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RESUMEN 
 

El orégano mexicano, Lippia graveolens, es una planta importante debido al elevado contenido de 
aceites esenciales utilizados con fines alimenticios y organolépticos. Aunque es una especie que no está 
amenazada o en riesgo, sus poblaciones silvestres presentan una alta demanda. El cultivo de L. 
graveolens es una estrategia potencial de conservación ex situ, sin embargo, esta práctica podría afectar 
las propiedades medicinales y aromáticas que caracterizan a esta especie.  
En el presente estudio se evaluó el efecto de algunas condiciones abióticas: flujo fotónico alto, luz azul, 
estrés hídrico y daño mecánico, sobre la acumulación de flavonoides y terpenos y la densidad de 
tricomas glandulares en el haz y en el envés, y sobre la expresión de los transcritos chalcona sintasa 
(chs) y gama-terpineno sintasa (tps), genes que codifican para las enzimas en la ruta biosintética de 
flavonoides y terpenos, respectivamente. Así mismo, se evaluaron parámetros fisiológicos para detectar 
cambios estomáticos y de asimilación de CO2 en cada uno de los tratamientos en invernadero. Las 
mismas variables se analizaron en individuos silvestres de dos localidades de Puebla, en dos épocas 
contrastantes del año, lluvias y secas. Los resultados obtenidos permiten establecer una clara asociación 
entre la acumulación de flavonoides, la densidad de tricomas glandulares y la concentración de 
transcritos de chs en plantas sometidas a tratamientos lumínicos. El tratamiento de flujo fotónico alto 
generó una respuesta más rápida en dichas variables (1 hora después de aplicado el tratamiento) en 
comparación con el tratamiento de luz azul, a las 12 horas. Los tratamientos de estrés hídrico y daño 
foliar mecánico mostraron efectos sobre la acumulación de algunos monoterpenos, como camfeno, α-
felandreno, limoneno y alcanfor para el primer caso; y 3-thujeno, α-terpineno y terpinen-4-ol en hojas 
con daño foliar. Sin embargo, en estos dos tratamientos pocos o ningún flavonoide mostraron cambios 
significativos con respecto al control. Como se esperaba, debido a los reportes de regulación 
transcripcional en la biosíntesis de flavonoides, en todos los experimentos se observó una asociación 
entre la concentración de transcritos de chs y la acumulación de flavonoides, excepto en las plantas 
sometidas a daño mecánico. En este último tratamiento, la concentración de transcritos de tps disminuyó 
significativamente con respecto al control, en un 17%, así como la densidad de tricomas glandulares en 
el haz y en el envés, de 41 a 24 tricomas por milímetro cuadrado en el caso más contrastante, 
correspondiente a la cara axial de la hoja, 8 días después de aplicado el tratamiento. Los datos en campo 
mostraron patrones fitoquímicos variables, aunque con un patrón constante en la acumulación de 
monoterpenos mayoritarios según la localidad e independientemente de la temporada de recolecta, lo 
que sugiere la existencia de dos quimiotipos definidos por la presencia de carvacrol en las plantas de 
Zapotitlán Salinas y de o-cimeno y eucaliptol en las plantas de San Rafael. Se discute la acumulación 
diferencial de los compuestos mayoritarios asociada a su función fisiológica y protectora frente a 
condiciones adversas, como el flujo fotónico alto y el estrés hídrico, en relación con la actividad 
antioxidante reportada para estos metabolitos secundarios. La expresión de los dos transcritos 
analizados, chs y tps, se asoció positivamente con la acumulación de flavonoides y terpenos, 
respectivamente, bajo los tratamientos lumínicos y el tratamiento de estrés hídrico. Se concluye que en 
ambientes controlados, es posible manipular las condiciones ambientales para maximizar la inducción de 
compuestos medicinales particulares, sin afectar significativamente la asimilación de CO2 y con un 
resultado relativamente homogéneo en la concentración de los metabolitos. El cultivo representa una 
estrategia viable y eficiente no solo con fines farmacológicos y alimenticios, sino también para aminorar 
el efecto de la recolecta indiscriminada en las poblaciones silvestres. Se resalta la contribución al 
conocimiento de la acumulación diferencial de metabolitos secundarios y sus transcritos asociados con 
condiciones controladas de luz y riego, así como un nuevo reporte del flavonoide crisina en esta especie.  
Palabras clave: Lippia, flavonoides, terpenos, tricomas, estrés hídrico, estrés lumínico, daño foliar 
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ABSTRACT 
 
Lippia graveolens, Mexican oregano, is used as an aromatic spice and also in traditional medicine due to 
its high oil content. Although it is not an endangered species, high demand has led to exploitation of 
wild populations. Cultivation of L. graveolens would reduce the pressure on wild populations, but the 
effect of ex situ propagation on its medicinal properties requires evaluation. The aim of this study was to  
evaluate the effect of some abiotic conditions (high light, blue light, water stress and mechanical foliar 
damage) on flavonoid and terpenoid accumulation, density of glandular trichomes, expression of two 
transcripts involved in biosynthetic pathway of flavonoids and terpenoids, chalcone synthase (chs) and 
gamma-terpene synthase (tps), respectively. We evaluated, as well, physiological parameters in order to 
detect stomatal conductance variations and CO2 assimilation rates under the treatments. Same variables 
were measured in wild plants from two populations in Puebla, in both, wet and dry, seasons of the year. 
We reported a positive relationship between flavonoids concentration, density of glandular trichomes 
and expression of chs under both light treatments. A faster response was observed under high light (after 
1 hour) than blue light (after 12 hours). Water stress and foliar damage had effect on some 
monoterpenoids: camphene, α-phellandrene, limonene and alcamphor in the former, and 3-thujene, α-
terpinen and terpinen-4-ol in the latter treatment. However, few or none flavonoid changed significantly 
respect to the control. All treatments showed a positive association between the concentration of chs and 
flavonoid accumulation, except in plants with foliar damage, which could suggest a post-transcriptional 
regulation.  
Expression of tps decreased 17% in plants with foliar damage, and density of glandular trichomes also 
decreased in axial and abaxial surface after 4 and 8 days, from 41 to 24 trichomes/mm2 on the axial 
surface of the leave at day 8th after the treatment. Analysis of wild plants showed a high variability in 
phytochemistry profile, although the same pattern in majoritary compounds from each population was 
stable in both seasons. This could represent two differents chemotypes: carvacrol in plants from 
Zapotitlán Salinas, and o-cymene and eucalyptol in San Rafael´s. It is discussed the antioxidative 
function and chemical structure of flavonoids as protective compounds under stress conditions, 
especially under light and water stress. We conclude that controlled environments give an efective tool 
to handle conditions to maximize the accumulation of particular medicinal compounds, without a 
negative impact on productivity, and in a homogeneous way. Cultivation represents a feasible strategy to 
improve food and medicinal quality in plants, and to reduce high demand in wild populations. Finally, 
we point out the contribution to knowledge of the differential accumulation of flavonoid and terpenoids, 
as well as their transcripts, under light and water conditions, and the new report of chrysin in this 
species.  
 
 
Keywords: Lippia, flavonoids, terpenoids, trichomes, water stress, light stress, foliar damage 
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1. INTRODUCCION 
 

Aunque las plantas han sido utilizadas desde tiempos antiguos con numerosos fines, en las últimas tres 
décadas el uso de productos naturales y, en particular de las plantas aromáticas, como alimento y 
medicina ha ido en incremento. Según la Organización Mundial de la Salud, cerca del 80% de la 
población mundial, especialmente en países en vías de desarrollo, recurre a los sistemas de medicina 
tradicional como principal herramienta para tratar diversas enfermedades (Gurib-Fakim, 2006). En el 
caso de las especies aromáticas, además de la importancia medicinal, los aceites esenciales son 
ampliamente utilizados en la industria alimenticia y cosmética (Soysal y Oztekin, 2001) y recientemente, 
se han aplicado como fuentes de una nueva generación de compuestos para la salud y la dieta humana y 
de especies de explotación pecuaria (Christaki et al., 2012).  
 
Esta gran demanda sobre las plantas aromáticas ha generado un incremento en la recolecta de las 
poblaciones silvestres para mantener el abastecimiento del mercado, de manera que ha surgido una 
imperiosa necesidad de desarrollar estrategias de conservación ex situ para plantas medicinales que 
posibiliten cubrir la alta demanda sin poner en riesgo las poblaciones en su hábitat natural. Dentro de 
estas prácticas de conservación se incluyen los bancos de germoplasma y el establecimiento de huertos y 
cultivos. Sin embargo, la acumulación de los compuestos activos puede diferir sustancialmente en las 
plantas propagadas en condiciones controladas y por lo tanto, modificar su actividad biológica. 
 
La acumulación y biosíntesis de metabolitos secundarios es variable incluso dentro de una misma 
especie. En estos dos procesos influyen factores como temperatura, luz, disponibilidad de agua, 
momento y método de recolecta, presencia de patógenos o depredadores, fotoperiodo, edad y órgano o 
tejidos de las plantas, entre otros (Calixto, 2000). Y aunque un sistema controlado, como un 
invernadero, parecería una opción ideal para generar individuos con niveles consistentemente altos de un 
tipo de compuesto deseado (Fonseca et al., 2006), aún no se ha estudiado con detalle la regulación de la 
biosíntesis de los mismos en condiciones de propagación en plantas aromáticas, con respecto a las 
poblaciones silvestres.  
 
Por otro lado, se sabe que las plantas producen este tipo de metabolitos secundarios en respuesta a 
condiciones adversas que afectan su desarrollo y sobrevivencia. Es por esto que los procedimientos 
agrícolas estandarizados  no pueden aplicarse a las especies medicinales, las cuales deben someterse a 
condiciones desfavorables que probablemente restrinjan su productividad y crecimiento.  
 
Aunque L. graveolens no se encuentra catalogada como especie en riesgo o amenazada (NOM-059-
SEMARNAT, 2001), el uso intensivo y no moderado la hacen vulnerable a disminuir sustancialmente su 
densidad poblacional y afectar su utilidad (Osorno-Sánchez et al., 2012). Por este motivo, surge la 
necesidad de crear programas y estrategias de propagación de plantas silvestres con el fin de proveer 
cantidades suficientes de material vegetal según la demanda, y evitar con ello el daño y exterminio de 
especies nativas y silvestres, garantizando así la calidad de los recursos medicinales (Osuna et al., 2005). 
En este contexto, es de gran importancia el conocimiento generado a partir del estudio sobre la 
inducción de compuestos con actividad biológica comprobada, la regulación de su biosíntesis en 
relación con los factores ambientales abióticos y bióticos determinantes en ésta, y los patrones de su 
acumulación diferencial con el fin de incrementar la eficiencia en el uso del recurso y, a mediano plazo, 
en la producción de nutracéuticos y productos farmacológicos de origen vegetal. El conocimiento que se 
obtenga de la fisiología y de los mecanismos moleculares en la acumulación de metabolitos secundarios, 
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en combinación con las técnicas de ingeniería genética y de conservación ex situ, permitirá crear 
estrategias para obtener plantas vigorosas que suplan necesidades en el manejo de enfermedades y/o que 
presenten tolerancia a algún tipo de estrés, o bien generar conocimiento aplicable en campo para el 
cultivo de este tipo de especies sin que se comprometa la síntesis y por lo tanto la acumulación de 
compuestos con actividad medicinal.  
 
1.1 Lippia graveolens 
Lippia graveolens Kunth in Humb., Bonpl. & Kunth, Nov. Gen. Sp. 2:266.1818, es una de las especies a 
las que se les conoce como orégano mexicano. Es un arbusto aromático perteneciente a la familia 
Verbenaceae, nativo del sur de Estados Unidos, México, Nicaragua y Honduras. En México crece de 
forma silvestre en regiones áridas y semiáridas de, al menos 24 Estados, en hábitats de suelos 
pedregosos entre los 400-2000 m de altitud, aunque más abundantemente entre los 1400-1800 m s.n.m. 
En la zona de estudio, Coxcatlán, Puebla, se ha reportado en huertos y barrancas de selva baja 
caducifolia y en tetecheras de Neobuxbamia tetetzo (Rosas, 2003). La parte aérea de la planta, 
incluyendo hojas, ramas, flores y frutos, se usa principalmente como alimento aromático en variedad de 
platillos y preparaciones como bebidas alcohólicas, productos horneados, carnes, condimentos, salsas, 
productos lácteos, en vegetales procesados y como pasabocas (Leung y Foster, 1996). México es el 
principal exportador, especialmente hacia los Estados Unidos. La mayor parte de la producción 
comercial se lleva a cabo en los Estados de Querétaro, San Luis Potosí, Zacatecas, Durango, Guanajuato 
y Jalisco y se estima que anualmente se recolectan 4000 toneladas de orégano mexicano, aunque bajo 
este nombre común se manejan cerca de 40 especies diferentes (Huerta, 1997). La recolección no cuenta 
con ningún manejo que permita la recuperación de las poblaciones ya que la época de corte coincide con 
la floración lo que limita su reproducción por semilla (Flores, 1991; Mata-González y Meléndez-
González, 2005).  
 
Además de ser una especie alimenticia, medicinalmente se usa en el tratamiento contra dolores de 
estómago y de oído, así como expectorante (Germosen-Robineau, 2003)  y abortivo (Hernández et al., 
2005). La forma más común de uso es una decocción de hojas y tallos, el consumo en ayunas se asocia 
con el alivio de la tos, mientras que como abortivo se usa como agua de tiempo. Si se agregan más hojas 
y un poco de alcohol puede usarse para baños de asiento cuando hay comezón de la vagina. Las hojas 
soasadas se usan para heridas o granos, y el jugo de las mismas, en gotas o en aceite, para aliviar el dolor 
de oídos (Hernández et al., 2003). 
 
Como otras especies de la familia Verbenaceae, L. graveolens se caracteriza por su alto contenido de 
aceite esencial rico en los monoterpenos fenólicos timol y carvacrol (Vernin et al., 2001). El primero 
muestra una actividad primordialmente fungicida y el segundo actividad antimicrobiana (Liolios et al., 
2009; García-García et al., 2011; Cueto-Wong et al., 2010). Existe una gran variabilidad fitoquímica 
reportada para esta especie desde 0.43 al 45.9% de contenido de timol y de 0 a 52.3% en el de carvacrol 
(Castillo-Herrera et al., 2007). Esto se ha atribuido a variaciones estacionales y geográficas que generan 
variabilidad intra e interpoblacional en esta especie (Hernández et al., 2009b). La composición y el 
contenido del aceite han mostrado variaciones según la madurez de la planta (Silva y Dunford, 2005), la 
calidad de la luz (Bueno-Durán et al., 2013), el estrato (superior o inferior) de la planta (Alaniz-
Gutiérrez et al., 2000) y la época y el método de recolecta (Rhyu, 1979) lo cual genera repercusiones en 
la calidad del aceite esencial y en su bioactividad. Además del aceite esencial, en L. graveolens también 
se han reportado varios flavonoides en la parte aérea de la planta, incluyendo flavonas, flavonoles, 
flavanonas e hidrochalconas (Lin et al., 2007), cuyo contenido total ha mostrado actividad antioxidante 
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evaluada por el método de radical libre 2,2-difenil-1-picrilhidracilo, DPPH (González-Güereca et al., 
2007; Martínez-Rocha et al., 2008). Varios flavonoides de esta especie se han evaluado individualmente 
y han demostrado actividades biológicas importantes. Tal es el caso de la naringenina como 
antiestrogénico, hipoglicemiante, antiinflamatorio e hipocolesterolémico (Jeon et al., 2007; Hirai et al., 
2007); la naringina, forma glicosilada de la naringenina, la cual reduce la hiperlipidemia (Lopes et al., 
2000); el eriodictiol como antioxidante (Johnson et al., 2009) y la pinocembrina como antifúngico y 
antibacteriano (Bremner y Meyer, 1998). Lo anterior corrobora de forma científica el conocimiento 
tradicional sobre el uso de esta especie en el tratamiento de diversas enfermedades, principalmente 
infecciosas.  
 
1.2 ZONA DE ESTUDIO 
San Rafael y Zapotitlán Salinas se encuentran dentro de la reserva de la biosfera de Tehuacán-Cuicatlán 
(Figura 1), una provincia fitogeográfica que abarca 10 000 km2 considerada como un centro de 
megadiversidad y endemismo a nivel mundial por la Unión Internacional para la Conservación de la 
Naturaleza (UICN), con un endemismo del 30% en plantas vasculares (Dávila, 1993).  Su abanico 
aluvial forma parte de la sierra Mazateca, situada en la porción sureste del valle de Tehuacán: N18°12'- 
18°14' W97°07'- 97°09'. Este valle, según lo propuesto por Rzedowski (1986), 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. La zona se caracteriza por presentar clima seco, pero está 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 del 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 
Michoacán, Guerrero, Morelos y Puebla. Las altitudes menores oscilan entre 300-500 m de altitud. Los 
géneros botánicos restringidos, es decir que son endémicos de esta región en particular (Méndez-Larios 
et al., 2004) son Oaxacania, Pringlechloa y Solicia. 
 
San Rafael (N 18°12'21", W 97°07'59" W a 989 m de altitud) presenta un nivel de pluviosidad de 395 
mm anuales (Medina, 2000) y una temperatura media anual de 22 °C, que varía entre 25 °C en mayo y 
abril y 18 °C en enero (Blanckaert et al., 2004); la vegetación predominante es bosque tropical 
caducifolio donde abundan las especies Escontria chiotilla (F.A.C. Weber) Rose y Pachycereus weberi 
(J. Coulter) Backeb (Valiente-Banuet et al., 2000). El suelo de la zona es poco desarrollado que puede 
ser regosol o xerosol. Zapotitlán Salinas (N 18° 19'73" W 97°27'36.8" a 1 433 m de altitud) tiene un tipo 
de suelo comúnmente de yeso y caliza, con altos contenidos de sales; su precipitación anual es de 380 
mm con lluvias escasas e irregulares y, cuando se presentan son de tipo torrencial. El promedio de 
temperatura anual es de 21.2 °C (Arias Toledo et al., 2000). La figura 1 muestra la localización de los 
dos municipios dentro de la reserva de Biosfera Tehuacán-Cuicatlán.  
 
Los habitantes de San Rafael y Zapotitlán Salinas manejan un amplio conocimiento etnobotánico, en el 
cual el uso medicinal es uno de los principales. En San Rafael, de un total de 374 especies pertenecientes 
a 249 géneros y 87 familias, cerca de 368 son usadas por habitantes de la comunidad para uno o varios 
fines (Rosas, 2003), principalmente como ornamentales, alimenticias y medicinales. Cifra similar al dato 
de 289 plantas útiles de la región reportado por Paredes-Flores (2001). El amplio uso de la flora 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 (Blanckaert et al., 2004). 
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Figura 1. Localización de los poblados de San Rafael y Zapotitlán Salinas dentro de la Reserva de la Biosfera Tehuacán-

Cuicatlán.  
 
El orégano mexicano es utilizado en esta región para tratar enfermedades gastrointestinales y como 
analgésico mediante infusiones o extractos alcohólicos de la parte aérea (Hernández et al., 2003; 
Canales et al., 2006; Paredes-Flores et al., 2007).  
 
1.3 METABOLITOS SECUNDARIOS 
Relevancia 
Desde que Kössel (1891) hizo la distinción entre metabolismo primario y secundario en plantas, el 
estudio de los compuestos secundarios ha ido en aumento. Actualmente se calcula la existencia de 
aproximandamente 200 000 metabolitos especializados (Mithofer y Boland, 2012), de los cuales se han 
aislado y caracterizado alrededor de 30 000, de los cuales cerca de 1 700 corresponden a compuestos 
volátiles (Dicke y Loreto, 2012). El término “secundario” hacía referencia a que los metabolitos 
primarios se encuentran presentes en todas las células vivientes capaces de dividirse mientras que los 
secundarios se encontraban sólo incidentalmente y no eran esenciales para la vida de la planta. Para ese 
entonces se afirmó que esos compuestos no tenían funciones claras y que eran, en términos generales, 
residuos del metabolismo primario. El gasto energético que involucra la biosíntesis de estos compuestos 
es muy alto y reduce sustancialmente la cantidad de carbono fijado por la planta. De modo que el papel 
de los metabolitos secundarios para la planta no es tan secundario como se creía en un inicio, puesto que 
son compuestos con importantes funciones ecológicas y protectoras, y además presentan un fenotipo 
plástico ya que su producción depende de diversos factores bióticos y abióticos.  
 
Dentro de las funciones ecológicas se incluyen las de defensa contra la amplia gama de organismos que 
afectan negativamente a la planta (parásitos, herbívoros, patógenos, competidores) y la comunicación y 
asociación con los organismos que ejercen un efecto positivo en ella (polinizadores, dispersores, hongos 
micorrízicos, rizobios en la nodulación). Las funciones protectoras de los metabolitos secundarios 
incluyen la disminución, prevención o reparación de los efectos perjudiciales generados por los rayos 
UV, altas o bajas temperaturas, el estrés hídrico, salino u osmótico, además de la protección al 
herbivorismo, parasitismo y agentes patógenos (Edreva et al., 2008). Se ha demostrado que una 
población vegetal con una mezcla relativamente homogénea de metabolitos secundarios es más 
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susceptible a sufrir ataques por parte de patógenos que una planta o grupo de ellas, cuando tienen una 
mezcla heterogénea de metabolitos (Castellanos y Espinosa-García, 1997). Por otra parte, los 
metabolitos secundarios pueden ejercer funciones fisiológicas para la misma planta que los produce, en 
el caso de algunas hormonas. Hartmann (1996) definió el metabolismo secundario como singular, 
diverso, adaptativo, prescindible para el crecimiento y desarrollo, pero indispensable para la 
sobrevivencia. Es una definición funcional, pero actualmente imprecisa, ya que en los últimos años los 
metabolitos secundarios se han descrito como componentes importantes en los programas moleculares 
que contribuyen al desarrollo y crecimiento normal de las plantas (Broun, 2005).  
 
Biosíntesis de flavonoides y terpenos 
Los flavonoides son sustancias fenólicas que además de incluir los pigmentos de las flores, actúan en las 
plantas como antioxidantes, antimicrobianos, fotorreceptores, atractivos visuales, repelentes contra 
herbívoros (Pietta, 2000; Yuting et al., 1990), inhibidores de enzimas y agentes quelantes de metales 
tóxicos. Además, están asociados a procesos de fotosensibilidad y transferencia de energía, 
morfogénesis, fotosíntesis y en la regulación de hormonas de crecimiento vegetal (Di Carlo et al., 1999). 
Su actividad como protectores contra la radiación solar de onda corta (280-320 nm) se ha estudiado 
ampliamente (Middleton y Teramura, 1993; Reuber et al., 1996; Zhang y Björn, 2009). El esqueleto 
básico de los flavonoides se origina de la condensación de tres moléculas de malonil CoA con una 
molécula de 4-cumaroil-CoA, reacción catalizada por la chalcona sintasa (CHS) para formar 
tetrahidroxichalcona, a partir de la que pueden sintetizarse isoflavonas. El siguiente paso es la 
conversión de la tetrahidroxichalcona a naringenina por medio de la chalcona isomerasa (CHI), paso 
considerado como el punto de ramificación en la biosíntesis de todos los flavonoides (Winkel-Shirley, 
2001), como se observa en la Figura 2. 
 

                                         
Figura 2. Esquema de la ruta biosintética de los flavonoides. CHS: Chalcona sintasa, CHR: Chalcona reductasa, CHI: 

Chalcona isomerasa, F3H: Flavanona 3β-hidroxylasa, FNS: Flavona sintasa, FLS: Flavonol sintasa. Modificado de Winkel-
Shirley (2001). 

 
Los terpenos son compuestos con una estructura general de isopreno y sus esqueletos de carbono están 
construidos por la unión de dos o más de estas unidades de 5 carbonos. Se clasifican de acuerdo con el 
número de isoprenos que los conforman y abarcan compuestos volátiles -mono y sesquiterpenos-, 
diterpenos que son menos volátiles y terpenos no volátiles que incluyen los triterpenos y los esteroles. 
Biológicamente cumplen diversas funciones, como atracción de polinizadores, defensa contra 
depredadores o parásitos, mediación de la competencia vegetal por efectos alelopáticos sobre otras 
plantas y adaptación climática (Kessler y Baldwin, 2001; Pichersky y Gershenzon, 2002). Muchos 
mono, sesqui y diterpenos son tóxicos a herbívoros y microorganismos y pueden actuar como 
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compuestos de defensa. También se han encontrado en hojas dañadas por insectos, y se cree que estos 
terpenos atraen a depredadores y parasitoides de éstos (Tholl, 2004). En el metabolismo primario, los 
terpenos juegan papeles esenciales en el crecimiento vegetal y desarrollo como hormonas (ej. giberelinas 
y ácido absícico), pigmentos fotosintéticos (fitol, carotenoides) o componentes de membrana (esteroles).  
 
Los terpenos se forman por medio de dos vías metabólicas independientes: La primera de ellas se 
conoce como MEP (metileritritolfosfato) o DOX (1-desoxi-D-xilulosa). En esta vía, el isopentenil 
pirofosfato (IPP) se forma en el cloroplasto y da origen a la mayoría de monoterpenos y diterpenos 
volátiles. La segunda ruta biosintética es conocida como MVA (ácido mevalónico), que toma lugar en el 
citosol y retículo endoplásmico y produce los sesquiterpenos (Jansen y De Groot, 2004). Luego, el 
dimetilalil pirofosfato (DMAPP) se combina secuencialmente con varias unidades de IPP mediante 
enzimas llamadas preniltransferasas para sintetizar el prenil bifosfato acíclico, el geranil bifosfato (GPP, 
C10), el farnesil bifosfato (FPP, C15) o geranilgeranil bifosfato (GGPP, C20). Estos intermediarios 
centrales se transforman en monoterpenos (C10), sesquiterpenos (C15) y diterpenos (C20) mediante la 
catálisis de un gran grupo de enzimas llamadas terpeno sintasas (Figura 3). Los productos primarios de 
estas enzimas pueden ser posteriormente modificados por transformaciones enzimáticas secundarias, 
incluyendo la oxidación, reducción e isomerización, produciendo un gran número de derivados del 
terpeno (Aubourg et al., 2002). En general, la vía MVA provee precursores para sesquiterpenos y 
esteroles, mientras que la vía MEP para monoterpenos, diterpenos y carotenoides. La ruta que se activa 
por herbívoria usualmente es la MVA y los elicitores estimulan la biosíntesis vía MEP�(Bartram et al., 
2006). 

                                                   
Figura 3. Esquema de la ruta biosintética de los terpenos. RE: retículo endoplasmático, TPS: terpeno sintasa, FPP: farnesil 

bifosfato, DMAPP: dimetilalil pirofosfato, IPP: isopentenil pirofosfato, GPP:geranil bifosfato, GGPP:geranilgeranil bifosfato. 
Modificado de Aubourg et al., 2002. 

 
Tricomas glandulares    
Los tricomas glandulares se componen de células secretoras subepidérmicas cubiertas por una cavidad 
subcuticular de almacenamiento y son reconocidos como sitios de biosíntesis, secreción y acumulación 
de aceite esencial (Gershenzon et al., 1989), aunque pueden acumular otro tipo de metabolitos como 
flavonoides (Bosabalidis et al., 1998) y polisacáridos (Werker, 1993). Existe evidencia sobre la relación 
del tamaño, la densidad y el contenido de los tricomas glandulares con algunos factores ambientales 
como la calidad y cantidad de luz, la duración del fotoperiodo (Snyder y Hyatt, 1984) así como la 
disponibilidad de nutrientes en el suelo (Briskin et al., 2000). El primer reporte sobre la morfología de 
tricomas glandulares en el género Lippia fue en L. citriodora (Casadoro y Rascio, 1982) quienes 
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describen tres tipos de tricomas, dos de ellos corroborados en trabajos posteriores (Argyropoulou et al., 
2010). 
 
La densidad de estos organelos se ha asociado con el balance hídrico de la planta, la protección contra la 
radiación excesiva y la defensa contra herbívoros (Kennedy, 2003). En estudios recientes y gracias a 
nuevas metodologías, se han aislado los tricomas glandulares lo que ha permitido el análisis preciso de 
rutas metabólicas y estudios enzimáticos particulares, además de los análisis diferenciales de 
transcriptomas que han demostrado la regulación en las rutas biosintéticas de compuestos lipídicos y de 
metabolitos secundarios, así como de la expresión de genes vinculados a estas mismas rutas (Soetaert et 
al., 2013) en células basales y apicales dentro del mismo tricoma.  
 
Los tricomas glandulares son diversos en formas, tamaños, anatomía, funciones y patrones de desarrollo, 
lo cual permite constituirlos como un criterio para la clasificación de las plantas (Bosabalidis, 2002). 
Morfológicamente, se diferencian dos tipos de tricomas glandulares: peltados y capitados (Maffei y 
Codignola, 1990). Los primeros tienen una gran célula basal, otra aplanada que conforma el tallo y 
cabeza multicelular, mientras que los capitados son usualmente más pequeños y numerosos y varían 
considerablemente en su estructura, según la especie (Figura 4). Se ha reportado variación inter e 
intraespecífica en la densidad y distribución de los tricomas glandulares, así como en su contenido 
incluso, entre tricomas aislados de una sola hoja o entre los tricomas del haz y del envés (Dahling et al., 
1992; Bosabalidis y Skoula, 1998). 
 

 
                     
 
Regulación molecular de chs y tps 
El perfil de metabolitos secundarios es el resultado de un equilibrio entre síntesis, almacenamiento y 
degradación de los mismos, modulado por la genética de la especie y los factores abióticos que incluyen 
el suelo, condiciones ambientales como estrés hídrico, lumínico y salino, y los bióticos como la flora 
asociada, los polinizadores, herbívoros y depredadores (Tomas-Barberan y Robins, 1997) y los métodos 
de cultivo (Núñez, 2004). Se ha demostrado que existe una regulación espacial y temporal en genes 
específicos, la cual responde a estímulos endógenos y ambientales (Tholl, 2006). 
 
La ruta biosintética de los flavonoides en Arabidopsis es uno de los modelos disponibles para estudiar la 
regulación de su expresión genética en plantas. En plántulas de esta especie se distinguen dos tipos de 
genes co-regulados en su ruta biosintética: los genes biosintéticamente tempranos, EBG, por sus siglas 
en inglés (early biosynthetic genes) que se inducen antes que los genes tardíos, LBG (por late 

Figura 4. Morfología de tricomas glandulares en Plectranthus 
madagascariensis. Barra de escala = 10 μm A: Tricoma peltado B: 
Tricoma capitado. Tomado de Ascensao et al. (1998). 
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biosynthetic genes) (Pelletier y Shirley, 1996). El factor ambiental asociado a la regulación de los genes 
involucrados en la biosíntesis de flavonoides es la luz, del tipo UV y azul (Jenkins, 1998). Desde hace 
cerca de dos décadas, se han descrito dos factores de transcripción importantes en la regulación de la 
biosíntesis de flavonoides: bHLH (basic helix loop helix) –codificado por el gen RED- y MYB (Broun, 
2005). Estudios con T-DNA del virus del mosaico de la coliflor indican que estos elementos controlan la 
activación de genes involucrados en la acumulación de productos naturales específicos durante el 
desarrollo de la planta (Borevitz et al., 2000). Algunos factores tipo MYB incluyen PAP1 y PAP2 
presentes en Arabidopsis y en tabaco, los cuales aumentan la expresión de los genes chs y pal 
(fenilalanina amonio liasa); TT2 y TT8 (proteína tipo bHLH) controlan la producción de taninos 
condensados en la testa de las semillas de Arabidopsis (Debeaujon et al., 2000). En otros géneros como 
Petunia (Debeaujon et al., 2003) y Anturrhium (Schwinn et al., 2006) se ha descrito el factor PH4 y en 
arroz el denominado OsC1-MYB (Ithal y Reddy, 2004). En maíz, el gen P1 codifica para el factor de 
transcripción R2R3-MYB que regula la acumulación de flavonas (Grotewold et al., 1998). Otra familia 
reconocida de factores de transcripción asociada con la síntesis de flavonoides es NAC, una de las más 
abundantes con cerca de 150 miembros en Arabidopsis y arroz (Gong et al., 2004; Xiong et al., 2005).  
 
Existe escasa información disponible sobre factores de transcripción en la biosíntesis de isoprenoides, lo 
que marca una diferencia contundente con los flavonoides. Los estudios se han encaminado hacia la 
caracterización de los genes involucrados en la biosíntesis de estos compuestos y en evaluar los cambios 
temporales a nivel enzimático, proteínico, de abundancia de transcritos y productos. Los resultados 
indican que la mayoría de genes están regulados transcripcionalmente, con una actividad transcripcional 
inmediata de los genes involucrados en los primeros pasos de la ruta biosintética de mono, sesqui y 
diterpenos (Steele et al., 1998).   
 
Toda la variedad de estructuras terpénicas son formadas por las enzimas terpeno sintasas (TPS) (Davis y 
Croteau, 2000) cuyos mecanismos de reacción se han descrito recientemente (Degenhardt et al., 2010).  
Los genes que codifican para estas enzimas se han clasificado, con base en su arquitectura, en dos 
grupos: los del grupo I tienen una secuencia inusual que codifica para un motivo de 200 aminoácidos 
que está ausente en los miembros del otro grupo, denominado grupo III (Trapp y Croteau, 2001). Existen 
muchos genes tps, incluso para una sola especie. Se conoce ampliamente la localización de 40 genes tipo 
tps para Arabidopsis (Aubourg et al., 2002) y otros han sido aislados y caracterizados en diferentes 
especies, incluyendo coníferas (Phillips et al., 2003), maíz (Lin et al., 2008) y algunas especies de la 
familia Lamiaceae (Kampranis et al., 2007; Crocoll et al., 2010). El conjunto de terpeno sintasas 
comparte motivos altamente conservados en su secuencia de aminoácidos, como el motivo RR y el 
motivo DDxxD. El primero de ellos está en el N-terminal y parece ser imprescinidible durante la 
isomerización de geranil pirofosfato a linalil pirofosfato, un mecanismo común en la formación de 
monoterpenos cíclicos (Williams et al., 1998). La expresión de estos genes es regulada positivamente 
por daño mecánico (Byun-McKay et al., 2003), ácido jasmónico y ataque de insectos (Miller et al., 
2005). La evolución de las terpeno sintasas en familias multigénicas, su habilidad de formar varios 
productos y la expresión diferencial hace de la síntesis de terpenos un proceso altamente complejo y 
plástico (Tholl, 2006).  
 
La magnitud de las respuestas moleculares es modificada por factores bióticos y/o abióticos específicos. 
Los límites entre estos factores son fácilmente distinguibles, pero sus efectos a nivel molecular y celular 
se muestran cada vez más difusos a medida que se avanza en el conocimiento. En algunos casos es clara 
la activación de un gen o grupo de ellos por un factor abiótico, como el caso de la familia de genes que 
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codifican para chs, cuya región promotora contiene elementos regulatorios en cis, llamados caja G 
(Claudot et al., 1999), que son secuencias de ADN reguladas, en su mayoría, por luz. Las proteínas 
vegetales que se unen a estos elementos pertenecen a la familia bZIP. La expresión de los genes chs y 
pal es regulada por factores ambientales como la radiación UV (Park et al., 2007), deficiencia de boro 
(Camacho et al., 2002), heridas en las hojas (Richard et al., 2000), interacciones planta-
microorganismos, así como por ataque de patógenos (Zhu et al., 1996).  
 
Además de la regulación positiva, varios estudios indican que existen represores que pueden activar 
algunos factores regulatorios para inhibir los genes involucrados en la síntesis de compuestos 
secundarios (Kasan, 2006). Este tipo de represores se han asociado con el control de respuestas a ABA, 
frío, estrés salínico, sequía y estrés oxidativo, como el motivo AtERF4 de Arabidopsis que contiene 
dominios que pueden unirse a los elementos regulatorios de muchos genes asociados con respuestas de 
defensa (Yang et al., 2005). En el caso de mono y sesquiterpenos de Ocimum, los altos niveles de las 
enzimas involucradas en la biosíntesis de sesquiterpenos, acoplados con niveles bajos de la actividad de 
PAL, tienden a restringir la ruta de fenilpropanoides mientras se incrementa el flujo de la ruta de los 
terpenos (Iijima et al., 2004).  
 

Efecto de condiciones abióticas sobre la acumulación de metabolitos secundarios 
Bajo condiciones de estrés biótico o abiótico, las plantas originan una variedad de respuestas para tratar 
de  contrarrestar el mismo. Estas respuestas surgen gracias a la acción de moléculas-señal que activan 
otras moléculas o que modifican directamente el material genético, encendiendo genes de defensa que 
codifican para una serie de productos, entre ellos los metabolitos secundarios, capaces de regular el 
estado redox de la planta, ejercer una actividad antimicrobiana o antifúngica frente a un patógeno, 
regular el flujo fotónico en condiciones de exceso lumínico, o incluso participar en la regulación de la 
apertura estomática (Madhava Rao, 2006). 
 
Los diferentes tipos de estrés abiótico, definido éste como una influencia que se sale de los parámetros o 
rangos normales de control homeostático (Lerner, 1999), son causados comúnmente por carencia de 
agua, salinidad, alta o baja temperatura o luz, deficiencia o exceso de nutrientes, metales pesados, 
contaminantes, etc., en sí mismos  o en combinaciones. El estrés causado por factores abióticos altera el 
metabolismo de las plantas generando efectos negativos en el crecimiento, desarrollo y productividad. 
La sequía es el principal factor limitante en sistemas agrícolas, ya que reduce la productividad, 
especialmente en zonas semiáridas y áridas a nivel mundial. El déficit hídrico resulta de pocas y 
erráticas lluvias en la zona, pobre almacenamiento de agua en el suelo y cuando la tasa de transpiración 
excede la toma de agua por parte de las plantas. A nivel celular, esto resulta en la concentración de 
solutos, pérdida de la turgencia, cambio en el volumen celular, alteración en los gradientes de potencial 
hídrico, cambio en la integridad de la membrana, desnaturalización de proteínas, entre otros.  
 
Otro factor ambiental de gran importancia es la luz, y específicamente la calidad de la luz, que juega un 
rol esencial en la dinámica y arquitectura de las plantas (Ballaré et al., 1997), cuyos pigmentos 
fotosintéticos absorben principalmente en las longitudes de onda azules y rojas. Las variaciones en la luz 
azul son percibidas por dos tipos de fotorreceptores: criptocromos y fototropinas, los primeros activos 
entre 390-530 nm y los segundos muestran un claro pico de actividad a 450 nm (Christie et al., 1996). 
Los cambios en la luz azul afectan los componentes del balance de energía y la dinámica del intercambio 
de gases a través de las fluctuaciones en el funcionamiento estomático (Lawson, 2009). Además del tipo 
de luz, la cantidad es otro de los factores ambientales que más limita la eficiencia de la fotosíntesis y la 
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productividad en las plantas. Cuando la energía lumínica absorbida excede la capacidad para su uso, 
entonces la eficiencia fotosintética se reducirá debido a la aparición de especies reactivas de oxígeno, 
que pueden dañar el aparato fotosintético y los componentes del cloroplasto.  
 
El conocimiento que se obtenga sobre las condiciones particulares que generan la acumulación de un 
metabolito o un grupo de ellos, es de suma importancia ya que permite controlar y dirigir la propagación 
de plantas con uso medicinal eficazmente, sin generar pérdida significativa en su productividad ni de sus 
propiedades biológicas, además de implementar una estrategia concreta de conservación ex situ de dicha 
especie enmarcada en el contexto de la conservación sostenible y al uso racional de la biodiversidad.  
 
 
2. HIPÓTESIS 
Debido a que la producción de metabolitos secundarios surge en respuesta a estímulos abióticos o 
bióticos, como mecanismo de defensa, se espera una mayor acumulación de éstos, así como un aumento 
en la transcripción de los genes que codifican enzimas involucradas en sus rutas biosintéticas, en 
condiciones de estrés. Particularmente, se infiere que existirá una mayor acumulación de flavonoides 
hidroxilados en condiciones de flujo fotónico alto, en conjunto con un aumento en la concentración de 
transcritos del gen chalcona sintasa (chs) bajo esta misma condición. En cuanto a los terpenos, se espera 
una mayor concentración de éstos y de los transcritos del gen terpineno sintasa (tps) en plantas 
sometidas a daño foliar mecánico, en comparación con las plantas control. 
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3. OBJETIVOS 
 

3.1 Objetivo general 
Analizar cambios fisiológicos y moleculares puntuales asociados con la acumulación de terpenos y 
flavonoides en Lippia graveolens Kunth bajo diferentes condiciones abióticas, por medio del análisis del  
efecto de estrés hídrico por suspensión de riego, flujo fotónico alto de 2000 μmol m-2s-1 por una hora, 
presencia de luz azul 8 horas y daño foliar mecánico sobre la productividad y acumulación de 
flavonoides y terpenos, y de los niveles de expresión de los genes chalcona sintasa (chs) y gama-
terpineno sintasa (tps) involucrados en la biosíntesis de flavonoides y terpenos, respectivamente. 

 
 
3.2 Objetivos particulares 
• Determinar los rangos de estrés hídrico y riego óptimo para la especie bajo condiciones de 

invernadero. 
• Evaluar el efecto del estrés hídrico, el flujo fotónico alto, la presencia de luz azul y el daño foliar 

mecánico sobre la productividad y la acumulación de flavonoides y terpenos en hojas de L. 
graveolens. 

• Determinar los niveles de expresión de los genes chs y tps en plantas de L. graveolens sometidas 
a estrés hídrico, flujo fotónico alto, presencia de luz azul y daño foliar mecánico en condiciones 
controladas. 

• Comparar la densidad de tricomas glandulares en la epidermis del haz y del envés de las hojas de 
L. graveolens en cada uno de los tratamientos con respecto al grupo control. 

• Comparar el contenido de terpenos y flavonoides de plantas en estado silvestre provenientes de 
San Rafael, Coxcatlán, Puebla con plantas propagadas en invernadero. 
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4. MATERIALES Y MÉTODOS 
Elección de la especie 
Se eligió la especie Lippia graveolens Kunth, perteneciente a la familia Verbenaceae, por su importancia 
alimenticia y medicinal en la zona de estudio (Hernández et al., 2003). Es una especie perenne cuya 
composición fitoquímica ha sido ampliamente descrita (Compadre et al., 1987; Pino et al., 1989; Vernin 
et al., 2001; Lin et al., 2007), y los usos etnobotánicos han sido validados (Canales, 2005; González-
Güereca et al., 2007; Martínez-Rocha et al., 2008; Hernández et al., 2009a). Por otra parte, se cuenta 
con antecedentes respecto a su propagación en invernadero y sobre la acumulación de flavonoides en 
condiciones controladas (Moreno, 2009). Ya que es una especie de hábito herbáceo y perenne, su 
creciemiento es rápido lo que facilita su estudio y resulta en un modelo experimental útil para este tipo 
de trabajos.  
 
Recolección de semillas e ingreso al banco 
Para la recolecta se emplearon los métodos recomendados por el Royal Botanic Gardens, Kew (Van 
Slageren, 2003) en los cuales se recomienda un mínimo de 5 000 semillas provenientes de al menos 15 
individuos, de los cuales no se debe recolectar más de un 30% de las semillas de cada uno. El ingreso al 
banco de semillas se realizó de acuerdo con los métodos convencionales empleados para el 
almacenamiento a largo plazo en el Banco de Semillas de la Facultad de Estudios Superiores Iztacala, 
UNAM. Se recolectaron semillas en San Rafael, Coxcatlán, Puebla, N18°12'21.0" W97°07'59.0" y 
N18°12'08" W97°08'15.8" entre 952-989 m de altitud, en dos fechas de la época de lluvias (septiembre y 
octubre de los años 2010 y 2011) para evaluar sus tasas de germinación.  
 
Germinación de semillas 
Las semillas fueron desinfectadas con hipoclorito de sodio al 1% durante 5 min, el cual fue removido en 
3 enjuagues con agua destilada. Las semillas se dejaron en imbibición en agua destilada 12 h y luego se 
sembraron en agar bacteriológico al 1%. La germinación fue definida como el momento en que emerge 
la radícula (Debeaujon et al., 2000) y fue registrada durante 25 días en semillas recolectadas en 
septiembre y octubre de 2011, separadas por el color de su testa en claras y oscuras. Esta discrimanación 
de color se hizo para determinar diferencias en los parámetros de germinación entre estos dos grupos. 
Así mismo, al obtener frutos de estas plantas se recolectaron las semillas obtenidas en invernadero y 
también se evaluó su germinación en el cuarto de crecimiento a una temperatura promedio de 25 °C,  
humedad relativa máxima de 82% y un fotoperiodo de 16/8 h. Los ensayos se hicieron por triplicado, 
n=20 semillas silvestres y n=10 semillas provenientes de invernadero por réplica, y los resultados se 
expresaron en términos de porcentaje de germinación, tiempo promedio de germinación (TPG), tasa 
máxima de germinación (TMG) y sincronía (S). Los ajustes del modelo para obtener los parámetros 
previamente mencionados, se explican en el apartado de análisis estadísticos (Ver página 29). 
 
Propagación en invernadero- tratamientos abióticos 
Las plántulas obtenidas en los ensayos de germinación y con un mínimo de 4 hojas verdaderas, se 
trasplantaron a macetas de 76.2 cm con una mezcla de sustrato de agrolita:tierra 1:1 saturada con 
solución Hoagland y se establecieron en el invernadero de la FES-Iztacala, UNAM en Tlalnepantla, 
Estado de México, ubicado en las coordenadas N 19°31'17.7" W 99°11'19.5" a 2 254 m s.n.m. Las 
condiciones ambientales del invernadero (temperatura y luminosidad) se registraron cada 30 minutos por 
medio de un dispositivo HOBO UA002-64 Pendant temp/light, Serial 986598, versión 1.0.6. Las plantas 
se mantuvieron en condiciones óptimas de riego, a 80% de capacidad de campo con agua destilada  y 
cada 3 meses se adicionó solución Hoagland completa (Apéndice 1), para evitar deficiencias 
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nutricionales (Moreno, 2009). Al cumplir 8 meses de edad fisiológica, las plantas se dividieron en 4 
lotes de 12 individuos, para ser sometidas a las diferentes condiciones abióticas, que se detallan a 
continuación. Las respuestas fisiológicas, concentración de terpenos y flavonoides, concentración de 
transcritos de los genes chalcona sintasa chs y terpineno sintasa tps y el número de tricomas glandulares 
en el haz y en el envés de plantas tratadas y en plantas control, se analizaron en el tejido foliar de las 
plantas. En cada uno de los tratamientos abióticos, los primeros muestreos en las hojas (antes de las 24 
h) se destinaron para los análisis moleculares (concentración de transcritos de chs y tps) y las muestras 
foliares tomadas a partir de las 24 h (y las del tiempo cero) se tomaron para el análisis de flavonoides, 
terpenos y densidad de tricomas glandulares. Todas las muestras se congelaron en nitrógeno líquido y 
fueron almacenadas a -70 °C hasta su respectivo análisis. 
 

• Tratamientos lumínicos: flujo fotónico alto y luz azul 
El flujo fotónico alto se aplicó con una fibra óptica Hansatech LS2, serie 9093 de 120 V, 60 Hz y 120 
VA (1/planta) con valores de hasta 2000 µmol m-2s-1. La duración del tratamiento fue de una hora. Entre 
el foco de la fibra óptica y la planta se adaptó un filtro de agua para evitar el aumento de la temperatura, 
de modo que la diferencia de temperatura debajo del foco y la nave del invernadero no excedió 1 °C. La 
distancia entre el foco y la planta fue de 15 cm. Para el tratamiento de luz azul, se utilizaron lámparas de 
40 W de 1.2 m de longitud Interlectric Biliblue® F40T12 BBY, U.S.A. con longitud de onda 400-500 
nm, por un tiempo continuo de 8 h (modificado de Ebisawa et al., 2008) durante el día (Luz natural + luz 
azul). Las plantas se ubicaron dentro de una cámara construida con policarbonato de 7 mm, de 1.20 m de 
longitud, 70 cm de altura y 60 cm de profundidad, de forma que las lámparas estaban a 20-25 cm de 
distancia de las hojas apicales de las plantas (Ebisawa et al., 2008). El promedio de flujo fotónico dentro 
de la cámara fue de 550-697 μmol m-2s-1, medido con el radiómetro acoplado al IRGA Li-COR modelo 
Li-6400. Dentro de la cámara, las plantas se rotaron cada 2 horas para homogenizar el tratamiento. Los 
muestreos se realizaron inmediatamente antes de iniciar el tratamiento (tiempo cero), y posteriormente a 
las 2, 4, 6, 8, 12 y 24 h, día 8 y día 15 (Figura 5A). Estos tiempos de muestreo fueron seleccionados con 
base en previos reportes de expresión de transcritos y de acumulación de flavonoides en diferentes 
condiciones lumínicas. En Trifolium repens tratada con UV, a los 12 días se reportó el aumento 
significativo de quercetina (Hoffman et al., 2000); en uva, Vitis vinifer var. Silvaner, expuesta a diversos 
tratamientos lumínicos aumentaron sus compuestos fenólicos después de 7 días de tratamiento (Kolb et 
al., 2001); mientras que Logemann et al. (2000) observaron un aumento significativo de chs bajo 
tratamiento de UV en células de perejil, Petroselinum crispum.  
 
En la evaluación del efecto del flujo fotónico alto se adicionó el muestreo de 1 h (Figura 5B). La toma 
de muestras de las hojas se hizo desde la parte apical hacia la basal en 4 plantas tratadas y 4 plantas 
control. 
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                        A 

                          B 
 

Figura 5. Diseño experimental para evaluar el efecto de la luz azul (A) y del flujo fotónico alto (B) en plantas de L. 
graveolens. El recuadro gris indica el momento y duración de la aplicación del tratamiento.  Tiempos de muestreo. 

Medición de parámetros fisiológicos. T.V.R: Todas las variables de respuesta. 
 
• Daño foliar mecánico 

En plantas de 9 meses de edad mantenidas en un cuarto de crecimiento, cada una aislada dentro de un 
recipiente plástico transparente, se llevó a cabo el experimento de daño foliar mecánico. El daño foliar 
se hizo con una perforación manual, realizando dos orificios  de 5 mm de diámetro (Opitz et al., 2008), 
en 3 hojas del segundo nodo. Las muestras foliares se tomaron a las 0, 3, 6, 12 y 24 h para los análisis de 
expresión de los genes terpineno sintasa tps y chalcona sintasa chs, con base en previos resultados en 
algodón (Gossypium hirsutum) de Opitz et al., (2008) con el aumento significativo de terpenos 7 días 
después de aplicar daño mecánico, y en Medicago truncatula (Cox y Korth, 2002) quienes reportaron el 
aumento en la expresión de genes asociados a la biosíntesis de terpenos, asociado al daño mecánico en 
hojas. Para evaluar la densidad de tricomas glandulares y la concentración de terpenos y flavonoides se 
tomaron muestras de hojas a las 0, 24 h, día 4 y día 8. Los parámetros fotosintéticos se registraron a las 0 
h, 24 h, día 2 y día 8 del experimento (Figura 6). El ensayo se hizo por cuadruplicado en plantas tratadas 
y plantas control.  
 

                               
 

Figura 6. Diseño experimental para evaluar el efecto del daño mecánico en plantas de L. graveolens. El recuadro gris indica 
el momento y duración de la aplicación del tratamiento. Tiempos de muestreo. Medición de parámetros fisiológicos. 

T.V.R: Todas las variables de respuesta. 
 

• Estrés hídrico 
Para analizar el estrés hídrico, a un grupo de plantas de 8 meses de edad en condiciones óptimas de riego 
a 80% de capacidad de campo, se les anuló el riego durante una semana. La humedad aprovechable 
después de una semana sin riego fue de 33 a 40%. Las plantas sometidas a estas dos condiciones de 
humedad presentaron un potencial hídrico de -0.38 y -7.8 MPa, respectivamente. La medición del 
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potencial hídrico se realizó en 5 cámaras psicrométricas acopladas a un microvoltímetro dew point 
HR33-T (Logan, USA).  
Los muestreos para el análisis de transcritos, concentración de flavonoides y terpenos, y densidad de 
tricomas glandulares se hicieron en el tiempo cero (previo al sometimiento del estrés), el día 4 y el día 7 
después de la suspensión del riego, como se muestra en la Figura 7. Luego de la re-hidratación se 
midieron los parámetros fisiológicos en  plantas tratadas para comparar con los valores del grupo control 
(n=4).  
 

 
 
Parámetros fisiológicos 
Estos parámetros incluyeron fijación de CO2, conductancia estomática, transpiración y concentración 
interna de CO2 (Ci). Los datos se registraron mediante un Analizador Infrarrojo de Gases Portátil 
(IRGA), LICOR 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 de la hoja de 25 °C y una radiación 
fotosintéticamente activa (PAR) de 1500 μmol m-2s-1. Se seleccionaron hojas totalmente expandidas y 
apicales (1-2 nodo) para hacer los registros.  
 
Identificación y cuantificación de metabolitos secundarios 

• Terpenos 
De las muestras foliares pulverizadas con nitrógeno líquido, se hizo un extracto hexánico el cual se dejó 
en agitación continua a 150 rpm por 2 horas. Posteriormente, se centrifugó a 15 777 g durante 3 minutos 
en una centrífuga 5415C (Brinkmann Instruments, Inc., New York, USA), previa inyección en el CG-
EM. Cada muestra se inyectó de modo split (volumen de inyección de 1 μL en proporción 80:1) a un 
cromatógrafo de gases Agilent Technologies 6850, equipado con una columna capilar Agilent 19091s-
433E HP-5; S 5% fenil metil siloxano (30 m x 0.25 mm, 0.25 μm); acoplado a un espectómetro de masas 
(EM) 5975C VL MSD, Agilent technologies.  
La temperatura del inyector fue de 270 °C. Se usó helio como gas acarreador (20 mL min-1) y la 
termperatura del horno fue programada con una temperatura inicial de 70 °C por 2 minutos, seguida de 
una rampa de 20 °C min-1 a 230 °C (0 min) y luego 8 °C min-1 a 280 °C (5 min). Los parámetros de 
operación del EM fueron los siguientes: voltaje de ionización 70 eV, temperatura de la fuente de 
ionización electrónica de 230 °C, temperatura del cuadrupolo de 150 °C y un rango de escaneo de 35 a 
750 unidades de masa atómica. Todos los terpenos fueron identificados con el software Agilent 
Technologies usando la biblioteca NIST08; el timol (CAS 89-83-8) y el carvacrol (CAS 499-75-2) se 
identificaron por medio de la comparación con los picos y patrones de fragmentación de los estándares 
auténticos Sigma-Aldrich. La cuantificación se obtuvo a partir del 4-isopropilfenol (Sigm-Aldrich, CAS 
99-89-8) a una concentración final de 25 μg/mL, adicionado como estándar interno (Abu-Lafi et al., 
2008) a cada extracto. La Figura 8 muestra del rango de linearidad entre las concentraciones del estándar 
interno y la integración de los picos.  
 
 

Figura 7. Diseño experimental para evaluar el efecto del estrés 
hídrico en plantas de L. graveolens. El recuadro gris indica el 

momento y duración de la aplicación del tratamiento.  Tiempos 
de muestreo.  Medición de parámetros fisiológicos.  
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Figura 8. Correlación entre las concentraciones del estándar interno, 4-isopropilfenol, y la altura (A). Cromatograma de los 
picos de las diferentes concentraciones del estándar interno, con su estructura y patrón de fragmentación (B). 

 
• Flavonoides 

El material foliar  (10 mg) liofilizado (Freezone 4.5, LabConco, Kansas, USA) fue extraído en 1 mL de 
metanol al 80% a temperatura ambiente y centrifugado a 15 777 g durante 3 minutos en una centrífuga 
5415C (Brinkmann Instruments, Inc., New York, USA). La identificación de todos los flavonoides se 
llevó a cabo por medio de la inyección de 2 μL del sobrenadante en un equipo de cromatografía líquida 
acoplado a un detector de espectrometría de masasF

1
F (LC-MS), con un HPLC Accela ThermoScientific, 

USA (bomba, inyector y detector) con una columna Phenomenex Kinetex C18 (150 mm x 2.1 mm;  2.6 
μm) de Phenomenex, USA. La fase móvil fue de agua/metanol/acetonitrilo+ácido fórmico 1% con el 
siguiente gradiente: 90:0:10 (t=0min), 0:90:10 (t=20min), 0:90:10 (t=25min), 90:0:10 (t=27min), 
90:0:10 (t=37 min) y una tasa de flujo de 400μL min-1. El detector PDA (photodiode array) configurado 
en un rango de longitud de onda de 200 a 600 nm y una tasa de escaneo de 1 scan s-1. Los espectros de 
masas se obtuvieron por medio de LTQ Orbitrap XL (Thermo Scientific, USA). La detección se realizó 
por medio de ionización electrospray (ESI) en los modos positivo y negativo, con un flujo de gas a 20 
unidades arbitrarias, la temperatura capilar de 300 °C, fuente de voltaje de +/- 3.50 kV y la fuente de 
corriente a 100 μA.  
 
Con base en las identificaciones hechas por medio del LC-MS, las cuantificaciones de todas las muestras 
se realizaron en un equipo HPLC 1100 (Hewlett-Packard, USA), usando la misma columna y fase móvil 
con el siguiente gradiente: 90:0:10 (t=0min), 90:0:10 (t=5min), 50:40:10 (t=11min), 0:90:10 (t=30min) 
con un flujo de 150 μL min-1. El detector DAD se estableció a 260 nm. La concentración de cada 
flavonoide identificado se obtuvo con su coeficiente de extinción (Bednar y Hadcock, 1988; Vladimirov 
et al., 2009; Chirikova et al., 2010). Para evitar errores originados de la degradación de compuestos, las 
determinaciones por medio de cromatografía líquida se realizaron antes de las 24 h después de la 
extracción. Cada muestreo se analizó en 4 repeticiones de cada grupo experimental.  
 
Cuantificación de los transcritos chs y tps 
La cuantificación de los transcritos de chs y tps bajo diferentes tratamientos abióticos y en muestras 
silvestres se realizó mediante hibridación dot blot. Se buscaron secuencias génicas reportadas para chs y 
tps de las familias filogenéticamente relacionadas con Verbenaceae, ya que no existen reportes en la 
base de datos para L. graveolens, en el banco de información genética presente en el GenBankF

2
F. Con 

                                                           
1 Dr. Geoffrey Kite, Jodrell Laboratory, KEW Gardens, Richmond, Reino Unido. 
2 http://www.ncbi.nlm.nih.gov/ 
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estas secuencias se realizó un análisis BLAST (Basic Local Alignment Search Tool) con el fin de 
identificar secuencias con alto grado de identidad para los genes de interés. Con éstas se realizó un 
alineamiento múltiple, mediante el programa CLUSTAL W, con el propósito de encontrar zonas 
conservadas y diseñar sobre éstas los oligonucleótidos para cada gen. Para diseñar los oligonucleótidos 
de chs se alinearon 15 secuencias y para tps, 10 (Apéndice 2). La tabla 1 muestra las características de 
los oligonucleótidos diseñadas para cada gen. 
 

Tabla 1. Características de los oligonucleótidos diseñados 
Gen Secuencia forward Secuencia reverse Producto 

(pb) 
Tm 
(°C) 

chalcona 
sintasa (chs) 

5´-CATGATGTACCAGCAGG-3´ 5´-CTTCCTCATCTCATCCA-3´ 553 56 

γ-terpineno 
sintasa (tps) 

5´-GAGGCAAGGTGGTTCATCG-3´ 5´-CCACTACTCTGTCTCTTGC-3´ 187 46 

 
El diseño de los oligonucleótidos se verificó mediante PCR punto final utilizando como molde ADN 
extraído de las muestras foliares de los grupos control y las muestras silvestres utilizando el kit 
DNAzol® (Invitrogen CA, USA). El producto de la amplificación fue secuenciadoF

3
F y la secuencia fue 

nuevamente analizada mediante BLAST para comprobar que el amplicón obtenido correspondiera con 
un fragmento del gen de interés. Para γ-terpineno sintasa, el análisis mostró un 100% de identidad con la 
γ-terpineno sintasa de Thymus vulgaris, con números de acceso JQ957864.1, JQ957865.1 y JQ957866.1;  
y la secuencia obtenida de chs, un 86% de identidad con la secuencia del mismo gen de Scutellaria 
altissima (No. acceso JX98544.1) y S. sp. “zhongdianensis” (No. acceso JX985455.1), especies de la 
familia Lamiaceae. Las condiciones de amplificación fueron: volumen final de la mezcla de 25 µL, 
considerando 2.5 µL de amortiguador PCR 10X, 1.25 µL de MgCl2 50 mM, 1 µL de mezcla de dNTPs 
10 mM, 0.2 µL de Taq DNA polimerasa Platinum (Invitrogen, CA, USA, CAT 10966-030), 1 μL de 
cada cebador 5´y 3´ 10 μM, 1 μL de ADN total y 17μL de agua destilada y estéril. Las condiciones de la 
PCR consistieron de un ciclo inicial de 95 °C por 3 min (desnaturalización) seguido de 30 ciclos de 95 
°C por 40 s (desnaturalización), 56 °C y 46 °C para chs y tps, respectivamente, por 50 s (alineamiento), 
72 °C por 1.15 min (extensión) y un ciclo final a 72 °C por 5 min (extensión final) en un termociclador 
Select BioProducts, modelo Select cycler (NJ, USA). Los amplicones fueron separados por 
electroforesis en gel de agarosa 1% conteniendo bromuro de etidio. Se usó como marcador de peso 
molecular 1KB PLUS (Invitrogen, CA, USA).  
 
Para la técnica de hibridación dot-blot4, se extrajo el RNA total de todas las muestras foliares 
(experimentos y muestras silvestres) mediante el kit TRIzol (Invitrogen, CA, USA. CAT No. 15596-
018) y se sintetizó cDNA con la enzima reverso transcriptasa SuperScript III (Invitrogen, CA, USA. 
CAT No.18064-014). Los niveles basales de expresión de todas las muestras se estandarizaron con base 
en el gen de expresión constitutiva 26S, el cual es un  gen  ribosómico constitutivo, mediante RT-PCR 
modificando el número de ciclos hasta que todas las muestras tuvieron la misma intensidad del 
fragmento amplificado (Ruiz Nieto et al., 2013). Todas las reacciones de PCR se llevaron a cabo en un 
volumen total de 21 μL conteniendo 12 μL de agua estéril, 2 μL de dNTP ́s (10 mM), 2 μL de PCR 
amortiguador 10X, 0.8 μL de MgCl2 (50 mM), 2 μL del par de oligonucleótidos correspondiente (10 
mM), 0.2 μL de Taq (5U/ μl) y 1 μL de ADNc de primera cadena. Las condiciones de las reacciones 
                                                           
3 Servicio en el Laboratorio de Bioquímica Molecular, FES Iztacala. M. en C. Alejandro Cruz Monsalvo 
4 Realizado en INIFAP, campus Celaya, Guanajuato. Asesorado por el Dr. Víctor Tavera Montero, Ing. Eric Ruiz y la Ing. 
Paulina Rodríguez. 
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fueron: 1 ciclo de desnaturalización inicial a 95 °C por 5 min, 95 °C por 1 min, 60 °C por 2 min y 72 °C 
por 2 min. Los productos de la reacción se analizaron por electroforesis en agarosa al 1% con 
amortiguador TBE 1X (EDTA 1 mM pH 8, ácido bórico 40 mM, Tris 40 mM) a 120 V. Los geles se 
revelaron con bromuro de etidio y se fotografiaron en un fotodocumentador BIO-RAD (CA, USA) 
Modelo Universal Hood II.  
 
La sonda se obtuvo mediante la amplificación un fragmento de cada gen por medio de RT-PCR, como 
se describió anteriormente, y se purificó (QIAquick gel extraction kit Qiagen, Alemania) a partir del 
producto de PCR, en el caso de tps que se obtuvo una sola banda. Para chs se purificó a partir del gel, ya 
que se presentaron amplificaciones inespecíficas. La cuantificación de la sonda se midió en un 
espectrofotómetro Nanodrop ThermoScientific 8000 y se corroboró por medio de una electroforesis en 
gel de agarosa. La concentración final para la sonda fue de 200 y 1000 ng, para chs y tps, 
respectivamente y se marcaron por medio del kit “BIOTIN DECALABEL DNA LABELING KIT” de 
Thermoscientific (MA, USA), adicionando 10 µL del decanucleótido en buffer de reacción 5X y 24 µL 
de agua libre de nucleasas. Se mezcló el contenido y se dio un pulso por 5 s. Posteriormente, se incubó a 
baño María 8 min y se enfrió inmediatamente en hielo. A esta mezcla se le adicionó lo siguiente, en la 
oscuridad: 5 µL de la mezcla de marcaje con biotina (Labeling mix) y 1 µL del fragmento Klenow exo- 
5U/ µL. La mezcla se incubó a 37 °C en el termociclador hasta el momento de su uso (alrededor de 15 
h). La sonda se desnaturalizó en baño María 5 min y se enfrió en hielo inmediatamente.  
Antes de imprimir las muestras en la membrana, correspondientes al ADN complementario de doble 
cadena (cdsDNA) de cada individuo, éstas se desnaturalizaron en baño María por 10 minutos y se 
colocaron en hielo inmediatamente. Se utilizó la membrana de nylon Amersham hybondTM-N+ de GE 
Healthcare Life Sciences (UK), la cual fue cargada con 1.5 µL de cada cdsDNA (cada individuo de cada 
experimento). Como control negativo se usó agua y una sonda diferente a la de interés, y como control 
positivo una muestra cuya expresión del gen de interés fue previamente comprobada, mediante RT-PCR. 
El cdsDNA se fijó por medio del programa C2 del horno UV Linker, marca BioRad. Este programa, 
dentro de la aplicación “Crosslinking” es de 50 mJ por 300 s. 
Las soluciones de pre-hibridación e hibridación (Biotin Chromogenic detection Kit, Thermoscientific, 
MA, USA), a un volumen final de 30 mL cada una, se prepararon con 1.93 mL de agua MiliQ estéril, 
1.07 mL de SDS 14%, 3 mL de solución de Denhardt y 9 mL de SSC 20X. En la oscuridad se 
adicionaron 15 mL de formamida y se dejó en incubación 4 h a 46 °C, en agotación continua a 7 rpm en 
el horno de hibridación para la pre-hibridación, y 18 h a la misma velocidad en el caso de la hibridación. 
Los lavados se hicieron con SSC 2X y SDS 0.1% y SSC 0.1X y SDS 0.1% y con la solución 
bloqueo/lavado 1X. La solución de bloqueo 1% se incubó a temperatura ambiente por 30 min en 
agitación continua y, después de desecharla, se añadió la solución de conjugado de streptavidina-AP la 
cual se incubó a temperatura ambiente por 30 min. La solución de detección 1X se dejó en las 
membranas por 10 min en agitación continua y la solución de substracción 1X 20 horas a temperatura 
ambiente, en agitación constante a 7 rpm. Finalmente, las membranas se enjuagaron con agua MiliQ 
estéril y se tomaron las fotografías de éstas en transiluminador con luz blanca por medio de un 
fotodocumentador BIO-RAD Modelo Universal Hood II. Se realizaron análisis densitométricos de las 
imágenes obtenidas mediante el software TotalLabQuant TL1201D v2009. 
 
Identificación y cuantificación de tricomas glandulares 
Las hojas provenientes de plantas de invernadero se analizaron inmediatamente después de ser 
muestreadas, en fresco. Las hojas de plantas silvestres, recolectadas en campo, fueron fijadas en 



 28

amortiguador de fosfato dipotásico 0.2 M y glutaraldehído 3% (modificado de Argyropoulou et al., 
2010) pH 7.2, a 4 °C para mantener las estructuras y evitar su degradación o lisis. Se realizaron cortes 
longitudinales de 0.5 cm2 en las hojas y se montaron sobre soportes de aluminio, con cinta adhesiva 
doble faz de carbono (Electron Microscopy Sciences, Hatfield, PA. Cat No. 77817-12). Ensayos 
preliminares no mostraron diferencias entre hojas sin y con cubierta de oro. Las fotografías fueron 
tomadas en un microscopio electrónico de barrido Jeol JSM-6380LV (JEOL Ltd., Tokyo, Japan) con un 
voltaje de aceleración de 10 kV. Se tomaron 3 fotografías a 100X en cada una de las tres réplicas, tanto 
de las muestras silvestres, como en las de plantas de invernadero. El conteo de los tricomas glandulares 
en el haz y en el envés de la epidermis se realizó en las fotografías digitales tomadas de la parte central 
de la hoja, usando el programa ImageJ V. 1.46. 
 
Respuestas en plantas silvestres 
En dos localidades de la reserva de Tehuacán-Cuicatlán, San Rafael y Zapotitlán Salinas, en la estación 
seca (mayo) y en la estación lluviosa (septiembre) se midieron los mismos  parámetros fisiológicos que 
en las plantas de invernadero, con el IRGA Li-Cor Li6400 y se tomaron muestras para determinar la 
acumulación de flavonoides y terpenos, densidad de tricomas glandulares y la expresión de los 
transcritos chs y tps. Las muestras destinadas a los análisis para contenido de flavonoides se recolectaron 
en bolsas de papel, para ser liofilizadas en un liofilizador Freezone 4.5 (LabConco, Kansas, US). Las 
muestras tomadas para el análisis de terpenos se almacenaron en nitrógeno líquido hasta el momento de 
su extracción mientras que las destinadas al conteo de tricomas glandulares se fijaron en amortiguador 
de fosfato dipotásico pH 7.2, con glutaraldehído 3% hasta su montaje. Las hojas tomadas para 
cuantificar la expresión de transcritos se depositaron en tubos eppendorf con 1.5 mL de solución 
AllProtect de Qiagen (CAT 76405). Un espécimen de herbario de cada localidad, San Rafael y 
Zapotitlán Salinas, se encuentra depositado en el Herbario de la FES Iztacala, bajo los números 42699 
IZTA y 42780 IZTA, respectivamente.  
 
Análisis estadísticos 
Se aplicó un análisis de varianza (ANOVA) de 2 vías para comparar entre los grupos experimentales y 
entre los tiempos de muestreo en cada uno de los experimentos α ≥0.05, para cada uno de los parámetros 
fotosintéticos, cada flavonoide, cada terpeno y para los datos de densidad de tricomas glandulares. En 
los casos en los que existieron diferencias significativas se aplicó la prueba post hoc LSD (α ≥0.05). 
Para la comparación de medias entre dos grupos, como silvestre vs. invernadero y control vs. 
tratamiento, se aplicó una prueba t student, significancia del α ≥ 0.05 con el programa GenStat 11. Para 
asociar el conjunto de variables de cada experimento, se realizó un análisis de componentes principales 
usando el programa R® versión 3.0.2. En cuanto a los datos de germinación, el porcentaje acumulado de 
cada réplica 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 (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 GenStat 11. 
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5. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
5.1 Germinación y propagación 

La germinación final, en la que se tomaron en cuenta sólo las semillas viables, evaluadas el día 25 post-
siembra mediante el ensayo de corte de testa, mostró que los mayores porcentajes de germinación se 
obtuvieron con las semillas silvestres con testa clara, en especial las recolectadas en Octubre con un 
valor de 87.2%. Mientras que las semillas obtenidas en invernadero presentaron valores de 48.9 y 
38.09% en las semillas oscuras y claras, respectivamente (Figura 9). Un análisis de las semillas mediante 
rayos X (22.0 kV, 0.30 mA y 3.84 mA) en un equipo FaxitronF

5
F mostró que la mayoría de semillas 

recolectadas en septiembre son inmaduras, con un embrión incompleto o sin él (Figura 10), lo cual 
explica los bajos porcentajes de germinación. A pesar de que las semillas provenientes de plantas de 
invernadero presentaron embriones completos y maduros, su germinación fue menor. Es probable que se 
deba a algún tipo de latencia o de vigor diferencial de las plantas, originado de las condiciones de 
crecimiento en el invernadero. Estos análisis se llevaron a cabo en tres réplicas (n=30) de semillas de 
plantas silvestres y una réplica (n=10) de semillas provenientes de individuos propagados en 
invernadero.   

         
Figura 9. Porcentajes de germinación final en semillas de L. graveolens silvestres (A) n=20 y provenientes de plantas de 

invernadero (B) n=10. Evaluación en agar bacteriológico 1%, fotoperiodo 16/8h a 25 °C. Las barras indican el error estándar 
de 3 réplicas. 

 

 
 
Los modelos sigmoideos y gaussianos (Tabla 2) aplicados al porcentaje de germinación acumulado en 
cada grupo de semillas, mostraron que los parámetros germinativos de las semillas provenientes de 
plantas de invernadero y de plantas silvestres recolectadas en septiembre no difieren y presentan los 
valores más bajos. Por el contrario, las semillas recolectadas en individuos silvestres en el mes de 
octubre presentaron mayor tiempo promedio de germinación (F(4,14)=3.74 P=0.041) y sincronía 
(F(4,14)=7.76 P=0.004) con respecto a las semillas provenientes de individuos de invernadero. Este dato 

                                                           
5 Análisis realizados en Millennium Seed Bank, Kew Gardens, Wakehurst Place, Reino Unido. 

Figura 10. Fotografía con rayos X de semillas de L. graveolens 
provenientes de individuos silvestres recolectados en septiembre de 

2011. A: semilla con embrión completo B: semilla con embrión 
incompleto C: semilla vacía. 
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es relevante ya que demuestra que tan sólo dos semanas de diferencia en la fecha de recolecta podrían 
ser determinantes en los resultados germinativos, más que el efecto del color de la testa. Sin embargo, 
esta última variable está estrechamente vinculada con el estado de maduración de los embriones, pero 
también con los compuestos que contenga como fenoles polimerizados y compuestos fenólicos que 
actúan como defensa química contra microorganismos, y física incrementando la resitencia mecánica 
(Mohamed-Yasseen et al., 1994).  

 
Tabla 2. Índices de germinación de semillas de L. graveolens provenientes de individuos silvestres (recolectadas en 
septiembre y octubre) y de individuos propagados en invernadero. TMG: tasa máxima de germinación, TPG: tiempo 

promedio de germinación, S: sincronía. Promedios de ensayos por triplicado (n=20) ± error estándar. Las letras representan 
diferencias significativas entre grupos p≤0.05 

 
Origen Silvestres Septiembre Silvestres Octubre Invernadero 

Parámetro Testa clara Testa oscura Testa clara Testa oscura  
TMG 

(No. semillas/día) 5.4±2.6 21.1±12.2 14.8±3.4 15.8±1.2 6.8±2.1 

TPG (días) 5.3±2.5b 4.3±6.4b 14.3±3.2a  15.4±1.6a 6.6±2ab 
S 0.06±0.04 b 0.01±0.007 b 0.16±0.02a 0.18±0.05a  0.08±0.03ab 

Porcentaje final de 
germinación (%) 53.7 b 51.1 b 87.2 a 77.2 a 43.5 b 

 
Este resultado coincide con lo obtenido por otros autores en especies como Panicum miliaceum (Khan et 
al., 1996), Phaseolus vulgaris (Powell et al., 1986), Vigna unguiculata (Legesse y Powell, 1992) y 
mostaza (Ochuodho y Modi, 2010) quienes sustentan que esta diferencia se debe básicamente a la 
dureza y grosor de la testa. Las semillas más oscuras pueden presentar  una testa más gruesa con mayor 
número de células, o mayor densidad, una barrera química que puede conformada por polifenoles o 
lignanos, lo que limita la toma de agua y por lo tanto, reduce la germinación. 
 
Aunque el tiempo promedio de germinación (TPG) y la sincronía (S) mostraron diferencias entre grupos, 
la tasa máxima de germinación (TMG), no. Las diferencias temporales podrían estar dadas por el estado 
de madurez del embrión, como se mencionó anteriormente o bien, debido 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), 
lo cual podría estar afectando las semillas de plantas de invernadero que a pesar de ser de dimensiones 
mayores (Apéndice 3), los valores de germinación fueron tan bajos como las semillas inmaduras 
silvestres recolectadas en septiembre. 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). Según Schmitt et al. 
(1992) y posteriormente Van Hinsberg (1998) demostraron que para Plantago lanceolata propagada en 
invernadero, la expresión del genotipo materno durante la germinación depende de la luz en la que se 
desarrolle la progenie.  
 

5.2 Identificación de flavonoides y terpenos 
La estandarización del métodos de identificación de flavonoides en LC-MS y posteriormente las 
modificaciones hechas en el HPLC, realizadas con las muestras de individuos silvestres recolectadas en 
época de lluvias, que era de las que se tenía mayor cantidad de tejido, permitió identificar 24 flavonoides 
en las muestras foliares de L. graveolens. La tabla 3 muestra el compuesto, con los máximos de 
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absorción en UV. La mayoría de los compuestos identificados han sido previamente reportados para esta 
especie (Domínguez et al., 1989; Lin et al., 2007; González-Güereca et al., 2007).  
 

Tabla 3. Flavonoides identificados en hojas de L. graveolens con su tiempo de retención (tR), peso molecular (PM) y sus 
máximos de absorción UV (A). Cromatograma obtenido en LC-MS con la asignación de picos (B).  

 
 
                                                                                            
 
 
 
 
 
 

 
 

 
 
 

              B. 
A. 

 
 
Dentro de los flavonoides que están presentes en las hojas se encuentran flavonoles, flavanonas y 
dihidrochalconas. Los lipiósidos I y II, ya reportados para L. graveolens, corresponden al ácido 6’-O-
trans-cafeoil-carioptosídico (Rastrelli et al., 1998). La crisina, identificada solo en algunas muestras 
(tratamiento de estrés hídrico y de daño mecánico) no ha sido reportada para esta especie, de modo que 
su autenticidad debe ser confirmada por comparación con el estándar. Las dos pentahidroxiflavanonas 
identificadas tienen la misma aglicona, por lo que es probable que sean isómeros, como lo discuten Lin 
et al. (2007).  
 
En cuanto a terpenos, en todo el conjunto de muestras fueron identificados 48 compuestos por medio de 
CG-EM. Estos compuestos incluyen monoterpenos, sesquiterpenos y un triterpeno (Tabla 4); 
previamente reportados por varios autores (Compadre et al., 1987; Rivero-Cruz et al., 2011). 
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No.  Nombre tR (min) PM UV max (nm)
1 Pentahidroxiflavanona hexósido‐A 5.08 467 237,285,361,395sh
2 Pentahidroxiflavanona hexósido‐B 5.75 467 237,285,361,395sh
3 6‐hidroxiluteolina hexósido‐A 6.1 465 234,280,344,396
4 6‐hidroxiluteolina hexósido‐B HPLC 465 234,280,344,396
5 Taxifolina 6.47 305 288
6 Scutelareina 7‐O‐hexósido 7.2 449 233,280,336,380sh
7 3‐hidroxifloretin 6´‐O‐hexósido 7.4 453 234,285,379
8 Floridzina HPLC 437 234
9 Eriodictiol 9.34 289 288
10 Quercetina HPLC 302 256,266sh,370
11 Naringenina 10.7 273 292
12 Pinocembrina 13.6 257 289
13 Galangina 14.6 271 265,310,359,396sh
14 Galangina metil eter 15 285 234,265,312,336,379sh
15 Crisina 14.4 255 314
16 Kaemferol 11.8 287 265
17 6‐metilscutelareina HPLC 300 276
18 6,7‐dimetilscutelareina HPLC 314 278
19 Scutelareina     9.7 286 235,290,361
20 Lippiosido I 6.93 539 234
21 Lipiósido II 5.85 555 233
22 Luteolina 10.8 286 256,266sh,348
23 Sakuranetina HPLC 286 290,336sh
24 Pinostrobina 16 270 288
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Tabla 4. Terpenos identificados en hojas de L. graveolens por CG-EM y su tiempo de retención (tR). *Biciclo= 
biciclo(3.1.0)hexan-2-ol,2-metil-5-(1-metiletil),(1α,2β,5α) 

 
Compuesto tR (min) Compuesto tR (min) 

Monoterpenos terpinen-4-ol 6.25 
3-thujeno 3.71 α-terpineol 6.34 
1-R-α-pineno 3.94 Anisol,2-isopropil-5-metil 6.62 
Camfeno 4.1 Linalol 6.7 
4(10)thujeno 4.32 Timol 7.0 
β-felandreno 4.33 Carvacrol 7.1 
2(10)-pineno 4.39 o-acetiltimol 7.53 
Camfor 4.39 Sesquiterpenos 
β-pineno 4.4 Cariofileno 8.1 
β-mirceno 4.45 α-cariofileno 8.3 
α-pineno 4.57 Germacreno 8.44 
α-terpineno 4.62 β-cubebeno 8.5 
α-felandreno 4.64 γ-cadideno 8.69 
3-careno 4.7 Cadinol 9.07 
m-cimeno 4.82 Oxido de cariofileno 9.1 
p-cimeno 4.83 γ-eudesmol 9.4 
o-cimeno 4.83 β-eudesmol 9.5 
Limoneno 4.88 α-eudesmol 9.57 
Eucaliptol 4.9 Cadina 3,9 dieno 9.6 
γ-terpineno 5.1 Eugenol 9.74 
Biciclo* 5.2 Naftaleno 9.98 
Terpineol 5.31 Eudesm-4(14)-en-11-ol 10.46 
Limonano 5.44 Espatulenol 17.5 
β-linalol 5.48 Triterpeno 
Alcanfor 6.0 Escualeno 17.6 
Endoborneol 6.18  

 
La figura 11 muestra  un cromatograma obtenido en CG-EM a partir del extracto hexánico de una 
muestra silvestre, proveniente de San Rafael, con la asignación de algunos de los picos. 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
                 
 

Figura 11. Cromatograma obtenido en CG-EM de extracto hexánico de muestra foliar de L. graveolens silvestre 
recolectada en San Rafael, Puebla.  
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5.3 Identificación de tricomas glandulares 
Se lograron identificar tricomas no glandulares y glandulares en el haz y en el envés de las hojas 
provenientes de organismos silvestres y de individuos propagados en invernadero. La figura 12 muestra 
la distribución de ambos tipos de tricomas en cada una de las caras foliares. 
 

                             
Figura 12. Distribución de tricomas glandulares (flechas negras) y no glandulares (flechas blancas) con su base multicelular 

en hojas de un individuo del grupo control en haz (A) y en envés (B). 100X. 
 

Argyropoulou et al. (2010) en su estudio morfoanatómico e histoquímico en L. citriodora describieron 
cuatro tipos de tricomas glandulares, nombrados A, B, C y D que difieren en tamaño, forma, contenido y 
en el número de células basales. En el presente estudio con L. graveolens se identificaron tricomas 
glandulares correspondientes al tipo D, que son tricomas glandulares con cabeza unicelular de gran 
tamaño y esférica, tallo también unicelular y corto (Figura 13). Estos mismos autores discuten que la 
morfología de esos tricomas tipo D es similar a la de tricoma peltado. Sin embargo, los tricomas 
peltados presentan cabezas multicelulares (Werker et al., 1985; Bosabalidis, 2002). Debido a su 
abundancia, el conteo se centró solamente en los tricomas glandulares tipo D, también reportado en L. 
scaberrima (Combrinck et al., 2007), bajo el nombre de “tricomas grandes” (large trichomes, en inglés). 
Aunque las dimensiones de estos tricomas varían, en promedio tienen 40 µm2 y 34 µm de alto, en 
concordancia con lo reportado por este último autor.  
 

 
 
Como se observa en la Figura 12, el envés presentó una mayor densidad de tricomas glandulares. Este 
hecho ha sido previamente reportado en otras especies como Artemisia annua (Kjær et al., 2012), las 
Lamiaceaes Mentha piperita (Maffei et al., 1989), Teucrium salviastrum (Cavaleiro et al., 2002), T. 
scorodonia (Autunes y Sevinate-Pinto, 1991), Perovskia atriplicifolia (Zamfirache et al., 2009) y 
Plectranthus madagascariensis (Ascensao et al., 1998). 
 
 

Figura 13. Fotografía de un tricoma glandular tipo D en L. graveolens.  
1600X 
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5.4 Respuestas fisiológicas, fitoquímicas y moleculares en condiciones de estrés abiótico 
5.4.1 Tratamientos lumínicos 

 
* Parámetros fisiológicos 
Aunque las plantas sometidas a  flujo fotónico alto por 1 h umentaron la tasa fotosintética y la 
concentración interna de CO2, las diferencias no fueron estadísticamente significativas. Por otro lado, el 
tratamiento de luz azul generó una disminución significativa de la conductancia estomática (F(2,27)=2.01 
P=0.15) y de la concentración interna de CO2 (F(2,27)=7.82 P=0.002) después de 8h de tratamiento, pero 
a los 15 días éste último parámetro y la transpiración aumentaron significativamente con respecto al 
control (Tabla 5).  

 
Tabla 5. Respuestas fisiológicas en plantas de L. graveolens control (C) y bajo tratamiento lumínico (Tmto). Los asteriscos 

indican diferencias significativas p≤0.05 entre grupo control y tratado. 
 

 
Parámetro 
fisiológico 

LUZ AZUL FLUJO FOTÓNICO ALTO  
0h 8h Día 15 0h 1h 24 h Día 15 
 C Tmto C Tmto  C Tmto C Tmto C Tmto 

Fijación de CO2 
(μmol CO2 m

-2s-1) 
4.93±1.10 6.94±1.32 6.39±0.6 2.24±0.48 2.8±0.77 3.22±0.41 1.89±0.82 3.02±0.69 4.53±2.71 5.38±1.03 5.4±1.56 5.24±1.02 

Conductancia 
estomática  
(mol H2O m-2s-1) 

0.21±0.37 0.19±0.26* 0.05±0.01 0.03±0.03 0.04±0.03 0.02±0.002 0.017±0.007 0.01±0.006 0.03±0.02 0.04±0.005 0.04±0.01 0.04±0.02 

Transpiración  
(mmol H2O m-2s-1) 

0.78±0.54 1.85±0.11 1.62±0.02 0.52±0.22* 0.76±0.33 0.55±0.05 0.69±0.28 0.59±0.22 0.95±0.46 1.19±0.21 1.25±0.15 0.83±0.35 

Conc. interna de 
CO2  (μmol CO2 

mol aire-1) 

146.75± 
32.22 

162.05± 
87.95* 

122.35± 
31.75 

188.36± 
36.43* 

221±101.02 181±24.6 172.3±61.5 314.9±142.9 156.2±55.6 136.9±24.3 177.7±62.2 102.5±55.8 

 
Estos resultados demuestran que, al menos el tratamiento de flujo fotónico alto (2000 μmol m-2s-1 por 1 
h), no generó una condición de estrés en las plantas de esta especie con edad fisiológica de 8 meses. Por 
el contrario, después de 1 h aumentó la tasa fotosintética, probablemente debido a la activación del 
fotosistema II y de todo el aparato fotosintético, contando además con la condición óptima de riego en 
las que se encontraba este grupo experimental. Estudios similares en otras especies como soya, la 
irradiación de 2000 μmol m-2s-1 durante 25 minutos generó una apertura progresiva de los estomas como 
respuesta al aumento en la densidad del flujo fotónico fotosintético y por lo tanto la tasa de asimilación 
neta de CO2 aumentó (Lichtenthaler y Bukart, 1999). Esta especie, adaptada a zonas áridas y semi-áridas 
tolera condiciones más prolongadas de fuerte irradiación. En condiciones naturales, se ha registrado en 
la zona de estudio PAR hasta de 1300 μmol m-2s-1 en época de sequía, momento en el que la planta 
pierde sus hojas para evitar la evapotranspiración.  
 
Por otra parte, los efectos de la luz azul no se vieron reflejados en la tasa de asimilación de CO2 pero sí 
en los demás parámetros, como la conductancia estomática, la cual ha sido asociada con la apertura de 
estomas (Talbott et al., 2003; Shimazaki et al., 2007). Sin embargo, en condiciones de PAR constante, 
como en el presente estudio, se ha reportado que la luz azul induce el cierre estomático (Barillot et al., 
2010). Los resultados obtenidos coinciden con estos antecedentes, ya que se observó una disminución 
significativa de la conductancia estomática en las plantas tratadas por 8 h (Tabla 5). Sin embargo, se ha 
discutido que además del cierre de estomas debido a la luz azul, la compleja respuesta estomática 
desencadena un descenso en la concentración interna de CO2 (Ci), lo cual pueda a su vez, reabrir los 
estomas (Jenkins, 1998). Es interesante este hecho puesto que en el presente experimento las plantas 
tratadas disminuyeron su Ci con respecto a las plantas control. Dos semanas después del experimento, 
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las plantas no mostraron diferencias en su tasa fotosintética ni estomática e incluso, la transpiración y la 
Ci fueron significativamente mayores que las registradas en las plantas que no recibieron tratamiento. Se 
ha reportado que la apertura o cierre estomático ocurre inmediatamente después de la exposición y luego 
se reestablece (Loreto et al., 2009), por lo que las diferencias observadas en ese momento, 
probablemente no se deben al tratamiento lumínico.  
 
* Acumulación de terpenos y flavonoides 
El tratamiento de luz azul fue el que evidenció mayor efecto sobre la acumulación de flavonoides, con 
un aumento significativo en la concentración de 11 compuestos en el tratamiento con respecto al grupo 
control p≤0.05. Algunos de ellos aumentaron su acumulación 8 días después de aplicado el tratamiento: 
6-hidroxiluteolina hexósido B, 1.56 veces con respecto al control (F(3,24)=7.46 P=0.001), la taxifolina 
1.52 veces (F(3,24)=13.26 P=<0.001), galangina 1.29 y galangina metil éter 1.4 veces con respecto al 
control (F(3,24)=2.14 P=0.12 y F(3,24)=3.06 P=0.04, respectivamente). El eriodictiol y la naringenina 
incrementaron su concentración en todos los tiempos de muestreo, hasta 1.58 y 1.66 veces por encima 
del control (F(3,24)=3.73 P=0.02 y F(3,24)=3.22 P=0.04, respectivamente). La scutelareina 7-O-hexósido 
disminuyó su concentración frente al control a las 24 horas después de la aplicación del tratamiento 1.5 
veces con respecto al control (F(3,24)=2.05 P=0.1) (Tabla 6).   
 
Tabla 6. Concentración de flavonoides (mg/g tejido seco) en hojas de L. graveolens tratadas con luz azul por 8 horas (Tmto) 
que mostraron diferencias estadísticamente significativas con respecto al control (C), señaladas con un asterisco (p≤0.05). 

Promedios de 4 réplicas±error estándar. 
 

 0h 24h Día 8 Día 15 
Flavonoide  C Tmto C Tmto C Tmto 
6‐hidroxiluteolina 

hexósido‐B 
0.34±0.05 0.9±0.47 0.9±0.26 0.85±0.22 1.33±0.23* 0.62±0.15 0.66±0.09 

Taxifolina  0 0.23±0.053 0.32±0.05 0.21±0.04 0.32±0.05* 0.23±0.07 0.21±0.06 
Scutelareina 7‐O‐

hexósido 
0.59±0.01 1.21±0.28* 0.83±0.27 0 1.24±0.25* 0.8±0.08 1.86±0.2* 

3‐hidroxifloretin 
6´‐O‐hexósido 

0.31±0.03 0.44±0.13 0.58±0.12* 0.61±0.05 0.78±0.16 0.63±0.16 0.89±0.2* 

Floridzina  0.15±0.02 0.16±0.04 0.26±0.07* 0.1±0.008 0.13±0.01* 0.08±0.02 0.08±0.006
Eriodictiol  0.28±0.03 0.26±0.04 0.41±0.1* 0.26±0.004 0.37±0.12* 0.18±0.03 0.27±0.05*
Quercetina  0.19±0.01 0.14±0.02 0.18±0.02* 0.15±0.02 0.17±0.02* 0.11±0.02 0.12±0.02 
Naringenina  0.62±0.07 0.41±0.02 0.62±0.08* 0.38±0.15 0.63±0.21* 0.24±0.05 0.39±0.1* 
Pinocembrina  1.18±0.1 0.72±0.36 1.31±0.21* 0.84±0.22 1.45±0.23* 0.43±0.14 0.52±0.24 
Galangina  1.72±0.65 1.91±0.52 2.08±0.45 1.64±0.63 2.12±0.29* 1.01±0.02 0.84±0.5 

Galangina metil 
éter 

0.8±0.09 0.73±0.62 1±0.18 0.84±0.31 1.18±0.18* 0.44±0.01 0.42±0.21 

 
Por su parte, la mayoría de terpenos en este tratamiento disminuyeron significativamente su 
concentración (tabla 7) con respecto al control, excepto el α-felandreno (F(3,24)=4.42 P=0.046) después 
de 15 días de tratamiento que aumentó 4.5 veces, el o-cimeno 1.4 veces el día 8 después de aplicado el 
tratamiento (F(3,24)=5.41 P=0.005) y el γ-eudesmol a los 15 días con un aumento de 30 veces por encima 
de la concentración del grupo control. 
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Tabla 7. Concentración de terpenos (mg/g tejido fresco) en hojas de L. graveolens tratadas con luz azul por 8 horas que 
mostraron diferencias estadísticamente significativas con respecto al control * p≤0.05  Promedios de 4 réplicas±error 

estándar. 
 

 0h 24h Día 8 Día 15 
Terpeno  C Tmto C Tmto C Tmto 

1-R-α-pineno  0.23±0.13 1±0.79* 0.25±0.1 0.04±0.01 0.08±0.06 0.12±0.02 0.2±0.07 
Eucaliptol  1.19±0.86 2.19±0.72* 0.82±0.29 0.39±0.16 0.21±0.17 0.6±0.24 0.7±0.25 
α‐terpineol  0.15±0.1 0.24±0.04* 0.1±0.04 0.04±0.02 0.02±0.02 0.06±0.03 0.11±0.04 
Alcanfor  0.04±0.04 0.13±0.07* 0.03±0.02 0.02±0.02 0.02±0.02 0.05±0.03 0.04±0.04 
o‐cimeno  0.97±0.49 0.51±0.25 0.44±0.17 0.09±0.04 0.13±0.1* 0.85±0.25 0.76±0.08 

terpinen‐4‐ol  0.08±0.02 0.06±0.002 0.09±0.04 0.01±0.009 0.01±0.005 0.08±0.03* 0.04±0.02 
Timol  4.96±3.4 1.48±1.66 0.16±0.08 0.0003±0.0003 0.006±0.007 12.75±4.27* 2.61±2.14 

α‐felandreno  0.66±0.75 1.21±0.97 1.75±0.79 0.1±0.08 0.7±0.69 0.29±0.13 1.31±0.56* 
γ-eudesmol 0.014±0.017 0.02±0.016* 0.002±0.003 0 0 0.003±0.001 0.09±0.004*

 
El tratamiento de flujo fotónico alto también indujo el incremento significativo de la mayoría de 
flavonoides a las 24h: scutelareina-7-O-hexósido aumentó 1.3 veces con respecto al control (F(3,24)=2.23 
P=0.1), pinocembrina 1.62 veces (F(3,24)=5.85 P=0.004), 6,7-dimetilscutelareina 1.5 veces y el 
kaempferol aumentó 33.3 veces con respecto al control (F(3,24)=10.4 P=<0.001 y (F(3,24)=3.02 P=0.09, 
respectivamente). Al día 8 aumentó 3 veces con respecto al control la 6-hidroxiluteolina-hexósido B 
(F(3,24)=8.12 P=<0.001), mientras que el día 15 la floridzina, aumentando 1.86 veces (F(3,24)=5.42 
P=0.05). Los siguientes flavonoides aumentaron significativamente en dos momentos: taxifolina (1.41 y 
2.4 veces más que el control; F(3,24)=10.36 P=<0.001), quercetina (1.5 y 1.45 veces con respecto al 
control; F(3,24)=1.92 P=0.1), naringenina (1.79 y 1.95 veces más que el control; F(3,24)=11.06 P=<0.001), 
galangina (1.5 y 2 veces más; F(3,24)=5.60 P=0.025) y galangina metil éter (1.73 y 1.9 veces más que el 
control; F(3,24)=10.56 P=0.003). Los anteriores resultados se resumen en la Tabla 8. 
 
Tabla 8. Concentración de flavonoides (mg/g tejido seco) en hojas de L. graveolens tratadas con flujo fotónico alto por 1 hora 
(Tmto) que mostraron diferencias estadísticamente significativas con respecto al control (C), ** p≤0.05 * p≤0.1 Promedios de 

4 réplicas±error estándar. 
 

 0h 24h Día 8 Día 15 
Flavonoide  C Tmto C Tmto C Tmto 

6‐hidroxiluteolina 
hexósido‐B 

0.34±0.05 1.16±0.47 1.45±0.32 0.08±0.02 0.24±0.1** 0.6±0.44 1.1±0.39 

Taxifolina  0 0.17±0.09 0.24±0.01** 0.02±0 0.07±0.01 0.1±0.04 0.24±0.05** 
Scutelareina 7‐O‐

hexósido 
0.59±0.01 0.48±0.06 0.65±0.07** 0.18±0.02 0.3±0.08 0.58±0.38 0.82±0.37 

Floridzina  0.15±0.02 0.1±0.02 0.11±0.01 0.03±0.008 0.06±0.02 0.07±0.03 0.13±0.06** 
Quercetina  0.19±0.01 0.12±0.006 0.15±0 0.06±0.02 0.09±0.02** 0.11±0 0.16±0.08** 
Naringenina  0.62±0.07 0.28±0.05 0.36±0.03 0.14±0.03 0.25±0.04* 0.22±0.09 0.43±0.19** 
Pinocembrina  1.18±0.1 0.56±0.16 0.91±0.13** 0.34±0.07 0.48±0.06 0.65±0.28 0.97±0.34 
Galangina  1.72±0.66 1.37±0.45 2.08±0.45* 0.92±0.25 1.39±0.22 1.61±0.55 3.26±1.04** 

Galangina metil 
éter 

0.8±0.09 0.69±0.18 1.19±0.06** 0.36±0.13 0.63±0.09 0.72±0.22 1.37±0.4** 

Kaempferol  0.43±0.04 0.009±0 0.3±0.06** 0.08±0.02 0.16±0.04 0.11±0.04 0.21±0.07 
6,7‐

dimetilscutelareina 
0.31±0.04 0.14±0 0.21±0.03** 0 0 0 0 
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Bajo este mismo tratamiento, la concentración de algunos terpenos: eucaliptol (F(3,24)= 2.91 P=0.05), α-
terpineol (F(3,24)= 1.73 P=0.1), cariofileno (F(3,24)= 1.87 P=0.1), α-cariofileno (F(3,24)= 2.33 P=0.1), 
limonano (F(3,24)= 3.59 P=0.070) y 3-careno (F(3,24)= 4.78 P=0.039) aumentaron significativamente con 
respecto al control (Tabla 9), la mayoría de ellos a las 24 horas después del tratamiento. Este incremento 
fue evidente en el limonano pues con respecto al control aumentó 167.5 veces a las 24 horas y de 11 
veces a los 8 días. El 3-careno aumentó 32.5 y 18 veces, respectivamente, mientras que en los demás 
compuestos el incremento estuvo entre 5 y 8 veces más con respecto al control.   

 
Tabla 9. Acumulación de terpenos, en mg/g tejido fresco, afectada por el tratamiento de flujo fotónico alto por 1 hora en 

hojas de L. graveolens ** p≤0.05 * p≤0.1 Promedios de 4 réplicas±error estándar. 
 

 0h 24h Día 8 Día 15 
Terpeno  C Tmto C Tmto C Tmto 
Eucaliptol  0.28±0.14 0.05±0.03 0.26±0.13** 0.3±0.28 0.31±0.19 0.04±0.03 0.12±0.05 
α‐terpineol  0.02±0.007 0.004±0.002 0.01±0.003 0.02±0.02 0.019±0.009 0.004±0.002 0.02±0.01* 
3‐careno  0.04±0.03 0.008±0.003 0.26±0.19** 0.02±0.008 0.36±0.29** 0.005±0.001 0.005±0.001
Cariofileno  0.07±0.03 0.01±0.002 0.08±0.05* 0.08±0.09 0.11±0.08 0.01±0.008 0.03±0.01 
α‐cariofileno  0.03±0.01 0.006±0.001 0.04±0.02* 0.04±0.04 0.04±0.03 0.008±0.004 0.01±0.006 

Limonano 0.02±0.01 0.004±0.001 0.67±0.05* 0.01±0.01 0.11±0.01* 0.02±0.02 0.01±0.01 
                                          
 * Densidad de tricomas glandulares 
 En las hojas de las plantas tratadas con luz azul, la densidad de tricomas glandulares aumentó tanto en 
el haz como en el envés a 24 horas de aplicado el tratamiento (F(3,88)=12.18 P=<0.001); pero el día 8 
disminuyó. El aumento en el número de tricomas glandulares fue evidente en las hojas tratadas con flujo 
fotónico alto, especialmente en el envés de las hojas (Figura 14), con un aumento conspicuo el día 15 
post-tratamiento (F(3,88)=5.49 P=0.002).  
 

                    
Figura 14. Densidad de tricomas glandulares en haz (izquierda) y en envés (derecha) de hojas de L. graveolens sometidas a 

luz azul por 8 h (A) y a flujo fotónico alto por 1 h (B). Los asteriscos muestran los grupos que mostraron diferencias 
significativas con respecto al control p≤0.05 
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* Expresión de chs y tps 
Mediante la técnica de hibridación dot blot se identificó el aumento significativo del transcrito del gen 
chs en plantas tratadas con luz azul y flujo fotónico alto, a las 12h e inmediatamente después de la 
aplicación del tratamiento, respectivamente (t<0.05). Los transcritos del gen tps bajo estos tratamientos 
disminuyeron en primera instancia (a las 8 h en plantas tratadas con luz azul y a las 4 h en plantas 
tratadas con flujo fotónico alto), pero luego incrementaron su concentración (Figura 15). 
 

         
Figura 15. Cuantificación de transcritos chs (A) y tps (B) en plantas de L. graveolens sometidas a luz azul (1) y flujo fotónico 
alto (2). Los asteriscos muestran los grupos que mostraron diferencias significativas con respecto al control t≤0.05. 
 

5.2 Tratamiento hídrico 
 
* Parámetros fisiológicos 
En las plantas con suspensión de riego por una semana, la tasa fotosintética (F(3,24)=84.59 P=<0.001) y la 
transpiración (F(3,24)=32.88 P=<0.001) disminuyeron significativamente en comparación con las plantas 
control. La rehidratación no logró re-establecer las condiciones fisiológicas (Figura 16), evidenciado 
además con la mortalidad de plantas 2 semanas después del experimento. El efecto negativo del déficit 
hídrico sobre la fotosíntesis ha sido ampliamente reportado (Chaves et al., 2003; Flexas et al., 2004). El 
déficit hídrico reduce la conductancia estomática antes de que el potencial hídrico de la hoja caiga a 
niveles críticos con el fin de evitar las consecuencias adversas en los tejidos foliares y en el sistema de 
transporte de agua. El cierre estomático genera una limitación estomática para la fotosíntesis. Bajo un 
estrés hídrico severo, la eficiencia del fotosistema II también disminuye (Da Graça et al., 2010) y esto 
tiene como consecuencia que la tasa de asimilación de CO2 descienda. Además, un déficit hídrico 
prolongado induce la cavitación de los elementos del xilema, lo que limita aún más la llegada de agua 
disponible a las hojas (Guyot et al., 2012), amplificando los efectos en la conductancia estomática y en 
la actividad fotosintética. Después de la re-hidratación no hubo recuperación de los parámetros 
fotosintéticos, lo que demuestra que la suspensión de riego por una semana en esta especie genera 
consecuencias irreversibles en la asimilación fotosintética. 
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* Acumulación de terpenos y flavonoides 
Los monoterpenos camfeno (F(2,9)=5.41 P=0.029), α-felandreno (F(2,9)=2.50 P=0.13), limoneno 
(F(2,9)=6.22 P=0.02) y alcanfor (F(2,9)=4.42 P=0.046) aumentaron su concentración con el tratamiento 
hídrico, con respecto al control 3.2, 5.86, 3.8 y 3. 4 veces, respectivamente. El timol presentó las 
mayores concentraciones en el grupo control (F(2,9)=5.42 P=0.028), 47 veces por encima de las plantas 
tratadas. Por su parte, solo dos flavonoides aumentaron su concentración en este tratamiento: la 
galangina metil eter (F(2,9)=3.03 P=0.099) (1.9 veces con respecto al control) y el kaempferol 
(F(2,9)=26.04 P=<0.001); éste último en ambos muestreos realizados después de la suspensión de riego  
(Figura 17). 
 

A B 
Figura 17. Concentración de terpenos (A) y flavonoides (B) obtenida en plantas de L. graveolens sometidas a estrés hídrico. 

Las barras indican el error estándar de 4 réplicas y * las diferencias significativas p≤0.05        
 
* Densidad de tricomas glandulares 
Este parámetro solo mostró diferencias en el haz de las hojas, con un incremento significativo al 
completarse la semana sin riego (F(2,33)=3.81 P=0.032). El envés no presentó diferencias entre grupos 
experimentales (Figura 18).  

Figura 16. Asimilación de CO2 y transpiración en plantas 
de L. graveolens con riego suspendido por una semana y en 

plantas control con riego al 80% de capacidad de campo. 
Las barras indican el error estándar de 4 réplicas y, * las 

diferencias significativas p≤0.05 
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Figura 18. Densidad de tricomas glandulares en haz y en envés de hojas de L. graveolens sometidas a estrés hídrico. Los 

asteriscos muestran los grupos que mostraron diferencias significativas con respecto al control p≤0.05 
 
* Expresión de chs y tps 
La concentración de los transcritos del gen chs aumentó significativamente en las plantas sometidas a  
estrés hídrico (t<0.05), con respecto al control (Figura 19). No hubo diferencias en la expresión de tps.  
 

                                               
Figura 19. Cuantificación de transcritos chs y tps en plantas de L. graveolens sometidas a estrés hídrico debido a una semana 

sin riego. Los asteriscos muestran los grupos que presentaron diferencias significativas con respecto al control t≤0.05 
 

5.4.2 Daño foliar mecánico 
 
* Parámetros fisiológicos 
Aunque la asimilación de CO2 aumentó inmediatamente después del daño mecánico (F(4,30)= 273.4 
P=<0.001) y a partir de las 24 horas disminuyó, la conductancia estomática y la transpiración (F(4,30)= 
5.23 P=0.003) aumentaron a través del tiempo (Tabla 10), pero con respecto al control disminuyeron sus 
valores. 

 
Tabla 10. Parámetros fisiológicos afectados por el daño mecánico foliar en L. graveolens. * muestran las diferencias 

significativas del tratamiento (Tmto) con respecto al grupo control p≤0.05 
 

 
Parámetro fisiológico 

0h 1h 24h Día 4 Día 8 

  Control Tmto Control Tmto Control Tmto Control Tmto 
Asimilación de CO2 
(μmol CO2 m

-2s-1) 
7.2±2.3 14.1±1.4 18.4±3.1* 9.1±1 10.5±0.8 0.8±0.5 0.6±0.2 3.7±1 1.1±0.6 

Conductancia 
estomática  
(mol H2O m-2s-1) 

0.1±0.02 0.2±0.1* 0.05±0.008 0.1±0.02 0.1±0.02 0.2±0.07 0.1±0.06 0.2±0.02 0.2±0.06 

Transpiración  
(mmol H2O m-2s-1) 4.1±0.7 2.1±0.3 2.9±1 4±0.7 4.1±0.6 5.5±0.8* 3.2±1.3 6±0.4 6.1±1.3 
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Contrario a lo que se ha reportado sobre disminución de la tasa fotosintética en hojas sometidas a daño 
mecánico (Hlavackova et al., 2002; Chin-Chen et al., 2004; Schwachtje y Baldwin, 2008), se observó un 
aumento inmediatamente después del daño y posteriormente no se encontraron diferencias significativas 
en con respecto al grupo control. Sin embargo, las mediciones fotosintéticas en los estudios 
mencionados se han realizado en momentos posteriores a 24 horas y/o en la hoja afectada. En L. 
graveolens los registros se llevaron a cabo en hojas que no habían sido dañadas, por lo que es probable 
que se hayan detectado respuestas sistémicas al daño mecánico local. Por otra parte, se ha reportado el 
origen fotosintético, en términos del origen de carbono asimilado en este proceso como precursor de 
algunos monoterpenos (Loreto et al., 1996; Schurmann et al., 1993; Loreto et al., 2000) después de un 
ataque de herbívoro. El hecho de que la tasa de asimilación de CO2 aumentara sistémicamente después 
del daño (la medición del parámetro fotosintético no se realizó en la misma hoja dañada), podría tener 
un vínculo con la demanda de carbono para afrontar el daño. La disminución inmediata en la 
conductancia estomática probablemente obedezca a la inminente pérdida de agua y solutos que tiene 
lugar en la superficie expuesta después del daño al tejido (Howe, 2004), especialmente en un ensayo 
como éste en el que las plantas se encontraban aisladas en un recipiente plástico que propiciaba un 
micro-ambiente de alta humedad.  
 
* Acumulación de terpenos y flavonoides 
Del conjunto de terpenos que mostraron diferencias debido al tratamiento, el terpinen-4-ol (F(3,24)= 2.6 
P=0.076) y el cariofileno (F(3,24)= 7.03 P=0.001) aumentaron su concentración a las 24h después de 
hecho el daño foliar, 3.7 y 2.4 veces con respecto al control. Otros tres monoterpenos tuvieron un 
incremento y un decremento en diferentes momentos del experimento, y otros dos monoterpenos, el 1-
R-α-pineno y el γ-terpineno (F(3,24)= 3.8 P=0.02 y F(3,24)= 5.09 P=0.03, respectivamente) disminuyeron 
la concentración en los grupos tratados con respecto a su control (Tabla 11). 

 
Tabla 11. Concentración de terpenos (mg/g tejido fresco) afectada por el daño mecánico ejercido en hojas de L. graveolens. 

Las barras indican el error estándar de 4 réplicas. Se resaltan las diferencias significativas **p≤0.05 * p≤0.1. Biciclo= = 
biciclo(3.1.0)hexan-2-ol,2-metil-5-(1-metiletil),(1α,2β,5α)       

 
 0h 24h Día 4 Día 8 

Terpeno  C Tmto C Tmto C Tmto 
3-thujeno 1.61±0.59 1.26±0.53 3.13±1.63** 4.55±0.47** 2.73±0.55 2.56±1.36** 0.7±0.3 

terpinen-4-ol 0.23±0.15 0.23±0.05 0.86±0.24* 0.56±0.5 0.7±0.28 0.04±0.04 0.06±0.07

Cariofileno 4.7±1.64 4.2±0.9 10.09±3.24** 18.4±6.25 14.8±5.68 5.71±3.35 2.55±0.61

1-R-α-pineno 0.91±0.64 1.21±0.58 1.5±0.5 3.92±1.9** 1.76±0.44 0.82±0.4 0.49±0.24

Biciclo 0.06±0.08 1.37±0.47** 0 1.15±0.17 3.07±1.29** 0.19±0.14 0.36±0.29

γ-terpineno 7.02±4.56 6.89±4.31 5.79±4.74 14.06±6.8** 3.2±1.9 5.63±4.62 1.77±1.45

α-terpineno 1.73±0.75 0.31±0.09 2.23±1.4* 1.17±0.98 0.4±0.46 2.8±1.9* 0.22±0.01 

 
Por otro lado, los flavonoides que se vieron afectados por el daño mecánico, fueron tres: 6-
metilscutelareina (F(3,24)= 1.85 P=0.1), 6,7-dimetilscutelareina (F(3,24)= 1.69 P=0.1) y crisina (F(3,24)= 
1.72 P=0.18). Todos dismimuyeron alrededor de 1.5 veces con respecto al control (Figura 20). Es 
importante anotar que la crisina solo se presentó en las plantas de los experimentos de daño foliar y 
estrés hídrico.    
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Figura 20. Concentración de flavonoides en plantas de L. graveolens sometidas a daño mecánico foliar mecánico. A: 6-
metilscutelareina, B: 6,7-dimetilscutelareina, C: crisina. Las barras indican el error estándar de 4 réplicas y * las diferencias 

significativas p≤ 0.1 
 
* Densidad de tricomas glandulares 
El número de tricomas disminuyó tanto en el haz (F(3,88)= 42.82 P=<0.001) como en el envés (F(3,88)= 
24.95 P=<0.001) en las plantas tratadas. En el haz a los 4 y 8 días post-tratamiento y en el envés solo el 
día 8 después de realizado el daño foliar (Figura 21). 
 

               
Figura 21. Densidad de tricomas glandulares en haz (A) y en envés (B) de hojas de L. graveolens con daño mecánico. Los 

asteriscos muestran los grupos que presentaron diferencias significativas con respecto al control p≤0.05 
 
* Expresión de chs y tps 
La concentración de los transcritos del gen chs en plantas sometidas a daño foliar mecánico aumentó 3 
horas después del tratamiento. Por el contrario, la concentración de los transcritos del gen tps disminuyó 
a las 6 horas, con respecto al control (Figura 22).  

              
Figura 22. Cuantificación de transcritos chs (A) y tps (B) en plantas de L. graveolens sometidas a daño foliar mecánico. Los 

asteriscos muestran los grupos que mostraron diferencias significativas con respecto al control t≤0.05 
 

5.4.4 Respuestas en plantas silvestres  
Los parámetros fisiológicos de asimilación de CO2 (F(1,15)=28.29 P=<0.001), conductancia estomática 
F(1,15)=9.91 P=0.007) y transpiración F(1,15)=12.55 P=0.003) fueron mayores en épocas de lluvias en las 

* *

*

A B C
* *

*

* *

*

A B C



 43

dos localidades, siendo mayores en Zapotitlán Salinas (Tabla 12). La concentración interna de CO2, por 
el contrario, fue menor en la época de sequía (F(1,13)=6.08 P=0.028). Hubo diferencias estadísticas en la 
humedad relativa durante la época de secas en San Rafael y en Zapotitlán Salinas, 33.9% y 25.6% 
respectivamente, pero no en la irradiación (t≤0.05) con un promedio de 1226.8 µmol m-2s-1. Mientras 
que la diferencia de la humedad relativa en San Rafael alcanzó el 44.6% en contraste con 25.6% de 
humedad en la época de sequía.  
  

Tabla 12. Parámetros fisiológicos en plantas silvestres de L. graveolens de dos localidades, en dos épocas contrastantes del 
año. Los números indican las diferencias significativas entre los grupos p≤0.05 

 
 

Parámetro fisiológico 
San Rafael Zapotitlán Salinas 

Sequía Lluvias Sequía Lluvias 
Asimilación de CO2 
(μmol CO2 m-2s-1) 

1.80±0.272a 2.42±0.442ab 1.01±0.482b 9.32±1.791 

Conductancia estomática  
(mol H2O m-2s-1) 

0.002±0.0033 0.011±0.00042 0.01±0.0152 0.04±0.0041 

Transpiración  
(mmol H2O m-2s-1) 

0.09±0.042 0.4±0.152 0.11±0.032 0.85±0.331 

Conc. interna de CO2   
(μmol CO2 mol aire-1) 

42.04±7.592 28.07±15.382 305.23±156.91 10.17±6.812 

 
Las diferencias señaladas anteriormente en la humedad de cada localidad y época, explican los mayores 
valores de fijación de CO2, conductancia estomática y transpiración. La apertura estomática en 
condiciones favorables de humedad, permite la entrada de CO2 sin pérdida de vapor de agua, lo que se 
traduce en un incremento en la asimilación de CO2. Por su parte, la relación inversa de éste parámetro 
con la Ci ha sido reportada previamente en esta especie (Moreno, 2009) y podría estar asociado al hecho 
de que en condiciones de sequía (temperaturas e irradiación elevadas, déficit hídrico prolongado) exista 
fotoinhibición, de modo que el CO2 que logra entrar a la célula pese a la disminución de conductancia 
estomática, no puede ser fijado debido a la inhabilidad bioquímica para llevar a cabo dicho proceso.  
 
Los monoterpenos mayoritarios en las plantas silvestres mostraron diferencias entre localidades y 
momento de recolecta. Las plantas provenientes de San Rafael mostraron altas concentraciones de 
eucaliptol y o-cimeno (F(1,16)=20.62 P=<0.001 y F(1,16)=13.27 P=0.002) con los mayores valores en 
época de secas; mientras que las plantas de Zapotitlán Salinas acumulan carvacrol, en concentraciones 
significativamente mayores durante la época de lluvias  y timol en época de secas (t≥0.05) (Figura 23). 
 
                                               
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 23. Concentración de monoterpenos mayoritarios en muestras silvestres de L. graveolens, provenientes de San Rafael 
(SR) y de Zapotitlán Salinas (Z), Puebla en dos épocas contrastantes del año. Las barras indican error estándar y las letras, las 

diferencias significativas de cada uno de los compuestos (p≤0.05). 
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Además de los compuestos mayoritarios de los individuos silvestres, otros también presentaron 
diferencias significativas en sus concentraciones (Tabla 13), por lo general los valores más altos se 
presentaron en la época de sequía en las plantas de San Rafael, excepto por el α-felandreno y el 
cariofileno. 

 
Tabla 13. Concentración de terpenos (mg/g tejido fresco) en plantas silvestres de L. graveolens de dos localidades en dos 

épocas contrastantes del año. Las letras indican diferencias significativas entre grupos por cada compuesto. ± Error estándar 
de 4 réplicas. 

 
Compuesto San Rafael Zapotitlán Salinas ANOVA 

 Secas Lluvias Secas Lluvias  
1-R-α-pineno 3.70±1.7a 1.07±0.33b 0.11±0.006c 0.14±0.08b F(1,16)=8.56 P=0.01 

Camfeno 0.99±0.65a 0.49±0.44b 0b 0.05±0.02b F(1,16)=4.69 P=0.046
2(10)-pineno 0.27±0.35b 0.13±0.11b 0.24±0.09b 0.57±0.17a F(1,16)=2.23 P=0.15 
α-felandreno 0.69±0.56b 2.56±0.96a 0b 0.06±0.02b F(1,16)=16.93 P=<0.001

Limoneno 2.3±0.66a 1.18±0.37b 0.22±0.09c 0.11±0.06c F(1,16)=30.13 P=<0.001
Terpinen-4-ol 1.91±1.3a 0.26±0.1b 0.15±0.02b 0.15±0.006b F(1,16)=3.4 P=0.08 
α-terpineol 0.62±0.33a 0.116±0.02b 0.01±0.01b 0.026±0.02b F(1,16)=7.47 P=0.015
Cariofileno 1.63±0.59a 1.57±0.43a 1.04±0.21a 0.95±0.36b F(1,16)=3.67 P=0.074

 
Por otro lado, los flavonoides, las pentahidroxiflavanonas-hex A y B (F(1,8)=10.58 P=0.012 y F(1,8)=48.76 
P=<0.001), así como las 6-hidroxiluteolinas-hex A y B (F(1,8)=35.35 P=<0.001 y F(1,8)=32.44 P=<0.001) 
fueron significativamente mayores en su concentración en época de lluvias, especialmente en Zapotitlán 
Salinas. La quercetina (F(1,8)=17.56 P=0.003) y la 6,7-dimetilscutelareina (F(1,8)=5.85 P=0.04), por el 
contrario, tuvieron valores más altos en la época de secas (Figura 24). Las flavanonas pinocembrina, 
naringenina y galangina también presentaron mayor concentración en la época de secas, aunque las 
diferencias no resultaron estadísticamente significativas, y por lo tanto no se muestran en la figura.  

 
 
 

                                                                                                                          
 
 
 
 
 
 

Figura 24. Concentración de flavonoides en plantas silvestres de L. graveolens de dos localidades en dos épocas contrastantes 
del año. Los asteriscos indican las diferencias significativas en cada uno de los compuestos p≤0.05 

 
Al comparar las concentraciones de metabolitos en las plantas silvestres con los de las plantas en 
invernadero, se observó que algunos terpenos mostraron diferencias. Las concentraciones de los 
monoterpenos α-felandreno (F(2,10)=4.74 P=0.036), o-cimeno (F(2,10)=5.37 P=0.026) y el γ-terpineno 
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(F(2,10)=5.86 P=0.021) fueron significativamente más altas en plantas crecidas en invernadero (Tabla 14), 
mientras que el eucaliptol (F(2,10)=8.56 P=0.007) y el timol (F(2,10)=5.19 P=0.028) presentaron mayor 
concentración en las plantas silvestres. Los flavonoides, sin embargo, no mostraron diferencias entre los 
dos grupos, excepto la pentahidroxiflavanona-hex B (F(2,6)=9.43 P=0.01) con un alto contenido en las 
muestras provenientes de Zapotitlán Salinas. Cabe mencionar que aunque los flavonoides mayoritarios 
como pinocembrina y galangina presentaron valores más altos en las plantas de invernadero bajo 
condiciones lumínicas particulares (alta intensidad y luz azul), las diferencias no resultaron 
estadísticamente significativas con respecto a los valores obtenidos en plantas silvestres. 
 

Tabla 14. Comparación de la concentración de terpenos y flavonoides en plantas de L. graveolens provenientes de 
poblaciones silvestres y de invernadero. Los números indican diferencias significativas entre grupos p≤0.05. ± Error estándar 

de 4 réplicas. §Indica el tratamiento en el que se obtuvo la mayor concentración en plantas propagadas en invernadero. 
 

Compuesto San 
Rafael 

Zapotitlán 
Salinas 

Invernadero Tratamiento§ 

α-felandreno 0.69±0.562 0.03±02 4.30±2.91 Estrés hídrico día 8 
o-cimeno 11.8±5.072 7.08±1.333 35.6±13.21 Daño, Control 
Eucaliptol 11.6±3.741 0.13±0.072 4.38±1.182 Estrés hídrico día 8 
γ-terpineno 0.44±0.412 0.92±0.42 14.06±6.841 Daño, control 
Timol 0±02 14.6±1.81 9.26±7.042 Daño, día 4 
Carvacrol 0±02 7.0±3.51 4.6±3.21 Daño, control 
Pentahidroxiflavanona-hex B 0.57±0.122 1.8±0.061 0.46±0.282 Luz azul, día 15 
Pinocembrina 0.95±0.32 0.72±0.372 1.45±0.231 Luz azul, 24h 
Galangina 1.84±0.72 1.91±1.732 3.26±1.041 Alta intensidad, día 4 

 
La densidad en los tricomas glandulares en las muestras silvestres mostró comportamientos contrarios en 
el haz y en el envés. En el haz, las hojas de Zapotitlán Salinas recolectadas en época de secas tuvieron la 
mayor cantidad de tricomas glandulares por área (F(1,59)=9.66 P=0.003), sin diferencias significativas 
entre localidades (Figura 25); mientras que en el envés la mayor densidad se obtuvo en la época de 
lluvias (F(1,59)=13.86 P=<0.001). La densidad de tricomas fue sustancialmente mayor en las hojas 
silvestres en comparación con la obtenida en plantas de invernadero de todos los tratamientos (t≥0.05), 
excepto en plantas sometidas a flujo fotónico alto cuyos valores no mostraron diferencias con los de  las 
plantas provenientes de San Rafael y de Zapotitlán de Salinas.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

   
 

Figura 25. Densidad de tricomas glandulares en haz y en envés de hojas de plantas silvestres de L. graveolens provenientes de 
dos localidades de Puebla, recolectadas en dos épocas del año. Las barras indican el error estándar de 5 réplicas y los 

números las diferencias significativas en haz y en envés p≤0.05 
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La concentración de ambos transcritos, chs y tps, en las plantas silvestres fue mayor en época de lluvias, 
excepto para las muestras de Zapotitlán Salinas las cuales presentaron una concentración 
significativamente mayor del transcrito tps en época de secas (t≥0.05) (Figura 26), en evidente relación 
con la acumulación de timol, producto de la enzima γ-terpineno sintasa. 

                                          
Figura 26. Concentración de los transcritos chs y tps en muestras silvestres de L. graveolens de dos localidades en dos épocas 

contrastantes del año. Las letras indican las diferencias significativas de cada uno de los genes t≥0.05 
 
5.4.5 Análisis de componentes principales de todas las variables 
El análisis multivariado de componentes principales (PCA) agrupando todas las variables en todos los 
experimentos abióticos, mostró una asociación del aumento de los tricomas en el haz y en el envés con 
los tratamientos de flujo fotónico alto y de luz azul en relación con el aumento en la concentración de los 
flavonoides 6-hidroxiluteolina-hex, pinocembrina y galangina que fueron los compuestos mayoritarios; 
mientras que las respuestas obtenidas en el experimento de daño mecánico se asoció prioritariamente 
con terpenos, en especial sesquiterpenos como cariofileno y β-cubebeno e inversamente con la densidad 
de tricomas glandulares (Figura 27). Algunos flavonoides se asociaron en este análisis probablemente 
por ser compuestos minoritarios y estar presentes solo en algunos grupos experimentales (crisina, por 
ej.) como se observa en la parte superior de la figura.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 26. Análisis de componentes principales 
(PCA) de las muestras de todos los 

experimentos (n=128) en relación con la 
acumulación de terpenos (Ter), flavonoides 
(FLA), densidad de tricomas glandulares en 
haz (haz) y en envés (env). La letra inicial de 

las muestras indica el tipo de condición 
abiótica D:daño mecánico (en óvalo rosa), L: 

luz azul, A: flujo fotónico alto (en óvalo azul), 
H: estrés hídrico. Proporción acumulada de los 

3 primeros componentes= 98% 
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6. DISCUSION GENERAL 
Los tratamientos abióticos manejados en el presente estudio afectaron diferencialmente los parámetros 
fotosintéticos en L. graveolens. El efecto negativo sobre éstos fue esencialmente debido al déficit hídrico 
generado con la suspensión de riego por una semana. Los tratamientos lumínicos generaron respuestas 
inmediatas, en la conductancia estomática y en la concentración interna de CO2 en el caso del 
tratamiento de luz azul por 8 h; y un aumento de la asimilación de CO2 con flujo fotónico alto por 1 h. 
Lo que demuestra la tolerancia de la especie a condiciones adversas, por un tiempo corto. El daño 
mecánico incrementó la tasa fotosintética sistémica inmediatamente después de la aplicación del 
tratamiento lo que podría representar un mecanismo para aumentar el CO2 fijado como materia prima 
para sintetizar los compuestos (químicos y estructurales) que contrarresten el efecto del daño.  
 
En general, se observó un aumento significativo de la mayoría de flavonoides bajo los tratamientos 
lumínicos, asociados al aumento en la densidad de tricomas glandulares en el haz y el envés de las hojas.  
Para los tricomas de tipo D, que fue el tipo de tricoma identificado y cuantificado en este estudio, se ha 
determinado que su contenido es heterogéneo e incluye sustancias de diversa polaridad. Se ha sugerido 
que en este tipo de estructuras, la célula basal contiene temporalmente fotosintatos, que son 
transportados hacia el tallo y cabeza del tricoma donde tiene lugar la síntesis de los componentes del 
aceite esencial, entre otras sustancias que pueden incluir también flavonoides (Ascensao et al., 1999; 
Ascensao y Pais, 1998), las cuales son almacenadas en la capa de la(s) célula(s) que hacen parte de la 
cabeza del tricoma y continuamente se filtran a través de la pared celular para cubrir la superficie de la 
hoja y así proteger a la planta de microorganismos, herbívoros y radiación ultravioleta. 
 
Comparativamente, el número de tricomas observado fue mayor al reportado en otras especies del 
género Lippia y de familias botánicas emparentadas. Por ejemplo, L. citriodora (Argyropoulou et al., 
2010) en el envés presentó 5 veces más tricomas que en el haz, con 71 y 14 tricomas en toda una hoja 
desarrollada, respectivamente; en Prostanthera ovalifolia se reportaron 25 tricomas/mm2 en ambas caras 
foliares (Gersbach, 2002); y en cultivares de Origanum vulgare se reportan entre 95 y 56 tricomas/mm2 

(Crocoll et al., 2010), en contraste con los valores de 300/mm2 tricomas glandulares en las hojas de las 
plantas sometidas a flujo fotónico alto (Figura 14) 15 días después de aplicado el tratamiento.  
El hecho de que el número de tricomas haya aumentado significativamente a través del tiempo sugiere 
que esto pueda deberse a un efecto acumulativo de la intesidad de la luz o que es el tiempo necesario 
para obtener una respuesta fenotípica debido a un factor ambiental. Muchos trabajos han profundizado 
en el conocimiento de la densidad de tricomas en varias especies y los resultados han sido 
controversiales. En Artemisia se ha reportado que en el estadio de primordios jovenes se ha dado por 
terminada la diferenciación de estas estructuras (Duke y Paul, 1993; Davies et al., 2009); otros autores 
sugieren que la máxima densidad de tricomas se alcanza cuando la hoja llega a su tamaño máximo y 
posteriormente el número decrece (Shanker et al., 1999; Lommen et al., 2006). Lo cierto es que existen 
variaciones en este parámetro en la mayoría de especies evaluadas a través del tiempo, y además de 
incluir explicaciones innatas, ya que la densidad inicial parece ser un rasgo hereditario (Graham et al., 
2010), existen otros factores que pueden afectar la densidad de tricomas glandulares, como los factores  
ambientales tales  como la luz (Tattini et al., 2000), agua, fotoperiodo (Snyder y Hyatt, 1984), la altitud 
y los cambios estacionales (Kofidis y Bosabalidis, 2008); además de factores genéticos y fenológicos, 
entre otros (Kjaer et al., 2012).  
 
Particularmente, en las plantas tratadas con flujo fotónico alto, la densidad de tricomas se asoció con el 
aumento en la concentración de los terpenos β-mirceno, β-felandreno, naftaleno y β-cubebeno (Figura 
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27). De manera interesante, los resultados del tratamiento de luz azul mostraron la misma relación con 
los sesquiterpenos mencionados, pero no con flavonoides. La asociación positiva de acumulación de 
terpenos y luz ha sido previamente reportada en especies herbáceas y árboles (Tingey et al., 1987; 
Staudt y Lhoutellier, 2011). La activación por luz de varias enzimas en la vía MEP puede estar vinculada 
con esta relación positiva (Rasulov et al., 2010; Rivasseau et al., 2009; Schnitzler et al., 2010). Y 
aunque por lo general los sesquiterpenos se sintetizan en el citosol, muchos precursores se intercambian 
entre los compartimentos (Bick y Lange, 2003). Cerca del 80% de los precursores de la vía MEP pueden 
contribuir a la síntesis de sesquiterpenos (Arimura et al., 2009), lo que podría explicar su acumulación 
en relación a la luz. Se ha propuesto que la emisión de compuestos volátiles media la termotolerancia y 
la protección contra el estrés oxidativo eliminando las especies reactivas de oxígeno (ROS por sus siglas 
en inglés, reactive oxygene species) que se puedan generar bajo esta condición (Güllüce et al., 2003). 
 
El aumento de los flavonoides con respecto a la cantidad y tipo de luz, en especial UV-, UV-B y luz 
azul, ha sido ampliamente demostrada (Fuglevand et al., 1996; Alba et al., 2000; Faktor et al., 1997), 
con evidencia de su papel como antioxidante. Los flavonoides han demostrado presentar una función 
asociada con su estructura, siendo determinante el arreglo espacial de los sustituyentes y el número total 
de grupos hidroxilo, sobretodo en el anillo B, en la actividad antioxidante (Cao et al., 1997; Sekher et 
al., 2001). Estos grupos hidroxilo donan hidrógeno y un electrón a los radicales hidroxilo, peroxilo y 
peroxinitrito estabilizando la molécula. Además, el ángulo de torsión en el anillo B con respecto al resto 
de la molécula también influye. Los flavonoles tienden a ser planos mientras que las flavonas y 
flavanonas están levemente girados. La planicidad permite la conjugación y resonancia de los electrones 
y una mayor estabilidad (Heim et al., 2002). Todo lo anterior explica el aumento en la mayoría de 
flavonoides en el tratamiento de alto flujo fotónico, la mayoría de ellos hidroxilados en el anillo B 
incluyendo un flavavanol (taxifolina), flavonas (6-hidroxiluteolina-hexósido) y flavonol (quercetina). 
Estos dos últimos con reportes de su incremento debido a la luz y no del tratamiento hídrico en 
Ligustrum vulgare (Guidi et al., 2008). La mayoría de compuestos incrementaron su concentración a las 
24 h de flujo fotónico alto, y el día 8 en luz azul; corroborando la primera parte de la hipótesis planteada 
en el presente trabajo, lo cual indica que la intensidad de luz es una condición que regula la acumulación 
de flavonoides hidroxilados. 
 
Es interesante resaltar que esto concuerda con el incremento significativo en la expresión del gen 
chalcona sintasa chs, más sobre expresada ante flujo fotónico alto (1 h después del tratamiento) que la 
expresión del gen de plantas sometidas a luz azul por 8 horas (12 h después del tratamiento). Se ha 
demostrado una relación causal directa entre la luz y los picos de detección de RNAm de chalcona 
sintasa, la enzima y los productos en células cultivadas de perejil en las primeras 10-24 horas 
(Schmeltzer et al., 1988), lo que concuerda con los resultados del presente trabajo. Los antecedentes en 
este tópico señalan que la rápida síntesis de flavonoides es resultado de una activación genética 
dependiente de la luz (así como de radiaciones UV), lo que apoya fuertemente el papel de estos 
compuestos como pigmentos foto-protectores. Esta activación viene dada por la regulación de la caja G, 
secuencias de ADN de la región promotora de chs (Morishita et al., 2009). Estudios recientes han 
contribuido al conocimiento en este campo, describiendo otros promotores, como P1 en maíz, cuya 
actividad responde a la radiación UV-B (Rius et al., 2012). La activación puede estar regulada 
positivamente por ROS (Mackerness et al., 2001; Babu et al., 2003). Se ha sugerido que los flavonoides 
pueden jugar un papel importante en mantener la concentración de ROS a niveles subtóxicos (Gould et 
al., 2002; Agati et al. 2007). 
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Para la enzima γ-terpineno sintasa cuyo producto es el γ-terpineno, precursor inmediato de los 
monoterpenos fenólicos timol y carvacrol (Poulose y Croteau, 1978), el nivel de expresión también 
aumentó más rápidamente con el tratamiento de flujo fotónico alto (después de 8 h) que con luz azul 
(después de 12 h). Aunque ninguno de estos 3 terpenos mostró diferencias significativas en su 
acumulación, sí mostraron un aumento con respecto al control. Después de 15 días del tratamiento de luz 
azul, el γ-terpineno aumentó 1.7 veces con respecto al control, y el timol y carvacrol aumentaron a las 24 
horas, 9.2 y 1.4 veces con respecto al control, respectivamente. Resultados similares se han reportado 
para L. graveolens tratada con luz azul (Bueno-Durán et al., 2013), condición que no generó estrés 
fisiológico pero si el aumento de la concentración de timol.  
 
En el tratamiento de flujo fotónico alto, el γ-terpineno aumentó 3.25 veces con respecto a su control. De 
manera que la luz, tipo y cantidad, aumentan la expresión de los genes chs y tps en plantas de L. 
graveolens, generando un incremento en la concentración de los productos de las enzimas que cada uno 
de estos genes codifica, los cuales pueden actuar como atenuantes del flujo fotónico alto disminuyendo 
el exceso de radicales libres generados por este factor. Una manera de probar lo anterior, sería por medio 
de un western blot posterior a la RT-PCR, de forma que revele la cantidad de proteína activa después del 
tratamiento.  
 
Los resultados obtenidos en condiciones de estrés hídrico y de daño mecánico, difirieron notablemente 
de los resultados obtenidos con los tratamientos lumínicos. Los terpenos, más que los flavonoides, se 
asociaron con estas dos condiciones (Figura 17 y Tabla 11) mientras que los tricomas glandulares no 
aumentaron conspicuamente su densidad. Es relevante mencionar que la asociación en las respuestas 
genéticas y enzimáticas bajo estas dos condiciones abióticas ya ha sido previamente reportada, y está 
relacionada a su vez con la respuesta local (entendida como la respuesta en el área vecina al daño, según 
lo define Bowles, 1993) y la síntesis de etileno, posterior al daño mecánico (Delessert et al., 2004) que 
activa los genes asociados al estrés hídrico. �
 
Es interesante resaltar el incremento de kaempferol en plantas con riego suspendido por 4 y 8 días 
(Figura 17), con valores de cero en las plantas control y de 0.11 y 0.12 mg/g de tejido fresco en plantas 
tratadas, respectivamente. Este es un flavonol que ha sido reportado en experimentos de invernadero con 
plantas de Cistus ladanifer sometidas a estrés hídrico (Chaves et al., 1997). Estos autores discuten que 
los flavonoides más metilados son más hidrofílicos que los menos metilados, lo que sugiere que la 
acumulación de dichos flavonoides corresponde a un mecanismo de defensa contra el estrés hídrico 
provocado por el déficit de agua. El otro flavonoide que incrementó su concentración en las plantas 
sometidas a estrés hídrico fue la galangina metil-eter, otro flavonol, que se encuentra metilado. Sin 
embargo, en nuestro estudio la 6-metilscutelareina y la 6,7-dimetilscutelareina disminuyeron respecto al 
control lo que refleja una clara discrepancia. La concentración de los transcritos de chs aumentó 
significativamente tanto en el día 4 como el día 8 sin riego, lo que sugiere que antes de alcanzar el punto 
máximo de estrés fisiológico, se activó la ruta biosintética dirigida particularmente a flavonoles.   
 
En este mismo tratamiento aumentaron su concentración los monoterpenos camfeno, α-felandreno, 
limoneno, alcanfor y endo-borneol, todos en el día 8, es decir, en el punto de máximo estrés, lo cual está 
asociado con la actividad antioxidante, importante para contrarrestar el exceso de ROS generadas 
durante el estrés hídrico (Tattini et al., 2004; Guidi et al., 2008). Además, la deshidratación genera el 
rompimiento del polímero de almidón, incrementando la concentración de compuestos de bajo peso 
molecular (Chaves, 1991) que pueden ser usados en la síntesis de metabolitos de defensa. Plántulas de 
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perejil sometidas a déficit hídrico también mostraron el aumento de varios componentes del aceite 
esencial, entre ellos el β-felandreno (Petropoulos et al., 2008).  
 
Aunque el transcrito de tps en este tratamiento no mostró diferencias significativas, los productos de la 
enzima fueron siempre mayoritariamente acumulados en las plantas control, lo que corrobora resultados 
previos en los que se demuestra que el déficit hídrico es irrelevante en la acumulación de timol y 
carvacrol en L. graveolens (Silva y Dunford, 2005), el orégano europeo (Origanum vulgare) (Said Al-
Ahl y Hussein, 2010) y en la albahaca de clavo, Ocimum gratissimum (Osuagwu et al. 2010). 
 
En el daño mecánico se observó el aumento de algunos terpenos (3-thujeno, p-menth-1-en-4-ol, α-
terpineno y cariofileno) a las 24 h, y simultáneamente la disminución de otros. Las plantas responden al 
daño mecánico y al ataque de herbívoros con un complejo de vías de señalización que unen la 
producción de señales químicas y físicas en el sitio del daño y la activación en la expresión de genes y 
otros procesos celulares. Existen respuestas sistémicas (Howe, 2004) que corresponden a las evaluadas 
en el presente estudio y que han demostrado ser la prioridad para la planta por encima de la respuesta 
local. Algunos estudios mencionan que esta respuesta sistémica se da sólo en la parte apical, por encima 
de la zona donde se ha generado el daño, lo que requiere detallarse según la especie. Lo que sí ha sido 
recientemente evidenciado, es el patrón de emisión de compuestos volátiles con el patrón de transcritos 
de sesquiterpeno sintasas, incrementando la biosíntesis de estos compuestos, como el cariofileno 
(Kollner et al., 2013). Para la tps (gama-terpineno sintasa) no hay estudios previos que indiquen su 
expresión diferencial bajo condiciones abióticas. Los resultados aquí expuestos mostraron una 
disminución significativa de este gen después de 6 h de realizado el daño mecánico (Figura 22). Sin 
embargo, dos de los productos de esta enzima, timol y carvacrol, aumentaron su concentración a las 24 h 
del tratamiento 3.4 y 1.9 veces, respectivamente, con respecto al control aunque sin diferencias 
significativas. A partir del día 4 después del tratamiento las concentraciones de estos monoterpenos 
disminuyeron comparados con el control. 
 
Litvak y Monson (1998) también observaron que las emisiones en coníferas decrecían a través del 
tiempo (3 a 4 días) después del daño mecánico, y se ha discutido que una causa de esta disminución 
paulatina sea debido a que una capa de isoprenoides puede solidificarse y sellar la herida (Michelozzi, 
1999). Sin embargo, esto sólo aplica para las emisiones locales o en las zonas adyacentes a la herida. La 
segunda hipótesis sugiere que la reducción en la emisión de terpenos puede reflejar el tiempo durante el 
cual los reservorios (glándulas o ductos) se vacían. Este tiempo dependerá entonces, de la volatilidad de 
los compuestos y del tamaño interno del pool (Loreto et al., 2000). Esta puede ser también la razón que 
explique el incremento en la acumulación de timol y carvacrol, no significativo, con relación a la 
disminución del transcrito de tps. A pesar de esto, es llamativo el hecho de que el timol y el carvacrol, 
monoterpenos con actividad antifúngica, antimicrobiana y asociados con procesos de herbivoría 
(Hummelbrunner y Isman, 2001; Braga et al., 2008) no aumentaron significativamente bajo este 
tratamiento, por lo que la segunda parte de la hipótesis, en la que se esperaba un aumento de compuestos 
conocidos por sus propiedades protectoras a la herbivoría ante el daño mecánico, no se cumplió. El 
resultado deja abierta la posibilidad de que el daño por sí solo no sea suficiente para activar la vía de 
señalización para la biosíntesis de estos dos compuestos en el orégano mexicano, y que sean necesarios 
los elicitores liberados durante el proceso alimenticio de los hervíboros para la inducción y emisión de 
estos compuestos. Esto ha sido comprobado experimentalmente en otras especies al tratar las plantas con 
ácido jasmónico, metil jasmonato, coronalon (un derivado sintético del jasmonato) o alameticina (un 
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elicitor fúngico) generan respuestas de defensa como la emisión de ciertos volátiles, emitidos también 
después del ataque de un herbívoro (Howe, 2004; Huang et al., 2010).  
 
De manera contrastante, los transcritos de chs aumentaron significativamente a las 3 h del daño foliar, 
pero ningún flavonoide aumentó su concentración. A pesar de que la gran mayoría de autores reportan el 
control transcripcional para este gen y sostienen que la expresión es constitutiva pero el aumento en la 
magnitud de esta expresión puede ser inducible por factores bióticos o abióticos (Block et al., 1990; 
Hartmann et al., 2005; Beritognolo et al., 2002). Incluso en circunstancias de daño mecánico y a nivel 
sistémico (Richard et al., 2000) también se ha reportado un control a nivel enzimático (Knogge et al., 
1986). Los resultados expuestos aquí sugieren que modificaciones post-traduccionales podrían regular la 
síntesis del producto de chs. Hay múltiples formas en las que las plantas pueden incrementar la 
concentración de un compuesto de defensa: aumentar la tasa de síntesis, inhibir la tasa de degradación o 
transportarlo de un órgano a otro (Baldwin, 1991) y la complejidad en estos procesos es alta y la 
respuesta plástica, por lo que es necesario estudios a nivel genético, enzimático y fitoquímico. 
�

Los compuestos asociados mediante el análisis de componentes principales, con la densidad de tricomas 
glandulares no correspondieron necesariamente con los compuestos que vieron afectada su 
concentración con alguna condición abiótica. Esto no representa más que la posibilidad de que existan 
monoterpenos acumulados en los tricomas glandulares que no sean inducidos sino constitutivos. O bien, 
que además de producirse glándulas o tricomas nuevos, los existentes aumenten su contenido, como se 
ha descrito en algodón (Opitz et al., 2008) y por lo tanto, la densidad no se vio afectada. Son necesarios 
estudios detallados en tricomas aislados que permitan establecer la naturaleza y la funcionalidad de los 
mismos en L. graveolens. 
 
Plantas silvestres 
En las muestras provenientes de individuos silvestres, se obtuvo una gran variación de compuestos 
secundarios, especialmente en los terpénicos. Este hecho ha sido frecuentemente mencionado en los 
estudios fitoquímicos de este género (Maia et al., 2003, Stashenko et al., 2003; Ruiz et al., 2007) y 
adjudicado a las diferencias ligadas a las mismas poblaciones (Kintzios, 2002), el momento y el lugar de 
procedencia, factores microclimáticos, condiciones de almacenamiento y al procesamiento de la muestra 
(Lin et al., 2007; Calvo-Irabien et al., 2009; Hernández et al., 2009b). Debido a que en campo las 
plantas están expuestas a gran cantidad de factores, es difícil establecer cuál ejerce mayor o menor 
efecto, así como aislarlos ya que son interdependientes entre sí. Una óptima estrategia para solucionar 
esto podría contemplar obtener dos generaciones filiales y sembrar su progenie tanto en campo como en 
invernadero evaluando condiciones particulares. Para algunas poblaciones silvestres de  L. graveolens en 
Jalisco, se ha reportado que el calor y la sequía son factores asociados con el contenido de aceite 
esencial (Uribe-Hernández et al., 1992); mientras que en L. junelliana la estacionalidad de mes con mes 
afecta la composición de su aceite esencial (Juliani et al., 2002), y en L. scaberrima la composición del 
mismo  varió significativamente entre individuos, incluso dentro de la misma localidad (Combrick et al., 
2007); diferencias atribuidas a variaciones genéticas y a pequeñas diferencias del micro ambiente. 
 
Las variaciones fitoquímicas han sido reportadas también en condiciones de invernadero, e incluso en 
muestras cultivadas de O. vulgare en cuanto a composición y cantidad del aceite esencial (Kintzios, 
2002); probablemente debidas a variaciones genéticas del germoplasma y semillas. En condiciones 
controladas, Van Dam y Vrieling (1994) reportaron que un tercio de la variación en las concentraciones 
de pirrolizidina en Cynoglossum officinale, excluyendo los efectos maternos, se debían a la variación 
genética, la cual puede ser mayor en plantas silvestres (Zangerl y Berenbaum, 1990; Aharoni et al., 
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2003). Por otra parte, no solo las variaciones genéticas juegan un papel en la variabilidad de una 
respuesta ante una condición externa (factor ambiental o biótico) sino el umbral o la susceptibilidad de 
cada individuo (Coleman y Jones, 1991). Esto es, que un estímulo en particular puede o no inducir la 
acumulación de metabolitos secundarios dependiendo la cantidad del mismo o del número de veces 
estimule (Van Dam y Vrieling, 1994). 
 
Existen, sin embargo, algunos perfiles constantes o generalizados que pueden permitir el establecimiento 
de quimiotipos, basados en el aroma predominante que emite la hoja (Bueno-Durán et al., 2012). Los 
datos obtenidos con el análisis de las hojas provenientes de San Rafael y Zapotitlán Salinas muestran 
que en las primeras preponderan como compuestos mayoritarios el eucaliptol y/o o-cimeno, mientras 
que los individuos de Zapotitlán Salinas tuvieron altas concentraciones de carvacrol y timol (Figura 23), 
como se ha reportado previamente en esta localidad (Hernández et al., 2009b). Esto podría corresponder 
a dos quimiotipos claramente diferenciados, ya que mantienen la acumulación mayoritaria de los 
mismos compuestos en diferentes épocas del año. 
 
Aunque los compuestos mayoritarios de las plantas de San Rafael presentan concentraciones mayores en 
época de secas, el carvacrol en las muestras de Zapotitlán Salinas es significativamente mayor en época 
de lluvias. Es muy probable que estas respuestas diferenciales estén basadas en la funcionalidad de cada 
compuesto. Mientras que el o-cimeno y el eucaliptol presentan actividad antioxidante (Damien et al., 
2000; Moteki et al., 2002), eficaces en contrarrestar las ROS generadas ante las condiciones extremas de 
calor e irradiación en época de secas; el carvacrol es relevante en condiciones de lluvias como agente 
antifúngico (Hernández et al., 2008, Azirak y Rencuzogullari, 2008; Liolios et al., 2009) para prevenir 
ataques de hongos que se reproducen en condiciones de elevada humedad. Hernández et al. (2009b) 
reportaron actividad antimicrobiana del extracto hexánico de esta especie ubicada en Zapotitlán Salinas, 
exclusivamente en época de lluvias. Este hecho se asoció claramente con los patrones de expresión de 
tps, con una reducción significativa de sus transcritos en época de secas (Figura 26).  
 
Aunque las diferencias estadísticamente significativas en la concentración de flavonoides de plantas 
silvestres mostraron incrementos en la época de lluvias para la mayoría de ellos, en época de secas 
aumentaron la quercetina y 7-O-scutelareina-hexósido (Figura 24), flavonoides con capacidad 
antioxidante comprobada. Lo anterior corrobora la idea planteada por Vogel et al. (2011) en la que el 
cultivo de plantas de una misma especie proveniente de diferentes regiones puede generar información 
valiosa respecto a los determinantes genéticos y ambientales en las diferencias basales y en las 
respuestas interpoblacionales. Esto asociado a la importancia de los perfiles fitoquímicos en la calidad 
de los aceites esenciales aprovechables para el humano en ámbitos alimenticios y medicinales.     
 
La comparación descriptiva de la composición fitoquímica entre las plantas de invernadero (teniendo en 
cuenta el valor promedio más alto de cada experimento) con las de poblaciones silvestres mostró que 
algunos terpenos presentan concentraciones más altas en el último grupo, como era de esperarse (Tabla 
14). Sin embargo, el o-cimeno y el α-felandreno presentaron concentraciones más altas en las plantas de 
invernadero (en condiciones control y bajo déficit hídrico, respectivamente), y los niveles de carvacrol 
en plantas de invernadero sometidas a daño mecánico tuvieron valores semejantes a las plantas de 
Zapotitlán Salinas. En Origanum syriacum se reportó recientemente (Zein et al., 2012) que las plantas 
cultivadas presentan mayores cantidades de timol y carvacrol que las silvestres. Sin embargo, el trabajo 
no precisa las condiciones de cultivo.  
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Para los flavonoides, la comparación fue más homogénea, con diferencias exclusivamente en la 
pentahidroxiflavanona-B, mayoritariamente acumulada en plantas de Zapotitlán Salinas. Soriano-Melgar 
(2012) reportaron en Turnera diffusa diferencias en la composición de flavonoides entre plantas 
cultivadas y silvestres, pero no en su actividad antioxidante. Es un ejemplo claro de actividad sinérgica, 
no solo de un tipo de compuestos, sino de varios de ellos que pueden incluir terpenos e incluso otras vías 
de señalización inmediatas como la generación de peróxido de hidrógeno y la actividad de varias 
enzimas; y además demuestra la posibilidad de obtener un grupo de compuestos deseados en 
condiciones controladas, comparables a lo obtenido en plantas silvestres. Las diferencias en las 
respuestas entre plantas de campo e invernadero pueden estar relacionadas con el efecto de las 
condiciones no controladas en las primeras, además de factores como la talla y edad que en los 
individuos silvestres sobrepasan por mucho a las de invernadero.  
 
El número de tricomas glandulares fue evidentemente mayor en las plantas silvestres que en las de 
invernadero, y más aún en las provenientes de Zapotitlán Salinas (Figura 25). Montenegro et al. (1981) 
han afirmado que la abundancia de tricomas glandulares y no glandulares aumenta en los órganos de las 
plantas que crecen en zonas áridas o semiáridas. Conforme a esta afirmación, Andersen et al. (2006) 
describieron, entre múltiples aspectos morfológicos de Lippia turbinata, una mayor densidad y mayor 
tamaño de tricomas glandulares en el envés de las hojas de plantas crecidas en ambientes xerófitos con 
respecto a las plantas crecidas en ambientes mesófilos. Así mismo, la densidad de tricomas descrita por 
estos autores fue mucho menor en plantas de cultivo in vitro, de manera similar a lo registrado en el 
presente estudio con las plantas crecidas en invernadero. Kofidis et al. (2003) establecieron para 
Origanum vulgare que la altitud se asocia con la densidad de tricomas glandulares, siendo las plantas de 
zonas a baja altitud las que mayor número de tricomas presentan en el envés lo cual puede ser aplicado 
para L. graveolens.  El aumento en la densidad de tricomas puede disminuir el movimiento de aire en la 
superficie foliar y permitir la retención del vapor de agua que difunde del interior al exterior por lo que 
aumenta la humedad relativa. Además, la capa de metabolitos secretada por estos tricomas puede 
incrementar la reflectancia de la luz, regulando la temperatura de la hoja (Wagner, 1991). Todo esto 
demuestra el papel protector de los tricomas glandulares ante condiciones adversas de exceso de luz y 
escasez de humedad, condiciones presentes en las dos localidades estudiadas,  y controladas y con 
valores menores en el ambiente de invernadero. 
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7. CONCLUSIONES 
Los resultados del presente estudio revelan de forma novedosa para Lippia graveolens, la relación entre 
la acumulación de compuestos secundarios con la expresión de dos genes involucrados en las rutas 
biosintéticas de flavonoides y terpenos, chs y tps respectivamente, y con la densidad de tricomas 
glandulares en plantas sometidas a diferentes tratamientos abióticos en condiciones controladas y en 
plantas silvestres de dos poblaciones de Puebla, México.  
 
Los factores abióticos de luz, estrés hídrico y daño foliar mecánico afectan la composición fitoquímica 
de L. graveolens, y aunque no generen necesariamente una condición de estrés fisiológico, los 
parámetros estomáticos se ven afectados. La suspensión de riego por una semana fue el único 
tratamiento que repercutió negativa e irreversiblemente en la tasa de asimilación de CO2 en L. 
graveolens.  
 
Los tratamientos lumínicos, flujo fotónico alto por una hora y luz azul por 8 horas, incrementaron la 
concentración de flavonoides desde las 24 horas, en relación positiva con el aumento en la concentración 
de los transcritos del gen chs, 1 hora después de aplicado el tratamiento en el caso del flujo fotónico alto, 
y 12 horas en las plantas tratadas con luz azul. La densidad de tricomas glandulares también se vio 
asociada positivamente con ambos tratamientos y con la acumulación de los flavonoides  6-
hidroxiluteolina-hexósido, pinocembrina y galangina. 
 
Los tratamientos de estrés hídrico y daño mecánico generaron respuesta en los terpenos, más que en los 
flavonoides. Las plantas con déficit hídrico acumularon kaempferol y galangina metil éter únicamente, 
asociados con el incremento en los transcritos de chs. El daño mecánico no produjo el incremento 
significativo de ningún flavonoide, solamente de algunos monoterpenos y un sesquiterpeno (cariofileno), 
los cuales tendieron a disminuir a través del tiempo al igual que la densidad de tricomas glandulares.  
 
Las muestras silvestres presentaron, en general, mayor concentración de metabolitos secundarios y de 
tricomas glandulares que las plantas tratadas en invernadero, lo que refleja las ventajas de los mismos  
en ambientes extremos donde incide la combinación de altas temperaturas, radiación solar, escasez de 
agua y presencia de depredadores. Los resultados de contenido de monoterpenos en plantas silvestres en 
diferentes épocas de recolecta podrían indicar la presencia de quimiotipos determinados por la 
acumulación mayoritaria de carvacrol, en el caso de la población de Zapotitlán Salinas y otro quimiotipo 
definido por la ausencia o concentración mínima de timol y concentraciones mayoritarias de o-cimeno 
y/o eucaliptol.  
 
La expresión de transcritos chs y tps en los diferentes tratamientos y en plantas silvestres corrobora la 
regulación transcripcional de éstos. Sin embargo, la respuesta ante daño mecánico no fue la misma, lo 
que sugiere que la actividad de chs pueda intervenir una regulación post-traduccional.   
 
Finalmente, se concluye que la manipulación de una condición en particular para generar un estrés 
regulado permite la acumulación de algunos compuestos particulares, pero también puede disminuir la 
de otros. Es importante tener en mente el objetivo o los compuestos que se quieran acumular 
mayoritariamente. La propagación en invernadero es una estrategia factible y eficiente para obtener el 
incremento en la acumulación de un tipo de compuestos, de forma más homogénea y predictiva. El 
conocimiento obtenido a partir de estudios integrales de fisiología, fitoquímica y biología molecular en 
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condiciones particulares de crecimiento permite conocer la plasticidad de las vías metabólicas de las 
plantas y por lo tanto, manejar o direccionar su funcionamiento.  
 
8. PERSPECTIVAS 
Los resultados del presente trabajo ofrecen un panorama integral en el manejo de esta especie medicinal 
que puede aplicarse a cualquier otra, ya sea con fines de producción controlada de un tipo de compuesto 
o bien, la conservación ex situ del material vegetal.  
Puntualmente, se considera necesario evaluar las respuestas en grupos homogéneos de plantas: 
reproducidas vegetativamente, clonas, variedades o reproducir semilla de un solo parental, con el fin de 
disminuir la gran variabilidad que se presenta, y más en las especies silvestres. El estudio de un mayor 
número de poblaciones naturales es una herramienta útil que vincula el perfil fitoquímico con posibles 
quimiotipos, los cuales pueden brindar mayor potencial en la búsqueda de nutracéuticos y fármacos de 
origen natural. Se ha reportado que algunas especies del género Lippia se muestran genéticamente 
estables al transferirse del medio natural a propagación controlada (Combrick et al., 2007; Juliani et al., 
2002) lo cual representa una ventaja en la selección de individuos con un determinado perfil 
fitoquímico. 
 
Los estudios enzimáticos y de regulación molecular que incluyan otros puntos de la ruta biosintética 
representan una necesidad científica que permitirá aplicar el conocimiento eficaz y controladamente, con 
resultados constantes. Así mismo, el estudio detallado de los tricomas glandulares en cuanto a su 
morfología, secreción, desarrollo y de sus efectos durante la recolecta y el manejo post-cosecha pueden 
brindar soluciones prácticas y fundamentadas en el manejo del recurso.  
 
La manipulación de las condiciones ambientales mostraron respuestas evidentes en L. graveolens. Sin 
embargo, a excepción del déficit hídrico, los parámetros fisiológicos no se vieron drásticamente 
afectados. Sería conveniente evaluar las respuestas ante condiciones más prolongadas o agudas; y así 
mismo evaluar otro tipo de factores excluidos en el presente trabajo, como radiación ultravioleta, luz 
roja, ácido jasmónico y la presencia de herbívoros que incluyan otras metodologías, como el uso de 
equipos de fluorescencia que permitan discriminar el efecto sobre PSII, PSI y las tasas de transporte 
electrónico. Esto aportaría invaluablemente explicaciones bioquímicas sobre la la resistencia y 
adaptabilidad de esta especie a condiciones extremas como escasez de agua, altas temperaturas e 
irradiaciones, lo cual también representa una ventaja en términos de exigencia de su cultivo y 
propagación. 
  
Las condiciones evaluadas brindan una herramienta útil en la propagación de esta especie, en 
invernaderos o huertos que permitan el uso del material vegetal a lo largo del año, sin efecto de la sequía 
sobre la pérdida de follaje, y con el conocimiento para obtener la acumulación puntual de un 
determinado grupo de compuestos de utilidad medicinal y aromática.  
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10. APENDICES 

1. Composición de la solución Hoagland completa (20 L) 
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 
 

  
2. Secuencias utilizadas para el diseño de oligonucléotidos 

chs:  
No. acceso GenBank Organismo No. pb 

AB046666 Scutellaria baicalensis 1303 
AB008748 Scutellaria baicalensis 1363 
EF512579 Scutellaria baicalensis 1172 
AF035622 Scutellaria baicalensis 1402 
EU386767 Scutellaria viscidula 1649 
AB002815 Perilla frutescens 1449 
AB002582 Perilla frutescens 1577 
EF522149 Solenostemon scutellarioides 1487 
AY044331 Arabidopsis thaliana 1232 

XM002871545 Arabidopsis lyrata subsp. lyrata 1490 
EU305683 Mimulus aurantiacus 1110 

AF461105.1 Hypericum perforatum 1510 
AB012923 Torenia hybrida 1465 

 
 
tps: 

No. acceso GenBank Organismo No. pb 
AB110638 Citrus unshiu 1809 
AB110639 Citrus unshiu 1803 
AB110640 Citrus unshiu 1803 
AF514286 Citrus limon 1991 
JQ957866 Thymus vulgaris 1809 
JQ957864 Thymus vulgaris 1788 
JQ957865 Thymus vulgaris 1788 
JN542829 Origanum syriacum 2249 
GU385978 Origanum vulgare cultivar d0601 1785 
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3. Dimensiones de las semillas de L. graveolens por origen (silvestres e invernadero) y color de 
la testa (claras y oscuras). n=10. Medición de longitud, ancho y profundo en el programa Axiovision v. 4.0 

 
Grupo Dimensión 

(mm) 
Diámetro 

(mm) 
Volumen (mm3) Área (mm2) Esfericidad 

(%) 
Masa de 10 

semillas (mg) 

Silvestres: Oct oscuras 3.374±0.27a 0.43±0.13 a 0.055±0.018 a 3.45±0.68 b 0.27±0.07 3.96±0.416 

Silvestes: Oct claras 3.581±0.32a 0.53±0.16 a 0.044±0.009 a 4.11±0.86 a 0.33±0.09* 3.83±0.75 

Silvestres: Sept oscuras 3.408±0.42a 0.44±0.15 a 0.054±0.016 a 3.6±0.85 a 0.27±0.05 2.43±0.142 

Silvestres: Sep claras 3.105±0.2b 0.35±0.07 b 0.067±0.02 b 3.1±0.56 b 0.25±0.05 2.03±0.49 

Invernadero oscuras 3.212±0.24b 0.37±0.08 b 0.047±0.01 b 3.19±0.38 b 0.25±0.04 5.8±0.66 

Invernadero claras 3.555±0.23a 0.44±0.06 a 0.056±0.079 a 3.65±0.53 a 0.24±0.02 4.76±0.65 

 
4. Fotografías de membranas de hibridación dot blot 

         A             B 

         C             D 

         E             F 
Membranas de hibridación usando tps como sonda en cDNA de las muestras y controles de los experimentos de luz azul (A), 
flujo fotónico alto y estrés hídrico (C), y daño mecánico (E).  Membranas de hibridación usando chs como sonda en cDNA de 

las muestras y controles de los experimentos de luz azul (B), flujo fotónico alto y estrés hídrico (D), y daño mecánico (F). 
 
5. Publicación 

El presente artículo forma parte de los resultados obtenidos en el presente estudio. Trata sobre el efecto 
del estrés hídrico continuo y la intensidad lumínica en la acumulación de 3 flavonoides de importancia 
medicinal en L. graveolens.  
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Abstract
Mexican oregano (Lippia graveolens) is used as an aromatic spice and also in traditional medicine, primarily for the treatment of gastrointestinal and
respiratory ailments. High demand for L. graveolens has led to exploitation of wild populations. Cultivation of L.graveolens would reduce the pressure
on wild populations, but the effect of ex situ propagation on its medicinal properties requires evaluation of the stability of the chemotype. Here, we report
the differential accumulation of three flavonoids with biological significance (naringin, naringenin, and pentahydroxyflavanone-hexoside) in leaves of L.
graveolens plants propagated for 11-months under greenhouse conditions. The effect of light intensity and soil moisture on flavonoid content was
studied, and flavonoid concentrations in greenhouse-propagated plants were compared with concentrations in wild individuals in wet and dry seasons
from a semi-arid region of Mexico. Pentahydroxyflavanone-hexoside was most abundant of the three compounds, and was unaffected by light
intensity or soil moisture. In contrast, the concentration of naringenin was four times greater under high than under low light intensity (p < 0.05).  Over
growing time in greenhouse, there was a positive relationship between the concentration of naringenin, which is a biosynthetic precursor, and its
downstream products, naringin and pentahydroxyflavanone-hexoside, under high light intensity (r = 0.72 and 0.89, respectively; p < 0.05). Flavonoid
content was highly variable in wild samples, although naringenin concentration was higher than in greenhouse-grown plants (100 vs 45.8 mg kg-1 fresh
tissue, respectively; p < 0.05), while pentahydroxyflavanone-hexoside and naringin were twice as concentrated in the greenhouse-grown plants as in the
wild samples. Accumulation of naringenin during ex situ propagation can be stimulated by a combination of high light intensity (around 640 µmol m-2 s-1)
and soil moisture at 80% of field capacity. Under these conditions, naringenin levels are still lower than in wild individuals, but the concentrations are less
variable, potentially making pharmacological production more predictable and sustainable.

Key words: Lippia, flavonoids, soil moisture, high light, naringenin.

Introduction
The rising demand for useful plants has led to over-exploitation
of wild populations and significant reduction of some endemic
and native species. Cultivation of useful plants can provide a
predictable and sustainable supply to satisfy demand, whilst
protecting wild resources 1. However, there is a concern about
the quality and safety of the cultivated product, in terms of
medicinal properties and taste. Many environmental factors can
affect the phytochemical composition of a plant, such as
temperature, quality and quantity of light, nutrition, seed quality
and provenance, water availability and presence of pathogens,
etc 2. Phytochemical characterization and evaluation of basic
physiological parameters are essential to maximize and manage
the pharmacological effectiveness of cultivated plants.

Mexican oregano, Lippia graveolens Kunth (syn. Lippia
berlandieri Schauer.), an erect, aromatic, perennial shrub in the
Verbenaceae family, is widely used for food and folk medicinal
purposes in the treatment of diarrhoea, stomach ache, colic and

as an abortive, anti-pyretic, anti-spasmodic, and anti-inflammatory
remedy in Mexico. In Coxcatlán, Puebla, it is frequently used in
the treatment of gastrointestinal illnesses and it is recognized
as one of the most important useful species in the region 3. It is
harvested seasonally for national or local consumption. Mexico
is the main global exporter of Mexican oregano (including L.
graveolens) principally to the US, where it supplies half of the
market 4.

L. graveolens is deciduous, losing its leaves during the long
dry season from December to August. Local people and farmers
harvest leaves from wild plants during their flowering period,
which is during the wet season between August and October. The
potential ecological effects of the demand for this resource on
the population in terms of pollination, seed set, germination,
seed dispersal and, in general, the plants’ survival and recruitment,
and indirect effects on the species’ overall ecosystem function
have yet to be studied. Some authors 5 have observed serious
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consequences of harvesting L. graveolens on their population
structure in the Querétaro, Mexico, with a decrease in density,
production of inflorescences and mean plant height. Furthermore,
the low relative growth rate of L. graveolens suggests a slow
recovery process following harvest 6.

The species is characterized phytochemically by its essential
oil content 7, 8, which has been shown to have Gram-positive and
Gram-negative antibacterial activity 9, and by flavonoids 10 such
as naringenin, a central precursor in the biosynthetic pathway of
flavonoids as shown in Fig. 1, and its glucoside, naringin. Both
naringenin and naringin are reported to have in vitro and in vivo
antioxidant activity 11-13. Other medicinally important flavonoids
in L. graveolens are pentahydroxyflavanones-glucosides, some
of which have anti-inflammatory and cytotoxic activity in a mouse
model 14.

Recently, there has been increased interest in morphological,
biochemical and molecular processes in plants under biotic or
abiotic stress conditions. The application of biotic and abiotic
stresses to produce higher yields of medicinal, nutritive or
industrial secondary metabolites is being studied 16, 17.

The effects of environmental conditions on the composition
of certain monoterpenes, which are components of essential oils,
have been studied in L. graveolens 18, but the effects on
flavonoids have not. Flavonoids play important roles as
antioxidants and as natural UV filters and may provide protection
against photo-oxidative damage 19, 20. Therefore, we hypothesized
that high light exposure will induce flavonoid accumulation, and
flavonoid concentrations in plants propagated under greenhouse
conditions will be much less variable than in wild plants. The
objective of this study was to evaluate the effect of light intensity
and soil moisture on the accumulation of three pharmacologically
active flavonoids in the leaves of L. graveolens under controlled
greenhouse conditions.

Materials and Methods
Plant material and growth conditions: Seeds of L. graveolens
were harvested from greenhouse-established individuals grown
from seeds collected in Zapotitlán, Salinas, Puebla, Mexico in
2005 (N18°19', W97°27'). Seeds were cleaned with 1%  NaClO  for
5 min, washed three times in distilled water and allowed to imbibe
for 24 h. They were subsequently sown on 1% bacteriological
agar in Petri dishes and placed in a growth chamber under low
fluorescent light (81 µmol m-2s-1) with a 12/12 h photoperiod, at

28°C with maximum relative humidity of 82%. Seed germination,
defined as radicle emergence, was recorded daily to obtain the
final percentage of germination, mean germination time and
synchrony. Calculations are explained in the ‘statistical analysis’
section.

When the seedlings had produced 2 nodes and the youngest
true leaves were fully developed (three months old), they were
transferred to 29.7 cm pots (11.7 inch diameter) with a mixture
of soil:agrolite (1:2 by volume), watered to field capacity with
complete Hoagland solution and placed in the greenhouse. A total
of 160 plants were divided into two groups, which were subjected
to two different light intensities: L1, under a shade mesh of 30%
transmission, and L2 without the shade mesh. These groups were
divided into subgroups (40 plants in each) subjected to two
different soil moisture conditions: 80% (M1) and 40% (M2) of
field capacity. The hydric potential in leaves was measured using
a HR-33T Dew Point microvoltmeter (Wescor, UT, USA) and shown
to be -0.38 and -0.78 MPa under M1 and M2 conditions,
respectively. Plants were watered once daily with distilled water
up to the substrate moisture percentage of the respective
treatment. The experiment was carried out at Facultad de Estudios
Superiores UNAM Iztacala, located at Tlalnepantla, Mexico
(19°31'17.7" N, 99°11'19.5" W). Temperature and photon flux were
measured every 15 min using a data logger HOBO® UA 002-64
Pendant (Bourne, MA, USA), Version 1.0.6.

Assimilation rate of CO2 and stomatal conductance
measurements: The CO

2 
assimilation rate and stomatal

conductance were measured using a LI-COR 6400 (Lincoln,
Nebraska, USA) analyser, operating at a leaf temperature of 25°C
and 1500 µmol m-2 s-1 of photosynthetic photon flux. Readings
were taken on a monthly basis on the second node leaf of three
plants per treatment.

Samples and measurements in wild individuals: For
comparison of flavonoid concentrations in greenhouse-grown
plants and wild individuals, oregano leaves were harvested from
five mature wild plants in San Rafael, Puebla, Mexico (18°11'
N, 97°07' W at 883-951 m a.s.l) in May (dry season) and
September (wet season). Leaves were stored in paper bags until
extracts were made to analyse flavonoid content. A voucher
specimen was deposited at the Herbarium Izta No. 42699.

For each individual sampled, the CO
2
 assimilation rate, stomatal

conductance and environmental parameters including temperature,
and relative humidity were recorded, using a LI-COR 6400
(Lincoln, Nebraska, USA) analyser.

Identification and quantification of flavonoids: Leaves were
weighed (70-500 mg) and ground to a fine powder with mortar
and pestle. The powder was mixed with HPLC grade methanol
(Honeywell, Morristown, NY, USA) and centrifuged at 14,000
rpm for 3 min in a centrifuge (Brinkmann Instruments, Inc.
Cantiague Road, Westbury, New York, USA). Twenty µl of the
supernatant was analysed using an 1100 HPLC (Hewlett-Packard,
Wilmington, DE, USA) with an Allsphere column (5 µm, 250 ×
4.6 mm, Alltech, Nicholasville, KY, USA) and a mobile phase of
water:acetic acid:methanol (60:5:35) at a flow rate of 1 ml min-1 between
0-5 min, and 1.5 ml min-1 between 5.1 and 20 min. The column
eluate was monitored at 260 nm using a diode array detector (DAD).

Figure 1. Schema of the core flavonoid biosynthetic pathway. The
three compounds determined in this study are indicated in boxes.
CHS: Chalcone synthase, CHR: Chalcone reductase, CHI: Chalcone isomerase, F3H:
Flavanone 3β-hydroxylase, FNS: Flavone synthase, FLS: Flavonol synthase. Modified
from Winkel-Shirley 15.
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Naringenin and naringin were identified based on comparison
with standards (Sigma-Aldrich®, St. Louis, MO, USA), which
were diluted in methanol to a final concentration of 29 and 13.5
µg ml-1, respectively. Pentahydroxyflavanone-hexoside was
putatively identified based on the literature 10 and comparison
of reported spectral UV λmax 14, and confirmed using LC-MS.
Samples were analysed using an Accela HPLC (Pump,
autosampler, detector, Thermo Scientific Austin, TX, USA)  with
a 150 mm × 2.1 mm × 2.6 µm Phenomenex Kinetex C18 column
(Phenomenex, Torrance, CA, USA)  and a water/methanol/
acetonitrile +1% formic acid mobile phase with a gradient of
90:0:10 (t = 0 min), 0:90:10 (t = 20 min), 0:90:10 (t = 25 min),
90:0:10 (t = 27 min), 90:0:10 (t = 37 min) and a flow rate of
400 µl min-1. The column eluate was monitored by a PDA detector
with a wavelength scan range of 200 to 600 nm and a scan rate of
1 scan s-1. Mass spectra were acquired using LTQ Orbitrap XL
(Thermo Scientific, Austin, TX, USA). The detection was
accomplished using electrospray ionization (ESI) in the positive
and negative mode, sheath and auxiliary gas flow at 60 and 20
arbitrary units, capillary temperature of 300°C, source voltage
of +/- 3.50 kV and source current of 100 µA. To avoid errors
arising from degradation, all of the analyses were made within
24 h of extraction.  Three plants per treatment were sampled on
a monthly basis.

Statistical analysis: Flavonoid content (transformed values) with
reference to treatment and time was analysed by 3-way ANOVA,
using a 0.05 significance level. A post hoc least significant
difference (LSD, α ≥ 0.05) test was applied to all significant
differences found. Means of phytochemical and physiological
parameters of greenhouse and wild plants were compared by
Student’s t-test at 0.05 significance, using STATISTICA/Win
StatSoft® 1998, version 6.0 (Tulsa, Oklahoma, USA). Correlations
were measured using the Pearson correlation coefficient with a
0.05 significance level. Cumulative germination percentages per
replicate were arcsine-transformed and adjusted to an
exponential-sigmoid model (Y = a/{1+b exp[-cx]}) to obtain
maximum germination rates (MGR) 21. The first derivative along
the exponential sigmoid curve was fitted to a Gaussian model (Y
= a+b exp (-0.5[{x-c}/d]2)) to estimate the mean germination
time (MGT) and synchrony (S) using the program TCWIN 3 Table
Curve 2D, version 3.0 (AISN Software, Chicago, IL, USA).

Results and Discussion
Germination and propagation: The mean percentage germination
of L. graveolens seeds was 70 ± 8%. The highest germination rate
(HGR) was 40.9% seeds day-1; the mean time of germination (MTG)
was 3.1 days and the synchrony (S) was 0.107. These results
show that L. graveolens seeds germinate quickly and attain a
high germination value without requiring any scarification process.

In the greenhouse, photonic flux daily averages varied
seasonally under the two light conditions, with a maximum value
in April (482 and 760.91 µmol m-2 s-1 of photosynthetically active
radiation, PAR, for L1 and L2, respectively) and a minimum in
October (96.12 and 208.93 µmol m-2s-1 PAR, for L1 and L2,
respectively). The highest values of temperature and photonic
flux were observed under L2 conditions (Fig. 2). The highest
photonic flux values were around 1000 µmol m-2 s-1, which is a
relatively high value in comparison with the growth conditions
(300 to 600 µmol m-2 s-1) used for studies of light stress in
Brassica rapa 22 or Arabidopsis 23. However, it is worth
emphasising that during the dry season in Mexico photonic flux
can reach values of 1500 µmol m-2 s-1. Despite having C3
metabolism, L. graveolens is well adapted to arid and semi-arid
regions, and plants shed their leaves during the dry season as a
mechanism for avoiding water loss.

Assimilation rate of CO2 and stomatal conductance: The
assimilation rate of CO

2
 tended to decrease during the first few

months of the experiment (April–June), particularly under L2
conditions, and at the end of the experiment in October (Fig. 3).
Between June and August the CO

2
 assimilation rate increased

and reached the highest mean value in August under L2 conditions.
This coincided with increases in temperature and photonic flux
between July and August (Fig. 2). The effect of soil moisture on
CO

2
 assimilation rate was less clear. Generally, the CO

2

assimilation rate was higher in plants grown in M1 conditions
(Fig. 3). Under high light exposure (L2) in August and September,
the CO

2
 assimilation rate was significantly lower in plants grown

in M2 conditions compared to M1. This could be due to the
increase in maximum temperature and photonic flux in August
and September, which could further restrict the availability of
water under M2 conditions due to greater evaporation. Values
of leaf water potential under M2 conditions were even more
negative than values in Lippia sidoides after 8 days without
irrigation (-0.66 MPa) 24. However, differences in the assimilation
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rate of CO
2
 were not dramatically affected. These results indicate

that Mexican oregano plants are more sensitive to light incidence
than water suppression.

Stomatal conductance was higher in plants in L1 (with the
mesh) and M1 (80% of field capacity) conditions, but the
differences were not significant (data not shown). It is relevant
to point out that the lowest stomatal conductance occurred in
August, a month when there was an increase in the greenhouse
temperature. Plants are likely to close their stomata as a
mechanism to prevent evapotranspiration that would result in
embolisms and cavitation, one of the most common mechanisms
of reduction of plant hydraulic conductance, especially under
water deficit 25.

Measurements in wild and greenhouse-grown plants during
September (wet season) showed that the assimilation rate of CO

2

in the L2/M1 treatment was significantly greater than that of
wild individuals (t ≥ 0.005). Stomatal conductance was positively
correlated with relative humidity (r = 0.694, p < 0.0001), and it
was higher in wild individuals than the greenhouse plants (t ≥
0.005), as shown in Fig. 4.

Identification and quantification of flavonoids: Three flavonoids
were identified in L. graveolens leaves: naringenin, naringin and
pentahydroxyflavanone-hexoside (Table 1).

Neither, naringenin or naringin, were found in one month old
seedlings before applying treatments, but pentahydroxyflavanone
-hexoside had a mean concentration of 22.7 ± 8.6 mg kg-1 fresh
tissue in seedlings. This compound was the most abundant
compound in all samples.

In greenhouse-grown plants the lowest concentrations of
naringenin occurred in April under M1 conditions, and in May
and August in plants grown under M2 conditions. Naringenin
levels in M1 plants peaked in October, with higher concentrations
under L2/M1 conditions. Under M2 conditions the naringenin
levels were the highest in September and November for L2 and L1
plants, respectively, with significantly (p < 0.05) higher
concentrations in L2 compared to L1 plants (Fig. 5).

It is interesting to note that there is a time lag between the
peaks in CO

2
 assimilation rate and naringenin accumulation. This

relationship between photosynthesis rate or pigments, and
flavonoid content, has been reported in other species including
grapevine, sunflower, buckwheat, and Labisia pumilia during
drought 26-28. One possible mechanism involves the accumulation
of active oxygen species under stress conditions, which act as a
molecular signal to trigger the expression of genes and enzymes
involved in secondary metabolite biosynthesis pathways.

The association between light and flavonoid synthesis has been
widely documented in plants, including medicinal plants 29, 30 with
light incidence and UV radiation reported to induce biosynthetic
pathway genes such as chalcone synthase (chs) and chalcone
isomerase (chi) 31-33. It has been suggested that metabolic
responses under conditions of water stress and high irradiation
occur indirectly as a consequence of oxidative stress, which
could be directly related to the accumulation of flavonoids as
antioxidant 34.

The most concentrated flavonoid in L. graveolens was
pentahydroxyflavanone-hexoside. The highest concentration was
in the L1/M2-treated plants in October, with a mean of 918.3 mg
kg-1 fresh tissue (Fig. 6), but there was no relationship between
pentahydroxyflavanone-hexoside concentration and light or soil
moisture. Naringin was found at minimal concentrations in all
samples, from 0 to 2.36 mg kg-1 fresh tissue, and there was no
apparent relationship with light intensity or soil moisture.

Figure 5. Accumulation of naringenin in L. graveolens in greenhouse
with (L1) or without shade mesh (L2) and soil moisture of 80% (M1)
or 40% (M2) field capacity in 6 months.
Values are means ± S.E.M. of three replicates. Significant differences between treatments
over time are denoted by asterisks (p ≤ 0.005).
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The concentration values obtained in this study were lower
than those reported for the species by Lin et al. 10. Nevertheless,
the proportions reported by these authors for naringenin and
pentahydroxyflavanone-hexoside are similar to those obtained in
the present study. Same authors confirmed the high concentration
of pentahydroxyflavanone-hexoside, a compound that they
determined as the principal flavonoid in this species. Interestingly,
naringin (glucoside), with maximum concentrations of 2 mg kg-1,
was up to 60 times less abundant than naringenin (aglycone).
Theoretically, the glycosylation of bioactive substances generates
compounds of greater polarity, which have higher bioavailability
and are easier to transport 35. Glycosylation may also stabilise
secondary metabolites 36. Nevertheless, acylation in flavonoids
allows absorption of UV-B radiation while salicylate compounds
are less effective for this function 37, which would be a clear
advantage for the aglycones under conditions of high light.

Naringenin is the central precursor of many flavonoids (Fig. 1).
We found a positive relationship between naringenin content and
pentahydroxyflavanone-hexoside in all treatments (r = 0.89, p ≤
0.001). A positive relationship between naringin and
pentahydroxyflavanone-hexoside (p ≤ 0.05) contents was
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observed under high light conditions (L2), whilst there was a
positive correlation between naringenin and naringin (r = 0.72, p ≤
0.001) under the L2/M1 treatment. The relationship between the
accumulation of the naringenin and the two downstream products
in the biosynthetic pathway show that under low light intensities,
the naringenin (aglycone) is generated at the expense of the
naringin (glycoside), while higher intensities induce metabolism
of naringenin to form naringin. This has been demonstrated in
other medicinal and food plant species, and even observed post-
harvest 38. Based on these results, it can be suggested that despite
its high concentrations, pentahydro-xyflavanone-hexoside does
not play a major role in the defense against high light intensity.
However, it is likely to be important for L. graveolens’ defense
against other factors. On the other hand, naringenin seems to be
crucial in defense against high light conditions and water deficit,
its high levels in wild plants (Fig. 7) suggest a constitutive
response to the extreme natural conditions where this species
lives, e.g. an adaptation to semi-arid and arid regions, with naturally
variable conditions of light incidence and water limitation.

Comparison with wild plants: There was high variability in the
concentrations of all three flavonoids in wild plants, even between
neighbor individuals, with values ranging from 43 to 232 mg kg-1

fresh tissue for naringenin, 0.3 to 2.7 mg kg-1 fresh tissue for
naringin and 93.4 to 673.3 mg kg-1 fresh tissue for pentahydroxy-
flavanone-hexoside. The concentrations of naringin and
pentahydroxyflavanone-hexoside were statistically higher in
greenhouse-grown plants (t ≥ 0.05) than in wild individuals, but
naringenin was lower (Fig. 7). The high variability in the
concentration of secondary compounds in individuals of this
species results from differences in cultivars or populations,

collection time and place, storage conditions, and sample
processing 9, 10, 38. Even under greenhouse conditions, there is
high variability in the concentration of essential oil 18, probably
due to genetic variation of the germplasm and seeds. Within clones
and varieties the variability in composition of secondary
metabolites is due to environmental factors 39, 40. Microclimatic
factors 41 and fluctuations in enzyme action over time 42 will
also influence the differential accumulation of flavonoids,
especially in natural conditions. Thus, propagation under
controlled conditions represents an additional advantage besides
increasing the concentration of a particular metabolite: it
generates greater homogeneity in the phytochemical composition
without decreasing the assimilation rate of CO

2
. Greenhouse

propagation enables the natural process of senescence and leaf
abscission to be circumvented, so that the aerial resource, which
is useful for food and medicinal purposes, can be available all
the year round. Selection of chemotypes characterized by their
biological usefulness may enable even greater homogeneity and
productivity of one or a group of compounds to be obtained.

Relatively high concentrations of flavonoids in wild individuals
may result from high constant incidence of light. Fini et al. 20

reported that light stress irrespective of the relative proportions
of the solar wavelengths, upregulates flavonoid biosynthesis. In
the case of naringenin, which is present in higher concentrations
in wild plants, it could be a constitutive response to extreme
natural conditions. In fact, it has been demonstrated that this
flavanone has stronger antioxidant capacity than its glucoside,
naringin 43, and may offer a higher level of photoprotection as a
result.

Conclusions
We present evidence that shows the effect of light intensity and
soil moisture on the accumulation of three flavonoids with
medicinal importance in Lippia graveolens plants grown under
controlled greenhouse conditions. We show that greenhouse
propagation of L. graveolens using high light levels, up to a
maximum of 1000 µmol m-2s-1, tends to increase the accumulation
in the leaves of naringenin and naringin, both of which have
important pharmacological applications. The high light levels
did not lead to a reduction in the CO

2
 assimilation rate, which

indicates that the plants were not stressed. The accumulation of
naringenin was lower than in wild plants, but there was much
less variability in concentration.

The accumulation of pentahydroxyflavanone-hexoside did not
appear to be affected by light or soil moisture during plant growth,
and its high concentrations suggest an important role in L.
graveolens’ survival.

Finally, we emphasize the value of integrating phytochemical,
physiological, and ecological studies that allow the empirical
development of optimal propagation and growth of wild plants
under controlled conditions to obtain viable and productive plants
with active medicinal properties.
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