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RESUMEN 

Los alcaloides aporfínicos son metabolitos secundarios que se obtienen en bajas concentraciones en especies de 

plantas de la familia Annonaceae. Se sabe que el contenido de alcaloides en las plantas incrementa o disminuye 

debido al suministro de nitrógeno. No obstante, los estudios publicados no consideran que el nitrógeno 

disponible en la planta modifica el contenido de alcaloides a lo largo del día. En este estudio se propuso 

investigar el efecto del suministro de nitrógeno en la concentración de los alcaloides aporfínicos en las raíces, 

tallos y hojas de plántulas de A. diversifolia durante el periodo diurno. Para ello, las plántulas de 60 días de edad 

fueron cultivadas con tres niveles de nitrógeno (0, 30 y 60 mM) posteriormente los alcaloides fueron 

determinados mediante cromatografía líquida de alta resolución (HPLC por su designación en inglés, High 

Performance Liquid Chromatography). Los resultados demostraron que la concentración de los alcaloides 

aporfínicos se incrementó con el tratamiento de 30 mM N. La liriodenina, lisicamina y aterospermidina 

incrementaron su concentración con los tratamientos de 0 y 30 mM N en las raíces y en los tallos y con 60 mM 

N en las hojas. La principal variación diurna en el contenido de los tres alcaloides se registró durante las 

primeras 6 horas después de suministrar el nitrógeno y los cambios observados pueden deberse a la translocación 

de los alcaloides o a su interconversión. También se observó que los alcaloides son biosintetizados 

principalmente en las hojas y almacenados en las raíces. Los resultados muestran que la biosintesis de alcaloides 

aporfínicos incrementa con el suministro moderado de nitrógeno y su concentración cambia durante el día. 
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ABSTRACT 

Aporphine alkaloids are secondary metabolites produced in low amounts in species of the Annonaceae family. It 

is known that alkaloids content in plants either increases or decreases when plants are supplied with nitrogen. 

Though, reported studies did not consider that nitrogen could change the alkaloid content throughout the day. 

However, this behavior has not been described in the aporphine alkaloids. The aim of this study was to 

investigate the effect of nitrogen supply on aporphine alkaloid content measuring in roots, stems and leaves 

of Annona diversifolia Saff. seedlings during diurnal periods. The 60-days-old seedlings were grown on three 

nitrogen levels (0, 30 and 60 mM) and the alkaloid extracts were analyzed by HPLC (High Performance Liquid 

Chromatography). Results showed that the aporphine alkaloid biosynthesis increased mainly in the 30 mM N 

treatment. The liriodenine, lysicamine and atherospermidine content increased with 0 and 30 mM N treatments 

in roots and stems and with 60 mM N treatments in leaves. The main diurnal variation in the three alkaloids 

content was recorded during the first 6 hours after nitrogen supply; the diurnal changes observed may be due to 

alkaloid translocation or their interconversion. In addition, the benzylisoquinoline alkaloids are biosynthesized 

mainly in leaves and store in the roots. We conclude that aporphine alkaloid biosynthesis increase by nitrogen 

supply, increase with moderate nitrogen supply and show intra-day variation.  
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I. INTRODUCCIÓN 

1.1 La importancia del  nitrógeno en el metabolismo de las plantas 

El nitrógeno después del carbono, hidrógeno y oxígeno es el elemento más común encontrado en las plantas 

(Kraiser et al., 2011). Su inclusión es esencial en la formación de enzimas y proteínas estructurales, ácidos 

nucléicos, polisacáridos, pigmentos, hormonas y metabolitos secundarios, especialmente de los alcaloides 

(Williams y Miller, 2001; Arias et al., 2009), también interviene en aspectos fisiológicos como elemento de 

equilibrio osmótico y señalización en procesos celulares (Raven y Smith, 1976; Glass et al., 2002). Se sabe que 

la falta de la disponibilidad del nitrógeno en el suelo no pone en riesgo la sobrevivencia de la planta, aunque 

limita su crecimiento y desarrollo (Van Oijen y Levy, 2004).  

 Debido a las múltiples funciones en las que interviene, la concepción del nitrógeno como elemento 

exclusivamente nutricional ha quedado en el pasado. Se ha demostrado que en forma de nitrato, amonio y 

glutamina, puede cumplir funciones que alteran el metabolismo de la planta a nivel metabolómico, proteómico y 

molecular. Por ejemplo, el nitrato per se puede modificar las funciones celulares actuando como una vía de 

señalización primaria que modifica la expresión de aproximadamente 5500 genes en las hojas y 700 en las raíces 

(Kissen et al., 2010). En Arabidopsis thaliana se ha comprobado su intervención como vía de señalización 

secundaria a través de la estimulación de la expresión de la enzima adenosin fosfato isopentenil transferasa (IPT) 

codificada por el gene IPT3-dependiente de nitrato en el floema, que tiene la función de catalizar citocininas 

altamente activas como la trans zeatina (Sakakibara et al., 2006). Por lo tanto, el nitrógeno tiene la capacidad de 

reprogramar tanto el metabolismo primario a través de una compleja red de interacciones coordinadas con el 

ciclo de Calvin-Benson, glucólisis, ciclo de Krebs, la cadena de transporte de electrones, así como el 

metabolismo secundario de manera directa con la biosíntesis de fenilpropanoides, flavonoides, terpenos, 

glucosinolatos y alcaloides; la mayoría de ellos biosintetizados a partir de la fenilalanina y tirosina (Sttit et al., 

2010; Kusano et al., 2011; Rubio-Wilhelmi et al., 2012a).   

 El nitrógeno se encuentra disponible para las plantas en forma de amonio (NH4
+) y nitrato (NO3

-) (Pate, 

1973), por lo que depende de cada especie la habilidad para absorberlo en cualquiera de las dos formas (Stock y 

Lewis, 1984). Aunque, cuando ambos iones se encuentran presentes, el amonio es preferentemente absorbido 

debido al escaso gasto energético para incorporarlo al metabolismo (Wirén et al., 2000). No obstante, el nitrato 

es el recurso dominante de nitrógeno disponible para la planta (Sakakibara et al., 2006; Wickert et al., 2007), 

principalmente cuando se encuentra en suelos con un pH alto y buen aporte de oxígeno, mientras que en suelos 

con bajos niveles de oxígeno y acidificados el amonio se convierte en el principal recurso (Mendelssohn, 1979; 

Wickert et al., 2007; Arias et al., 2009). De acuerdo a las condiciones de su disponibilidad, las plantas han 

adoptado estrategias para su obtención como cambios morfológicos en raíces y hojas (Schatchman y Shin, 

2007), la fijación del nitrógeno atmosférico, por medio de bacterias (Beevers y Hageman, 1969), las 

asociaciones micorrizales (Valverde y Wall, 2003), la “carnivoría” (Chapin III et al., 1987) y principalmente la 
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adaptación de la absorción de nitrógeno en las raíces en dos formas: nitrato (NO3) y amonio (NH4
+) (Crawford, 

1995; Van Oijen y Levy, 2004; Arias et al., 2009).  

  

1.2 Absorción y asimilación del nitrógeno 

El proceso de absorción tanto del nitrato como del amonio se lleva a cabo en las células epidérmicas y corticales 

de la raíz (Chapin III, 1980; Crawford, 1995). En estos sitios múltiples sistemas de transporte molecular 

contribuyen a la absorción del nitrógeno (Maathuis, 2009). 

 Las plantas regulan la concentración intracelular de nitrógeno desde la membrana a través de permeasas 

ubicadas en las células corticales de la raíz. La absorción de nitrato se lleva a cabo por tres sistemas de 

transporte, uno constitutivo de alta afinidad (CHATS) que regula cantidades de 100-200 µM y se caracteriza por 

valores bajos de Km y Vmax (6 -20 µM y de 0.3-0.82 µmol g.h-1, respectivamente); el segundo transportador es 

inducible de alta afinidad (IHATS) con valores altos de Km y Vmax (20-100 µM y de 3-8 µmol g.h-1, 

respectivamente) y el tercero es un trasportador constitutivo de baja afinidad (LATS), que contribuye 

significativamente a la absorción de nitrato en concentraciones mayores a 200 µM (Crawford y Glass, 1998). La 

actividad de los transportadores estimula la familia de genes que codifican a las enzimas encargadas de la 

absorción y transporte de este ion (NRT1 y NRT2), de la reducción del nitrato (NIA y NII) y de la síntesis de 

cofactores para el proceso de reducción (CNX y UPM), asimilación de amonio y producción de equivalentes 

reductores (FD y FNR).  Mientras que la absorción de amonio es controlada por dos sistemas, uno de alta 

afinidad (<1 mM) y otro de baja afinidad (> 1 mM) (Wirén et al., 2000), contribuyendo a la estimulación del 

grupo de genes AMT que codifican la biosíntesis de sus transportadores hacia el interior de la célula (Amtmann 

y Blatt, 2009; Maathuis, 2009). 

  Los sistemas constitutivos (CHATS y LATS) se inactivan para regular el flujo de nitrógeno hacia el 

interior de la planta equilibrando el balance catión/anión y mantener las cantidades óptimas de este elemento en 

las células. Es decir que la absorción y asimilación puede regularse por mecanismos enzimáticos de 

retroalimentación negativa (feedback) (Wirén et al., 1997; Miller et al., 2007). Estos sistemas se encuentran 

acoplados con la ruta oxidativa de las pentosas fosfato, glucólisis, ciclo de ácidos tricarboxílicos, así como el 

metabolismo de ácidos orgánicos que proveen los esqueletos carbonados para su incorporación al metabolismo 

de la planta ( Sakakibara et al., 2006; Wickert et al., 2007; Maathuis, 2009). 

 

1.3 El papel clave de la nitrato reductasa en la asimilación de nitrógeno 

El nitrato es reducido a amonio para que la planta pueda asimilarlo rápidamente debido a que en esta forma es 

tóxico. En contraste, el nitrato puede ser almacenado en la vacuola. La asimilación del nitrato se lleva a cabo con 

la ayuda de dos enzimas clave que actúan de manera coordinada: la nitrato reductasa (NR, EC 1.6.6.1-2) y la 
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nitrito reductasa (NiR, EC 1.7.1.4); la primera cataliza la liberación de dos electrones para convertir el nitrato en 

nitrito, posteriormente la segunda enzima convierte al nitrito en amonio a través de la liberación de seis 

electrones (Crawford, 1995; Wickert et al., 2007).  

 La enzima nitrato reductasa es una de las más importantes para el flujo de nitrógeno hacia el 

metabolismo de las plantas y se considera fundamental en el proceso de asimilación de este elemento (Schrader 

y Hageman, 1967; Heidari et al., 2011). Su función es catalizar el primer paso de la reducción del nitrato a 

amonio en el citosol de las células corticales y epidérmicas de la raíz; aunque también se encuentra en las células 

del mesófilo de las hojas (Schrader y Hageman, 1967; Shaner y Boyer, 1976; Campbell, 1999). Para ello, utiliza 

NAD(P)H como donador de electrones en una proprorción de 4 mol de NAD(P)H por 1 mol de NO3
- (Kaiser y 

Huber, 1994; Lillo, 1994) (Figura 1).   

 La nitrato reductasa de plantas superiores se encuentra en dos isoformas, una de ellas inducible y la otra 

constitutiva. La forma inducible es regulada por factores como el nitrato y la luz, principalmente (Lillo, 1994; 

Campbell, 1999; Kaiser y Huber, 2001). Por ejemplo, la actividad de la nitrato reductasa y los factores de 

transcripción que regulan la expresión genética de esta enzima son inducidos por el nitrato, que tiene la función 

de señal primaria para regular la asimilación del nitrógeno, actuando esencialmente como una hormona (Kaiser y 

Huber, 2001; Miller et al., 2007). Tal inducción ocurre en minutos y puede responder a muy bajas 

concentraciones de nitrato (menores a 10 µM NO3
-), mientras que la luz absorbida por fitocromos generalmente 

provoca un incremento de su transcrito y su actividad enzimática en plantas etioladas (Lillo, 2004). Esta enzima 

responde a los factores metabólicos como los bajos niveles de glutamina y la disponibilidad de nitrato, 

aumentando su capacidad reductora. En contraste, los altos niveles de glutamina inhiben la actividad de la 

enzima (Campbell, 1999). Inclusive la glutamina ejerce una regulación negativa en la expresión de los genes NIA 

(Lillo, 2004). Esto sugiere que el “pool” interno de aminoácidos de las plantas provee una señal que puede 

regular la absorción y asimilación del nitrógeno (Miller et al., 2007). 
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Figura 1. Esquema de la absorción de nitrato y amonio en las plantas. Adaptado de Maathuis, 2009.  

Transportador de nitrato (NRT), transportador de amonio (AMT), nitrato reductasa (NR). 

  

 La regulación ejercida por factores ambientales (la intensidad de luz, la disponibilidad de nitrógeno y 

cantidad de agua) y metabólicos (el equilibrio de glutamato/glutamina, la concentración de carbohidratos, la tasa 

fotosintética de la planta, entre otros) se debe a que las secuencias genéticas reguladoras (cajas reguladoras) se 

sobreponen con las regiones promotoras de los genes que expresan a la nitrato reductasa (Campbell, 1999; Unni 

et al., 2006).  

 

1.4 El ciclo GS/GOGAT y su función en la distribución del nitrógeno en el metabolismo 

El ciclo GS/GOGAT es la vía principal por la cual el amonio intracelular obtenido de la absorción y/o por la 

reducción del nitrato es incorporado a los esqueletos carbonados (Valverde y Wall, 2003). Es un proceso del 

metabolismo del nitrógeno en las plantas que podría considerarse como un “sensor” del nitrógeno intracelular. 

Mismo que regula su absorción, asimilación y reasimilación en órganos como raíces y hojas, mediante isoformas 

de las enzimas que son tejido-específicas (Deng et al., 2011; Lu et al., 2011). En este ciclo se llevan a cabo 

reacciones tanto de reducción como de translocación mediante reacciones irreversibles catalizadas por dos 

enzimas. La primera de ellas es la glutamina sintetasa (GS, L-glutamato:amonio ligasa EC 6.3.1.2) que incorpora 

el amonio al glutamato y biosintetiza glutamina (Gln) (primer metabolito generado de la asimilación del 

nitrógeno) (Foyer et al., 2011; Betti et al., 2012). La segunda es la GS-glutamato sintasa:2-oxoglutarato 

aminotransferasa (Fd-GOGAT, EC 1.4.1.7; NADH-GOGAT, EC 1.4.1.14) que transfiere el grupo amino de la 

glutamina a una molécula de 2-oxoglutarato para producir dos moléculas de glutamato (Glu) (Forde y Lea., 

2007; Wickert et al., 2007; Foyer et al., 2011). Ambos aminoácidos son los principales donadores de nitrógeno 
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para la formación de biomoléculas, entre ellas los aminoácidos esenciales (Deng et al. 2011; Rubio-Wilhelmi et 

al., 2012b). 

  La glutamina sintetasa (GS) en plantas superiores se encuentra en dos isoformas GS1 y GS2 (Wickert et 

al., 2007; Bindu, 2009; Duca et al., 2011).  La enzima GS1 (citosólica, 39 kDa) se ubica principalmente en las 

raíces y en el tejido conductivo (células acompañante del floema), que junto con la enzima GOGAT-NADH 

dependiente están implicadas en la biosíntesis de aminoácidos designados para el transporte a otras partes de la 

planta incluyendo a hojas etioladas (Wickert et al., 2007; Duca et al., 2011); también está involucrada en el 

catabolismo de aminoácidos y en el metabolismo de fenilpropanoides (Bindu, 2009). El mecanismo de 

regulación de esta enzima en plantas superiores no se conoce completamente (Cren y Hirel, 1999) y la presencia 

de múltiples isoenzimas GS1 complican la total comprensión de sus funciones fisiológicas, aunque se sabe son 

reguladas transcripcionalmente y por un mecanismo de retroalimentación negativa como repuesta a la 

disponibilidad de nitrógeno, en particular de amonio y de glutamina (Miao et al., 1991; Ishiyama et al., 2004; 

Duca et al., 2011). En bacterias está regulada por un mecanismo feedback acumulativo de glutamina y de otros 

metabolitos nitrogenados (Standman, 1990). 

 La isoenzima GS2 (44 kDa) está localizada en el estroma de los cloroplastos y es la principal forma de la 

GS. Tiene la función de asimilar el amonio producido por la reducción del nitrato y la fotorespiración y es por 

ello que se relaciona estrechamente con la actividad de la GOGAT-ferredoxina dependiente (GOGAT-Fd) 

(Wickert et al., 2007; Duca et al., 2011). La isoenzima GS2 esta codificada por un solo gen que se expresa en 

células fotosintéticas (Miao et al., 1991; Duca et al., 2011) y su regulación depende de la fotosíntesis, debido a 

que responde a la intensidad luminosa para coordinar la asimilación de nitrógeno mediante esqueletos 

carbonados disponibles (fotoasimilados) y atrapar el amonio liberado por la fotorrespiración (Lillo, 2004; 

Simonovic y Anderson, 2008). La luz puede modular directamente la expresión de los genes, mediante la 

activación de fitocromos y criptocromos e indirectamente por la fotosíntesis incrementando los niveles de 

metabolitos carbonados, debido a ello esta enzima se regula a nivel transcripcional (Lillo, 2004; Simonovic y 

Anderson, 2008; Bindu, 2009). También los azúcares como la sacarosa, fructosa y glucosa pueden tener un 

efecto similar al de la luz, estimulando la expresión genética de la GS2 en la oscuridad (Lillo, 2004). Así como 

algunos aminoácidos tales como: aspartato, asparagina, glutamato y glutamina, tienen efectos antagónicos a los 

azúcares y pueden inhibir la actividad de la GS (Yang et al., 2011). La regulación transcripcional de la GS2 ha 

sido observada en especies como Pisum sativum L. (Tjaden et al, 1995),  Pinus sylvestris L. (Elmliger et al., 

1994) y Arabidopsis thaliana L. (Oliveira y Coruzzy, 1999).  

 El ciclo GS/GOGAT es influenciado de forma directa por la biosíntesis de compuestos estructurales 

fotosintéticos como la clorofila y la ribulosa bifosfato carboxilasa (rubisco), que son moléculas primordiales para 

la generación de equivalentes reductores en la fotosíntesis y de esqueletos carbonados, debido a ello existe una 

estrecha relación entre la absorción del nitrógeno con el metabolismo del carbono (Chapin III et al., 1987; 
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Delgado et al., 1994; Wickert et al., 2007). De esta relación ha surgido el postulado de la hipótesis del balance 

del carbono-nutrientes, la cual es una hipótesis predictiva que explica que los niveles de compuestos 

nitrogenados dependen de la cantidad de carbono y nitrógeno para satisfacer las necesidades primarias de 

crecimiento de la planta o para asignarlas a las necesidades secundarias (Bryant et al., 1983; Lerdau, 2002). No 

obstante, es una hipótesis controvertida debido a que es propiamente predictiva, por lo que no se cumple en 

todos los taxa y carece de generalidad, así mismo no considera aspectos químicos-fisiológicos que permitan una 

mejor comprensión de la asignación de los recursos (Koricheva et al., 1998; Nitao et al., 2002). 

 En las raíces y hojas de las plantas el nitrógeno se reduce para su rápida incorporación al metabolismo y 

se moviliza para la biosíntesis de compuestos nitrogenados por medio de los acarreadores como la glutamina, 

glutamato, aspartato y asparagina, que son biosintetizados a partir del ciclo GS/GOGAT (Crawford, 1995; 

Cánovas et al., 2007; Yang et al., 2011). El glutamato (Glu) se considera como la molécula central en la 

biosíntesis de aminoácidos en plantas superiores y el control en el mecanismo regulatorio en la asimilación de 

amonio (Sttit et al., 2002; Forde y Lea, 2007). Este aminoácido es el precursor del aspartato que se forma a 

través de la enzima aspartato:2-oxoglutarato aminotransferasa (ATT, EC, 2.6.1.1). Esta enzima forma parte de la 

familia de aminotransferasas que son activadas en condiciones de estrés abiótico, además de tener otras 

funciones en el metabolismo energético de las plantas y en la regulación del metabolismo del carbono y 

nitrógeno en todos los organismos (Forde y Lea, 2007; Galili, 2011; de la Torre et al., 2014).  

 El glutamato y el aspartato juegan un papel importante en la biosíntesis de compuestos aromáticos, 

debido a que son los donadores específicos del grupo amino para su incorporación a los precursores provenientes 

del ácido shikímico para formar los aminoácidos tirosina y fenilalanina  (Graindorge et al., 2010; Maeda et al., 

2010a). Las evidencias más claras sobre el efecto del nitrógeno en el contenido de glutamato y aspartato en 

plantas, han sido aportadas por estudios in vivo realizados en Arabidospsis thaliana y Nicotiana tabacum en los 

que se ha reportado la variación de estos compuestos cuando las plantas son expuestas a diferentes niveles de 

nitrato y amonio en condiciones de luz y obscuridad. Los estudios señalan que el glutamato no responde de 

manera significativa a los niveles de nitrógeno suministrado y no hay correlación con el fotoperiodo, por lo que 

el glutamato permanece relativamente estable (Matt et al., 2001; Masclaux-Daubresse et al., 2002; Nunes-Nesi 

et al., 2010; Foyer et al., 2011). Sin embargo, autores como Stitt et al. (2002), Foyer et al. (2003) y Forde et al. 

(2007) sugieren que la concentración constante del glutamato podría deberse a la acción de las enzimas 

glutamato deshidrogenasa e isocitrato deshidrogenasa que intervienen en el mantenimiento de su concentración 

intracelular. En cambio el aspartato incrementa su concentración cuando el nitrato y amonio se suministran en 

altas concentraciones; también responde con un incremento progresivo durante la primera fase del periodo 

diurno, alcanzando su máximo contenido a la mitad del periodo nocturno (Geiger et al., 1999; Scheible et al., 

2000; Fritz et al., 2006). Estos datos parecen sugerir que el escaso cambio en la concentración de glutamato, 

obedece al constante movimiento del nitrógeno hacia la biosíntesis de otros aminoácidos, especialmente de 
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aspartato (de la Torre et al., 2014), por lo tanto podría ser el principal donador de nitrógeno para la biosíntesis de 

tirosina y fenilalanina en plantas no sometidas al estrés.  

 El incremento de aspartato sugiere que podría estar implicado en un mecanismo de destoxicación del 

exceso de nitrógeno intracelular, como el señalado para la asparagina que se ha propuesto como una molécula 

tanto de transporte como de almacenamiento de nitrógeno para evitar la toxicidad (Lam et al., 1996; Yang et al., 

2011). Sin embargo, los niveles de nitrógeno considerados como “exceso” pueden variar entre las diferentes 

especies e incluso, como es ampliamente conocido en las diferentes etapas fenológicas, debido a que la demanda 

de nitrógeno es mayor en las etapas de crecimiento en comparación con las etapas reproductivas de las especies. 

 Para comprender el papel del nitrógeno en la biogénesis de los alcaloides bencilisoquinolínicos, es 

necesario conocer el efecto del suministro de este elemento en el contenido de glutamato y aspartato, así como 

su relación con la ruta del ácido shikímico. Esta última origina los aminoácidos aromáticos precursores de los 

alcaloides bencilisoquinolínicos.  

 

1.5  Incorporación del nitrógeno hacia a la biosíntesis de aminoácidos aromáticos tirosina y 

fenilalanina 

La biogénesis de los aminoácidos fenilalanina y tirosina se lleva a cabo a partir de precursores alifáticos por la 

vía del ácido shikímico. La biosintesis de su principal precursor el ácido shikímico, se inicia con la condensación 

de fosfoenol piruvato (PEP) y 4-eritrosa fosfato (E4P) y es modificado en siete pasos posteriores en los que se 

involucran reacciones de descarboxilación, reducción, oxidación y fosforilación que llevan a la formación del 

corismato. Este compuesto es el punto de partida para la biosíntesis del triptófano, fenilalanina y tirosina 

(Srinivasan et al., 1956; Herrmann, 1996,1999) (Figura 2).  

 La vía poscorismato se podría considerar clave en la regulación de los recursos asignados a la biosíntesis 

de los aminoácidos aromáticos en todos los organismos (Figura 2). Debido a que es un paso obligado hacia la 

formación de fenilalanina y tirosina en bacterias, hongos y plantas, y se origina de la transformación del 

corismato a prefenato por medio de la enzima corismato mutasa (CM, EC 5.4.99.5) (Gilchrist et al., 1972; Tohge 

et al., 2013). Esta enzima ha sido detectada en especies como A. thaliana, N. sylvestris y Papaver somniferum 

(Benesova y Bode, 1992; D’Amato et al., 1992; Eberhard et al., 1996). Tiene una función regulatoria en la 

biosíntesis de ambos aminoácidos y se ha confirmado por estudios moleculares su presencia en plantas por la 

detección de tres isoenzimas (CM1, CM2 Y CM3) en A. thaliana, cuyo ADNc complementa las secuencias 

encontradas en E. coli y levaduras (Eberhard et al., 1996; Mobley et al., 1999) indicando que esta vía es 

funcional en plantas. Las tres isoenzimas son reguladas por un mecanismo de inhibición alostérica feedback; la 

CM1 y CM3 son inhibidas por la tirosina y fenilalanina, en tanto que el triptófano incrementa su actividad, y la 

CM2 es insensible a los tres aminoácidos (Gilchrist et al., 1972; Voll et al., 2004; Hu et al., 2009).    
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Figura 2. Incorporación del nitrógeno a la biosíntesis de aminoácidos aromáticos. Nitrato reductasa (NR), 

Nitrito reductasa (NiR), glutamina sintetasa (GS), GS-glutamato sintasa: 2-oxoglutarato aminotransferasa 

(GOGAT), aspartato aminotransferasa (AspAT), corismato mutasa (CM), fenilpiruvato aminotransferasa 

(PPY), prefenato aminotransferasa (PPA-AT),  arogenato deshidratasa (ADT), arogenato deshidrogenasa 

(ADH), eritrosa-4-fosfato (E4P), fosfoenolpiruvato (PEP), glutamato (Glu), aspartato (Asp). Wickert et al., 

2007; Graindorge et al. 2010; Maeda y Dudareva, 2012 

 

 Con los avances en la investigación en los últimos años se completó esta ruta con la caracterización 

molecular de la enzima prefenato aminotransferasa (PPA-AT, EC 2.6.1.79) y se ha demostrado que participa en 

la conversión de prefenato a arogenato, que es la vía funcional y más activa en plantas. Su función es incorporar 

el nitrógeno proveniente del glutamato o aspartato para biosintetizar arogenato en una reacción reversible 

utilizando al prefenato como aceptor del grupo amino y α-cetoglutarato como cosustrato. No obstante, esta 

enzima también tiene la capacidad de utilizar al α-cetoglutarato como sustrato potencial, sin embargo se 

desconoce el papel fisiológico de esta función (Siehl et al., 1986; Maeda et al., 2010a, 2010b; Maeda y 

Dudareva, 2012). En el último paso de la ruta poscorismato, el arogenato es reducido a través de la arogenato 

deshidrogenasa (ADH, EC 1.3.1.12) para formar tirosina (Rippert y Mantringe, 2002), o deshidratado por medio 

de la arogenato deshidratasa (ADT, EC 4.2.1.91) que origina a la fenilalanina (Yamada et al., 2008) (Figura 3).  
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Figura 3. Biosíntesis de tirosina en plantas. Adaptado de Scheck et al., 2015. Corismato mutasa (CM), prefenato 

aminotransferasa (PPA-AT), prefenato dedeshidrogenasa (PDH), arogenato deshidrogenasa (ADH), tirosina 

aminotransferasa (TyrAT).  

 La importancia de la prefenato aminotransferasa radica en vincular el metabolismo del nitrógeno con el 

metabolismo de los aminoácidos aromáticos (de la Torre et al., 2014).  

 Por ello esta enzima puede considerarse como clave para regular la asignación del nitrógeno del 

metabolismo en la biosíntesis de los metabolitos secundarios derivados de la fenilalanina y tirosina, así como 

para conocer el flujo de nitrógeno por esta vía y por ende el costo de su biosintesis. Sin embargo, la evaluación 

de esta enzima con un enfoque de regulación del metabolismo secundario a partir del suministro de nitrógeno no 

ha sido motivo de atención y el estudio de su actividad esta reducido a unas cuantas  especies como Nicotiana 

silvestris (Bonner y Jensen, 1985), Sorghum bicolor (Sielh et al., 1986) en forma de extracto enzimático, 

mientras que en Anchusa officinalis (De-Eknamkul y Ellis, 1988), Panicum miliaceum (Taniguchi et al., 1995), 

Pinus pinaster (de la Torre et al., 2007), Arabidopsis thaliana (Maeda et al., 2010a) y Petunia hybrida (Maeda 

et al., 2010a) con la enzima purificada, no obstante estas especies han sido evaluadas bajo diferentes condiciones 

(Cuadro1).  
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Cuadro 1. Estudios de loas parámetros cinéticos de la enzima prefenato aminotranstransferasa 

*nM min-1

Especie Sustrato Km (µM) 
Vmax  

(nmol s-1 mg) 
kcat (S-1) 

kcat/Km 

 (mM-1S-1) 
Cosustratos Referencias Condiciones 

Nicotiana 

sylvestris 

Prefenato (1 mM) 
- - - 2.22*  2 mM de glutamato 

Bonner y 

Jensen 

(1985) 

37 µg de extracto enzimático 

Epps (50 mM, pH 8.6) a 70 °C 

- - - 4.37* 20 mM de glutamato 

Prefenato (2 mM) 
- - - 1.78* 2 mM de glutamato 

- - - 3.86* 20 mM de glutamato 

Prefenato (20 mM) 
- - - 0.86* 2 mM de glutamato 

- - - 3.05* 20 mM de glutamato 

 
(0-3.75 mM) 

       

P. hybrida 
Glutamato 3328 ± 237 85.1 ± 2.3 4.5 ± 0.1 1.4 ± 0.1 

3 mM de prefenato 

Maeda  

et al. 2010. 

0.08 µg PhPPA-AT y 0.1 µg 

de AtPPA-AT. NaH2PO4 (50 

mM pH 8) 200 µM de PLP a 

37 °C 

Aspartato 3238 ± 143 81.5 ± 4.2 4.3 ± 0.2 1.3 ± 0.1 

A. thaliana 
Glutamato 2695 ± 198 90.7 ± 8.9 4.7 ± 0.5 1.7 ± 0.1 

Aspartato 2840 ± 188 70.1 ± 9.9 3.6 ± 0.5 1.3 ± 0.1 

P. hybrida 

Prefenato 

317 ± 19 115.6 ± 3.8 6.1 ± 0.2 19.5 ± 1.7 20 mM de aspartato 

478 ± 81 253.7 ± 41.4 13.4 ± 2.2 28.2 ± 1.2 20 mM de glutamato 

A. thaliana 
355 ± 21 88.6 ± 7.5 4.6 ± 0.4 13.1 ± 1.8 20 mM de aspartato 

684 ± 36 173.4 ± 17.3 9 ± 0.9 13 ± 0.8 20 mM de glutamato 

A. thaliana 

Prefenato (0-500 µM) 

13 - 95 7.3 20 mM de glutamato 

Graindorge et 

al. 2010 

5 nM de At2g22250 

HEPES (50 mM, pH 8) a 24 °C 

14 - 28 2 10 mM de aspartato 

N. sylvestris  

17 - 100 5.88 20 mM de glutamato 

13 - 31 2.3 10 mM de aspartato 

glutamato (0-20 mM) 1.3 mM - 101 ND 
200 µM de prefenato 

aspartato (0-40 mM) 2.5 mM - 27 ND 

L. esculentum 

(SGN-U567172) 
Prefenato (0-0.8 mM) 

0.8 ± 0.01 - 11.35 ± 0.53 141.9 20 mM de aspartato Dal Cin  

et al. 2011 

Ensayo acoplado a GDH, 

buffer PBS (pH 7.5) a 24 °C 
0.1 ± 0.03 - 11.47 ± 1.73 114.7 20 mM de glutamato 
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 Los estudios realizados con la prefenato aminotransferasa indican que su actividad es variable de 

acuerdo a la especie y también puede alterarse con diferentes condiciones de temperatura y pH. Además los 

parámetros cinéticos de esta enzima son modificados principalmente por el tipo y concentración de 

aminodonadores, así como la cantidad de esqueletos carbonados disponibles que son suministrados a través del 

prefenato. También se ha demostrado que bajo las mismas condiciones la prefenato aminotransferasa de A. 

thaliana y P. hybrida es capaz de utilizar el glutamato y el aspartato de manera similar, no obstante cuando los 

aminoácido se suministran en concentraciones de saturación  A. thaliana y P. hybrida tienen mayor preferencia 

hacia al aspartato; P. hybrida es más eficiente utilizando glutamato mientras que A. thaliana utiliza ambos con la 

misma eficiencia, es decir, que la prefenato aminotransferasa puede realizar la función de glutamato/aspartato-

prefenato aminotranferasa (PAT; EC 2.6.1.78, EC 2.6.1.79)(Graindorge et al., 2010; Maeda et al., 2011; de la 

Torre et al., 2014). De manera similar en Lycopersicum esculentum la enzima tiene mayor afinidad por el 

glutamato y mejor eficiencia con el aspartato en condiciones deficientes de esqueletos carbonados y saturación 

de aminodonadores. Las diferencias en la afinidad por el sustrato utilizando aspartato o glutamato también 

fueron observados en A. officinalis en comparación con Sorghum bicolor, debido a que en A. officinalis utiliza 

preferentemente aspartato (Km 0.08 mM) como aminodonador, en tanto que S. bicolor tiene mayor afinidad por 

el glutamato (Km 1.7 mM) (Siehl et al., 1986; De-Eknamkul y Ellis, 1988). En N. silvestris se demostró que 

cuando existe escasa disponibilidad de esqueletos carbonados la eficiencia de la enzima es mayor, mientras que 

en condiciones contrarias la enzima es inhibida. Bajo esta perspectiva de la Torre et al. (2014) sugiere que de 

acuerdo a los parámetros cinéticos de la enzima bajo condiciones de alta concentración de glutamato la enzima 

puede saturarse contribuyendo a la biosíntesis de aspartato, sin embargo, cuando la concentración de glutamato 

es baja privilegia la biosíntesis de aminoácidos esenciales. 

 La función de la prefenato aminotransferasa toma sentido cuando se revisan las condiciones fisiológicas 

reportadas de plantas con disponibilidad de nitrógeno. En el estudio realizado por Geiger et al. (1999) en hojas 

de Nicotiana tabacum L. cv. Samsun  para determinar el efecto del nitrato (1, 3 y 10 mM de NH4NO3) y amonio 

(2, 6 y 20 mM de KNO3) con suministro de CO2 en la acumulación de carbohidratos y metabolitos nitrogenados, 

reportaron que el glutamato incrementó de dos a tres veces su contenido (2.5-10 µmol g-1 FW  y 2-5 µmol g-1 

FW ) cuando se suministró nitrógeno de un nivel bajo a intermedio (1-3 mM de NH4NO3 y 2-6 mM KNO3, 

respectivamente), mientras que el contenido de aspartato se incrementó considerablemente (0.5-2 µmol g-1 FW y 

0.2-2 µmol g-1 FW) con el suministro de altas concentraciones de nitrógeno (10 mM de NH4NO3 y 20 mM de 

KNO3, respectivamente). En otro estudio Matt et al. (2001) evaluaron el suministro de 2 mM KNO3 en la 

acumulación de metabolitos nitrogenados y carbohidratos durante el periodo diurno y nocturno en hojas de N. 

tabacum cv. Gatersleben. Los resultados indicaron que el glutamato no presentó cambios durante los periodos 

evaluados (4-5 µmol g-1 FW) y el aspartato no fue determinado en este estudio. Fritz et al. (2006) estudió plantas 

silvestres de N. tabacum y transgénicas Nia30(145) deficientes de la enzima nitrato reductasa, evaluaron el 



 
 

14 
 

efecto del suministro de nitrato (0.2 y 12 mM de nitrato) durante el periodo diurno y nocturno. En estas 

condiciones los niveles de glutamato se mantuvieron constantes en plantas silvestres (2-3 µmol g-1 FW-1) y 

Nia30(145) (1-2 µmol g-1 FW) indicando que posiblemente no responde a la acumulación de nitrato intracelular. 

Mientras que los niveles de aspartato se incrementaron gradualmente (1-5 µmol g-1 FW) en plantas silvestres 

debido probablemente al nitrato asimilado a través de la nitrato reductasa y el ciclo GS/GOGAT, a diferencia del 

genotipo Nia30(145) en el cual la acumulación de nitrato se mantuvo en concentraciones estables (<1 µmol g-1 

FW). Guo et al. (2012) evaluaron la respuesta fisiológica del metabolismo de carbono y nitrógeno en 

Catharantus roseus con diferentes tipos de suministro de 6 mM de nitrógeno (NO3
-:NH4

+, N1 1:0, N2 1:1, N3 

0:3) durante 21 días. En los resultados de este estudio el glutamato respondió a las altas concentraciones de 

amonio durante los primeros 7 días en el tratamiento N3 (3.4 µmol g-1 PS) que posteriormente disminuyó 

considerablemente a los 21 días (1.5 µmol g-1 PS), mientras que el aspartato respondió al suministro de ambas 

formas de nitrógeno en el tratamiento N2 principalmente en los primeros 7 días (6 µmol g-1 PS) disminuyendo a 

los 21 días con el mismo tratamiento (3 µmol g-1 PS). Estos autores sugieren que el tratamiento con ambas 

formas de nitrógeno (nitrato y amonio) tiene un efecto sinérgico en la acumulación de metabolitos nitrogenados, 

debido a que podrían promover el incremento interno de amonio y estimular la biosintesis de carbohidratos y 

energía requeridos para la asimilación del exceso de amonio.  

 Con el análisis anterior, está por demás mencionar que el nitrógeno afecta la biosíntesis de los 

precursores de los alcaloides bencilisoquinolínicos a través de esta vía de la cual la enzima prefenato 

aminotransferasa juega un papel preponderante. Sin embargo, existe aún una brecha de conocimiento sobre el 

impacto del nitrógeno en la tirosina y con ello en la biosíntesis de alcaloides derivados de este aminoácido, como 

es el caso de los alcaloides bencilisoquinolínicos.  

 

1.6 Los alcaloides bencilisoquinolínicos y su origen biosintético 

Los alcaloides se definen de una manera sencilla y común como moléculas alcalinas de bajo peso molecular que 

son producto de la descarboxilación de los aminoácidos y se caracterizan por la presencia de uno o más átomos 

de nitrógeno en forma de amina dentro de una estructura heterocíclica, con algunas excepciones con aminas 

fuera del anillo heterocíclico, sin embargo, la definición de estos compuestos no es completamente estricta 

debido a que existen aminas complejas o compuestos que carecen de una o más propiedades de un alcaloide y 

tienen un origen biosintético o actividades biológicas similares (Evans et al., 2009). Se calcula que existen 

alrededor de 12,000 alcaloides distribuidos en plantas, animales, hongos y bacterias (Facchini, 2001). 

 Los alcaloides de origen aromático (provienen del triptófano, fenilalanina y tirosina) son considerados 

como el grupos más grande y diverso entre los distintos grupos de alcaloides (Evans et al., 2009). Entre ellos 

destacan los alcaloides bencilisoquinolínicos, compuestos que ha sido motivo de atención por su actividad 
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biológica, su origen evolutivo, propiedades farmacológicas, el uso etnobotánico, así como el impacto social, 

político y económico de su uso (Hagel y Facchini, 2013).  

 Los alcaloides bencilisoquinolínicos tienen un origen biosintético común debido a que se forman a través 

de una misma ruta, esta característica los hace interesantes para ser utilizados como modelo de estudio. Se 

derivan de dos moléculas de tirosina que son transformadas a través de una serie de reacciones de 

decarboxilación, ortho-hidroxilaciones y desaminaciones para dar origen a la dopamina y 4-

hidroxifenilacetaldehido (4-HPPA) (Beaudoin y Facchini, 2014), moléculas que constituyen la estructura 

principal de este grupo de alcaloides, la dopamina se incorpora como la parte tetrahidroisoquinolina en tanto que 

el 4-HPPA forma el anillo bencil; ambos compuestos son condensados para formar el esqueleto característico 1-

bencilisoquinolina  de la (S)-norcoclaurina que es el primer alcaloide biosintetizado por esta ruta y también el 

precursor de la variedad de estructuras de este grupo de alcaloides (Stadler et al., 1989; Hagel y Faccini, 2013).  

  Las reacciones de conversión de la tirosina a dopamina son catalizadas por las enzimas tirosina dopa-

descarboxilasa (TYDC; EC 4.1.1.25), monofenol monooxigenasa (también llamada tirosinasa o fenolasa) (MFO; 

EC 1.4.18.1) y la formación del 4-HPAA a partir de la tirosina es catalizada por la tirosina aminotransferasa 

(TyrAT; EC 2.6.1.5) y 4-hidroxifenil piruvato descarboxilasa (4HPPDC; EC 4.1.1.80) (Beaudoin y Facchini, 

2014). El alcaloide precursor de los bencilisoquinolínicos se forma a través de la reacción de condensación tipo 

Picted-Spengler catalizada por la norcoclaurina sintasa (NCS; EC 4.2.1.78) con la cual se forma el esqueleto 1-

bencilisoquinolina (Samanani et al., 2004; Luk et al., 2007; Ilari et al., 2009) (Figura 4). Posteriormente el 

alcaloide norcoclaurina es transformado por una 3´-hidroxilación, así como una serie de O- y N-metilaciones con 

lo que se forma el alcaloide (S)-reticulina, que es el alcaloide base para la diversificación estructural de los 

alcaloides bencilisoquinolínicos (Hagel y Facchini, 2013).  
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Figura 4. Primeras reacciones de la ruta biosintética de los alcaloides bencilisoquinolínicos. Adaptado de Lee y 

Facchini, 2011. Tirosina dopa desacarboxilasa (TYDC), monofenol monooxigenasa (MFO), norcoclaurina 

sintasa (NCS), 4-hidroxifenil piruvato (4-HPP), 4-Hidroxifenil acetaldehído (4-HPPA). Las enzimas implicadas 

en la 3-hidroxilación de la tirosina (1), transaminación de la tirosina (2) y la descarboxilación de 4-HPP (3) aún 

no han sido identificadas.  

 

1.7 Norcoclaurina sintasa 

La (S)-Norcoclaurina sintasa (NCS; EC 4.2.1.78) es una enzima que condensa a la dopamina y 4-HPAA 

derivados de la tirosina para formar (S)-norcoclaurina por medio de una reacción asimétrica Pictet-Spengler (Luk 

et al., 2007; Ilari et al., 2009; Bonamore et al., 2010), precursor central de los alcaloides bencilisoquinolínicos 

(Stadler et al., 1989). 

 Esta enzima también tiene la habilidad de utilizar a la dopamina y 3,4-HPAA como sustrato para 

producir el alcaloide (S)-norlaudanosolina que era considerado como el principal precursor de los alcaloides 

bencilisoquinolínicos (Battersby y Bink, 1960; Rueffer et al., 1981). Esta propiedad de la NCS generó una 

controversia sobre la ruta de biosíntesis de los alcaloides bencilisoquinolínicos. Esta controversia fue resuelta en 

un principio por los estudios de Stadler et al. (1989) realizados en Papaver somniferum en el que se estableció al 

alcaloide (S)-norcoclaurina como el precursor universal de este grupo de alcaloides y posteriormente fue 

confirmado con la purificación y caracterización de la NCS en hojas de Thalictrum flavum ssp. Glaucum por 

Samanani y Facchini (2002). 

 La enzima NCS ha sido caracterizada en raíces, tallos y hojas de T. flavum, P. somniferum y E 

califórnica . Los parámetros cinéticos indican que su actividad óptima está a un pH entre 6.5-7.0 y en un rango 

de 37-55 °C, aunque también se ha reportado su máxima actividad hasta los 25 °C. Una característica interesante 

es que la enzima no pierde su actividad si es almacenada a -80 °C y en condiciones de almacenamiento a 4°C 

durante 7 días pierde el 75 % de su capacidad catalítica (Samanani y Facchini, 2001; Samanani et al., 2004).  

 La NCS tiene una cinética de saturación sigmoidal variando la concentración de dopamina de 55 a 280 

µM y con niveles de saturación de 2 mM de 4-HPAA, lo que indica la cooperación positiva de la unión de 

dopamina con la NCS. En tanto que variando la concentración de 4-HPAA de 0.2 a 1.3 mM con niveles de 

saturación de dopamina (280 µM), produce una cinética de saturación hiperbólica lo cual indica la carencia de 

cooperación de la unión de 4-HPAA con la NCS (Samanani y Facchini, 2002; Samanani et al., 2004; Ilari et al., 

2009). Estos estudios demuestran que la norcoclaurina sintasa tiene afinidad a ambos sustratos aunque preferente 

hacia la dopamina y solamente se encuentra activa cuando ambos sustratos están presentes. 
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1.8 Monofenol oxigenasa (tirosinasa o fenolasa) 

La enzima monofenol monoxigenasa (EC 1.4.18.1) también llamada tirosinasa, fenolasa o polifenoloxidasa, 

forma parte de un diversa familia de proteínas distribuidas filogenéticamente entre los organismos (bacterias, 

hongos, artrópodos, animales y plantas) con características y funciones similares (Mayer, 2006). En mamíferos 

se le atribuye la función de melanización de los ojos, el oído interno y de la piel (Fenoll et al., 2004). En las 

plantas se encuentra presente en la mayoría de los órganos (Mayer, 2006) por lo que se considera una enzima 

ubicua y es responsable del pardeamiento enzimático (Vámos-Vigyázó, 1995; Walker, 1995; Whitaker y Lee, 

1995). La MFO relacionada con la transformación de la tirosina se localiza particularmente en los cloroplastos 

(Araji et al., 2014). Existe una variedad de isoformas de esta enzima y varían con respecto a su secuencia génica, 

tamaño, glicosilación y en la activación (Jaenicke y Decker, 2003), no obstante, la homología de esta enzima en 

los organismo es alta (Wichers et al., 2003). 

  Se encuentra ampliamente distribuida en la naturaleza y pertenece al grupo de enzimas que contienen 

cobre en su estructura y que exhibe actividad catalítica como monooxigenasa y O-difenol oxidasa (Daquinag et 

al., 1995; Steiner et al., 1999). Su doble núcleo de cobre le permite la oxidación de compuestos mono- y di-

fenólicos a través de la inserción del oxígeno en una posición ortho- para dar lugar a la formación de un grupo 

hidroxil en el anillo aromático, de esta manera la tirosinasa transforma al aminoácido p-monofenólico (L-

tirosina) a un aminoácido o-difenolico  produciendo una o-dopaquinona (L-DOPA), que posteriormente es 

convertida en dopamina; la característica de esta reacción es el obscurecimiento de la solución en tonalidades 

café (Espin y Wichers, 2001; Mayer 2006).  

 Se ha demostrado en estudios realizados en plantas, hongos y animales que la monofenol oxigenasa se 

encuentra preferentemente en un estado latente y es posible activarla con detergentes (SDS, dodecilsulfato de 

sodio), shock ácido (ácido clorhídrico 1N), agentes desnaturalizantes (etanol) o por proteólisis empleando 

enzimas como la tripsina. No obstante, se ha demostrado que el SDS es un agente más efectivo en la activación 

de este enzima comparado con la tripsina (Tolbert, 1973; Golbeck  y Cammarata, 1981; Moore y Flurkey, 1990; 

Spin y Wichers, 1999; Mayer, 2006) 

 En estudios previos en Spinacea oleracea L., Vicia faba L. y Agaricus bisporus (Lange) Sing., se reportó 

que la monofenol monooxigenasa (MFO; EC 1.14.18.1) puede variar su actividad máxima de acuerdo al tejido, 

sustrato, activador y temperatura (Tolbert, 1973; Spin y Witchers, 1999; Mayer, 2006). Generalmente la enzima 

es activa en un rango de pH entre 5.0-8.5, sin embargo en presencia de tripsina tiene una actividad máxima en un 

rango de pH de 7.0-7.5 (Tolbert, 1973, Rueffer y Zenk, 1987; Steiner et al., 1999), mientras que con SDS su 

actividad óptima se registró con pH de 6.0 con 4 mM de SDS (Spin y Witchers, 1999), que coincide con lo 

reportado por Loeffler y Zenk (1990). No obstante, Moore y Furkey (1990) reportaron un incremento rápido en 

su actividad a pH de 6.5. Los valores cinéticos de la MFO (0.5 µg mL-1) para la conversión de tiramina a 

dopamina (actividad monofenolasa) activada por proteólisis fueron una Vmax= 5 mM min-1 y Km= 7 mM, 
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mientras que la enzima activada con SDS registró valores de Vmax= 0.8 mM min-1 y Km= 5 mM (Spin y 

Witchers, 1999). La MFO obtenida a partir de cloroplastos de S. oleracea demostró que su actividad fue estable 

en condiciones de almacenamiento por un semana a 4 °C e indefinidamente cuando se congela (Tolbert, 1973; 

Golbeck y Cammarata, 1981). 

 Se considera que la monofenol oxigenasa participa en funciones de defensa en las plantas, ya que 

interviene en la hidroxilación de metabolitos secundarios durante su biosíntesis y puede ser estimulada por 

señales implicadas en la respuesta hipersensible como el metil-jasmonato y sistemina (Constabel y Barbehenn, 

2008). Las evidencias de su participación en los mecanismos de defensa contra herbívoros y patógenos han sido 

aportadas por los estudios realizados en los géneros Populus (Constabel et al., 2000; Haruta et al., 2001), 

Lycopersicon (Felton et al., 1989; Constabel et al., 1995; Thipyapong et al. 1995; Ryan et al., 2000; Li y 

Steffens, 2002), Solanum (Kowalski et al., 1992), Nicotiana (Constabel y Ryan 1998; Ren y Lu, 2006) por 

mencionar solo algunos. También se ha documentado que está involucrada en la resistencia al estrés abiótico y 

en el estrés oxidativo en plantas (Sakihama et al., 2002; Vranová et al., 2002; Thipyapong et al., 2004; Ali et al., 

2006), por lo que es posible que esta enzima tenga un papel importante en la biosintesis de metabolitos 

secundarios, sin embargo, poco se ha hecho para comprender su función en la biosíntesis de estos compuestos, 

únicamente se han realizado estudios para comprender su papel en la biosíntesis de flavonoides (Pourcel et al., 

2007), betalainas (Steiner et al., 1999), fenilpropanoides (Ali et al., 206) y alcaloides bencilisoquinolínicos 

(Rueffer y Zenk, 1987). 

 Esta enzima se encuentraimplicada en la transformación de la tirosina al inicio de la biosintesis de los 

alcaloides bencilisoquinolínicos. Rueffer y Zenk (1987) reportaron que la polifenoloxidasa (tirosinasa o 

monofenol monoxigenasa) es responsable de la hidroxilación en posición meta del anillo aromático en la 

dopamina y que forma parte de la porción superior del núcleo isoquinolíco que constituyen a los alcaloides 

bencilisoquinilínicos. Sin embargo, Beaudoin y Facchini (2014) sugieren que la enzima responsable de la meta-

hidroxilación de la L-tirosina o tiramina no ha sido caracterizada. No obstante, la monofenol monoxigenasa 

(MFO; EC 1.14.18.1)  ha sido utilizada para la producción de alcaloides bencilisoquinolínicos de manera exitosa 

en bacterias (Nakagawa et al., 2011; Minami, 2013; Sato y Kumagai, 2013), aunque quedan dudas acerca de la 

identidad de la enzima, debido a que las monoxigenasas pueden aceptar un amplio rango de sustratos y carecen 

de especificidad (Constabel y Barbehenn, 2008). 

  

1.9 Efecto del nitrógeno en los alcaloides bencilisoquinolínicos 

 

El nitrógeno en los alcaloides es esencial, debido a que le confiere la naturaleza básica y la característica 

estructural propia de estos compuestos. Sin embargo, los estudios de la influencia del nitrógeno sobre los 

alcaloides en plantas son escasos y han sido motivados principalmente por el uso del nitrógeno como fertilizante 
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para incrementar la producción de estos compuestos, ya sea por su importancia comercial o farmacológica. La 

mayor parte de las evaluaciones del efecto del nitrógeno se han llevado a cabo en un grupo reducido de plantas 

con importancia comercial como Capsicum frutescens (Lindsey, 1985), C. annum (Johnson y Decoteau, 1996) y 

C. chinense (Medina-Lara et al., 2008) que biosintetizan los alcaloides capsaicina y dihidrocapsaicina, también 

en N. tabacum (Sims et al., 1975; Farrokh et al., 2012) productora del alcaloide nicotina. Así mismo el efecto del 

nitrógeno ha sido evaluado en especies que biosintetizan alcaloides con interés farmacológico como Datura 

stramonium (Demeyer y Dejaegere, 1992; Sikuli y Demeyer, 1997) y Atropa belladona (Baricevic et al., 1999; 

Bensadek et al., 2001) que producen los alcaloides hiosciamina, escopolamina y atropina, en Catharantus roseus 

que biosintetiza los alcaloides vincristina y vinblastina (Sreevalli et al., 2004; Misra y Gupta, 2006; Abdolzadeh 

et al., 2006; Gholamhosseinpour et al., 2011; Zhonghua et al., 2011; Guo et al., 2012) y en P. somniferum 

(Costes et al., 1976; Khlaptsev, 1978; Yadav et al., 1984; Laughlin 1982, 1987; Losak y Ritcher, 2004; Losak et 

al., 2009) que es el principal recurso para la obtención de morfina.   

 Como se sabe, la tirosina es uno de los principales precursores de alcaloides de tipo isoquinolínico 

(tetrahidroisoquinolínicos, bencilisoquinolínicos, aporfínicos, morfinanos, etc.). La ruta biosintética de los 

alcaloides bencilisoquinolínicos es atractiva para el estudio del nitrógeno, debido a que forma una vía reducida 

con un solo alcaloide precursor , por lo que es posible evaluar el impacto del nitrógeno sobre una amplia 

variedad de alcaloides de este grupo. Uno de los modelos más utilizados para estudiar el efecto del nitrógeno 

sobre los alcaloides bencilisoquinilínicos ha sido la morfina, debido a su utilidad farmacológica como potente 

analgésico. Los estudios del nitrógeno sobre los alcaloides bencilisoquinolínicos son escasos y se han realizado 

casi exclusivamente en  P. somniferum, que es por excelencia la especie en la que se obtiene la morfina.  Costes 

et al. (1976) evaluaron el efecto del suministro de 2 mM de nitrato, amonio, nitrato de amonio y urea en el 

contenido relativo de morfina en plantas en etapa de floración de P. somniferum, así mismo compararon el efecto 

del calcio, fósforo, cloro y magnesio en la producción de este alcaloide. Los resultados indicaron que el 

nitrógeno fué el principal elemento que incrementó la producción de morfina, aunque la forma en la que el 

nitrógeno se suministra influyó en su rendimiento, siendo el nitrato el ión más efectivo para incrementar el 

contenido de morfina, en tanto que con el amonio se inhibe la producción de morfina. Los autores sugieren un 

desacoplamiento de la fosforilación oxidativa por el amonio y la inhibición de los sistemas enzimáticos 

implicados en la biosíntesis de la morfina.  

 Yadav et al. (1984) estudiaron el efecto de la aplicación de nitrógeno (50, 100, 150 y 200 kg ha-1) en la 

producción de biomasa y morfina de P. somniferum, encontrando que todas las concentraciones de nitrógeno 

evaluadas incrementaron el contenido de morfina con respecto al control. La máxima concentración de morfina 

fue obtenida con el suministro de 100 kg ha-1, sin embargo, la concentración de morfina disminuyó cuando se 

excedió esa dosis.  
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 En una serie de experimentos Laughlin (1982) evaluó el efecto del tiempo de aplicación y diferentes 

tipos de suministro de nitrógeno en el contenido de morfina en P. somniferum. En el primer ensayo suministró 

sulfato de amonio (50, 100, 150 y 200 kg ha-1) y obtuvo el mejor resultado con 100 kg ha-1 con un incremento de 

10-20 % del contenido de morfina, comparado con las cantidades de nitrógeno aplicadas comercialmente (20 kg 

ha-1). En el segundo ensayo aplicó por separado nitrato de amonio, sulfato de amonio, nitrato de potasio, nitrato 

de calcio y urea a diferentes concentraciones (0, 40 y 80 kg ha-1). En este ensayo observó que la forma y 

concentración de nitrógeno aplicado tuvieron un efecto similar en el contenido de morfina, sin embargo la 

máxima concentración fue obtenida con altas tasas de irrigación. También en 1987 Laughlin evaluó el efecto del 

nitrato de amonio (0, 40 y 80 kg ha-1) con diferentes densidades de plantas de P. somniferum (25, 50, 100 y 200 

plantas/m2). Los resultados indicaron que el nitrógeno incrementó el contenido de morfina (7 %) y la tendencia 

de incremento disminuyó cuando la población de plántulas fue mayor. 

  Losak y Ritchter (2004) suministraron nitrato de amonio (0.6 y 0.9 g de N) a plantas de P. somniferum, 

en las cuales se incrementó el contenido de morfina con el suministro de nitrógeno particularmente con 0.9 g 

(aprox. 60 kg ha-1), demostrando una  alta correlación (r2=0.85) entre la concentración de nitrógeno aplicada con 

el contenido de morfina.  

 En otro estudio, Losak et al. (2009) evaluaron el efecto combinado del suministro de nitrato de amonio 

(0.9 y 1.5 g de N) y potasio en forma de cloruro de potasio y sulfato de potasio (0.845 y 1.69 g) en plantas de P. 

somniferum var. Buddha. Los resultados indicaron que el potasio en ambas formas no interviene en la 

acumulación de morfina, mientras que con la aplicación de 0.9 g de nitrógeno en forma de NH4NO3 el contenido 

de morfina se incrementó 2.11-2.21 % y con el suministro de 1.5 g de NH4NO3 (que equivale a 100 kg ha-1) 

obtuvieron aumentos de 2.04-2.4 % de morfina, por lo que consideraron que el nitrógeno es el elemento que 

afecta la concentración de morfina. De acuerdo a los resultados de los estudios descritos, el nitrógeno tiene un 

papel importante en el incremento en el contenido de morfina en P. somniferum, con efectos positivos en 

concentraciones ≤100 kg ha-1 (equivalente a 1.5 g) y negativos cuando se supera esta concentración. Sin 

embargo, ninguno de los estudios anteriormente citados explica la manera en que este elemento influye sobre los 

alcaloides (Cuadro 2).   

Cuadro 2.  Efecto del nitrógeno en alcaloides derivados de la tirosina y fenilalanina. 

Alcaloides bencilisoquinolínicos 

Alcaloide Especie Suministro de N 

Efecto en el 

contenido de 

alcaloides 

Referencia 

Morfina Papaver somniferum 

(2mM) 

NO3 

↑ 

↓  

ND. 

 

Costes et al.(1976) 



 
 

21 
 

NH4 

NH4NO3 

Urea 

↓ 

↓ 

Alcaloides Totales Papaver somniferum 

1X NH4NO3 

2X NH4NO3 

3X NH4NO3 

4X NH4NO3 

↑  

↑ 

↑ 

↑  

240 % Khlaptsev (1978) 

Morfina Papaver somniferum 

(NH4NO3  kg ha-1) 

50 

100 

150 

200 

 

↑ 

↑  

↓ 

↓ 

 

 

ND. 

Yadav et al. (1983) 

Morfina Papaver somniferum 

(NH4)2SO4 kg ha-1) 

50 

100 

150 

200 

 

↑ 

↑ 

↓ 

↓ 

10-20 % Laughlin (1982) 

Morfina Papaver somniferum 

(NH4NO3  kg ha-1) 

0 

40 

80 

 

↑ 

↑ 

↑ 

7 % Laughlin (1987) 

Morfina Papaver somniferum 

(NH4NO3  kg ha-1) 

40 

60 

 

↑ 

↑ 

 

0.85-

1.01 % 

Losak y Ritchter (2004) 

Morfina Papaver somniferum 

(NH4NO3  kg ha-1) 

60 

100 

 

↑ 

↑ 

 

2.21 % 

2.40 % 

Losak et al. (2009) 

Chelindolina Chelidonium majus 

(Nitrógeno mg L-1 ) 

200  1.5:1, NH4/ NO3 

 

↑ 

 

1.40 % 

Manukyan (2005) 
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168  NO3 

154  NO3 

140  3:1, NH4/ NO3 

↑ 

↑ 

↑ 

 

 

1.32 % 

 

Alcaloides de tipo alquilamida 

 

Capsaicina Capsicum frutescens 

(mM NO3 +74 kBq of L-

[U-14C]Phe) 

0 

5 

10 

25 

50 

 

 

↓ 

↑ 

↓ 

↓ 

↓ 

 

 

 

15 % 

Lindsey (1985) 

Capsaicina Capsicum annum 

NaNO3 mM 

1 

 7.5 

15 

22.5 

 30  

 

↑ 

↑ 

↑ 

↓ 

 

 

 

 

133 % 

Johnson y Decoteau 

(1996) 

Dihidrocapsaicina Capsicum annum 

NaNO3 mM 

1 

 7.5 

15 

22.5 

 30 

 

↑ 

↑ 

↑ 

↑ 

↑ 

 

 

 

 

 

200 % 

Capsaicina Capsicum chinense 

Urea (mM) 

0 

 1 

 7.5 

 

↑ 

↑ 

↑ 

 

 

 

 

Medina-Lara et al. (2008) 



 
 

23 
 

 15 

 22 

 30 

↑ 

↑ 

↑ 

750 % 

 

Alcaloides de Amarillydaceae (Benzapenina) 

Galantamina Narcissus pseudonarcissus 

 

NO3/ NH4 (14:1) 

110 kg ha-1 N 

220 kg ha-1 N 

 

 

↑ 

= 

 

 

16.6 % 

Lubbe et al. (2011) 

 

Alcaloides de tipo fenetilisoquinolina 

Colchicina Colchicum autumnale 
0 -60 mM N (NH4/NO3) 

60 mM(20:40 mM NH4/NO3) 

↑ 

 

200 % 

Hayashi et al. (1988) 

↑  Mayor incremento de alcaloides 

↑  Incremento de la concentración de alcaloides 

↓  Disminución de la concentración de alcaloides 

 =   La concentración permanece sin cambios 

ND. No disponible 

 

 Los anteriores estudios demuestran que el nitrógeno puede afectar el contenido de los alcaloides 

bencilisoquinolínicos. También señalan que existe un rango en el cual el nitrógeno puede incrementar o 

disminuir los niveles de los alcaloides; por ejemplo, en P.somniferum los niveles de morfina se incrementaron 

con el suministro de nitrógeno en concentraciones ≤100 kg ha-1. Sin embargo, se desconoce si el incremento o 

disminución de los alcaloides se debe a que la disponibilidad de nitrógeno altera la actividad de las enzimas 

involucradas en la biosíntesis de los alcaloides derivados de estas rutas o si estos metabolitos secundarios se 

acumulan  solamente y se translocan de un órgano a otro. Por otra parte ninguno de los estudios realizados con 

respecto a este elemento considera que el metabolismo del nitrógeno es dinámico durante el día, en consecuencia 

el impacto del nitrógeno en los alcaloides también podría ser distinto. En este trabajo se aportan algunas 

evidencias sobre estos fenómenos y se aportan evidencias más claras sobre como el nitrógeno influye en el 

contenido de los alcaloides bencilisoquinolínicos. 
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1.10 Distribución taxonómica y diversidad de alcaloides bencilisoquinolínicos 

Los  alcaloides bencilisoquinolínicos constituyen uno de los grupos más amplio y diverso de alcaloides con 

aproximadamente 2500 estructuras identificadas, las que a su vez podrían clasificarse en diferentes grupos 

estructurales como protoberberinas, benzofenantridinas, ftalideisoquinolinas, aporfinas, pavinas, rhoeadinas, 

protopinas y morfinanos (Hagel y Facchini, 2013). La presencia de este tipo de alcaloides obtenidos de 

diferentes taxa, ha motivado el establecimiento de una probable relación entre la distribución de los ABI con las 

familias de angiospermas que los contienen, sugiriendo que son abundantes en las familias Magnoliaceae, 

Eumagnoliidae Ranunculaceae, Berberideaceae, Menispermaceae y Papaveraceae (Liscombe et al., 2005; 

Beaudoin y Facchini, 2013) aunque también se han encontrado en familias más distantes como Rutaceae, 

Lauraceae, Cornaceae, Nelumbonaceae y en algunos casos en el orden Piperales (Liscombe et al., 2005). Se cree 

que los alcaloides bencilisoquinolínicos de las diferentes familias que los biosintetizan  tuvieron un origen 

monofilético a partir de angiospermas basales y de la evolución de las proteínas alergénicas PR10 y Bet v1 de un 

ancestro común que originó a la enzima norcoclaurina sintasa; las evidencias son su similitud estructural con la 

proteínas PR10 y Bet v1 y su utilidad como marcador bioquímico clave por su función catalítica en la primera 

reacción biosintética del precursor central de los alcaloides bencilisoquinolínicos (Samanani et al., 2004). Esta 

hipótesis respondería en parte el porqué los alcaloides bencilisoquinolínicos pueden encontrarse en un grupo 

reducido de plantas y también porqué se encuentra en otras familias filogenéticamente más lejanas. 

 Las monoxigenasas dependientes del citocromo P450 cumplen un papel importante en la biosíntesis y 

diversificación de este grupo de alcaloides, ya que se encargan de modificar la estructura del esqueleto 

carbonado de los alcaloides bencilisoquinolínicos mediante la metilación, reducción, oxidación así como en la 

formación de puentes metilendioxi, en algunos casos intervienen en la desalogenación, desalquilación, 

desaminación y epoxidación de los alcaloides (Schuler, 1996; Chou y Kutchan, 1998; De Luca y Laflamme, 

2001, Liscombe y Facchini, 2008). Sin embargo, estas enzimas no son exclusivas de la ruta biosintética de los 

alcaloides bencilisoquinolínicos, ya que se han documentado monoxigenasas-P450 dependientes que participan 

en la diversificación de metabolitos secundarios entre ellos los flavonoides, cumarinas, furanocumarina, 

terpenoides y glucósidos cianogenicos, y también en la biosintesis de otro tipo de alcaloides como los indol 

monoterpenicos, tropánicos y derivados de la nicotina (Schuler, 1996). Sin embargo, existen monooxigenasas-

P450 como la subfamilia CYP709 que son exclusivas de la ruta biosintética de los alcaloides 

bencilisoquinolínicos (Takemura et al., 2010). 

  El alcaloide reticulina es el punto de diversificación de la ruta biosintética de los alcaloides 

bencilisoquinolínicos, para su formación una serie de enzimas monoxigenasas dependientes del citocromo P450 

(norcoclaurina 6-O-metiltransferasa (6OMT), coclaurina N-metiltransferasa (CNMT), (S)-N-metilcoclaurina-3-

hidroxilasa (NMCH) y 3-hidroxi-N-metilcoclaurina-4´-O-metiltransferasa (4ÓMT)), son las encargadas de 

modificar la estructura de su precursor norcoclaurina y posteriormente esta familia de enzimas modifican la 
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estructura de la reticulina para formar los subgrupos de estos alcaloides que constituyen a los alcaloides 

bencilisoquinilínicos (Liscombe y Facchini, 2008; Pienkny et al., 2009; Onoyovwe et al., 2013).   

 Algunas enzimas monoxigenasas-P450 involucradas en la biosintesis de los alcaloides 

bencilisoquinolínicos tienen la capacidad de participar en rutas distintas de formación de alcaloides, es decir, una 

enzima puede participar en dos o más ramas de la biosintesis de los alcaloides bencilisoquinolínicos; por 

ejemplo, en Coptis japonica la enzima sculerina-9-O-metil transferasa (CjSMT) está involucrada en la 

producción de tretrahidrocolumbamina y su actividad no se encuentra en Eschscholzia californica, sin embargo 

la expresión ectópica de CjSMT en E. californica indujo la acumulación de columbamina además de obtener un 

perfil más rico de alcaloides en comparación con la especie silvestre (Sato et al., 2001). Posiblemente se deba a 

que esta familia de enzimas carece de estricta especificidad sobre el sustrato y la homología estructural de sus 

secuencias que se encuentran filogenéticamente conservadas les permite catalizar sustratos similares (De Luca y 

Laflamme, 2001; Liscombe et al., 2005; Liscombe y Facchini, 2008).  

 Otro aspecto interesante de este estudio es que las monoxigenasas-P450 son capaces de convertir un 

alcaloide en otro a través de su oxidación o epoxidación. En alcaloides bencilisoquinolínicos por ejemplo la 

enzima CjSMT en E. caliornica produjo el alcaloide bencilisoquinoltetrahidrocolumbamina, que es la forma 

oxidada de la columbamina. Esta actividad ha sido documentada en diferentes tipos de alcaloides como los indol 

monoterpenicos y los tropánicos (Chou y Kutchan, 1998). En alcaloides tropánicos, el ejemplo más 

representativo es la conversión de la hiosciamina a escopolamina. La conversión se le ha atribuido a la actividad 

de la enzima 6β-hidroxihiosciamina, una enzima que pertenece a la familia de dioxigenasas oxoglutarato-

dependientes que cataliza la hidroxilación en la posición 6β en la hiosciamina y posteriormente su epoxidación 

(formación de un puente 6,7-epoxi) de manera consecutiva para formar escopolamina (Hashimoto et al., 1993). 

Esta familia de enzimas se encuentra presente en la biosintesis de alcaloides bencilisoquinolínicos (Onoyovwe et 

al., 2013; Beaudoin y Facchini, 2014). Por ejemplo, la tebaina-6-O-desmetilasa (T6OMD) cataliza la 6-O-

desmetilación de la tebaína y oripavina para formar codeinona y morfinona respectivamente, así mismo la 

codeína-O-desmetilasa (COMD) convierte mediante una reacción de 3-O-desmetilación a la codeína y tebaína en 

morfina y oripavina respectivamente (Hagel y Facchini, 2010). Es posible que las monoxigenasas P450 

contribuyan a la interconversión de los alcaloides aporfínicos en anonáceas particularmente entre los alcaloides 

lisicamina, liriodenina y aterospermidina. Orozco-Castillo (2009) sugiere una posible interconversión entre la 

liriodenina y la aterospermidina provocado por el efecto en el suministro de nitrógeno en Annona diversifolia, de 

manera similar a lo reportado por Demeyer y Dejaegere (1992) en los alcaloides tropánicos hiosciamina y 

escopolamina de Datura stramonium. Sin embargo, la ruta biosíntetica de los alcaloides aporfínicos en 

anonáceas no ha sido elucidada, por lo tanto se desconocen las enzimas involucradas en la biosíntesis de estos 

alcaloides.  
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1.11 La familia Annonaceae 

 

La familia Annonaceae es un grupo ancestral de plantas considerada como la más diversa del orden Magnoliales 

debido a su riqueza y abundancia de individuos (Mass et al., 2011, Chatrou et al., 2014). Está formada por 2400 

especies agrupadas en 108 géneros (Chatrou et al., 2014) y se encuentran clasificados en 4 subfamilias: 

Anaxagoreoideae, Ambavioideae, Annonoideae y Malmeoideae (Rainer, 2013). Los análisis filogenéticos de 

esta familia indican dos principales clados originados monofileticamente: la subfamilia Malmeoideae que 

incluye el 35 % de las especies y la subfamilia Annonoideae que representa el 60 % de las especies de la familia 

Annonaceae e incluye al género Annona (Chatrou et al., 2014).  

  Generalmente las Anonáceas son árboles, arbustos y lianas, que se caracterizan por tener flores con el 

perianto diferenciado en sépalos y pétalos dispuestos en la parte axilar de los tallos, o bien como inflorescencias 

terminales; presentan hojas simples y alternadas, así como el endospermo ruminado (Standley y Steyermark, 

1946; Cronquist, 1988). Se distribuyen en los trópicos de América, África y Asia, particularmente son 

encontradas en los bosques lluviosos (Burnham y Johnson, 2004). El origen de su distribución ha sido inferido a 

través de análisis moleculares, filogenéticos, palinológicos y por el registro fósil de endospermo y polen. Estos 

estudios sugieren que el centro de origen de esta familia se encuentra en América del Sur o África y su 

dispersión se originó después de la ruptura de Gondwana a través del agua, con la migración de especies a 

distancias cortas antes de la divergencia de los continentes. Su distribución en Asia se cree se debió a eventos 

cronológicamente más recientes y es explicado por el intercambio de especies a través de las rutas de migración 

(Richadrson et al., 2004). 

 En México se encuentran 16 géneros y 63 especies distribuidas en la región sureste del país (Andrés-

Agustín y Andrés-Hernández, 2011). El género Annona es el más representativo y conocido en México debido a 

que especies como A. diversifolia Saff., A. muricata L., A. cherimola Mill., A. squamosa L., A. reticulata L. y A. 

purpurea L. son apreciadas por su valor comercial (Andrés-Agustín y Ledesma, 2014), cultural y medicinal 

(Martínez-Vázquez y Estrada-Reyes, 2014). 

 

1.12 Alcaloides bencilisoquinolínicos en la familia Annonaceae 

 

Los alcaloides son uno de los dos grupos más importantes de metabolitos secundarios presentes en la familia 

Annonaceae. De acuerdo a Cavé (1985) la mayoría de los alcaloides de esta familia son de tipo isoquinolínico o 

tienen su origen en ésta estructura, y son derivados principalmente de los aminoácidos tirosina y fenilalanina. 

También se ha señalado la presencia de alcaloides de tipo β-carbolina e indol sesquiterpénicos derivados del 

triptófano.  

 En Annonaceae se ha documentado la presencia de alcaloides de tipo isoquinolina simple, cularinas 

(isoquinolinas con un esqueleto tetracíclico incorporado a un sistema oxepina), morfinandienona, fenantrenos, 
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berberinas, tetrahidroprotoberberinas, oxoprotoberberinas, bencilisoquinolinas, bisbencilisoquinolinas, 

benciltetrahidroisoquinolinas, dibenzopirrocolinas (producto de la oxidación de la tetrahidrobencilisoquinolina 

laudanosolina), proaporfinas, aporfinoides (N-metoxicarbonil) y aporfinas (Shamma, 1972; Leboeuf  et al., 

1982; Chen et al., 1996). Algunos casos excepcionales como los alcaloides pirimidina-β-carbolina como 

anomontina, metoxianomontina  y N-hidroxianomontina fueron reportados en Annona montana (Leboeuf et al., 

1982), A. foetida (Costa et al., 2009) y A. purpurea (Rejón-Orantes et al., 2011), así mismo el alcaloide indol 

sesquiterpénicos polisina aislado de Polyalthia suaveolens (Ngantchou et al., 2010). 

 Los alcaloides aporfínicos son los más abundantes en la familia Annonaceae. Su estructura se basa en 

cuatro anillos aromáticos (A, B, C y D), los anillos A, B y D biogénicamente provienen de la condensación de 

dos moléculas de tirosina y caracterizan la estructura de la 1-bencilisoquinolina, en tanto que el anillo C 

aporfínico se forma por la ciclación de los anillos B y D mediante un acoplamiento oxidativo (Kametani y 

Fukumoto, 1971; Shamma 1972; Hagel y Facchini, 2013). La diversificación de los alcaloides aporfínicos 

depende del tipo y número de sustituciones en su estructura, ya sea di-, tri-, tetra-, pentra- y hexa- sustituidos y 

los grupos funcionales sustituyentes frecuentemente son hidroxi, metoxi, metilendioxi, carbonilo y en algunos 

casos se encuentran N-oxido sustituidos. Las sustituciones en las aporfinas pueden encontrarse en los cuatro 

anillos aromáticos, sin embargo, es más común en la naturaleza encontrar aporfinas tetra sustituidas en las 

posiciones 1, 2, 9, 10- así como 1,2 10, 11 (excepto el grupo metilendioxi en los anillos A  y D) (Israilov et al., 

1980). Se ha establecido que las aporfinas de Annonaceae tienen patrones característicos en la sustitución, ya sea 

que se encuentren oxigenadas en la posición C-7 lo que produce una configuración de tipo C-6a R, también es 

frecuente encontrar la aporfinas oxigenadas en C-4 y C-7, así mismo solamente en Annonaceae se ha encontrado 

el C-7 metoxilado (Israilov et al., 1980, Guinaudeau y Shamma, 1982; Tantisewie y Ruchirawat, 1992). En la 

familia Annonaceae se ha documentado el aislamiento de aporfinas de tipo 7-hidroxi-7-metilaporfinas, 7,7-

dimetilaporfinas, oxoaporfinas, 4,5- y 4,7-dioxoaporfinas, dehidroaporfinas, diaporfinas, 10,11-dihidroxi-,1,2-

dimetoxinoraporfinas, 7-dehidroaporfinas, secoaporfinas, por mencionar algunas (Leboeuf et al., 1982; 

Guinaudeau y Shamma, 1982; Guinaudeau et al., 1988; Protais et al., 1992; Guinaudeau et al., 1994; Bentley, 

1998; Chang et al., 2000; Bentley, 2006; Nishiyama et al., 2006). 

 Los alcaloides bencilisoquinolínicos de la familia Annonaceae se consideran un recurso importante para 

la creación de nuevos fármacos derivado de sus propiedades biológicas y farmacológicas. Entre las actividades 

biológicas más importantes se encuentra la antimicrobiana, antitumoral, dopaminérgica, antiprotozoaria, 

nematicida, antiviral, entre otras; por lo tanto, los alcaloides bencilisoquinolínicos pueden llegar a utilizarse 

directamente o ser considerados como fuente de inspiración en la preparación de nuevos medicamentos de 

síntesis para enfrentar la problemática de salud que existe actualmente en el mundo (Cortes et al., 2014). Por 

ejemplo, Camacho-Corona et al. (2009) reportó que la liriodenina tiene una actividad alta (CMI 3.125 µg mL-1) 

contra cepas de Mycobacterium tuberculosis sensibles y presentó moderada actividad (CMI 100 µg mL-1) contra 
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cepas multiresistentes a fármacos. Así mismo la liriodenina ha demostrado ser un agente antiproliferativo contra 

carcinomas hepatocelulares (Hep G2 and SK-Hep-1) (Hsieh et al., 2005). Además se han llevado a cabo ensayos 

con alcaloides bencilisoquinolínicos para tratar desórdenes neurológicos como la enfermedad de Huntington, la 

esquizofrenia y el Parkinson; como ejemplo, se ha modificado la estructura base de la isoquinolina a través de 

alquilaciones (1-alquilisoquinolina), hidroxilaciones (6-hidroxiisoquinolina) y halogenaciones (7-

cloroisoquinolina), los cuales mostraron afinidad por los receptores dopaminergicos tipo D2 y actividad 

antidepresora antagonizada por el haloperidol (Cortes et al., 2014). Los anteriores ejemplos solo son algunas 

evidencias de las propiedades farmacológicas que los alcaloides bencilisoquinolínicos tienen, no obstante, aún 

existe un gran número de alcaloides de este tipo que aún no se conoce su potencial farmacológico. 

 

II. ANTECEDENTES 

2.1 Annona diversifolia Saff. 

 

La papausa o ilama (A. diversifolia Saff. sin. A. macroprophyllata Donn sm.) es un árbol pequeño con una altura 

promedio de 7.5 m. Se caracteriza por tener ramas glaucas (regularmente alternadas) con hojas redondeadas o 

subacutadas en el ápice con tamaños entre 4-6 cm de ancho y con peciolos entre 8-18 mm de largo; las hojas 

inferiores de los brotes florales son orbiculares y cordado-ceñidas de 2-4 cm de longitud. Presenta flores 

solitarias con características particulares; están minuciosamente bracteoladas debajo de la mitad, los sépalos son 

redondeados a triangulares, ferruginoso-pilosos y miden entre 2 a 3 mm de longitud, también presenta tres 

pétalos exteriores y tres interiores; los exteriores son linear-oblongos, obtusos, minuciosamente pubescentes por 

fuera y miden aprox. 2.5 cm de longitud, cerca de 6 mm de ancho en la base y los internos son rudimentarios. 

Los frutos son ovoides generalmente de 13 a 15 cm de longitud y entre 12-15 cm de ancho, cubiertos por 

protuberancias ligeramente redondeadas. Las semillas presentan coloración café-cobrizo, tienen la testa dura y 

lustrosa, su tamaño oscila entre los 2 cm de largo y 1 cm de ancho, y se caracterizan por tener el endospermo 

ruminado (Standley y Steyemark, 1946; Gentry, 1995). 

 Esta especie se encuentra distribuida en zonas tropicales entre los 250 a 600 msnm, particularmente en 

México se encuentra en los estados de Michoacán, Colima, Guerrero, Oaxaca y Chiapas. La papausa es una 

planta que no es cultivada de manera extensiva, se ha documentado que el cultivo de A. diversifolia se limita a 

huertos y a traspatio, sin embargo, también es posible encontrarla de manera silvestre (Otero-Sánchez et al., 

2006; Andrés-Agustin y Segura-Ledesma, 2014).  
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2.2 Estudios de los alcaloides bencilisoquinolínicos en Annona diversifolia 

 

Los trabajos de investigación sobre esta especie en general son escasos en cuanto alcaloides se refiere. Los 

primeros trabajos para el conocimiento del perfil fitoquímico de A. diversifolia fueron realizados por González-

Esquinca (2001) que estableció la presencia de aceites esenciales y de alcaloides oxoaporfínicos en árboles 

adultos y juveniles y su relación fitoquímica con otras especies del género Annona. En este trabajo se reportó la 

presencia de las aporfinas anolobina y liriodenina en las raíces de A. diversifolia. De la Cruz (2001) estudió la 

abundancia y bioactividad de acetogeninas en esta especie destacando la obtención de las acetogeninas como 

rolliniastatina-2 y laherradurina. 

 Además del perfil fitoquímico, los alcaloides de A. diversifolia han sido estudiados por su actividad 

biológica. Los estudios previos sugieren que los alcaloides y extractos alcaloidales presentan diversos tipos de 

actividad biológica. La actividad antimicrobiana de la liriodenina y de algunos extractos orgánicos de A. 

diversifolia fue reportado por Riley-Saldaña (2007) que demostró el efecto inhibitorio de la liridenina en el 

crecimiento de cepas de Staphylococcus epidermidis y Candida albicans, mientras que los extractos alcaloidales 

de tallos y raíces de esta especie presentaron actividad antimicrobiana sobre cepas de Pseudomonas aeruginosa, 

Staphylococcus epidermidis, Staphylococcus aureus, Candida albicans y Bacillus subtilis. La actividad larvicida 

fue reportada por González-Esquinca et al. (2012) a través del ensayo con larvas de mosca de la fruta 

(Anastrepha ludens) expuestas durante 72 h a concentraciones de 100, 1000 y 2000 mg ml-1 de extractos 

etanólicos y acuosos obtenidos de tallos y hojas de A. diversifolia. Los resutados indicaron que los extractos más 

efectivos como lavicida fueron el extracto etanólico de tallos, el extracto acuoso de tallos y hojas, con 

porcentajes de mortalidad de larvas de 89.3, 74.3 y 74.0 %, respectivamente. También se ha documentado la 

propiedad insecticida de los extractos orgánicos de ésta especie, Asencio-Alvarado (2012) evaluó su efectividad 

como insecticida y repelente de extractos etanólicos de semilla de A. diversifolia a concentraciones de 50, 150 y 

300 ppm para el control del gorgojo común del frijol (Zabrotes subfasciatus); encontrando la propiedad 

disuasoria e insecticida con las tres concentraciones evaluadas del extracto etanólico, siendo más efectivo el 

extracto con 300 ppm. Rueda-Pérez (2007) evaluó la actividad insecticida de extractos acuosos y etanólicos 

obtenidos de los tallos y hojas de A. diversifolia que fueron aplicados a larvas y a ejemplares adultos de la mosca 

de la fruta (Anastrepha ludens), de los cuales los extractos etanólicos fueron más efectivos contra las larvas y los 

extractos acuosos contra las moscas adultas. 

 Se ha demostrado que los alcaloides y extractos alcaloidales de A. diversifolia tienen actividad 

farmacológica importante, ya que pueden modificar la actividad del sistema nervioso central. Aguilar et al. 

(2011) reportaron que los extractos alcaloidales de raíz de A. diversifolia presentan actividad ansiogénica en 

ratonas Balb/C cuando se aplica a una concentración de 30 mg/k/día, dado que las ratonas desarrollaron signos 

de ansiedad como calvicie e hiperactividad. En contraste, González-Trujano et al. (2006, 2009) demostraron que 
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los extractos etanólico de hojas de A. diversifolia tienen propiedades anticonvulsivas y antiepilépticas en ratones 

Winstar con epilepsia inducida. Los extractos disminuyeron tanto la frecuencia de los ataques como la duración 

de los mismos,  lo cuál es atribuído a la disminución de la actividad paroxística en la neurotrasmición 

gabaminergica. De manera similar, Rejón-Orantes et al. (2010) determinó que la administración sistémica del 

alcaloide liriodenina a ratones Balb/C provoca los efectos cataleptogénicos de corta duración, ansiolítico, 

hipnótico y una disminución de la actividad motora; todos ellos atribuíbles a la inhibición de la actividad 

dopaminergica del sistema nervioso central. 

 Desde el punto de vista fisiológico, destacan los estudios de De la Cruz-Chacón y González-Esquinca 

(2012) que determinaron la importancia de los alcaloides aporfínicos como mecanismo de defensa de A. 

diversifolia durante la etapa de germinación. En el estudio demostraron la relación entre la presencia de 

liriodenina biosintetizada en la imbibición de la semilla y su actividad fungicida sobre Aspergillus glaucus y 

Rhizopus stolonifer, los cuales están implicados en la putrefacción de la semilla durante la geminación. También 

ha sido evaluada la biosíntesis de los alcaloides bencilisoquinolínicos durante la etapa de germinación y las 

primeras etapas de desarrollo, en la cuál  De la Cuz-Chacón y González-Esquinca (2013) evaluaron la actividad 

de las enzimas polifenol oxidasa (PPO, EC 1.14.18.1), amina oxidasa (AO, EC 1.4.3.4),  tirosina descarboxilasa 

(TYDC, EC 4.1.1.25) y norcoclaurina sintasa (NCS, EC 4.2.1.78) en 4 etapas de desarrollo de A. diversifolia, 

partiendo de la imbibición de la semilla hasta el desarrollo de dos hojas verdaderas. Los resultados mostraron 

que las 4 enzimas implicadas en la biosíntesis de alcaloides bencilisoquinolínicos se encuentra ubicadas y activas 

en el embrión durante la fase de imbibición de la semilla; posteriormente durante las etapas de primordio foliar y 

2 hojas verdaderas, las enzimas PPO, AO y TYDC se encontraron activas en todos los órganos de la planta, 

excepto la NCS que solamente se detectó en tallos y raíces. 

 Por último, solamente existe un antecedente sobre el estudio del efecto del nitrógeno en los alcaloides 

bencilisoquinolínicosde A. diversifolia. En el estudio Orozco-Castillo (2009) evaluó el suministro de la solución 

Murashige y Skoog (1962) en su formulación basal y con las modificaciones de 0 y 150 % de nitrógeno en 

plántulas de A. diversifolia bajo condiciones ambientales. Los resultados reportaron que el mayor contenido de 

alcaloides totales en los órganos de A. diversifolia fue registrado con el suministro moderado de nitrógeno 

(formulación  nutritiva basal). Orozco-Castillo (op. cit.) demostró que el impacto del nitrógeno fue mayor en las 

raíces y que la mayor concentración de los alcaloides bencilisoquinolíicos se encuentran en éste órgano, 

particularmente el del alcaloide liriodenina; además la liriodenina fue afectada de manera negativa cuando se 

incrementa la concentración de nitrógeno.  

 Debido a la relevancia de la actividad biológica y farmacológica de los alcaloides bencilisoquinolínicos, 

los estudios sobre la biosíntesis y los factores que la regulan son de gran importancia. Se sabe que el contenido 

de alcaloides en las plantas se modifica cuando se suministra nitrógeno a través de la fertilización, sin embargo 

se desconoce el efecto del suministro de nitrógeno en la regulación de la biosíntesis de estos compuestos. En 
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estudios recientes se señala que A. diversifolia Saff. biosintetiza alcaloides bencilisoquinolínicos de tipo aporfína 

durante las primeras etapas de crecimiento, es por ello que en este trabajo se pretende conocer la importancia del 

nitrógeno como un posible factor modulador de la biosíntesis  de los alcaloides bencilisoquinolínicos. 

 

 

III. OBJETIVOS 

General 

 

 Evaluar el efecto de diferentes concentraciones de nitrógeno en la biosíntesis de alcaloides en plántulas 

de A. diversifolia. 

 

Particulares 

 

I. Obtener los perfiles cualitativos y cuantitativos de alcaloides en raíces y tallos de plántulas en etapa de 

dos a cinco hojas. 

II. Obtener los alcaloides mayoritarios detectados en etapa de plántulas de tres hojas a partir de plantas 

adultas. 

III. Determinar cuantitativamente los alcaloides mayoritarios en plántulas de tres hojas en tres 

concentraciones de nitrógeno durante siete periodos de tiempo. 

IV. Determinar la actividad de las enzimas monofenol monooxigenasa (MFO; EC 1.4.18.1) y (S)-

norcoclaurina sintasa (NCS; EC 4.2.1.78) bajo tres concentraciones de nitrógeno y dos periodos de 

tiempo. 
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IV. MÉTODO 

4.1 Ensayo del efecto de diferentes concentraciones de nitrógeno en A. diversifolia 

Este estudio previo se realizó con el fin de conocer si las plántulas eran capaces de tolerar las concentraciones de 

sales en la solución nutritiva Murashige y Skoog (1962) y de evaluar los efectos morfológicos provocados por 

cinco concentraciones de la solución nutritiva. Así mismo se llevó a cabo para asegurar la sobrevivencia de las 

plántulas y posteriormente escalar estas condiciones experimentales a nivel de cultivo hidropónico. 

 Para ello se colocaron 75 plántulas en etapa de primordio foliar en cultivo hidropónico en una solución 

Murashige y Skoog (1962) con la concentración de nitrógeno modificada (0, 15, 30, 45 y 60 mM de nitrógeno) 

(Cuadro I, Anexo 1) y el testigo con agua destilada. Las plántulas se mantuvieron durante 30 días con 

oxigenación y se desarrollaron dentro de una cámara de crecimiento (Conviron CMP4030) bajo condiciones 

controladas de humedad relativa (70-80 %), temperatura (30 ± 2 °C) y fotoperiodo de 12 h bajo la luz (24.5 ± 

10.5 µmol m-2). Para conocer las variaciones de la solución, se monitorearon los parámetros de oxígeno disuelto 

(O2), conductividad eléctrica (CE) y pH iniciales, a la mitad (15 días) y al final del experimento con un medidor 

de conductividad (85 YSI Incorporated) y un potenciómetro (Thermo Scientific mod. Orion 3-star).  

   

4.2 Selección de la etapa de desarrollo 

La selección de la etapa de desarrollo de la planta se realizó mediante un análisis fitoquímico cualitativo en 

plántulas cultivadas en condiciones hidropónicas sin la presencia de nitrógeno en la solución nutritiva. Este 

ensayo previo proporcionó datos sobre los perfiles de alcaloides (cantidad de alcaloides y abundancia relativa) 

durante las primeras etapas de crecimiento de A. diversifolia.   

 Para este ensayo se utilizaron 75 plántulas en una etapa previa (primordio foliar), a las cuales se les 

retiró el endospermo quedando únicamente con hojas cotiledonarias. Se introdujeron al sistema hidropónico con 

la solución Murashige y Skoog (1962) modificada eliminando el aporte de nitrógeno de la solución nutritiva (0 

mM N) (Anexo 1, Cuadro I) y permanecieron en ésta solución durante aproximadamente 30 días. Las plántulas 

se desarrollaron dentro de una cámara de crecimiento (Conviron CMP4030) bajo condiciones controladas de 

humedad relativa (70-80 %), temperatura (30 ± 2 °C) y fotoperiodo de 12 h bajo la luz (24.5 ± 10.5 µmol m2). 

Para conocer las variaciones de la solución, se monitorearon diariamente los parámetros de oxígeno disuelto 

(O2), conductividad eléctrica (CE) y pH con un medidor de conductividad (85 YSI Incorporated) y 

potenciómetro (Thermo Scientific mod. Orion 3-star).  

 Las plántulas fueron cosechadas de acuerdo con su desarrollo y se clasificaron de manera artificial en 2 

¼ hojas, 2 ½ hojas, 3 hojas, 3 ¼ hojas, 3 ½ hojas, 3 ¾ hojas, 4 ¼ hojas, 4 ¾ hojas y 5 hojas, considerando el 

desarrollo de la hoja más pequeña. Las plántulas cosechadas se diseccionaron en raíces, tallos y hojas. 

Posteriormente el material vegetal seco se molió e impregnó con carbonato de sodio y se dejó secar durante tres 
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días en condiciones de sombra y temperatura ambiente. La extracción de alcaloides se llevó a cabo por el método 

ácido base de acuerdo al método de De la Cruz y González-Esquinca (2012). La detección de alcaloides se 

realizó por cromatografía líquida de alta resolución (Perkin Elmer® HPLC-UV/Vis, Series NCI 900) y una 

columna (Spheri-5 amino Perkin Elmer®, 100 × 4.6 mm; 5 μm). Se utilizó una fase móvil de 

cloroformo/metanol (96:4, isocrático) con flujo de 0.3 mL min-1; la temperatura de la columna se mantuvo a 30 

°C. La detección UV se realizó a 300 nm. El número de alcaloides se determinó mediante cromatografía en capa 

fina contabilizando los compuestos que resultaron positivos con el revelado con el reactivo de Dragendorff. Sin 

embargo, la abundancia relativa se determinó solamente para los alcaloides liriodenina, lisicamina y 

aterospermidina a través de la siguiente fórmula: 

  Abundancia relativa  =    % Área × rendimiento del extracto (mg) 

                                                                      Peso seco del material vegetal (mg) 

 4.3 Estudio experimental para determinar el efecto del nitrógeno 

4.3.1  Condiciones de crecimiento y obtención del material vegetal 

Después de seleccionar la etapa de crecimiento, las plántulas con primordio foliar (25-30 días, n = 50) se 

cultivaron en una cámara de crecimiento (Conviron CMP4030) bajo condiciones controladas de humedad 

relativa (70-80 %), temperatura (30 ± 2 °C) y fotoperiodo de 12 h bajo la luz (24.5 ± 10.5 µmol m-2) 

suministrados por lámparas Sylvania Octron T8 y medido con un sensor de luz LI-COR modelo LI-250. Las 

plántulas con primordio foliar se introdujeron al cultivo hidropónico con agua destilada durante 

aproximadamente 15 días hasta alcanzar la etapa de 3 hojas, en ese momento se añadió la solución de nutrientes 

(15 L) Murashige y Skoog (1962). Las soluciones nutritivas para los tratamientos consistieron en una solución 

basal Murashige y Skoog (1962) de 60 mM N (41.2 mM NH4NO3 y 18.7 mM KNO3), así como la solución 

modificada a 30 mM N (20.4 mM y 9.6 mM NH4NO3 KNO3) y 0 mM N (0 mM NH4NO3 y 0 mM KNO3 (Anexo 

2, Cuadro II). El pH de las tres soluciones nutritivas se ajustó a 6.0 y la disminución de potasio aportado por el 

KNO3 en soluciones modificadas 0 y 30 mM N fue compensada proporcionalmente con KOH.  

 Las plántulas se mantuvieron en estas condiciones durante los períodos 0, 2, 4, 6, 8, 12 y 24 h, en cada 

periodo se cosechó una muestra compuesta (n = 5 plántulas) para la extracción de alcaloides y otras 5 plántulas 

de los periodos 2, 4 y 6 h se congelaron en nitrógeno líquido para la evaluación de la actividad enzimática. Las 

soluciones nutritivas fueron monitoreadas en cada tiempo de muestreo con un medidor de conductividad (85 YSI 

Incorporated) y potenciómetro (Thermo Scientific mod. Orion 3-star). El material vegetal recolectado fue 

diseccionado en raíces, tallo y las hojas para la extracción de alcaloides. 
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4.3.2 Extracción y determinación de alcaloides 

En agosto de 2010, se recogieron las raíces de las plantas adultas de A. diversifolia en la localidad Úrsulo 

Galván, Chiapas. La extracción de alcaloides totales se realizó con la técnica descrita por De la Cruz y González-

Esquinca (2012). Para el proceso de extracción, las raíces (1495 g) se secaron a temperatura ambiente y después 

se molieron hasta obtener un polvo fino. El material vegetal fue desgrasado con hexano por 24 h y 

posteriormente se impregnó con una solución saturada de carbonato de sodio y se dejó a sequedad. Los 

alcaloides se extrajeron con 2 L de cloroformo. El extracto de cloroformo se lavó con agua destilada (500 ml por 

3 veces) y se acidificó con 2000 mL de HCl 1N. La fase ácida resultante se alcalinizó (pH 9.5) con una solución 

saturada de carbonato de sodio y se extrajo de nuevo con 1500 mL de cloroformo. Por último, la fase de 

cloroformo se evaporó bajo presión reducida y después se obtuvo el extracto alcaloidal (2.3 g) (Figura 5).  

 

 

Figura 5. Perfil de alcaloides en cromatografía en capa fina de las raíces de un ejemplar adulto de A. diversifolia 

(R1) comparado con un testigo formado por la mezcla de aterospermidina y liriodenina. A) UV onda larga (365 

nm), B) onda corta (254 nm) y C) revelado con Draggendorff).  

 

 Bajo estas condiciones, la liriodenina se obtuvo en forma de precipitado. Finalmente, la liriodenina se 

purificó por filtración y cristalización sucesiva con cloroformo. La liriodenina (1.1698 g) se obtuvo como agujas 

de color amarillo (PF 280-282 °C, UV λ max (CHCl3): 248, 272, 310, 414), 1H NMR (CDCl3, 300 Mhz): δ 8.90 

(d, J = 5.4 Hz, H5), δ 8.66 (dt, J = 7.95 Hz, H11), δ 8.59 (dd, J = 7.95, 0.9 Hz, H8), δ 7.79 (d, J = 5.19 Hz, H4), δ 

7.58 (dt, J = 7.8, 0.9 Hz, H10), δ 7.52 (dt, 7.94, 1.22 Hz, H9), δ 7.20 (s, H3), δ 6.39 (s, 2H) (Figura 6). El 

alcaloide fue identificado por el doctor Mariano Martínez Vázquez en el Instituto de Química de la Universidad 

Nacional Autónoma de México. 

R1 T T T R1 R1 

Liriodenina 
Aterospermidina 

Lisicamina 

R1 

A) B) C) 
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Figura 6. Alcaloides aporfínicos aislados de A. diversifolia. 

 

Separación del alcaloide aterospermidina 

Otros alcaloides se obtuvieron del extracto restante (1.1 g) y fueron separados mediante una columna 

cromatográfica empaquetada con gel de sílice 60 HF254 (Merck, 2 × 40 cm de 0.063-0.2 mm). La columna se 

eluyó por etapas con los sistemas de eluyentes de polaridad creciente n-hexano: acetato de etilo: metanol 

(Diagrama 1).  

 

Diagrama 1. Obtención de fracciones de la cromatografía de columna abierta. 

Durante el procedimiento de elución, se obtuvieron 471 fracciones de 100 mL de volumen. La presencia de 

alcaloides en las fracciones durante la elución de la columna se monitorizó por TLC y Dragendorff reactivo 

(Sigma-Aldrich). Se obtuvo una mezcla de alcaloides (120 mg) a partir de las fracciones 148-321 (acetato de 

etilo hexano 5: 5, 7: 3, v/v) (Figura 7). 
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Figura 7. Perfil alcaloidal de las fracciones 148-321. Aterospermidina (flecha roja), liriodenina (flecha negra) y 

lisicamina (flecha verde). (CHCl3-MeOH 9:1, revelado con Dragendorff). 

 

 La aterospermidina y la liriodenina, son los alcaloides mayoritarios de las raíces de A. diversifolia. El 

primero fue denominado de esa manera en este trabajo debido a su color característico y a que se desconocía su 

estructura, en tanto que el segundo se identificó en estudios previos realizados por González-Esquinca (2001) y 

De la Cruz y González-Esquinca (2012).  

 Durante el proceso de separación se observó un comportamiento similar de ambos alcaloides en los 

diversos sistemas de eluyentes (cloroformo, metanol, metanol-agua y cloroformo-metanol), lo que dificultó su 

separación debido a su similitud en la solubilidad (Cuadro 3). 

Cuadro 3. Prueba de solubilidad de los alcaloides liriodenina y aterospermidina. 

Solvente Solubilidad de Liriodenina 
Solubilidad de 

aterospermidina 

Agua Parcial Escasa 

Metanol Soluble Soluble 

Cloroformo Soluble Parcial 

  

148-182 183-198 199-204 205-215 216-233 234-279 269-303 304-321 
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 No obstante, la diferencia en la solubilidad entre estos dos compuestos en cloroformo y metanol, 

permitió su separación. Es por ello que se utilizó la mezcla cloroformo-metanol (9:1) para la separación de la 

fracción R1.1.3 (61 mg). 

 La mezcla de aterospermidina y liriodenina (61 mg), se sometió a un proceso de recristalización inicial 

con cloroformo y filtraciones sucesivas al vacío, antes de aplicarse en dos placas preparativas con el objetivo de 

agotar en la mayor medida posible a la liriodenina. La recristalización aplicada previa a la cromatografía, 

también dió buenos resultados con los extractos que presentaron concentraciones altas de liriodenina y puede 

considerarse un paso previo antes de ser separados con placas preparativas. La mezcla de alcaloides se separó 

mediante placas preparativas (Sigma-Aldrich HF254, 20 × 20 cm, 1 mm de espesor)  y de TLC (papel de aluminio 

copias de Sigma-Aldrich 20 × 20, 25 mm) impregnadas con una mezcla de etanol-ácido oxálico 8 % y se eluyó 

con cloroformo metanol 9:1 (v/v). En la placa preparativa se obtuvieron dos bandas entremezcladas, por lo que 

cada banda fue dividida a la mitad, obteniendo cuatro fracciones: fracción  roja superior R1.1.1.3.1, fracción roja 

inferior R1.1.3.2, liriodenina R1.1.3.3 (4.6 mg) y alcaloide desconocido R.1.1.3.4 (7.3 mg) (Diagrama 2).  

Diagrama 2. Proceso de separación del alcaloide aterospermidina. 
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 Posteriormente las fracciones R1.1.1.3.1 y R1.1.3.2, se separaron en una placa preparativa 

respectivamente. Nuevamente las muestras con aterospermidina fueron reunidas para incrementar su rendimiento 

resultando la fracción R1.1.5 (10.5 mg). Se determinó el punto de fusión de las muestras del aterospermidina 

(R1.1.5), liriodenina (R1.1.2.6), compuesto morado (R1.1.2.1), alcaloide azul (R1.1.2.7), compuesto 

desconocido 1 (R1.1.2.2) (Cuadro 4).   

Cuadro 4. Resultados de las pruebas de punto de fusión. 

Compuestos obtenidos Punto de Fusión Rendimiento (%) 

Aterospermidina ≈216-220˚C 0.909 

Liriodenina (R1.1.2.6) ≈ 280-282˚C 16.09 

Compuesto morado (R1.1.2.1) ≈ 235˚C 0.727 

Alcaloide azul (R1.1.2.7) ≈ 155-190˚C 0.909 

Compuesto desconocido 1 (R1.1.2.2) ≈ 235-240˚C 0.09 

 

 La fracción R1.1.5 (10.5 mg) fue separada por CCF en placas de sílica impregnada con ácido oxálico al 

8 % y se utilizó como fase móvil una mezcla de cloroformo-metanol 80:20 (v/v) (Figura 8).  

 

Figura 8. Cromatografía en capa fina de la muestra (R1.1.5), a la izquierda el residuo de las filtraciones 

sucesivas y a la derecha la muestra resultante. (CHCl3-MeOH, 9:1, revelado con Dragendorff). 

 

 Como resultado de la sepación cromatográfica se obtuvieron agujas rojas (4 mg) que fueron purificadas 

por cristalizaciones sucesivas con metanol (PF 216-220 °C, UV λmax (CHCl3): 246, 280, 312, 440, 1H NMR 

Alcaloide rojo 
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(CDCl3, 300 Mhz): δ 8.876 (d, J=5.1 Hz, 1H), δ 8.55 (dd, J=7.5, 1.2 Hz, 1H), δ 8.53 (d, J=7.8 Hz, 1H), δ 8.131 

(d, J=5.1 Hz, 1H), δ 7.71 (dt, J=7.5, 1.2 Hz, 1H), δ 7.49 (dt, J=8.2, 1.0 Hz, 1H), δ 6.28 (s, 2H), δ 4.258 (s, 3H). 

El compuesto fue identificado como aterospermidina (Figura 5) por el Dr. Mariano Martínez Vázquez del 

Instituto de Química de la Universidad Nacional Autónoma de México.  

 Debido al escaso rendimiento obtenido, el alcaloide lisicamina (Figura 6) que se utilizó como referencia 

en los análisis por cromatografía líquida (HPLC) fue amablemente proporcionado por el Dr. Diego Cortés de la 

Facultad de Farmacia, Universidad de Valencia, España. 

 

4.3.3 Cuantificación de alcaloides 

La liriodenina, lisicamina y aterospermidina se cuantificaron por cromatografía líquida de alta resolución (Perkin 

Elmer® HPLC-UV/Vis, Series NCI 900) y una columna (Spheri-5 amino Perkin Elmer®, 100×4.6 mm; 5 μm). 

Se utilizó una fase móvil de cloroformo/metanol (96:4, isocrático) con flujo de 0.3 mL min-1; la temperatura de 

la columna se mantuvo a 30 °C. La detección UV se realizó a 300 nm. Los espectros de absorción de los 

alcaloides se obtuvieron con un espectrofotómetro Thermo Electron Corporation® model Genesys 10 UV. La 

liriodenina, lisicamina y aterospermidina presentaron los tiempos de retención de 4.7±1.0, 4.0±0.2 y 3.5±0.1 

mL.min-1, respectivamente. Las curvas de calibración se construyeron con el análisis de soluciones stock de los 

alcaloides puros con gradientes de concentración de 1000, 875, 750, 625, 500, 250, 125, 62.5, 31.3, 15.6, 7.8 y 

3.9 mg mL-1 usando el programa Turbochrom Work station® (Perkin Elmer). Las curvas de liriodenina, 

lisicamina y aterospermidina fueron lineales, con valores r2 de 0.99, 0.97 y 0.94, respectivamente. Los extractos 

alcaloidales de cada órgano se disolvieron a una concentración de 1 mg mL-1 y posteriormente 20 μL fueron 

analizados en HPLC. El contenido de alcaloides se cuantificó con la conversion de los datos obtenidos del HPLC 

a concentración en μg utilizando las curvas de calibración y posteriormente con la siguiente ecuación: 

[𝑨] =
(𝑚𝑔 𝑎𝑙𝑐𝑎𝑙𝑜𝑖𝑑𝑒×𝐹𝐷

𝑅𝐸⁄ )

𝑀𝑉
 

Donde: 

[A]= concentración del alcaloide aporfínico. 

mg alcaloide= concentración del alcaloide obtenido de la curva de calibración. 

FD= Factor de dilución. 

RE= Rendimiento del extracto en gramos. 

MV=Peso en g del material vegetal 
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4.3.4 Método de evaluación de la actividad de la enzima Monofenol monooxigenasa (MFO) 

La evaluación de la actividad de la monofenol monooxigenasa se realizó de acuerdo al método de Duckworth y 

Coleman (1970) tomando en cuenta la modificación propuesta por Espin y Wichers (1999) que indica la adición 

de docecilsulfato de sodio (SDS). Para ello el sobrenadante de la extracción de proteínas fue utilizado como 

extracto crudo de enzimas. La actividad se evaluó a partir de una alícuota (90 μg mL-1) del extracto proteico, 1 

mL de una solución de tiramina 10 mM y se ajustó el volumen a 3 mL con la solución amortiguadora de fosfato 

de potasio 50 mM a pH 6.5 y 0.4 mM de SDS. Se agitó e inmediadamente se registró el incremento de la 

absorbancia (A280nm) en 3 minutos. El cálculo de la actividad se realizó a través de las siguientes fórmulas: 

 

𝐔𝐧𝐢𝐝𝐚𝐝𝐞𝐬
𝐦𝐋 𝐞𝐧𝐳𝐢𝐦𝐚 ⁄ =

(𝚫 𝐀𝟐𝟖𝟎𝐦𝐢𝐧−𝟏 𝐝𝐞𝐥 𝐭𝐮𝐛𝐨 𝐦𝐮𝐞𝐬𝐭𝐫𝐚 − 𝚫 𝐀𝟐𝟖𝟎𝐦𝐢𝐧−𝟏 𝐝𝐞𝐥 𝐭𝐮𝐛𝐨 𝐭𝐞𝐬𝐭𝐢𝐠𝐨) × 𝑭𝑫

(𝟎. 𝟎𝟎𝟏 × 𝑽)
 

 

FD=  Factor de dilución 

0.001= El cambio de la absorbancia/min por unidad de tirosinasa a pH 6.5 a 25 °C en un volumen de reacción de 

3 mL. 

V= volumen en mililitros de la enzima usada. 

 

𝑼𝒏𝒊𝒅𝒂𝒅𝒆𝒔
𝒎𝒈 𝒑𝒓𝒐𝒕𝒆í𝒏𝒂⁄ =

𝐮𝐧𝐢𝐝𝐚𝐝𝐞𝐬/𝐦𝐋 𝐝𝐞 𝐞𝐧𝐳𝐢𝐦𝐚

𝐦𝐠 𝐝𝐞 𝐩𝐫𝐨𝐭𝐞í𝐧𝐚/𝐦𝐋 𝐝𝐞 𝐞𝐧𝐳𝐢𝐦𝐚
 

 

Una unidad se asume causa el incremento de la absorbancia (A280nm) de 0.001 por minuto a pH 6.5 a 25 °C en la 

mezcla de reacción de 3 mL que contiene tiramina. Es decir se detecta la aparición de dopamina. 

 

4.3.5 Método de evaluación de la enzima Norcoclaurina sintasa (NCS) 

El extracto crudo enzimático para evaluar la actividad de la norcoclaurina sintasa (NCS) fue obtenido de manera 

similar a la descrita para la evaluación de MFO. La actividad se evaluó en una mezcla de reacción con volumen 

de 4 mL que contiene solución amortiguadora de Tris-HCl 50 mM a pH 7.4, 10 % glicerol y 5 mM de 2-

mercaptoetanol, 90 µg mL-1 de extracto crudo de proteínas y 1 mL de dopamina 4 mM. La mezcla se incubó a 30 

ºC por 24 horas en la oscuridad y la reacción se detuvo añadiendo HCl 1 N. Con este método se asumió que el 

sustrato 4-hidroxifenilacetaldehido necesario para la reacción, era extraído de la muestra por lo que se obvió su 

producción. Los resultados de este método fueron positivos debido a que se observó la producción de alcaloides 

a través de un CCF revelada con Dragendorff. 

 Los alcaloides obtenidos como producto de la reacción, se extrajeron con el método ácido-base descrito 

anteriormente. El extracto alcaloidal se concentró al vacío, se redisolvió en metanol y cuantificó a 300 nm 
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empleando una curva patrón de liriodenina (el alcaloide más abundante de esta especie). La concentración se 

obtuvo a través de la ecuación: 

 

𝐀𝐄 = 𝟎. 𝟎𝟐𝟎[𝐀] − 𝟎. 𝟎𝟐𝟏 (𝐫𝟐 = 𝟎. 𝟗𝟗𝟖) 

Donde: 

AE=Actividad de la enzima 

[A]=Concentración de alcaloides totales 

 

 Dado que el producto de la reacción es el alcaloide norcoclaurina y/o sus derivados como los 

alcaloides aporfínicos, la actividad de la enzima se determinó cuantificando la presencia de alcaloides 

totales. 

 

4.4 Análisis estadístico 

El efecto del nitrógeno en el contenido de los alcaloides totales se calculó con la sumatoria de los promedios de 

los tres alcaloides aporfínicos en los tres órganos de la planta y se evaluaron con ANOVA (Tukey-HSD, P ≤ 

0.05). Para determinar el efecto del nitrógeno en los órganos de la planta y su variación diurna se utilizaron las 

medias de la concentración de los alcaloides aporfínicos (n = 3) y se evaluó con ANOVA (prueba de Tukey-

HSD, P ≤ 0.05). Además se llevaron a cabo análisis de correlación para determinar la relación entre el contenido 

de los alcaloides aporfínicos en cada órgano, tratamientos de nitrógeno y variación de alcaloides durante el 

periodo diurno. 

 Para determinar el efecto de los tratamientos en la actividad enzimática de la MFO y NCS se utilizó la 

media de cinco determinaciones y se evaluó por medio de ANOVA (Tukey-HSD, P ≤ 0.05). También se 

realizaron análisis de correlación entre la actividad enzimática y la concentración de alcaloides. Las evaluaciones 

estadísticas se llevaron a cabo con el programa Statgraphics Centurion XV. 
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V. RESULTADOS 

5.1 Ensayo de efecto de diferentes concentraciones de nitrógeno en A. diversifolia 

Se observaron mayores cambios morfológicos como el tamaño de las hojas y raíces de las plántulas en los 

tratamientos de 0 a 60 mM N de la solución nutritiva que las observadas en las plántulas testigo con agua 

destilada. No obstante, durante los primeros 15 días cuando las plántulas presentaron 3 hojas se observaron 

escasos síntomas de deficiencia nutrimental. Durante ese periodo de tiempo se presentó un desarrollo más 

acelerado y una coloración verde intensa en las hojas de las plántulas, particularmente con los tratamientos de 45 

mM y 60 mM de nitrógeno. El tallo fue el órgano menos afectado por los tratamientos debido a que no se 

observaron cambios significativos, aunque las plántulas desarrollaron lenticelas en la base del tallo. Las raíces 

adventicias presentaron necrosis, debido probablemente a la renovación periódica de las mismas, tal y como lo 

señala Lee (1993) “las raíces permanecen funcionales solo por un periodo corto de tiempo de pocos días, 

después mueren”. 

 A partir del día 20 se presentaron los primeros síntomas de clorosis principalmente en las plántulas de 

los tratamiento con  45 y 60 mM N, que se acentúo a los 30 días cuando las plántulas se encontraban en etapa de 

5 hojas. Algunos de los síntomas fueron manchas necróticas y necrosis intervenal en las hojas, así como necrosis 

radicular. No obstante, las plántulas se mantuvieron vivas incluyendo las plántulas del tratamiento testigo. A 

diferencia de las plántulas con los tratamientos con 0 y 30 mM N que permanecieron sanas hasta el final del 

ensayo. 

 Estos resultados comprobaron que las plántulas de A. diversifolia en etapa de primordio foliar fueron 

capaces de crecer y desarrollarse sin deficiencias en todos los tratamientos durante 15 días hasta alcanzar la 

etapa de 3 hojas verdaderas. Así como sobrevivir durante 30 días aproximadamente hasta alcanzar 5 hojas. Las 

plántulas toleraron todas las concentraciones de sales de la solución nutritiva probadas (0, 15, 30, 45 y 60 mM 

N) por lo menos durante 20 días. Las plántulas también demostraron que pueden sobrevivir inclusive en la 

concentración más alta de la solución nutritiva (60 mM N). Los datos obtenidos en este ensayo previo, 

permitieron evaluar el efecto del nitrógeno en plántulas en etapa de 3 hojas bajo condiciones hidropónicas 

durante 15 días. 

 

5.1 Selección de la etapa de desarrollo 

Las plántulas se desarrollaron hasta la etapa de 5 hojas aproximadamente en 25- 30 días bajo las condiciones del 

cultivo hidropónico con 0 mM N (Cuadro 5).  
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Cuadro 5. Condiciones de la solución nutrimental del sistema hidropónico. O2= oxígeno disuleto, CE= 

conductividad eléctrica, TDS= solutos totales disueltos. 

Parámetros evaluados Valores Desviación estándar 

O2 (mg L-1) 5.95 1.64 

CE (mS cm-1) 1.391 0.435 

pH 6.11 1.06 

TSD (ppm) 1391 229.57 

  

En el análisis cromatográfico (CPF) de las plántulas se detectaron 6 alcaloides durante las primeras etapas de 

crecimiento 2 ½ -5 hojas (Figuras 9 y 10). En la Cuadro 6 se describen los alcaloides detectados en cada etapa y 

órgano de la planta.  

Cuadro 6. Distribución de los alcaloides de plántulas en las etapas evaluadas; X = presente. 

Alcaloides Etapas (Hojas) 

Órganos 

Raíces Tallos Hojas 

Liriodenina 

2.25 X X - 

2 .5 X X - 

3 X X - 

3.25 X X - 

3.5 X X - 

3.75 X X X 

4.25 X X - 

5 X X - 

Alcaloide Rojo 

2.25 X X X 

2 .5 X X X 

3 X X X 

3.25 - X X 

3.5 - - X 

3.75 X X X 

4.25 X X X 
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5 - X X 

Lisicamina 

2.25 - - - 

2 .5 - X - 

3 - - X 

3.25 X - X 

3.5 X X X 

3.75 - - - 

4.25 - X X 

5 - X X 

Alcaloide A 

2.25 - X - 

2 .5 X X - 

3 X X X 

3.25 X X X 

3.5 - X - 

3.75 X - - 

4.25 - X - 

5 - - - 

Alcaloide B 

2.25 - X - 

2 .5 X X - 

3 - X - 

3.25 - - - 

3.5 X X - 

3.75 X - - 

4.25 X - - 

5 - - - 

 

Alcaloide C 

2.25 - - - 

2 .5 - - - 

3 - - - 

3.25 - X - 

3.5 X X - 

3.75 X X - 
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4.25 - X - 

5 X X X 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

Figura 9. Perfil cromatográfico de alcaloides en raíz (R), tallo (T) y hojas (H) de plántulas en etapa de 2 ¼ - 3 ¼ 

hojas en CCF revelado con Dragendorff. 

 

 

Figura 10. Perfil cromatográfico de alcaloides en raíz (R), tallo (T) y hojas (H) de plántulas en etapa 3 ½ - 4 ¾  

hojas en CCF revelado con Dragendorff. 

 

Alk C 

T T H H 
2 ¼ 
R T H T H 

2 ½  
R 

3 ¼  
R 

Alk Rojo 
Liriodenina 

Alk A 

Alk B 

Lisicamina 

Alk Rojo 
Liriodenina 

Alk C 

3  
R 

Alk A 

Alk B 

Lisicamina 



 
 

46 
 

 

Abundancia de los alcaloides de A. diversifolia 

De los 6 alcaloides detectados, únicamente liriodenina, lisicamina y aterospermidina se encontraron presentes y 

con mayor abundancia en la mayoría de las etapas de crecimiento evaluadas (Cuadro 7).  

 

Cuadro 7. Abundancia de liriodenina, aterospermidina y lisicamina en plántulas de A. diversifolia en diferentes 

etapas de desarrollo. 

Alcaloide 

Etapa de desarrollo 

 (# hojas) 

Abundancia  (%) 

Raíz Tallo Hojas 

Liriodenina 

2 ¼ 21.82 0.50 0 

2 ½ 81.7 10.31 0.55 

3  74.76 24.87 0 

3 ¼ 0.014 0 0.011 

3 ½ 21.3 3.83 0 

3 ¾ 2.9 0.03 0 

4 ¼ 3.88 0.017 0.02 

5 38.32 2.66 4.95 

Aterospermidina 

 Raíz Tallo Hojas 

2 ¼ 0 0 0.133 

2 ½ 0 0 0 

3  0.02 0.4 0.3 

3 ¼ 0 0.3 0 

3 ½ 0 0 0.06 

3 ¾ 1.39 0.32 0.8 

4 ¼ 0.01 0.005 0.009 

5 0 0.1 0.02 
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Lisicamina 

 Raíz Tallo Hojas 

2 ¼ 0 0 0 

2 ½ 0 4.79 0 

3  0 0 46.08 

3 ¼ 27.44 0 11.95 

3 ½ 6.61 2.16 7.39 

3 ¾ 0 0 0 

4 ¼ 0 0.01 0.01 

5 33.5 0.07 0.14 

 

  

 En las primeras etapas de desarrollo, la concentración de la liriodenina fue significativamente diferente 

(P = 0.0111, F = 5.63), demostrando una abundancia variable entre las etapas (2-3 hojas vs 3 ¼ -5 hojas). La raíz 

es el órgano con mayor contenido de liriodenina principalmente entre las etapas 2 ¼ y 3 hojas, comparado con 

tallos y hojas (cuadro 5). También la liriodenina tuvo una correlación positiva (P = 0.0115, r2 = 68.26) referida a 

su abundancia entre raíces y tallos, lo que parece indicar que este alcaloide se incrementa de manera simultánea 

en ambos órganos aunque con valores muy distintos. Por lo tanto los resultados sugirieron que las etapas de 2 ¼, 

2 ½  y 3 hojas son las ideales para evaluar la liriodenina en las raíces. Por otro lado, la lisicamina no presentó 

diferencias significativas (P = 0.3903, F = 0.98) en cuanto a su abundancia entre los órganos. No obstante, la 

mayor cantidad de este alcaloide se detectó en la etapa de 3 hojas en raíces y tallos en 3 ¼ hojas (Gráfica 12). 

 A diferencia de la lisicamina, la aterospermidina se encontró en mayor cantidad en las raíces comparada 

con los tallos y hojas (P = 0.0006, F = 7.06). La mayor abundancia de este alcaloide en los tres órganos se 

detectó en la etapa de 3 ¾ hojas (Cuadro 5). El análisis de la abundancia relativa de la aterospermidina en los 

tres órganos presentó una correlación positiva (P = 0.001, 0.001 y 0.000, r2 = 99.23), es decir cuando se 

incrementa la concentración de la aterospermidina en raíces, se incrementará también en el tallo y las hojas. 

  Los resultados obtenidos con el análisis de los alcaloides durante las etapas de desarrollo y en cada 

órgano, permitió decidir que la mejor etapa para evaluar a los alcaloides liriodenina, lisicamina y la 

aterospermidina era la etapa de plántula de 3 hojas. 
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5.2 Estudio experimental para determinar el efecto del nitrógeno 

5.2.1 Efecto de los tratamientos en el contenido de liriodenina, lisicamina, aterospermidina y alcaloides 

totales. 

La mayor concentración de alcaloides totales se obtuvo con el suministro de 30 mM N. En contraste, la menor 

concentración  se detectó con el tratamiento de 60 mM N, el cual indujo a sintetizar 9.6 veces menos cantidad de 

alcaloides que el registrado con el tratamiento de 30 mM N y 6.4 veces menos que con el tratamiento de 0 mM 

N. Aunque el tratamiento 60 mM N disminuyó la concentración de alcaloides totales, la biosíntesis de los 

alcaloides no fue completamente inhibida (Figura 11).   

 

Figura 11. Efecto de los tratamientos en el contenido de alcaloides totales de Annona diversifolia. Las letras 

distintas sobre las columnas indican diferencias significativas (Tukey HSDt, P ≤ 0.05). 

 

5.2.2 Variación diurna de los alcaloides aporfínicos 

La concentración de los alcaloides aporfínicos totales de A. diversifolia varió durante el periodo diurno con los 

tres tratamientos. El contenido de los alcaloides totales fue mayor con el tratamiento de 30 mM N en la mayor 

parte de los periodos evaluados (Figura 12).  
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Figura 12. Contenido de alcaloides totales en Annona diversifolia durante el día con tres suministros de N. Las 

letras distintas sobre las columnas indican diferencias significativas (Tukey HSD, P ≤ 0.05). 

 Durante las primeras 12 h, la concentración tanto de la liriodenina como de la aterospermidina en raíces 

tendió a disminuir con el incremento del suministro de nitrógeno (r = -0.615, P = 0.0030 y r = -0.7681, P = 

0.0001, respectivamente). En el caso de lisicamina los resultados no fueron claros debido a que no se detectó 

este alcaloide en los periodos de 0, 12 y 24 h. En los tallos el incremento en la concentración de nitrógeno tuvo 

una tendencia negativa para liriodenina (r = -0.669, P = 0.0009), lisicamina (r = -0.522, P = 0.0151) y 

aterospermidina (r = -0.447, P = 0.0417). Mientras que en las hojas, se observó que los contenidos de liriodenina 

y lisicamina se incrementaron con el tratamiento de 60 mM N (r = 0.614, P = 0.0030), contrastando con los 

contenidos de ambos alcaloides obtenidos en las raíces y los tallos con el mismo tratamiento. El contenido de 

aterospermidina fue la excepción debido a que no cambió con ninguno de los tratamientos (F = 2.28, P = 

0.1310).  

  La liriodenina presentó cambios en su concentación durante el periodo diurno que fueron coincidentes y 

notables dado que la liriodenina fue el alcaloide más abundante en A. diversifolia. Por ejemplo, el contenido de 

liriodenina en las raíces a las 0 h fue de 339.28 mg g-1PS con el tratamiento de 30 mM N, mientras que a las 2 h 

la concentración de liriodenina fue de 861.88 mg g-1PS; registrándose un incremento de 522.59 mg g-1PS de 

liriodenina de un periodo a otro. Así mismo una cantidad similar de liriodenina disminuyó durante el periodo de 

4 h (511.24 mg g-1PS) (Figura 13).  
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 En algunos casos fue notable que la disminución de un alcaloide coincidiera con el incremento del otro, 

ya sea en el mismo órgano y/o en órganos distintos. Por ejemplo, la disminución de la concentración de 

liriodenina (511.24 mg g-1PS) en las raíces entre los periodos de 2 a 4 h, coincidió con el incremento del 

contenido de los alcaloides totales en la planta (644.19 mg g-1PS) del periodo posterior, es decir entre los 

periodos de 4 a 6 h (Figura 13).  

 

 

Figura 13. Dinámica de la variación de los alcaloides en el tratamiento de 30 mM N durante la primera mitad 

del periodo diurno. Los valores representan los mg g-1PS de liriodenina (Lirio), lisicamina (Lisic) y 

aterospermidina (Athe). 

 

6.3 Efecto órgano-especifico del nitrógeno en la concentración de los alcaloides aporfínicos. 

La concentración de los alcaloides aporfínicos fue variable durante el periodo diurno y los principales cambios 

con el suministro de los tres tratamientos ocurrieron durante las primeras 6 h del periodo diurno. Sin embargo, en 

las raíces y los tallos la principal variación de los alcaloides fue registrada a las 2 y 6 h (09:00 y 13:00 h del día, 

respectivamente) en los tres tratamientos; mientras que en las hojas, el efecto del nitrógeno en el contenido de 

los alcaloides aporfínicos se observó a las 4 h y 6 h (11:00 y 13:00 h, respectivamente).  

  En particular, los contenidos de liriodenina, lisicamina y aterospermidina en las raíces fueron más altos 

a las 2 y 6 h con los tratamientos de 0 y 30 mM N, comparado con el tratamiento de 60 mM N (Figura 14 A, D, 

G). Los contenidos de los tres alcaloides en los tallos exhibieron patrones de respuesta similar que en las raíces 

durante los mismos periodos de tiempo. El contenido de los alcaloides en los tallos fue menor con el tratamiento 

de 60 mM N (Figura 14 B, E, H) de la misma manera que en las raíces (Figura 14 A, D, G).  
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 El mayor contenido de liriodenina y aterospermidina en las hojas se detectó a las 4 h con el suministro 

de 0 mM N y 30 mM N, respectivamente (Figura 14 C, I); en contraste, la mayor concentración de lisicamina se 

obtuvo con el tratamiento de 60 mM N durante ese periodo de tiempo (Figura 14 F). Sorprendentemente, las 

concentraciones de liriodenina, lisicamina y aterospermidina fueron significativamente mayores con el 

tratamiento de 60 mM N a las 6 h (Figura 14 C, F, I). 

  



 
 

52 
 

 

Figura 14.  Influencia del suministro de los niveles de nitrógeno en los alcaloides aporfínicos en raíces, tallos y hojas de A. diversifolia. 

Liriodenina (A, B y C), Lisicamina (D, E y F) y Aterospermidina (G, H y I). Los valores representan medias ± SD de tres determinaciones y las 

diferentes letras arriba de la columna indican diferencias significativas (Tukey HSD, P <0.05).
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5.2.4 Efecto del nitrógeno en la actividad de la MFO y NCS  

5.2.4.1 Monofenol monooxigenasa (MFO)  

La actividad de la enzima monofenol monoxigenada (MFO) fue distinta en cada órgano de A. diversifolia. La 

mayor actividad se registró en las hojas, seguido de los tallos y raíces (Figura 15 A, B, C). La actividad de la 

MFO en las raíces no presentó diferencias significativas con el suministro de los tres tratamientos durante el 

periodo de 2 h. En contraste con el periodo de 4 h, en el que su actividad fue mayor con el tratamiento de 30 mM 

N, y las diferencias fueron significativas (Figura 15 A). 

 Con el suministro de nitrógeno, la enzima presentó un patrón de actividad similar en los tallos y en las 

hojas (tejido fotosintético) durante el periodo de 2 h (Figura 15 B, C). Se observó que la actividad de la MFO en 

ambos órganos fue significativamente mayor con el tratamiento de 30 mM de N y a las 4 h con el tratamiento de 

60 mM N (Figura 15 B, C). Es importante destacar que el patrón de la actividad de la MFO registrado en el 

tejido fotosintético fue inverso a lo observado en raíces en los periodos de 2 y 4 h, aunque con diferentes 

intensidades en cada órgano. 

 

5.2.4.2    Norcoclaurina sintasa (NCS) 

La mayor actividad de la NCS fue detectada en las hojas, seguida de los tallos y raíces (Figura 16 D, E, F), 

también el principal efecto del nitrógeno en la enzima se observó en el tejido fotosintético; durante las primeras 

2 h se registró una mayor actividad enzimática con el tratamiento de 30 mM N en los tallos y en las hojas (Figura 

15 E, F), lo cual fue consistente con el mayor contenido de alcaloides totales en la planta durante las primeras 2 

h con el mismo tratamiento (Figura 12).  

 Los tratamiento suministrados a las plántulas de A. diversifolia también influyeron en la velocidad de 

respuesta de la NCS en cada órgano. La actividad de la NCS con el tratamiento de 0 mM de nitrógeno fue más 

tardía, debido a que no registró cambios en la actividad enzimática en los tres órganos durante el periodo de 2 h 

y la mayor actividad fue detectada en el periodo de 4 h (Figura 15 D, E, F), particularmente en el tejido 

fotosintético (Figura 15 F). En contraste, la respuesta de la NCS a los tratamientos con aporte de nitrógeno fue 

más rápida, debido a que su actividad fue mayor en las hojas con el suministro de 30 y 60 mM N en las primeras 

2 h (Figura 15 F). 
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Figura 15. Actividad de las enzimas monofenol monooxigenasa (A, B, C) y norcoclaurina sintasa (D, E, F) en los órganos de A. 

diversifolia en los periodos de 2 y 4 horas con tres tratamientos de nitrógeno (0, 30 y 60 mM). Los valores representan medias ± SD de 

cinco determinaciones y las diferentes letras sobre las columnas indican diferencias significativas (Tukey HSD, P <0.05). 
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 La ruta biosintética de los alcaloides bencilisoquinolínicos está presente en todos los órganos de las 

plántulas y los tratamientos con nitrógeno incrementaron la biosíntesis de éstos alcaloides durante el periodo de 

2 h en el tejido fotosintético, particularmente en las hojas (Figura 15 F). Lo cual es discrepante con la 

concentración de alcaloides totales obtenidos en este órgano en el mismo periodo de tiempo, debido a que el 

menor contenido de alcaloides totales se obtuvo en las hojas y el mayor contenido en las raíces (Figura 16). Por 

lo tanto, estos resultados pudieran deberse a la translocación de alcaloides bencilisoquinolínicos precursores y/o 

de los alcaloides aporfínicos de las hojas a las raíces.  

 

Figura 16.  Comparación del efecto del nitrógeno en la actividad de la NCS y la concentración de los alcaloides 

totales en los órganos de A. diversifolia en el periodo de 2 horas. Prueba de rango múltiple de Duncan, p <0.05. 

 

 En contraste con el periodo de 2 h, la actividad enzimática de la NCS durante el periodo de 4 h fue 

significativamente más relevante en el tejido fotosintético (tallos y hojas) con el tratamiento de 0 mM N que con 

los tratamientos de 30 y 60 mM N. No obstante, la mayor cantidad de alcaloides totales con los tres tratamientos 

se registró en las raíces (Figura 16), lo que sugiere que la raíz no es el principal sitio de biosíntesis de los 

alcaloides y su principal función es el almacenamiento de los alcaloides bencilisoquinolínicos en A. diversifolia.  

 Aunque la actividad de la NCS a las 4 h fue mayor en tallos y hojas con el tratamiento de 0 mM N, no se 

registró correlación alguna con la concentración de alcaloides totales en cada órgano (r = -0.660, P = 0.1536 y r 

= -0.245, P = 0.6391, respectivamente) (Figura 17). Sin embargo, la concentración de alcaloides totales de la 

planta disminuyó 220.96 mg g-1PS con el tratamiento de 0 mM N durante el periodo de 4 h (Figura 12). Lo que 

sugiere que la ausencia de nitrógeno condujo a un incremento de la cantidad de norcoclaurina sintasa en el 
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extracto proteico, aunque no necesariamente se biosintetizaron más alcaloides en los tallos y en las hojas de A. 

diversifolia. 

    

 

Figura 17.  Comparación del efecto del nitrógeno en la actividad de la NCS y la concentración de los alcaloides 

totales en los órganos de A. diversifolia en el periodo de 4 horas. Prueba de rango múltiple de Duncan, P <0.05. 

 Durante el periodo de 4 h, la actividad de la norcoclaurina sintasa no presentó diferencias significativas 

entre los tratamientos de 30 y 60 mM N (F = 0.12, P = 0.7514) en los tres órganos y los valores de la actividad 

enzimática durante este periodo de tiempo fueron menores en comparación con los registros obtenidos a las 2 h. 

Lo cual es una evidencia de que el suministro de nitrógeno es capaz de modificar la biosíntesis de alcaloides 

bencilisoquinolínicos en un lapso de tiempo de 2 horas. 

 Particularmente en las hojas, la actividad de la NCS tendió a disminuir entre las 2 y las 4 h con los 

tratamientos de 30 y 60 mM N (r = -0.943, P = 0.0047 y r = -0.958, P = 0.0026, respectivamente). Si 

consideramos que en las hojas se lleva a cabo la biosíntesis de los alcaloides bencilisoquinolínicos, la 

disminución de la actividad de la NSC podrían deberse a que con el nitrógeno disminuyó la cantidad de enzimas 

presentes a las 4 h, o bien la enzima fué regulada por la cantidad de alcaloides biosintetizados durante el periodo 

de 2 h.   
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VI. DISCUSIÓN 

Efecto del los tratamientos de nitrógeno en el contenido de liriodenina, lisicamina, aterospermidina y 

alcaloides totales. 

El objetivo principal de este trabajo fue evaluar la concentración de los alcaloides en función de la disponibilidad 

del nitrógeno exógeno. Los resultados obtenidos demostraron que el contenido de los alcaloides totales en A. 

diversifolia fueron claramente afectados por la variación en el suministro de nitrógeno (Figura 8). Se observó 

que la mayor concentración de alcaloides totales se obtuvo con el suministro moderado de nitrógeno (30 mM), 

mientras que la menor concentración de alcaloides aporfínicos se registró con el suministro de 60 mM N. 

Aunque no hay evidencia en la literatura científica de este fenómeno en los alcaloides aporfínicos, existen 

estudios previos sobre el efecto del nitrógeno en la biosíntesis de la morfina un alcaloide bencilisoquinolínco que 

comparte los primeros pasos de la ruta biosintética de los alcaloides aporfínicos. Los trabajos previos realizados 

con P. somniferum en condiciones de campo demostraron que en condiciones deficientes de nitrógeno (0 kg h-1) 

y de suministro moderado de nitrógeno (40-100 kg h-1) la concentración de la morfina se incrementa, en tanto 

que con un suministro alto de nitrógeno la concentración de este alcaloide disminuye (>100 kg h-1) (Costes et al. 

1976; Khlaptsev 1978; Laughlin 1987; Yadav et al. 1984). Otras evidencia similares han sido observadas en los 

estudios realizados con alcaloides de tipo feniletilamina del género Capsicum, en los cuales se ha reportado que 

la concentración del alcaloide capsaicina se incrementa con el suministro moderado de nitrógeno (5-30 mM) y 

disminuye cuando se supera los 30 mM de N (Johnson and Decoteau 1996; Lindsey 1985; Medina-Lara et al. 

2008). Nuestros resultados son similares a lo reportado con ambos tipos de alcaloides, debido a que la mayor 

concentración se obtiene con el suministro moderado de nitrógeno 

 

Variación diurna de los alcaloides aporfínicos 

Los alcaloides aporfínicos presentaron variaciones en su concentración con los tres tratamientos durante la 

primera parte del periodo diurno, principalmente durante las primeras 6 h del experimento. En trabajos previos 

ha sido reportado que la concentración de los alcaloides varía naturalmente durante las primeras 6 h del periodo 

diurno; por ejemplo, se ha reportado este fenómeno en especies como Datura stramonium (Hemberg y Flück, 

1953), Lupinus alba y Lupinus luteus (Birecka y Zebrowska, 1960; Wink y Witte, 1984), Conium maculatum 

(Fairbairn y Suwal, 1961), Atropa belladonna (Fairbairn et al. 1964; Sporer et al. 1993), Nicotiana tabacum 

(Tso et al. 1970) and Papaver somniferum ( Itenov et al. 1999) por mencionar solo algunos. 

 Existen distintas opiniones acerca de la variación de los alcaloides durante el periodo diurno. Una de 

ellas es la de Itenov et al. (1999) que propusieron la “hipótesis de dilución”, que sugiere que los alcaloides de P. 

somniferum son diluidos por el transporte de agua en el tejido vascular de la planta que está controlado por la 

tasa de transpiración. Por lo que la variación de los alcaloides durante el periodo diurno puede deberse más a un 
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efecto de dilución que por los procesos enzimáticos involucrados en su biosíntesis. Sin embargo esta explicación 

es poco convincente, debido a que nuestros resultados fueron obtenidos bajo condiciones controladas de luz, 

humedad relativa y suministro de agua demostrando resultados similares. Por lo tanto, es poco probable que el 

efecto de dilución sea el principal factor que influya en la variación de los alcaloides durante el día, aunque no se 

descarta que el trasporte de agua y la tasa de transpiración coadyuven en el trasporte de alcaloides o precursores 

de un órgano a otro durante el periodo diurno. También Drøhse y Mølgaard (2000) estudiaron la variación 

estacional y diurna de los iridioides en Antirrhinus majus, determinando que la variación de este tipo de 

alcaloides no estuvo relacionada con los patrones de temperatura y el contenido de agua, aunque no ofrecen una 

explicación de la variación de los iridioides. 

 Este fenómeno también ha sido reportado por Sporer et al. (1993) en la variación diurna de los alcaloides 

tropánicos de A. belladona. Ellos propusieron que la variación diurna de los alcaloides tropánicos se debe a una 

adaptación evolutiva de la planta para la defensa contra herbívoros, de tal manera que L-hiosciamina (el 

alcaloide más abundante en ésta especie) se puede convertir fácilmente en D-hiosciamina que es su forma 

racémica inactiva, o bien convertirse fácilmente en atropina. Por lo tanto, la defensa contra herbívoros es más 

versátil cuando la conversión de hiosciamina influye en el contenido de alcaloides durante el día y con ello se 

evita la biosíntesis de novo durante los periodos de tiempo en los que la planta es atacada por herbívoros, aunque 

también sugieren que la variación se debe en parte a que la D-hiosciamina es continuamente degradada.  

 Consideramos que las posturas anteriores explican en parte los factores subyacentes que también pueden 

influir en la concentración de los alcaloides durante el periodo diurno. Sin embargo, los principales factores que 

originan la variación en la concentración de estos compuestos podrían ser controlados por la actividad 

metabólica tanto primaria como secundaria, debido a que también son dinámicas durante el periodo diurno. Bajo 

éste argumento los niveles de nitrógeno que se suministra durante éstos periodos de tiempo alteran la actividad 

metabólica de la planta. 

 Los trabajos realizados en especies como L. esculentum (Galangau et al. 1988), A. thaliana (Lea et al. 

2006) y principalmente en N. tabacum por el equipo de Scheible y Stitt del Intituto Max Planck, han demostrado 

que la expresión y la actividad de las enzimas relacionadas con la asimilación del nitrógeno se lleva a cabo 

durante las primeras 6 h del periodo diurno. En las raíces y hojas de N. tabacum la asimilación de nitrógeno se 

lleva a cabo principalmente entre las 2-4 h después de la iluminación y los niveles de nitrógeno provocan 

cambios importantes en el metabolismo primario; por ejemplo, la escasa disponibilidad de nitrógeno entre las 2-

4 h conduce a un incremento en la expresión y actividad de las enzimas nitrato reductasa, nitrito reductasa y 

glutamina sintetasa implicadas en la asimilación de nitrógeno y también incrementan la biosíntesis y 

disponibilidad de esqueletos carbonados. En contraste estos cambios en el metabolismo primario se invierten en 

condiciones con altas concentraciones de este elemento (Scheible et al., 1997; Matt et al., 2001; Scheible et al., 

2004; Fritz et al., 2006). De acuerdo a estos trabajos se sabe que las enzimas implicadas en el ciclo GS-GOGAT 
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cambian de acuerdo con el estatus de nitrógeno suministrado y los productos del ciclo GS-GOGAT influyen 

directamente en la incorporación del nitrógeno en los precursores de los alcaloides.  

 En el caso de los alcaloides bencilisoquinolínicos no existen estudios que demuestren que la alteración 

del ciclo GS-GOGAT influya en su biosíntesis, aunque podríamos sugerir que el ciclo GS-GOGAT altera la 

incorporación de nitrógeno a los precursores en la vía poscorismato (Cuadro1) para la biosíntesis de tirosina y en 

consecuencia la biosíntesis de alcaloides bencilisoquinolínicos. Debido a que los periodos de tiempo en los 

cuales se registraron los principales cambios en la concentración de los alcaloides aporfínicos en nuestro estudio, 

fueron consistentes con los periodos de tiempo en donde ocurren los principales cambios en el metabolismo del 

carbono y del nitrógeno en los estudios realizados por Scheible y Stitt. suponemos que la asimilación de 

nitrógeno durante los periodos de 2 a 6 h regula la biosíntesis de los alcaloides aporfínicos en las raíces, tallos y 

hojas de A. diversifolia mediante la disponibilidad de la tirosina. Una evidencia de la relación entre la 

disponibilidad de la tirosina y la concentración de alcaloides aporfínicos fue aportado por De la Cruz (2012) que 

demostró que la degradación de las proteínas en semillas de A. diversifolia en etapa de imbibición y de 

emergencia radicular generan tirosina y fenilalanina en forma de aminoácidos libres, los cuales se 

correlacionaron con el contenido de los alcaloides bencilisoquinolinicos, particularmente con la liriodenina.  

 También en este estudio se observó que el efecto del nitrógeno en los alcaloides totales no fue el mismo 

a lo observado en los alcaloides liriodenina, lisicamina y aterospermidina durante los periodos de tiempo 

evaluado. Si tomamos como ejemplo a la liriodenina, pudo observarse que la respuesta al tratamiento de 30 mM 

N en raíces, tallos y hojas (Figura 14 A, B, C) no corresponde al contenido de los alcaloides totales de la planta 

durante las 2 y 6 h (Figura 12). Este efecto particular podría deberse a que los órganos no son tejidos aislados y 

existe ya sea translocación de alcaloides o bien interconversión debido a su semejanza estructural (Figura 6). 

Evidencia de ello fue que se detectó el incremento y/o disminución coincidente del contenido de los alcaloides 

en los órganos, principalmente en la liriodenina (el alcaloide más abundante) (Figura 13). Lo anterior puede 

explicarse en parte a fenómenos subyacentes o bien traslapados con el efecto del nitrógeno y que se relacionan 

con la translocación o la interconversión de los alcaloides en la planta. En el caso de la translocación de los 

alcaloides se sabe que es rápida y ha sido explicada por el trasporte de los alcaloides entre los órganos o bien por 

su catabolismo (Abdolzadeh et al. 2006; Daddona et al. 1976; DrØhse y MØlgaard 2000; Wink y Hartmann 

1982; Wink y Witte 1984). En tanto que la interconversión no es un fenómeno nuevo en los alcaloides 

bencilisoquinolínicos, debido a que fue reportada por primera vez por Winterstein y Trier desde 1910 en los 

alcaloides del opio, y fue subsecuentemente reportada en otros estudios (Fairbairn et al. 1964; Fairbairn y El-

Masry 1967; Fairbairn y Suwal 1961; Rapoport et al. 1961), y también con otro tipo de alcaloides (Adibfar et al. 

2011; Blom et al. 1991; Demeyer and Dejaegere 1992; Misra and Gupta 2006; Sporer et al. 1993; Tso et al. 

1970). Un ejemplo particular fue el trabajo de Sporer et al. (1993) en el cual detectaron que la variación de la L-

hiosciamina de A. belladona durante el periodo diurno se debe a la transformación de este alcaloide en su forma 
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racémica como D-hiosciamina o atropina. Algo similar a lo observado con la variación interespecífica entre la 

liriodenina (el alcaloide más abundante en A. diversifolia) con lisicamina y aterospermidina.  

 Sin embargo, ambos fenómenos hacen difícil de discernir el efecto del nitrógeno en los alcaloides 

aporfínicos de A. diversifolia, por lo que es necesario estudios de oxido-reducción y marcado isotópico para 

confirmar que esto suceda.  

Efecto órgano-especifico del nitrógeno en la concentración de los alcaloides aporfínicos. 

Se sabe que el nitrógeno suministrado altera ampliamente el metabolismo primario y secundario (Scheible et al. 

2004). Sin embargo, el nitrógeno afecta de distinta manera a los órganos, particularmente difieren en los tiempos 

de respuesta del suministro de este elemento. En los resultados se observó que las raíces y los tallos fueron los 

órganos que más rápido respondieron a los cambios en el suministro de nitrógeno, debido a que los principales 

cambios en el contenido de alcaloides se observaron a las 2 h.  Esto se debió posiblemente a que las raíces se 

encuentran en contacto directo con la solución nutritiva y tienen la función de la absorción primaria de nitrógeno 

en forma de nitrato a través de los transportadores NRT1 y NRT2, así como los transportadores de amonio (AMT) 

(Wirén et al., 2000; Amtmann y Blatt, 2009; Maathuis, 2009). El nitrógeno absorbido fue asimilado primero en 

las raíces y los tallos, debido a que se encargan tanto de asimilar como biosintetizar aminoácidos o precursores 

de ellos tales como el glutamato y aspartato a través de las enzimas GS1 y GOGAT-NADH dependiente, que se 

encuentran en ambos órganos (Wickert et al., 2007; Duca et al., 2011). Por lo tanto es posible que los cambios 

en el metabolismo del nitrógeno en tallos y raíces durante el periodo de 2 h hayan favorecido la disponibilidad 

de tirosina para la biosíntesis de alcaloides aporfínicos en estos órganos. Mientras que la disminución de los 

alcaloides aporfínicos totales a las 4 h y su posterior incremento a las 6 h (ver figura 12), podría ser reflejo de los 

cambios en el metabolismo del nitrógeno ya que la absorción y asimilación puede regularse por mecanismos 

enzimáticos de retroalimentación negativa (feedback) (Crawford, 1995; Wirén et al., 1997; Miller et al., 2007).  

 Los resultados de éste trabajo demostraron que las hojas tienen un papel preponderante en la asimilación 

de altas concentraciones de nitrógeno para la biosíntesis de los alcaloides aporfínicos. Este órgano fue el único 

que respondió positivamente al suministro alto de nitrógeno, debido a que en las hojas de A. diversifolia se 

observó el incremento del contenido de los alcaloides con el tratamiento de 60 mM N. Esto se debió 

probablemente a que las hojas tienen un mayor potencial fotoreductor que favorece la asimilación del nitrógeno 

en exceso. Como se sabe el amonio excesivo producto de la reducción del nitrato es metabolizado en las hojas 

por la isoenzima glutamina sintetasa (GS2) dependiente de la fotosíntesis y coordina la asimilación de nitrógeno 

en las hojas mediante esqueletos carbonados disponibles (Miao et al., 1991; Lillo, 2004; Wickert et al., 2007; 

Simonovic y Anderson, 2008; Duca et al., 2011). Es posible que el suministro alto de nitrógeno favoreció la 

acumulación de tirosina, tal y como lo demostró Fritz et al. (2006) en las hojas de tabaco, en las cuales los 

aminoácidos menores (incluyendo a la tirosina) incrementan rápidamente con el aporte de nitrógeno durante las 

primeras 8 h del periodo diurno.  
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 Por otra parte, la biosíntesis de tirosina se encuentra asociada al tejido fotosintético, debido a que las 

enzimas que lo biosíntetizan se encuentran particularmente en los cloroplastos (Rippert et al. 2009). Como se 

sabe, la tirosina es el principal aminoácido precursor de los alcaloides bencilisoquinolínicos y su disponibilidad 

podría facilitar la biosíntesis de los alcaloides bencilisoquinolínicos en P. somniferum (Lee y Facchini, 2011). 

Como hipótesis podríamos sugerir que estas condiciones pudieron haber favorecido la disponibilidad de la 

tirosina para la biosíntesis de los alcaloides bencilisoquinolínicos en las hojas, la cual podría relacionarse con la 

actividad de las enzimas prefenato aminotransferasa (PPA) y arogenato deshidrogenasa (ADH). Dado que en 

estudios previos se ha demostrado que la PPA incrementa su actividad con mayores concentraciones de los 

acarreadores de nitrógeno como el glutamato y el aspartato (Bonner y Jensen, 1985; Siehl et al., 1986; De-

Eknamkul y Ellis, 1988; Maeda et al., 2010a, 2010b; Maeda et al., 2012) facilitando de esta manera los 

precursores para la biosíntesis tirosina catalizado por la ADH. Ésta última ubicada en el estroma de los 

cloroplastos y regulada estrictamente por la tirosina (Rippert et al., 2009; Schenck et al., 2015). 

 En resumen, los efectos significativos del nitrógeno en el contenido de alcaloides se presentaron durante 

la primera mitad del periodo diurno, lo que podría deberse a las tasas de incorporación del nitrógeno en el 

metabolismo de A. diversifolia durante los periodos de asimilación de este elemento. También se detectaron 

posibles efectos subyacentes como la translocación y la interconversión de los alcaloides. Es por ello que para 

saber si el nitrógeno afecta la biosíntesis de los alcaloides bencilisoquinolínicos, se evaluó la actividad de las 

enzimas monofenol monoxigenasa y norcoclaurina sintasa que están implicadas en los primeros pasos de la 

biosíntesis. 

 

Efecto del nitrógeno en la actividad de la MFO y NCS  

Monofenol monooxigenasa (MFO) 

La actividad de la MFO en tallos y hojas fue afectada por los niveles del suministro de nitrógeno principalmente 

con el tratamiento de 30 mM N durante las 2 primeras horas. El nitrógeno impactó principalmente al tejido 

fotosintético, por lo que la mayor actividad de la enzima fue detectada en tallos y hojas Además se conoce que 

las MFO se encuentran principalmente en los cloroplastos y que su actividad se encuentra estrechamente 

relacionada con la actividad fotosíntetica (Tolbert, 1973) lo que es consistente con los resultados obtenidos. Así 

mismo se observó la mayor actividad de esta enzima a las 4 h bajo condiciones de deficiencia y alto suministro 

de nitrógeno. Lo que sugiere que podría estar más relacionada con la respuesta hipersensible derivada de las 

condiciones de estrés oxidativo debido al exceso o deficiencia de nitrógeno, o bien podría estar involucrada en 

otras funciones de la enzima,ya que las monoxigenasas pueden aceptar un amplio rango de sustratos y carecen de 

especificidad (Constabel y Barbehenn, 2008). Debido a ello es posible que durante las 2 primeras horas la MFO 

intervenga en la biosíntesis de los alcaloides bencilisoquinolínicos y posteriormente participe en otras funciones 



 
 

62 
 

relacionadas con el estrés oxidativo. No obstante, los resultados obtenidos no son lo suficientemente claros para 

conocer su relación en la respuesta del nitrógeno en la biosíntesis de los alcaloides aporfínicos de A. diversifolia. 

Norcoclaurina sintasa (NCS) 

El principal efecto del nitrógeno se expresó en una mayor actividad de la norcoclaurina sintasa en las hojas, 

seguida de los tallos y raíces (Figura 13 D, E, F). 

 Los resultados de la actividad de esta enzima demostraron que el tejido fotosintético juega un papel 

importante entre la relación de la asimilación del nitrógeno y la biosíntesis de alcaloides bencilisoquinolínicos. 

Debido a que en las hojas la actividad de la enzima fue mayor con los tratamientos de 30 y 60 mM N durante las 

primeras 2 h (Figura 12 F). Se sab que durante las primeras 2 h la asimilación de nitrógeno es alta y se requiere 

una gran cantidad de energía para la reducción de nitrato a nitrito (8 electrones por molécula de nitrato) 

(Crawford, 1995; Wickert et al., 2007). Considerando además que la fotosíntesis y la respiración en las hojas 

proveen los esqueletos carbonados para la incorporación del nitrógeno al metabolismo y la producción de 

aminoácidos (Foyer et al., 2003). Así mismo, los equivalentes reductores necesarios para la reducción del nitrato 

tienen su origen en los cloroplastos y el proceso se encuentra estrechamente relacionado con la luz por lo tanto la 

luz y la actividad fotosintética son capaces de influir en la tasa de asimilación de nitrógeno que se lleva a cabo en 

las hojas (Foyer et al., 2003; Foyer et al., 2011). Estos cambios en la tasa de asimilación de nitrógeno también 

influyen en la disponibilidad de precursores de los aminoácidos aromáticos. Algunos datos han sido aportados 

por Scheible et al. (1997) y Sttit et al. (2002) estudiando la relación de la asimilación de nitrógeno y su efecto en 

el metabolismo primario en hojas de tabaco. En ambos trabajos se demostró que durante las primeras 4 h del 

periodo de luz, el incremento de la asimilación de nitrógeno provoca que la síntesis y disponibilidad de 

carbohidratos disminuya, lo que provoca que una mayor cantidad de carbono se convierta a fosfoenol piruvato y 

favorezca la biosíntesis de aminoácidos aromáticos. 

Además en as hojas se biosintetiza la tirosina, un precursor requerido para la biosíntesis de alcaloides (Rippert et 

al., 2009; Schenck et al., 2015). Los resultados y antecedentes mencionados apoyan la propuesta de ésta tesis de 

que la asimilación activa de nitrógeno durante las primeras 2 h se llevó a cabo en las hojas de A. divesifolia lo 

que favoreció a la disponibilidad de tirosina para la biosíntesis de alcaloides bencilisoquinolínicos.  

 En contraste, la actividad de la norcoclaurina sintasa fue menor con el tratamiento de 0 mM N durante 

las primeras 2 h en los tres órganos de A. diversifolia, lo que indicó que el déficit de nitrógeno limitó la actividad 

de la norcoclaurina sintasa en las hojas, pero la biosíntesis de alcaloides no fue inhibida (Figura 16). De acuerdo 

a estudios previos con hojas de tabaco se ha demostrado que aunque en condiciones deficientes de nitrógeno la 

biosíntesis de metabolitos secundarios se induce (Fritz et al., 2004; Scheible et al., 2004), el metabolismo de los 

aminoácidos se reprime (Scheible et al., 2004). Por lo tanto, la tirosina disponible para la biosíntesis de 

alcaloides bencilisoquinolínicos podría haber sido obtenida de los pools de aminoácidos o bien de la proteólisis 

de proteínas. Aunque éste aspecto aún no ha sido estudiado, el trabajo realizado en Datura stramonium por 



 
 

63 
 

Gupta y Gipson (1972) en el cual evaluaron la tasa de incorporación de los aminoácidos a los alcaloides 

tropánicos, demostraron que la prolina resultante de la degradación de proteínas fué incorporada a la 

hiosciamina. Mientras que la mayor actividad de la norcoclaurina sintasa a las 4 h en el tratamiento sin nitrógeno 

en el tejido fotosintético pudo haberse inducido por los cambios en el metabolismo del carbono en esos órganos.  

 En resumen, se considera que el principal órgano en donde se llevan a cabo los primeros pasos 

biosintéticos son las hojas, debido a que la mayor actividad de la norcoclaurina sintasa se detectó en éste órgano 

y que los alcaloides biosintetizados son movilizados a las raíces las cuales podrían también considerarse como el 

principal sitio de almacenamiento de los alcaloides bencilisoquinolíncos en A. diversifolia. Evidencia de ello es 

el estudio de Castro-Moreno et al. (2013) sobre la variación estacional de liriodenina en ejemplares juveniles y 

adultos de A. lutescens. En este trabajo la mayor concentración de liriodenina se detectó en las raíces. Además se 

observó que el incremento significativo del contenido de liriodenina en las raíces ocurrió simultáneamente con la 

senescencia y la ligera disminución de alcaloides en tallos durante la temporada de sequía. El nitrógeno es un 

factor que influye en la biosíntesis de estos alcaloides, aunque existen factores subyacentes que están 

involucrados en su efecto. Por último, la biosíntesis de los alcaloides bencilisoquinolínicos y particularmente de 

los alcaloides aporfínicos de A. diversifolia no se inhibe en condiciones deficientes de nitrógeno por lo que se 

considera que esta ruta biosintética es privilegiada para esta especie.  

 Este trabajo aporta un nuevo panorama sobre el estudio del nitrógeno en las plantas, el cuál permite 

conocer algunos de los factores que inciden en la biosíntesis de los alcaloides. Así mismo se incorporan nuevas 

interrogantes las cuales pueden ser originar futuros estudios sobre el efecto del nitrógeno en la biosíntesis de los 

alcaloides en las plantas. 

  

VII. CONCLUSIONES 

La biosíntesis de alcaloides bencilisoquiolíncos de A. divesifolia es afectada por el suministro de nitrógeno.  

 

El efecto del nitrógeno en la biosíntesis de los alcaloides bencilisoquinolínicos es variable durante el día, 

principalmente durante la primera mitad del periodo diurno. 

 

Las hojas parecen ser el principal sitio de biosíntesis de alcaloides bencilioquinolínicos y son mayormente 

afectadas por el suministro de nitrógeno.  

 

Las raíces se consideran como el principal órgano de almacenamiento de éstos compuestos.  

 

El efecto del nitrógeno en el contenido de alcaloides totales en la planta, no representa de manera general el 

efecto en los alcaloides liriodenina, lisicamina y aterospermidina. 
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La biosíntesis de los alcaloides bencilisoquinolínicos y particularmente de los alcaloides aporfínicos de A. 

diversifolia no se inhibe en condiciones deficientes de nitrógeno, por lo que se considera que esta ruta 

biosintética es privilegiada. 
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IX. ANEXOS 

 

Anexo 1 

Cuadro I. Composición de la solución Murashige y Skoog (1962) modificada. 

 

Tratamientos 

 

60 mM N 

 

45 mM N 

 

30 mM N 

 

015 mM N 

 

0 de N 

 

 

 

Macroelementos (ppm) 

 

NH4NO3  
1650  1224 816 408 0 

 

KNO3 
1900 1457 971 486 0 

 

KOH 
0 245 515 783 1054 

 

CaCl2.2H2O 
440 440 440 440 440 

 

MgSO4.7H2O* 
370 370 370 370 370 

 

KH2PO4 
170 170 170 170 170 

 

Na2EDTA 
37.3 37.3 37.3 37.3 37.3 

 

FeSO4.7H2O 
27.8 27.8 27.8 27.8 27.8 

 

 Microelementos (ppm) 

 

H3PO3 
6.2 6.2 6.2 6.2 6.2 

 

MnSO4.H2O 
16.9 16.9 16.9 16.9 16.9 

 

ZnSO4.7H2O 
8.6 8.6 8.6 8.6 8.6 

 

KI 
0.83 0.83 0.83 0.83 0.83 

 

Na2MoO4.2H2O 
0.25 0.25 0.25 0.25 0.25 

 

CuSO4.5H2O 
0.025 0.025 0.025 0.025 0.025 

 

CoCl2.6H2O 
0.025 0.025 0.025 0.025 0.025 
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Anexo 2 

Cuadro II. Composición de sales de la solución Murashige y Skoog (1962). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Tratamiento 

Sales 60 Mm N 30 mMN 0 mMN 

NH4NO3 1650 816 - 

KNO3 1900 971 - 

KOH - 515 1054 

CaCl2∙2H2O 440 440 440 

MgSO4∙7H2O 370 370 370 

KH2PO4 170 170 170 

FeSO4∙7H2O 27.8 27.8 27.8 

Na.EDTA 37.3 37.3 37.3 

MnSO4∙H2O 16.9 16.9 16.9 

ZnSO4∙7H2O 8.6 8.6 8.6 

KI 0.83 0.83 0.83 

CuSO4∙5H2O 0.025 0.025 0.025 

CoCl2∙6H2O 0.025 0.025 0.025 

H3BO3 6.2 6.2 6.2 

NaMoO4∙H2O 0.25 0.25 0.25 
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Anexo 3 

Espectro de RMN 1H de alcaloide aterospermidina 
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Anexo 4 

Proceso de separación del alcaloide dicentrinona 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Diagrama 1. Proceso de separación y purificación del alcaloide dicentrinona en hojas del ejemplar adulto. 
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Figura 1. Espectro de masas del alcaloide dicentrinona aislado de hojas de ejemplar adulto.  
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Anexo 5 
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