 
con una región interna reticulada 

Hojas de Hedera helix y Ficus 
elastica 

3 
Región externa amorfa y región interna principalmente 
reticulada 

Hojas de Plantago major, Picea 
abies, Citrus limon y Quercus 
velutina 

4 Todas las regiones reticuladas 
Hojas de Hydrangea macrophylla, 
fruto de Solanum lycopersicum 

5 Todas las regiones laminadas 
Hojas de Beta vulgaris y 
Taraxacum officinale 

6 Principalmente amorfa 
Hojas de Potamogeton crispues y 
Brassica oleracea 
var.gemminifera 

Tabla I.2 - Clasificación estructural de la cutícula tomada de Holloway (1982)8. 

En la totalidad de la membrana cuticular, historicamente se han 

descrito una serie de capas definidas por su posición y composición 

química; constituida así por distintas regiones desde el exterior al interior18: 

- Ceras epicuticulares: ubicadas en la parte más externa de la 

cutícula, se describen, desde el punto de vista molecular, como una mezcla 

de regiones cristalinas y amorfas5, 16, 19, 20.  

- Cutícula primaria o capa cuticularizada o cutícula propiamente 

dicha: aquí se encuentra la matriz de la cutícula, compuesta 

mayoritariamente por cutina, la cuál se caracteriza por tener una cantidad y 

grosor variables en función de la especie21, 22. Embebidas en la cutina se 

encuentran las ceras intracuticulares, los compuestos fenólicos y 

flavonoides. 
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- Cutícula secundaria o capa cuticular o cutinizada: aquí, la matriz 

es rica en polisacáridos provenientes de la pared celular de las células 

epidérmicas. 

En la Figura I.6 se puede observar un esquema de un corte 

transversal de la cutícula vegetal con sus diferentes componentes. 

 

Figura I.6 – Representación de una sección transversal de la cutícula vegetal en la que se 
observan los diferentes componentes que la constituyen. 

 Para ilustrar la anterior descripción se muestra en la Figura I.7A, a 

modo de ejemplo, el corte transversal de un grano de uva con un diámetro 

de 0.7 cm. En ella es posible distinguir una zona clara a electrones, 

correspondiente a una capa de ceras epicuticulares (w) bien definida. Por 

debajo de ésta, se observa una zona electrodensa perteneciente a las 

cutículas primaria, menos densa a electrones, y secundaria, en mayor 

profundidad, más densa a electrones (cut). El grosor de la capa de ceras es 

de unos 250-300 nm y el grosor total de la cutícula es de 1.8-1.9 μm.  

En la Figura I.7B se muestra el corte transversal de un grano de 

uva con un diámetro de 1.0 cm, donde se distingue con más detalle la capa 

de ceras epicuticulares (w), la cutícula primaria (cp) y la cutícula 

secundaria reticulada (cs), apreciándose la separación de ésta última con la 

pared celular de las células epidérmicas (cw)23 
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Figura I.7 – Imágenes obtenidas mediante microscopía electrónica de transmisión (TEM) 
de la sección transversal de la superficie del fruto de uva (Vitis vinifera) donde se puede 

apreciar: A:  la capa de ceras epicuticulares bien definida (w) (barra = 2 μm) y B: la 
separación entre la cuticula secundaria (cs) y la pared celular (cw) (barra = 1 μm). Tomado 

de Casado y Heredia (2001)23 

 

I.1.4. Funciones y biofísica de la cutícula 

Las principales características de la cutícula radican en su 

heterogeneidad química y su estructura4. El comportamiento biofísico de la 

cutícula vegetal ante respuestas ambientales y cambios en la composición 

constituye la base de nuestro actual conocimiento de las funciones que 

ejerce en la planta24.  

I.1.4.1. Permeabilidad de la cutícula 

El equilibrio entre la pérdida de agua por transpiración y la 

absorción de agua de la raíz es fundamental para que la planta se mantenga 

viva. El control de la transpiración de hojas, tallos primarios, flores y frutos 

dependen de dos componentes principalmente, la cutícula y los estomas. 

La actuación conjunta de ambos de una manera optimizada produce un 

control efectivo de la transpiración. La baja permeabilidad de la cutícula 

permite controlar la pérdida de agua ajustando la apertura del estoma25-28. 
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Éste es el caso de un déficit hídrico extremo, en el que la pérdida de agua es 

controlada por la ruta cuticular al cerrarse los estomas. Por lo tanto, la 

deposición de ceras es a menudo una respuesta al estrés hídrico29, 30. De 

hecho, las plantas resistentes al estrés, tales como las adaptadas a 

condiciones áridas, frecuentemente desarrollan  capas de cera más gruesas 

que las de lugares más templados31. 

Se conoce que la cutícula de frutos y hojas es capaz de absorber 

entre un 1 y un 8% de su peso seco de agua, siendo la fracción de 

polisacáridos la principal responsable de esta capacidad32, 33. En el caso del 

fruto de tomate, en condiciones de humedad relativa por encima del 60%, 

existe la capacidad de retención de agua líquida en su estructura34. Esto da 

lugar a un ciclo de histéresis en el proceso de absorción-desorción, ya que 

el fruto podrá absorber agua con relativa facilidad, pero ésta es fuertemente 

retenida en su estructura7. 

Por otro lado, la variación de temperatura ejerce una gran 

influencia en la transpiración, crecimiento y metabolismo bioquímico de los 

órganos presentes en la epidermis de frutos y hojas. Se ha descrito que los 

iones y pequeños solutos polares se mueven a través de la cutícula 

atravesando estructuras polares y amorfas que eluden la barrera cristalina. 

Un control estructural de las ceras permite regular la salida y entrada de 

solutos polares a la cutícula debido a su organización cristalina/amorfa31. 

Para biopolímeros amorfos como la cutina los cambios 

estructurales en función de la temperatura pueden ser de primer orden 

(cristalización o fusión) o de segundo orden (transición vítrea). La 

temperatura de transición vítrea (Tg) de un polímero es la transición 

térmica que determina propiedades físicas como la viscosidad, la rigidez y 

la capacidad calorífica. Por debajo de esta temperatura (T < Tg), la cutina 

adopta una estructura macromolecular rígida. A una temperatura superior 

(T > Tg), el aumento de la flexibilidad y fluidez de las cadenas 
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macromoleculares se traduce en una mayor viscosidad, que podría 

favorecer la difusión de compuestos35-37.  

La cutícula además es vía de intercambio importante de gases tales 

como dióxido de carbono, oxígeno, contaminantes inorgánicos del aire y 

compuestos orgánicos volátiles38, así como para compuestos lipofílicos de 

baja volatilidad o en solución, por ejemplo, metabolitos secundarios de la 

planta, compuestos naturales o antropogénicos como agentes fitosanitarios.  

I.1.4.2. Biomecánica 

La cutícula protege a los órganos de la planta principalmente 

mediante la reducción de impactos y la prevención de daños como la rotura 

de tejidos. Esto ocurre porque la piel es estructuralmente más rígida que los 

tejidos internos, y su cutícula soporta las mayores tensiones. Un ejemplo es 

el agrietamiento de la fruta de tomate y de cereza dulce. La absorción de 

agua a través de las raíces y la superficie del fruto provoca un incremento 

de la presión interna que conduce al desarrollo de grietas39-41. Por tanto, el 

principal elemento estructural que otorga soporte mecánico al tejido 

epidérmico lo constituye la cutícula vegetal42. 

Tal y como revelan estudios sobre el fruto del tomate, el 

comportamiento biomecánico de la piel es el reflejo del de su cutícula 

aislada. Ambas se describen como materiales isotrópicos y viscoelásticos41, 

43, 44. Durante el desarrollo de la planta, se aprecia en éstas un aumento en la 

elasticidad, acompañado de una disminución de la tensión de rotura 

(tensión máxima que soporta antes de perder sus propiedades elásticas)43.  
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Entendiendo que la membrana cuticular provoca un 

endurecimiento de las paredes celulares, no se puede descartar el papel 

mecánico de las células epidérmicas y subepidérmicas, que confieren 

fuerza a la cutícula al poder sufrir una deformación elástica significativa 

antes de romperse42, disipando así la energía recibida. 

Diversos estudios relacionan las propiedades mecánicas de la 

cutícula con su composición8. A la matriz de cutina se le atribuye el 

comportamiento viscoelástico y plástico45, como es el caso de las cutículas 

con un alto contenido en ácidos grasos trihidróxidos C18, que presentan una 

menor capacidad de deformación46. La fracción de polisacáridos, además 

de aportar rigidez, es la principal responsable del comportamiento elástico 

lineal de la cutícula, confiriendo altos valores del módulo de elasticidad 

(capacidad de recuperar su forma tras aplicársele una tensión) y de tensión 

de rotura45. Éstos últimos demuestran el papel que ejercen las paredes 

celulares epidérmicas en el comportamiento mecánico de la cutícula, lo cual 

implica una sinergia significativa entre pared celular, de la que parten los 

polisacáridos, y la cutina, en la que están embebidos. 

Las ceras ofrecen protección ante elementos naturales tales como 

abrasión del viento, impacto de gotas de lluvia o roce con hojas y frutos, a 

través de la ruptura de su estructura cristalina, la cual se regenera en un 

tiempo relativamente corto31, 47. Se ha demostrado que las ceras 

intracuticulares, además de actuar como relleno aumentando la rigidez, 

elevan la tensión de rotura y reducen la plasticidad en la cutícula48. Por otro 

lado, los flavonoides se acumulan durante la maduración del fruto. En el 

caso del tomate, existe una acumulación de los mismos al tornarse de 

incoloro a color amarillo anaranjado, lo que le confiere una mayor rigidez49. 

De hecho, la cutícula de estos frutos verdes, aún sin acumulación de 

flavonoides, se presenta menos rígida y más deformable45. Por otra parte, 

de forma general, la presencia de agua en la estructura da lugar a una 
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disminución en el módulo de elasticidad de la cutícula y a una mayor 

deformación de la misma36, 45, 48. 

I.1.4.3. Otras funciones de la cutícula 

La superficie de las cutículas de muchas especies vegetales es 

repelente al agua, lo cual es beneficioso, dado que una película acuosa 

puede crear las condiciones adecuadas para la colonización de microbios 

dañinos o dar lugar a la lixiviación de iones y solutos orgánicos polares del 

interior de la planta. Algunas superficies de las plantas pueden, además, 

repeler partículas microscópicas mediante un mecanismo de autolimpieza a 

través de las gotas de agua formadas, denominado efecto Lotus50-52, 

estudiado por primera vez por Dettre y Johnson en 1964. Estas gotas 

pueden además enfocar la radiación solar hasta 20 veces, actuando como 

lentes convexas53. 

Por otro lado, la cutícula contribuye a minimizar la radiación 

ultravioleta en el rango de longitud de onda de 280 a 400 nm para proteger 

los tejidos internos más sensibles, ya que provoca daños en el aparato 

fotosintético y otras partes vitales de la célula vegetal. Este mecanismo es 

aún desconocido. Además, una densa capa de cristales de ceras 

epicuticulares favorece la dispersión y la reflexión de la luz visible en el 

rango de longitud de onda de 400 a 800 nm, haciendo su intensidad de 

radiación tolerable a los tejidos fotosintéticamente activos en el interior de 

la hoja, que podrían verse dañados por una luz excesiva4. 

Se conoce que la superficie de la cutícula actúa como interfase de 

reacciones bióticas, ya que ocurren las principales interacciones aéreas con 

organismos. Ésta influye intensamente en la interacción de bacterias, 

levaduras, hongos e insectos herbívoros con la planta mediante 

mecanismos de adhesión, reconocimiento y nutrición54-57. 
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Finalmente, la cutícula también puede ejercer un importante papel 

termorregulador entre la planta y su entorno5. Esto se debe a que la cutina 

presenta valores de capacidad calorífica (Cp) significativamente superiores 

(2-2.5 J·K-1·g-1) a los de otros polímeros vegetales, como la celulosa (~1.5 

J·K-1·g-1)58.   
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I.2. LAS CERAS CUTICULARES 

Como se ha indicado anteriormente, las ceras constituyen el 

segundo componente principal, tras la cutina, de la cutícula de las plantas.  

I.2.1. Componentes de las ceras cuticulares 

I.2.1.1. Componentes presentes en todas las ceras cuticulares 

Los compuestos alifáticos presentes en la práctica totalidad de 

ceras cuticulares se representan en la figura I.8. De un modo general, se 

caracterizan por ser hidrocarburos de cadena larga no ramificados 

saturados con la posibilidad de tener un grupo funcional oxigenado, esto 

es, hidroxilo, carbonilo o carboxilo. En otras palabras, las ceras cuticulares 

vegetales son una mezcla de n-alcanos, con una gran presencia en todas las 

ceras cuticulares y constituidos por un número impar de átomos de 

carbono, que al funcionalizarse pueden dar lugar a n-alcoholes primarios, 

n-aldehídos y ácidos grasos de cadena larga, con un número par de 

carbonos, cada uno de ellos en una serie homóloga de 20 a 40 átomos de 

carbono. Los ésteres, formados por la dimerización de ácidos (16-24 átomos 

de carbono) y alcoholes primarios (20-36 átomos de carbono), pueden dar 

lugar a condensaciones de 36 a 60 átomos de carbono con una gran 

cantidad de isómeros59-61.  

 

Figura I.8 – Estructuras de los componentes presentes en todas de las ceras 
cuticulares vegetales. 
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I.2.1.2. Componentes de las ceras cuticulares característicos de 

taxones 

Además de los componentes de ceras presentes en todas las 

plantas, explicados en el apartado anterior, existe en la mezcla de ceras una 

alta proporción de componentes específicos en diferentes taxones. En su 

mayoría se describen como estructuras de cadena alifática no ramificada y 

saturadas, entre 29 y 31 átomos de carbono y funcionalizada con grupos 

alcohol o cetona. Estos grupos funcionales se ubican en una posición 

secundaria, lo que posibilita la existencia de isomería posicional. Los 

alcoholes secundarios de las ceras vegetales son los más representativos y 

pueden clasificarse en tres grupos (Figura I.9): 

- Un primer grupo se compone por series homólogas de alcoholes 

secundarios con una amplia distribución de longitud de cadena 

y posición, situándose los grupos hidroxilo entre las posiciones 4 

y 12 con mayor frecuencia. Los ejemplos más comunes se 

describen para las ceras cuticulares de la piel de la fresa62, la 

fruta de manzana63 y la flor de la rosa64. 

- Una segunda clase se define por un fuerte predominio de una 

longitud de cadena única (con 29 o 31 carbonos en su mayoría), 

además de la presencia de un isómero con el grupo hidroxilo en 

el carbono central y, ocasionalmente, un segundo isómero con 

esta función en el carbono adyacente al centro. Las ceras de la 

hoja de Pisum sativum contienen grandes cantidades de los 

alcoholes secundarios de 31 átomos de carbono 16-

hentriacontanol y 15-hentriacontanol65-67. Las ceras de hoja de 

Clarkia elegans68, Brassica oleracea69 y Brassica napus70 contienen los 

alcoholes secundarios 15-nonacosanol y 14-nonacosanol ambos 

de 29 carbonos. 
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- La tercera clase de alcoholes secundarios de ceras cuticulares 

vegetales, está dominada también por homólogos de 29 o 31 

átomos de carbono, pero esta vez la posición del grupo hidroxilo 

se sitúa exclusivamente en el carbono 10 o 12. Un ejemplo es la 

presencia de 10-nonacosanol como constituyente predominante 

de las ceras de hojas de las papaveráceas71, gimnospermas72 o 

rosáceas73. Además, el 12-hentriacontanol se encuentra en altas 

concentraciones en las ceras de hojas de Myricaria germánica74. 

Los alcoholes de la segunda y tercera categorías van 

frecuentemente acompañados de su correspondiente cetona. Se encuentran, 

por tanto, cetonas, cetoles y dioles con una longitud de cadena y patrón 

isomérico similar a los de los alcoholes secundarios. Se encuentran altas 

concentraciones de 15-nonacosanona en las ceras de hojas de Clarkia 

elegans68, Brassica oleracea69 y Brassica napus70. El diol 14, 15-nonacosanodiol 

y los cetoles 15-hidroxi-14-nonacosanona y 14-hidroxi-15-nonacosanona se 

han identificado en las ceras de hojas de las plantas del género Brassica67, 70. 

Se han descrito en las hojas de numerosas especies de Poaceae y del 

género de Eucalyptus75, 76 grandes porcentajes de β-dicetonas alifáticas que 

se caracterizan por ser cadenas no ramificadas con entre 27 y 33 átomos de 

carbono y por la presencia de dos grupos carbonilo diferenciados entre sí 

en 1 o 3 posiciones. También se han descrito derivados de β-dicetonas con 

una función adicional de alcohol o carbonilo77 como se muestra en la Figura 

I.9. 
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Figura I.9 – Estructuras de algunos de los alcoholes secundarios y cetonas que 
componen las ceras cuticulares vegetales.  

I.2.1.3. Triterpenoides cuticulares 

Los componentes triterpenoides se encuentran, en la mayoría de 

casos, en pequeñas cantidades en las ceras cuticulares de muchas especies, 

principalmente en las intracuticulares. Existen más de 200 esqueletos de 

carbono con estructura de triterpenos78, aunque sólo se ha detectado un 

pequeño número en ceras cuticulares de plantas (Figura I.10). La mayoría 

de éstos son triterpenoides pentacíclicos, cuya estructura está caracterizada 

por la fusión de cinco anillos de carbono. Es el caso de lupano, oleanano y 

ursano, presentes con mayor frecuencia en las ceras cuticulares de plantas 

fanerógamas o espermatofitas22. Por ejemplo, en las ceras del fruto de 

tomate, se han detectado estructuras de oleanano y ursano en cantidades 

equivalentes de δ-amirina79.  
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En la mayoría de casos, los triterpenoides de las ceras cuticulares 

contienen un grupo hidroxilo en la posición 3β, lo cual se explica mediante 

la biosíntesis de triterpenoides que se expondrá en el punto I.2.3. Éstos 

están, en múltiples ocasiones, acompañados de sus correspondientes 

cetonas, como ocurre con la taraxerona encontrada en las ceras del tallo de 

varias especies de macaranga80, glutinona en ceras de euforbia81 y friedelina 

en el fruto de la toronja82. 

Existe una amplia variedad de triterpenoides basados en 

estructuras del triterpeno con diferentes grupos funcionales. Sin embargo, 

son pocos los que se han detectado en las ceras cuticulares. Es el caso de los 

derivados de oxidación en el carbono 28 del lupano, oleanano y ursano, 

entre los que se incluyen los dioles eritrodiol, uvaol83 y los hidroxiácidos 

ácidos oleanólico y ursólico84. Sin embargo, no todos los derivados 

oxigenados pueden estar en las ceras cuticulares, ya que la polaridad del 

átomo de oxígeno puede impedir su presencia en el ambiente lipofílico de 

la mezcla. 
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Figura I.10 – Estructuras de los triterpenoides pentacíclicos comentados en el 
texto. 
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También se han identificado derivados alquil y acil éter de los 

triterpenoides oxigenados ya comentados. Por ejemplo, con el lupeol y las 

α- y β-amirina se encuentran frecuentemente sus correspondientes éteres 

metílicos85 o ésteres de acetato86 entre otros. También en los ácidos ursólico 

y oleanólico se han identificado sus ésteres metílicos87. 

Todas las estructuras de los compuestos expuestos en este 

apartado pueden consultarse en la Figura I.10. 

Aunque se han demostrado varios patrones en la distribución de 

triterpenoides en ceras cuticulares, aun existe poco conocimiento acerca de 

la diversidad y distribución de los mismos, así como de sus implicaciones 

biológicas en la cutícula. Este hecho probablemente cambiará en futuras 

investigaciones cuando más especies puedan ser investigadas y se 

dispongan de un mayor número de estándares de identificación. 

 

I.2.2. Disposición de las ceras cuticulares 

Debido a los grandes avances de estos últimos años sobre la 

información química y estructural de la cutícula vegetal, se conoce que las 

ceras cuticulares pueden presentarse en tres tipos de formaciones distintas, 

denominadas cristales de ceras epicuticulares, películas de ceras 

epicuticulares y ceras intracuticulares. Los componentes de las ceras se 

autoorganizan espontáneamente en estas tres capas. 

I.2.2.1. Formación de cristales epicuticulares 

Los cristales de ceras epicuticulares se presentan en una amplia 

variedad de forma, tamaño y disposición, tal y como se revela mediante 

microscopía electrónica de barrido88, 89. Se ha conseguido correlacionar la 

presencia de ciertos compuestos con los cristales formados en dicha capa. 
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Los alcoholes primarios en alta concentración favorecen la formación de 

cristales en forma de placas65, el alcohol 10-nonacosanol y β-dicetonas 

generan túbulos90, la 16-hentriacontanona da lugar a la formación de 

paletas transversalmente estriadas89 y los triterpenoides se relacionan con 

la formación de hebras91, platos y paletas poliangulares92, 93. Los 

experimentos de cristalización realizados in vitro generaban estructuras 

semejantes a las observadas en la naturaleza90, 94, 95, lo que demuestra que la 

composición química es el parámetro más importante que determina la 

forma y estructura de los cristales88. En la Figura I.11 se muestan imágenes, 

mediante microscopía electrónica de barrido (SEM), de algunas formas 

cristalinas presentadas. 

 

Figura I.11 – Imágenes SEM de estructuras cristalinas obtenidas de (A) 
Habropetulurn duwei, en forma de placas; (B) Amorphophallus maximus, de forma 
tubular; (C) Actinidia melanandra, paletas transversalmente estriadas; (D) Drosera 
burmanni, con estructura en hebras; (E) Lecythis chartacea, en forma de platos y (F) 
Acsmithia densiflora con forma de paletas poliangulares, tomadas de Barthlott et al. 

(1998)89. 

Dentro de la mezcla de ceras cuticulares se lleva a cabo la 

cristalización como un proceso espontáneo de separación de fases90 que 
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ocurre cuando el compuesto que determina este paso alcanza una 

concentración crítica. 

Además de las estructuras cristalinas, en las ceras epicuticulares 

existe una gran diversidad morfológica en formas continuas o de grosor 

variable. Es el caso de las películas88, que se hallan en los bordes más 

externos de esta región, y se presentan como un recubrimiento delgado y 

sin fisuras. También se describen capas continuas de hasta 1 μm de grosor, 

denominadas capas lisas88, así como capas agrietadas, presentadas con un 

relieve escalonado y un perfil fragmentado causado por la expansión de la 

superficie epidérmica durante el crecimiento de la planta. Una 

estructuración más gruesa, superior a 1 μm, es causada por un 

recubrimiento masivo de ceras, y se define como corteza89. Las imágenes 

SEM de las estructuras descritas se presentan en la Figura I.12. 

 

Figura I.12 – Imágenes SEM de estructuras cristalinas obtenidas de (A) Hydrocotyle 
bonariensis, en forma de película; (B) Terminalia seyrigii, capa lisa; (C) Frerea indica, en 

capa agrietada; (D) Copernicia cowellii, con estructura en corteza, tomadas de Barthlott et 
al. (1998)89. 
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I.2.2.2. Diferencias químicas entre ceras epi- e intracuticulares 

El estudio cuantitativo de la proporción, de forma individual, de 

los diferentes compuestos entre la película de ceras epicuticulares y las 

ceras intracuticulares, muestra un gradiente en el porcentaje de los mismos, 

sugiriendo la existencia de diferencias químicas entre ambas capas15. Al 

realizar un análisis más selectivo de la composición, se determina que las 

ceras epicuticulares se componen mayoritariamente de compuestos 

alifáticos, representados por los grupos funcionales descritos en el apartado 

I.2.1.1. Por el contrario, las ceras intracuticulares presentan una marcada 

abundancia relativa de triterpenoides y, consecuentemente, un menor 

porcentaje de compuestos alifáticos79. Esta diferencia en la composición de 

ambas capas surge del proceso de difusión de compuestos entre las 

mismas, así como de la separación espontánea de ambas fases96. 

Considerando que el coeficiente de difusión se puede definir como 

un parámetro físico que representa la facilidad con que cada soluto en 

particular se mueve en un disolvente determinado97, independientemente 

de sus estados de agregación, se ha documentado la determinación de estos 

coeficientes en compuestos de ceras de hojas de cebada. Se demuestra que 

el coeficiente de difusión (D) depende del tamaño molecular (X) y un 

parámetro de correlación (a, cuyo valor se comprende entre -3 y -5) según 

la fórmula D ≈ Xa. En base a la misma, los compuestos con estructuras 

cíclicas, al tener un mayor tamaño molecular, presentan un D menor que 

los alifáticos. Por otro lado, los compuestos alifáticos lineales reducirán 

notablemente su D conforme aumenta la longitud de su cadena96.   

I.2.2.3. Disposición cristalina en ceras epi- e intracuticulares 

En los ensayos realizados con mezclas de compuestos alifáticos 

sintéticos de cadena larga se observó un empaquetamiento de los grupos 

metileno [-(CH2)-] generando una red cristalina densa98, 99, mientras que los 
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extremos de los mismos, en los que se ubican los grupos funcionales, 

formarían una zona más amorfa (Figura I.13). 

 
Figura I.13 – Empaquetamiento de las cadenas de compuestos alifáticos. 

Dado que en las ceras epicuticulares existe una alta predominancia 

de compuestos alifáticos con una baja variación en la longitud de cadena, se 

puede deducir que existe un orden reticular elevado en esta capa, incluso 

en los extremos de las cadenas, por lo que existirán principalmente 

dominios cristalinos extensos. 

En las ceras intracuticulares, por otro lado, considerando su 

variabilidad estructural y la difusión molecular existente dentro de la capa 

cuticular, se presentará un mosaico de zonas cristalinas y amorfas. En este 

sentido, Riederer y Schreiber100 propusieron un modelo de organización de 

las ceras en tres zonas estructurales (Figura I.14): 

- Fracción cristalina o zona A compuesta por cadenas alifáticas 

estructuradas en láminas cristalinas. 

- Fracción sólida amorfa o zona B formada como consecuencia de 

la heterogeneidad de las cadenas alifáticas ubicada entre 

láminas adyacentes de la fracción descrita anteriormente. 
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- Fracción amorfa o zona C definida por los compuestos alifáticos 

de cadena corta y por aquellos componentes que pueden 

presentar un mayor impedimento estérico, como es el caso de 

los compuestos con estructuras moleculares cíclicas. 

En función de la temperatura, los compuestos de la zona C pueden 

situarse en los huecos existentes entre las fracciones cristalinas, formándose 

clusters moleculares dentro de esta área. 

 

Figura I.14 – Modelo de organización de las ceras cuticulares propuesto por Riederer y 
Schreiber, adaptado de Riederer y Schreiber (1995)100. 

I.2.3. Biosíntesis de triterpenoides pentacíclicos 

Los terpenos de treinta átomos de carbono o triterpenos, 

constituyen un grupo muy amplio y estructuralmente diverso de 

compuestos naturales, procedentes del escualeno. La mayoría de los 

triterpenos son tetra o pentacíclicos101. En la década de 1950, Ruzicka et al. 

propusieron la regla del isopreno biogenético para explicar la biosíntesis de 

los alcoholes triterpénicos78, 102, 103. Dicha regla establece que, en la mayoría 

de los terpenos sintetizados naturalmente, las unidades isoprénicas se 

enlazan entre sí en disposición cabeza-cola.  
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I.2.3.1. Ruta del ácido mevalónico 

La biosíntesis vegetal de los compuestos terpénicos ocurre en el 

citosol, donde tres unidades de acetil-CoA se condensan para generar el 

ácido mevalónico104. Una posterior fosforilación y descaboxilación del 

mismo, produce isopentenil pirofosfato (IPP), que puede isomerizar a 

dimetilalil pirofosfato (DMAPP), siendo ambas unidades isoprénicas de 

cinco carbonos precursores de los terpenos (ver Figura I.15). 

 

Figura I.15 – Biosíntesis de las unidades isoprénicas IPP y DMAPP. 
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I.2.3.2. Biosíntesis del escualeno 

Las dos unidades isoprénicas sintetizadas se condensan en una 

unión cabeza-cola, eliminando un grupo pirofosfato y obteniendo así el 

pirofosfato de geranilo, precursor de los monoterpenos (terpenos de 10 

átomos de carbono). Una unión de éste con otra unidad IPP en disposición 

cabeza-cola dará lugar al pirofosfato de farnesilo, a partir del cual se 

pueden obtener los sesquiterpenos (terpenos de 15 átomos de carbono). 

Para obtener el precursor biogenético de los diversos tipos de triterpenos, el 

hidrocarburo acíclico escualeno, es necesario la unión cabeza-cabeza de dos 

unidades de pirofosfato de farnesilo. El proceso se resume  en la Figura 

I.16. 

OPP OPP

H

+

IPPDMAPP

geranil
transferasa
cabeza-cola
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Figura I.16 – Biosíntesis del escualeno. 

I.2.3.3. Biosíntesis de triterpenoides pentacíclicos 

Como se puede ver en la Figura I.17, la obtención de los 

triterpenoides pentacíclicos parte de la oxidación del escualeno a su 

epóxido, cuya protonación da lugar al carbocatión dammarenilo (precursor 

de triterpenos tetracíclicos). Mediante una serie de ciclaciones y 

migraciones de grupos metilo e hidruros controladas enzimáticamente, se 

generan los distintos carbocationes que dan lugar a las estructuras de 
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diversos triterpenos pentacíclicos, entre los que se encuentran la α- y β-

amirina. Mediante la oxidación sucesiva de estas moléculas por medio de la 

enzima CYP716A105, 106 se obtendrán los ácidos ursólico y oleanólico 

respectivamente.  

 

Figura I.17 – Biosíntesis de triterpenoides pentacíclicos a partir del escualeno. 
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En la Tabla I.3 se recogen algunas especies vegetales en cuyas 

cuticulas se pueden encontrar los triterpenoides pentacíclicos α-amirina, β-

amirina, ácido oleanólico y ácido ursólico, que serán objeto de estudio en 

esta Tesis Doctoral. 

Fruto Triterpenoides de interés Triterpenoide predominante 

Manzana (Malus domestica) ácido oleanólico, ácido ursólico 
ácido ursólico (0.28-0.34% de 

peso en piel) 

Uva (Vitis vinifera) ácido oleanólico 
ácido oleanólico (86% de la 

mezcla de triterpenoides) 

Aceituna (Olea europaea) 
α-amirina, β-amirina, ácido 

oleanólico 

ácido oleanólico (70% / 83% de 
la mezcla de triterpenoides en 

aceituna verde / negra) 

Tomate (Solanum 

lycopersicum) 
α-amirina, β-amirina, δ-amirina 

δ-amirina, β-amirina, α-amirina,  
(5.6%, 3.2%, 3% de extracto de 

cera respectivamente)  
Pera asiática (Pyrus 

bretchneideri) 
α-amirina 

α-amirina (14.2% de extracto de 
cera) 

Pimiento (Capsicum 

annuum) 
α-amirina, β-amirina, δ-amirina 

α-amirina, β-amirina (11.2%, 
9.3% de extracto de cera 

respectivamente) 
Arándano rojo (Vaccinium 

macrocarpon) 

α-amirina, β-amirina, ácido 

oleanólico, ácido ursólico 
ácido ursólico (20% de extracto 

de cera) 

Pomelo (citrus paradisi) α-amirina, β-amirina friedelina (27.9% de extracto de 
cera) 

Cereza (Prunus avium) 
α-amirina, ácido oleanólico, ácido 

ursólico 

ácido ursólico, ácido oleanólico 
(60%, 7.5% de extracto de cera 

respectivamente) 
Berenjena (Solanum 

melongena) 
α-amirina, β-amirina lupeol (0.74% de extracto de 

cera) 

Tabla I.3 – Ejemplos de frutos que presentan, entre otros, los triterpenoides pentacíclicos 
α-amirina, β-amirina, ácido oleanólico y ácido ursólico, tomados de Szakiel et al. (2012)107. 
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I.2.4. Transporte de ceras en las células epidérmicas 

Existe una expansión de la superficie de los órganos de la planta 

durante su desarrollo y crecimiento, que debe estar sincronizada con la 

formación de la cutícula. Para ello, se depositan grandes cantidades de 

cutina y ceras sobre la superficie periclinal de las células epidérmicas, 

sintetizadas a partir del precursor acetil-CoA. 

Estas moléculas, debido a su naturaleza lipofílica y a su geometría 

de cadena larga, pueden originar problemas estructurales al interferir con 

las membranas celulares, alterando su integridad, así como la forma de la 

pared celular108-110. Por ello, tanto precursores como productos de la 

fomación de ceras deben ser transportados mediante ciertos mecanismos 

(Figura I.18).  

I.2.4.1. Transporte intracelular de ceras  

La elongación de cadena de los ácidos grasos, así como la 

producción de componentes alifáticos de las ceras, ocurren en una zona 

concreta del retículo endoplasmático111, 112. Éstos abandonan este orgánulo 

hacia la membrana plasmática mediante varios posibles mecanismos de 

transporte: 

- Transferencia directa de pequeños agregados de ceras con un 

recubrimiento proteico similar a la oleosina. Esto ocurre cuando 

el retículo endoplasmático se aproxima a la membrana 

plasmática113 (Figura I.18 - 1a). 

- Anclaje a una proteína transportadora de unión lipídica 

denominada FABP (fatty acid binding protein) (Figura I.18 – 1b). 

- Encapsulamiento de precursores de ceras mediante vesículas y 

su transporte por la vía de secreción a través del aparato de 
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Golgi. Para evitar que estas vesículas influyan en la rigidez y 

fluidez de la membrana, los ácidos grasos de cadena larga y 

derivados son transportados a microdominios denominados 

“balsas lipídicas” (Figura I.18 – 1c). 

I.2.4.2. Transporte a través de la membrana plasmática 

Existen dos posibilidades para que las moléculas de cera entren en 

la membrana plasmática: su transporte directo a unas proteínas específicas 

(Figura I.18 - 2a) o su incorporación a la membrana plasmática y posterior 

asociación con dichas proteínas (Figura I.18 – 2b), denominadas 

transportadores ABC (ATP-binding cassette), que contiene una unión de 

ATP y dos dominios transmembrana hidrofóbicos (TMD) ricos en hélices α, 

que forman poros a través de los cuales se produce el transporte de los 

lípidos. La energía requerida para este proceso se obtiene de la hidrólisis 

del ATP4, 114. 

I.2.4.3. Transporte a través de la pared celular  

La alta hidrofobicidad de los componentes de las ceras supone un 

impedimento para atravesar el entorno acuoso del interior de la pared 

celular, aunque no imposibilita el transporte directo de éstos hacia la 

cutícula (Figura I.18 - 3a). Se considera como posible medio de transporte la 

existencia de pequeñas estructuras especiales, ubicadas en el interior de la 

pared celular periclinal de las células epidérmicas, denominadas LTP (Lipid 

Transfer Protein)115, 116. Estas proteínas se clasifican en dos clases de LTPs no 

específicas: nsLTP1 y nsLTP2. Se ha demostrado que las primeras se unen a 

los lípidos de acilo lineales117, mientras que las nsLTP2 tienen menor 

afinidad por ácidos grasos y fosfolípidos y mayor afinidad por esteroles. 

Por tanto, los nsLTP1 podrían transportar preferentemente monómeros de 

cutina y cera a través de la pared celular (Figura I.18 – 3b). Aunque el 

mecanismo exacto está por investigar, una vez en la cutícula, los 
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componentes de ceras se autoorganizan en capas intracuticulares, películas 

epicuticulares y/o cristales epicuticulares. 

 

Figura I.18 – Posibles escenarios para la secreción de los componentes de ceras alifáticas a 
la cutícula: 1a, transporte mediante recubrimiento proteico; 1b, anclaje a FABP; 1c, 
transferencia al aparato de Golgi y posterior secreción en vesículas; 2a, anclaje a la 

proteína ABC; 2b, acceso directo a la membrana plasmática y posterior unión a ABC; 3a, 
desplazamiento directo a través de la pared celular; 3b, transporte a través de la pared 

celular mediante nsLTP1. 
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I.3. BIOFÍSICA DE LOS TRITERPENOIDES PENTACÍCLICOS DE 

INTERÉS 

En una búsqueda bibliográfica en relación a los triterpenoides 

pentacíclicos de interés de esta tesis, α y β-amirina y los ácidos oleanólico y 

ursólico (Figura I.10), con respecto a sus propiedades biofísicas, no se 

encuentra gran cantidad de información. No obstante, se han recopilado los 

aspectos más interesantes en este campo acerca de estas estructuras. 

Para poder explicar el comportamiento de estos triterpenoides 

pentacíclicos se han descrito una serie de experimentos in vivo e in vitro que 

muestran parte de sus propiedades, funcionalidad y limitaciones como 

componentes minoritarios en las ceras cuticulares. 

 

I.3.1. α y β-amirinas 

Solubilidad en agua: En experimentos cualitativos de solubilidad 

en agua se introdujo un miligramo de una mezcla de ambos isómeros de 

amirinas en volúmenes crecientes de agua, partiendo de un mililitro hasta 

un litro. Se observó una completa insolubilidad de las amirinas en agua, la 

cual puede responder a diferentes aspectos moleculares y estructurales. Por 

ejemplo, cuanto mayor es su cristalinidad, más insoluble en agua es la 

mezcla118.    

Efectividad como barrera de agua: Jetter et al.119 demuestran que 

un exceso de β-amirina en ceras intracuticulares, logrado mediante la 

sobreexpresión del gen que codifica su sintetasa, da lugar a una reducción 

de su resistencia al agua. Este comportamiento es la consecuencia de una 

alteración en las distintas zonas de la cutícula según el modelo descrito por 

Riederer y Schreiber100 (Figura I.14).  
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Según dicho esquema, previamente comentado, los componentes 

alifáticos, gracias a la disposición que adoptan, generan una forma 

ordenada en las ceras (región cristalina). Sin embargo, los triterpenoides 

pentacíclicos, como la β-amirina, irrumpen en esta área dando lugar a una 

región menos ordenada o amorfa. En consecuencia, las zonas cristalinas se 

verán reducidas o más separadas, lo que, según lo descrito en el apartado 

I.1.4.1., facilita el transporte a través de la membrana. Planteando este 

efecto de la presencia de amirinas en las ceras cuticulares, se cuestiona la 

razón de su síntesis y la generación de áreas amorfas: bien se pueden 

acomodar en la estructura sin perjudicar a la barrera acuosa o bien su efecto 

negativo es compensado con otro u otros positivos, tales como su 

participación en la defensa ante patógenos o herbívoros o la pérdida de 

rigidez en la cutícula, que minimizaría la ruptura de la capa gracias a su 

mayor flexibilidad119. 

 

Precursor de compuestos antimicrobianos: Se conoce que las 

amirinas no presentan acción microbiana, pero en la avena actúan como 

precursores en la síntesis de la avenacina (12,13βepoxi-16β-hidroxi-β-

amirina), compuesto biológicamente activo con acción principalmente 

antifúngica. Esta reacción se dará mediante una cadena de reacciones 

dirigidas que incluyen oxidación, glicosilación y acilación, como se aprecia 

en la Figura (I.19)120, 121. 

 

Figura I.19 – Síntesis de avenacina a partir de β-amirina. 
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Resistencia a herbívoros: Se ha comprobado que la adición de 

mezclas tanto de n-alcanos primarios como de α- y β-amirina en las ceras 

de col reducen el número de interacciones físicas por parte de los insectos y 

larvas. Además, dan lugar a una disminución del tiempo de mordedura y 

un aumento del tiempo de recorrido de los herbívoros sobre la superficie122. 

Esta propiedad fue comprobada con distintos insectos como la langosta 

migratoria sobre diversas plantas123 o la chinche de encaje en la azalea124.  

 

Formación de cristales: En estudios previos se ha utilizado la 

microscopía electrónica de barrido (SEM) en muestras de α- y β-amirinas118. 

Las imágenes resultantes muestran cristales característicos de estructura 

acicular con distintos tamaños (Figura I.20A). La cristalinidad de las 

muestras se confirmó mediante un análisis de difracción de rayos X (XRD) 

(Figura I.20B). 

 

Figura I.20 – Imagen SEM de una mezcla de α- y β-amirina (A) y difractograma de rayos X 
en el que se muestran picos de cristalinidad a 2θ < 20º (B), tomadas de da Silva Júnior et 

al. (2017)118. 

 

I.3.2. Ácidos oleanólico y ursólico 

Baja efectividad como barrera de agua: Oliveira y Salatino125 

relacionan la alta permeabilidad de las ceras con su alto contenido en ácido 

ursólico en algunas especies en áreas desérticas. Este efecto puede deberse 

a la presencia de grupos funcionales –COOH que muestran una alta 

afinidad por las moléculas de agua al disociarse el ácido126. También 
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pueden ser consecuencia de la arquitectura menos ordenada de las ceras 

ricas en triterpenoides127. A pesar de ser éste un aspecto negativo en plantas 

en áreas desérticas, la alta presencia de los ácidos ursólico y oleanólico en 

las ceras de hojas puede obedecer a un papel de protección contra los 

agentes bióticos de la zona, como insectos herbívoros128. 

Función de relleno: Los estudios de Tsubaki et al.129 en el pérsimon 

“Fuyu” se centraron en la compatibilidad de la matriz de cutina con los 

triterpenoides, que es más relevante que su interacción con los compuestos 

alifáticos, ya que éstos segundos se ubican en la región externa de la cutina 

mientras que los triterpenoides se encuentran embebidos en la red 

polimérica, lo que permite una mayor interacción130, 131.  Se ha demostrado 

que una eliminación de los triterpenoides alteraría las membranas 

cuticulares reduciendo su densidad, elasticidad y resistencia y aumentando 

su viscoelasticidad. Se deduce, por tanto, que estos compuestos ejercen una 

función de relleno en las propiedades mecánicas129. 

Protección contra insectos herbívoros del ácido ursólico: En 1992, 

Varanda132 realizó estudios de supervivencia de chinches y pulgones 

alimentadas con dietas ricas en ácido ursólico. Se comprobó que este ácido 

en altas concentraciones ejercía un efecto disuasorio en los insectos, 

mientras que a bajas concentraciones era ingerido, aunque resultaba 

nocivo, afectando negativamente a su índice reproductivo, e incluso tóxico.  

En hojas de cebada pulverizadas con soluciones de ácido ursólico 

se muestra una disminución de la tasa de crecimiento poblacional de 

pulgones tras un período de 5 días, lo que implica que este terpenoide 

puede proteger a la planta de infestaciones por estos herbívoros. 

Interacciones con otros componentes en la cutícula: En las 

investigaciones de Fernandes et al.133 se demuestra el papel influyente que 

ejerce la presencia de ácido oleanólico en la cristalinidad de los ésteres de 

cadena larga en ceras vegetales, como se demuestra con el estearato de 
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estearilo (Figura I.21A). En mezclas del éster con ácido oleanólico se aprecia 

la disminución del grado de cristalinidad del estearato de estearilo, así 

como la formación de distintas formas cristalinas de dicho éster en función 

de la proporción del triterpenoide. El polimorfismo cristalino del estearato 

de estearilo es observable mediante HSPOM (High Speed Polarized Optical 

Microscope), como se aprecia en la Figura I.21B y trae como consecuencia 

una alteración de la cristalinidad en las ceras epicuticulares, lo cual influye 

directamente en la permeabilidad de las mismas133.  

En los trabajos realizados por Casado y Heredia134 también se 

puede observar este mismo hecho. Se registraron termogramas mediante 

Calorimetría Diferencial de Barrido (DSC) de mezclas sintéticas de ácido 

oleanólico y 1-hexacosanol (Figura I.21A), un alcohol primario presente en 

las ceras cuticulares del grano de uva en diferentes proporciones. De este 

modo, se pudo concluir cómo el componente menos ordenado de las ceras 

epicuticulares de grano de uva (ácido oleanólico) modificaba la 

cristalinidad del alcohol. Se observó que, independientemente de la 

proporción de la mezcla, el ácido oleanólico tiende a reducir la cristalinidad 

del 1-hexacosanol.  

 

Figura I.21 – Estructuras del estearato de estearilo y 1-hexacosanol (A) e imágenes 
HSPOM de la mezcla ácido oleanólico/estearato de estearilo en distintas proporciones (B) 

tomadas de Teixeira et al. (2009)133. 
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Polimorfismo cristalino: El análisis del ácido oleanólico aislado135 

muestra la capacidad de adoptar al menos dos formas agregadas. La 

difracción de rayos X (XRD) presenta dos formas cristalinas, a baja y a alta 

temperatura, favorecidas por la formación de enlaces de hidrógeno entre 

dos grupos carboxilo (-COOH), dos grupos hidroxilo (-OH), o uno de cada 

grupo funcional. 

Los cristales formados a temperatura ambiente corresponden a 

una solvatación del triterpenoide con metanol, mientras que a mayores 

temperaturas los cristales están libres de moléculas de disolvente e 

implican una mayor interacción de los grupos hidroxilo. En ambos casos, 

las estructuras ordenadas presentarán forma de aguja (Figura I.22). 

 

 Figura I.22 – Imágenes HSPOM de una muestra de ácido oleanólico a T = 195°C (A) T > 
200 °C (B)135 y una mezcla de ácido oleanólico/estearato de estearilo a T > 200 °C en la que 

el éster se encuentra en estado líquido (C) tomadas de Teixeira et al. (2009)133. 

La existencia de polimorfos cristalinos, interconvertibles en un 

rango de temperaturas de 140ºC a 190ºC, fue también demostrada para el 

ácido ursólico por Zheng y colaboradores136 mediante determinadas 

técnicas experimentales tales como XRD, análisis térmico y espectroscopía 

de Infrarrojos por Transformada de Fourier (FTIR), en las que también se 

demuestra la implicación de los enlaces de hidrógeno en las agregaciones. 

Agrupamiento molecular del ácido oleanólico: En los análisis por 

XRD a temperatura variable (Figura I.23) realizados sobre ceras 

epicuticulares reconstituidas del grano de uva por Casado y Heredia134, 137, 
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cabe destacar la aparición de dos picos de alta intensidad que reflejan un 

elevado grado de cristalinidad correspondientes a una distancia de 4.17 y 

3.74 Å. Dichas señales se asocian a la mezcla de alcoholes y ácidos alifáticos 

presentes en las ceras y desaparecen tras superar su temperatura de fusión 

(60ºC - 100ºC). Una tercera banda ancha, de baja intensidad, referida a un 

espaciado basal de 5.7 Å, se asocia al agrupamiento molecular del ácido 

oleanólico dentro de la matriz sólida de ceras y permanece inalterable al no 

alcanzar su temperatura de fusión (311ºC). Se ha determinado que éste es el 

principal componente de la fracción no cristalina de las ceras epicuticulares 

del grano de uva, a pesar de encontrarse con un ordenamiento molecular 

distinto al que se podría esperar normalmente en la denominada fase 

amorfa. 

 

Figura I.23 – Termodifractograma de rayos X de una muestra de ceras epicuticulares 
reconstituidas de grano de uva desde temperatura ambiente hasta 100ºC tomado de 

Casado y Heredia (1999)137. 

Más detalles sobre la capacidad de organización de las ceras 

presentes en la cuticula de fruto de uva fueron estudiados por Casado y 

Heredia134 mediante medidas de cinética de desorción de un análogo 

estructural (colesterol radiomarcado, 3H-colesterol), tomado como sonda 

que mimetizaba el ácido oleanólico.  
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Los resultados obtenidos mostraron un bajo coeficiente de 

difusión, lo cual puede representar cierto orden en la estructura molecular 

del ácido oleanólico. Se determinó a su vez la movilidad en ambas matrices 

del ácido hexadecanoico marcado, compuesto alifático de cadena corta que 

se situaría en la zona sólida amorfa. Se obtuvieron dos coeficientes de 

difusión distintos, representando a las moléculas de este ácido atrapadas en 

los huecos del ácido oleanólico ordenado (coeficiente de difusión menor) y 

a aquéllas situadas en la zona menos ordenada de la matriz (coeficiente de 

difusión mayor). Por tanto, el ácido oleanólico puede formar regiones con 

distinto orden dentro de la misma matriz, lo que implica un importante 

papel en la difusión de los diferentes compuestos a través de la cutícula 

vegetal134.   
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II. PRESENTACIÓN DE LOS TRABAJOS 

 

En la presente Tesis Doctoral se propone establecer una 

metodología de caracterización estructural de algunos de los triterpenoides 

presentes en las ceras cuticulares, las amirinas, considerando sus isomerías 

α y β, así como los ácidos oleanólico y ursólico. Estos compuestos han sido 

elegidos debido a la poca información que se puede encontrar actualmente 

sobre su disposición estructural en la cutícula vegetal. El objetivo principal 

de este trabajo es desarrollar una metodología que permita obtener 

conclusiones acerca de la estructura y del modo de distribución de los 

componentes de las ceras cuticulares de la cutícula vegetal. 

Los cuatro triterpenoides objeto de estudio son componentes no 

alifáticos de las ceras cuticulares de frutas y hojas de un amplio número de 

especies. Los isómeros α- y β-amirina se ubican en las ceras 

intracuticulares, y se conocen por ejercer una función de relleno, aportando 

rigidez a la matriz de cutina. Por otro lado, sus derivados carboxílicos 

forman parte de las ceras epicuticulares. Se conoce que muestras de estos 

triterpenoides ácidos adoptan distintas formas semicristalinas o cristalinas 

en función de factores externos como la temperatura o el disolvente1, 2.  

A lo largo de esta Tesis Doctoral, y de las publicaciones científicas 

que la componen, se pretende dar a conocer el comportamiento estructural 

de estos compuestos y la posible función que esta naturaleza puede ofrecer 

a la planta o fruto. Con este fin, es importante responder a una serie de 

cuestiones que permitan conocer en mayor profundidad estos aspectos. 

Estas cuestiones se resumen en los siguientes sub-objetivos: (i) Establecer 

un sistema de cálculos teóricos que permitan conocer en detalle la 

disposición de las moléculas objeto de estudio. (ii) Relacionar los resultados 

obtenidos de diversas espectroscopías vibracionales con aspectos 

estructurales de dichos compuestos. (iii) Discernir el efecto que ejerce la 
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temperatura sobre la capacidad de agregación de estos triterpenoides. (iv) 

Proponer un modelo de crecimiento cristalino para las agregaciones 

estudiadas. (v) Desarrollar una explicación a los efectos observados en 

estos compuestos en un escenario in vitro para así ser capaces en un futuro 

de relacionarlos con su papel en la planta.  

Para poder responder a estos aspectos se ha hecho uso de una 

combinación de métodos teóricos físico-químicos basados en cálculos DFT 

(Teoría del Funcional de Densidad) con una variedad de técnicas 

experimentales entre los que se encuentran las espectroscopías 

vibracionales Raman e infrarroja por transformada de Fourier (FTIR), 

calorimetría diferencial de barrido (DSC) y microscopía electrónica de 

barrido (SEM). 

Se exponen a continuación las tres líneas de investigación 

presentadas en esta Tesis Doctoral, correspondientes a cada trabajo 

publicado: 

α- y β-amirinas puras. 

En esta primera línea se elabora una nueva metodología que 

permite la caracterización estructural de estas moléculas de baja 

cristalinidad, considerando para ello tres escenarios distintos, dos de ellos 

en un ambiente molecular hidrofóbico: n-octanol, que emula o mimetiza la 

polaridad promedio presente en la matriz de cutina y n-hexano, el cual 

genera un ambiente más apolar e hidrofóbico. Un tercer escenario consiste 

en la recreación de las construcciones moleculares en fase gaseosa aislada, 

realizando los cálculos en vacío. 

De este modo, se contempla un análisis molecular en tres aspectos: 

cálculo de la estabilidad en base a la energía de estabilización, previsión de 

la disposición estructural de las moléculas agregadas y análisis de estos 
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datos en relación a los resultados obtenidos en espectroscopía vibracional 

Raman, la cual se demuestra que es una técnica adecuada para analizar la 

estructura de estos compuestos3.  

Esto permitirá aproximarnos a conocer la relación estructura-

propiedad de las moléculas de amirina en un escenario in vitro y 

proporcionará información para trabajos futuros sobre su función y 

distribución en la cutícula de la planta, lo cual supone, desde una 

perspectiva biológica, un primer acercamiento al análisis de la ubicación y 

disposición de las moléculas de amirina en el interior de la cutícula. 

 

Mezclas de α- y β-amirina.  

La segunda línea de investigación es la evolución inmediata de la 

primera: el análisis estructural de las amirinas se realiza considerando que, 

al igual que ocurre en la cutícula vegetal, existe una mezcla isomérica de 

ellas. Con este fin es necesario, por un lado, diferenciar 

espectroscópicamente ambos compuestos entre sí, utilizando para ello otros 

modos normales de vibración ubicados en la misma región espectral. Por 

otro lado, se debe conocer la capacidad de formar agregaciones de diversa 

cristalinidad de este conjunto, y cómo varían las mismas en función de la 

proporción entre isómeros en la muestra. 

Estos aspectos se relacionan con los confórmeros propuestos 

previamente, a partir de los cuales se inicia este estudio. Se utiliza la 

espectroscopía vibracional Raman para conocer si la distribución de los 

isómeros ocurre de una forma homogénea, repartidos de este modo por 

toda la muestra o existen clústeres independientes de α- y β-amirina 

formando agregados puros. 
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Este estudio requiere el refuerzo de otras técnicas experimentales 

como son la calorimetría diferencial de barrido y la microscopía electrónica 

de barrido, las cuales han sido previamente demostradas de gran utilidad 

para analizar esta clase de compuestos4. 

 

Ácidos oleanólico y ursólico.  

Considerando el buen resultado de la metodología descrita en las 

primeras líneas de investigación, se aplica el análisis combinado de los 

datos obtenidos mediante cálculos químico-cuánticos con la espectroscopía 

vibracional para conocer en detalle las estructuras agregadas que pueden 

formar los ácidos oleanólico y ursólico. Para ello, el entorno utilizado ha 

sido de nuevo n-octanol. 

En este estudio se considera la formación de enlaces de hidrógeno 

entre las unidades como la principal vía de ensamblaje molecular. Por este 

motivo, el análisis de la espectroscopía vibracional (FTIR) debe estar 

orientado a estudiar las variaciones en las bandas que suponen este tipo de 

unión.  

Se ha recreado una serie de combinaciones diméricas en base a los 

grupos funcionales implicados en la unión por enlace de hidrógeno. Esto 

da lugar a un amplio abanico de agregaciones de orden superior que han 

sido objeto de estudio en este trabajo. 

El análisis de estas agregaciones moleculares en un escenario in 

vitro, su crecimiento cristalino y el efecto que sobre éste ejerce la 

temperatura, permiten analizar en profundidad la estructura adoptada por 

estos triterpenoides dentro de la cutícula vegetal y relacionarla con los 

datos reportados en la bibliografía1, 2, 5.  
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III. OBJETIVOS 

En la presente Tesis se han seleccionado los triterpenoides pentacíclicos α y 

β amirina y sus derivados, los ácidos oleanólico y ursólico, ampliamente 

extendidos en las ceras de las cutículas de las plantas superiores, como 

moléculas objeto de estudio.  

Los objetivos que se persiguen son los siguientes:  

 Desarrollar una metodología, basada en el análisis teórico 

químico-cuántico junto con la espectroscopía vibracional Raman 

a temperatura variable y otras técnicas experimentales de las 

diferentes disposiciones estructurales, que permita conocer la 

arquitectura molecular de α- y β-amirina y sus mezclas en un 

escenario in vitro. 

 Aplicar un análisis combinado de cálculos químico-cuánticos 

con la espectroscopía vibracional infrarroja a diferentes 

temperaturas que permita conocer las estructuras, ensamblaje 

molecular y el crecimiento cristalino de los ácidos oleanólico y 

ursólico.  
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IV. RESÚMEN DE LAS PUBLICACIONES 
CIENTÍFICAS 

IV.1. DETERMINACIÓN ESTRUCTURAL DE LOS ISÓMEROS DE 
AMIRINA EN CERAS CUTICULARES: UNA METODOLOGÍA 
COMBINADA DFT/ESPECTROSCOPÍA VIBRACIONAL 
 

Se trata de establecer una estructura organizativa en las moléculas 

de amirina en función de su isomería, esclareciendo si se encontrarán en el 

medio mayoritariamente como moléculas aisladas o bien en forma de 

agregados y, en tal caso, analizar si imperan las uniones de tipo electrónico 

(como puentes de hidrógeno) o se debe a efectos de apilamiento molecular 

(stacking). 

En su forma optimizada aislada, el esqueleto molecular de las 

amirinas se presenta distorsionado para ambos isómeros, especialmente en 

torno al anillo opuesto al grupo hidroxilo. Al analizar los espectros de 

vibración Raman calculados y ser comparados con espectros 

experimentales recogidos mediante microscopia Raman, se apreció un 

sistema de bandas equivalente, cuyos modos normales de vibración se 

refieren eminentemente a vibraciones de tijereteo entre átomos de carbono 

ubicados en diferentes regiones del espectro. Esto permite comparar la 

exactitud del espectro Raman calculado con respecto al experimental. 

En el caso de la estructura aislada, la semejanza entre los espectros 

no es total, si bien cumple el mismo patrón de bandas. Con el fin de 

cuantificar dicha similitud, se ha creado un patrón de intensidades relativas 

de las bandas que, al ser comparado con el correspondiente al 

experimental, nos permite ponderar la diferencia existente mediante el 

cálculo de su desviación estándar relativa (RSD). Este dato arrojado sobre 

las moléculas aisladas nos presenta una baja similitud entre ambos 

espectros, orientándonos a no describir a las amirinas como moléculas 

aisladas. 
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Se plantean, para cada isómero, una serie de seis agregados bi-

moleculares de amirinas, considerando para su diseño un anclaje debido a 

efectos electrónicos (enfrentando entre sí los grupos hidroxilo, los dobles 

enlaces o un hidroxilo con un doble enlace), denominados dim1, dim2 y 

dim4, o de apilamiento (planteando 3 posiciones relativas diferentes), 

nombrados dim3, dim5 y dim6. El esquema de estas formaciones se 

representa en la Figura IV.1 

 

Figura IV.1. – Representación esquemática de los agregados diméricos propuestos. 

Sobre sus estructuras optimizadas se analizó la estabilización 

energética que suponen respecto de la molécula aislada, demostrando que 

los efectos del stacking ejercen una mayor relajación en el caso de ambos 

isómeros de amirina. Además, al comparar las distancias intermoleculares 

calculadas con las obtenidas de la difracción de rayos X de muestras 

experimentales, extraídas de Cambridge Crystallographic Data Centre 
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(CCDC), estos diseños apilados presentan mayor similitud que sus 

homólogos emparejados por efectos electrónicos. 

Finalmente, se comparan, al igual que en las moléculas aisladas, 

los espectros Raman calculados con los experimentales obtenidos. Los 

resultados, considerando la RSD del patrón de intensidades relativas de las 

bandas previamente seleccionadas, mejoran notablemente. 

Con el fin de prever un posible crecimiento cristalino de estos 

constructos, se considera la inclusión de una tercera unidad en los 3 

dímeros que mejores resultados han presentado. Dicha tercera unidad se 

incluyó en cada uno de ellos de dos maneras diferentes: aumentando el 

apilamiento y generando así estructuras en bloque (trim31, trim51 y trim61) 

o incluyéndose entre las dos unidades formando una estructura trigonal 

(trim32, trim52 y trim62). En conclusión, se repite el análisis planteado 

anteriormente en 6 nuevas estructuras propuestas de 3 unidades de 

amirina, cuya formación se representa en la Figura IV.2.  

 

Figura IV.2. – Representación esquemática de los agregados triméricos propuestos. En 
rojo y azul se representan las unidades que componen el dímero de partida, y la amirina 

adicional en verde.  
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El estudio de estabilización energética muestra una relajación 

superior en el caso de formación de trímeros en estructura trigonal, por lo 

que la adaptación de 3 unidades de amirina a esta disposición se muestra 

como la más probable. El análisis de las distancias intermoleculares 

presenta un ligero acercamiento de su valor al experimental, por lo que 

consideramos estas estructuras más similares a las recopiladas de la 

literatura obtenidas mediante difracción de rayos X.  

Al emular nuevamente el espectro de vibración Raman, nos 

encontramos con un patrón de intensidades en las bandas señaladas muy 

similar al referenciado experimentalmente, especialmente en las estructuras 

optimizadas en disposición trigonal.  

Teniendo en cuenta que la bibliografía muestra por lo general a las 

amirinas en su medio natural con una estructura semicristalina, se analizó 

energéticamente el crecimiento que supondría agregar moléculas de su 

misma isomería (α o β) a una estructura aislada. Para ello, se considera un 

monómero como punto de partida, pasando por dímeros apilados, trímeros 

en disposición trigonal y, a partir de aquí, organización cristalina en celdas 

trigonales.  

 En el resultado se aprecia que hay una rápida estabilización de las 

primeras (zona amarilla a la izquierda de la gráfica). Tras la formación de 

esta celda unidad, el acoplamiento de más agregados triméricos a esta 

formación supone una pequeña desestabilización energética de sus 

unidades, a partir de la cual existe una tendencia suave al crecimiento 

cristalino, mucho más acusada en el caso de la α-amirina (zona azul a la 

derecha de la gráfica). Es decir, tras la formación de un agregado trimérico, 

el crecimiento ordenado del cristal de amirina no es energéticamente tan 

favorable, existiendo por tanto tendencia no muy alta a la organización 

cristalina (Figura IV.3).  
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Figura IV.3. – Representación del valor de RBE frente al número de unidades de amirina 
considerando un crecimiento cristalino. La figura se ha dividido en dos zonas: 

estabilización energética rápida (amarillo) y una estabilización moderada (azul).  

Considerando que a causa de la energía térmica ambiental las 

amirinas presentan capacidad de interconversión entre los distintos 

confórmeros en función de su energía de estabilización, se ha utilizado la 

distribución de poblaciones de Maxwell-Boltzmann para simular un 

espectro Raman a partir de la presencia relativa de cada confórmero 

propuesto en el sistema, en base a la siguiente premisa: 

 

Donde Ni es el número esperado de partículas en un microestado 

dado, N es el número total de partículas en el sistema, Ei es la energía de 

dicho microestado y T la temperatura del sistema en equilibrio. Así es 

posible establecer una distribución porcentual de cada confórmero 

(microestado) propuesto en función de su estabilización y construir un 

espectro Raman proporcional a dicha distribución (Figura IV.4). 
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Figura IV.4. – Espectros Raman ponderados mediante la distribución de poblaciones de 

Maxwell-Boltzmann para los dímeros y trímeros de α- y β- amirina en n-octanol y 
espectro experimental Raman medido a 77 K de cada uno de los isómeros. 

Este espectro presenta un descenso en la desviación estándar 

respecto al experimental, más aún al disminuir la energía térmica 

ambiental descendiendo la temperatura de la muestra a 77K. Esto confirma 

que una muestra de amirina se organiza en un compendio de diferentes 

estructuras ordenadas intercambiables entre sí, lo cual justifica el 

ordenamiento semicristalino descrito en la bibliografía. 

Los resultados obtenidos en este estudio fueron publicados en la 

revista RSC Advances: DOI: 10.1039/d0ra00284d 

 

 

 

 

 

    Publicación     Información suplementaria 



Resúmen de las publicaciones científicas 

 

75 

IV.2. ANÁLISIS ESTRUCTURAL DE MUESTRAS CON MEZCLAS DE 

α- Y β-AMIRINA 

 

Para realizar este estudio se prepararon 6 muestras formando una 

película, mediante la técnica de drop casting, sobre un sustrato de sílice en 

diferentes proporciones de α- y β-amirina: dos con cada uno de ellos puro, 

tres mezclas, con una relación α:β de 2:1, 1:1 y 1:2 (2α:β, α:β y α:2β 

respectivamente), y una muestra de control en la que solamente se depositó 

el disolvente (CHCl3).  

El primer análisis llevado a cabo se hizo utilizando la microscopía 

electrónica de barrido (SEM) en la que se aprecian diferencias sustanciales 

entre las muestras isoméricamente puras: α-amirina forma estructuras 

cristalinas largas y delgadas, en forma de aguja, mientras que las 

estructuras de β-amirina son más anchas y cortas, detectándose menos 

regiones de cristalinidad y presentando áreas en forma de película. La 

menor cristalinidad presentada por este isómero puede obedecer al 

impedimento estérico que ejercen los grupos metilo ubicados en el mismo 

carbono del anillo E de la molécula, dificultando la proximidad de una 

segunda unidad de β-amirina. 

Las muestras mixtas presentaban propiedades intermedias en 

función de su proporción α:β, con más presencia de las características de β-

amirina en las mezclas α:β y α:2β, aunque ninguna muestra presenta la 

estructura en forma de película observada en β-amirina pura. Las imágenes 

SEM se encuentran representadas en la Figura IV.5. 
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Figura IV.5. – Imágenes de espectroscopía SEM de las diferentes muestras de amirina. 

Para llevar a cabo los cálculos teóricos DFT se tuvieron en cuenta 

las diversas opciones de agregación de isómeros mixtos que podían existir, 

en base a las estructuras consideradas en el primer estudio de amirinas. Por 

un lado, los dímeros dim3, dim5 y dim6 se presentan como homodímeros 

(dos unidades α o β) o heterodímeros (una unidad de cada isómero). A 

partir de los mismos se diseñaron los trímeros correspondientes (trim31, 

trim32, trim51, trim52, trim61 y trim62), con proporciones variables de α- y 

β-amirina, 2:1 y 1:2, para lo cual se ha añadido una unidad de α- o β-

amirina, bien a un homodímero α o β o bien a un heterodímero. De este 

modo, las estructuras no sólo dependen de la proporción entre isómeros 

sino también de su posición relativa (2α:β puede corresponder a un 

homodímero α con una tercera unidad β, denominándolo αα_β, o a un 

heterodímero con una molécula adicional de α-amirina, αβ_α). 

Todas estas posibilidades fueron optimizadas y analizadas 

mediante el cálculo de la energía de enlace relativa (RBE). Se deduce una 

mayor estabilidad en general de los heterodímeros respecto de los 

homodímeros. Al igual que en la primera línea de estudio, se observa una 
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estabilización en la formación de estructuras triméricas, especialmente en 

las de organización trigonal (trim32, trim52 y trim62).  

Se comprobó también que la estabilidad de trímeros con la misma 

estructura y proporción α:β varía notablemente dependiendo de si la 

tercera unidad se incorpora a un homodímero o a un heterodímero. Este es 

el caso de ββ_α-trim52 y αβ_β-trim52, siendo el primero la estructura 

energéticamente más estable de las propuestas, mientras que la segunda 

supone una notable disminución de su estabilidad. Este comportamiento se 

puede explicar analizando los dímeros que originan estas estructuras 

triméricas. Estas formaciones generan una cavidad en la que se incorporará 

la tercera unidad de amirina y justifica la formación preferente de trímeros 

trigonales (Figura IV.6, arriba). 

 
Figura IV.6. – Geometría optimizada, mostrando las superficies de Van der Waals, de las 

estructuras dim5 para los homo y heterodímeros de amirinas (arriba) y dos heterotrímeros 
trigonales con proporción α:2β (abajo).  Las líneas discontinuas muestran la distancia 
entre los centros de masas del dímero (punto amarillo) y la tercera unidad de amirina 

(punto rojo). 
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Las características en la construcción de los dímeros se resumen en 

4 parámetros estructurales: desplazamiento relativo entre unidades (θs), 

distancia entre anillos enfrentados de cada unidad (dr), flexión total de las 

moléculas (θb) y distorsión de anillo E respecto al esqueleto molecular (θE). 

En estos aspectos, existen sólo leves diferencias entre α-dim5 y αβ-dim5, 

mientras que β-dim5 presenta un menor grado de estabilización que el 

heterodímero, así como mayor separación molecular y distorsión de su 

estructura, debida al impedimento estérico que los dos metilos sobre el 

mismo carbono en el anillo E ejercen sobre la otra unidad de β-amirina. En 

consecuencia, el homodímero de β-amirina, a pesar de su menor 

estabilidad, permite una mejor incorporación de la tercera unidad (Figura 

IV.6, abajo). La energía libre de agregación al dímero confirma este hecho 

(ΔGββ_α = -46.78 kJ·mol-1 y ΔGαβ_β = -21.73 kJ·mol-1). 

Las medidas de calor específico (Cp) muestran que las mezclas de 

isómeros de amirina no se presentan como una solución ideal sólido-sólido. 

El crecimiento de estos agregados lleva a un descenso del orden 

orientacional, es decir, a una estructura menos cristalina. En consecuencia, 

en las muestras mixtas de α- y β-amirina se pierde la homogeneidad 

estructural, lo cual concuerda con la menor estabilidad de heterotrímeros 

con respecto a los homotrímeros descrita en el análisis de la RBE. 

Los espectros Raman han sido analizados en el mismo rango que 

en la primera línea de trabajo (500-750 cm-1) en tres áreas diferentes de cada 

una de las muestras preparadas. Se midió, del mismo modo, la intensidad 

de las 5 bandas referidas a la vibración de tijereteo de enlaces C-C-C (a-e) y 

se normalizó respecto a la banda d, dando los datos de intensidad relativa 

(IR).  

El perfil de IR en las muestras puras presenta mayor similitud 

entre sus tres medidas, deduciéndose una distribución estructural más 

homogénea, al contrario que las mezclas isoméricas. Al tener un perfil de IR 
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distinto en las tres áreas analizadas, se deduce que existe una variabilidad 

en la agregación molecular, como se ha observado en la microscopía SEM. 

En un análisis más detallado, se muestra un hombro junto a la 

banda c, denominado c’ (~590cm-1), referido a una vibración de tijereteo     

C-C-C en el anillo E, que diferencia a los isómeros α- y β-amirina. La IR de 

esta banda es normalizada respecto a la de la banda c, obteniéndose un 

nuevo parámetro conocido como c’/c y cuyo valor promedio es 0.08 para 

α-amirina y 0.46 para β-amirina, mientras que en las muestras mixtas 

ofrecen valores intermedios que aumentan con la proporción del isómero β 

(0.29, 0.38 y 0.45 para 2α:β, α:β y α:2β respectivamente). 

El cálculo de los espectros Raman teóricos presenta una tendencia 

similar de c’/c con respecto al aumento de proporción de β-amirina en la 

estructura. Este parámetro se representó frente al porcentaje de β-amirina, 

como se aprecia en color rojo en la Figura IV.7, generando una función 

ajustable a una ecuación cúbica (R2 = 0.998): 

(1)   

Esto demuestra que la presencia de β-amirina en la muestra se 

manifiesta de una forma progresiva al irse adicionando a la α-amirina, tal y 

como se observó en el análisis de las imágenes SEM. La ecuación (1) se 

recalculó, normalizándola a los valores extremos de c’/c para las muestras 

de α-amirina y β-amirina. Esto generó una nueva curva que se ajusta a la 

ecuación (2) y se representa en color verde en la Figura IV.7: 

(2)   
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Figura IV.7. – Representación de c’/c frente al porcentaje de β-amyrin en la 

estructura/muestra para los espectros teóricos (rombos rojos, en los que se incluye la 
desviación estándar promedio para cada dato) y experimentales (rombos azules). El ajuste 
de las funciones (1) y (3) se representan con línea roja y azul respectivamente. La función 

ajustada (2) se muestra con línea verde. 

Esta función se ha utilizado para determinar el porcentaje de β-

amirina en las muestras mezcladas utilizando sus espectros Raman 

experimentales. Al existir un grado de variabilidad en los porcentajes de β-

amirina calculados a partir de (2), se deduce una distribución heterogénea 

en las muestras en torno al valor esperado para cada una (33.3% en 2α:β, 

50% en α:β y 66.7% en α:2 β). 

La buena correlación teórico-experimental mostrada en estos 

cálculos y su ajuste a una función cúbica permiten establecer una nueva 

ecuación (3) tomando los datos experimentales de c’/c (R2 = 1), que se 

representa en la Figura IV.7 en color azul: 

(3)   
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Esta función puede ser utilizada en cualquier muestra que 

contenga una mezcla isomérica de α- y β-amirina para determinar el 

porcentaje de β-amirina existente. 

Los resultados obtenidos en este estudio fueron publicados en la 

revista Royal Society Open Science: DOI:10.1098/rsos.211787  
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IV.3. DETERMINACIÓN ESTRUCTURAL DE ÁCIDOS OLEANÓLICO 

Y URSÓLICO: UNA METODOLOGÍA COMBINADA DE LA TEORÍA 

DEL FUNCIONAL DE DENSIDAD Y ESPECTROSCOPÍA 

VIBRACIONAL 

Los ácidos oleanólico y ursólico son derivados de la β- y α-

amirinas respectivamente funcionalizadas con un grupo carboxílico en la 

posición C-10. Un análisis de su estructura optimizada en n-octanol 

muestra una distorsión de este grupo carboxílico en posición axial respecto 

al esqueleto molecular, que permite la interacción entre unidades.  

Se realizó un análisis teórico-experimental de sus espectros de 

vibración IR registrando para ello el espectro FTIR de una muestra sin 

tratar y comparándolo con el espectro homólogo obtenido mediante 

cálculos DFT. A pesar de la gran similitud entre ambos espectros, se 

muestra una clara diferencia al presentarse un desdoblamiento en la banda 

correspondiente a la tensión del enlace C=O (νC=O) en torno a 1710 cm-1 

debido, en base a la bibliografía, a la formación de enlaces de hidrógeno en 

los que este oxígeno está implicado. La deconvolución de esta banda 

(Figura IV.8) se encuentra constituida por 4 señales distintas. Este análisis 

demuestra que los ácidos oleanólico y ursólico se encuentran formando 

agregados unidos por enlace de hidrógeno. 

 

Figura IV.8. – Deconvolución de la banda νC=O del espectro FTIR a temperatura ambiente 
(línea negra) para los ácidos oleanólico (OLEraw) y ursólico (URSraw).  
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Se diseñaron y optimizaron, mediante cálculos DFT, una serie de 

dímeros para ambos isómeros (Figura IV.9), en base a una unión cabeza-

cola (con 2 uniones diferentes en función de los átomos implicados, ht y 

ht’), cabeza-cabeza (hh) y cola-cola (tt). Estas agregaciones muestran una 

mayor relajación energética, lo cual implica estabilización frente a la unidad 

monomérica aislada, además de un desdoblamiento de la banda νC=O en su 

espectro IR teórico a causa de la formación de un enlace de hidrógeno en 

uno de los grupos carboxílicos (excepto en los dímeros hh). Se construyó un 

dímero más estable formando un doble enlace de hidrógeno en una 

estructura simétrica (sym), aunque no presentaba desdoblamiento de la 

banda dada la alta simetría de la estructura, siendo idéntico el entorno de 

ambos grupos carboxílicos. 

 

Figura IV.9. – Estructura optimizada de los dímeros de ácido oleanólico en base al número 
y localización de los enlaces de hidrógeno. 
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Utilizando como base cada uno de los dímeros propuestos con un 

solo enlace de hidrógeno se elaboraron 4 tetrámeros (A, B, C, D) basados en 

la disposición final de la formación (abierta o cerrada) y en los enlaces de 

hidrógeno utilizados (ht o hh/tt). A los mismos se les realizó una 

optimización geométrica y se calculó su espectro IR teórico, dando como 

resultado una mayor estabilización energética y un desdoblamiento de la 

banda en torno a 1700cm-1 más complejo, similar al encontrado en el 

espectro FTIR, pudiendo relacionarse las distintas bandas de la 

deconvolución con algunos de los resultados obtenidos. 

Dada la alta estabilización que supone formar dímeros doblemente 

enlazados, se consideró un crecimiento cristalino de los mismos por 

apilamiento en las distintas direcciones del espacio (nombrados como X, Y 

y Z). Dicho crecimiento se caracterizó en un oligómero de 4 unidades del 

ácido. En el análisis estructural se observó que el crecimiento 

unidireccional X formaba oligómeros más regulares y energéticamente más 

estables. Por otro lado, la banda νC=O de su espectro IR seguía sin presentar 

desdoblamientos y aparece muy desplazada a menores frecuencias, puesto 

que el entorno de todos los grupos carboxílicos seguía siendo idéntico. 

Todas las estructuras tetraméricas se encuentran representadas en la Figura 

IV.10.  
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Figura IV.10. – Tetrámeros de ácido oleanólico propuestos (A-D y X-Z).  

Ante todas estas consideraciones, se propone que la muestra 

empleada, no siendo monocristalina, se compone mayoritariamente de un 

compendio de las estructuras propuestas de mayor estabilidad energética, 

esto es, los tetrámeros A, B, C, D y X. El desdoblamiento de la banda se 

debe, por tanto, a la formación de diferentes enlaces de hidrógeno entre las 

unidades monoméricas. Para confirmar esta teoría, se trata la muestra a 

altas temperaturas con el fin de eliminar los enlaces de hidrógeno 

formados. El resultado es la desaparición de todas las contribuciones a la 

señal por debajo de 1711cm-1, quedando solamente este modo normal de 

vibración (tensión del enlace C=O en un grupo carboxílico libre).  

Finalmente, se plantea una proporción de los distintos 

confórmeros en la muestra en base a la distribución de poblaciones de 

Maxwell-Boltzmann, tal y como se realizó en la primera línea de 

investigación, para estudiar las agregaciones de amirina. Para ello, se 
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establece la presencia de cada confórmero en la muestra considerando la 

ecuación descrita anteriormente. 

 Dicha distribución fue calculada para cada isómero para así 

ponderar el espectro IR teórico resultante. Se obtuvo, en conclusión, un 

espectro resultante en el que la compleja contribución de la banda en torno 

a 1710 cm-1 queda muy similar a la hallada en el FTIR experimental para 

cada isómero, como muestra la imagen que acompaña (Figura IV.11). 

 

Figura IV.11. – Espectros IR teóricos ponderados mediante la ecuación de Maxwell–
Boltzmann para los ácidos oleanólico y ursólico (línea negra) junto al espectro 

experimental FTIR de los mismos a temperatura ambiente (línea azul). Se ha detallado a 
la derecha de cada espectro una ampliación de la región espectral correspondiente a la 

vibración νC=O, marcada con líneas discontinuas. 

En conclusión, el análisis estructural de los ácidos oleanólico y 

ursólico muestra la tendencia de los mismos a agregarse a través de enlaces 

de hidrógeno, formando diferentes agregados diméricos y tetraméricos. 

Este hecho se muestra en la descripción de muestras sin tratar de estos 

triterpenoides ácidos como una mezcla de distintas regiones cristalinas, la 

mayoría de las cuales han sido definidas en este estudio. 
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Los resultados obtenidos fueron publicados en la revista Royal 

Society Open Science: DOI:10.1098/rsos.210162 
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“Pero jamás dejes de soltar la flecha si lo único que te detiene 
es el miedo a errar. Si has hecho los movimientos adecuados, 

abre la mano y suelta la cuerda.  

Aunque no des en el blanco, sabrás afinar la 
puntería la próxima vez. 

Si no te arriesgas, nunca sabrás qué cambios eran necesarios. 

Cada flecha deja un recuerdo en tu corazón, y es la suma de 
esos recuerdos lo que te hará disparar cada vez mejor” 

El camino del arquero 
 Paulo Coelho 





Publicaciones científicas 

91-166 

V. PUBLICACIONES CIENTÍFICAS 

Las publicaciones científicas que avalan la presente Tesis Doctoral son:  

 Structure determination of amyrin isomers in cuticular waxes: a 

combined DFT/vibrational spectroscopy methodology. 

RSC Adv., 2020, 10, 7654 

DOI: 10.1039/d0ra00284d 

 

 Structural analysis of mixed α- and β-amyrin samples. 
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“Si crees que eres demasiado insignificante para marcar 
la diferencia es que nunca has pasado la noche 

encerrado con un mosquito” 

Proverbio africano 
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VI. CONCLUSIONES 

 

Las conclusiones más relevantes obtenidas en esta Tesis Doctoral 

se resumen en los siguientes puntos:  

 Existe una gran tendencia de las amirinas a formar mezclas de 

agregados diméricos y triméricos trigonales en un ordenamiento 

semicristalino formado por interacciones no electrostáticas.  

 A nivel estructural la microscopía electrónica de barrido indica 

que las mezclas isoméricas muestran dominios estructurales de α- y β-

amirina independientes. Los resultados obtenidos por medio de la 

calorimetría diferencial de barrido apoyan dichas disposiciones 

estructurales. 

 Mediante cálculos DFT se pone de manifiesto que las muestras 

mixtas de amirinas presentan heterogeneidad estructural, en función 

de su proporción isomérica y la disposición de sus moléculas. El 

impedimento estérico de los grupos metilo en el anillo terminal de β-

amirina favorece la formación de un trímero trigonal en construcciones 

basadas en el homodímero de este isómero. 

 Del estudio teórico-experimental de las mezclas de amirinas se 

deduce una fórmula semiempírica que, a partir del espectro Raman, 

permite evaluar la proporción de ambos isómeros en las mezclas. 

 Los ácidos oleanólico y ursólico presentan una gran tendencia a 

formar agregados diméricos, tetraméricos y de orden superior 

dirigidos por la formación de enlaces de hidrógeno y estabilizados por 

interacciones no electrostáticas. 
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 La combinación espacial de los grupos funcionales implicados 

en los enlaces de hidrógeno determina el modo de agregación y 

ensamblaje preferente, dando lugar a los diferentes confórmeros para 

el crecimiento cristalino de los ácidos oleanólico y ursólico. 

 Los ácidos oleanólico y ursólico presentan una distribución 

heterogénea de dominios o clusters de diferentes confórmeros. 



“Y a veces, caemos en las tentaciones diseñadas por un 

sistema hermético, material, frío y, de forma indirecta creemos, 

como si de una ciencia absoluta fuese, que el objetivo es lo único 

que verdaderamente tiene valor, que el llegar a la meta y 

conquistar esa idea, es lo importante y lo duradero. 

Y de repente, sabes que estás hecho de algo más que lo 

puramente material. Te nutres por dentro y por fuera. Las piedras 

en el camino recobran vida ante cualquier verdad. Y tu 

recompensa no es el final, si no todas las enseñanzas aprendidas. 

Toda la sabiduría que guardas en tu corazón” 

Luz Divina María Gómez Pulido 




