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PERFILES DE ACUMULACIÓN DE METABOLITOS SECUNDARIOS EN 3 ESPECIES 

MEDICINALES DE SAN RAFAEL, COXCATLÁN, PUEBLA,  BAJO DIFERENTES 

PRÁCTICAS DE CULTIVO 

 

RESUMEN 

El objetivo del presente trabajo fue determinar las condiciones para la propagación en invernadero 

de 3 plantas medicinales de San Rafael, Coxcatlán, Puebla: Gymnosperma glutinosum (Spreng.) 

Less (Asteraceae), Castela tortuosa Liebm. (Simaroubaceae) y Lippia graveolens Kunth 

(Verbenaceae); y determinar el efecto de las condiciones de cultivo, luminosidad y riego, sobre 

parámetros fisiológicos: productividad fotosintética (asimilación de CO2), conductancia estomática 

y concentración interna de CO2, y sobre la acumulación de los flavonoides con actividad medicinal 

reportada. Los mayores porcentajes de germinación fueron de 76.5% y de 66.85% para G. 

glutinosum y L. graveolens, respectivamente. En C. tortuosa, la máxima germinación fue de 50%. 

En los estadios iniciales de las plántulas, no hubo diferencias en los parámetros fisiológicos. Una 

vez sometidas las plantas a los tratamientos, las mayores tasas de asimilación de CO2 se registraron 

en el mes de agosto para L. graveolens y en septiembre para las otras dos especies bajo condiciones 

de riego óptimo. Se observó una tendencia de relación inversa entre la asimilación de CO2 y la 

conductancia estomática al igual que con la concentración interna de CO2. Este último parámetro fue 

mayor en campo que en invernadero en L. graveolens y G. glutinosum y en C. tortuosa la 

asimilación de CO2 fue superior en plantas silvestres y la concentración interna de CO2, menor.  

 

Las concentraciones más altas de flavonoides se presentaron bajo la condición lumínica y en el mes 

previo al que registró la máxima tasa fotosintética. Las plantas con flor (L. graveolens) no mostraron 

diferencias ni en parámetros fisiológicos ni en acumulación de flavonoides comparadas con las 

plantas sin flor. Adicionalmente, en esta especie la pentahidroxiflavanona-glucósido fue el 

metabolito con las concentraciones más altas en todas las muestras, con un valor  máximo de 91.83 

mg/100g, mientras que la naringina no mostró una clara tendencia de acumulación, y sus 

concentraciones fueron mucho menores, en el rango de 0.01 a 0.2 mg/100g; valores similares a los 

obtenidos para fisetina de C. tortuosa y la 5,7-dihidroxi-3,6,8,2′,4′,5'-hexametoxiflavona de G. 

glutinosum, con sus máximos de concentración bajo la condición lumínica alta. En las muestras 

obtenidas en campo de las tres especies, se observó una alta variabilidad en la concentración de los 

metabolitos, aun entre individuos de la misma localidad. 
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 Por otro lado, plantas de G. glutinosum y L. graveolens con suministro permanente de agua y 

nutrientes mediante un sistema de fertirrigación, mostraron un desarrollo vegetativo superior, sin 

embargo, la acumulación de los flavonoides fue significativamente menor. Se concluye que los 

tratamientos lumínicos e hídricos, además de otros factores como el fotoperiodo, influyen en la 

fijación de carbono determinada en las tasas fotosintéticas y concentraciones internas de dióxido de 

carbono. La condición de mayor luminosidad se asoció con una mayor acumulación de flavonoides 

en estas especies y la variabilidad en el contenido de estos metabolitos en individuos silvestres 

muestra la influencia de los factores ambientales como determinantes en su producción y 

acumulación, y justifica el hecho de tener las plantas bajo condiciones controladas en sistemas de 

invernadero para posibilitar una acumulación más uniforme del metabolito con propiedad medicinal, 

al tiempo que se maneje su productividad. Finalmente, se resalta la independencia entre el desarrollo 

vegetativo de las especies y la producción de flavonoides. 
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INTRODUCCIÓN 

Existe un gran número de especies vegetales que han sido usadas durante siglos con fines 

medicinales y que hoy por hoy, son de gran importancia en la medicina popular. México tiene una 

gran diversidad florística, con cerca de 25000 especies registradas, y es a nivel mundial uno de los 

países con mayor riqueza biológica (Dirección General de Estadística e Información Ambiental, 

2002). La región del Valle de Tehuacán-Cuicatlán es considerada por la Unión Internacional para la 

Conservación de la Naturaleza UICN como un centro de megadiversidad y endemismo a nivel 

mundial (Dávila et al., 1993), así como una de las zonas de mayor diversidad cultural de México. 

Estudios etnobotánicos indican que los habitantes de esta región utilizan 1284 especies 

pertenecientes a 142 familias de plantas vasculares, de las cuales cerca del 30% son endémicas 

(Dávila, 1993; Blanckaert, 2001). Toda esa riqueza biológica y cultural conforma un material de 

gran potencial en el manejo de problemas de salud pública poco explorado científicamente; de modo 

que su estudio, además de contribuir al conocimiento fitofarmacológico, brinda un respaldo 

científico para el uso tradicional de las plantas con miras a la aplicación de estrategias de uso 

sustentable en los sistemas de manejo de recursos naturales. 

 

Actualmente entre 65-80% de la población de los países en vías de desarrollo depende de las plantas 

como herramienta de primera mano para resolver problemas de salud, debido a la carencia o pérdida 

del acceso a la medicina moderna (Calixto, 2005). Aún después del advenimiento de la medicina 

alopática, las plantas medicinales siguen teniendo predominio en las áreas rurales para satisfacer las 

necesidades básicas de salud (Nice, 1990). El aumento en la demanda de este tipo de plantas a nivel 

mundial, asociado a los altos costos de los fármacos sintéticos y a la incidencia de enfermedades 

infecciosas, ha llevado a la planeación de una serie de estrategias para su cultivo (Fennell et al., 

2004) considerando esta práctica como única solución de conservación ex situ (Van Staden, 1999). 

Sin embargo, se ha discutido que las plantas propagadas bajo condiciones agrícolas no tienen las 

mismas características medicinales o biológicas que las que se desarrollan de forma silvestre 

(Cunningham,  1993), ya que este potencial medicinal en las plantas está dado por su metabolismo 

secundario, el cual que puede variar, por cambios en el clima, las estaciones, las condiciones 

ecológicas y de crecimiento, entre otros factores. Se han llevado a cabo muy pocos estudios para 

evaluar la actividad biológica de plantas medicinales en condiciones de cultivo.  

 

Es por tal motivo que el estudio de la propagación de este tipo de plantas en conjunto con el análisis 

de la productividad y acumulación de metabolitos secundarios, responsables de la actividad 
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medicinal, es de gran importancia. Esto es más relevante en una región como San Rafael, Coxcatlán 

cuya comunidad presenta un amplio conocimiento etnobotánico lo que enmarca este proyecto como 

un aporte para la aplicación a mediano y corto plazo de las prácticas de propagación, conservación y 

manejo de las especies medicinales, sin que se pierda su productividad pero tampoco la propiedad 

medicinal por la que son usadas estas especies.  
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MARCO TEÓRICO 

México y la medicina tradicional 

Según la Organización Mundial de la Salud (WHO), los sistemas de medicina tradicional juegan un 

papel importante en el cuidado de la salud. De hecho, el 80% de la población mundial trata sus 

enfermedades con base en sistemas tradicionales de medicina, especialmente en países en vías de 

desarrollo (Calixto, 2005). La medicina herbolaria en México se remonta a épocas prehispánicas y 

con la llegada de los europeos se amplió con las nuevas especies introducidas. Actualmente, cerca 

del 25% de la población en el país usa las plantas como fuente de tratamiento y prevención de 

enfermedades (Hernández et al. 2003). 

 

Las especies vegetales usadas medicinalmente en México abarcan el 10% de la riqueza florística del 

país. Estudios realizados por Betancourt y Gutiérrez (1999) reportan que de manera cotidiana se 

comercializan cerca de 250 especies, entre frescas y deshidratadas, provenientes principalmente de 

las zonas centro y sur del país. Esta práctica tiene características culturales, ambientales y 

socioeconómicas como los patrones de consumo de acuerdo con la farmacoterapia dominante, el 

consumo no industrial del recurso (principalmente en comunidades rurales e indígenas), el aumento 

importante de recolecta en época de estiaje y el hecho de que más del 90% de las plantas 

medicinales que se consumen provienen de poblaciones silvestres sin ningún manejo sustentable del 

recurso, de modo que la recolección excesiva de algunas especies que tienen alta demanda comercial 

ha originado una fuerte disminución de sus poblaciones, hasta el punto de llegar a ser consideradas 

como amenazadas y en peligro de extinción. Por otra parte, se presenta adulteración o sustitución de 

plantas completas, de sus partes y/o del producto fitofarmacéutico y, además, no existe un programa 

nacional de plantas medicinales que integre de manera efectiva aspectos como ecología, fitoquímica, 

etnobotánica, farmacología, toxicología y cultivo de estas especies (Martínez y Betancourt, 2006).  

 

Metabolitos secundarios y condiciones medioambientales 

Los metabolitos secundarios juegan una serie de papeles cruciales en las plantas pues son los 

responsables del color, la apariencia, el aroma y el sabor, entre otras características. Al contenido de 

estos metabolitos se debe, principalmente, que las especies vegetales sean consumidas por animales, 

incluidos los humanos. Para la planta misma, estos metabolitos cumplen funciones ecológicas 

determinadas (por ejemplo, atraer o repeler consumidores), y para el humano brindan beneficios 

alimenticios y medicinales, entre muchos otros que incluyen usos industriales, artesanales y 

culturales.  
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La producción de metabolitos secundarios está dada por 3 factores: la química de la especie, la 

ontogenia y los factores ambientales, entre los cuales se encuentran el suelo, la flora asociada, el 

clima y los métodos de cultivo (Núñez 2004). Según Tomás-Barberán y Robins (1997) y Lambers et 

al. (1998), la producción, el almacenamiento y la degradación de los metabolitos secundarios se ven 

afectados por numerosos aspectos que abarcan desde las características del suelo (nutrientes, 

contenido de calcio, sulfuros, etc.) hasta las condiciones ambientales como estrés hídrico, lumínico y 

salino.   

 

En el caso de algunos flavonoides, importantes en la defensa de la planta contra patógenos, 

herbívoros y estrés ambiental, se ha visto que su producción aumenta con la temperatura 

(Raghuwanshi et al., 1994). En algunos casos, la acumulación varía de acuerdo con la madurez de la 

planta, como el caso de Lotus tenuis, que muestra la existencia de un ritmo de producción de 

kaempferol-3-O-glucósido (K-G), cuya ruta biosintética se inicia con el periodo reproductivo de la 

planta (Strittmatter et al., 1991). La biosíntesis de estos compuestos (kaempferol y quercetina) se ha 

descrito en semillas y en la parte aérea de la planta gracias a la inducción de UV-B (Hess et al., 

2002; Markham y Ryan 1996). 

 

Gymnosperma glutinosum (Spreng.) Less 

• Taxonomía y distribución 

Esta especie pertenece a la Familia Asteraceae que, en México, cuenta con cerca de 361 géneros y 

3021 especies (Villaseñor, 2003) con múltiples usos medicinales en la población indígena y mestiza 

(Heinrich et al., 1998). La familia se caracteriza por presentar pétalos unidos en al menos un cuarto 

de su longitud, hojas alternas o basales, flores en cabezuelas involucradas, cálix sin modificar y 

siempre presente. Los frutos no son aquenos. Las flores son unisexuales, y si son perfectas, las 

anteras son de 5 estambres unidos. 

 

El nombre Selloa Spreng. (Nov. Prov. Hal. 36. 1819) fue el primer nombre del género publicado y 

es homónimo de Selloa H. B. K., el nombre conservado por acuerdo internacional. Nash y Williams 

(1976) mencionan como sinónimos a Selloa glutinosa Spreng.; Gymnosperma corymbosum DC.; G. 

multiflorum DC.; G. scoparium DC.; Selloa multiflora O. Ktze. y Xanthocephalum glutinosum 

Shinners Shinners. 

Gymnosperma es un género monotípico que crece en regiones abiertas y semidesérticas; se 

distribuye desde el sur de los Estados Unidos y se reporta como endémica de México con base en la 
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propuesta de Megaméxico de Rzendowski (1986). Ocupa hábitats muy diversos: extremadamente 

secos, pendientes rocosas o montañas relativamente húmedas. Se halla hasta los 2500 m s.n.m., con 

época de florecimiento entre agosto y noviembre en Nueva Galicia. Aunque la actual distribución se 

reporta en México, el origen de esta especie probablemente se dio en Brasil (Mc Vaugh, 1909 ed. 

1984). 

La especie es conocida en San Rafael como “Popote” (Rosas 2003). Otros nombres en la República 

Mexicana son: “escobilla”, “jarilla” y “pegarrosa” en el estado de México; en Guerrero se denomina 

“xoniquiletl”, “zacayauchi”, en Puebla “xinecuite” ó “zazal”, en Coahuila “barda”, “escobilla” en 

Oaxaca (Olivas Sánchez, 1999)  y en Tepejí del Río (Hidalgo) se conoce como “tatalencho”. En 

lengua Náhuatl es Tezozotla (Canales et al., 2006). Es muy común en las tierras de cultivo de 

regiones de selva baja, de matorrales xerófilos o selva baja caducifolia, ocasionalmente en la región 

de pino-encino a alturas entre 1200-2850 m s.n.m. En San Rafael se encuentra de forma silvestre en 

la Sierra (Rosas, 2003) y se cultiva en Zapotitlán de las Salinas (Hernández et al., 2005). 

 

Forma poblaciones grandes, sobre todo en parcelas de cultivo abandonadas o en descanso. 

Villaseñor y Espinosa (1998) la han reportado en Aguascalientes, Chiapas, Chihuahua, Coahuila, 

Distrito Federal, Durango, Guanajuato, Hidalgo, Estado de México, Morelos, Nuevo León, Oaxaca, 

Puebla, Querétaro, San Luís Potosí, Sonora, Tamaulipas, Tlaxcala, Veracruz y Zacatecas.  

 

• Descripción botánica 

Planta perenne, herbácea o sufrútice (herbácea con la base leñosa), erecta, glabra o casi glabra, 

pegajosa, de hasta 1 (raramente 2) metros de alto cuyas hojas usualmente mueren en épocas secas. 

Los tallos son más o menos ramificados y estriados. Posee hojas alternas, lineares-elípticas a 

angostamente lanceoladas, de 1 a 8.5 cm de largo, de 1 a 9 mm de ancho, agudas o acuminadas en el 

ápice, con margen entero, trinervadas, densamente punteadas en ambas caras, sésiles a casi sésiles y 

generalmente con brotes estériles en las axilas. Inflorescencia compuesta de cabezuelas numerosas, 

sésiles o sobre pedúnculos hasta de 3 mm de largo, cabezas angostas y pequeñas de 3 a 4 mm de 

longitud, ovoides a fusiformes o angostamente campanuladas, y dispuestas en densos conjuntos 

corimbiformes terminales con cabezuelas redondas en corimbos de más de 30 cm de largo con flores 

radiales de 4 a 6 con corola amarilla, angostamente tubular de 2.5 mm de longitud, incluyendo una 

lígula obtusa. Flores de disco de 4 a 6, tubulares o funelformes de 3 mm de longitud; anteras de 0.8-

1 mm de largo obtusas en la base. Aquenos de 1 a 1.5 mm de largo columnar-clavados a fusiformes 

de color café pálido con la superficie más oscura por pelos. La cabezuela no presenta páleas; 



 11 

involucro de 9 a 15 brácteas dispuestas en 4 a 5 series, cilíndrico-turbinado, sus brácteas son 

elípticas a ovadas, verdes en el ápice, las más largas de 4 a 5 mm de longitud, coriáceas y con los 

márgenes secos y traslúcidos, graduadas, las exteriores más cortas. Son flores bisexuales (a menudo 

no todas fértiles) con los estambres alternos con los lóbulos de la corola y ovario ínfero. El fruto 

presenta un aquenio oblongo, algo comprimido, de 1 a 1.5 mm de largo, con 4 a 5 costillas y con 

pelillos. En el ápice del fruto se puede, o no, presentar una estructura llamada vilano que consiste en 

una corona inconspicua de diminutas escamas y presenta una sola semilla (Nash y Williams, 1976; 

Rzedowski y Rzedowski, 2001 y Mc Vaugh, 1909). 

 
Figura 1. Gymnosperma glutinosum con flor en la región de Tehuacán, Puebla 

• Usos 

En los Estados de México, Durango y Guanajuato la planta es usada para tratar el reumatismo y el 

dolor de pies (Argueta et al. 1994). Se ha reportado también el uso contra la diarrea y como 

analgésico (Semarnat, 2001). En Puebla es usada contra el dolor de cabeza y los piquetes de 

hormiga. Otros usos incluyen: tratamiento de fiebre amarilla, soldadura de huesos y limpias de 

animales, este último en el Estado de Guerrero (Serrano, 2004). Para la tos en Coahuila, en Puebla 

las hojas fritas en aceite se usan localmente contra los enfriamientos, mientras que en Tlaxcala las 

hojas en emplasto se colocan sobre la cintura cuando las mujeres no pueden dar a luz y en Oaxaca se 

hace una cocción de hojas y ramas para ponerla localmente en zonas de fracturas (Olivas Sánchez, 

1999). 

 

A comienzos del siglo XX, el Instituto Médico Nacional señalaba esta especie como antipalúdica, 

antiséptica, diurética y digitálica. Posteriormente se le atribuyeron usos antidiarreicos, 

antirreumáticos, cicatrizantes, regenerativos y como vasodilatador coronario. Para tratar la diarrea se 

usa la infusión de la parte aérea al 10%, sin exceder de 100 mg/g por día y, como analgésico, se 

aplica directamente sin exceder de 500 mg/2.5 g (Serrano, 2004). Un estudio etnobotánico previo 

mostró que Gymnosperma glutinosum es reconocida como una de las 46 especies más importantes 
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en la medicina tradicional de San Rafael, Coxcatlán, (Canales et al., 2005) donde se utiliza con fines 

medicinales para tratar la diarrea, mediante un té hecho con la parte aérea de la planta. 

 

• Química de la especie 

Martínez (1967) reportó presencia de aceites esenciales, resina ácida y neutra, ácido orgánico no 

determinado, ácido análogo al málico, materia colorante, albúmina, azúcar, goma, principios 

pécticos y sales minerales en tallos y flores. Posteriormente se aislaron dos flavonoides 

pentametoxilados (Domínguez y Torre 1974). Miyakado et al. (1974) aislaron un triol diterpeno: el 

gymnospermin. Yu et al. (1988) realizaron un extenso trabajo en el que se describieron 21 

flavonoides de tallos y hojas; 14 ya conocidos: 5,7,2’-trihidroxi-3,6,8,4’,5’-pentametoxiflavona, 

5,7,2’,4’-tetrahidroxi-3,6,8,5’-tetrametoxiflavona, 5,3’-dihidroxi-3,6,7,8,4’5’-hexametoxiflavona, 

5,7,3’-trihidroxi-3,6,8,4’,5’-pentametoxiflavona, 5,7,3’,5’-tetrahidroxi-3,6,8,4’-tetrametoxiflavona, 

5,7,3’4’,5’-pentahidroxi-3,6,8-trimetoxi-flavona, 5,7,3’5’-tetrahidroxi-3,6,4’-trimetoxiflavona, 

5,7,4’-trihidroxi-3,6,8,3’-tetrametoxiflavona, 5,7,3’,4’-tetra-hidroxi-3,6,8-trimetoxiflavona, 

3,5,7,3’,4’-pentahidroxi-6,8-dimetoxiflavona, 5,7,4’-trihidroxi-3,6,8-trimetoxiflavona, 5,7,3’4’-

tetrahidroxiflavona, 8-C-glucosil-5,7,4’-trihidroxiflavona y 5,7,3’,4’-tetrahidroxiflavona 7-0-

glucósido. Los siete reportados como nuevos son: 5,7-dihidroxi-3,6,8,2’,4’,5’-hexametoxiflavona, 

5,4’,5’-trihidroxi-3,6,7,8,2’-pentametoxiflavona, 5,7,4’-trihidroxi-3,6,8,2’,5’-pentametoxiflavona, 

5,7,4’,5’-tetrahidroxi-3,6,8,2’-tetrametoxiflavona, 5,7,4’,5’-tetrahidroxi-3,6,2’-trimetoxiflavona, 

5,7,4’,5’- tetrahidroxi-3,2’-metoxiflavona y 3,5,4’-trihidroxi-6,7,8,3’-tetrametoxiflavona. Este grupo 

de investigadores concluyó que debido a la composición química, específicamente de flavonoides, 

G. glutinosum es una especie estrechamente relacionada con las especies arbustivas del género 

Gutierrezia, con una similitud química aún mayor que la que existe entre las especies arbustivas y 

leñosas dentro de este mismo género. 

 

Por su parte, Arroyo (1992) aisló un diterpeno con esqueleto labdano. Maldonado et al. (1994) y 

Martínez, en el mismo año, reportaron dos nuevos diterpenos en las partes aéreas de la planta: (+)-

ent-labd-7-en-l3S,14R,l5-triol y ácido (-)-l7-hidroxi-neo-clerod-3-en-15-oico. Horie et al. (1998) 

aislaron cinco flavonoides ya reportados por Yu et al. (1988). Calderón et al. (2001) identificaron 

por medio de RMN-C el cristal y la estructura molecular del ácido (-)-17-hidroxi-neo-clerod-3-en-

15-oico. 
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• 5,7-dihidroxi-3,6,8,2′,4′,5′-hexametoxiflavona  

Este compuesto fue aislado por primera vez en esta especie por Yu et al. (1988) a partir de la parte 

aérea de la planta. Su peso molecular es de 594 g/mol y el coeficiente de extinción usado para la 

cuantificación, obtenido como un promedio de los coeficientes de extinción hallados para otras 

metoxiflavonas (Amaral et al., 2001), fue de 1348.96 milimolar.  

 

                  
                                       Figura 2. Estructura de la 5,7-dihidroxi-3,6,8,2′,4′,5′-hexametoxiflavona 

 

Ha sido aislado como compuesto bioactivo y mostró actividad antimicrobiana contra Staphylococcus 

aureus, Staphylococcus epidermidis, Sarcina lutea, Vibrio cholerae, Shigella boydii, Salmonella 

typha y  Enterobacter aerogenes (Canales et al., 2007). También se ha establecido su efecto 

inhibidor sobre el hongo Rhizoctonia solana en extracto metanólico de raíz; mientras que se ha 

observado que los extractos etanólicos y hexánicos inhiben el crecimiento tanto de R. solana como 

de Fusarium sporotrichum y Candida albicans (Andrade Rodríguez, 2005). Es considerado como 

un metabolito inducible debido a que este compuesto no siempre es detectado y muestra alta 

variabilidad en su concentración de acuerdo con la época de colecta (temporada seca y lluviosa), de 

modo que los autores lo consideran como un posible indicador de estrés (Informe anual Ubipro, 

2006). 

 

• Cultivo 

Las condiciones para la germinación incluyen medio de germinación (agar 1%) y temperatura de 

25°C (RBG, 2006). Para su desarrollo necesita luz solar de forma directa la mayor cantidad de horas 

posible. Puede soportar sin problemas las temperaturas de algunos grados bajo cero. En condiciones 

ideales es adecuado evitar las lluvias. Por otro lado, existen reportes de que en época de escasez las 

hojas de esta especie son consumidas por cabras. Sin embargo, no se relaciona este fenómeno de 

herbivoría con la producción de metabolitos secundarios (Ramírez et al., 2006). 

 

Lippia graveolens Kunth 

• Taxonomía y distribución 

Especie de la familia Verbenaceae que se caracteriza porque sus miembros son arbustos o hierbas 

anuales o perennes, de hojas opuestas o alternas, enteras a dentadas o disectadas, ex-estipuladas. 

O

OH

OH

O

MeO

OMe

OMe

MeO OMe

OMe
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Presentan flores perfectas, usualmente irregulares. Brácteas en espigas, racimosas, cálix usualmente 

con 4-5 sépalos unitarios, lóbulos a veces desiguales; corola irregular mayoritariamente bilabiada y 

tubular, 4 estambres didínamos, epipétalos y alternos con los lóbulos de la corola. Ovario superior 

con 2-4 celdas, un estilo apical y 2 estigmas. Fruto separado en su maduración en 2 ó 4 nueces o a 

veces dropáceo (Martin y Hutchins, 1980). 

La especie Lippia graveolens H. B. K. tiene los sinónimos: Goniostachyum graveolens (H. B. K.) 

Small y Lippia berlandieri Schauer. Se la conoce comúnmente como “orégano mexicano”.  Es una 

planta nativa del Sur de Norteamérica, México, Nicaragua, Guatemala y Honduras. En México, se 

encuentra de forma silvestre, en regiones áridas y semiáridas de al menos 24 estados. Sus principales 

hábitats están en suelos generalmente pedregosos de cerros, laderas y cañadas entre los 400 y 2000 

metros de altitud, aunque se le halla en mayor abundancia entre los 1400 y 1800 metros de altitud. 

Se distribuye desde Texas hasta Centroamérica. En Nuevo México se describe la especie en colinas 

de roca seca, en una altura de 915.5 a 1676 m s.n.m. y con floración de marzo a octubre (Martin y 

Hutchins, 1980). En San Rafael, Coxcatlán,  se encuentra en huertos y barrancas de selva baja 

caducifolia, pero también está en Tetecheras de Neobuxbamia tetetzo (Rosas, 2003). 

• Descripción botánica 

Arbustos aromáticos que alcanzan hasta 4 m de altura y desarrollan en promedio 1.20 m de follaje. 

Presenta tallo delgado, pubescente y densamente resino-puntado La planta tiene tallos ramificados, 

cortamente pilosos y con gran cantidad de hojas, que constituyen la parte aprovechable. Las hojas, 

oblongas a elípticas de hasta 65 mm. de largo, crenadas, pubescentes y resino-glandulares. Peciolos 

de 2-20 mm. de longitud, angostamente lanceolados, acutados, pubescentes y resino-glandulares. 

Tienen una textura rugosa y con ligeras vellosidades. Las flores son pequeñas, corola amarilla o 

blanca con centro amarillo; tubo de 3 a 6 mm. de largo y pubescente en el exterior, y forman 

inflorescencias en racimos. Los frutos son pequeñas cápsulas que contienen las semillas de color 

café, no mayores de 0.25 mm (Huerta, 1997; Martin y Hutchins 1980).  
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Figura 3. Lippia graveolens con flor, en San Rafael, Coxcatlán, Puebla 

• Usos 

Alimenticio: Es usado en México y Norteamérica en alimentos, bebidas alcohólicas, carnes y 

productos cárnicos, condimentos, salsas, productos lácteos, verduras procesadas y pasabocas (Leung 

y Foster, 1996). También se añade industrialmente a salsas, aderezos y enlatados. La mayor 

producción de esta especie con fines comerciales se concentra en los estados de Durango, 

Guanajuato, Jalisco, Querétaro, San Luis Potosí y Zacatecas. El orégano mexicano es un producto 

muy importante en la economía del país, ya que es el primer exportador a nivel mundial con el 35-

40% del mercado internacional. La producción anual en México es cercana a las 40000 toneladas, 

aunque con el nombre de orégano, en el país se manejan cerca de 40 especies. Su alta demanda se 

debe al gran contenido de aceites esenciales que presenta la hoja.  

 

Medicinal: Las hojas se usan con fines analgésicos, anti-inflamatorios, anti-piréticos, anti-

espasmódicos y abortivos (Pascual et al., 2001). También se ha descrito como expectorante ya que 

el uso de los tallos y hojas en decocción produce un efecto broncodilatador (Germosen-Robineau, 

2003). En San Rafael y Zapotitlán de Salinas la parte aérea se usa para tratar enfermedades 

gastrointestinales, en especial la diarrea y los dolores de estómago, así mismo para cólicos y como 

abortivo (Hernández et al., 2005). Se usan las ramas con hojas y flores, siendo la cocción la manera 

más común de prepararlas. La cocción tibia en ayunas se usa como té para la tos. Se toma una vez 

para tratar la fiebre, mientras que como abortivo se utiliza como agua de tiempo. El cocimiento de 

las hojas se usa como emenagogo para que baje la menstruación; si se agregan más hojas, agua y un 

poco de alcohol se puede usar para baños de asiento cuando hay comezón en la vagina. La hoja 

soasada es usada para heridas, pasmo o granos. El jugo de estas hojas, en gotas o en aceite, sirve 

para el dolor de oídos.  

 

• Química de la especie 

Para las hojas, raíces y parte aérea se han descrito aceites esenciales, cerca de 10 iridoides, 

flavonoides y la naftoquinona lapachenol. 
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Por ser una especie aromática es rica en aceites esenciales. Vernin et al. (2001) mediante 

hidrodestilación, espectrometría de masas y cromatografía de gases obtuvieron 45 compuestos, 

correspondientes al 93% del aceite, de los cuales los mayoritarios fueron el carvacrol (71%) y el 

timol (5%). Entre los monoterpenos del aceite se han descrito borneol, camfeno, carvacrol, cineol, ρ-

cimeno, mirceno, α y β- pineno, terpinenol, α-terpineno, α-terpineol, α-tuyeno y timol. 

 

La especie se caracteriza por presentar flavonoides. En un estudio reciente y minucioso de estos 

metabolitos se describieron 23, de ellos 20 por primera vez (Lin et al., 2007). Estos 23 compuestos 

fueron reunidos en 3 grupos: 

1. Grupo de flavonas y flavonoles: galangina, metilgalangina, apigenina, apigenina 7-O-glucósido, 

scutelarina, scutelarina 7-O-hexósido, 6-metilscutelarina, 6,7-dimetilscutelarina, luteolina, luteolina 

7-O-glucósido, quercetina, 6-hidroxiluteolina, 6-hidroxiluteolina 7-O-hexósido y 6-hidroxiluteolina 

7-O-ramnósido.  

2. Grupo de flavanonas: pinocembrina, naringenina, sakuranetina, eriodictiol, eriodictiol 7-O-

glucósido, taxifolina, pentahidroxiflavanona-A, pentahidroxiflavanona-A 7-O- hexósido, 

pentahidroxiflavanona-B, pentahidroxiflavanona-B 7-O- hexósido-1 y pentahidroxiflavanona-B 

hexósido-2. 

3. Grupo de hidrochalconas: floretina, floridzina (floretina-6-O-glucósido), 3-hidroxifloretina y 3-

hidroxifloretina 6-O-hexósido. 

 

Otros flavonoides aislados incluyen pilosina, cirsimaritina, kaempferol, isokaempferido, un derivado 

de catequiza y un hexósido de quercetina no identificado (Soto, 2007) con actividad antioxidante 

evaluada a partir del extracto de acetato de etilo y de metanol por el método de radical libre 2,2-

difenil-1-picrilhidracilo (DPPH). 

Entre los iridoides reportados para esta especie se encuentran loganina, secologanina, 

secoxiloganina, dimetilsecologanósido, ácido logánico, ácido 8-epi-logánico y carioptósido. Sin 

embargo, los constituyentes principales son el ácido carioptosídico y lippiósido I y II, que 

corresponden al ácido esterificado en la posición 6 de la glucosa con p-coumaroil o residuos cafeil, 

respectivamente (Rastrelli et al., 1998).  

Se ha descrito que la composición de estos aceites esenciales en esta especie depende de la madurez 

de la planta y de su condición cultivada o silvestre. En el caso de 1-8 cineol y del carvacrol, la 

concentración es menor en las plantas silvestres que en las cultivadas, a diferencia de la 

concentración de timol (Silva y Dunford 2005). El carvacrol se ha descrito como antihelmíntico y 
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fungicida (Harborne y Baxter, 1983), antibacteriano (Bastide et al., 1987; Russell, 1986), 

antidiurético y antiplaquetario (Lawrence, 1992), citotóxico (Jiménez et al., 1993), carminativo y 

expectorante (Leung y Foster, 1995). 

 

• Naringenina 

Esta flavanona (4',5,7-trihidroxiflavanona), es una aglicona que se encuentra como compuesto 

principal de los cítricos y en la uva, al igual que su glucósido, la naringina (4’,5,7-

trihidroxiflavanona-7-ramnoglucósido). Tiene un peso molecular de 272.257 g/mol y registro CAS 

480-41-1 y un coeficiente de extinción de 10000 milimolar. 

                                                        

OOH

OH

OOH  
Figura 4. Estructura de la naringenina 

 
Se le han descrito múltiples actividades biológicas que se han estudiado mayoritariamente a nivel in 

vitro. La más estudiada ha sido su actividad antioxidante en especies como Lycopersicon esculentum 

cv. Naomi F1 (Raffo et al., 2006) y en la misma Lippia graveolens (González et al., 2007). El 

mecanismo antioxidante de los flavonoides se debe a que inhiben enzimas involucradas en la 

generación de radicales libres, como xantina oxidasa, cicloxigenasa, lipoxigenasa, monoxigenasa y 

NADH oxidasa. Por otro lado, actúan como quelantes de metales (como hierro y cobre), elementos 

importantes en el metabolismo del oxígeno y que, si bien son esenciales en varias funciones 

fisiológicas como hemoproteínas y cofactores de diversas enzimas (incluyendo algunas con 

actividad antioxidante), pueden ser también generadores de radicales libres. Los flavonoides unen 

estos radicales especialmente en el anillo B (mitad catecol), los grupos 3-hidroxil y 4-oxo en el 

anillo heterocíclico y en los grupos 5 hidroxil y 4 oxo entre el anillo heterocíclico y el anillo A. 

Debido a que presentan un potencial redox bajo (0.23 < E7 < 0.75 V), son termodinámicamente 

capaces de reducir algunos radicales libres, como el superóxido, peroxilo, alkoxilo y radicales 

hidroxilo (Pietta, 2000). 

 

La naringenina también ha sido descrita como inhibidor del virus de la hepatitis C (Nahmias et al., 

2008), agente inhibidor de úlceras, inhibidor de la proliferación en células cancerígenas de cerebro y 

de estómago, por los mismos efectos moduladores de los mecanismos redox (Ekambaran et al., 

2008), citotóxico sobre el factor de necrosis tumoral α evaluado en fibroblastos murinos de la línea 
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L-929 (Habtemariam, 1997) y en otras líneas celulares, favoreciendo la apoptosis (Kanno et al., 

2006); anticancerígeno mediante mecanismos de reparación del DNA en células tumorales de 

próstata (Gao et al., 2006). En otras líneas celulares cancerígenas, como las cerebrales MCF-7, se ha 

establecido que la disminución de la proliferación está dada por la disminución en la toma de 

glucosa, y el fenómeno de inducción a la apoptosis se ha asociado con la estructura del carbono 7 

(Lee et al., 2008). 

 

La naringenina ha mostrado propiedades antiinflamatorias (Hirai et al., 2007), cuyo mecanismo se 

basa exclusivamente en la inhibición del factor nuclear κB, un importante factor de transcripción de 

la sintasa de óxido nítrico inducible (iNOS), productora de óxido nítrico de la respuesta inflamatoria 

(Hämäläinen et al., 2007). También se ha visto efecto relajante arterial en arterias coronarias 

porcinas mediante estudios de relación estructura-función (SAR) (Xu et al., 2007), como agente que 

disminuye los niveles de colesterol debido a la inhibición de la síntesis de ésteres de colesteril 

(Borradaile et al., 1999; Jeon et al., 2007) y como anti-estrogénico (Ruh et al., 1995). 

 

Aunque la afinidad de los flavonoides por los receptores de estrógeno (ERα y ERβ) es de 1000 a 

10000 veces más baja que para sus ligandos naturales (17β-estradiol o E2). En la década de los 40´s  

del siglo pasado se empezó a sospechar algún efecto anti-estrogénico al observar, en Australia 

occidental, que las ovejas que consumían clavel rojo eran infértiles.  La palmitoilación del receptor 

de estrógeno es un factor determinante en la localización del receptor en la membrana plasmática y 

en su habilidad para activar la cascada de señalización en vías de proliferación. La naringenina 

induce la palmitoilación del receptor, más rápido que su sustrato, de modo que el receptor se disocia 

de la caveolina 1 en la membrana; además, la naringenina impide que se una a los adaptadores e 

induce, de manera independiente a la palmitoilación, la activación de la cinasa P38, responsable de 

los efectos antiproliferativos de la naringenina en células cancerígenas. De modo que este 

flavonoide, al unirse al receptor del estrógeno, modula selectivamente las modificaciones post-

traduccionales lipídicas, lo que representa un mecanismo que dirige las células cancerígenas hacia la 

proliferación o hacia la apoptosis (Galluzzo et al., 2008). Por otro lado, la naringenina aumenta 

significativamente la concentración citosólica del receptor α de estrógeno en útero e induce la 

activación de éste en el núcleo de células hepáticas en dosis de 4-100 mg/Kg en ratas (Miller et al., 

2004). 
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En relación con la citotoxicidad adjudicada a la naringenina se han propuesto varios mecanismos 

basados en la estructura química, siendo determinantes la presencia del 4-carbonilo, asociado a la 

inhibición de la síntesis de ácidos grasos, y la presencia de la doble ligadura entre el carbono 2 y el 

carbono 3, que le confiere a la molécula una estructura planar de anillo A y C. Esta ligadura se ha 

asociado con la inhibición de la actividad de la glicoproteína P, un transportador de membrana 

responsable de la exportación de agentes quimioterapéuticos, con daños mitocondriales y muerte 

celular (Plochman et al., 2007).  

 

Por otro lado, los procesos oxidativos han mostrado tener una asociación con enfermedades crónicas 

degenerativas. La naringenina se ha asociado con la inactivación parcial de la reacción de Fenton, y 

la subsecuente quelación de hierro (Cheng y Breen, 2000); una restauración de la protección 

dependiente de glutatión contra peroxidación lipídica en microsomas de hígado con deficiencia de -

tocoferol; además de inhibir la producción de malonaldehído inducido por ácido ascórbico en 

mitocondrias de cerebro de rata o por auto-oxidación en homogenizados del mismo tejido. Otros 

efectos neuroprotectores de la naringenina incluyen la inhibición de ciertos compuestos 

neurotóxicos, como la proteína β-amiloide, que media la producción de radicales libres en el sistema 

nervioso, fenómeno asociado a la enfermedad de Alzheimer (Heo et al., 2004). Otras acciones de 

esta flavanona incluyen una modulación del citocromo P-450 dependiente de monooxigenasa, la 

primera enzima involucrada en el metabolismo de varios xenobióticos como fármacos, carcinógenos 

y tóxicos ambientales (Ueng et al., 1999). Se ha descrito como agente atenuante de la nefrotoxicidad 

en ratas (Badary et al., 2005), protector celular contra apoptosis generada por rayos UV, por lo que 

se sugiere que previene el envejecimiento de la piel y la carcinogénesis (El- Mahdy et al., 2008) y 

aún, se ha visto asociada con procesos de memoria y aprendizaje en ratas inyectadas con 

streptozotocina, sustancia que causa trastornos cognoscitivos (Baluchnejadmojarad y Roghani, 

2006). 

 

Este compuesto tiene actividades particulares para las plantas. Algunos flavonoides generan una 

activación en los genes nod, que inducen las funciones en las moléculas señal en los procesos de 

interacción de las leguminosas con bacterias nodulantes. Sin embargo, la naringenina, entre otras 

flavanonas, exhibe un efecto inhibitorio sobre estos genes, al menos en modelos de alfalfa (Peters y 

Long, 1988). Por otro lado, este compuesto se ha identificado después de un ataque fúngico con 

Cephalosporium gregatum tipo B en Vigna angularis (Abe et al., 1987). 
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• Cultivo 

Es una especie que necesita luz solar directa, riego diario pero evitando el sobre-riego. No es 

exigente en cuanto a humedad del suelo, pues en suelos secos se desarrolla bien. La descripción del 

suelo incluye características rocosas de piedra caliza, tipo arenoso-arcilloso (Damude y Bender 

1999). 

 

Castela tortuosa Liebm. 

• Taxonomía y distribución 

Especie de la familia Simaroubaceae, a la cual pertenecen árboles y arbustos con flores regulares 

cuyos estambres y pétalos son desiguales en número; si no lo son, entonces son alternos. Sépalos y 

pétalos de 4 a 5, insertos o sobre un disco hipógino. Los estambres no son tetradínamos; los pétalos 

se encuentran formando escalas en la base. Hojas no reducidas a escalas, ni palatilobuladas, sin 

estípulas largas coalescentes ni peciolos encerrando la yema axilar. Hojas glandulares y 

exestipuladas. Presentan más de un ovario superior 2-5 carpelado; cuando sólo hay uno, éste tiene 1 

o más celdas. Hojas compuestas y fruto en samara o drupa (Martin y Hutchins, 1980). 

 

Es conocida comúnmente como “chaparro amargo” o “chaparro amargoso”, “bisbirinda” 

(Tamaulipas), “palo amargoso” (Oaxaca), “corona de Cristo” (Nuevo León), “palo copache” 

(Durango), “hierba de perro” (San Luis Potosí) y “venenillo” o “xixontle” en la región de estudio, 

Tehuacán, Puebla (Oliveros, 2000). Presenta gran número de sinonimias por lo que la información 

no se encuentra del todo reunida y sistematizada bajo un mismo nombre científico. Entre los 

sinónimos están C. erecta Turf. Subs. texana (T. et G.) Cronq.; C. tortuosa Liebm. y C. nicholsonii 

beta texana T. et G.  

 

Esta especie se distribuye desde Texas, Estados Unidos, hasta el estado mexicano de Oaxaca, 

aunque se ha reportado al norte de Colombia y zonas adyacentes en Venezuela. En México se 

distribuye en los estados de Durango, Chihuahua, Nuevo León, Oaxaca, Puebla, San Luis Potosí, y 

Tamaulipas (Aguilar et al., 1994). 

 

• Descripción botánica 

Árbol o arbusto espinoso de 1 a 2 m de alto, con ramas espinosas de corteza generalmente amarga, 

con cavidades almacenadoras de aceite. Pueden ser monoicos, dioicos o polígamos. Las ramas son 
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jóvenes densamente pubescentes. Hojas alternas que miden de 0.8 a 1.5 cm de largo, rara vez 

opuestas, pinnadas compuestas a unifoliadas, menos frecuentemente simples, nunca glandulares; 

estípulas generalmente ausentes; si están, son intrapeciolares. Inflorescencias axilares o terminales, 

en racimos o mezcla de panículas o cimas de dicasios: flores bisexuales o unisexuales, generalmente 

numerosas, pequeñas actinomórficas, hipoginas, sépalos (3-)5(-7), connatos en la base, menos 

frecuente libres, imbricados o valvados; pétalos (3-) 5(-7) o en ocasiones ausentes, libres, 

imbricados o valvados. El estambre generalmente el doble que el número de sépalos o menos 

frecuente, tanto como sépalos y alternos a ellos, filamentos libres sobre el disco floral, a veces con 

un apéndice ventral cerca de la base, anteras disecas, tetrasporangiadas, dehiscencia longitudinal. 

Las flores miden 2.5 mm de largo y presentan un disco nectarífero generalmente presente en forma 

de copa, en ocasiones alargado en un ginóforo corto androginóforo. Ovario súpero, carpelos 2-5(8), 

parcial o totalmente unidos, rara vez carpelos enteramente libres, placentación axilar; en ocasiones 

solamente un lóbulo es ovulífero, estigmas terminales involutos, uno por lóbulo, rara vez pareados, 

erectos y ascendientes, epítropos, algunas veces apótrofos, anátropos o hemítropos. Los frutos están 

en cápsulas o sámaras, rara vez drupas o bayas, a veces esquizocaros, separándose en mericarpos 

indehiscentes, secos o carnosos; semillas generalmente solitarias (Medina y Chiang, 2001). 

 
Figura 5. Castela tortuosa con fruto en San Rafael, Coxcatlán, Puebla 

• Usos 

Esta especie ha sido ampliamente utilizada en el tratamiento de diversas enfermedades, como la 

amibiasis, la diabetes, la diarrea, la disentería y la tricomoniasis (Mendoza Orozco y Godinez 

Alvarez, 2007). El tratamiento contra las amebas se realiza mediante una infusión, en ayunas,  de ¾ 

de taza de agua hervida con trozos de tallos (Sámano, 1995). Mientras que para gastroenteritis se 

cuecen 50 gramos de hojas en 1 litro de agua, se filtra y se completan 2 litros, para consumir un vaso 

de esto antes de cada comida. En San Rafael, Coxcatlán, Puebla utilizan el té elaborado con la parte 

aérea para aliviar la diabetes (Canales, 2005). Otros usos reportados incluyen tratamiento de dolores 

abdominales y espasmódicos (Martínez, 1987). 

 

 



 22 

• Química de la especie 

Se han descrito terpenos de tipo di, tri, tetraterpenos y los llamados nor-terpenos o quasinoides, 

característicos de la familia botánica a la que pertenece C. tortuosa (Díaz de León, 2005). Estos 

compuestos se originan biosintéticamente de la degradación oxidativa y reordenamiento de 

triterpenos tetracíclicos siendo por tanto nor-triterpenos. La mayoría de los quasinoides, suelen ser 

los de esqueleto pentacíclico que muestran un mayor y más amplio rango de actividades biológicas. 

En C. tortuosa, el estudio de los quasinoides se llevó a cabo a partir de la década de los 60’s con el 

aislamiento de la chaparrina (Geissman y Ellestad, 1962), primer compuesto caracterizado. Se han 

aislado varios quasinoides de la corteza mediante técnicas espectroscópicas, en particular NMR. 

Entre ellos: chaparrinona, los glucósidos castelósido A (chaparrin-2-O-β-D- glucopiranósido), 

castelósido B (glaucarubol-2-0-β-D-glucopiranósido) (Chaudhuri et al. 1992) y castelalene-1 1-O-β-

D-glucopiranósido (Kubo y Chaudhuri, 1993); y los quasinoides castelanina, glaucarubolona (Kubo 

et al., 1993) y chaparromarin (Kubo et al. 1992). Este último como agente inhibidor del crecimiento 

de insectos, puntualmente del lepidóptero Heliothis virescens. 

 

Posteriormente Dou et al. (1996) aislaron el 11-O-trans-p-cumaroilamarólido en la fracción 

clorofórmica del extracto metanólico. Estos compuestos han mostrado actividad antiparasitaria y 

citotóxica en protozoarios como Plasmodium con CI50 de 0.92 µg/ml para el último quasinoide 

descrito. Por otro lado, se reportan compuestos como fenoles y flavonoides y algunos alcaloides 

como la alantoína (Mendoza Orozco y Godinez Alvarez, 2007). Entre los flavonoides, el grupo de 

Kubo (1993) aisló la  prosopina y el fisetinidol. La actividad antiamebiana del extracto de esta 

especie se ha evaluado in vitro (Calzado Flores et al., 2000), así como su actividad antimalárica 

(Hotesttman et al., 1995) 

 

• Fisetina 

La fisetina (3,3',4',7-tetrahidroxiflavona) es un flavonol aislado mayoritariamente de las fresas, con 

un peso molecular de 286.24 g/mol y registro CAS 528-48-3. Su coeficiente de extinción es 20892 

milimolar. 
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 Figura 6.  Estructura de la fisetina 
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En cultivo de células cancerígenas humanas de próstata, este compuesto detiene el ciclo celular en la 

fase G1 con una marcada disminución en la expresión de las ciclinas D1, D2 y E y el 

desencadenamiento de apoptosis mediante la inhibición de proteinas inhibidoras de este proceso y 

activación de caspasas 3, 8 y 9 y de activadores mitocondriales secundarios (Khan et al., 2008). Así 

mismo, como en la mayoría de flavonoides, se ha comprobado su actividad antioxidante. En C. 

elegans la fisetina disminuyó la concentración de especies reactivas de oxigeno intracelular bajo 

condiciones de estrés térmico letal, por lo que aumentó la sobrevivencia de estos organismos 

mediante la translocación del factor de transcripción FoxO DAF-16 del citosol al núcleo, lo que  

indica una modulación de este flavonol en las cascadas de señalización (Kampkötter et al., 2007). 

En liposomas la actividad antioxidante se ha explicado mediante el  anclaje de la fisetina en la 

región interfacial de liposomas, entre las cabezas hidrofílicas y las colas hidrofóbicas, inhibiendo la 

peroxidación lipídica con una eficiencia del 50% (Sengupta et al., 2004). 

 

En células cancerígenas hepáticas humanas, la fisetina ha mostrado inducción de la apoptosis de las 

mismas mediante la activación de caspasas-3 y la expresión de la proteína p21 –acompañada de 

fragmentación del ADN- en forma dosis dependiente con la máxima concentración de 80µM  (Yen-

Chou et al., 2002). En otras líneas celulares ha mostrado inhibición de la proliferación celular, como 

en las provenientes de colon: Caco-2, MCF-7 y HT-29 con EC50 de 60 µM (Kuntz et al., 1999); en 

células de la próstata (Haddad et al., 2006) con el arresto de las mismas en la fase G2/M; en células 

leucémicas (Lee et al., 2002) y, en la línea HL60 la adición de fisetina mostró altos niveles de 

expresión de NFκB, MAPK p38 e inhibición de enzimas encargadas del mantenimiento del status 

redox (Ruela de Sousa et al., 2007). En la línea U937 (células mieloides) la fisetina compite en la 

toma de glucosa, por lo que se la ha propuesto como un bloqueador alternativo de este proceso 

(Park, 1999). Recientemente, se ha descrito un efecto neuroprotector que permite la diferenciación 

neuronal e inhibe la agregación de la proteína β amiloide, causante de la pérdida neuronal en la 

enfermedad de Alzheimer. Esta actividad se adjudica al grupo 3’4’hidroxilo de la fisetina, mientras 

que el grupo 3 ó 7-hidroxilo parece no intervenir (Akaishi et al., 2008). 

La actividad más conocida de la fisetina es la relacionada con la memoria, pues se sugiere que este 

flavonoide, además de su actividad protectora neural, podría estar creando nuevas conexiones entre 

neuronas mediante un proceso que han denominado “potenciación a largo término” (LTP), ya que 

induce la fosforilación de la proteína CREB en el hipocampo de rata, de modo que los autores 

proponen a la fisetina como un compuesto que facilita la memoria a largo término y podría ser de 

gran utilidad en el tratamiento de pacientes con desórdenes de memoria (Maher et al., 2006). 
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• Cultivo 

Se recomienda la  luz solar directa. Puede soportar sin problemas las temperaturas mínimas también 

muy rígidas, de muchos grados bajo cero. En climas particularmente ventosos, se aconseja asegurar 

los árboles jóvenes a palos altos y sólidos, para evitar que el viento pueda quitar las jóvenes raíces 

desarrolladas; puede suceder que los ejemplares que tienen pocos años sean susceptibles al frío 

fuerte y el viento. Estas plantas no siempre son verdes y pierden las hojas por algunos meses al año. 

es.gardening.eu/arc/plantas/Arboladuras/Castela-tortuosa-Liebm/13011 

 

Zona de estudio 

El poblado de San Rafael se sitúa en la parte centro-sur de México, en el municipio de Coxcatlán, 

Puebla, al sudeste de  la reserva de la biosfera de Tehuacán-Cuicatlán. Su abanico aluvial forma 

parte de la sierra Mazateca, situada en la porción sudeste del valle de Tehuacán: N18°12´- 18°14´; 

W 97°07`- 97°09´. Este valle, según lo propuesto por Rzedowski (1988), se ubica dentro del reino 

Neotropical, región xerofítica mexicana. Es un área relativamente pequeña en el sector sureste del 

Estado de Puebla y en porciones adyacentes al de Oaxaca, así como una superficie reducida de 

Veracruz.  

                                     
                                                      Figura 7. Localización geográfica de San Rafael, Puebla.  

 

La zona se caracteriza por presentar clima seco, pero algo aislada de la gran faja continua de zonas 

áridas del altiplano. Su flora, sobre todo en las partes más cálidas, presenta cierta relación con las de 

la Provincia de la depresión de Balsas, que es una región amplia de tierras bajas que se intercala 

entre el eje volcánico transversal y la Sierra Madre del Sur, ocupando porciones de los Estados de 
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Michoacán, Guerrero, Morelos y Puebla. Las altitudes menores oscilan entre 300-500 m s.n.m. 

(Miranda 1948). Los géneros restringidos son Oaxacania, Pringlechloa y Solicia. 

 

El clima, según la clasificación de Köeppen modificada por García (1988) para las condiciones de la 

República Mexicana (Soto et al., 1999), corresponde a seco semiárido, dentro del subgrupo menos 

seco de los áridos con P/T1 no mayor a 22.9; con temperatura media anual mayor a 22ºC y el mes 

más frío sobre 18ºC; con régimen de lluvia en verano; clima considerado como extremo, ya que la 

oscilación de la temperatura media mensual entre el mes más frío y el más cálido varía entre 7 y 

14ºC; y con una marcha de la temperatura tipo Ganges caracterizada porque el mes más cálido se 

presenta en junio, antes del solsticio de verano. Lo anterior se reduce con la expresión climática Bs1 

(h`)w”(w)eg (Fernández 1999). La zona está drenada por el río Tehuacán ubicado al oeste del cerro 

Colorado, que se convierte en el río Salado y entra en el nordeste por la sierra madre de Oaxaca 

(Serrano, 2004). 

El suelo es de origen cuaternario, Era Cenozoica, con rocas sedimentarias y volcano-sedimentarias 

en conglomerados, formando calizas, areniscas, rocas ígneas y fragmentos de cuarzo en una matriz 

arcillo-arenosa con sedimentos de lutita y areniscas del Paleozoico superior. El suelo es 

predominantemente regosol, calcáreo, eutrípico y xerosol háplico (Serrano, 2004). 

 

La zona registra una precipitación total anual de 394.6 mm. En cuanto a la vegetación, es un bosque 

tropical caducifolio. Hay 57 especies de Angiospermas distribuidas heterogéneamente, que, por 

nivel topográfico y de acuerdo con la clasificación de Miranda y Hernández (1963), se reconocen los 

siguientes tipos de vegetación: 

Cardonal de Pachycerus  weberi (J. Caulter) Bakeb  

Chiotillal de Escontria chiotilla (F:A:C) Webben Rose  

Cuajiotal con especies dominantes como Bursera morelensis Ramirez, Mimosa polyantha Benth, 

Fouquieria formosa Kunth y el arbusto Sanvitalia fruticosa. 

Fouqueria con especies dominantes como Fouquieria formosa Kunth, Bursera aptera Ramirez, 

Mimosa polyantha Benth, Ceiba parvifolia, Manihotoides pauciflora (Bandegee) D. J Roger y 

Appan, Senna wislizenii (A: Gray) H. S Irwin y Barneby,  Mimosa luissina Bandegee y el arbusto 

Sanvitalia fruticosa (Aguilar 2006). 

 

                                                 
1 Índice de humedad de Lang. Cociente que resulta de dividir la precipitación total anual (mm) sobre la temperatura 
media anual (ºC).  
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El Valle de Tehuacán-Cuicatlán es una de las reservas bióticas más importantes de México. En 

10000 Km2 posee, probablemente, la mayor diversidad biológica de las zonas áridas de 

Norteamérica, con 2700 especies de plantas vasculares, de las cuales cerca del 25% son usadas por 

diferentes comunidades humanas (Canales et al. 2006), que también tienen una alta diversidad, pues 

en esta área relativamente pequeña confluyen siete (Nahuas, Popolocas, Mazatecos, Chinantecos-

Cuicatecos, Ixcatecos, y Mixtecos) de los 52 grupos indígenas que actualmente existen en todo el 

territorio de México (Dávila et al., 2002). Aunque el grupo étnico predominante es el Nahua, no 

todos los habitantes son nativos; de hecho habita gente proveniente de Oaxaca y el sur de Puebla. 

Adicionalmente, esta región ha tenido gran importancia para la reconstrucción de la prehistoria de la 

región cultural conocida como Mesoamérica, pues en algunas de sus cuevas se  ha encontrado la 

evidencia más antigua de domesticación de plantas y origen de la agricultura en el Nuevo Mundo 

(Bye, 1998; Hernández-Xolocotzi, 1993) y recientemente ha sido decretada como una Reserva de la 

Biosfera. 

 

De un total de 374 especies pertenecientes a 249 géneros y 87 familias descritas en San Rafael, 

Coxcatlán, cerca de 368 son usadas por habitantes de la comunidad para uno o varios fines (Rosas 

2003); cifra similar al dato de 289 plantas útiles de la región reportado por Paredes (2001). Este gran 

número de plantas útiles en San Rafael tiene influencia en el hecho de que existe un alto número de 

especies introducidas en los jardines de las personas de esta comunidad, esencialmente con usos 

ornamentales, como lo muestran Blanckaert et al. (2004):  

 

Tabla 1. Porcentaje de usos de las plantas útiles de San Rafael, Coxcatlán, Puebla. 

Condición Uso  % 
Cultivadas ornamental  70 

  comestible 29,5 

  medicinal 6,5 

  otro 16 

Protegidas ornamental  55,2 

  comestible 31 

  medicinal 17,2 

  otro 20,7 

Tolerantes ornamental  47,6 

  comestible 36,5 

  medicinal 15,9 

  otro 58,1 
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HIPÓTESIS 

Entre los factores que determinan la acumulación de metabolitos secundarios se encuentran la 

intensidad luminosa, el fotoperíodo, la temperatura, y la disposición de nutrientes y agua, por lo 

tanto, su manejo en condiciones de cultivo en invernadero permitirá controlar la acumulación de 

dichos metabolitos en plantas medicinales de la región mexicana de San Rafael, Coxcatlán, Puebla: 

Gymnosperma glutinosum (Spreng.) Less, Castela tortuosa Liebm. y Lippia graveolens Kunth. 
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OBJETIVOS 

Objetivos generales 

• Determinar las condiciones para el cultivo ex situ de 3 plantas útiles de San Rafael, 

Coxcatlán, Puebla: Gymnosperma glutinosum (Spreng.) Less, Castela tortuosa Liebm. y 

Lippia graveolens Kunth. 

• Analizar el contenido de los metabolitos secundarios 5,7-dihidroxi-3,6,8,2′,4′,5'- 

hexametoxiflavona en Gymnosperma glutinosum (Spreng.) Less; naringenina en Lippia 

graveolens Kunth y fisetina en Castela tortuosa Liebm. bajo condiciones de invernadero. 

 

Objetivos particulares 

• Realizar la colecta de semillas de las 3 especies: Gymnosperma glutinosum, Castela tortuosa 

y Lippia graveolens en San Rafael, Coxcatlán, Puebla.  

• Establecer las condiciones óptimas de germinación de las especies seleccionadas. 

• Establecer los valores de riego óptimo y estrés hídrico de las especies en cultivo. 

• Evaluar el efecto del flujo fotónico y del riego sobre la productividad y sobre la acumulación 

de metabolitos secundarios de las especies establecidas en invernadero. 

• Cuantificar el efecto de los tratamientos sobre la acumulación de metabolitos secundarios 

5,7-dihidroxi-3,6,8,2′,4′,5'-hexametoxiflavona en Gymnosperma glutinosum (Spreng.) Less; 

naringenina en Lippia graveolens Kunth y fisetina en Castela tortuosa Liebm. en diferentes 

etapas del desarrollo vegetativo de cada una de las especies seleccionadas. 
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METODOLOGIA 

Elección de especies 

Los criterios de selección de las especies Gymnosperma glutinosum (Spreng.) Less, Castela tortuosa 

Liebm. y Lippia graveolens Kunth incluyeron la importancia del uso medicinal en la comunidad de 

San Rafael y la existencia de antecedentes químicos sobre las actividades biológicas evaluadas 

(Canales et al., 2006;  Yu et al., 1988; Soto, 2007; Lin et al., 2007; Pascual et al., 2001; Kubo et al., 

1993; Khan et al., 2008; Maher et al., 2006).   

 

Colecta de semillas 

Para cada una de las especies se utilizaron dos lotes de semillas: uno de semillas almacenadas (1) y 

otro de semillas colectadas inmediatamente antes de iniciar los experimentos (2):  

 

Gymnosperma glutinosum (Spreng.) Less: 

1. Fue colectada en Tepanco de López, Puebla por el personal del Banco de Semillas de la FES-

IZTACALA, con número de colecta Jic 23037, del 18 de septiembre de 2001. Las semillas 

provinieron de 199 individuos y se almacenaron hasta octubre de 2007 a -20ºC. El total de semillas 

utilizadas fue de 180.  

2. Fue colectada en Tepeji del Río (Hidalgo) N 19°54’ W 99°21’a 2175 m s.n.m. en enero de 2008 

por personal del Laboratorio de Fitoquímica de la Ubipro. Se mantuvo a temperatura ambiente hasta 

su uso. 

Lippia graveolens 

1. Semillas colectadas en San Rafael, Coxcatlán, Puebla N 18°12′ y 18°14′ W 97°07′ y 97°09′ a 

957 m s.n.m. en 2005 por el personal del Laboratorio de Fisiología Vegetal de la Ubipro. Las 

semillas se mantuvieron a temperatura ambiente y para los experimentos se utilizaron en total 99 

semillas.  

2. Se realizó una colecta, en octubre de 2007, de 451 semillas de los individuos de 2 años de edad 

establecidos en el invernadero de la FES- IZTACALA bajo las coordenadas N 19º31'17.7” W 

99º11'19.5” a 2254 m s.n.m. Las semillas se mantuvieron a temperatura ambiente, para los 

experimentos se utilizó el número total de semillas colectadas. 

Castela tortuosa 

1. Fue colectada en mayo de 2002 por parte del personal del Laboratorio de Fitoquímica de la 

Ubipro en Zapotitlán de las Salinas, Puebla, bajo las coordenadas N 18º19'55"  W 97º28'28, las 
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semillas se almacenaron a -20°C en el Banco de Semillas de la Ubipro hasta el momento de los 

experimentos. De esta colecta se trabajó con un total de 110 semillas. 

2. Colectada por parte del personal del Banco de Semillas de la FES-IZTACALA en abril de 2008,  

en San Rafael, Coxcatlán, Puebla N 18°12′ y 18°14′ W 97°07′ y 97°09′.  El número de colecta es 

HCM-041 y se utilizó un total de 320 semillas, almacenadas hasta su uso a temperatura ambiente.   

 

Germinación de semillas 

Las semillas de Gymnosperma glutinosum provenientes de Puebla y las semillas de Lippia 

graveolens fueron tratadas de la misma manera: desinfección con hipoclorito se sodio NaClO al 1% 

durante 5 minutos, seguido de enjuague 3 veces con agua destilada. Posteriormente se dejaron una 

noche en imbibición en agua destilada y se sembraron en agar bacteriológico al 1%. Se incubaron en 

un cuarto diseñado para este propósito bajo las siguientes condiciones: temperatura promedio de 

30ºC, con una máxima de 33.1ºC y una mínima de 27.4ºC; Humedad máxima de 82%, mínima de 

32% y un fotoperiodo de 12/12 horas. De G. glutinosum se hicieron 6 réplicas y de cada lote de 

semillas de L. graveolens, 3.  

Las semillas de Castela tortuosa además de la desinfección con NaClO al 2% por 20 minutos, se 

escarificación con H2SO4 concentrado por 20 minutos, con agitación constante cada cinco minutos 

para lograr la penetración del ácido. Las semillas se limpiaron con agua corriente sobre un colador 

para eliminar completamente los residuos del ácido y se dejaron en imbibición en agua durante una 

noche. La siembra en este caso se hizo directamente en almácigos de 36 pozos, llenos con la mezcla 

de sustrato agrolita:tierra. Cada pozo fue de 3.5 cm de ancho X 5.7 cm de alto. El material vegetal 

de la colecta de G. glutinosum proveniente de Tepeji del Río fue separado en tamices Standard 

Testifrng Sieve Números 50 (300 µm) y 60 (250 µm). Las semillas obtenidas se desinfectaron con 

NaClO 1% y se sembraron sobre la mezcla de sustrato agrolita:tierra 1:2 humedecida con solución 

Hoagland (Anexo I) en cajas transparentes de plástico de 11.5 x 10 x 2.5 cm, las cuales se llevaron 

al cuarto de incubación con las condiciones de luz, temperatura y humedad ya mencionadas. Debido 

a que los almácigos ni las cajas se subdividieron para contabilizar un subgrupo de semillas, no se 

tuvieron réplicas en estas dos especies. Para las tres especies, la germinación fue considerada como 

emergencia de la radícula. 

 

Propagación en invernadero 

Las plantas trasplantadas de cada especie se separaron en dos lotes de 80 individuos, cada uno. Un 

lote se colocó en el invernadero bajo una malla sombra 70% (30% de la luz total). El otro lote se 
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colocó en otra nave del mismo invernadero, sin malla sombra. Las plantas colocadas en cada 

condición de luz se dividieron en dos y se expusieron a dos condiciones de riego: bajo (estrés 

hídrico) y alto (riego óptimo). El diseño factorial fue 2X2 con 40 plantas por tratamiento. 

En una nave independiente del invernadero, se sembraron directamente sobre tezontle semillas de G. 

glutinosum provenientes de Tepeji del Río y de L. graveolens provenientes de la colecta de semillas 

de individuos de 2 años de edad, establecidos en este mismo invernadero. En esta nave el riego se 

suministró permanentemente mediante un sistema de riego por aspersión de agua con nutrientes 

(Anexo II) por lo que se denominó fertirrigación.  

El invernadero se encuentra ubicado en la Facultad de Estudios Profesionales Iztacala, UNAM, en 

Tlalnepantla, Estado de México, bajo las coordenadas N 19º31'17.7” W 99º11'19.5” a 2254 m s.n.m.  

 

Tabla 2. Tratamientos aplicados a las plantas en invernadero 
 

 

 

 

 

La sobrevivencia de las plantas se determinó considerando el total de semillas germinadas como el 

100% y tiempo cero, y se registró la sobrevivencia por 5 meses en G. glutinosum y L. graveolens y 

por 7 meses en C. tortuosa.  

 

Para establecer el volumen requerido de agua para generar las condiciones de estrés hídrico y riego 

óptimo en las plantas se realizó la prueba de capacidad de campo en la mezcla de sustrato 

agrolita:tierra 1:2. Adicionalmente, una muestra de sustrato fue analizada por parte del 

Departamento de Suelos de la Universidad Autónoma de Chapingo mediante el método de curva de 

constantes de humedad (Van Genuchten, 1980).  

 

• Temperatura y luminosidad en el invernadero 

Los datos de temperatura y de intensidad de luz se registraron mediante los dispositivos HOBO UA 

002-64 Pendant temp/light, Serial 986598, Versión 1.0.6, con toma de datos cada 30 minutos, 

diariamente en cada una de las naves. Los datos se procesaron en Excel para obtener las medias 

diarias y mensuales en cada una de las naves.  

 Riego A 
Riego óptimo 

Riego B 
Estrés hídrico 

Luz (Nave 1) Tratamiento 1 Tratamiento 2 

Sombra (Nave 2) Tratamiento 3 Tratamiento 4 
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Los datos de luminosidad, dados en pies-candelas (lum/ft2) se convirtieron a unidades PAR (µmol 

m-2s-1) convirtiendo los pies candelas a unidades lux (1 pie-candela equivale a 10.74 luxes) y 

multiplicando este producto por el factor correspondiente a luz natural (6000K) que es de 0.018 

(Nestor, 2006). Debido a que los dispositivos no hacen los registros de luminosidad en unidades 

PAR, cabe resaltar que la conversión de unidades genera un error del 53%. 

 

Parámetros fisiológicos 

Durante las etapas iniciales del experimento, tanto en el cuarto de incubación, como en semilleros y 

en las macetas con las plántulas establecidas de cada una de las naves se registraron parámetros 

fisiológicos en el tiempo cero y, posteriormente bajo los tratamientos hídricos,  una vez al mes en al 

menos 3 plantas de cada tratamiento. Estos parámetros incluyeron asimilación de CO2, la 

concentración interna de CO2 y conductancia estomática. Los datos se registraron mediante un 

Analizador Infrarrojo de Gases Portátil (IRGA), marca Li-COR modelo Li-6400, el cual presenta un 

sistema de intercambio de gas abierto, es decir, que tiene un flujo neto de aire a través del sistema.  

Se manejó una temperatura del bloque de la cámara del IRGA a 25° C y un flujo fotónico de 1500 

µmol m-2 s-1 para L. graveolens y G. glutinosum y 900 µmol m-2 s-1 para C. tortuosa.  

 

Colecta de muestras de individuos silvestres 

Se tomaron en el campo muestras de la parte aérea, de cada una de las especies (3-6 individuos) para 

evaluar la acumulación de los flavonoides seleccionados. Así mismo, se tomó una muestra para el 

ejemplar de herbario. Se muestrearon plantas adultas en el área de Zapotitlán de las Salinas N 

18°16’10.1” W 97°32’17.7” y en San Rafael, Coxcatlán Puebla. En esta última también se 

registraron los parámetros fotosintéticos y la radiación fotosintéticamente activa de la zona mediante 

el Analizador Infrarrojo de Gases IRGA. Los datos de las colectas en el área de estudio son los 

siguientes: 

- Gymnosperma glutinosum 

1. Muestras colectadas en Agosto de 2008 en San Rafael, Coxcatlán, Puebla.  

2. Colectada en la Vía a Tehuacán, Estado de Puebla en septiembre de 2008 bajo las coordenadas N 

18°27’36.6”- 18°27’27.6” W 97°26’27.6”- 97°26’38.6” a 1751 m s.n.m. Radiación 

fotosintéticamente activa (PAR) de la zona, en promedio 508.8 µmol m-2 s-1. Especímenes con flor. 

- Castela tortuosa 

Muestras colectadas en Agosto 7 de 2008 y septiembre 19 de 2008 en San Rafael, Coxcatlán, 

Puebla.  
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Individuo 1: N 18°11’33.6” W 97°08’36.1” a 883 m s.n.m.  

Individuo 2: N 18°11’42.4” W 97°08’36.6” a 898 m s.n.m.  

Individuo 3, 4 y 5: N 18°12’33.9” W 97°08’31.1” a 920 m s.n.m.  

PAR, en promedio 125.3 µmol m-2 s-1  

- Lippia graveolens 

Muestreo de Mayo de 2008 en San Rafael, Coxcatlán, Puebla N 18º12`07.9” W 97º08`15.8” a 951 

m s.n.m. Plantas sin flores y pocas hojas. 

Muestreo de plantas florecidas, Septiembre de 2008: 

Individuo 1: N 18°11’31.6” W 97°08’36.6” a 883 m s.n.m.  

Individuo 2: N 18°11’29.4” W 97°08’35.5” a 883 m s.n.m.  

Individuo 3: N 18°11’29.5” W 97°08’35.4” a 903 m s.n.m.  

Individuo 4 y 5: N 18°11’29.7” W 97°08’35.4” a 894 m s.n.m.  

PAR, en promedio 435 µmol m-2 s-1  

 

Identificación y cuantificación de metabolitos secundarios 

Al igual que con el registro de parámetros fotosintéticos, el análisis de metabolitos secundarios se 

realizó en el tiempo cero y cada mes desde que fueron sometidas con los tratamientos en al menos 3 

plantas. Las muestras de hojas de cada especie fueron colectadas manualmente. Se pesaron y se 

realizó un extracto metanólico mediante maceración, que se centrifugó a 3000 rpm durante 3 

minutos. Se tomaron 30 µL para inyectar en el HPLC (Harborne, 1998; Seeram et al., 2005; Huang 

et al., 2007), el cual se usó con un módulo de separación HP serie 1100 (Hewlett-Packard, 

Wilmington, DE, USA), equipado con un detector de arreglo de diodos (DAD) 1100, operado con 

ChemStation AO903 (1417). Las separaciones se llevaron a cabo en una columna Allsphere 

(4.6 mm × 250 mm, 5 µm) y el detector ajustado a 260 nm. Se usó una fase movil de agua: ácido 

acético: metanol 60:5:35 y un gradiente de presión definido por un flujo: 

Minuto 0- Minuto 5:1ml/min.; Minuto 5.1- Minuto 20: 1.5 ml/min.  

Se inyectó el estándar auténtico naringenina Sigma-Aldrich® con pureza de 95% y naringina 

Sigma-Aldrich® pureza ≥ 90% los cuales fueron diluidos en metanol con una concentración final de 

5 µM. Con el estándar de naringenina se llevó a cabo un ensayo de estándar interno. A partir de las  

referencias bibliográficas (Canales et al., 2006; Yu et al., 1988; Lin et al., 2007; Justesen et al., 

1998; Wang y Li, 2007) se identificaron los demás flavonoides cuantificados: 

pentahidroxiflavanona-glucósido en L. graveolens, 5,7-dihidroxi-3,6,8,2′,4′,5'-hexametoxiflavona en 

G. glutinosum y fisetina en C. tortuosa, con base en sus máximos de absorbancia y la comparación 
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de espectros de ultravioleta. La mayoría de tratamientos tuvieron 3 réplicas, excepto algunos casos 

que se muestran a continuación en la tabla 3:  

 

Tabla 3. Número de replicas por tratamiento en análisis de metabolitos secundarios 

Especie Mes  Tratamiento No. Réplicas 

L. graveolens Abril Todos 1 

  Julio Sombra con riego óptimo 5 

  Agosto Sombra con riego óptimo 4 

    Sombra con estrés hídrico 4 

  Septiembre Luz con estrés hídrico 5 

  Octubre Luz con riego óptimo 4 

    Sombra con estrés hídrico 4 

  Noviembre Luz con riego óptimo 4 

    Sombra con estrés hídrico 5 

  Mayo Campo: San Rafael 4 

  Septiembre Campo: San Rafael 10 

  Septiembre Campo: San Martín 4 

G. glutinosum Abril Todos 1 

  Mayo Todos 1 

  Julio Todos 2 

  Octubre Sombra con riego óptimo 2 

    Sombra con estrés hídrico 2 

    Luz con riego óptimo 2 

  Septiembre Campo: San Rafael 10 

  Septiembre Nave fertirrigación 18 

C. tortuosa Septiembre Campo: San Rafael 10 

 

Análisis estadístico 

Se aplicó un análisis de varianza (ANOVA) de 3 vías para comparar entre tratamientos y entre los 

meses de muestreo en cada una de las especies  α ≥0.05 para cada uno de los parámetros 

fotosintéticos y para la acumulación del metabolito correspondiente. En caso de existir diferencias 

significativas se aplicó también la prueba post hoc de diferencia mínima significativa LSD α ≥ 0.05. 

Para la comparación de metabolitos entre las muestras silvestres y las de nave de fertirrigación con 

las muestras de invernadero, así como para comparar parámetros de plantas con y sin flor, se realizó 

una prueba t student, significancia del α ≥ 0.05. En el caso de los parámetros fisiológicos iniciales se 

aplicó una prueba de Duncan α ≥0.05. Todas las pruebas se realizaron con el programa 

STATISTICA/Win StatSoft (1998) versión 6.0. 

 

En el análisis estadístico de la germinación, el porcentaje acumulado de cada réplica de cada una de 

las especies se transformó al arcoseno y se ajustó a un modelo exponencial sigmoide (Y=a/{1+b 

exp[-cx]}) para obtener la tasa máxima de germinación (TMG) con la primera derivada máxima 
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(Olvera Carrillo, 2001). La primera derivada de la curva exponencial sigmoide se ajustó a un 

modelo Gausiano (Y=a+b exp(-0.5[{x-c}/d]2)) para obtener el tiempo promedio de germinación 

(TPG) y la sincronía (S) en el programa TCWIN 3 Table Curve 2D, versión 3.0. Estos parámetros 

fueron comparados mediante un análisis de ANOVA, seguido por una prueba de diferencia mínima 

significativa LSD α ≥ 0.05 en el programa STATISTICA/Win StatSoft (1998) versión 6.0. 

El panorama general de los experimentos, los puntos de muestreo y las variables de respuesta se 

pueden observar en el diseño experimental de la Figura 8: 

 

SELECCIÓN DE ESPECIES

COLECTA

GERMINACIÓN

DESARROLLO EN INVERNADERO

ANÁLISIS DE METABOLITOS

ESTADÍSTICA

Silvestres

ANOVA de 3 factores- LSD/Duncan α 0.05
t Student (Invernadero Vs. Silvestres)

L. graveolens

G. glutinosum
C. tortuosa

Modelo sigmoideo exponencial y gaussiano

PRODUCTIVIDAD

Naringenina
Naringina
Pentahidroxiflavanona- glucósido
5,7-dihidroxi-3,6,8,2′,4′,5′hexametoxiflavona

Fisetina

-Fotosíntesis
-Conductancia estomática
-Concentración interna de 
CO2

Tratamiento 4Tratamiento 3Sombra 
(Nave 2)

Tratamiento 2Tratamiento 1Luz 
(Nave 1)

Riego B
Estrés hídrico

Riego A
Riego óptimo

MUESTREO MENSUAL

 
Figura 8. Esquema general de la metodología realizada 
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RESULTADOS 

Germinación 

El promedio del porcentaje de germinación de G. glutinosum proveniente de Puebla fue de 76.5%. 

Las semillas de L. graveolens de San Rafael tuvieron un porcentaje mayor a las semillas colectadas 

en Zapotitlán de las Salinas (con 2 años de almacenamiento), sin diferencias significativas entre 

ellas. Los menores porcentajes de germinación se obtuvieron en ambos lotes de semillas de C. 

tortuosa  con 43 y 50% de germinación (Figura 9), con el mayor valor para las semillas almacenadas 

por 5 años. 

 
Figura 9. Porcentaje de germinación acumulada de semillas L. graveolens, G. glutinosum y C. tortuosa almacenadas  

(    ) y sin almacenamiento (     ). Incubación a temperatura de 30°C, 12/12 horas fotoperiodo. El número de réplicas de 
L. graveolens fue de 3, y de  G. glutinosum de 6.    

 

Los primeros ensayos de establecimiento se llevaron a cabo con las semillas almacenadas. Sin 

embargo, las plántulas germinadas tuvieron valores de sobrevivencia de 15.62% para G. glutinosum 

y 30% para L. graveolens. Por esta razón se pusieron a germinar semillas recién colectadas (lote 

2008) de ambas especies, con el mismo protocolo de desinfección y algunas novedades 

metodológicas con el fin de aumentar la sobrevivencia en invernadero. Estas novedades incluyeron 

la adición de solución Hoagland (Anexo I), mayor tiempo de crecimiento en el cuarto de incubación, 
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trasplante y establecimiento en el invernadero en plántulas de mayor tamaño y en un mes con una 

mayor temperatura. Se obtuvo una mayor sobrevivencia en ambas especies (Figura 10). 
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Figura 10. Sobrevivencia de G. glutinosum (cuadrados) y L. graveolens (triángulos) sembradas en octubre de 2007 

(figura rellena), sin riego con solución Hoagland y temprano trasplante a macetas; y sembradas en 2008 (figuras vacías) 
con estas novedades metodológicas. 

 
La sobrevivencia de C. tortuosa al cabo de 210 días fue de 66.7% (Figura 11) 
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Figura 11. Porcentaje de sobrevivencia de C. tortuosa  

 

Cerca de mil semillas de G. glutinosum de Tepeji del Río germinaron en menos de un mes. Debido a 

que no se conocía el número de semillas existentes en el material vegetal colectado de los tamices 

fue imposible determinar el porcentaje de germinación. Éstas se trasplantaron a semilleros para 

seguir el mismo procedimiento de las demás plántulas hasta su establecimiento en el invernadero. 

 

Los modelos sigmoideos y gausianos (Tabla 4) aplicados al acumulado de porcentaje de 

germinación en cada una de las especies permitieron mostrar que la tasa máxima de germinación 

(TMG) es mayor en G. glutinosum, estadísticamente diferente al valor obtenido para C. tortuosa t 

student (≥0.005), especie con el mayor valor de TPG.  
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Tabla 4. Tasa máxima de germinación (TMG), tiempo promedio de germinación (TPG) y sincronía (S) de G. 
glutinosum, L. graveolens y C. tortuosa.  

C. tortuosa  G. 
glutinosum 

L. graveolens 
 Zapotitlán San Rafael 

TMG (No. semillas▪días) 64.401 40.925 22.356 2.59 

TPG (días) 2.427 días 3.103 días 4.001 días 15.246 días 

S 0.122 0.107 2.296 0.04 

                         

Propagación en invernadero 

• Estudios de sustrato 

Se estableció arbitrariamente manejar un porcentaje de humedad entre 100-80% para el tratamiento 

de riego óptimo, que para la mezcla de sustrato agrolita:tierra 1:2 corresponde a un potencial hídrico 

entre 0.3 y 0.5 atmósferas (-0.033 y -0.055 MPa, respectivamente); y el estrés hídrico con un 

porcentaje de humedad del suelo entre 60 y 40%, correspondiente a  13 y 15 atmósferas (-1.43 y        

-1.65 MPa) de potencial hídrico para este tipo de suelo.  

 

• Condiciones ambientales del invernadero: temperatura y luminosidad 

En general, la nave de luz presentó mayor temperatura y luminosidad en relación con la nave de 

sombra (Figura 12). La luminosidad obtenida en campo, registrada en días nublados, fue de 435 y 

508.8 µmol m-2s-1, en San Rafael y Tehuacán, respectivamente; es decir que los valores de flujo 

fotónico en campo durante los días de colecta fueron menores que el valor promedio de luminosidad 

de la nave de luz, pero mayor que el de la nave de sombra. 
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Figura 12. Promedios mensuales de temperatura (figuras rellenas) y luminosidad (figuras vacías) en la nave de sombra 

70% (triángulos) y nave sin malla (cuadrados) del invernadero durante los meses del experimento, año 2008, registrados 
por dispositivos HOBO UA 002-64 1.0.6 cada 30 minutos. 
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Los máximos de luminosidad y temperatura se observaron en la nave de luz; mientras que las 

temperaturas nocturnas fueron más altas en la nave de sombra (Figuras 13 y 14). 
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Figura 13. Máximos de luminosidad en la nave de sombra 70% (barras oscuras) y de temperatura (líneas con figura 

rellena) y en la nave sin sombra: barras claras y líneas con figura vacía, respectivamente. Datos registrados en el 
invernadero durante 2008 mediante dispositivos HOBO UA 002-64 1.0.6 cada 30 minutos. 
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Figura 14. Mínimos de temperatura registrados en el invernadero en la nave de sombra 70% (barras oscuras) y en la 

nave sin sombra (barras claras) durante 2008. 
 

En la figura 15 se aprecia el aumento de las horas de día a mitad del año, con casi 14 horas luz y 10 

de oscuridad. 
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Figura 15. Fotoperiodo registrado en el invernadero durante 2008. Las barras indican el número de horas día promedio 

en cada mes.  
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Parámetros fisiológicos 
• Condiciones iniciales 

Se determinaron los parámetros fisiológicos en estados iniciales, esto es, en cuartos de incubación, 

semilleros y condiciones óptimas y tempranas en invernadero; todos ellos anteriores a la aplicación 

de tratamientos. L. graveolens mostró diferencias en la asimilación de CO2 entre las plantas de 

semilleros y las de sombra en condiciones saturadas (F(3, 22)= 2.751 P= 0.67; post hoc Duncan 

α≥0.05), pero no en la conductancia estomática ni en la concentración interna de CO2 bajo ninguna 

condición (Figura 16). Los parámetros de G. glutinosum no presentaron diferencias entre ninguna de 

las condiciones, mientras que C. tortuosa presentó una mayor conductancia estomática en plántulas 

bajo condiciones de sombra 70% con suelo saturado (Figura 16) en comparación con las plántulas 

establecidas en semilleros (F(2, 6)= 8.006 P= 0.0202; post hoc Duncan α≥0.05). 
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Figura 16. Parámetros fisiológicos iniciales de L. graveolens (a), G. glutinosum (b) y C. tortuosa (c). Asimilación de 
CO2      conductancia estomática      y concentración interna de CO2      registradas en plántulas antes de someterse a 

tratamientos hídricos. 3 réplicas en cada condición, excepto en L. graveolens de semillero, luz saturada y sombra 
saturada con 7 réplicas c/u. Los números indican diferencias significativas: 1 y 2 F (3, 22)= 2.751 p= 0.67, 1* y 2* F (2, 6)= 

8.006 P= 0.0202 
 

• Parámetros fisiológicos post-tratamientos 

Lippia graveolens 

La asimilación de CO2 mostró una tendencia a disminuir los primeros meses del año, con un 

aumento a partir de julio. Los valores mayores se registraron en agosto. A partir de septiembre se 

observó de nuevo un descenso, aunque en este mes aún se observaron valores altos de este 
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parámetro, especialmente en la condición lumínica (Figura 17). En octubre se observó una 

disminución notable en todos los tratamientos. Estadísticamente (F(27, 58)= 5.6303 P= 0.0000) hubo 

diferencias significativas entre los meses con las menores tasas (abril, mayo y junio) y los de las 

mayores tasas como fueron agosto y septiembre. El valor promedio más alto, mostró diferencias con 

todos los tratamientos en todos los meses, excepto con la condición de luz estrés en ese mismo mes 

(agosto) y luz óptimo de septiembre, el segundo más alto en todos los muestreos.  

0

2

4

6

8

10

12

14

Abr
il

M
ay

o
Ju

nio Ju
l io

Ago
sto

Sep
t ie

m
br

e

O
ctu

b re

A
si

m
ila

ci
ón

 d
e 

C
O

2 
(µ

m
ol

 m
-2
s

-1
)

Sombra óptimo

Sombra estrés

Luz óptimo

Luz estrés

1

2a

1

2a 2a
2b

2b

2b

2b

2c
2c

2b

 
Figura 17. Tasas de asimilación de CO2 de L. graveolens bajo condiciones de invernadero en nave con sombra 70% con  

riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con riego óptimo     y estrés hídrico       
Los números indican diferencias significativas F(27, 58)= 5.6303 P= 0.0000. De cada tratamiento se hicieron 3 réplicas, 
mensualmente, excepto en agosto y octubre en la nave sin sombra con estrés hídrico y riego óptimo, respectivamente, 

donde hubo 4 réplicas.  
 

 

La conductancia estomática con frecuencia fue mayor bajo condiciones de sombra, al igual que bajo 

la condición de riego óptimo (Figura 18), sin diferencias significativas. En cuanto a la concentración 

interna de CO2, en la mayoría de los tratamientos se obtuvieron valores positivos mientras que en los 

meses de agosto y septiembre, se presentaron valores negativos, especialmente en septiembre fueron 

significativamente menores (Figura 19) F(25, 60)= 6.5450 P= .0000  
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Figura 18. Promedios mensuales de conductancia estomática en L. graveolens bajo condiciones de cultivo: en nave con 

sombra 70% con riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con riego óptimo     y estrés hídrico       
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Figura 19. Promedios mensuales de concentración interna de CO2 en L. graveolens bajo condiciones de cultivo en 

invernadero: con sombra 70% y riego óptimo (a), sombra 70% y estrés hídrico (b), sin sombra con riego óptimo (c) y sin 
sombra y estrés hídrico (d). Los números corresponden a diferencias significativas F(25, 60)= 6.5450 P= .0000 De cada 

tratamiento se hicieron 3 réplicas, mensualmente, excepto en agosto y octubre en la nave sin sombra con estrés hídrico y 
riego óptimo, respectivamente, donde hubo 4 réplicas.  

 
A partir del mes de junio y hasta octubre, hubo floración de esta especie. Las primeras plantas en 

florecer fueron las de condiciones óptimas: sombra y luz, en ese orden; de las cuales los mayores 

valores de fotosíntesis se registraron en luz con riego óptimo y en sombra bajo estrés hídrico. La 

tasa de fotosíntesis no se vio relacionada con el número de flores por individuo y tampoco se vieron  

diferencias en la comparación de plantas con y sin flor (es), como se observa en la figura 20b.                   
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                               a                                                                      b 
Figura 20 a. Planta de L. graveolens de 5 meses de edad, con flor y sometida a sombra 70% con riego óptimo. b. 
Promedio de la asimilación de CO2 en plantas de L. graveolens con presencia (barras con color) y ausencia de flores 
(barra en blanco) en invernadero con sombra 70% y riego óptimo (A), sombra 70% y estrés hídrico (B), sin sombra con 
riego óptimo (C) y sin sombra y estrés hídrico (D).     indica el número de flores en cada tratamiento. 
 

Las plantas establecidas en el invernadero mostraron alta variabilidad morfológica aún bajo el 

mismo tratamiento (Figura 21a). Así mismo, las plantas que florecieron también mostraron 

diferencias evidentes en su crecimiento y desarrollo vegetativo (Figura 21b). 

 
a                                                                               b 

Figura 21. a. Plantas de L. graveolens bajo estrés hídrico (1 y 2) y riego óptimo (3) b. Plantas con flor en estrés hídrico 
(1) y riego óptimo (2 y 3). 

 

La comparación de los parámetros fisiológicos en plantas silvestres con las de invernadero durante 

el mismo mes de colecta (septiembre) no mostró diferencias en la asimilación de CO2 ni en la 

conductancia estomática (Figura 22), pero sí en la concentración interna de CO2 (figura 23), la cual 

resultó mayor en campo que en invernadero. Éste último parámetro, en invernadero bajo 

condiciones óptimas de riego tuvo valores positivos, mientras que en condiciones de estrés hídrico 

fueron negativos (t student ≥ 0.005). 
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Figura 22. Asimilación de CO2      conductancia estomática      y concentración interna de CO2      en campo (E) e 

invernadero en nave de sombra 70% con riego óptimo (A), y estrés hídrico (B) y en nave sin sombra con riego óptimo 
(C) y estrés hídrico (D) en L. graveolens. La numeración hace referencia a diferencias estadísticamente significativas t 

student ≥ 0.005 entre las muestras de campo (5 réplicas) y las de invernadero (3 réplicas en cada tratamiento).  
  
Gymnosperma glutinosum 

Al igual que en L. graveolens, la asimilación de CO2 fue mayor en septiembre, y en octubre se 

observó una disminución notable (Figura 23). Las diferencias significativas (F(27, 56)= 5.598 P= 

0.000) se encontraron entre los mayores valores promedio (agosto, septiembre, sombra óptimo de 

abril) con respecto a los menores, registrados en los meses de mayo y junio, julio sombra estrés y 

luz óptimo, agosto sombra estrés y octubre sombra óptimo. Los tratamientos con los mayores 

registros de asimilación de CO2 mostraron diferencias significativas con todos los tratamientos en 

mayo, junio, julio luz óptimo y sombra estrés, agosto sombra estrés y octubre sombra óptimo (las 

altas fotosintéticas más bajas).  

 
Figura 23. Promedios mensuales de la acumulación de CO2 de G. glutinosum bajo condiciones de cultivo: en nave con 

sombra 70% con riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con riego óptimo     y estrés hídrico       
Los números indican diferencias significativas F(27, 56)= 5.598 P= 0.000. Todos los tratamientos tuvieron 3 réplicas. 
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Las tasas de conductancia estomática, contrario a la asimilación de CO2, mostraron un aumento en el 

mes de octubre. Los mayores valores se obtuvieron en julio bajo la condición de sombra con riego 

óptimo, agosto en luz con estrés hídrico –tratamientos que mostraron diferencias significativas con 

las menores tasas de conductancia- y, en el mes de octubre, en la nave de luz con riego óptimo 

(Figura 24), grupo que se diferenció significativamente del resto de tratamientos en todos los meses 

y aún con los demás tratamientos del mismo mes (F(27, 56)= 3.895 P= 0.000009). 

 
Figura 24. Promedios mensuales de la conductancia estomática de G. glutinosum bajo condiciones de cultivo: en nave 

con sombra 70% con riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con riego óptimo     y estrés hídrico       
Los números indican diferencias significativas F(27, 56)= 3.895 P= 0.000009. Todos los tratamientos tuvieron 3 réplicas. 

 
 

La concentración interna de CO2 en esta especie fue mayor en los meses de abril, junio (excepto en 

luz bajo estrés hídrico) y en octubre luz con riego óptimo. Este último tratamiento mostró 

diferencias significativas con casi todos los tratamientos a través del tiempo (F(27, 56)= 4.113 P= 

0.000004), excepto con aquellos con tasas positivas y altas. Durante los meses de mayo y 

septiembre, las concentraciones internas de CO2 fueron negativas (Figura 25), especialmente en 

nave de sombra con bajo estrés hídrico en el mes de mayo, mientras que en septiembre fue la misma 

nave pero con riego óptimo el que mostró una concentración significativamente menor -también 

negativa- que el resto.  
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Figura 25. Promedios mensuales de la concentración interna de CO2 de G. glutinosum bajo condiciones de cultivo: en 
nave con sombra 70% con riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con riego óptimo     y estrés hídrico  

     Los números indican diferencias significativas F(27, 56)= 4.113 P= 0.000004. Todos los tratamientos tuvieron 3 
réplicas. 

 

Las mediciones hechas en campo mostraron que la asimilación de CO2 y la conductancia estomática 

son similares a las tasas registradas en invernadero bajo todos los tratamientos (figura 26), sin 

diferencias significativas entre ellas. Sin embargo, la concentración interna de CO2 fue 

significativamente mayor en las plantas silvestres que en invernadero (t student α≥ 0.005). 
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Figura 26. Asimilación de CO2      conductancia estomática      y concentración interna de CO2      en campo (E) e 

invernadero en nave de sombra 70% con riego óptimo (A), y estrés hídrico (B) y en nave sin sombra con riego óptimo 
(C) y estrés hídrico (D) en G. glutinosum. La línea     muestra la humedad relativa en cada condición. La numeración 

hace referencia a diferencias estadísticamente significativas t student ≥ 0.005 entre las muestras de campo (5 réplicas) y 
las de invernadero (3 réplicas en cada tratamiento). 

 

Castela tortuosa 

Al igual que en las otras dos especies, las tasas de asimilación de CO2 fueron mayores en 

septiembre, previo a un declive en el mes de octubre (Figura 27). Este mes mostró diferencias 

significativas con el resto de tratamientos en todos los meses, al igual que la condición lumínica bajo 

riego óptimo del mes de agosto. Por su parte, los valores más bajos (octubre) tuvieron también una 

marcada diferencia con el resto de valores, excepto con el de agosto en la nave de sombra y riego 

óptimo (F(15, 32)= 31.699 P= 0.0000). 
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Figura 27. Promedios mensuales de la acumulación de CO2 de C. tortuosa bajo condiciones de cultivo: en nave con 

sombra 70% con riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con riego óptimo     y estrés hídrico       
Los números indican diferencias significativas F(15, 32)= 31.699 P= 0.0000. Todos los tratamientos tuvieron 3 réplicas 

 

La conductancia estomática no mostró diferencias significativas entre tratamientos con la prueba 

ANOVA, pero al aplicar la prueba post hoc LSD α≥0.005, se observaron diferencias entre los 

valores obtenidos para la condición de riego óptimo en la nave de luz del mes de octubre y los 

registrados en el mes de agosto y el valor de septiembre en la nave de sombra con riego óptimo 

(figura 28). 

En cuanto a la concentración interna de CO2 en esta especie, (figura 29) durante septiembre se 

registraron siempre valores negativos y en el mes de agosto -únicamente en la condición de sombra  

con riego óptimo-. Estos valores mostraron diferencias con los positivos más altos como lo fueron 

los datos de los meses de julio y octubre (F(15, 32)= 2.6183 P= 0.01091). 

 
Figura 28. Promedios mensuales de la conductancia estomática de C. tortuosa bajo condiciones de cultivo: en nave 

con sombra 70% con riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con riego óptimo     y estrés hídrico       
Los números indican diferencias significativas LSD ≥0.005. Todos los tratamientos tuvieron 3 réplicas. 

0

1

2

3

4

5

6

7

8

Julio Agosto Septiembre Octubre

A
si

m
ila

ci
ón

 d
e 

C
O

2 
(µ

m
ol

 m
-2

s
-1

)

Sombra óptimo

Sombra estrés

Luz óptimo

Luz estrés

1 

2 

3a 

3b 
3b 

3b 

3a 

4 

0

0.02

0.04

0.06

0.08

0.1

0.12

Julio Agosto Septiembre Octubre

C
on

du
ct

an
ci

a 
(m

ol
 H

2O
 m

-2
s

-1
)

Sombra óptimo

Sombra estrés

Luz óptimo

Luz estrés

1 

2 2 



 48 

 
Figura 29. Promedios mensuales de la concentración interna de CO2 de C. tortuosa bajo condiciones de cultivo: en 
nave con sombra 70% con riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con riego óptimo     y estrés hídrico  
     Los números indican diferencias significativas F(15, 32)= 2.6183 P= 0.0109. Todos los tratamientos tuvieron 3 réplicas. 

  
 

La comparación de los parámetros fotosintéticos de las plantas en estado silvestre y en invernadero 

(t-student α≥ 0.005) mostró que la asimilación de CO2 fue significativamente mayor en invernadero 

que en campo  y la concentración interna de CO2 menor (figura 30).  

       
Figura 30. Asimilación de CO2      conductancia estomática      y concentración interna de CO2      en campo (E) e  

invernadero en nave de sombra 70% con riego óptimo (A), y estrés hídrico (B) y en nave sin sombra con riego óptimo 
(C) y estrés hídrico (D) en C. tortuosa. La línea     muestra la humedad relativa en cada condición. La numeración hace 

referencia a diferencias estadísticamente significativas t student ≥ 0.005 entre las muestras de campo (5 réplicas) y las de 
invernadero (3 réplicas en cada tratamiento). 

 
                         

En la figura 31 se puede observar una relación entre la asimilación de CO2 en las 3 especies con la 

luminosidad en el invernadero y en algunos casos, con la temperatura, sin embargo no fue clara una 

asociación entre la conductancia estomática y la temperatura en ninguna de las naves del 

invernadero (Figura 32). 
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Figura 31. Promedios de temperatura     y luminosidad     en la nave de luz del invernadero en comparación con la 

asimilación de CO2 L. graveolens (        ), G. glutinosum (         ) y C. tortuosa (         ) en la nave del invernadero sin 
sombra 70%. 
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a                                                                                        b 
Figura 32. Promedios de luminosidad      en la nave sin sombra (a) y con sombra 70% (b) del invernadero en 

comparación con la conductancia estomática de L. graveolens(        ), G. glutinosum (         ) y C. tortuosa (         ) 
 

• Cuantificación de flavonoides 

L. graveolens 

La naringenina presentó máximos de absorbancia de 238, 288 y 332 nm y bajo el método de 

extracción definido y fue identificado en el tiempo de retención (tR) = ±17.2 minutos (Anexo IV).   

 

Las plántulas de los semilleros no presentaron este metabolito. Una vez tratadas, se observó una 

acumulación relativamente baja de abril a mayo en todos los tratamientos, excepto en la condición 

de sombra con estrés hídrico en el mes de junio. En el mes de agosto declinan los niveles de 

naringenina, de manera similar a lo obtenido en mayo (menos notorio en la nave de luz con riego 

óptimo) para un posterior aumento, estadísticamente significativo en el mes de septiembre, 

especialmente bajo la condición lumínica y de estrés hídrico que mostró el mayor valor a través del 

tiempo; mientras que la misma condición lumínica pero en riego óptimo fue mucho menor, con un 
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aumento significativo en el mes de octubre (F(31, 69)= 4.132 P= 0.0000). La acumulación de 

naringenina en el mes de noviembre tendió a disminuir nuevamente en cada uno de los tratamientos 

(figura 33).  

 
Figura 33. Promedios mensuales de la acumulación de naringenina (mg en 100g de planta) en L. graveolens bajo 

condiciones de cultivo: en nave con sombra 70% con riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con riego 
óptimo     y estrés hídrico      . Los números indican diferencias significativas F(31, 69)= 4.132 P= 0.0000 

 
 

La acumulación de naringenina en plantas con flor no mostró diferencias entre ellas ni con las 

plantas sin flor. Los datos obtenidos en campo, San Rafael y San Martín, mostraron una elevada 

variabilidad en la concentración del metabolito, aún entre individuos de la misma localidad (figura 

34), aunque sin diferencias significativas entre ellos. La comparación con los datos de invernadero 

durante el mismo mes tampoco resultó diferente al aplicar la prueba t-student (α≥0.05) entre los dos 

grupos, sin embargo, al discriminar los lugares y meses de colecta, y todos los tratamientos en 

invernadero se obtuvieron diferencias importantes. En primer lugar, los datos provenientes de las 

muestras de San Martín no mostraron diferencias con las de San Rafael ni con las de invernadero 

durante el mes de septiembre. La acumulación de naringenina fue mayor en San Rafael durante el 

mes de mayo, con diferencias significativas en comparación con lo obtenido en invernadero en 

mayo y septiembre (F(9, 31)= 3.1689 P= 0.007916), y las muestras de San Rafael correspondientes al 

mes de septiembre no mostraron diferencias con las concentraciones bajo condiciones de 

invernadero durante el mismo mes (Figura 35). 
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Figura 34. Acumulación de naringenina en L. graveolens en estado silvestre en los poblados de San Rafael y San Martín. 

Cada barra representa un individuo. Año 2008. 
 

                                           
Figura 35. Promedios de las concentraciones de naringenina en L. graveolens en estado silvestre, colectas muestras en 
San Rafael y San Martín, en comparación con las concentraciones en invernadero bajo cada uno de los tratamientos de 

luminosidad (con/sin sombra 70%) y riego óptimo y estrés hídrico. La numeración hace referencia a las diferencias 
significativas F(9, 31)= 3.1689 P= 0.007916 

 
 

En todos los cromatogramas se observó de manera evidente un pico con un tR de ±4.1 minutos que, 

por comparación con otros estudios en la misma especie (Lin et al., 2007) y sus máximos de 

absorción (238, 288, 360 nm) se logró identificar como una pentahidroxiflavanona-glucósido 

(Anexo V). La mayor acumulación de esta flavanona se presentó en los últimos meses (septiembre, 

octubre y noviembre) con un máximo de 91.83 mg/100g en la condición de sombra con estrés 

hídrico en octubre (Figura 36). Estos valores anteriormente mencionados tuvieron diferencias 

significativas (F(27, 68)= 7.026 P= 0.0000) con el resto de tratamientos. A diferencia de la 

naringenina, en plántulas de semilleros hubo, en promedio, una concentración de 2.27 mg/100g de 

pentahidroxiflavanona-glucósido. 
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Figura 36. Promedios mensuales de la acumulación de pentahidroxiflavanona-glucósido en L. graveolens bajo 

condiciones de cultivo: en nave con sombra 70% con riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con riego  
óptimo     y estrés hídrico      . Los números indican diferencias significativas F(27, 68)= 7.026 P= 0.0000 

 
De manera similar a la naringenina, su glucósido, la naringina, se cuantificó mediante la 

comparación del cromatograma obtenido del estándar auténtico de este metabolito SIGMA-

ALDRICH®, con iguales máximos de absorción que la naringenina pero con un tiempo de retención 

de ± 7.3 minutos (Anexo IV). El comportamiento de este metabolito no mostró una tendencia clara a 

través del tiempo (Figura 37), y las concentraciones fueron mucho menores que las obtenidas para la 

naringenina y la pentahidroxiflavanona-glucósido. 
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Figura 37. Promedios de acumulación de naringina en L. graveolens bajo condiciones de cultivo: en nave con sombra 

70% con riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con riego óptimo     y estrés hídrico 
 

La comparación con los valores obtenidos para las muestras colectadas en campo mostraron 

variabilidad entre localidades y dentro de éstas. La mayor concentración en San Rafael fue 60.3 

mg/100g y el menor de 11.6 mg/100g; no hubo diferencias significativas entre las muestras 

colectadas en mayo y las de septiembre de esta localidad. En comparación con los datos obtenidos   

en invernadero bajo condiciones lumínicas de estos 3 flavonoides, se observó que la naringenina fue 

mayor en las plantas silvestres, a diferencia de la naringina; y la pentahidroxiflavanona-glucósido 
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presentó valores altos en invernadero, mayores que en San Rafael (F(8, 72)= 22.497 P= 0.0000) y 

menores (no significativamente) con San Martín (Figura 38).  

 
Figura 38. Comparación de la acumulación de los flavonoides naringenina      , naringina       y pentahidroxiflavanona-

glucósido       en L. graveolens en campo e invernadero en la nave sin sombra y con estrés hídrico en septiembre de 
2008. La numeración hace referencia a diferencias significativas F(8, 72)= 22.497 P= 0.0000 

 
En la nave con el sistema de fertirrigación se desarrollaron individuos vigorosos y más desarrollados 

que las plantas tratadas (Figura 39), pero sus niveles de pentahidroxiflavanona-glucósido (t-student 

α≥ 0.005) y de naringenina fueron estadísticamente menores como puede observarse en la figura 40. 

Estas plantas no presentaron naringina. 

 
Figura 39. Planta y hoja de L. graveolens con riego enriquecido con nutrientes suministrado de forma permanente 

mediante sistema de fertirrigación(a) y en tratamiento de sombra 70% con riego óptimo (b) y  sin sombra con estrés 
hídrico (c). 

 
Figura 40. Acumulación de naringenina      y pentahidroxiflavanona-glucósido     en plantas de L. graveolens 

desarrolladas con sistema de fertirrigación y bajo tratamientos en invernadero (con/sin sombra y riego óptimo y estrés 
hídrico). La numeración indica diferencias significativas t-student α≥ 0.005 
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G. glutinosum 

El flavonoide 5,7-dihidroxi-3,6,8,2´4´5´-hexametoxiflavona presentó absorbancias máximas de 252, 

268 y 346 nm con un tR de 8.8 minutos.  

En las plantas provenientes de Puebla, la mayor acumulación de este compuesto se obtuvo en la 

condición sin sombra con estrés hídrico, con un valor de 106.53 mg/100g (figura 41). Las plántulas 

de semilleros (de aproximadamente un mes de edad) presentaron 22.48 mg/100g, en contraste con 

las plántulas de igual edad y provenientes de Tepeji del Río, con 0.52 mg/100g del flavonoide. 
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Figura 41. Acumulación de 5,7-dihidroxi-3,6,8,2´4´5´-hexametoxiflavona en G. glutinosum proveniente de Puebla 

durante el primer (barras vacías) y segundo muestreo (barras con color), y de plántulas establecidas en semilleros antes 
de la aplicación de tratamientos 

 

Una vez sometidas a los tratamientos lumínicos e hídricos, las plantas provenientes de Tepeji del 

Río mostraron las mayores concentraciones de flavonoides en la nave sin malla sombra en casi todos 

los meses, excepto en julio. Septiembre (excepto en condición de luz con estrés hídrico) y 

noviembre fueron los meses con los menores valores de acumulación de este flavonoide como puede 

verse en la figura 42 (F(27, 41)= 9.620 P= 0.00102). 

 
Figura 42. Promedios mensuales de la acumulación de 5,7-dihidroxi-3,6,8,2´4´5´-hexametoxiflavona en G. glutinosum  
bajo condiciones de cultivo en nave con sombra 70% con riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con 

riego óptimo     y estrés hídrico      La numeración indica diferencias significativas F(27, 41)= 9.620 P= 0.00102 
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Con respecto a lo observado en campo, las plantas de San Rafael en el mes de septiembre mostraron 

la mayor acumulación de este flavonoide con 247.94 mg/100g sin ser estadísticamente mayor que lo 

obtenido en invernadero bajo condiciones de luz y estrés hídrico a pesar de las diferencias evidentes 

en porte, edad y estado fisiológico. Ninguna de las muestras colectadas en San Martín presentó el 

metabolito (Figura 43). Las plantas desarrolladas en la nave de fertirrigación, con suministro 

permanente de agua con nutrientes, mostraron un gran desarrollo vegetativo con respecto a las 

tratadas (figura 44), sin embargo la acumulación del flavonoide fue significativamente menor t-

student .  

 
Figura 43. Acumulación de 5,7-dihidroxi-3,6,8,2´4´5´-hexametoxiflavona en G. glutinosum en campo (San Rafael y San 

Martín), en invernadero en nave de fertirrigación y en lave sin sombra bajo estrés hídrico. La numeración hace 
referencia a diferencias estadísticamente significativas t-student α≥ 0.005 

 

                                

 
C. tortuosa 
La fisetina, con máximos de absorbancia de 256, 300sh, 358 presentó las mayores concentraciones 

en condiciones de alta luminosidad (nave sin malla sombra), con su valor más alto en el mes de 

agosto bajo riego óptimo, con 0.0424 mg/100g, significativamente mayor (LSD≥0.05) a los valores 

más bajos como fueron los resultados en condiciones de sombra en julio, agosto (con riego óptimo) 

y septiembre (con estrés hídrico). Durante los otros meses de muestreo la condición lumínica con 

estrés hídrico presentó las mayores acumulaciones de este metabolito (Figura 45).  
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Figura 45. Promedios mensuales de la acumulación de fisetina en C. tortuosa bajo condiciones de cultivo: en nave con  
sombra 70% con riego óptimo     y estrés hídrico      y en nave sin sombra con riego óptimo     y estrés hídrico      La  

numeración indica diferencias significativas LSD α≥ 0.005 
 

Estos datos en comparación con lo obtenido en campo muestran que las plantas del poblado de San 

Rafael acumulan significativamente más fisetina que las plantas bajo condiciones de invernadero en 

el mes de septiembre y las provenientes de San Martín (t-student α≥ 0.005), pero entre éstas dos 

últimas no se encontraron diferencias significativas (figura 46). 

                        
Figura 46. Acumulación de fisetina en C. tortuosa silvestre (San Rafael y San Martín), donde cada barra corresponde a 

un individuo; y bajo condiciones de cultivo en el mes de septiembre de 2008, donde cada barra representa un tratamiento 
diferente, en su orden: sombra70% con riego óptimo, sombra 70% con estrés hídrico, sin sombra con riego óptimo y sin 

sombra con estrés hídrico. La numeración muestra diferencias significativas t-student α≥ 0.005. 
 
 
Se realizó un ensayo con las plantas establecidas en invernadero provenientes de San Rafael en el 

último mes de muestreo. La mayor de concentración de fisetina se dio en la condición lumínica con 

estrés hídrico (Figura 47). Estadísticamente no se observaron diferencias significativas entre las dos 

localidades (t-student α≥ 0.05); sin embargo una prueba post-hoc de comparación de medias 
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(LSD≥0.05) estableció diferencias entre los grupos de las mayores concentraciones con los grupos 

de menores concentraciones del compuesto. 

 

 
Figura 47. Acumulación de fisetina en C. tortuosa establecida en invernadero a partir de semillas provenientes de  

Zapotitlán de las Salinas      y San Rafael      en el mes de octubre de 2008. Los números hacen referencia a diferencias 
significativas LSD≥ 0.05 
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DISCUSIÓN DE RESULTADOS 

Germinación y propagación en invernadero  

Los porcentajes de germinación de C. tortuosa fueron mayores en los lotes de semillas almacenadas 

por 5 años. Mendoza Orozco (2006) en sus estudios llevados a cabo en Tehuacán con semillas del 

género Castela, obtuvo resultados de hasta 70% en semillas recién colectadas versus 23% en 

semillas con 12 meses de almacenamiento, lo que difiere a nuestros resultados, en el que el lote de 

semillas almacenadas presentó una mayor tasa máxima de germinación y menor tiempo promedio de 

germinación. Éste hecho muestra que, probablemente, las semillas recién colectadas no se 

encontraban viables, mientras que el tiempo de almacenamiento pudo permitir su maduración. Las 

semillas pertenecientes a la familia Simaroubaceae presentan cotiledones axilares gruesos y curvos, 

lo que las ubica en el grupo de semillas con latencias de tipo fisiológica, física o combinada 

(fisiológica y física), según Finch- Savage y Leubner- Metzger (2006). Este tipo de latencias pueden 

ser causadas por las capas impermeables de la semilla, que dificultan el paso del agua para su 

germinación (Baskin y Baskin, 2004) y esto explicaría sus bajas tasas germinativas y los largos 

periodos de germinación. No se descarta que también las semillas requieran un evento de post-

maduración para completar el desarrollo, lo que en algunas especies se relaciona con una deficiencia 

de ácido giberélico endógeno o con la falta de madurez morfoanatómica del embrión (Baskin y 

Baskin, 1998). Las semillas de C. tortuosa fueron almacenadas a -20°C deteniendo su metabolismo, 

sin embargo, es posible afirmar que tuvieron las condiciones adecuadas de almacenamiento ya que 

evitó  la deterioración temprana y se mantuvo la calidad durante más tiempo ya que la temperatura 

de almacenamiento y la humedad relativa del ambiente son los factores más importantes que afectan 

el mantenimiento de la calidad de la semilla (Cordero y Oliveros, 1983).  

 

En el caso de las semillas de L. graveolens no hubo diferencia significativa entre los porcentajes de 

germinación de semillas almacenadas por 2 años y las colectadas previamente a los experimentos; a 

pesar de que su almacenamiento se llevó a cabo a temperatura ambiente, las semillas no perdieron 

viabilidad. Esto es relevante en términos prácticos ya que las comunidades de esta zona estarían en 

capacidad de almacenar semillas de esta especie para su propagación sin que pierdan viabilidad.  

 

Por su parte, con las semillas de G. glutinosum se obtuvo un alto porcentaje de germinación en 

semillas almacenadas por 6 años y un alto número de semillas germinadas con el material colectado 

poco antes de los experimentos. Esto indica que las semillas se encontraban viables al momento de 

la siembra. Lo anterior podría estar relacionado con el tipo y la morfología del embrión, que en la 
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mayoría de especies de la familia Asteraceae tienen embrión axilar y por lo tanto se agrupan sus 

semillas en el grupo de semillas sin latencia o con latencia de tipo fisiológica (Finch- Savage y 

Leubner- Metzger, 2006). De manera similar,  Baskin et al. (1998) clasifican esta especie como no 

latente.  

 

Las diferencias en la germinación de los lotes con y sin almacenamiento puede deberse también a 

los efectos maternos fenotípicos, los cuales ocurren cuando el ambiente ejerce una influencia sobre 

la madre de manera que es expresada posteriormente en las características de su descendencia 

(Valencia-Díaz y Montaña, 2005). En semillas estos efectos son el resultado de las diferencias en el 

ambiente durante su maduración, la disponibilidad de recursos o por diferencias, en una misma 

planta, en las tasas de desarrollo en la estructura de las semillas o del fruto (Wulff, 1995 y 

Silvertown, 1984). De modo que variaciones ambientales, como temperatura o precipitación, puede 

ejercer una influencia en las características de las semillas, como su tamaño y calidad. 

 

El establecimiento y sobrevivencia en invernadero se dificultó debido a un amplio número de 

variables, entre ellas: la ausencia de suministro permanente de nutrientes, la aplicación de los 

tratamientos de estrés en plantas inmaduras y el temprano trasplante de las plántulas. Parsons (1978) 

asegura que el tránsito de la fase de plántula a estados de crecimiento más avanzados es crítico, ya 

que las características de los sitios de establecimiento son determinantes de las oportunidades de su 

crecimiento. El desarrollo radical limitado en este estado probablemente sea el principal obstáculo 

para su permanencia, esto sumado a  la alta retención de agua que presenta el sustrato utilizado en 

los experimentos, que lo hacen muy compacto y dificulta el desarrollo radical. La importancia del 

sustrato para el establecimiento y germinación de Castela en la zona de Tehuacán ha sido analizada 

por autores como Osorio et al. (1996) y Sanders (1998) quienes han mostrado que en esta zona 

predominan los suelos de textura arenosa y no salina. Por su parte, Mendoza Orozco (2006) supone, 

de acuerdo con sus resultados, que los suelos de textura franco-arcillosa podrían favorecer la 

germinación y el desarrollo en las primeras etapas de las plantas, pero posteriormente un suelo 

arenoso sería más favorable para su crecimiento.  

 

Una vez establecidas las plantas en invernadero con mayores porcentajes de sobrevivencia, se 

observó que el desarrollo vegetativo fue más evidente en condiciones con riego óptimo y, en el caso 

de L. graveolens, también en época de floración. En cuanto a este último aspecto, se ha descrito para 
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plantíos de la especie L. palmeri en el Estado de Sonora que el mejor momento de colecta de follaje 

es justamente durante la floración, que se produce en verano (Ortega et al., 2008).   

En algunas especies ha sido estudiado el efecto del déficit de agua sobre el desarrollo y morfología 

vegetal, en aspectos como el peso seco, el área foliar, el incremento en la relación de la longitud 

radicular/ parte aérea y altura (Sánchez-Blanco, 2008), aún ante altas concentraciones de CO2 

(Bhattacharya et al., 1990). Bajo un déficit hídrico, así sea leve, el efecto más importante es la 

reducción de crecimiento, especialmente la expansión celular – más vulnerable aún que la división 

celular- ya que la turgencia de las células en crecimiento brinda la fuerza motriz para la expansión, y 

la tasa real de la extensión está dada por el potencial hídrico y la extensibilidad (Sánchez- Díaz y 

Aguirreola, 1997); además, la fotosíntesis y la transpiración se afectan debido a la reducción de 

turgencia, al cierre estómatico y al bloqueo de la difusión de CO2 hacia el mesófilo (Kumar et al. 

1994).   

 

Es de esperar, también, que cuando hay suministro permanente de nutrientes el desarrollo vegetativo 

y la sobrevivencia es aún mayor que cuando no lo hay, evidenciado en las plántulas de G. 

glutinosum y L. graveolens con un sistema de fertirrigación de manera constante y suplementado 

con nutrientes. Las mayores concentraciones en la solución suministrada a estas plantas 

permanentemente fueron de nitrógeno y calcio. El nitrógeno es esencial, es requerido en grandes 

cantidades por la planta y es uno de los factores limitantes en su crecimiento (Garnica et al., 2009); 

por su parte, del calcio actualmente se sabe con certeza su papel importante como regulador en el 

crecimiento y desarrollo en las plantas, interviniendo en procesos como la división celular, el 

crecimiento celular polarizado, el movimiento de cloroplastos y la homeostasis de la planta 

mediante bombas y canales de este ion, entre otros (Hepler, 2005). 

 

Por otro lado, desde junio y hasta octubre hubo floración en plantas de L. graveolens establecidas en 

el invernadero, iniciando en la condición de sombra 70% y posteriormente en la nave de luz. Martin 

y Hutchins (1980) reportan los meses de floración en Nuevo México para esta especie desde marzo 

y hasta octubre; sin embargo, en el mes de marzo las plantas eran aún muy inmaduras, con tan solo 2 

meses desde su germinación; sólo hasta después de un año se observó este proceso en las plantas 

establecidas bajo riego continuo mediante fertirrigación. Se sabe que el fotoperiodo determina en 

muchas especies vegetales el número de días de la emergencia a la floración (Villarroel et al., 1996) 

y la formación de las flores, por lo general en largos periodos de luz (Hartmann, 1947; Mustilli y 

Bowler, 1997; Szmidt- Jaworska et al., 2004), ya que la planta cuenta con mecanismos que le 
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permiten percibir las condiciones lumínicas para optimizar los procesos fotosintéticos y así regular 

su crecimiento y desarrollo mediante transducción de señales que involucran fitocromos y 

citocromos que originan la activación de genes específicos (Cashmore, 1997). Otros estudios han 

documentado la influencia del fotoperiodo, puntualmente en la floración y fructificación de plantas 

de desierto (Turner y Randall, 1987; Friedel et al., 1994; Abd El-Ghani, 1997). Esto explica el 

tiempo de floración con el aumento del fotoperiodo en el mes de junio, en el invernadero, donde 

aumentaron las horas de luz a casi 14 diarias (Figura 15). El hecho de la floración, en términos 

aplicables, es de gran importancia porque provee una herramienta de reproducción sexual en 

términos de una estrategia de propagación de esta especie silvestre. 

 

Parámetros fisiológicos 

Los parámetros fisiológicos en condiciones iniciales, en las 3 especies, no mostraron mayores 

diferencias, lo cual era de esperarse ya que estas condiciones eran homogéneas. Sin embargo, se 

observaron diferencias en L. graveolens con mayores tasas de asimilación de CO2 en las plantas bajo 

condición de sombra que en los semilleros, lo que se explica por el aumento en el tamaño de la hoja 

y en el número de éstas, de manera similar a lo obtenido por Oh et al. (2009) con plantas de lechuga 

bajo condiciones “protectoras” y en cámara de crecimiento.  

 

Una vez sometidas las plantas a los tratamientos de riego y luz, la asimilación de CO2 fue por lo 

general mayor en la condición de riego óptimo y en la nave con mayor luminosidad (L. graveolens), 

excepto en los meses de junio y julio que registraron, en promedio, los menores valores de 

luminosidad y temperatura, opuesto a lo ocurrido en agosto y septiembre con los mayores registros 

de ambos parámetros ambientales. Por otro lado, como era de esperarse la conductancia estomática 

fue mayor en condiciones de sombra y bajo un riego óptimo, excepto en octubre cuando cayó 

drásticamente la tasa fotosintética. Se estableció una relación inversa entre fotosíntesis y 

concentración interna de CO2, más evidente en condiciones de estrés hídrico, lo que puede deberse a 

que el carbono asimilado es rápidamente utilizado en el proceso de la fotosíntesis por la planta, en 

vez de acumularlo.  

 

Contrario a la generalidad teórica de la relación positiva entre conductancia estomática y fotosíntesis 

(Chaves, 1991; Zhou et al., 2007), debida a que la conductancia estomática regula tanto la pérdida 

de vapor de agua como el ingreso de CO2, por lo que su función es no solamente minimizar la 

transpiración, sino también maximizar la fotosíntesis (Sánchez-Blanco, 2008; Tartachnyk y Blanke, 
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2008), en nuestros resultados, no coinciden temporalmente los mayores valores de asimilación de 

CO2 con las mayores conductancias estomáticas. Este hecho puede estar directamente asociado a 

que las 3 especies presentan un metabolismo tipo C3 (véase cortes histológicos de cada una en el 

anexo VIII) en el cual la regulación estomática no es extremadamente fina, el cierre de los estomas 

no es rápido ni eficaz frente a cambios de luminosidad o concentraciones de CO2 (Akita y Moss, 

1972).  

El conteo de estomas realizado en preparaciones de cada una de las especies, mostró que la densidad 

estomática de L. graveolens y G. glutinosum concuerda con lo reportado para especies C3, con 

valores entre 40 y 300 estomas/mm2 (Leegod, 1993) aunque a diferencia de lo reportado para la 

mayoría de especies (Sánchez-Díaz y Aguirreola, 2000), presentaron mayor número de estomas en 

el haz. En L. graveolens se observaron estomas grandes y en su mayoría claramente abiertos, 

mientras que G. glutinosum presentó estomas más pequeños y numerosos (Ver Anexo IX). En 

ambas especies hubo en promedio, mayor densidad estomática en las plantas establecidas en 

sombra, lo cual es de esperarse, ya que esta nave presentó una menor temperatura y luminosidad y 

mayor humedad relativa; además se ha establecido que la disminución en la cantidad de estomas por 

mm2 aumenta la resistencia estomática y así se evita el exceso de transpiración (Cañizares et al., 

2003). Las preparaciones de C. tortuosa, debido a la morfología misma de la hoja y a la presencia de 

ceras, no fueron útiles para estimar la densidad estomática por lo que se requiere aplicar una 

metodología con la que se pueda obtener la epidermis foliar únicamente.  

 

A pesar de que se ha descrito (Sánchez-Díaz y Aguirreolea, 2000a) que la apertura estomática es 

estimulada por la irradiación (PAR), los resultados obtenidos no muestran una clara relación entre 

estos estas dos variables (figura 32), excepto en algunos casos en L. graveolens: de mayo a octubre 

en la nave de luz y de junio a octubre en la nave de sombra.  Esto puede deberse sustancialmente a la 

heterogeneidad de la conductancia estomática, que depende de diversos factores: la especie, la forma 

de imponer el estrés hídrico, las fluctuaciones diarias de temperatura y humedad, el número de 

estomas y su disposición espacial en la hoja, la edad foliar, la nutrición, entre otros. De otro lado, a 

pesar de la relación existente entre la temperatura y la apertura estomática, la magnitud de la 

respuesta depende de la presión de vapor.  Estudios como el de Lauer y Boyer (1992) han 

demostrado que el cierre de estomas impide la circulación de agua entre xilema y floema, 

bloqueando el transporte de asimilados hacia los órganos de consumo antes de que ocurra una 

limitación en el aporte de CO2 o la tasa fotosintética, lo que permitiría explicar la baja conductancia 

estomática simultánea a altas tasas fotosintéticas, previas al descenso de esta última en el mes de 
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octubre. Es relevante señalar que los menores registros de conductancia estomática se presentaron en 

agosto, mes en que se registró un aumento en la temperatura dentro del invernadero, así que es 

probable que como un mecanismo para evitar la evapotranspiración frente a las altas temperaturas, 

las plantas cerraron sus estomas y así evitar la embolia y la cavitación, fenómenos comunes en 

plantas bajo déficit hídrico y con hojas muy pequeñas (Sánchez-Díaz y Aguirreola, 2000).   

 

Es interesante el hecho de que en G. glutinosum y C. tortuosa durante los meses de mayor flujo 

fotónico y temperatura no mostraron una alta asimilación de CO2, ésta se presentó cuando ambos 

parámetros ambientales disminuyeron. Una hipótesis a este hecho puede basarse en la 

fotoinhibición, que según Broetto et al. (2007) se genera en plantas expuestas a una irradiación 

excesiva y es un proceso asociado a la inducción mecanismos protectores en la disipación de 

energía, generados por daños en el centro de reacción del fotosistema II (PSII) causados por la luz,. 

En nuestros registros, la disminución en la asimilación de CO2 de estas especies en el mes de 

octubre estuvo acompañada de un aumento conspicuo en la conductancia estomática, probablemente 

debido al nivel de humedad relativa en este mes (datos no mostrados), que coincidió que con el fin 

de la época de lluvias.  

El mecanismo que podría explicar los fenómenos anteriormente señalados podría estar asociado los 

llamados efectos no estomáticos, que se han reportado para explicar las bajas tasas fotosintéticas, e 

incluyen la disminución de en la tasa de transporte electrónico (Kaiser, 1987) con efectos en la 

funcionalidad del PS II (Bilger et al., 1995) o en la eficiencia efectiva fotoquímica debido a la 

aparición de una fuente alternativa de electrones como las especies reactivas, particularmente 

superóxidos, que gracias a las superóxido-dismutasas producen peróxido de hidrógeno el cual retira 

electrones del transporte fotosintético lo que explicaría bajas tasas fotosintéticas a pesar de elevada 

conductancia estomática (Tartachnyk y Blanke, 2008). Se ha sugerido que las respuestas 

metabólicas bajo condiciones de estrés hídrico y altas irradiancias ocurren indirectamente como 

consecuencia del estrés oxidativo, más que como una respuesta directa debida a la sequía (Flexas et 

al., 2006).  

 

La controversia sobre las causas de la disminución de la fotosíntesis en condiciones de sequía, por 

cierre estomático o disfuncionalidad metabólica en las plantas C3 ha llevado a numerosos estudios 

en el tema, concluyendo que la limitación estomática es la responsable al inicio del estrés y mientras 

éste se acentúa, se produce gradualmente el desacople metabólico (Zhou et al., 2007; Flexas y 

Medrano, 2002). Esto puede resultar evidente en los meses de mayores tasas fotosintéticas en las 3 
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especies (agosto-septiembre) y concentraciones negativas de CO2 intracelular y la subsecuente caída 

de la asimilación de CO2 en el mes de octubre, con un aumento en la concentración de CO2 (Ci). Se 

ha sugerido que cuando Ci disminuye indica que las limitaciones estomáticas son las dominantes, y 

cuando el estrés hídrico se hace aún más fuerte, Ci frecuentemente aumenta como reflejo de la 

predominancia de limitaciones no estomáticas en la fotosíntesis (Flexas y Medrano, 2002). Estos 

señalamientos corroboran la hipótesis de la disminución fotosintética debida a comportamiento en el 

PSII, a nivel bioquímico como la actividad de la Ribulosa 1,5 carboxilasa-oxigenasa (RUBISCO), la 

regeneración de la Ribulosa 1, 5 Bifosfato (RuBP) y la síntesis de ATP (Griffiths y Parry, 2002; 

Medrano et al, 2002; Parry et al., 2002; Ramachandra Reddy et al, 2004) o a nivel electrónico, 

debido a que con las bajas tasas de fotosíntesis el poder reductor del NADPH no está siendo 

utilizado para la asimilación de carbono, y como la capacidad de captura de energía fotónica 

primaria en las plantas es insensible al estrés, estas continúan con el transporte de electrones hacia el 

NADP+, cada vez más escaso. De esta manera, el flujo lento de electrones en la cadena 

transportadora del cloroplasto y el desbalance redox resultantes pueden ocasionar daño fotónico a 

los centros de reacción del fotosistema II, inhibición de la vía oxidativa pentosa fosfato y el uso 

preferente de O2 en vez del NADP+ como último aceptor de electrones en la cadena fotosintética, 

generando especies reactivas de oxígeno (Noctor  et al., 2002) lo que se relaciona directamente con 

la mayor acumulación de flavonoides (como agentes antioxidantes) bajo condiciones de estrés. 

 

Lo anteriormente explicado se observó bajo todos los tratamientos, excepto bajo la condición de 

sombra con riego óptimo en L. graveolens y G. glutinosum lo que demuestra que efectivamente, 

eran condiciones menos estresantes para las plantas.  

 

La comparación de los parámetros fisiológicos entre las plantas establecidas en invernadero y en 

estado silvestre mostró que no hubo diferencias en la fotosíntesis (excepto en C. tortuosa), pero sí en 

la conductancia que fue mayor en campo, lo que se relaciona directamente con la mayor humedad 

registrada: 37.016 ±7.34% en San Rafael y 87.08 ±4.38% en Tehuacán frente a 16.54 ±1.4% en 

invernadero en el mismo mes, lo cual permite la apertura estomática y de ese modo se explica 

también la mayor concentración interna de CO2 en las plantas silvestres. La menor tasa fotosintética 

en C. tortuosa en campo, a pesar de la alta concentración de CO2, muestra que los procesos 

metabólicos en campo son diferentes a las plantas en campo que, se sugiere, utilizan de manera 

inmediata el carbono fijado; mientras que en las primeras éste si se concentra en la célula.  
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La ausencia de diferencias estadísticamente significativas entre parámetros fotosintéticos, en 

algunos meses, de plantas sometidas a riego óptimo y a estrés hídrico muestra que, probablemente, 

ambos tratamientos indujeron la característica de estrés teniendo en cuenta las altas temperaturas 

registradas que promueven una rápida evaporación del agua, sumado a la alta retención de agua 

disponible por el sustrato. Una evidencia de esto es que con el tiempo, aún las plantas sometidas a 

un riego óptimo, tendían a perder sus hojas, que es la estrategia de estas plantas para reducir la 

pérdida de agua durante la época de sequía en condiciones naturales (Pavón y Briones, 2001).  

 

Cuantificación de metabolitos secundarios 

Las concentraciones de naringenina fueron similares con lo reportado en especies reconocidas por su 

alto contenido de este compuesto como la naranja, con 11.3 mg/100g (Justesen et al., 1998) y el 

tomate de 1.8 a 9.04 mg/100g (Raffo et al., 2006). Con respecto a los datos descritos para L. 

graveolens por Lin et al. (2007), coincidieron con nuestros resultados para la naringenina (reporte 

de 3.3 a 4.18 mg/100g) pero la pentahidroxiflavanona-glucósido fue mucho mayor en el presente 

estudio que lo reportado, con valores hasta de 91.8mg/100g y de 9.37 mg/100g, respectivamente.  

En el caso de la 5,7-dihidroxi-3,6,8,2′,4′,5′-hexametoxiflavona de G. glutinosum la concentración 

obtenida en nuestros resultados, con un máximo de 246.7 mg/100g fue mayor a lo reportado por 

Canales et al. (2006) en plantas silvestres de esta especie en Tepeji del Río (0.005%). 

 

Las mayores concentraciones de flavonoides se obtuvieron en la condición de luz; para la 

naringenina y 5,7-dihidroxi-3,6,8,2′,4′,5′-hexametoxiflavona bajo el tratamiento de estrés hídrico 

(Figuras 33 y 42), la fisetina en luz óptimo (Figura 45) y la pentahidroxiflavanona-glucósido bajo 

estrés hídrico en la nave de sombra (Figura 36). En el caso de la naringenina, por ejemplo, el 

aumento en la acumulación entre la condición de luz y riego óptimo con las plantas en la misma 

nave pero sometidas a estrés hídrico aumentó en más de 400%.  

Ha sido ampliamente reportada la relación entre la producción de compuestos flavonoides y la 

radiación lumínica. Recientemente se ha enfocado el estudio a la activación del metabolismo 

secundario, particularmente con las vías que permiten la acumulación de antioxidantes, incluyendo 

los fenilpropanoides (Oh et al., 2009) como parte integral de la adaptación de las plantas y en 

asociación con diferentes tipos de estrés como la sequía, alta luminosidad, UV y bajas temperaturas 

(Chappell y Halbrock, 1984; Dixon y Paiva, 1995; Janas et al., 2002; Sofo et al., 2005; 

Rudikovskaya et al., 2008). La asociación entre luz y metabolitos secundarios se ha establecido aún 
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en especies comerciales, por ejemplo, los viñedos con poca luminosidad tienen menores 

concentraciones de compuestos terpénicos (Catania y Avagnina 2007; Langenheim, 1994). 

 

La producción de flavonoides en relación a la adaptación de las plantas a condiciones de estrés, 

como la luz, se ha descrito bajo el fundamento de su papel como antioxidantes (Dixon y Paiva, 

1995; Hernández et al., 2004; Keles y Oncel, 2002; Yaginuma et al., 2002).  La hipótesis de 

fotoinhibición (Close y McArthur, 2002) predice que cualquier factor que aumente la presión 

oxidativa genera el incremento de compuestos fenólicos, de manera que una de las principales 

funciones de estos compuestos se enfoca a proteger a la planta de las altas radiaciones.  

 

La mayor acumulación de flavonoides bajo la condición de estrés hídrico en la mayoría de 

muestreos (excepto en el mes de agosto en L. graveolens y de septiembre en G. glutinosum y C. 

tortuosa en la nave de sombra) muestra que además de la luz, el estrés inducido por la limitación de 

agua es también determinante en este tipo de compuestos, contrario a lo obtenido para aceites 

esenciales en la especie L. berlandieri con un tratamiento de estrés hídrico similar al usado en el 

presente estudio (Turgut Dunford y Vázquez, 2005).   

En G. glutinosum y C. tortuosa, la mayor acumulación de flavonoides se dio el mes previo al mes en 

el que se registraron las mayores tasas fotosintéticas, los máximos registros de ambas variables no 

coincidieron. La naringenina de L. graveolens tuvo su mayor acumulación un mes después a las 

mayores tasas fotosintéticas, mientras que la pentahidroxiflavanona registró la mayor concentración 

simultáneamente a un descenso en la tasa fotosintética. En el caso de la naringenina este fenómeno 

podría explicarse con base en la producción de precursores y de intermediarios de los compuestos 

gracias a la fotosíntesis, que incluyen la eritrosa 4-fosfato, fosfoenolpiruvato y el acetil-CoA, 

además la generación de ATP y NADPH como fuente de energía utilizada en la síntesis de 

compuestos fenólicos (Zagoskina et al., 2005).  

Los casos de G. glutinosum y C. tortuosa y la pentahidroxiflavanona de L. graveolens pueden 

resolverse a la luz de la llamada hipótesis de balance crecimiento- diferenciación, GDBH por sus 

siglas en inglés, la cual divide el desarrollo en 2 procesos: crecimiento, que incluye división celular 

y alargamiento; y la diferenciación que incluye maduración celular, especialización y la producción 

de compuestos de defensa. Ambos procesos se manejan bajo el mismo pool de recursos y están 

negativamente correlacionados con el crecimiento, predominante bajo condiciones ambientales 

desfavorables, y con la diferenciación cuando los recursos son limitados. Ya que la fotosíntesis 

continúa bajo condiciones desfavorables los compuestos de defensa se sintetizan cuando las reservas 
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de carbono no están siendo utilizadas para el crecimiento. Esta hipótesis en un contexto ilimitado de 

nutrientes sugeriría que la síntesis de compuestos secundarios no sería costosa, ya que no compite 

directamente por recursos para el crecimiento y que los cambios en los suplementos del sustrato 

están altamente vinculados con la regulación en la formación de dichos compuestos; y por otro lado, 

no explicaría la acumulación de los flavonoides, en este caso, en las plantas que si bien no se 

desarrollan vegetativamente de manera abrupta se encuentran en etapas de crecimiento. Por estas 

razones  se generó un modelo basado en la demanda y que reconoce la importancia de luz, nutrientes 

y otros recursos en la determinación de los patrones de defensa de las plantas. Esta hipótesis plantea 

que especies que crecen en hábitats pobres tienen típicamente tasas lentas de crecimiento y vidas 

medias largas en las hojas, las cuales tienen grandes contenidos de compuestos defensivos, 

generalmente inmóviles, lo que les permite protegerse (Gershenzon, 1994).  

 

La mayoría de flavonoides estudiados, excepto la 5,7-dihidroxi-3,6,8,2′,4′,5′-hexametoxiflavona de 

G. glutinosum cuyas plántulas establecidas en los semilleros presentaron el compuesto (hasta 22.48 

mg/100g) y la fisetina de C. tortuosa, tendieron a aumentar su concentración a través del tiempo, 

con poca o ninguna concentración de estos metabolitos en plántulas establecidas en semilleros. 

Estudios en otras especies han mostrado acumulación diferencial de metabolitos tanto en órganos 

como en etapas de crecimiento, lo cual se relaciona directamente con la etapa de desarrollo en la 

cual se usa una planta para su fin medicinal. Ejemplos de ellos son Siphonochilus aethiopicus 

(Zingiberaceae) con la disminución de actividad  del extracto de las hojas después de la senescencia, 

mientras que en la raíz aumentó, Eucomis autumalis la cual mostró los valores más altos de 

actividad hacia el final de la estación de crecimiento, poco antes del inicio de la latencia (Taylor y 

Van Staden 2001 y 2002) y los bulbos maduros mostraron mayor actividad en comparación con los 

jóvenes. En L. graveolens la acumulación de aceites esenciales -timol y carvacrol- también aumenta 

con la madurez de la planta (Silva y Dunford, 2005). Las diferencias en la acumulación espacial y 

temporal se deben al tipo de metabolito, la especie y dentro de ella, la bioquímica tiene una gran 

influencia: las rutas biosintéticas y fenómenos como la glicosilación.  

 

Los flavonoides se derivan de la ruta de los fenilpropanoides, los aminoácidos fenilalanina y tirosina 

(que provienen de la vía del shikimato) juegan un papel importante como precursores de una amplia 

gama de compuestos fenólicos. El anillo B y parte del anillo heterocíclico del esqueleto flavonoide 

es dado por la esterificación del conjugado ácido hidroxicinámico-CoA, ordinariamente el 4 

cumaroil-CoA, mientras que el anillo A se origina de unidades de acetato vía malonil-CoA. Ambos 
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precursores son derivados de carbohidratos (Harborne, 1994), punto en el cual vuelve a jugar un 

papel importante la regulación entre el metabolismo primario y el secundario frente a las 

condiciones medioambientales en las cuales se encuentre la planta. En muchos casos, la producción 

de metabolitos secundarios está indirectamente asociada a la luz, que de acuerdo a su cantidad y 

calidad pueden inducir o no tener un efecto especial sobre el desarrollo de la planta, favorable para 

la biosíntesis o acumulación de estos compuestos. Por ej. Digitalis lanata acumula digoxina en sus 

hojas durante su estadio vegetativo, con un máximo durante su estado maduro, mientras que en el 

invierno (flujo fotónico menor, de 100 µmol m-2s-1) la acumulación se ve limitada (Linley et al., 

1985). De este modo, se discute que bajo condiciones estresantes puede presentarse catabolismo de 

metabolitos primarios o una nueva distribución de éstos, para compensar el bajo metabolismo 

primario (Brugidou et al., 1988, Flesch et al., 1992), exponiendo el conocido dilema de crecer o 

defenderse para las plantas (Herms y Mattson, 1992). 

 

Un punto interesante por recalcar es la glicosilación de sustancias bioactivas, la cual genera 

compuestos de mayor polaridad que son fisiológicamente más rápidamente disponibles (Tumanova 

et al., 2002). Debido ha que se ha sugerido que la glicosilación puede influir en la estabilización de 

metabolitos secundarios (Harborne, 1980), se esperaría que en el caso de L. graveolens el glucósido 

de la naringenina (naringina) fuera más abundante, lo que no ocurrió. Sin embargo se ha descrito en 

flavonoides que la acilación permite absorción de rayos UV-B mientras que los compuestos 

salicilatos son menos efectivos para este fin (Fischbach et al. 1999; Turunen et al., 1999) lo que 

muestra una clara ventaja de las agliconas bajo condiciones de estrés, que puede ser el caso de la 

naringenina frente a la escasa concentración de naringina acumulada (Figura 38). 

 

Las plantas de L. graveolens con flor no presentaron diferencias en cuanto a la concentración de 

naringenina ni pentahidroxiflavanona-glucósido, y en contraste con algunos reportes sobre la 

disminución de flavonoides después de la época de floración (Karlová, 2006), los compuestos 

cuantificados en esta especie tendieron a aumentar su concentración. 

 

Las plantas desarrolladas en la nave con fertirrigación, mostraron gran desarrollo vegetativo pero la 

concentración de las flavonoides correspondientes fue significativamente menor a las tratadas 

(Figuras 40 y 43). Esto puede deberse a que los macronutrientes del suelo son transformados 

mediante el metabolismo primario de la planta, generando así las macromoléculas que permiten el 

crecimiento de la misma y por lo tanto el metabolismo secundario queda suspendido y más aún, si la 
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planta no se encuentra bajo ninguna condición de estrés en la cual la síntesis de metabolitos 

secundarios actúa como una defensa ante los mismos. Este hecho contrasta con la gran cantidad de 

metabolito en las plantas tratadas y especialmente con la concentración en plantas secas, como G. 

glutinosum en el mes de noviembre con 79.261 mg/100g. No se ha visto una correlación entre la 

producción de biomasa por planta y el contenido de aceites esenciales en Melissa officinalis aunque 

sí una correlación negativa entre el contenido de sus aceites esenciales y parámetros fenotípicos 

espaciales: ramas de plantas durante un periodo de 2 meses mostraron menores valores de aceites 

que ramificaciones menores o de crecimiento más lento  (Adzet et al., 1992). Nuestros resultados 

son consistentes con la llamada hipótesis de balance crecimiento- diferenciación, que establece que 

la disponibilidad de nutrientes en el suelo puede aumentar o disminuir la concentración de 

metabolitos secundarios: el crecimiento de la planta en relación directa con los nutrientes e 

inversamente asociado con la acumulación de compuestos fenólicos (Hale et al., 2005) y además 

con el modelo de competición por proteína (PCM) propuesto por Jones y Hartley (1999) el cual 

sugiere que la síntesis de proteínas y la síntesis fenólica compiten por el uso del precursor de 

fenilalanina. Ambos propuestos muestran una clara regulación entre el metabolismo primario y el 

secundario.  

 

Aunque la generalidad observada en campo fue una mayor concentración de metabolitos en 

comparación con las plantas de invernadero, existió una alta variabilidad en estas muestras, lo que 

concuerda con las observaciones fluctuantes y diferenciales, según época y sitio de colecta, 

realizadas por otros investigadores (Martínez, 2007. Información personal); además se debe tener en 

cuenta que en el invernadero las condiciones ambientales son relativamente constantes mientras que 

las variaciones en zonas áridas son drásticas, incluso las diarias, a lo que se suma la presencia de 

depredadores como se observó en San Rafael en L. graveolens en el mes de septiembre (Anexo X). 

Sin embargo, no hay reportes de flavonoides en este género que involucren alguna asociación 

ecológica con depredadores, contrario a lo que ocurre con los aceites vegetales (Gleiser y Zygadlo, 

2007; Kembro et al., 2009), lo cual explicaría la ausencia de diferencias en campo entre plantas con 

marcas de depredación y sin éstas. En las otras dos especies no se evidenció depredación, como ya 

había sido reportado para C. tortuosa en la región de Zapotitlán Salinas (Mendoza Orozco y 

Godinez Alvarez, 2007). Otros factores que probablemente se suman a la alta variabilidad en la 

acumulación de flavonoides en campo es la edad de las plantas, mayor que las establecidas en 

invernadero de tan sólo un año, las condiciones microambientales y la mayor radiación PAR en 

campo. Se ha reportado que bajas irradiaciones PAR incrementan la sensibilidad a la radiación UV-
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B (Caldwell et al,. 1998; Warren et al., 2003) con base en las observaciones de mayor acumulación 

de compuestos que absorben estas radiaciones en plantas establecidas en espacios abiertos que en las 

de espacios cerrados, lo que sugiere que las primeras están más protegidas que las segundas. 

 

Estudios similares sobre la evaluación de compuestos fenólicos bajo diversas condiciones de 

radiaciones y estrés hídrico en otras especies (Turtola, 2005) han mostrado igualmente variaciones 

amplias, aún dentro de la misma especie y bajo condiciones homogéneas, esto es, sin comparar 

invernadero y campo, con resultados de incremento, descenso o invariabilidad de la concentración 

de fenoles bajo estas condiciones. En L. graveolens, estudios en aceites esenciales (Silva y Dunford, 

2005) mostraron mayores concentraciones de 1.8 cineole y carvacrol en plantas de invernadero, pero 

menor acumulación de timol frente a plantas silvestres. 

 

De modo general, aunque la cantidad de metabolitos secundarios está claramente influenciada por 

disponibilidad de recursos abióticos e influencias bióticas, la variación en la composición de la 

mezcla está, fuertemente determinada por control genético; y ambos (cantidad total y composición) 

pueden estar afectados por presiones bióticas determinando la sobrevivencia de la planta. 

Actualmente hay gran cantidad de estudios que involucran estos parámetros (Vincent et al., 2005; 

Pelt et al., 2003) de modo que la variabilidad genética individual, y más al tratarse de especies 

silvestres, influyen en los resultados variables obtenidos. Y finalmente en el presente estudio se 

analizaron entre 1 y 3 metabolitos de cada especie, y como se sabe, la distribución del carbono en el 

metabolismo secundario se divide en varias vías alternativas y ramificadas por lo que el 

comportamiento de otras flavonas podría estar variando de una manera independiente a las 

contempladas aquí. De hecho, la naringenina es un punto central para estas ramificaciones, 

generando flavonoles, flavonas, isoflavonas, dihidroflavanoles, etc. (Pelt et al., 2003). 

 

Considerando los resultados del presente estudio sobre el efecto de las condiciones de cultivo sobre 

la acumulación de compuestos flavonoides, es posible afirmar que éstos contribuyen de manera 

importante a una nueva línea de investigación que pretende manejar la concentración de metabolitos 

secundarios en especies de uso medicinal bajo condiciones controladas, de modo que sea posible 

obtener plantas con su actividad medicinal al tiempo que se conserven ex situ estas especies de gran 

demanda. Aunque no son suficientes los datos obtenidos, se espera que aporten a otros estudios 

similares y puedan tener una aplicación práctica, eficiente y útil frente a las problemáticas humanas 

sin dejar de lado el uso sustentable de los recursos. 
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CONCLUSIONES 

 

Para las semillas de las especies Gymnosperma glutinosum y Lippia graveolens la desinfección es 

suficiente para lograr la germinación. En el caso de Castela tortuosa es necesaria una escarificación 

con ácido sulfúrico concentrado.   

 

Los porcentajes de germinación de L. graveolens muestran que las semillas pueden ser almacenadas 

a temperatura ambiente hasta por 2 años sin que se pierda la viabilidad. En el caso de G. glutinosum 

el almacenamiento a -20°C mantuvo la viabilidad de las semillas hasta por 6 años.  

 

La sobrevivencia y establecimiento de las plantas se logró con la adición de solución nutritiva 

Hoagland y el trasplante de plántulas mayores de 3 cm de la cámara de incubación a macetas en 

invernadero. En el caso de C. tortuosa la siembra directa sobre los almácigos en el invernadero, sin 

pasar por el cuarto de incubación, logra un alto porcentaje de sobrevivencia.  

 

El riego óptimo del sustrato utilizado (mezcla de agrolita y tierra en proporción 1:2) fue 100-80% de 

humedad, correspondiente a un potencial hídrico de 0.3 a 0.5 atmósferas (-0.033 a -0.055 MPa, 

respectivamente) y el estrés hídrico con un porcentaje de humedad del suelo entre 60 y 40%, 

correspondiente a  13 y 15 atmósferas (-1.43 y -1.65 MPa, respectivamente).  

 

Los tratamientos lumínicos e hídricos, además de otros factores como el fotoperiodo, influyen  en la 

fijación de carbono, reflejada en las tasas fotosintéticas y concentraciones internas de dióxido de 

carbono. La conductancia estomática se vio asociada directamente con la humedad ambiental y en 

algunos casos, inversamente con la fotosíntesis, por lo que se sugiere que están en juego 

mecanismos no estomáticos que expliquen las bajas asimilaciones de CO2 en los últimos meses de 

muestreo, y a al metabolismo C3 que presentan las especies estudiadas. 

 

La mayor acumulación de flavonoides se presentó en condiciones lumínicas altas; este parámetro no 

coincidió con las mayores tasas fotosintéticas. En L. graveolens se acumuló en mayor concentración 

y bajo todos los tratamientos la pentahidroxiflavanona-glucósido con valores de hasta 91.83 

mg/100g y la naringina fue la de menor concentración. La mayor acumulación de naringenina fue de 

4.575 mg/100g, mientras que el máximo obtenido de la 5,7-dihidroxi-3,6,8,2′,4′,5′-
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hexametoxiflavona de G. glutinosum fue de 246.7 mg/100g y la fisetina en C. tortuosa con 

concentraciones muy bajas, fue de 0.0424 mg/100g.  

 

Las concentraciones de flavonoides en las tres especies estudiadas fueron mayores en condiciones 

silvestres, no obstante, esta condición fue muy variable a pesar de que los individuos muestreados se 

encontraban cercanos. 

 

Se resalta la independencia entre el desarrollo vegetativo de las especies y la producción de 

metabolitos secundarios, en los casos de G. glutinosum y L. graveolens. 

 

PROPUESTAS 

Como consecuencia de los resultados obtenidos en este estudio se proponen alternativas que podrían 

mejorar a éstos y por ende en las aplicaciones correspondientes. Ellas incluyen otros manejos en la 

propagación, como un tipo de sustrato con menos retención de agua, por ejemplo con la adición de 

tezontle o mayor proporción de agrolita; la adición permanente de solución nutritiva y realizar el 

trasplante en plantas con mayor tamaño. Sería conveniente, así mismo iniciar la aplicación de 

tratamientos a las plantas con un mayor desarrollo vegetativo.  

 

Con base en los resultados de los parámetros fotosintéticos de estas 3 especies silvestres, se 

considera que la época idónea para la siembra de las semillas podría estar en los meses de junio o 

julio, de modo que se eviten los meses más fríos del año. 

 

 

 
 
 
 



 

 

ANEXOS 
 
 

I. Composición de solución Hoagland 
Para 20 litros: 
Macronutrientes 
KH2PO4  2.72g 
KNO3   10.11g 
Ca(NO3)2  16.41g 
MgSO4  4.8156g 
Micronutrientes 
H3BO3   1.43g 
ZnSO4   0.11g 
CuSO4   0.04g 
H2MoO4  0.01g 
 

II.  Composición de solución nutritiva suministrada por fertirrigación 
K   200 ppm 
Ca   150 ppm 
N   190 ppm 
S   70 ppm 
Mg   45 ppm 
P   35 ppm 
Fe   1.0 ppm 
Mn   0.5 ppm 
B   0.5 ppm 
Zn   0.15 ppm 
Cu   0.10 ppm 
Mo   0.05 ppm 
    
III.  Promedios diarios de luminosidad y temperatura en los meses del experimento en cada 

nave del invernadero. 
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IV. Cromatograma de líquidos y espectro ultravioleta de la naringenina y naringina 
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V. Cromatograma de líquidos y espectro ultravioleta de la pentahidroxiflavanona-glucósido 
 

min0 2 4 6 8 10 12 14 16 18

Norm.

0

200

400

600

800

 DAD1 A, Sig=260,4 Ref =of f  (SERVI\LIPPI194.D)

 2
.0

89

 2
.5

91
 2

.8
95

 3
.0

77  3
.6

16

 4
.1

55

 6
.1

67

 6
.8

31

 7
.5

41

 8
.0

89

 9
.1

92

 1
0.

65
0

 1
1.

78
7

 1
2.

33
1

 1
6.

74
5

O

O

OH

OH

O

OH

OHGlu

min0 2 4 6 8 10 12 14 16 18

Norm.

0

200

400

600

800

 DAD1 A, Sig=260,4 Ref =of f  (SERVI\LIPPI194.D)

 2
.0

89

 2
.5

91
 2

.8
95

 3
.0

77  3
.6

16

 4
.1

55

 6
.1

67

 6
.8

31

 7
.5

41

 8
.0

89

 9
.1

92

 1
0.

65
0

 1
1.

78
7

 1
2.

33
1

 1
6.

74
5

O

O

OH

OH

O

OH

OHGlu

 
 

 
 
 
 
 
 

nm240 260 280 300 320 340 360 380

mAU

0

200

400

600

800

1000

1200

1400

 DAD1, 7.279 (1617 mAU, - ) of  LIPPI167.D

238 

288 

332 

nm250 300 350 400 450

mAU

0

100

200

300

400

500

600

700

 DAD1, 4.165 (761 mAU, - ) of  LIPI0024.D

238 

288 

360 



 

 6 

VI.  Cromatograma de líquidos y espectro ultravioleta de la 5,7-dihidroxi-3,6,8,2´4´5´-
hexametoxiflavona 

 

 

 
 

VII.  Cromatograma de líquidos y espectro ultravioleta de la fisetina 
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VIII.  Fotografías de cortes de las especies L. graveolens (a), C. tortuosa (b) y G. glutinosum (c 
y d). 

 a. b. 
 

c                  d 
 
 

IX. Montaje de las hojas de cada especie bajo cada tratamiento, en lamina portaobjetos con 
barniz para observar densidad estomática. Observación a 10X en Microscopio Nikon Labophot-2. 
Se muestra el promedio de estomas observados por campo. 
 

Especie Cara foliar SOMBRA LUZ ASPERSIÓN 

    Riego óptimo Estrés hídrico Riego óptimo Estrés hídrico   

L. graveolens Envés 5,5 6,12 2,7 2,6 4 

  Haz 11,71 16,3 7,18 4,4 7 

G. glutinosum Envés 3 4 6 2 4,8 

  Haz 13 6 14,6 3,3 3,6 

C. tortuosa Envés 2,5 3 2 2,5   

  Haz 1 0 3 0   
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G. glutinosum sombra óptimo (haz)       G. glutinosum luz óptimo (haz) 
 

 G. glutinosum de nave de aspersión (envés) 
 

    
L. graveolens sombra óptimo (envés) 
 
X. Fotografías de L. graveolens con evidencia de herbivoría en San Rafael, Coxcatlán, Puebla. 
Septiembre de 2008. 
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