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Resumen 

En este trabajo los cambios en los metabolitos de defensa como flavonoides, antocianinas, 

triterpenos, tocoferoles y su relación con el sistema antioxidante enzimático, en respuesta a 

diversos factores de estrés fueron evaluados en cultivos de Jatropha curcas mexicanas de 

variedades no tóxicas y tóxicas, distinguiéndose estas últimas por la presencia de esteres de 

forbol todas provenientes de Veracruz.  

El efecto del frío (10 ºC) sobre las plantas de J. curcas de la variedad I-Chiapas provocó un 

incremento en la acumulación de flavonoides totales (1.4 veces mayor al control) en 

respuesta al estrés oxidativo (niveles de peróxido de hidrógeno (H2O2) y malondialdehído 

(MDA) 2 veces mayor al control) generado después de 48 h, a pesar del incremento de 2.6 

veces de la actividad de catalasa (CAT), 2.5 veces ascorbato peroxidasa (APX) y 4.0 veces 

la glutatión reductasa (GR) con respecto al control. Por otra parte, las hojas de las plantas 

tratadas con ácido abscísico (ABA) y expuestas al frío (10 ºC) mostraron un aumento en la 

intensidad de la fluorescencia de los flavonoides y una disminución del 80% en la 

acumulación de H2O2 en el mesófilo de la hoja. En hojas de J. curcas haciendo uso de 

técnicas cromatográficas, HPTLC y HPLC, se identificaron y cuantificaron los flavonoides 

(kaempferol, apigenina, vitexina e isovitexina). El efecto del ácido jasmónico (AJ) 

aplicado en hojas de plantas de J. curcas (75 d), variedad I-64 no tóxica, generó una 

acumulación de 3.3 veces en  flavonoides totales en la concentración de 1.0 mM que con 

0.25 y 0.5 mM de AJ por 120 h. La elicitación durante 120 h con AJ 1 mM en la variedad 

I-64 mostró una mayor (2.3 veces) actividad de la fenilalanina amonio liasa (PAL) la cual 

estuvo asociada a una alta acumulación de flavonoides totales (2.1 veces) y concentración 

en kaempferol, apigenina, vitexina e isovitexina en comparación con la variedad I-52 

tóxica. La variedad I-52 se caracterizó por acumular antocianinas hasta 1.8 veces más 

comparada a la variedad I-64 después de 120 h. Las plantas de la variedad I-52 expuestas a 



 

 xii 

estrés por frío (5 °C) después de 48 h del tratamiento acumularon 9.9 veces las 

antocianinas con respecto al control, además presentaron síntomas de daño evaluado por el 

incremento de hasta 2.4 y 1.4 veces en los niveles de MDA y H2O2  respectivamente, con 

respecto al control. La aplicación de AJ 1 mM a las plantas expuestas a frío (5 °C) 

aumentó las actividades de las enzimas antioxidantes (CAT y APX) y 1.8 veces la 

acumulación de flavonoides totales, mientras que los niveles de MDA, H2O2 y 

antocianinas disminuyeron 27, 23 y 67% respectivamente, con respecto al tratamiento a 5 

ºC. El efecto de la sacarosa (300 mM) aplicada en las hojas durante 5d provocó un 

incremento en la actividad de la CAT en un 42% y una acumulación de 1.6 veces de los 

metabolitos flavonoides y antocianinas asociado al estrés oxidativo (incremento de H2O2 y 

MDA de 3.5 y 1.9 veces respectivamente) comparado al control. Las plantas tratadas con 

AJ 1 mM y sacarosa (AJ + sacarosa) mostraron un aumento en la  actividad de CAT y 

APX (2.5  y 5 veces respectivamente), así como la acumulación de antocianinas de hasta 7 

veces y sin evidencias de daño oxidativo en comparación con el tratamiento de sacarosa. El 

explante de hoja  y el medio basal B5 con los reguladores de crecimiento como BAP (2.5 

µM) y la combinación de Picloram (8.3 µM) y NAA (5.4 µM) favorecieron la inducción de 

brotes y callo friable en J. curcas respectivamente, mientras la reduccion a la mitad de las 

concentraciones de estos reguladores favorecieron los cultivos en suspensión. La 

elicitación en cultivo de celulas en suspensión con 200 µM de H2O2 incrementó 3.3 veces 

la acumulación de lupeol (de 172.77 ± 35.22 µg/g PS a 578.25 ± 94.94 µg/g PS), mientras 

que 600 µM de BSO favoreció la producción de ácido betulínico en 2.4 veces (de 299.48 ± 

1.31 µg/g PS a 722.24 ± 78.44 µg/g PS) y el polietilenglicol (PEG) al 5% incrementó el 

lupeol en 3.6 veces (de 172.77 ± 35.22 µg/g PS a 616.75 ± 66.83 µg/g PS). 
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Abstract 

In this work, the effect of several stress factors on changes in the content of defense 

metabolites (flavonoids, anthocyanins, triterpenes and α-tocopherol) and their relationship 

with the enzymatic antioxidant system were evaluated in Mexican Jatropha curcas plants 

of toxic and non-toxic accesions from Veracruz. The effect of chilling (10 ºC) in I-Chiapas 

accession of J. curcas plants led to a significant increase in total flavonoids accumulation 

(1.4 times to control) in response to oxidative stress evaluated with 2 fold high levels of 

hydrogen peroxide (H2O2) and malondialdehyde levels (MDA) respect to control; despite 

2.6-fold increases in catalase activity (CAT), 2.5-fold ascorbate peroxidase (APX) and 4.0-

fold glutathione reductase (GR) over the control after 48 h of treatment. By the other hand, 

an experiment in situ with leaves of I-Chiapas accession plants treated with abscisic acid 

(ABA) and exposed to chilling (10 ºC) showed an increase on fluorescence intensity 

corresponding to flavonoids and a decrease on accumulation of H2O2 by 80% in mesophyll 

cells. The flavonoids (kaempferol, apigenin, vitexin and isovitexin) were identified and 

quantified in J. curcas leaves using two chromatographic techniques, HPTLC and HPLC. 

The application of 1 mM jasmonic acid (JA) on leaves of I-64 non-toxic accession J. 

curcas plants (75 d), caused a significant increase in total flavonoids accumulation of 3.3 

times with respect to 0.25 and 0.5 mM JA after 120 h. Elicitation with 1 mM JA for 120 h 

in the I-64 accesion showed a higher activity of PAL (2.3-fold), which was correlated with 

a high accumulation of total flavonoids (2.1-fold) and concentration in kaempferol, 

apigenin, vitexin and isovitexin, than the toxic I-52 accesion. In that same time of 

elicitation, anthocyanin content in I-52 accesion plant was accumulated up to 1.8 times 

with respect to I-64 accesion plant. 

In other experiment, plants of I-52 accesion exposed to chilling at 5 ºC for 48 h of 

treatment had an accumulation in anthocyanin content of up to 9.9 fold with respect to the 
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control; also they showed symptoms of damage evaluated by an increase in MDA and 

H2O2 concentration up to 2.4- and 1.4-fold respectively, with respect to control. In contrast, 

application of 1 mM JA to plants exposed to chilling increased the activities of antioxidant 

enzymes (CAT and APX) and accumulation of total flavonoids by 1.8 times, whereas 

MDA, H2O2 and anthocyanin levels decreased at 27, 23 and 67% respectively, with respect 

to chilling treatment. In I-52 plants treated with 300 mM of sucrose for 5 d increased CAT 

activity by 42% and a 1.6-fold accumulation of flavonoids and anthocyanins with respect 

to the control; these metabolites were associated with oxidative stress (increase of H2O2 

and MDA at 3.5- and 1.9-fold respectively). Plants treated with 1 mM AJ in combination 

with sucrose (AJ + sucrose) showed an increase in CAT and APX activities (2.5- and 5-

fold, respectively) as well as a 7-fold increase in anthocyanin accumulation in comparison 

with the sucrose treatment, without significant evidence of oxidative damage. The shoots 

and callus formation in J. curcas were obtained in Gamborg B5 medium supplemented 

with BAP (2.5 μM) and picloram (8.3 μM) in combination with NAA (5.4 μM), 

respectively, when leaf was used as explant. J. curcas cell suspension culture were 

obtained from friable callus derived from leaf explants using the Gamborg B5 medium but 

supplemented with the half concentration of growth regulators (4.1 μM picloram and 2.7 

μM NAA). Elicitation with H2O2 (200 µM) and polyethylene glycol (5%) on 7-day-old cell 

cultures increased 3.3-fold (from 172.77 ± 35.22 µg/g WD to 578.25 ± 94.94 µg/g WD) 

and 3.6-fold (from 172.77 ± 35.22 µg/g WD to 616.75 ± 66.83 µg/g WD) the content of 

lupeol respectively, while the addition of buthionine of sulfoximine 600 µM induced 2.4-

fold betulinic acid concentration (from 299.48 ± 1.31 µg/g WD to 722.24 ± 78.44 µg/g 

WD). 



 

 1 

1. Introducción 

 

1.1  Jatropha curcas  

 

 

El género Jatropha pertenece a la tribu Jatropheae y a la familia Euphorbiaceae que cuenta 

con 175 especies, 45 de ellas se encuentran en México, donde el 77% son endémicas 

(Rodríguez-Acosta et al., 2009; Divakara et al., 2010). Entre las especies del género 

Jatropha destaca Jatropha curcas, comúnmente conocida en México como “piñoncillo”, 

“piñón o pistache mexicano y piñón manso”.  

Jatropha curcas L., es un arbusto perenne que crece hasta ocho metros de alto en 

condiciones favorables y se caracteriza por sobrevivir a un intervalo amplio de condiciones 

ambientales como salinidad, sequía y contaminación por metales pesados; su adapatación a 

este tipo de condiciones quizá este principalmente asociado al desarrollo de diferentes 

estrategias metabólicas (Tabla 1). Sin embargo las bajas temperaturas afectan la 

arquitectura de la planta, lo que dificulta su establecimiento en este tipo de clima (Zheng et 

al., 2009; Divakara et al., 2010).  

Jatropha curcas se le considera nativa de América Central (Divakara et al., 2010) y se 

encuentra ampliamente distribuida en las regiones tropicales y subtropicales de todo el 

mundo, incluido México por su adaptabilidad a distintas condiciones de suelo (Openshaw, 

2000; Valdés-Rodríguez et al., 2013).  

Las accesiones de J. curcas han sido consideradas tóxicas y no tóxicas por la presencia y 

ausencia de ésteres de forbol (diterpenoides) en el aceite y en diferentes componentes 

estructurales de las semillas. Estos compuestos diterpenoides provocan intoxicación en los 

humanos y animales por su consumo (Makkar et al., 1997 y 1998; Haas et al., 2002). Las 
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diferencias significativas entre accesiones tóxicas y no tóxicas son con base en el 

contenido de ésteres de forbol y no a su morfología (Makkar et al., 1998). Sin embargo, en 

México se han reportado genotipos con una toxicidad baja o nula (Makkar et al., 1998; 

Herrera et al., 2010; Zavala del Angel et al., 2016). Estudios moleculares han revelado una 

alta variabilidad genética en las accesiones mexicanas de J. curcas en comparación con las 

accesiones de Asia y África (Salvador-Figueroa et al., 2015; Ovando-Medina et al., 2011). 

El germoplasma mexicano posee una mayor variabilidad en semillas en relación a sus 

características físicas y químicas (Ovando Medina et al., 2011). Particularmente, en el 

estado de Veracruz, un análisis del germoplasma basado en su caracterización química y 

contenido de ésteres de forbol permitió distinguir genotipos no tóxicos de 38 accesiones de 

J. curcas, donde los forboles no fueron detectados y tóxicos (forboles de 0.12 a 0.66 

mg/g). Además el porcentaje de aceite en semilla varió de 26 a 55% , donde el ácido oleico 

y linoleico tuvieron una mayor proporción, lo cual permite que las accesiones no tóxicas 

sean una fuente promisoria para los programas de mejoramiento (Zavala del Angel et al., 

2016).  

Jatropha curcas, es una planta con muchos atributos, en los últimos años se ha destacado 

por su potencial para la producción sostenible de biocombustible, ya que su semilla 

presenta de 30 a 40% de aceite, con un patrón de ácidos grasos similar al de los aceites 

comestibles (Divakara et al., 2010); además de presentar un potencial en el área medicinal 

por la presencia de compuestos bioactivos de interés y con usos terapéuticos (Kumar and 

Sharma, 2008). 
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Tabla 1. Efecto del estrés sobre la respuesta antioxidante en plantas y en cultivo de callos 

en J. curcas. 

Tipo de 

Cultivo 

Variedad Tipo de 

estrés 

Respuesta al estrés Referencia 

Plantas China Metales 

pesados 

(Plomo) 

Incremento de la actividad 

de SOD, POD, CAT y altos 

niveles de MDA 

Shu et al., 

(2011) 

Plantas Hindú Metales 

pesados 

(Cromo) 

Incremento de la actividad 

GST y CAT y aumento del 

GSSH 

Yadav et 

al., (2010) 

Plantas Asiática Sequía y 

daño 

mecánico 

Incremento en la 

concentración de 

flavonoides 

Lama et al., 

(2016) 

Plantas Brasileña Salinidad-

altas 

temperaturas 

(43 ºC) 

Estimulación del sistema 

antioxidante (APX, SOD y 

CAT), incremento de MDA 

Silva et al., 

(2013) 

Plantas Brasileña Salinidad Aumento de H202 y MDA, 

disminución de la actividad 

CAT, APX 

Campos et 

al., (2012) 

Plantas China Salinidad Incremento de la actividad 

de SOD, POD, CAT y PAL 

Gao et al., 

(2008) 

Plantas Brasileña Sequía Incremento de la actividad 

de SOD, POD, CAT 

Pompelli et 

al., (2010) 

Plantas Brasileña Sequía y altas 

temeperatura

s (43 ºC) 

Estimulación del sistema 

antioxidante (APX, SOD y 

CAT), incremento en los 

niveles de H2O2 y 

parametros fotosintéticos 

Silva et al., 

2010 

Plantas Asiática Frío (4-6 ºC) Disminución en la tasa 

fotosintética e incremento 

de niveles de MDA 

Zheng et al., 

(2009) 

Plantas Asiática Frío (4 ºC) Pequeña disminución en 

parametros fotosínteticos y 

cambios a nivel de proteinas 

CAT, GR y cisteina sintasa 

Liang et al., 

(2007) 

Callos Asiática UV-B Aumento de la 

concentración de 

flavonoides (Apigenina, 

vitexina e isovitexina) 

Alvero-

Bascos y 

Ungson 

(2012) 

Callos Hindú Salinidad 

(NaCl) 

Incremento de la actividad 

de SOD, POD, CAT 

Kumar et 

al., (2008) 
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Jatropha curcas ha sido empleada en la medicina tradicional en los países tropicales y 

subtropicales de África y Asia (Lans et al., 2001). Todas las partes vegetativas de J. curcas 

(semillas, hojas, tallos, corteza y raíz) han sido utilizadas para el tratamiento y prevención 

de una amplia variedad de enfermedades como lo son: alergias, reumatismo, diarrea, 

tumores, disentería, hemorragia vaginal entre otras (Prasad et al., 2012; Sabandar et al., 

2013). Investigaciones sobre los componentes químicos de J. curcas resultaron en el 

aislamiento de una variedad de fitoquímicos como triterpenoides (Tabla 2) y flavonoides 

(Tabla 3) entre otros, que muestran un amplio espectro de actividad biológica (Prassad et 

al., 2012; Sabandar et al., 2013).  

 

Tabla 2. Triterpenos identificados en diferentes partes de la planta de J. curcas. 

Parte de la planta Triterpenos Referencias 

Semillas (endospermo)  

 

 

 

 

Semillas (aceite) 

Taraxerol 

 

Taraxasterol, α-amirina, 

isomultiflorenol, 

butrospermol, taraxerol, 

tirucalol, eufol, lupeol 

Mitra et al., (1970) 

 

Adebowale y Adedire 

(2006) 

 

 

 

Hojas 

 

Derivado de ácido oleanólico 

(3-O-(Z)-coumaroil de ácido 

oleanólico) 

1-triacontanol 

dotriacontanol, β-amirina 

 

 

Ravindranath et al., (2004) 

 

 

Neuwinger 1994 

Wang et al., (2009) 

 

Tallo (corteza) 

Lupeol 

Ácido oleanólico 

Taraxerol, β-amirina 

Jatrocurina, friedelina, epi-

friedelinol 

 

Falodun et al., (2011) 

 

Mitra et al., (1970) 

Talapatra et al., (1993) 

Raíz Taraxerol 

 

Ling-yi et al., (1996)  
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Las hojas han sido usadas como infusión para el tratamiento de hemorragias vaginales, 

mientras que la aplicación directa de las hojas ha sido utilizada para la ictericia, fiebre, 

malaria e infecciones (Prassad et al., 2012); esta acción farmacológica quiza este asociado 

a la presencia de triterpenoides y flavonoides (Chhabra et al., 1990; Ebuehi y Okorie, 

2009). Los flavonoides que han sido aislados en hojas de J. curcas incluyen kaempferol, 

apigenina y sus glúcosidos, asi como vitexina e isovitexina (Ebuehi y Okorie, 2009; Huang 

et al., 2014). A estos compuestos se les ha atribuido actividades farmacológicas, como 

antioxidantes, antiinflamatorios, antitumorales y actividad foto-protectora (McVean et al., 

2000; Lin et al., 2005; Szliszka et al., 2008), haciéndolos atractivos y valiosos en el campo 

medicinal. 

 

Tabla 3. Flavonoides identificados en diferentes partes de la planta y en cultivo de callo de 

J. curcas. 

Parte de la planta/cultivo 

in vitro 

Flavonoides Referencias 

Semillas (endospermo) Rutina, myricetina 

 

Oskoueian et al., 2011 

 

 

 

 

 

Hojas 

Orientina, isoorientina, vitexina, 

isovitexina, Apigenina, Apigetrina 

(apigenina 7-O-β-D- galactósido) 

rhoifolina (Apigenina-7-O-

neohesperidosido), vicenina II 

(Apigenina 6,8-diglucósido), 

biapigenina-(8,8″)-metileno-6,6″-

di-C-β-D-glucopiranósido, rutina 

,naringina, isoquercetina 

 

Subramanian et al., 

(1971); Abd-Alla et al., 

(2009); 

Namuli et al., (2011); 

Alvero-Bascos y Ungson 

(2012); El-Baz et al., 

(2014); Huang et al., 

(2014); 

Tallo (corteza) Naringina 

 

Namuli et al., (2011) 

Raíz Naringina, nobiletina 

 

 

Ling-yi et al., (1996); 

Namuli et al., (2011) 

Cultivo de callo Apigenina 

 

Alvero-Bascos y Ungson 

(2012) 
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1.1.1 Cultivo in vitro de J. curcas 

 

Los cultivos de tejidos y de células vegetales proporcionan una herramienta alternativa a 

las plantas que son difíciles de cultivar, o tienen un periodo de cultivo largo, o bien 

presentan bajos rendimientos en los metabolitos con alto valor comercial (Karuppusamy 

2009). La propagación de J. curcas mediante el cultivo de tejidos recientemente ha sido el 

foco de atención para diversos estudios por la calidad del aceite de su semilla, el cual 

puede ser utilizado para la producción de biocombustible (Debnath y Bisen 2008). Sin 

embargo, el cultivo de callos y células en suspensión de J. curcas ha sido establecidos por 

diferentes protocolos y en estos se ha evaluado la composición de ácidos grasos, dejando a 

un lado la producción de otros metabolitos de importancia (Tabla 4). El cultivo de células 

en suspensión de J. curcas ha representado ser una alternativa biotecnológica para la 

producción de lípidos (Correa y Atehortúa 2012). Así mismo, también proveen una fuente 

sustentable para la producción de productos naturales incluyendo metabolitos de 

importancia farmacológica como lupeol, ácido betulínico (Zaragoza-Martínez et al., 2016) 

y flavonoides (Alvero-Bascos y Ungson 2012). 
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Tabla 4. Cultivo de callos y células en suspensión de J. curcas. 

Tipo de 

explante 

Medio MS/ 

reguladores 

de 

crecimiento 

Tipo de 

cultivo in 

vitro 

Elicitación Metabolitos Referencia 

Hoja  NAA 20 μM y 

KIN 20 μM 

Callo (luz) UV-B Apigenina, 

vitexina, 

isovitexina 

Alvero-

Bascos y 

Ungson 

(2012) 

Hoja NAA 1 mg/L y 

BAP  5mg/L 

 

Callo 

(oscuridad) 

NaCl - Kumar et al., 

(2008) 

Cotiledón 

(semilla) 

 2,4-D 5 μM y 

BAP 2.5 μM 

 

 

Célula en 

suspensión 

(luz) 

- Ácidos 

grasos 

Ovando-

Medina et al., 

2016 

Hoja NAA 2mg/L y 

BAP 0.5 mg/L 

 

 

Células en 

suspensión 

(luz) 

- Ácidos 

grasos 

Elfahmi y 

Ruslan 

(2011) 

Hipocótil

o 

2,4-D 0.5 

mg/L y leche 

de coco al 2% 

Célula en 

suspensión 

(luz) 

- - Soomro y 

Memon 

(2007) 

 

Reguladores de crecimiento: NAA: Ácido naftalenacético, BAP: Bencilaminopurina, 2,4-

D: Ácido 2,4-Diclorofenoxiacético, Kin: cinetina. Medio MS: Murashige y Skoog (1962). 

 

 

1.2 Funciones y biosíntesis de flavonoides  

 

Los flavonoides son un grupo diverso de metabolitos secundarios con diferentes funciones 

metabólicas en las plantas (Winkel-Shirley 2001; Winkel 2006). De acuerdo a su estructura 

química se pueden clasificar en ocho clases: flavonas, flavonoles, flavanonas, flavandioles, 

flavandoles, antocianidinas, isoflavonas y chalconas (Winkel-Shirley 2001; Martens et al., 

2010). Es importante mencionar que los flavonoides difieren por su grado de oxidación y 

patrón de oxidación en el anillo C (Anexo, Figura 1) mientras que en cada clase los 

compuestos se diferencian en el patrón de sustitución del anillo A y B (Winkel-Shirley 
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2001; Ferrer et al., 2008). Se conocen aproximadamente 10000 estructuras de flavonoides 

diferentes en las plantas (Harborne y Williams 2000; Ferrer et al., 2008).  

Los flavonoides están ampliamente distribuidos y presentes en diferentes concentraciones 

según las especie, órgano de la planta, estado de desarrollo y condición de crecimiento 

(Debeaujon et al., 2001). Los flavonoides están involucrados en funciones de desarrollo 

fisiológico (Mol et al., 1998) respuesta al estrés biótico y abiótico, actuando como 

secuestradores de radicales libres, como las especies reactivas de oxígeno (ERO´s) 

(Winkel-Shirley 2002; Williams et al., 2004). Además, los flavonoides por sus efectos 

antioxidantes, anticancerígenos, antiinflamatorios, cardio y neuroprotectores en tejidos de 

mamíferos han sido considerados de interés farmacológico (McVean et al., 2000; Winkel-

Shirley 2001; Huang et al., 2014).  

Los flavonoides son sintetizados por la ruta de los fenilpropanoides, a través de la 

transformación de la fenilalanina en ácido trans-cinámico catalizada por la fenilalanina 

amonio liasa (PAL), el ácido trans-cinámico es transformado en ácido p-coumárico y la 

acción de una CoA ligasa lo convierte en p-coumaroil CoA (Figura 1). La biosíntesis de 

los flavonoides inicia con la conversión de la p-coumaroil CoA a naringenina chalcona por 

la chalcona sintasa (CHS). La narigenina chalcona es entonces catalizada por la chalcona 

isomerasa (CHI) para formar la naringenina, la cual es convertida a flavona por una 

flavona sintasa (FNS). Por otra parte, la oxidación de la naringenina por una flavona 3-

hidrolasa (F3H) forma el dihidrokaempferol (DHK), subsecuentemente, este compuesto 

puede ser hidroxilado en la posición 3´o 5´ del anillo por la flavona 3´-hidrolasa o 5´-

hidrolasa para producir respectivamente, dihidroquercetina (DHQ) o dihidromiricetina 

(DHM). Además, el DHK puede ser convertido en flavonol por la flavonol sintasa (FLS). 

La DHQ, DHM y el DHK son convertidos por la dihidroflavonol 4-reductasa (DFR) a 
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leucocianidina, leucopelargonina y leucodelfinidina, respectivamente, para la biosíntesis de 

antocianinas (Winkel-Shirley 2001; Stracke et al., 2007; Ferrer et al., 2008).  

 

   
 

Figura 1. Ruta de biosíntesis de flavonoides en plantas. PAL: fenil alanina amonioliasa; 

C4H: ácido cinámico 4-hidrolasa; 4CL: ácido cinámico CoA ligasa; CHS: chalcona 

sintasa; CHI: chalcona isomerasa; FNS: flavona sintasa; F3H: flavona 3-hidrolasa; F3´5´H: 

Flavona 3´5´-hidrolasa; FLS: flavonol sintasa; DFR: dihidroflavonol 4-reductasa; LDOX: 

leucoantocianidina dioxigenasa (Stracke et al., 2007; Ferrer et al., 2008).  
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1.3 El estrés por frío y el osmótico activan la biosíntesis de flavonoides 

 

El estrés por frío (temperaturas inferiores a 15 °C) es uno de los tipos de estrés más 

nocivos que afectan las plantas de origen tropical o subtropical (Allen y Ort 2001). Las 

plantas se han adaptado a las variaciones de temperatura mediante el ajuste de su 

metabolismo, aumentando la concentración de compuestos protectores (Figura 2) para 

aumentar la tolerancia al frío (Janská et al., 2010). Se ha reportado que las antocianinas, 

una clase de flavonoides, se acumulan en algunas plantas expuestas bajo estrés por frío 

(Winkel-Shirley 2002). Koehler et al. (2012) en un análisis proteómico de coronas de 

cuatro variedades de plantas de fresa (Fragaria x ananasa) encontraron que la tolerancia 

de las plantas está principalmente asociada a la participación de las enzimas involucradas 

en la biosíntesis de flavonoides y antocianinas. Diferentes estudios han demostrado que los 

niveles de flavonoides o antocianinas presentes en el área foliar de las plantas estarían 

contribuyendo al control del potencial osmótico, para hacer frente a las condiciones 

adversas impuestas por el estrés al frío (Chalker-Scott 2002; Hughes et al., 2013; Zhu et 

al., 2013).  

El incremento de la concentración de los flavonoides en las hojas ha sido correlacionado 

con la tolerancia de las plantas al frío (Chalker-Scott 1999). La aclimatación de las plantas 

al efecto del frío incluye entre otros eventos un aumento notable en la actividad de la PAL, 

resultando en la acumulación de flavonoides la cual depende del intervalo de temperatura 

al cual éstas son expuestas (Stefanowska et al., 2002). Los flavonoides podrían desempeñar 

un papel funcional en la aclimatación y tolerancia de las plantas al frío por sus propiedades 

antioxidantes (Rice-Evans et al., 1997) o por su participación en la protección del daño 

osmótico y fotooxidativo (Gould et al., 2002; Agati et al., 2007; Agati et al., 2009). 
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Recientemente se ha reportado, mediante análisis transcriptómico de Citrus sinensis, un 

aumento en los niveles de los transcritos involucrados en la biosíntesis de flavonoides bajo 

condiciones de estrés por frío, lo cual podría estar asociado en la protección de la planta 

contra el daño oxidativo (Crifò et al., 2012; Theocharis et al., 2012). Por ejemplo, el daño 

oxidativo puede ser disminuido por la presencia de flavonoides glucosilados con anillo de 

tipo B-dihidroxi, los cuales interactúan con la cabezas polares de los lípidos de membrana 

(Agati et al., 2007; Korn et al., 2008). 

Por otra parte el uso de polioles, NaCl, agentes osmóticos como PEG o azúcares, conduce 

a una deshidratación celular, lo que provoca el estrés osmótico y la eliminación de agua del 

citoplasma, que resulta en una reducción del espacio citoplásmico y vacuolar intracelular 

(Mahajan y Tuteja 2005). Los flavonoides (antocianinas y proantocianidinas) se producen 

usualmente en las vacuolas de las células epidermales, lo que implica que podrían prevenir 

el daño oxidativo (Hernández et al., 2009) y su sobreacumulación podría resultar en la 

tolerancia al estrés oxidativo e hídrico (Nakabayashi et al., 2014). Además, se ha sugerido 

que las antocianinas podrían contribuir en el mantenimiento de los niveles hídricos de 

diversas especies de plantas (Chalker-Scott 2002; Hughes et al., 2013; Nakabayashi et al., 

2014).  

Se ha reportado que la acumulación de antocianinas es estimulada por el estrés osmótico 

inducido por el efecto de la sacarosa (Solfanelli et al., 2006). Esta respuesta ha sido 

observada en brotes de brócoli (Guo et al., 2011), hipocotilos de Rhaphanus sativus (Hara 

et al., 2004) bajo el tratamiento con sacarosa. Teng et al. (2005) han mostrado que la 

regulación de la biosíntesis de antocianinas bajo el tratamiento con sacarosa está dada 

principalmente por la expresión del gen que codifica para el factor de transcripción 

MYB75/PAP1. Por tanto, se sugiere que los flavonoides y antocianinas podrían actuar 
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como antioxidantes y osmoprotectores, protegiendo a las plantas del estrés osmótico (Rice-

Evans et al., 1997; Agati et al., 2007; Nakabayashi et al., 2014). 

 

1.4 El estrés por frío y el osmótico inducen cambios en la respuesta antioxidante 

 

El ambiente oxidativo es generado cuando las ERO´s son producidas por un estrés o una 

combinación múltiple de tipos de estrés (Thorpe et al., 2004). Se ha estudiado que el estrés 

por frío y el estrés osmótico (Figura 2) inducen la generación de ERO´s, tal como el radical 

superóxido (O2
.) y el peróxido de hidrógeno (H2O2) (Prasad et al., 1994; Mahajan y Tuteja 

2005). La producción de ERO’s se da a nivel de cloroplastos y peroxisomas en condiciones 

de luz, pero en condiciones de oscuridad las ERO’s se generan significativamente en las 

mitocondrias (Foyer y Noctor, 2005b).  

El estrés por frío afecta la fluidez de la membrana produciendo la peroxidación 

autocatalitica de los lípidos de la membrana por la sobre producción de ERO´s generados 

(Mahajan y Tuteja 2005). Se ha reportado que especies de plantas no tolerantes al estrés 

por frío muestran un mayor incremento de los niveles de malondialdehído (MDA) (Prasad, 

1996; Posmyk et al., 2005). Estudios recientes han demostrado que las ERO´s generadas 

en el estrés por frío desempeñan un papel clave en la mediación de eventos en la 

traducción de señales que controlan los procesos de muerte celular programada, la 

activación de los mecanismos de detoxicación de ERO´s y la activación de biosíntesis de 

metabolitos secundarios (Suzuki y Mittler, 2006).  

Dentro de los mecanismos de desintoxicación de ERO’s durante el metabolismo normal y 

particularmente durante el estrés (Figura 2), se encuentran los antioxidantes como el ácido 

ascórbico, glutatión y α-tocoferol, así como las enzimas antioxidantes (superóxido 

dismutasa SOD, catalasa CAT, peroxidasa POD entre otras) las cuales secuestran las 
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ERO’s asegurando así la función normal de las células (Mittler et al., 2004). Las enzimas 

antioxidantes CAT, ascorbato peroxidasa (APX) y glutatión reductasa (GR) juegan un 

papel importante en la regulación de los niveles de H2O2 en el sistema celular (Mittler, 

2002). El grado de daño inducido por los niveles de ERO´s dependerá de la participación 

del sistema antioxidante (Mittler 2002). Se ha asociado que el aumento en la actividad de 

estas enzimas antioxidantes le confiere a las plantas mayor tolerancia al estrés oxidativo 

generado por el estrés por frío (Prasad, 1996; Parida y Das 2005), La enzima CAT ha 

recibido la mayor atención con respecto a la respuesta de las plantas al estrés por frío y se 

cree que desempeña un papel importante en la tolerancia de las plantas a este estrés 

(Prasad, 1996) .  

Por otro lado, el estrés osmótico (Figura 2) afecta el potencial iónico y osmótico de la 

célula, debido al flujo de agua desde el interior de la célula hacia el medio extracelular, lo 

cual ocasiona estrés oxidativo por el exceso de las ERO`s (Mahajan y Tuteja 2005). El 

reciclamiento de las ERO´s se lleva a cabo por la participación de compuestos 

antioxidantes como ácido ascórbico y glutatión y las enzimas antioxidantes (SOD, GPx, 

POD, CAT) (Mittler et al., 2004; Foyer y Noctor, 2005b). La participación de estas 

enzimas en el reciclamiento de ERO´s se correlaciona con la tolerancia de las plantas al 

estrés osmótico. Se ha reportado que especies de plantas no tolerantes al estrés osmótico 

muestran un mayor incremento de los niveles de MDA (Azevedo et al., 2009; Cui et al., 

2010).  
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Figura 2. Representación de la señalización general del estré por el frío y el osmótico, 

involucrando las respuestas al estrés. ERO´s: especies reactivas de oxigeno; MAPK: 

proteína cinasa activadora de la mitogenesis CDPK: proteína cinasa dependiente de calcio, 

Ca+2 (modificado de Awasthi et al., 2015)  
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es el mediador principal de las respuestas de tolerancia a través de la regulación del cierre 

estomático (Wilkinson et al., 2012). Además el ABA esta involucrado en los procesos 

implicados en el crecimiento de las raíces (Zhang et al., 2006). Así mismo el ABA 

participa en la regulación de otros eventos metabólicos que involucran la síntesis de 

osmoprotectores y la activación de enzimas antioxidantes otorgando a la planta una 

tolerancia al proceso de deshidratación (Zhang et al., 2006).  

Otras fitohormonas también pueden tener efectos directos y mediar la influencia de ABA 

para estimular el cierre estomático durante el estrés por frío y osmótico. Se ha propuesto 

que el AJ endógeno interactua con el ABA para mediar el cierre estomático a través de la 

entrada de calcio extracelular y/o por la activación de la señalización del H2O2 y del NO en 

la célula guarda durante el estrés por el frío y el osmótico (Munemasa et al. 2011; 

Harrinson 2012). Recientemente, se ha demostrado que en plantas de Arabidopsis el AJ 

induce los genes AtPYL4 y AtPYL5, los cuales codifican para receptores del ABA y se han 

asociado por su participación en la acumulación de antocianinas; esto sugiere que la 

interacción de ABA-AJ contribuye a mantener el equilibrio entre crecimiento y la defensa 

(Lackman et al., 2011). 

Diversos tipos de estrés (bióticos y abióticos), particularmente por ataque de patógenos e 

insectos así como el corte (daño mecánico de tejidos), pueden desencadenar la producción 

de AJ endógeno de manera sistemática y local en la planta (Gundlach et al., 1992; Pauwels 

et al., 2008). Investigaciones recientes sugieren que el AJ juega un papel en la regulación 

del estrés abiótico (Khan et al., 2012). En especies de plantas tolerantes al estrés abiótico 

se comprobó un marcado incremento de AJ endógeno (Ismail et al., 2012; Du et al., 2013). 

En plantas de Pinus pinaster, el incremento en la concentración de AJ estaría asociado con 

la mediación de la tolerancia al estrés por frío y el estrés por sequía (Pedranzani et al., 

2007).  
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Figura 3. Representación de la posible comunicación cruzada del ABA-AJ durante el 

estrés por el frío y el cambio osmótico. H2O2: peróxido de hidrogeno; ABA: ácido 

abscísico; AJ: ácido jasmónico; NO: oxido nítrico; PYR/PYL/RCARs: receptores del 

ABA; MAPK: proteína cinasa activadora de la mitogénesis (modificado de Saxena et al., 

2016 ). 
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1.6 Ácido jasmónico,  flavonoides y respuesta antioxidante  

 

Es conocido que los jasmonatos, ácido jasmónico (AJ) y su derivado metil jasmonato (MJ) 

son fitohormonas que están involucradas en la regulación de diversos procesos celulares en 

las plantas, como el crecimiento, desarrollo e incluso en la activación de respuestas de 

defensa ante el estrés ambiental (Creelman y Mullet 1997; Wasternack y House, 2013).  

En plantas sometidas a daño mecánico y ataque por insectos; el factor de transcripción 

MYC2, activa el metabolismo de flavonoides durante la señalización del AJ (Kazan y 

Manners, 2008). El AJ es considerado un elicitor conservado de metabolitos secundarios 

(Zhao et al., 2005). En relación a lo anterior, en cultivos de células o en plantas, los 

jasmonatos son utilizados para inducir la biosíntesis de metabolitos secundarios (Zhao et 

al., 2005a; Wasternack y House 2013) como los flavonoides (Gadzovska et al., 2007; 

Horbowicz et al., 2011; Shimizu et al., 2012). Diversos estudios han mostrado que la 

aplicación exógena del AJ podría activar las respuestas de defensa de la planta (Figura 4) 

como lo es la sobrerregulación de los genes involucrados en la biosíntesis de flavonoides y 

antocianinas (Devoto et al., 2005; Loreti et al., 2008; Rahnamale-Tajadod et al., 2017). Los 

flavonoides podrían estar participando en la reducción del daño oxidativo y por tanto 

aumentar la tolerancia al estrés abiótico (Anjum et al., 2011; Li et al., 2012; Alam et al., 

2014).  

Los jasmonatos aplicados de forma exógena también ejercen en las plantas diversos 

efectos a nivel morfológico y fisiológico, aunado a la generación de H2O2 (Orozco-

Cárdenas y Ryan 1999; Orozco-Cárdenas et al., 2001), como una respuesta temprana por 

efecto del elicitor (Zhang y Xing, 2008). El MJ aplicado de manera exógena puede generar 

estrés oxidativo (Kauss et al., 1994; Mur et al., 2006), además de generar MDA a nivel de 

las membranas celulares (Hung et al., 2004). La presencia de jasmonatos disminuye la 
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actividad de la CAT así como la expresión de sus isoenzimas, mientras que la actividad de 

la APX puede incrementar, aunque la respuesta antioxidante dependerá del tipo de planta y 

la dosis aplicada así como del tejido utilizado (Loreti et al., 2008; Li et al., 2012; Hu et al., 

2013). 

 

 

Figura 4. Representación de las posibles respuestas a la elicitación con metil jasmonato 

(MJ) y activación de la biosíntesis de fenilpropanoides (modificado de Zhao et al., 2005; 

Rahnamale-Tajadod et al., 2017). 
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contribuyendo en la defensa ante patógenos y plagas (Hill y Connolly, 2015). Además de 

tener un intervalo amplio de aplicaciones en la industria, en particular la farmacéutica.  

Los triterpenos son biosintetizados a partir del isopentenil difosfato generado por la ruta 

del mevalonato (Brown 1998) utilizando la enzima oxidoesqualeno ciclasa, la cual 

convierte al 2,3 oxidoescualeno en uno o más alcoholes triterpénicos ciclícos con un 

máximo de seis anillos de carbono, como el lupeol, precursor del ácido betulínico (Phillips 

et al., 2006).  

Los triterpenos pentacíclicos lupeol, betulina y ácido betulínico poseen un intervalo de 

actividad biológica en la prevención de enfermedades cancerígenas, coronarias, hepáticas, 

antiflamatorias y VIH (Malinowska et al., 2013). De acuerdo a estas propiedades, en 

cultivos in vitro y en plantas crecidas en condiciones naturales se han utilizado estrategias 

para el incremento de la producción de estos metabolitos secundarios a través del uso de 

elicitores o moléculas señal (Zhao et al., 2005a). Los elicitores son compuestos químicos 

que desencadenan respuestas morfológicas, fisiológicas y la acumulación de metabolitos 

secundarios en las plantas (Benhamou, 1996). Ha sido observado que el estrés ocasionado 

por sequía induce la biosíntesis de triterpenos en las plantas (Nasrollahi et al., 2014). En 

plantas de  Hypericum brasiliense se ha reportado un incremento en la concentración de 

ácido betulínico, el cual fue asociado al estrés oxidativo ocasionado por la sequía (de 

Abreu y Mazzafera 2005).  

En cultivo de células en suspensión de Panax ginseng, se ha demostrado que el H2O2 

formado durante el estallamiento oxidativo y la acumulación de AJ endogéno participan en 

la producción de saponinas triterpénicas por el efecto del ácido oligogalacturónico (Hu et 

al., 2003). Recientemente, la elicitación con AJ en cultivos de células en suspensión de J. 

curcas favoreció la acumulación de triterpenos pentacíclicos (lupeol y ácido betulínico) 

asociado al estrés oxidativo (Zaragoza-Martínez et al., 2016).  
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2. Justificación 

 

En años recientes, las semillas de J. curcas han sido utilizadas principalmente en la 

producción de biodiesel y la parte aérea de la planta en la medicina tradicional, para tratar 

diversas enfermedades (malaria, leucemia, reumatismo y dolores musculares). Por análisis 

fitoquímicos se ha reportado que esta planta alberga diversos metabolitos secundarios y en 

el área foliar presenta un alto contenido de fenoles, flavonoides y antocianinas. El 

metabolismo de estos compuestos se activa en respuesta a diversos factores abióticos, 

como el frío y el cambio osmótico. El uso de moléculas señal como jasmonatos también 

influyen en la acumulación de los flavonoides como una respuesta de defensa.  

En el presente trabajo se estudió el efecto del estrés abiótico y del ácido jasmónico, de 

manera individual y en combinación, en plantas mexicanas de J. curcas (consideradas 

tóxicas y no tóxicas) sobre los cambios en su perfil metabolómico (flavonoides y 

antocianinas) y su relación con el sistema antioxidante.  
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3. Hipótesis 

 

La exposición de plantas de J. curcas a bajas temperaturas activará la acumulación de 

flavonoides por la participación del ABA asociado al estrés oxidativo.  

La aplicación exógena de AJ en plantas J. curcas provocará cambios en el perfil de 

flavonoides y antocianinas, así como un incremento en la respuesta antioxidante, incluso 

en plantas expuestas a bajas temperaturas y a estrés osmótico.  

La adición de elicitores de origen abiótico inducirá la producción de triterpenos 

pentacíclicos en el cultivo de células en suspensión. 
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4. Objetivo General 

Estudiar el efecto del estrés abiótico y biótico en J. curcas sobre el perfil de metabolitos 

secundarios (flavonoides, antocianinas y triterpenos), y su relación con el sistema 

antioxidante. 

 

4.1 Objetivos Particulares  

• Evaluar el perfil de flavonoides, marcadores de estrés oxidativo y la respuesta 

enzimática antioxidante en plantas de J. curcas durante un periodo corto de frío. 

• Evaluar el papel del AJ en los niveles de antocianinas, flavonoides y, su relación 

con las enzimas antioxidantes en plantas de J. curcas expuestas a bajas 

temperaturas (5 ºC) y estrés osmótico (sacarosa).  

• Comparar el perfil de flavonoides, niveles de antocianinas y actividad de la PAL en 

plantas de dos variedades de J. curcas bajo el efecto del ácido jasmónico. 

• Establecer el cultivo de brotes y células en suspensión de J. curcas. 

• Evaluar el efecto de elicitores abióticos (H2O2, BSO, PEG) en la producción de 

triterpenos pentacíclicos en el cultivo de células en suspensión. 
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5. Materiales y Métodos 

5.1 Cultivo de plantas de J. curcas 

5.1.1 Germinación y mantenimiento de variedades de J. curcas 

 

Se utilizaron semillas de J. curcas variedad I-52 e I-Chiapas (tóxicas) y la variedad I-64 

(no tóxica), las cuales fueron colectadas en el 2011 de las zonas agroecológicas del estado 

de Veracruz, y cuyas réplicas se encuentran localizadas en el Banco de Germoplasma del 

Colegio de Posgraduados, Campus Veracruz; fueron donadas por los Drs. Arturo Pérez 

Vásquez e Ivan Zavala del Ángel.  

Las semillas fueron lavadas con agua y colocadas para su germinación en discos de peat 

moss (marca vita) en mini invernaderos, mantenidas en una cámara de crecimiento 

(Conviron Adaptis 1000) con fotoperiodo 16/8 en condiciones controladas de temperatura 

(30 °C) y humedad (60%). Una vez que se obtuvieron plántulas (con sus dos cotiledones), 

se sembraron en macetas con una mezcla de tierra negra:humus:agrolita:peat moss 

(1:0.5:0.5:0.5) y fueron mantenidas en las mismas condiciones. Las plantas de 4 semanas 

de edad se trasladaron a un invernadero bajo las mismas condiciones de temperatura, 

humedad y fotoperiodo hasta que tuvieron 45 (variedad I-Chiapas) y 75 días (variedad I-52 

e I-64). Las plantas fueron regadas cada tercer día al 50% de la capacidad de retención, 

para su mantenimiento. 

 

5.1.2 Tratamiento de plantas con ácido jasmónico 

 

Las plantas de J. curcas variedad I-52 e I-64 de 75 días de edad fueron tratadas con ácido 

jasmónico (AJ) para realizar dos experimentos de la siguiente manera: En un primer 
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experimento se utilizaron plantas de la accesión I-64, las cuales fueron divididas en cuatro 

grupos: un grupo control y tres grupos tratados con AJ en concentraciones de 0.25, 0.5 y 

1.0 mM por 120 h de tratamiento. En el experimento 2 se consideraron plantas de las 

variedades I-52 e I-64, divididas en dos grupos para cada variedad, un grupo control y un 

grupo tratado con AJ 1 mM y fueron evaluadas después de 0, 12, 24, 72 y 120 h de 

tratamiento.  

Para ambos experimentos las plantas fueron asperjadas con un volumen de 4 ml de una 

solución de etanol 30%, tritón X-100 al 0.05% (v/v) a las plantas control y ácido jasmónico 

preparada con etanol al 30%, plantas tratadas. Las plantas tratadas se mantuvieron 

separadas de las plantas control en invernadero (fotoperiodo 16/8 h, 30 ºC). Se evaluó el 

efecto del ácido jasmónico en la acumulación de flavonoides, antocianinas y actividad de 

la PAL. 

 

5.1.3 Exposición de plantas de J. curcas a una temperatura de 10 °C 

 

Las plantas de J. curcas variedad I-Chiapas de 45 días crecidas en un invernadero a una 

temperatura de 30 °C y un fotoperiodo de 12/12 h fueron divididas en dos grupos: un 

grupo control (plantas crecidas a una temperatura 30 °C) y otro grupo de plantas que 

fueron transferidas a una cámara Conviron Adaptis-1000 programada con una temperatura 

de 10 °C y fotoperiodo de 12/12 h. Se evaluó el efecto del frío (temperatura de 10 °C) 

durante 0, 6, 12, 24 y 48 h donde se observaron los cambios morfológicos sobre el área 

foliar y marcadores de estrés (peróxido de hidrógeno y malondialdehido), actividad 

antioxidante enzimática (catalasa, ascorbato peroxidasa y glutatión reductasa) y no 

enzimática (α-tocoferol y flavonoides). En cada tratamiento se consideraron tres réplicas 

por tiempo de evaluación. 
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5.1.3.1 Experimento en hojas de la variedad I-Chiapas con ácido abscísico 

(ABA) y su exposición a una temperatura de 10 °C. 

 

Con el objetivo de evaluar la relación del ABA entre los niveles de peróxido de hidrógeno 

y flavonoides cuando las plantas son expuestas a 10 °C, las hojas de plantas de la variedad 

I-Chiapas de 45 días de edad (mantenidas en un invernadero a 30 °C), se desprendieron y 

se colocaron de manera adaxial en cajas Petri con un volumen de 28 ml de solución 

amortiguadora de fosfatos 50 mM, pH 6. Las hojas se dividieron en dos grupos: un grupo 

sin ABA (-ABA) y otro grupo tratado con 100 µM de ABA (+ABA), posteriormente 

ambos grupos se incubaron por 24 h a una temperatura de 30 °C, en condiciones de 

oscuridad.  

Después de las 24 h las cajas Petri se dividieron en cuatro tratamientos de la siguiente 

manera: 1) sin adición de ABA e incubadas a 30°C (-ABA 30 °C), 2) adición de ABA e 

incubadas a 30 °C (+ABA 30 °C), 3) sin la adición de ABA e incubadas a 10 °C (-ABA 10 

°C) y 4) adición de ABA e incubadas a 10 °C (+ABA 10 °C), dejando el tratamiento por 

un periodo de 48 h. Transcurridas las 48 h se evaluó la detección in situ de peróxido de 

hidrógeno y la fluorescencia in situ de los flavonoides tomando dos réplicas por cada 

tratamiento. 

 

5.1.4 Tratamiento con ácido jasmónico y exposición a temperatura de 5° C a 

las plantas de J. curcas variedad I-52 

 

Se utilizaron plantas homogéneas de la variedad I-52 de 75 días de edad, para realizar tres 

experimentos de la siguiente manera: 1) las plantas fueron divididas en dos grupos: un 

grupo control (plantas mantenidas a 30 °C) y un grupo expuesto a una temperatura de 5 °C 
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en condiciones de oscuridad. Después de 48 h de tratamiento se evaluaron los cambios 

morfológicos y el índice de daño, el cual fue cuantificado en términos de malondialdehído.  

2) El siguiente experimento consistió en el tratamiento de plantas con diferentes 

concentraciones de AJ con el objetivo de elegir una concentración óptima de AJ, que 

presentará bajos niveles de malondialdehído (MDA). Se consideraron plantas control en 

este caso, a las plantas expuestas a una temperatura de 5 °C por 48 h y plantas tratadas, 

plantas asperjadas con una solución de AJ en concentraciones de 0.25, 0.5, 1.0, 2.0 y 4.0 

mM por 24 h en condiciones de oscuridad previo a su exposición al frío (5 °C).  

3) En el experimento 2, la concentración de AJ 1.0 mM fue seleccionada para un nuevo 

experimento el cual fue dividido en cuatro tratamientos: 1) control (C), 2) tratamiento con 

AJ (AJ), 3) exposición al frío (5°C) y 4) tratamiento con AJ y exposición al frío (AJ + 

5°C). En todos los tratamientos las plantas fueron mantenidas 24 h en condiciones 

controladas (30°C) y en oscuridad. Las plantas control (C) y expuestas a frío (5° C) fueron 

asperjadas con etanol al 30% (v/v). Los tratamientos AJ y AJ+5°C fueron tratados con 1 

mM de AJ. 

Después de 48 h de tratamiento se evaluaron los niveles de peróxido de hidrógeno y la 

respuesta antioxidante (actividad enzimática de catalasa y ascorbato peroxidasa; niveles de 

α-tocoferol, flavonoides y antocianinas). Los 3 experimentos fueron realizados por 

triplicado. 

6.1.5 Tratamiento con ácido jasmónico y sacarosa  

 

Con el objetivo de evaluar el efecto del estrés osmótico inducido por sacarosa en las 

variedades I-52 e I-64, las áreas foliares de las plantas fueron asperjadas con 0, 75, 150 y 

300 mM de sacarosa. La sacarosa fue disuelta en agua más tritón X-100 al 0.05% (v/v). La 
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concentración de sacarosa y variedad de planta fue seleccionada en base a la concentración 

más alta de antocianinas. 

Posteriormente se realizó otro experimento el cual se dividió en cuatro tratamientos: 1) 

tratamiento con etanol 30% (v/v) (C), 2) tratamiento con 1 mM de AJ (AJ), 3) tratamiento 

con etanol 30% (v/v) y 300 mM de sacarosa y 4) tratamiento de 1 mM de AJ y 300 mM de 

sacarosa (AJ + sacarosa) concentraciones seleccionadas en experimentos previos. Después 

de 120 h de tratamiento bajo condiciones controladas (fotoperiodo 16/8 h; HR 60%), las 

hojas fueron lavadas, colectadas y congeladas a -20 °C, para su evaluación. En cada 

tratamiento se consideraron tres réplicas y se evaluaron los niveles de peróxido de 

hidrógeno y la respuesta antioxidante (actividad enzimática de catalasa y ascorbato 

peroxidasa; niveles de α-tocoferol, flavonoides y antocianinas) 

 

5.2 Extracción, identificación y cuantificación de metabolitos secundarios 

5.2.1 Flavonoides 

5.2.1.1 Extracción por hidrólisis ácida   

 

El material vegetal liofilizado (200 mg) fue extraído con metanol, sonicado y centrifugado 

a 3000 rpm. El extracto metanólico fue filtrado y concentrado a presión reducida en un 

rotavapor a 60 °C. El extracto fue disuelto en 1 ml de metanol: solución amortiguadora de 

fosfatos (90 mM) a pH 6. Se utilizaron 500 µl del extracto metanólico: solución 

amortiguadora de fosfatos (90 mM) y entonces fue hidrolizado a 90 °C por 60 minutos con 

500μl de HCl (4M) y butil hidroxitolueno (BHT) en una concentración de 9 µM. Los 

hidrolizados fueron extraídos tres veces con 500 µl de acetato de etilo. La fase orgánica fue 

secada con sulfato de sodio anhidro y evaporada con un flujo de nitrógeno (N2 gas). 
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5.2.1.2 Cuantificación por método AlCl3 

 

El contenido de flavonoides totales fue determinado usando el método colorimétrico de 

acuerdo a Chang et al. (2002). El extracto hidrolizado (0.5 ml) fue mezclado con 1.5 ml de 

etanol, 0.1 ml de tricloruro de aluminio al 10%, acetato de potasio 1 M (0.1 ml) y agua 

destilada (2.8 ml). Las muestras se incubaron 30 minutos a temperatura ambiente y la 

absorbancia fue medida a 415 nm, usando un espectrofotómetro (Beckman DU ®series 

700 UV/vis). La quercetina fue usada para realizar la curva de calibración. El cálculo de 

flavonoides totales del extracto ácido fue reportado como µg equivalentes a quercetina/g 

PS. 

5.2.1.3 Cuantificación de vitexina, isovitexina, apigenina y kaempferol por 

HPLC  

 

EL extracto de hojas de J. curcas fue utilizado para confirmar la presencia de de vitexina, 

isovitexina, apigenina y kaempferol por análisis de HPLC. La cuantificación de los 

flavonoides fue determinada por HPLC Varian ProStar 333 (Varian, Berkeley, CA) con 

detector de UV con arreglo de diodos (DAD) equipado con una columna Waters C18 de 

fase reversa (250 mm x 4.6 mm, 5 μm). El sistema de solventes y las condiciones de 

operación son las descritas por Liu et al., (2010) con ligeras modificaciones. La fase móvil 

consistió en metanol (solvente A) y 0.1% de ácido trifluoroacético (TFA) en agua 

(solvente B). El sistema de gradiente fue el siguiente: 33% de A (0-10 min) seguido por 

33-65% de A (10-30 min), 65-80% A (30-40 min), 90% A (40-50 min) y 80-33% B (50-60 

min) a un flujo de 1 ml min-1 a 25 °C y el volumen de inyección fue de 100 µl. La 

detección de vitexina, isovitexina, apigenina y kaempferol fue a 330 nm. Los picos de los 

flavonoides fueron identificados por la comparación del tiempo de retención y espectros 

UV de los estándares. El tiempo de retención de los flavonoides fue de vitexina (17.12 

min), isovitexina (23.71 min), kaempferol (31.89 min) y apigenina (32.59 min). La 
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cuantificación de los flavonoides fue mediante el uso de apigenina y kaempferol como 

compuesto de referencia para determinar la curva de calibración. La curva de calibración 

fue realizada en un intervalo  de 0 a 1.77 μg de apigenina (y=37364x-339.25, R2=0.99) en 

metanol: DMSO (7:3) e intervalo  0-7.11 μg de kaempferol (y=15158x-255.25, R2=0.99) 

en metanol. Todos los análisis fueron realizados por triplicado. Los resultados son 

expresados como la media de los valores en μg/g PS. 

 

5.2.1.4 Localización in situ de flavonoides 

 

Para la tinción de flavonoides, secciones de hojas (1 mm) fueron sumergidas en una 

solución de 2-aminoetil difenilborinato (DPBA) 0.25% p/v con 0.05% de tritón X-100 por 

15 min a temperatura ambiente (Peer et al., 2001). La fluorescencia en las secciones 

foliares fue visualizada con un microscopio Carl Zeiss equipado con epifluorescencia con 

un filtro FITC (excitación 450-490 nm, supresión LP 515 nm). Una cámara Sony Cyber-

shot profesional fue utilizada en la toma de micrografías epifluorescentes. La fluorescencia 

fue determinada por el uso del programa Image J v. 1.45 para Windows. Los valores 

obtenidos fueron calculados usando la siguiente fórmula: fluorescencia del área 

seleccionada (FAS) = densidad de integración - área foliar seleccionada ×promedio de la 

fluorescencia del fondo de la imagen. Los valores obtenidos de FAS son reportados como 

% de intensidad de fluorescencia relativa con respecto al control. 

 

5.2.2 Antocianinas 

5.2.2.1 Extracción y cuantificación  

Las antocianinas fueron extraídas de 0.5 g de hoja de acuerdo al procedimiento descrito 

por Ronchi et al. (1997) con modificaciones menores. Las hojas fueron maceradas con 1 
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ml de ácido clorhídrico (HCl) al 1% (v/v) en metanol frío a 4°C. El extracto de metanol 

acidificado fue incubado a 4 °C en condiciones de oscuridad. Al extracto recuperado se le 

adicionaron 300 µl de agua destilada, 500 µl de cloroformo y se mezcló para remover las 

clorofilas presentes en el extracto. El contenido de antocianinas en la fase acuosa fue 

recuperado y la absorbancia fue leída a 530 nm (A530). El contenido de antocianinas fue 

expresado en μg/g PS usando el peso molecular (449.2 g/mol) y coeficiente de extinción 

(26 900 L cm-1 mol-1) de cianidina 3-glucósido.  

 

5.2.2.2 Extracción por hidrólisis ácida y purificación con columnas C18 

para análisis por HPLC 

 

Las antocianinas fueron extraídas a partir de 2g PF de hojas (plantas de 1 año y 30 días) 

previamente maceradas, utlizando 10 ml de metanol acidificado (0.5% de HCl) a 4 °C por 

1 h en condiciones de oscuridad. De igual manera se realizó la extracción de antocianinas 

al concentrado de uva (usando 1.5 ml). Ambos extractos por separado fueron filtrados en 

un embudo Buchner usando papel Whatman Nº 1. Los extractos fueron evaporados a 60°C 

en un rotavapor. Cada extracto fue disuelto en 600 µl de 0.02% de HCl en solución acuosa. 

La purificación de las antocianinas consistió en una extracción en fase sólida mediante la 

aplicación de una columna Waters C18 (Sep-Pak) de acuerdo al procedimiento de Durst y 

Wrolstad (2001). La columna inicialmente fue activada con dos volúmenes de 3 ml de 

metanol y 0.02% de HCl en solución acuosa. Una alícuota de 600 µl del extracto de hoja y 

uva, fueron cargados a sus respectivas columnas; llevando los siguientes pasos de elución: 

1) 6 ml de HCl 0.02% en solución acuosa fue adicionado para remover otros compuestos 

polares como azúcares y aminoácidos; 2) tres volúmenes de 3 ml de acetato de etilo fueron 

adicionados para eliminar clorofilas y compuestos fenólicos y 3) finalmente, las 
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antocianinas retenidas en la columna fueron eluídas con una solución metanólica-0.05% de 

HCl. La solución eluida fue evaporada con flujos de N2 gaseoso hasta obtener un volumen 

de 1 ml. 

Posteriormente, se adicionó 3 ml de HCl 6 M (modificado de Macz-Pop et al., 2006) a un 

volumen conocido de extracto purificado de hojas (1 ml) y uva (0.5 ml); estos extractos 

fueron transferidos a un baño maría por 1 y 2 h a 95 °C, respectivamente. Después de este 

periodo, se enfriaron las muestras y se repitió el método de purificación señalado 

anteriormente. Las muestras de los extractos se disolvieron en 500 µl de ácido fosfórico al 

4% para ser analizadas por HPLC. 

 

5.2.2.3 Identificación de antocianinas por HPLC 

 

Las agliconas de antocianinas presentes en el extracto hidrolizado y purificado fueron 

identificadas mediante el uso de HPLC Varian Prostar 330) con detector de UV y arreglo 

de diodos (DAD) equipado con una columna Waters C18 de fase reversa (250 mm x 4.6 

mm, 5 μm). La fase móvil consistió en acetonitrilo (solvente A), y una solución de 10% 

ácido acético, 5% acetonitirlo y 1% ácido fosfórico (Solvente B). El sistema de gradiente 

fue el siguiente: 95% de B a 0 min, 80% de B por 20 min y 95% de B por 5 min a un flujo 

de 1ml por min-1 a 25° C y el volumen de inyección fue de 100 μl.  La detección de las 

antocianinas fue a 520 nm. Los picos de las antocianinas fueron identificados por la 

comparación de tiempos de retención y espectros de UV del extracto hidrolizado y 

purificado de uva, así mismo se realizó el método de adición de ambos extractos para su 

confirmación. 
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5.2.3 Triterpenos 

5.2.3.1 Extracción y cuantificación de lupeol, betulina y ácido betulínico por 

HPLC  

 

Se utilizaron partes de la planta (tallo, peciolo, hoja) y células; se congelaron con nitrógeno 

líquido, se pulverizaron con ayuda de mortero y se liofilizaron. Las partes de la planta (0.2 

g) y células liofilizadas (0.1 g) fueron extraídas dos veces con acetato de etilo. Las fases 

orgánicas fueron combinadas y evaporadas a sequedad al vacío. Los residuos fueron 

disueltos en 100 y 600 µl de metanol para su posterior análisis por HPTLC y HPLC, 

respectivamente.   

Análisis de HPLC: La solución (hoja y células) fue filtrada a través de una membrana de 

nylon (0.25 μm) e inyectada (30 μl) en el equipo de HPLC (Varian Cromatograph ProStar 

333) equipado con detector de arreglo de diodos (Variam, Walnut Creek, CA) usando una 

columna de fase reversa C18 (Waters Spherisorb 5 mm, ODS de 250 mm de longitud x 4.6 

mm i.d.). La elución de las muestras fue realizada utilizando un mezcla de metanol-agua 

90:10 con un flujo de 0.7 ml min-1, detectando los compuestos a 250 nm. Los tiempos de 

retención de los triterpenos fueron ácido betulínico 9.8 min, betulina 13.4 min y lupeol 

22.5 min. La curva de calibración fue realizada en un intervalo linear de 0-15 μg de Lu en 

metanol (y=9804.2x-6622.2, R2= 0.98). Los resultados fueron expresados como la media 

de los valores en μg/g PS. 
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5.3 Identificación de metabolitos secundarios por cromatografía de capa fina de 

alta resolución (HPTLC) 

 

Para la identificación de metabolitos secundarios, se utilizaron placas HPTLC de silicagel 

(Merck®; 60 UV F254, 5x5 cm) y como fase móvil una serie de mezclas (Tabla 5) para la 

identificación de flavonoides, antocianinas y triterpenos. Después de aplicar el revelador, 

se realizó un calentamiento durante un minuto y 30 s con la ayuda de una secadora de 

cabello. Las placas fueron analizadas a simple vista y con una lámpara de luz ultravioleta a 

366 nm. El valor de Rf de los compuestos de importancia fue determinado mediante la 

siguiente ecuación:  

 

 

 

5.3.1 Flavonoides 

 

Para la identificación de fenoles y flavonoides se utilizaron alícuotas de 10 µl del extracto 

hidrolizado de raíz, tallo y hoja. Los extractos fueron punteados en placas de HPTLC, 

eluídas y reveladas de acuerdo a la Tabla 5. Los compuestos de importancia fueron 

identificados por los Rf de los estándares de ácido ferúlico (Rf 0.83), quercetina (Rf 0.78), 

apigenina (Rf 0.78) y kaempferol (Rf 0.76) vitexina (Rf 0.40) e isovitexina (Rf 0.31, valor 

de Rf reportado por Wang et al., 2010), después de ser revelados con DPBA al 1% en 

metanol y polietilénglicol (PEG-3350) al 5% en etanol y observados a UV-366 nm. 

 

 

Rf		=		
Lc		(longitud	que	recorrió	cada	compuesto	desde	la	zona	de	aplicación	de	la	muestra	hasta	el	frente	del	solvente)		

Ls	(longitud	que	recorrió	el	solvente	desde	la	zona	de	aplicación	de	la	muestra	hasta	el	frente	del	solvente)	
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Tabla 5. Fases móviles y reveladores utilizados en la identificación de flavonoides, 

antocianinas y triterpenos. 

Tipo de metabolito Fase móvil Revelador* 

 

 

Fenoles y 

flavonoides 

aTetrahidrofurano: tolueno: 

ácido fórmico: agua (16:8:2:1) 

 

Hexano: acetona (1:4) 

2-aminoetil difenilborinato 

(DPBA) al 1% en metanol y 

PEG-3350 al 5% en etanol 

 

 

Antocianinas bBAW: n-butanol: ácido acético: 

agua (4:1:5) 

 

Triterpenos Hexano: acetona (4:1) p-anisaldehído-H2SO4 

a Fase móvil reportada por Wang et al., 2010. bFase móvil reportada por Harborne (1967). *Reveladores 

reportados por Wagner y Bladt (1996). 

 

 

 

5.3.2 Antocianinas  

 

La identificación de las antocianinas presentes en el extracto hidrolizado fue de la siguiente 

manera: alícuotas de 15 µl fueron punteadas en placas de HPTLC y eluídas con n-butanol: 

ácido acético: agua (4:1:5) fueron detectadas a simple vista. Los compuestos fueron 

identificados por los valores de Rf de las antocianinas reportados por Harborne (1967) 

(Tabla 6). 

5.3.3 Triterpenos 

 

 La identificación de triterpenos se realizó a partir de extractos orgánicos de tallo, peciolo y 

hojas. Una alícuota de 10 µl de extracto orgánico (acetato de etilo) fue utilizada para el 

análisis de triterpenos en placas de HPTLC; esta fue desarrollada con hexano: acetona 4:1. 

El triterpeno en los extractos fue identificado por el Rf del estándar de lupeol (Rf 0.51), 

después de secar y revelar la placa con p-anisaldehído-H2SO4. Los valores relativos del 

triterpeno en los extractos fueron obtenidos por el programa Just TLC v. 4.0.3 para 

Windows.  
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Tabla 6. Rf de antocianinas utilizando la fase móvil BAW (4:1:5) según Harborne (1967).  

Compuesto Rf 

Pelargonidina 3-glucósido 0.44 

Cianidina 3-glucósido 0.38 

Peonidina 3-glucósido 0.41 

Delfinidina 3-glucósido 0.26 

Petunidina 3-glucósido 0.35 

Malvidina 3-glucósido 0.38 

Pelargonidina  0.80 

Cianidina 0.68 

Peonidina 0.71 

Delfinidina 0.42 

Petunidina 0.52 

Malvidina 0.58 

BAW: n-butanol: ácido acético: agua (4:1:5) 

 

5.4 Extracción y cuantificación de α-tocoferol 

 

El α-tocoferol fue extraído a partir de 0.2 g de hoja en peso fresco (g PF), la cual fue 

homogenizada con 2 ml de acetona fría (4°C) con ayuda de mortero y pistilo. La fase 

orgánica fue recuperada en un tubo y posteriormente fue fraccionada con 0.5 ml de 

hexano, homogenizando y mezclando con vortex por 30 segundos, y posteriormente 

colocado en baño de hielo para lograr la separación de fases. Se recuperó la fase oleosa 

(inferior), la cual contenía él α-tocoferol.  

La cuantificación de α-tocoferol fue realizada de acuerdo con Kanno e Yamauchi, (1977), 

de la siguiente manera. A 0.2 ml de la fase oleosa (α-tocoferol) se le adicionó 0.4 ml de 3-

(2-piridil)-5,6-difenil-1,2,4-triazina (PDT) al 0.1% (p/v); se aforó a 3 ml usando etanol 

absoluto y posteriormente 0.4 ml de cloruro férrico (FeCl3.6H2O) al 0.1% (p/v) fue 
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adicionado y mezclado, incubando 4 minutos a temperatura ambiente en oscuridad. 

Transcurrido el tiempo se le añadió 0.2 ml de ácido ortofosfórico 0.2 M, se mezcló y se 

dejó reaccionar por 30 minutos. Se determinó la absorbancia a 554 nm. Se cuantificó 

utilizando una curva estándar en un intervalo linear de 0-80 µmol realizada con α-tocoferol 

(Vitamina E Sigma Chemical Co) y el contenido fue expresado como µmol/g PS. 

 

5.5 Indicadores de respuesta oxidante 

5.5.1 Determinación de peróxido de hidrógeno (H2O2) 

 

Los niveles de H2O2 fueron determinados de acuerdo a Velikova et al. (2000). Las 

muestras (0.5 g PF) fueron congeladas y maceradas con nitrógeno líquido, y 

homogenizadas con 1 ml de ácido tricloroacético (TCA) al 0.1% (p/v). El homogenizado 

se centrifugó a 15,000 rpm por 15 min a 4ºC y a 0.5 ml del sobrenadante se le adicionó 0.5 

ml de regulador de fosfatos de potasio 10 mM (pH 7.0) y 1 ml de yoduro de potasio 1 M 

para iniciar la reacción. La absorbancia fue medida a 390 nm y se cuantificó el H2O2 con 

base en una curva estándar y se expresó en µmol/g PS.  

 

5.5.2 Detección histoquímica de H2O2 in situ 

 

La detección de H2O2 en las hojas de J. curcas fue mediante el uso de 3,3´-diamino 

bencidina (DAB) disuelto en una solución reguladora de fosfatos de potasio (10 mM , pH 

7.8) (Shi et al., 2010). Las hojas se sumergieron en una solución de 1 mg ml-1 de DAB (pH 

4) e incubadas a temperatura ambiente en oscuridad por 24 h. Las hojas fueron decoloradas 

con etanol al 96% y conservadas en glicerol: etanol (1:4 v/v). El área de color café o 

marrón se midió utilizando el programa Image J v. 1.45 para Windows y se expresó como 

el porcentaje (%) de área de acumulación de H2O2. 
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5.5.3 Determinación de malondialdehído 

 

El nivel de peroxidación lipídica fue medido con base en la cantidad de malondialdehído 

(MDA) generado, que reacciona con el ácido tiobarbitúrico (TBA) para formar un aducto 

color rojo (TBA-MDA), el cual tiene un máximo de absorbancia a 532 nm (Heath y Packer 

1968). Hojas (0.3 g PF) fueron homogenizadas con 2 ml de TCA al 0.1% (v/v) en un 

mortero previamente enfriado a 4°C. El homogenizado fue centrifugado a 14,000 rpm por 

10 min a 4°C y 1 ml del sobrenadante fue adicionado a un tubo de ensayo que contenía 1 

ml de TBA al 0.5% (p/v) y 5 μl de butilhidroxitolueno (BHT) al 3.75% (p/v). La mezcla 

fue agitada vigorosamente y calentada a 95°C en baño María por 30 min, y enfriada en un 

baño de hielo. La determinación de la absorbancia fue realizada a 532 y 600 nm. Los 

valores de DO600 se restaron de los valores a 532 nm de los complejos MDA-TBA. La 

concentración de MDA fue calculada a través de una curva estándar utilizando 1,1,3,3-

tetrametoxipropano (TMP), un precursor del MDA en concentraciones de 0 a 5 μmol. Las 

concentraciones fueron expresadas en µmol por gramo de peso seco (µmol/g PS).  

 

5.6 Respuesta enzimática 

5.6.1 Extracción y cuantificación de proteína 

 

Las hojas (0.5 g PF) se maceraron con nitrógeno líquido en un mortero con 

polivinilpolipirrolidona insoluble (PVPP) al 2% (p/p) y se homogenizaron con 1 ml de 

regulador de extracción (regulador de fosfatos de potasio 50 mM, pH 7.0; con EDTA 1 

mM de). El homogenizado se centrifugó a 14,000 rpm durante 15 minutos a 4°C y el 

sobrenadante se utilizó como fuente de enzimas. La concentración de proteínas se 

determinó espectrofotométricamente utilizando el método de Peterson (1977) con 
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albúmina sérica bovina (BSA) como estándar de proteína. La curva de calibración se 

realizó en un intervalo de 0 - 10 μg de proteína. 

 

5.6.2 Actividad enzimática de catalasa 

 

La actividad enzimática de la catalasa (CAT) de cada uno de los extractos proteicos fue 

determinada de acuerdo a Montavon et al. (2007). La actividad fue medida en la mezcla de 

reacción conteniendo 1.8 ml de regulador de fosfatos, 50 mM (pH 7.0), 0.1 ml de H2O2 2% 

(v/v), y 0.1 ml de extracto proteico, todo en un volumen final de 2 ml. El cambio de 

absorbancia a 240 nm fue seguido por tres minutos a temperatura ambiente. Una unidad de 

catalasa se define como la cantidad de enzima necesaria para la descomposición de 1 µmol 

de H2O2 por minuto. La actividad fue reportada como unidades de enzima por miligramo 

de proteína (U/mg de proteína).  

 

5.6.3 Actividad enzimática de ascorbato peroxidasa 

 

La actividad de la ascorbato peroxidasa (APX) fue determinada monitoreando el 

decremento de la absorbancia del ácido ascórbico a 290 nm por 3 min de acuerdo a Silva et 

al. (2010). La mezcla de reacción consistió en regulador de fosfatos de potasio 50 mM a 

pH 7.0, ácido ascórbico 0.5mM, H2O2 30 mM y 0.1ml de extracto enzimático, en un 

volumen total de 2 ml incubado a 25ºC. La actividad de la enzima fue calculada usando el 

coeficiente de extinción molar ε290= 2.8 mM-1cm-1 y expresada como unidades de actividad 

de enzima (oxidación de 1 μmol de ascorbato por minuto) por mg de proteína.  
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5.6.4 Actividad enzimática de Glutatión reductasa 

 

La actividad de glutatión reductasa (GR) fue ensayada por el monitoreo de la disminución 

en la absorbancia a 340 nm por 3 min, debido a la oxidación del NADPH (Yin et al., 

2008). La mezcla de reacción consistió en un regulador de fosfatos de potasio 50 mM (pH 

7.0), 0.5 mM de glutatión oxidado (GSSG), 0.1 mM de NADPH y 100 µl de extracto de 

enzima. La actividad enzimática de GR fue calculada usando el coeficiente de extinción 

molar ε340= 6.2 mM-1 cm-1 y expresada como una unidad de enzima (oxidación de 1 µmol 

de NADPH por min) por mg de proteína. 

 

5.7 Cultivo in vitro de J. curcas 

 

El material vegetal fue obtenido de plantas de 2 años de edad o plántulas de 15 d de la 

variedad Chiapas (no tóxica) mantenidas en tierra con un fotoperiodo 16/8 en condiciones 

controladas (30 ºC, 200 mol m-2 s-1). Este material fue proporcionado por la M. en C. 

Gabriela R. Luna Palencia. Los explantes, según el tipo de experimento fueron 

desinfestados mediante una limpieza de la superficie con agua jabonosa durante 5 min, 

posteriormente fueron tratados con etanol al 70% (v/v) durante 1 min e hipoclorito de 

sodio al 4% (v/v) con tritón (0.01% v/v) por 3 min. Posteriormente, estos fueron lavados 3 

veces con agua desionizada estéril. El proceso de desinfestación fue realizado en una 

campana de flujo laminar en condiciones de esterilidad. Para los experimentos en la 

inducción de brotes y callos se consideró un fotoperiodo de 16/8 a 25  2°C y un flujo de 

densidad de 40 mol m-2 s-1. 
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5.7.1 Obtención de cultivo de brotes 

 

Para la inducción de brotes, los siguientes factores fueron evaluados: tipo de explante, 

orientación del cotiledón y tipo de medio. Los nodos de plantas adultas (2 años de edad) y 

los cotiledones de plántulas de 15 d (colocados de forma adaxial y abaxial) fueron 

cultivados en medio sólido, B5 (Gamborg et al., 1968) y el MS (Murashige y Skoog, 1962) 

suplementado con 2.5 µM de 6-bencilaminopurina (BAP) y 1.5 µM de sulfato de cobre 

(CuSO4). La fuente de carbono utilizada fue sacarosa al 3% y fitagel al 0.2%. El número de 

brotes por explante fue registrado después de 42 días. 

El explante de cotiledon y el medio B5 fueron utilizados para probar otros fitoreguladores 

de la siguiente manera: BAP (2.5, 3.1 y 13.3 M) solo y BAP 2.5 M combinado con 

cinétina (Kn) (0.4 y 0.9 M) y 2.3 M de tidiazuron (TDZ), ácido indolbutírico (IBA) 0.9 

M en combinación con TDZ 2.3 y 0.9 M. El medio basal B5 suplementado con 2.5 µM 

de BAP y 1.5 µM de CuSO4 fue utilizado como control. Después de 42 días de cultivo se 

determinó el número de brotes por explante. 

 

5.7.2 Obtención de cultivo de callos 

 

La inducción de callos fue mediante el uso de hojas de plantas adultas (2 años de edad); se 

utilizaron los medios B5 y MS suplementados con 4.1 µM de ácido 4-amino-2,5,6-

tricloropicolínico (Picloram) y 0.4% de polivinilpirrolidona (PVP). Los reguladores de 

crecimiento usados para obtener callos friables en el medio B5 fueron Picloram y ácido 

naftalenacético (ANA); los fitoreguladores se adicionaron al medio a partir de soluciones 

stock de 1 mg/ml, concentraciones de Picloram (2.1, 4.1 y 8.3 µM) en combinación con 
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ANA (2.7 y 5.4 µM). La fuente de carbono utilizada en los experimento fue sacarosa al 2% 

y fitagel al 0.2 %.  Los callos fueron subcultivados cada dos semanas. 

 

5.7.3 Obtención de cultivo de células en suspensión de J. curcas 

 

Para el inicio de las suspensiones celulares se transfirieron aproximadamente 2 g de callo 

friable a matraces de 250 ml con 50 ml de medio líquido B5 con 2% de sacarosa, Picloram 

y ANA (Tabla 7; medio Jc-1 y medio Jc-2) a un pH de 5.8. Los matraces se incubaron a 25 

± 2° C a 110 rpm en condiciones de oscuridad y los cultivos (por duplicado) fueron 

resembrados cada 10 días.  

 

Tabla 7. Combinación de reguladores de crecimiento adicionados al medio B5.  

 Reguladores de crecimiento (µM) 

Medio  Picloram ANA 

Jc-1 4.1 2.7 

Jc-2 8.3 5.4 
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5.7.4 Evaluación del cultivo en suspensión de J. curcas bajo el efecto de 

elicitores abióticos  

 

Se utilizó la línea celular de J. curcas establecida en este trabajo de investigación; 

mantenida en el medio B5 con 2% de sacarosa, 4.1 µM de Picloram y 2.7 µM de ANA 

(medio Jc-2) bajo las condiciones establecidas. Matraces Erlenmeyer de 250 ml con 50 ml 

de medio Jc-2 fueron inoculados al 10% (p/v) con células de 7 días de edad, las cuales 

fueron separadas del medio de cultivo mediante filtración.  

Una vez que los cultivos alcanzaron los 7 días de edad se adicionaron los elicitores de 

manera individual bajo condiciones de esterilidad para llegar a las concentraciones 

siguientes: PEG (5, 10 y 15% p/v del medio en el matraz), H2O2 (200, 400 y 600 µM), 

BSO (200, 400, 600, 800 µM); un siguiente experimento se llevó a cabo por la adición 

combinada de BSO 600 µM-H2O2 (200 y 400); evaluando la producción de triterpenos en 

todos los tratamientos (n=2) después de 120 h después de la elicitación. 

 

5.8 Análisis estadísticos  

 

Los resultados fueron analizados por medio de un ANOVA de una y dos vías. Todos los 

datos fueron expresados como la media ± desviación estándar (DE). La significancia 

estadística fue evaluada con la prueba de Tukey con un nivel de P < 0.05. Todas las 

pruebas fueron realizadas con el programa SPSS v 20.0 para Mac. 
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6. Resultados y discusión 

6.2 Identificación de fenoles y flavonoides en diferentes tejidos de J. curcas 

Para identificar los grupos de compuestos en diferentes tejidos de J. curcas se realizó un 

análisis de los extractos usando cromatografía en capa fina (HPTLC). Los extractos de 

diferentes tejidos de plantas (Figura 5) cultivadas bajo condiciones controladas en 

invernadero (fotoperiodo 16/8; temperatura 30 °C y humedad 60%), mostraron zonas 

fluorescentes a 366 nm después de reaccionar con PEG-3350 y DPBA, dando 

fluorescencia azul, amarilla y verde-amarillento, lo cual sugiere la presencia de fenoles y 

flavonoides respectivamente (Wagner y Bladt, 1996).  

 

Figura 5. HPTLC (366 nm) de extractos hidrolizados de diferentes tejidos de J. curcas 

variedad I-64. Placas de HPTLC sílice 60 F254 desarrolladas en dos sistemas de elución: 

(A-C) fase móvil tetrahidrofurano: tolueno: ácido fórmico: agua (16:8:2:1) y (D) hexano: 

acetona (1:4); reveladas con PEG-3350 y DPBA. (A, 1) raíz; (B, 3) tallo; (C y D, 5) hoja. 

Estándares: ácido ferúlico (2), quercetina (4), vitexina (6), apigenina (7) y kaempferol (8). 

Los valores de Rf de los estándares característicos de las muestras son señalados a la 

izquierda de cada placa de HPTLC. 

La Tabla 8 presenta los Rf de los principales fenoles y flavonoides identificados en los 

diferentes tejidos de J. curcas variedad I-64 por análisis de HPTLC.  

								5							6								7	 			8										5	

C	 D	

				1								2	 					3						4	

Rf	 Rf	 Rf	 Rf	

A	 B	
0.83	

0.78	

0.80	
0.78	

0.76	
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Tabla 8. Valores de Rf de fenoles y flavonoides en diferentes tejidos de J. curcas variedad 

I-64.  

Tejido Compuestos Rf Color de compuesto a 365 nm 

Raíz Ácido ferúlico 0.83a Azul 

Tallo Quercetina 0.78a Amarillo 

 

Hoja 

Apigenina 0.78a Verde amarillento 

Kaempferol 0.80 a, 0.76b Verde amarillento 

Vitexina 0.40a Verde amarillento 

Isovitexina 0.31a Verde amarillento 
aFase móvil: tetrahidrofurano: tolueno: ácido fórmico: agua (16:8:2:1) y bFase móvil 

hexano: acetona (1:4). 

 

En la raíz fue posible la identificación de ácido ferúlico y en el tallo quercetina (Figura 5A 

y B). Además, los dos sistemas de elución utilizados (Figura 5 C y D) permitieron la 

identificación de vitexina, apigenina y kaempferol en las hojas de plantas de 75 d (variedad 

I-64). Los extractos de diferentes tejidos de plantas infestadas por ácaros mostraron la 

presencia de flavonoides y fenoles, donde los extractos de hojas y tallos (Anexo, Figura 2, 

carril 5  y 7)  se caracterizaron por presencia de la vitexina y apigenina, mientras que en la 

raíz solo se identificó el ácido gálico (Anexo, Figura 2, carril 8). 

En la Figura 6 se encuentra el perfil de flavonoides en hojas de J. curcas variedad I-64, 

donde se utilizó un sistema de gradiente para la separación de tres flavonas y un flavonol. 

Los picos de las flavonas identificadas correspondieron a vitexina (pico 1, tR = 17.12 min), 

isovitexina (pico 2, tR = 23.71 min), apigenina (pico 4, tR = 32.59 min), mientras que el 

pico 3, tR = 31.89 min fue identificado como kaempferol (flavonol). Estos flavonoides 

fueron identificados por el tiempo de retención, espectro de UV comparado con los 

compuestos de referencia (Anexo, Figura 3 ). 

Los resultados obtenidos por HPTLC y HPLC son comparables con los análisis 

fitoquímicos de hojas de J. curcas, donde revelan la presencia de vitexina, isovitexina, 
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apigenina y kaempferol como los principales constituyentes químicos (Kumar y Sharma, 

2008; Rejila et al., 2012; Huang et al., 2014).  

 

Figura 6. Cromatograma del perfil de flavonoides en hojas de J. curcas variedad I-64 

obtenido luego de la separacion por HPLC, utilizando como fase móvil metanol y 0.1% 

TFA en agua en un sistema por gradiente de acuerdo a Liu et al. (2010); detectados a 333 

nm. Vitexina (1, tR = 17.12 min), isovitexina (2, tR = 23.71 min), kaempferol (3, tR =31.89 

min) y apigenina (4, tR =32.59 min). 
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6.2 Cambios en los marcadores de estrés oxidativo y en la respuesta antioxidante 

en plantas de J. curcas, variedad Chiapas expuestas a un periodo corto de frío 

(10 °C) 

Se monitorearon los síntomas de daño en el área foliar y el contenido de MDA de las 

plantas de J. curcas variedad I-Chiapas (tóxica) de 45 d durante 48 horas a 10 °C con un 

fotoperiodo de 12/12 (Figura 7A y B). Los síntomas de daño de las plantas durante la 

exposición a 10 °C fueron evidentes en el área foliar (Figura 7A) principalmente las hojas, 

las cuales cambiaron de color verde oscuro a verde pálido.  

Durante las primeras 12 h (Figura 7A) de exposición al frío, las hojas de las plantas 

presentaron dobleces y 48 h después se observó un ligero enrollamiento y marchitez 

(Figura 7A). Cabe destacar que algunas plantas (n=3) presentaron una ligera recuperación 

24 h después de su exposición a 10 °C. Sin embargo, se ha reportado que principalmente 

cultivos de las familias Solanaceae, Curcubitaceae, Poaceae y Anacardiaceae de origen 

tropical y subtropical expuestas a baja temperatura sufren alteraciones metabólicas y 

fisiológicas, lo que conlleva a la manifestación de daños morfológicos en la planta (Allen y 

Ort 2001).  

La exposición de las plantas a bajas temperaturas (< 12 °C) frecuentemente provoca daños 

a nivel de membrana por la activación de la peroxidación lipídica (Campos et al., 2003). El 

MDA, producto de la peroxidación lipídica, es un indicador importante del daño en las 

membranas y la afectación del metabolismo celular (Apel y Hirt 2004; Posmyk et al 2005).  

Por tal razón, se evaluaron los niveles de MDA de las hojas de las plantas de J. curcas, 

variedad I-Chiapas durante su exposición a 10 °C (Figura 7B).  

Los niveles de MDA en las plantas control se mantuvieron entre 15.9 y 18.37 µmol/g PS. 

En las plantas expuestas a 10 °C se observó un incremento significativo (P < 0.05) de 

24.53 µmol/g PS en 12 h y en 48 h alcanzó 28.66 µmol/g PS. En este punto (48 h) los 
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niveles de MDA fueron 1.76 veces más altos comparado a los niveles de las plantas 

control.  

 

Figura 7. Plantas de J. curcas, variedad I-Chiapas expuesta a 10 °C en fotoperiodo (12/12) 

durante 48 h. A. Síntomas de daño en el área foliar. B. Contenido de MDA. Las plantas 

mantenidas a 30 °C y fotoperiodo (12/12) fueron consideradas tratamiento control. Los 

valores representados son la media (n= 3) ± DE. El * representa diferencia significativa (P 

< 0.05) entre las plantas expuestas a 30 °C y 10 °C de acuerdo al estimador Tukey. 

 

Las reacciones de lipoxidación conducen a la afectación de la composición lipídica y 

estabilidad de la membrana celular, lo cual es característico de especies no tolerantes a 

bajas temperaturas (Campos et al., 2003). J. curcas en estado de planta (1 mes 15 d) ha 

sido considerada una planta relativamente no tolerante al frío (4 ºC) (Liang et al., 2007). La 
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exposición de plantas de J. curcas a 10 ºC mostraron después de 12 h un incremento en la 

concentración de MDA de 3.4 veces y una disminución de la tasa fotosintética en un 65% 

sugiriendo que la estabilidad de la membrana ha sido dañada como resultado del estrés 

oxidativo (Zheng et al., 2009; Gao et al., 2013).  

Los niveles de H2O2 en hojas de plantas de la variedad I-Chiapas de J. curcas sometidas a 

10 ºC incrementaron en comparación a las plantas control (Figura 8). La concentración de 

H2O2 en las plantas control (Figura 8A) varió entre 482 y 574 µmol/g PS. En las plantas 

expuestas a 10 °C se observó a las 12 h un ligero incremento de H2O2 de 1.18 veces 

comparado al control. En 24 h los niveles de las plantas expuesta a frío mostraron niveles 

de H2O2 similares al control pero al final del tratamiento (48 h) alcanzó una producción 

significativa de 1.4 veces mayor (de 574.34 ± 23.47 µmol/g PS a 806.28 ± 51.03 µmol/g 

PS) comparado con las plantas control (Figura 8A). 

Para analizar in situ la producción de H2O2 en las plantas expuestas a 30 °C y 10 °C, las 

hojas fueron desprendidas y sumergidas en una solución de DAB. Después de 12 h con 

DAB, las hojas control (30 °C) presentaron una coloración café tenue en el mesófilo y 

venas de las hojas (Figura 8B). Las hojas de las plantas expuestas a 10 °C mostraron una 

mayor intensidad y distribución de un precipitado café (Figura 8B, 10 °C) que se acumuló 

principalmente en el mesófilo de las hojas.  

Estos resultados sugieren que la producción de H2O2 en respuesta al estrés por baja 

temperatura es producida específicamente por las células del mesófilo. Resultados 

semejantes han sido reportados por Pastori et al. (2000), donde encontraron que la mayor 

distribución de H2O2 ocurre en las células del mesófilo en comparación con las células del 

haz de la vaina de las plantas de Zea mays v. H99, cuando estas fueron expuestas a bajas 

temperaturas. 



 

 49 

La actividad de CAT, APX y GR de las plantas expuestas a 10 °C fue medida durante 48 h 

y es presentada en la Tabla 9. Durante las primeras 24 h, la actividad de la CAT en las 

plantas control y expuestas a 10 °C fue semejante, pero al final del tratamiento (48 h) está 

fue 2.6 veces más alta en las plantas expuestas a baja temperatura (10 °C) (Tabla 9). La 

actividad de la APX y GR en las plantas expuestas a 10 °C por 6 h mostró un aumento 

significativamente alto (P < 0.05) hasta el final del tratamiento (48 h) en relación a las 

plantas control. Es así que la actividad de la APX incrementó 2.5 veces (de 20.30 ± 1.12 

U/mg proteína  en el control a 51.44 ± 1.95 U/mg proteína) y la actividad de la GR fue 4.1 

veces superior después de 48 h de tratamiento (Tabla 9). 

 

Tabla 9. Actividad de CAT, APX y GR en las hojas de plantas de J. curcas, variedad I-

Chiapas expuestas durante 48 h a 10 °C.  

  Tiempo de tratamiento (h) 

Tratamiento Enzimas 0 6 12 24 48 

 CAT   1.37 ± 0.83   0.28 ± 0.07   1.89 ± 0.93   1.53 ± 0.23  1.88 ± 0.81 

30 °C APX 17.94 ± 2.66 14.92 ± 1.00 18.69 ± 2.38 47.72 ± 1.63 20.30 ± 1.12 

 GR   7.39 ± 0.63   8.28 ± 1.45 11.39 ± 1.55 11.41 ± 2.56  7.47 ± 2.00 

 CAT -   0.47 ± 0.21*   3.04 ± 0.64   1.90 ± 0.64   4.86 ± 0.66* 

10 °C APX - 28.86 ± 2.12*    59.33 ± 1.75* 49.15 ± 1.87 51.44 ± 1.95* 

 GR - 13.11 ± 1.23*    39.02 ± 2.26*  19.87 ± 1.65* 30.34 ± 1.14* 

 

Las plantas mantenidas a 30 °C con fotoperiodo (12/12) fueron consideradas tratamiento 

control. La actividad enzimática es referida a U/mg proteína. CAT: catalasa, APX: 

ascorbato peroxidasa y GR: glutatión reductasa. Los valores promedio con * representan 

diferencias significativas para cada tiempo evaluado entre los tratamiento control y 10 ºC 

de acuerdo al estimador Tukey con una  P < 0.05. 
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Figura 8. Contenido y detección in situ de H2O2 en hojas de plantas de J. curcas, variedad 

I-Chiapas expuesta a 10 °C en fotoperiodo (12/12). A. Cambios del contenido de H2O2 

durante 48 h. B. Detección in situ de H2O2 en hojas luego de 48 h expuestas a 30 y 10 °C. 

El H2O2 fue detectado por la polimerización del DAB en las hojas. Las plantas mantenidas 

a 30 °C y fotoperiodo (12/12) fueron consideradas tratamiento control. Los valores 

representados son la media (n= 3) ± DE. El * representa diferencia significativa (P < 0.05) 

entre las plantas expuestas a 30 °C y 10 °C de acuerdo al estimador Tukey. 
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En las plantas ha sido muy bien estudiado que el estrés por baja temperatura induce una 

acumulación de ERO´s (H2O2, O2
.-, OH−) (Mittler 2002; Suzuki y Mittler 2006) el cual es 

significativamente alto en plantas no tolerantes (Prasad et al., 1994; Prasad 1996; Zhu et 

al., 2013). Las concentraciones altas de H2O2 pueden dañar la membrana lipídica e 

incrementar el contenido de MDA (Apel y Hirt 2004; Krasensky y Jonak 2012). Sin 

embargo, la regulación de los niveles de H2O2 es necesaria para el crecimiento idóneo de la 

planta. Las plantas han desarrollado un sistema antioxidante enzimático que prevé la 

acumulación de H2O2 y repara el daño oxidativo ocasionado por el estrés abiótico (Mittler 

2002). 

Diversas investigaciones han reportado que una de las respuestas de las especies y 

variedades tolerantes a bajas temperaturas es el incremento de la actividad de las enzimas 

antioxidantes (Guo et al., 2006; Turan y Ekmekҫi 2011; Yang et al., 2011). La CAT es la 

principal enzima que regula los niveles de H2O2 en las mitocondrias (Mittler 2002) y el 

aumento de su actividad ha sido reportado en especies de plantas tolerantes a bajas 

temperaturas (Guo et al., 2006; Huang y Guo 2005; Wang et al., 2009). Por otra parte, en 

diferentes compartimentos celulares, la APX juega un papel importante en la regulación de 

H2O2 cuando cataliza la oxidación del AA, y en tanto la GR y el GSH estén involucrados 

en su regeneración (Noctor y Foyer 1998). 

 En plantas de Cucumis sativus la actividad de la APX y GR aumentó bajo la exposición a 

bajas temperaturas, sugiriendo que quizá sean las principales enzimas que estarían 

actuando en la detoxificación del H2O2 (Lee y Lee 2000). En nuestro estudio, el incremento 

de la actividad de las enzimas CAT, APX y GR no fue suficiente para contrarrestar los 

niveles de H2O2 producidos por el efecto del frío al final del tratamiento, lo que implica que 

quizá la concentraciones de los metabolitos osmoprotectores son limitadas. 
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La concentración de α-tocoferol en las hojas de las plantas control osciló entre 1.32 y 2.10 

µmol/g PS (Figura 9A). En las hojas de las plantas expuestas a 10 °C, la concentración de 

α-tocoferol a las 12 h aumentó hasta 1.38 veces (de 1.37 µmol/g PS en el control a 1.89 

µmol/g PS). El α-tocoferol es un metabolito antioxidante que juega un papel importante 

bajo condiciones de estrés y su concentración puede verse afectada cuando otros 

metabolitos participan en los mecanismos de defensa (Munné-Bosch 2005; Havaux et al., 

2005). El α-tocoferol, AA y GSH forman una triada antioxidante cuya función es la de 

proteger a la célula fotosintética contra el estrés abiótico. Por tanto, se ha sugerido que en 

algunas plantas la regulación del ciclo AA-GSH estarían influyendo en la biosíntesis de α-

tocoferol (Foyer y Noctor 2005b).  
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Figura 9. Concentración de: A. α-tocoferol y B. flavonoides totales (B) en hojas de plantas 

de J. curcas, variedad I-Chiapas expuestas a 10 °C durante 48 h. Las plantas mantenidas a 

30 °C fueron consideradas tratamiento control. Los valores representados son la media (n= 

3) ± DE. El * representa diferencia significativa (P < 0.05) entre las plantas expuestas a 30 

°C fotoperiodo de luz y 10 °C en fotoperiodo (12/12) de acuerdo al estimador Tukey. 
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La concentración de flavonoides totales en las plantas control se mantuvo entre 489 y 540 

µg EQ/g PS (Figura 9B). En las plantas expuestas a 10 °C a las 6 h la concentración de 

flavonoides totales aumentó 1.28 veces (679 µg EQ/g PS) y después de 48 h alcanzó 1.4 

veces más en comparación a las plantas control (de 540.72 ± 13.05 µg EQ/g PS a 756 ± 

68.53µg EQ/g PS). El incremento de la concentración de flavonoides en 6 y 48 h después 

del tratamiento al frío quizá esté compensando la baja concentración de otros metabolitos 

antioxidantes como el α-tocoferol (Figura 9A). Una de las principales funciones de los 

flavonoides es el actuar como antioxidantes para la prevención del daño fotooxidativo y 

fototoinhibición ocasionados por el estrés por frío (Havaux y Kloppstech 2001).  

En este estudio la pequeña acumulación de flavonoides después del tratamiento con frío no 

fue suficiente para contrarrestar la peroxidación lípidica, la cual fue evaluada por los 

niveles de MDA (Figura 7B). Korn et al. (2008) reportan que la aclimatación o tolerancia 

al frío está influenciada por la concentración y perfil de flavonoides producidos por la 

planta y su participación podría proteger los lípidos insaturados a través de la inactivación 

de la lipooxigenasa evitando la formación de radicales peroxilo y MDA (Samanta et al., 

2011). 

Con el objetivo de conocer el perfil de los flavonoides, se realizó un análisis de HPTLC de 

los extractos de las hojas de las plantas control y expuestas a 10 °C por 48 h (Figura 10). 

Las bandas correspondientes a vitexina e isovitexina son más intensas en las hojas de las 

plantas expuestas a 10 °C comparado a las hojas control (Figura 10A), lo cual está 

representado gráficamente en la Figura 10B. La isovitexina y vitexina son formadas a 

partir de la apigenina; la vitexina y sus derivados (acetilvitexina y 2”-O-ramnósido de 

vitexina) han sido reportados por ser estimulados por el efecto del frío en plantas de C. 

laevigata y C. monogyna (Kirakosyan et al., 2003; Kirakosyan et al., 2004). 
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Figura 10. Perfil de flavonoides en plantas de J. curcas, variedad I-Chiapas expuestas a 10 

°C por 48 h. A. HPTLC y B. Nivel relativo de flavonoides en hojas. El HPTLC fue 

desarrollado en la fase móvil: tetrahidrofurano: tolueno: ácido fórmico: agua (16:8:2:1); 

revelado con PEG-3350 y DPBA y observado a 366 nm. Los valores de apigenina, vitexina 

e isovitexina representados son los determinados mediante la densidad relativa de las 

bandas del compuesto con respecto al fondo utilizando el programa JustTLC versión 4.0.3. 

Los valores representados son la media (n= 2) ± DE. El * representa diferencia 

significativa (P < 0.05) entre los flavonoides de las plantas expuestas a 30 °C y 10 °C de 

acuerdo al estimador Tukey. 

 

Para investigar la participación del ABA en la activación de los flavonoides y los niveles 

de H2O2 inducidos por frío, se realizó un estudio in situ con hojas de plantas de J. curcas, 

variedad I-Chiapas.  

La Figura 11 representa los niveles de H2O2 y flavonoides en las hojas bajo el tratamiento 

de frío (-ABA 10 °C)  y ABA 100 μM (+ABA 30 °C). Las hojas bajo tratamiento con frío 

acumularon H2O2 en un 60% más que el control (-ABA 30 °C), mientras que la adición de 

ABA a las hojas sometidas a tratamiento con frío (+ABA 10 °C) generó una acumulación 

de 8.4% de H2O2 (Figura 11C), en ambos tratamientos el H2O2 se acumuló en el mesófilo 
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de la hoja (Figura 11A). Las hojas control y las tratadas con ABA presentaron una 

acumulación de H2O2 de 1.3 y 2.6%, respectivamente (Figura 11A y C). 

Para detectar la presencia de flavonoides en cada tratamiento, se evalúo la fluorescencia 

emitida por el DPBA, el cual interactúa con los flavonoides presentes en el tejido. En cada 

tratamiento, las hojas emitieron una fluorescencia de color amarillo-verdosa (Figura 11B). 

El porcentaje de fluorescencia de los flavonoides es diferencialmente acumulado en los 

tratamientos (Figura 11D). Los tratamientos a 10 °C (-ABA 10 °C y +ABA 10 °C) 

registraron el mayor porcentaje en la intensidad de fluorescencia después de 48 h de 

tratamiento. Estos resultados sugieren, que el ABA participa en la acumulación de los 

flavonoides (Figura 11B) en las hojas expuestas a baja temperatura, los cuales reducen los 

niveles de H2O2 producido por el frío.  

Se ha reportado que la ruta de señalización del ABA está involucrada en el cierre 

estomático como respuesta a estrés ambiental (Cho et al., 2009) y esta ruta es modulada 

por el H2O2 que actúa como segundo mensajero (Zhang et al., 2001; Neill et al., 2002) de 

esta manera se estaría previniendo el daño oxidativo (Mittler 2002; Apel y Hirt, 2004). En 

hojas de plántulas de arroz tratadas con ABA (40 μM) el incremento de la concentración 

de H2O2 estuvo asociado con la acumulación de antocianinas (Hung et al., 2008). Además 

se ha propuesto que los flavonoides del mesófilo inducidos por estrés por luz en hojas de 

Ligustrum vulgare pueden reducir los niveles de H2O2 producido a nivel de cloroplastos, 

cuando los metabolitos osmoreguladores o antioxidantes se ven afectados (Agati et al., 

2009). 
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Figura 11. Detección in situ de H2O2 y flavonoides en hojas de plantas de J. curcas, 

variedad I-Chiapas expuestas a 10 °C y tratadas con 100 μM de ABA (-, sin ABA; +, con 

ABA). A. H2O2 in situ. B. Fluorescencia de flavonoides. C. Porcentaje del área de 

acumulación de H2O2 y D. Porcentaje de intensidad de fluorescencia de flavonoides. El 

tratamiento correspondiente a 30 °C fue considerado tratamiento control. El DAB fue 

utilizado para la detección de H2O2 y el DPBA para la tinción de flavonoides. Los valores 

de % de área de acumulación de H2O2 e intensidad de fluorescencia fueron obtenidos 

mediante el uso del software Image J. Los valores representados son la media (n= 2) ± DE. 

El * representa diferencia significativa (P < 0.05) entre los tratamientos de acuerdo al 

estimador Tukey. 
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6.3 Efecto de la aplicación exógena del AJ en el perfil de flavonoides, contenido 

de antocianinas y respuesta antioxidante en dos variedades (I-64 e I-52) de 

plantas de J. curcas. 

En el artículo “Antioxidant responses under jasmonic acid elicitation comprise enhanced 

production of flavonoids and anthocyanins in Jatropha curcas leaves” (Anexo 2) se 

presentan los resultados experimentales y discusión de ellos en relación al efecto del AJ 

sobre el perfil de flavonoides, acumulación de antocianinas, concentración de peróxido de 

hidrógeno y respuesta antioxidante en hojas de plantas de J. curcas, variedades I-64 e I-52. 

 

6.4 Efecto de la aplicación exógena del AJ en los marcadores de estrés 

oxidativo y respuesta antioxidante en plantas de J. curcas, variedad I-52 

expuestas a una baja temperatura (5 °C).  

Para analizar el efecto de baja temperatura (5°C) en plantas de 75 d de J. curcas, variedad 

I-52, se monitorearon durante 48 h los síntomas de daño (Figura 12A) y el contenido de 

MDA (Figura 12B) en las hojas.  

La Figura 12A muestra síntomas característicos (flacidez y marchitez) por el efecto del 

frío, los cuales iniciaron después de 12 h. En otras variedades de J. curcas, Gao et al. 

(2013) encontraron alteraciones morfológicas en el área foliar 3 h después de su exposición 

a 4°C. En las plantas tropicales y subtropicales los cambios en su temperatura óptima de 

crecimiento puede alterar su estatus metabólico y fisiológico, los cuales se manifiestan en 

reducción de la expansión foliar, marchitamiento, clorosis e incluso necrosis (Mahajan y 

Tuteja, 2005).  

La peroxidación lipídica es un evento que se manifiesta por el efecto de bajas temperaturas 

en el cambio en la permeabilidad de la membrana, cuyo resultado es la producción de 
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MDA (Campos et al., 2003). Las plantas expuestas a 5°C mostraron una mayor 

acumulación de MDA alcanzando 2.4 veces su concentración después de 48 h en 

comparación al control (Figura 12B). Resultados similares han sido reportados en J. 

curcas, donde la exposición a bajas temperaturas (4°C) desencadena un incremento en las 

concentraciones de MDA (Zheng et al., 2009; Gao et al., 2013). Es importante mencionar 

que las plantas que presentan una pobre adaptación a bajas temperaturas son mayormente 

afectadas en sus procesos fisiológicos y metabólicos, lo que conlleva a un alto grado de 

oxidación en la membrana, resultando en niveles elevados de MDA (Zheng et al., 2009).  

 

Figura 12. Plantas de J. curcas variedad I-52 expuestas a 5 °C por 48 h en oscuridad A. 

Síntoma de daño en la hoja y B. Contenido de MDA. Los valores representados son la 

media (n= 3) ± DE. El * representa diferencia significativa (P < 0.05) entre las barras de 

acuerdo al estimador Tukey. 
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En plantas de Digitaria eriatha tolerantes a bajas temperaturas, la acumulación de AJ 

endógeno estuvo asociada a bajos niveles de MDA, lo que sugiere que el AJ estaría 

involucrado en la regulación de las ERO´s (Garbero et al., 2011).  Con el objetivo de 

encontrar una concentración óptima de AJ y niveles bajos de MDA, las plantas de J. 

curcas variedad I-52 fueron pretratadas con cinco concentraciones de AJ, 0.25 mM, 0.5 

mM, 1.0 mM, 2.0 mM y 4.0 mM y posteriormente expuestas al frío (5°C).  

Las plantas de J. curcas, variedad I-52 pretratadas con AJ en 0.25 mM y 1.0 mM y 

posteriormente sometidas a 5°C mostraron concentraciones bajas de MDA (28.43 ± 2.49 

µmol/g PS para AJ 0.25 mM y 26.14 ± 2.26 µmol/g PS en AJ 1.0 mM) comparada a los 

niveles de MDA en el tratamiento por 5 ºC (36.26 ± 0.83 µmol/g PS; Figura 13). Estos 

resultados sugieren que la baja acumulación de MDA (disminución de 28% con respecto al 

tratamiento con frío) y recuperación foliar de las plantas en el tratamiento con AJ 1 mM 

podría estar asociada a un mecanismo de defensa adaptativo al estrés por frío. En 

consecuencia, la concentración de AJ 1.0 mM fue seleccionada para pre-tratar las plantas 

para los siguientes experimentos. 
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Figura 13. Contenido de MDA en plantas pretratadas con diferentes concentraciones de 

AJ en J. curcas, variedad I-52 expuestas a 5 °C por 48 h en oscuridad. El tratamiento a 5 

ºC fue considerado como control. Los valores representados son la media (n= 3) ± DE. El * 

representa diferencia significativa (P < 0.05) entre las barras de acuerdo al estimador 

Tukey. 

 

Figura 14. Concentración de H2O2 después de 48 h de tratamiento con AJ 1 mM y frío (5 

°C) en plantas de J. curcas, variedad I-52. Las plantas mantenidas a 30 ºC fueron 

consideradas como tratamiento control. Los valores representados son la media (n= 3) ± 

DE. El * representa diferencia significativa (P < 0.05) entre los tratamientos de acuerdo al 

estimador Tukey.  
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Varios estudios han demostrado que el estrés provocado por las bajas temperaturas induce 

una sobreproducción de H2O2 principalmente en plantas no tolerantes al frío (Prasad et al., 

1994; Prasad 1996; Zhu et al., 2013). En la Figura 14 se muestra que los niveles de H2O2 

en las plantas control y pre-tratadas con AJ (tratamiento AJ y AJ + 5 °C) fueron similares, 

pero en las plantas expuestas a frío (5 °C) el H2O2 se incrementó en un 40%. Estos 

resultados sugieren que el AJ podría activar el sistema antioxidante para la regulación de 

los niveles de H2O2 cuando las plantas son expuestas a baja temperatura (5 °C). Los 

mecanismos de defensa inducidos por baja temperatura son controladas por una red de 

rutas de transducción de señales interconectadas, donde el AJ podría activar la 

transcripción coordinada de varios genes relacionados con la defensa de la planta 

(Glazebrook 2005). Además, en plantas de Arabidopsis sometidas a frío, se ha reportado 

que los jasmonatos regulan el factor ICE-CBF/DREB1, el cual está involucrado en la 

respuesta de tolerancia al estrés provocado por frío (Hu et al., 2013).  

Las enzimas junto con los metabolitos antioxidantes proveen a la célula de un sistema 

eficiente en la detoxificación de los niveles de ERO´s, pero en condiciones de estrés puede 

ocurrir un desequilibrio en su función (Gill y Tuteja 2010). Para tener una idea del efecto 

del frío sobre el sistema antioxidante en las plantas de J. curcas, variedad I-52, se evaluó la 

actividad de la CAT y APX, así como metabolitos antioxidantes (α-tocoferol, flavonoides 

y antocianinas) después de 48 h de tratamiento.  

La actividad de la CAT en plantas expuestas a frío (5 °C) incrementó en 3.2 veces y la 

actividad de la APX disminuyó en un 61% comparado al control (Tabla 10). Sin embargo, 

cuando las plantas fueron sujetas al tratamiento AJ + 5 °C se observó un incremento de 2 

veces la actividad de la CAT y APX cuando es comparada con la plantas sometidas a frío 

(Tabla 10).  Se ha reportado que cuando las plantas son tratadas con AJ o MJ la proteína, la 

actividad o la expresión de la CAT (Kumari et al., 2006) y APX (Sasaki-Sekimoto et al., 
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2005; Wolucka et al., 2005) aumenta. La CAT se encuentra comúnmente localizada en los 

peroxisomas y a diferencia de la APX es una enzima que no requiere de un sustrato 

reducido para actuar y secuestrar eficientemente el H2O2 generado (Mittler et al., 2004). 

Por otro lado, se ha demostrado en plantas de Arabidopsis que el MJ tiene un efecto en la 

actividad de la APX1 citosólica, la cual podría estar implicada, en la regulación de los 

niveles de H2O2 bajo condiciones de estrés oxidativo (Maruta et al., 2012).  

 

Tabla 10. Actividad enzimática de CAT y APX después de 48 h de tratamiento con AJ y 5 

°C en plantas de J. curcas, variedad I-52. 

 Actividad de enzimas 

antioxidantes  

(U/mg proteína) 

Tratamiento CAT APX 

C  0.58 ±0.06 14.54 ± 0.63 

5 °C  1.86 ± 0.08*  5.64 ± 0.08*  

AJ 0.36 ± 0.05* 16.24 ± 0.76* 

AJ + 5 °C  3.09 ± 0.08* 10.53 ± 0.23* 

 
Los tratamientos son representados por el control (C), frío (5 °C), 1 mM de ácido jasmónico (AJ) y 1 mM de 

ácido jasmónico + frío (AJ + 5 °C). CAT: catalasa y APX: ascorbato peroxidasa. El * representa diferencia 

significativa (P < 0.05) entre los tratamientos de acuerdo al estimador Tukey. 

 

 

 

 

 

Las plantas de J. curcas sometidas al frío (5 °C) después de 48 horas, mostraron una 

disminución de 70% en la concentración de α-tocoferol (Tabla 11). Sin embargo, la 

aplicación de AJ a las plantas sometidas a frío (AJ + 5 °C ) incrementó la concentración de 

α-tocoferol hasta 3.5 veces acompañado de una baja acumulación en la peroxidación 

lípidica en comparación a las plantas expuestas a 5 ºC (Figura 13). En condiciones de 

estrés (osmótico), mutantes vtc-1 de Arabidopsis aumentaron la concentración de α-

tocoferol para evitar la acumulación de MDA (Munné-Bosch y Alegre 2002). En las 
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membranas de las células vegetales se localiza el α-tocoferol cuya función principal es el 

secuestramiento del singlete de oxigeno (1O2), eliminación de otros radicales, 

particularmente los radicales peroxilo y terminar las reacciones en cadena de la 

peroxidación lípidica en el sistema celular (Munné-Bosch 2005).  

 

Tabla 11. Concentración de α-tocoferol, flavonoides totales y antocianinas después de 48 

h de tratamiento con AJ y 5 °C en plantas de J. curcas, variedad I-52. 

 

Tratamiento α-tocoferol 

(µmol/g PS) 

Flavonoides 

totales  

(µg EQ/g PS) 

Antocianinas  

(µg/g PS) 

C   5.00 ± 0.10 292.22 ± 21.91       1.50 ± 0.14 

5 °C 1.50 ± 0.14* 201.65 ± 7.04* 14.87 ± 1.10* 

AJ 5.90 ± 0.52*   343.59 ± 78.46* 1.65 ± 0.18* 

AJ + 5 °C 5.20 ± 0.17*   357.45 ± 21.37* 4.80 ± 0.36* 

 

 
Los tratamientos son representados por el control (C), frío (5 °C), 1 mM de ácido jasmónico (AJ) y 1 mM de 

ácido jasmónico +frío (AJ + 5 °C). CAT: catalasa y APX: ascorbato peroxidasa. El * representa diferencia 

significativa (P < 0.05) entre los tratamientos de acuerdo al estimador Tukey. 

 

 

 

En diversas plantas bajo condiciones ambientales adversas, los flavonoides y las 

antocianinas son biosintetizados a partir de la ruta de fenilpropanoides, los cuales son 

inducidos o regulados en respuesta al estrés oxidativo (Fini et al., 2011; Zhu et al., 2013). 

La Tabla 11 muestra una acumulación diferencial de flavonoides y antocianinas después de 

48 h de evaluación entre los tratamientos 5 °C y AJ + 5 °C. En las células los genes 

involucrados en la conexión de la biosíntesis de flavonoides y antocianinas requieren de 

una regulación coordinada para la activación de las enzimas que participan en la ruta 

metabólica requerida (Dixon et al., 2005; Pelletier y Shirley 1996). En Arabidopsis la 
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flavonol hidrolasa (F3´H), enzima que participa en la biosíntesis de flavonoides y 

antocianinas estaría doblemente regulada para la producción de estos metabolitos 

secundarios por el complejo transcripcional TTG1 (Gonzalez et al., 2008).  

La acumulación de flavonoides y antocianinas ha sido asociada en la prevención de la 

peroxidación lípidica. En particular, los flavonoides pueden interactuar con las membranas 

de las células durante la deshidratación celular ocasionada por el frío para evitar el daño 

oxidativo, lo cual depende de la capacidad hidrofílica y grupos hidroxilo de su molécula 

(Erlejman et al., 2004; Moellering et al., 2010). Además, se ha demostrado que las 

antocianinas pueden secuestrar el O2
.- mediante una reacción de blanqueamiento a través 

del sistema xantina-xantina oxidasa (Yamasaki et al., 1996). Esto parece indicar que la 

acumulación de antocianinas durante el estrés por frío es un mecanismo alterno que utiliza 

la planta en el secuestramiento de O2
.- en ausencia de luz (Zhu et al., 2013). Este 

mecanismo podría estar ocurriendo en las plantas de J. curcas en respuesta a la 

acumulación de H2O2 generado por el efecto del frío en condiciones de oscuridad. 
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6.5 Efecto de la sacarosa y AJ en el contenido de antocianinas, marcadores de 

estrés y respuesta antioxidante en plantas de J. curcas, variedad I-52 y I-64. 

 

Con el objetivo de evaluar el efecto del estrés osmótico inducido por la aplicación de 

sacarosa en dos variedades (I-52 e I-64) de J. curcas, se evaluaron los niveles de 

antocianinas después de 5 d de tratamiento. Las variedades I-52 e I-64 incrementaron la 

concentración de antocianinas hasta 1.6 (2.05 ± 0.32 a 3.17 ± 0.66 µg/g PS) y 1.4 (1.90 ± 

0.30 a 2.59 ± 0.15 µg/g PS) veces respectivamente con respecto al control, después de ser 

tratadas 5 d con sacarosa 300 mM (Figura 15). Sin embargo, el efecto estimulador de la 

sacarosa 300 mM fue más pronunciado en la variedad I-52 que en la variedad I-64. La 

variedad I-52 resultó tener una mayor susceptibilidad al efecto de la sacarosa e inducir la 

biosíntesis de antocianinas que la variedad I-64, después de 5 d de tratamiento. Por este 

hecho, se aplicó la concentración de 300 mM de sacarosa  en la variedad I-52 para 

monitorear la respuesta oxidante y antioxidante en el siguiente experimento. 

Los cambios de los niveles de H2O2 y MDA bajo el efecto del estrés osmótico inducido por 

la sacarosa son representados en la figura 16. Las plantas tratadas con sacarosa 

incrementaron altos niveles de H2O2 (3.5 veces) y MDA (1.96 veces) comparado al control. 

El tratamiento individual con AJ y combinadado con sacarosa mostraron un ligero 

incremento en la concentración de H2O2 (Figura 16A), pero la peroxidación lípidica 

permaneció sin cambios notables (Figura 16B).  

Las plantas expuestas a estrés osmótico sufren alteraciones metabólicas y fisiológicas en 

las células y en consecuencia elevados niveles de H2O2 son producidos en los cloroplastos 

y peroxisomas. El H2O2 producido podría actuar como segundo mensajero para regular la 

señalización de las hormonas durante el desarrollo y en respuesta al estrés ambiental (Neill 

et al., 2002). De esta manera, el H2O2 podría estar mediando la señalización del AJ para la 
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activación de las respuestas de defensa y evitar alteraciones metabólicas en las células 

(Orozco-Cárdenas et al., 2001; Sasaki-Sekimoto et al., 2005).  

 

  

Figura 15. Contenido de antocianinas en plantas de J. curcas, variedad I-52 e I-64 después 

de 5 d de tratamiento con diferentes concentraciones de sacarosa. Plantas control (0 mM de 

sacarosa). Los valores representados son la media (n= 3) ± DE. Las diferencias 

significativas (P < 0.05) entre los tratamientos son representados por * para la variedad I-

52 y ** variedad I-64 de acuerdo al estimador Tukey. 
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Figura 16. Concentración de: A. H2O2 y B. MDA después de 5 d de tratamiento con AJ y 

sacarosa en plantas de J. curcas, variedad I-52. Los tratamientos son representados por el 

control (C), 300 mM de sacarosa, 1 mM de ácido jasmónico (AJ) y 1 mM de ácido 

jasmónico + 300 mM de sacarosa (AJ + sacarosa). Los valores promedio con * son 

significativamente diferentes de acuerdo al estimador Tukey con una  P < 0.05. 

 

Comparado a las plantas control, la enzima APX fue inhibida en un 44% en los 
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en un 21%. En estos tratamientos la CAT mostró un ligero incremento en su actividad 

después de 5d de evaluación. Por otro lado, un incremento en la actividad enzimática de 

ambas enzimas (APX  hasta 3.5 veces y CAT 2.3 veces comparado con el tratamiento de 

sacarosa) fue observado en las plantas tratadas con AJ + sacarosa (Tabla 12).  

 

Tabla 12. Actividad enzimática de CAT y APX después de 5 d de tratamiento con AJ y 

sacarosa en plantas de J. curcas, variedad I-52. 

 Actividad de  

enzimas antioxidantes 

(U/mg proteína) 

Tratamiento CAT APX 

C  0.12 ± 0.01   6.19 ± 1.50 

sacarosa 0.17 ± 0.04* 3.47 ± 1.90* 

AJ 0.18 ± 0.03* 4.88 ± 0.80* 

AJ + sacarosa 0.42 ± 0.05* 17.21 ± 1.30* 

 
Los tratamientos son representados por el control (C), 300 mM de sacarosa (Sacarosa), 1 mM de ácido 

jasmónico (AJ) y 1 mM de ácido jasmónico + 300 mM de sacarosa (AJ + Sacarosa). CAT: catalasa y APX: 

ascorbato peroxidasa. Los valores promedio con * son significativamente diferentes de acuerdo al estimador 

Tukey con una  P < 0.05. 

 

 

El pequeño aumento de la actividad de la CAT no fue suficiente para compensar la baja de 

la actividad de la APX y neutralizar los niveles elevados de H2O2 en las plantas expuestas a 

sacarosa 300 mM. Las enzimas APX y CAT son consideradas las principales reguladoras 

de los niveles de H2O2 en las células (Foyer y Noctor 2005a). Sgherri y Navari-Izzo 

(1995), reportan una disminución en la concentración de ascorbato en plantas de girasol 

expuestas a estrés por sequía, el cual fue acompañado por una inhibición en la actividad de 

la APX.  

En las plantas de J. curcas expuestas a sacarosa los niveles de AA podrían estar limitados, 

lo cual estaría repercutiendo en la actividad de la APX para una eficiente regulación de 

H2O2.  En contraste, la aplicación de AJ a las plantas de J. curcas sometidas a un 
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tratamiento con sacarosa incrementó la actividad de la CAT y APX, las cuales estarían 

ayudando a reducir la peroxidación (Figura 16B). De manera similar en plantas de Glycine 

max tratadas con jasmonatos (MJ) y sometidas a un estrés por sequía durante 15 días, la 

actividad de las enzimas antioxidantes fueron incrementadas durante la evaluación del 

tratatmiento (Anjum et al., 2011). En diversos estudios se ha mostrado que en varias 

especies de plantas expuestas a estrés osmótico incrementan los niveles de AJ endógeno 

(Wasternack y Hause 2002; Pedranzani et al., 2003 y 2007; Wasternack 2007). Además, se 

ha demostrado que la señalización de los jasmonatos activa el sistema antioxidante, 

incluyendo el metabolismo del ascorbato (Sasaki-Sekimoto et al., 2005; Wolucka et al., 

2005).  

Los niveles de α-tocoferol en las plantas expuestas a sacarosa se mantuvieron semejantes 

al control. Sin embargo, la biosíntesis del α-tocoferol fue inducida por la aplicación de AJ 

en las plantas. La concentración de α-tocoferol se incrementó 1.6 veces en el tratamiento 

AJ + sacarosa con respecto a las plantas expuestas a sacarosa 300 mM (Tabla 13).  

Ha sido reportado que la biosíntesis de α-tocoferol es regulada por los jasmonatos a nivel 

de la tirosina aminotransferasa y p-hidroxifenilpiruvato dioxigenasa para su acumulación 

(Sandorf y Holländer-Czytko 2002) y así prevenir eficientemente la oxidación de los 

lípidos durante el proceso de deshidratación celular provocado por el estrés osmótico 

(Munné-Bosch y Alegre 2002). 
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Tabla 13. Concentración de α-tocoferol, flavonoides totales y antocianinas después de 5 d 

de tratamiento con AJ y sacarosa en plantas de J. curcas, variedad I-52. 

 Metabolitos antioxidantes 

Tratamiento α-tocoferol 

(µmol/g PS) 

Flavonoides totales 

(µg EQ/g PS) 

Antocianinas  

(µg/g PS) 

C 5.68 ± 0.76    223.19 ± 15.88         2.05 ± 0.32 

sacarosa 5.56 ± 0.38    366.21 ± 9.76*   3.17 ± 0.66* 

AJ 10.05 ± 0.50* 265.13 ± 12.67*   5.56 ± 0.34* 

AJ + sacarosa  8.89 ± 0.52* 250.87 ± 16.77* 22.07 ± 0.48* 

 
Los tratamientos son representados por el control (C), 300 mM de sacarosa (Sacarosa), 1 mM de ácido 

jasmónico (AJ) y 1 mM de ácido jasmónico + 300 mM de sacarosa (AJ + Sacarosa). Los valores promedio 

con * son significativamente diferentes de acuerdo al estimador Tukey con una  P < 0.05. 

 

La tabla 13 muestra que las plantas expuestas a tratamiento individual con sacarosa y AJ 

inducen un ligero incremento en la acumulación de flavonoides y antocianinas. Sin 

embargo, cuando se aplicó AJ a las plantas tratadas con sacarosa 300 mM la concentración 

de antocianinas se incrementó hasta 7 veces (de 3.17 ± 0.66 µg/g PS a 22.07 ± 0.48 µg/g 

PS) pero la acumulación de flavonoides disminuyó en un 31% comparado con el 

tratamiento individual de sacarosa. Los flavonoides participan en la protección de la 

membrana celular evitando el daño oxidativo generado por el estrés (Gould et al., 2002; 

Hendrich 2006). En varias especies de plantas tratadas con AJ (Devoto y Turner 2003; 

Shan et al., 2009) y estrés osmótico se ha reportado una acumulación de compuestos 

polifenólicos (Winkel-Shirley 2001; Solfanelli et al., 2006; Tattini et al., 2006). 

La aplicación de AJ y sacarosa sobre las plantas de J. curcas incrementó la concentración 

de antocianinas, lo cual fue aceptable con las observaciones reportadas para hojas de 

plantas de maíz (Kim et al., 2006). Loreti et al., (2008) sugieren que AJ al interactuar con 

la sacarosa induce un efecto sinérgico, resultando en la sobreexpresión de genes 

involucrados en la biosíntesis de antocianinas. La acumulación de antocianinas en las 

plantas de J. curcas bajo el efecto de AJ y sacarosa, posiblemente estén teniendo una 
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función en el equilibrio osmótico para mantener el funcionamiento de la célula y para 

compensar el daño inducido por la sacarosa.  

En otro experimento con el objetivo de analizar los niveles de antocianinas en hojas con 

diferentes grados de coloración se evaluaron plantas de la variedad I-52 de 1 año 60 d 

(Figura 17). La concentración de antocianinas estuvo asociada a la coloración de las hojas. 

El orden de los niveles de antocianinas en los extractos de las hojas fueron hoja roja > hoja 

verde/roja > hoja verde (Figura 17). Por lo tanto, los extractos de las hojas rojas fueron 

utilizados para la identificación de antocianinas con el uso de placas de HPTLC, como 

análisis exploratorio. Posteriormente el HPLC fue utilizado para la identificación de las 

antocianidinas en los extractos. 

 

Figura 17. Niveles de antocianinas en diferentes grados de pigmentación en las hojas de J. 

curcas, variedad I-52. Los valores promedio con * son significativamente diferentes de con 

respecto a los extractos de las hojas verdes tomando una P < 0.05. 

 

 

El análisis de HPTLC reveló dos bandas de color púrpura (Figura 18A), las cuales 

corresponden a los Rf reportados para delfinidina 3-glicosilada (Rf 0.28) y cianidina 3-
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glicosilada (Rf 0.38) (Harborne 1967). En base a este resultado, se planteó identificar las 

antocianidinas del extracto metanólico acidificado (purificado e hidrolizado) de J. curcas, 

variedad I-52. Debido a la falta de estándares comerciales, se utilizó el extracto de uva 

como punto de referencia, en el cual se han identificado cinco antocianidinas (Durst y 

Wrolstad 2001). Los resultados del análisis de HPLC de los extractos de uva y J. curcas se 

resumen en la Tabla 14 y los cromatogramas de HPLC se muestran en la Figura 18B-D.  

 

Tabla 14. Resultado del análisis de HPLC de extractos de uva y hojas de J. curcas, 

variedad I-52. 

# pico Tiempo de 

retención 

Nombre del 

compuesto 

Área bajo la curva (µAu) 

   Extracto 

concentrado 

de uva 

Extracto de J. 

curcas 

Co-elución de 

extracto de uva y 

J. curcas 

1 10.96 Delfinidina 83613.3 7526.2 80528.7 

2 14.72 Cianidina 54193.5 17602.0 65343.1 

3 16.16 Petunidina 66279.5 - 53624.4 

4 20.77 Peonidina 25065.6 - 19099.2 

5 21.87 Malvidina 42110.3 - 27802.2 

 

En los extractos de uva, el cromatograma de HPLC muestra la presencia de cinco picos 

(Figura 18 B), donde su identificación fue posible por la comparación del perfil y espectros 

de UV reportados por Durst y Wrolstad (2001). Las antocianinas fueron identificadas 

como delfinidina (pico 1), cianidina (pico 2), petunidina (pico 3), peonidina (pico 4) y 

malvidina (pico 5). Por otro lado, el extracto de J. curcas muestra dos picos (Figura 18C) 

que absorben a 520 nm (Figura 18C insertada), espectro de UV característico de las 

antocianinas (Dugo et al., 2003, 2004). Con el objetivo de corroborar la identificación del 

pico 1 y 2 del extracto de J. curcas, se llevó a cabo el método de co-elución del extracto de 
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uva y de J. curcas (Figura 18D).  Los picos eluidos en un tiempo de retención de 10.96 

min (pico 1, 512.1 nm) y 14.72 min (pico 2, 503.3 nm) coincidieron con el pico 1 

(delfinidina) y pico 2 (cianidina) del extracto de uva. Cabe destacar que por primera vez se 

reportan las antocianidinas en extractos purificados e hidrolizados de hojas de J. curcas. 

 

Figura 18. Identificación de antocianinas en extractos de hoja de J. curcas, variedad I-52. 

A. Por HPTLC sin revelar (placas de HPTLC de sílice 60 F254 desarrolladas en la fase 

móvil BAW). Carriles: 1 y 2 corresponden al extracto hidrolizado de hoja. B-D. Por HPLC 

(detección a 520 nm). Los Cromatogramas B-D fueron obtenidos utilizando como fase 

móvil acetonitrilo y 10% ácido acético, 5% acetonitirlo y 1% ácido fosfórico en agua . B. 

Extracto hidrolizado de uva; C. Extracto hidrolizado de hoja de J. curcas y D. Co-elución 

del extracto de uva y J. curcas. Picos: (1) delfinidina, (2) cianidina, (3) petunidina, (4) 

peonidina y (5) malvidina. Figura Insertada: espectro de UV de los picos 1 y 2. 
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6.6 Identificación de lupeol en diferentes tejidos de plantas de J. curcas 

 

El análisis de HPTLC muestra la posible presencia de triterpenos en extractos de tallo, 

peciolo y hoja (Figura 19A). Se observa una banda color violeta con Rf 0.33 en los 

extractos de tallo, peciolo y hoja, los cuales coinciden con el Rf del estándar de lupeol (std 

Lu, Rf 0.51), lo que sugiere la presencia de lupeol. En la Figura 19 B se observa que el 

lupeol es más abundante en las hojas comparadas con el peciolo y el tallo. El orden 

cuantitativo de la presencia de Lu es hoja > peciolo > tallo.  

 

Figura 19. HPTLC de lupeol en tallo, peciolo y hoja. A. Placa de HPTLC silica gel 60 F254 

revelada con anisaldehído y H2SO4; se usó la fase móvil hexano: acetona, 9:1. Std Lu: 

estándar de lupeol. B. valores arbitrarios de lupeol obtenidos del análisis de HPTLC de 

extractos de tejido de tallo, peciolo y hoja (200 mg/PS). Los valores de Lu representados 

son los determinados mediante la densidad relativa de las bandas del compuesto de los 

extractos con respecto al fondo utilizando el programa JustTLC versión 4.0.3. Los valores 

promedio de cada extracto (n= 2) con * son significativamente diferentes con una P < 0.05) 

de acuerdo al estimador Tukey. 
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El cromatograma de HPLC del extracto de hoja muestra un pico (1) eluido en un tiempo de 

retención (tR) de 18.05 min (1) (Figura 20), el cual presenta una concentración de 71.48 ± 

1.00 µg/g PS. La presencia de este compuesto se confirmó por la comparación con el 

tiempo de retención del estándar de lupeol. Por análisis fitoquímicos de la corteza del tallo 

de J. curcas, se ha reportado la presencia de triterpenos de tipo ursano (ácido oleanólico) y 

lupano (lupeol) según Falodun et al. (2011).  

 

Figura 20. Cromatograma del extracto de hoja de J. curcas obtenido luego de la 

separación de HPLC, donde se muestra la identificación de lupeol (1, tR = 18.05 min 

detectado a 205 nm) utilizando como fase móvil metanol y agua en una relación 90 :10. 
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6.7 Cultivos in vitro: Inducción de brotes, cultivo de callos y células en 

suspensión 

6.7.1 Inducción de brotes 

Para la inducción de brotes, los cotiledones y nodos fueron utilizados como explantes. El 

material vegetal fue cultivado en un medio conteniendo BAP 2.5 µM y CuSO4 1.5 µM por 

42 d. La respuesta de inducción de brotes dependió significativamente (P < 0.05) del tipo 

de explante (Tabla 15). En las observaciones realizadas a los 10 d de cultivo, los nodos y 

cotiledones mostraron una respuesta temprana en la formación de callo. La iniciación de 

brotes en los segmentos nodales y cotiledonales fue a los 21 d y 27 d respectivamente 

(Figura 21A y B). Los cotiledones presentaron una mayor respuesta en la inducción de 

brotes en comparación con los nodos después de 42 d de cultivo (Figura 21C). Los 

resultados son aceptables con lo reportado por Mazumdar et al. (2010) y Kaewpoo y Te-

chato (2009) donde proponen que los tejidos más jóvenes muestran un mayor potencial en 

la inducción de brotes comparado a los tejidos más viejos, debido a que la formación de 

novo de los brotes estaría en función de los niveles hormonales de los tejidos.  

 

Figura 21. Brotes de J. curcas, variedad Chiapas obtenidos in vitro. A. Presencia de brotes 

en explante de nodos después de 21 d. B. Presencia de brotes en explante de hoja después 

de 27 d. C. Brotes desarrollados en explante de hoja a los 42 d. Los explantes de nodo y 

hoja fueron cultivados en medio B5 suplementado con BAP 2.5 µM y CuSO4 1.5 µM. 
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Tabla 15. Efecto del tipo de explante y tipo de medio en la inducción de brotes de J. 

curcas después de 42 d. 

Explante Tipo de medio Número 

brotes/explante 

Cotiledón (abaxial) B5 3.33  0.76a 

Cotiledón (adaxial) B5 1.67  0.58b 

Nodo B5 1.67  0.29b 

Cotiledón (abaxial) MS 1.83  0.29 b 

 

Los explantes fueron cultivados en medio B5 con 3% de sacarosa, 2.5 µM de BAP y 1.5 µM de CuSO4 en 

condiciones de fotoperiodo (16h luz/8h oscuridad). Los valores representados son la media (n= 3) ± DE. Las 

letras diferentes (a ó b) indican diferencia significativa entre el tipo de explante de acuerdo al estimador 

Tukey (P < 0.05). 

 

 

La inducción de brotes no solo depende de la edad de la hoja, también es determinante la 

forma (orientación) en la que el explante es colocado en el medio (Bhatia et al., 2005). Por 

tal razón, se evaluó el efecto de la posición abaxial y adaxial de los cotiledones al estar en 

contacto con el medio (Tabla 15). Los mejores resultados fueron obtenidos en los 

cotiledones colocados en posición abaxial al estar en contacto con el medio; la respuesta en 

la formación de brotes fue dos veces mayor que los cotiledones colocados en forma 

adaxial. Observaciones similares han sido reportadas con respecto a la respuesta del lado 

abaxial en la inducción de brotes, donde se atribuye que la respuesta eficiente de la 

posición abaxial está en función de su superficie de contacto con el medio (Mazumdar et 

al., 2010). 

Con el objetivo de evaluar el efecto del medio en la formación de brotes, el medio basal B5 

fue comparado con el medio MS. Después de 42 d de cultivo el número de brotes en 

promedio fue de 1.83 a 2.83 por explante. El medio B5 favoreció significativamente (P < 

0.05) la formación de brotes en comparación al medio MS (Tabla 15). La respuesta 

diferencial de los medios en la inducción de brotes quizá se deba a la composición química 
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de cada uno (Anexo, Tabla 1). La relación NO3
-/NH4

+ es un factor importante en la toma 

de nitrógeno y regulación del pH durante el crecimiento del cultivo (Fracaro y 

Echeverrigaray 2001). Por tanto, la baja relación de NO3
-/NH4

+ en el medio B5 favoreció la 

mayor inducción de brotes en J. curcas. 

Una vez elegido el tipo de medio y el mejor explante se evaluó el efecto de BAP, 

combinación de citocininas, IBA y cobre con el objetivo de encontrar la condición 

adecuada para obtener la mayor inducción de brotes (Tabla 16). La formación de brotes 

dependió del tipo del regulador y su combinación. En medio con BAP 2.5 µM se observó 

la mayor inducción de brotes (4.5 brotes por explante) en comparación con medios que 

contenían otras concentraciones de BAP (3.1 y 13.3 µM). Sin embargo, la inducción de 

brotes en los medios con BAP 2.5 µM y CuSO4 fue significativamente diferente a otros 

tratamientos con otras citocininas (KIN y TDZ). En medio con TDZ e IBA los explantes 

de hoja no sufrieron cambios morfogénicos; sin embargo, en medio con BAP 2.5 µM si se 

indujo la formación de brotes. BAP induce eficientemente la formación de brotes en 

diferentes tipos de tejidos de J. curcas comparado al efecto de KIN, TDZ e IBA (Sujatha y 

Dhingra 1993; Sujatha et al., 2005; Purkayastha et al., 2010). Aunque, el cobre es un 

elemento esencial para el crecimiento y desarrollo idóneo de la planta, el cual toma parte 

en los procesos fisiológicos. Un exceso del cobre conduce a diversos desórdenes en la 

planta como inhibición en el crecimiento y reducción en la biomasa (Zenk 1996). 

Probablemente la concentración 1.5 µM de cobre al medio fue alta para los explantes de 

hoja que impidió una mejor respuesta en la generación de brotes. Los brotes crecidos en 

medio B5 con BAP 2.5 µM fueron cultivados con 2.5 µM IBA para su posible 

enraizamiento lo que no ocurrió, sólo después de 30 d se formaron callos en la base del 

brote.  
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Tabla 16. Efecto de reguladores de crecimiento en la inducción de brotes de J. curcas a 

partir de explantes de cotiledón cultivado de forma abaxial después de 42 d.  

Reguladores de crecimiento (µM) Número de brotes/explante 

BAP 2.5  4.50  1.00a 

BAP 3.1  1.17  0.29c 

BAP 13.3  0.67  0.29c 

BAP 2.5 + CuSO4  2.83  0.29 b 

BAP 2.5 KIN 0.4 1.17  0.76c 

BAP 2.5 KIN 0.9 1.33  0.76c 

BAP 2.5 TDZ 2.3 0.50  0.50c 

TDZ 0.9 IBA 0.9 0.00 ± 0.00d 

TDZ 2.3 IBA 0.9 0.00 ± 0.00d 
 

Los valores representados son la media (n= 3) ± DE. Las letras diferentes (a-d) indican diferencia 

significativa entre cada tratamiento de acuerdo al estimador Tukey (P<0.05). El tratamiento con CuSO4 

contenía 1.5 µM l-1. 
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6.7.2 Cultivo de callos  

 

Para la inducción de los callos de J. curcas, la hoja fue utilizada como explante donde se 

evidenció la presencia de un triterpeno pentacíclico, lupeol (Figura 19 y 20) el cual 

incrementa el valor biotecnológico del cultivo.  

Los explantes fueron cultivados en el medio B5 suplementado con picloram 4.1 µM y PVP 

0.4% en condición de fotoperiodo y oscuridad por 28 d (Tabla 17). A los siete días de 

cultivo se inició la formación de callo en la superficie del explante. Los callos iniciados en 

condiciones de oscuridad mostraron una apariencia semifriable comparada con los callos 

formados en fotoperiodo después de 28 d (Tabla 17). Resultados similares fueron 

reportados en Cycas revoluta, el endospermo cultivado con 10 µM de picloram en 

condición de oscuridad desarrolló callos friables en comparación con los explantes 

cultivados en fotoperiodo (Kiong et al., 2008). Tal vez en los explantes de hoja de J. 

curcas cultivados en oscuridad el picloram no fue rápidamente degradado, debido a que la 

degradación de los reguladores de crecimiento sintéticos en condiciones de oscuridad es 

más lenta que en condiciones de luz, lo cual permite una mayor translocación del regulador 

a la célula (Ibrahim y Debergh 2001; Kiong et al., 2008).  
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Tabla 17. Efecto de la condición fotoperiodo y oscuridad en la morfología del callo a 

partir de explantes de hoja de J. curcas. 

Condición  de 

crecimiento 

Tipo de 

medio 

Morfología 

Fotoperiodo (16/8) B5 Callo duro, color verde de crecimiento rápido 

Oscuridad B5 Callo semifriable, cremoso de rápido crecimiento 

Oscuridad MS Callo semifriable, blanco de crecimiento lento 

 

Las observaciones de la morfología de los callos corresponden a tres réplicas de cada tratamiento durante 4 

semanas de cultivo.   

 

 

Se comparó el efecto de los medios B5 y MS, ambos suplementados con picloram (4.1 

µM) y PVP (0.4 %) en condición de oscuridad sobre la morfología del callo (Tabla 17). El 

medio B5 fue más adecuado para un rápido desarrollo del callo que el medio MS. Se ha 

reportado que el balance de los reguladores de crecimiento endógenos del explante y los 

componentes del medio son determinantes en la desdiferenciación de las células (Skoog y 

Miller 1957). En la figura 22 A-C se muestra la apariencia de los callos formados a partir 

de explantes de hojas en J. curcas cultivados en medio B5 y MS por 28 d. El medio B5 fue 

elegido para los siguientes experimentos.  
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Figura 22. Cultivo de callos (A-D) y células en suspensión (E y F). A. Callos crecidos en 

fotoperiodo (medio B5). B. Callos crecidos en oscuridad (medio B5). C. Callos crecidos en 

oscuridad (medio MS). Los cultivos de A-C fueron cultivados en un medio suplementado 

con 4.1 µM de picloram y 0.4% de PVP. D. Callo crecido en oscuridad en medio B5 

suplementado con picloram (8.3 µM) y ANA (5.4 µM). Cultivo de células en suspensión 

después de tres resiembras crecidas en medio B5 suplementados con: E. 4.1 µM de 

picloram y 2.7 de ANA y F. 8.3 µM de picloram y 5.4 µM de ANA. 

 

Después de haber obtenido el tipo de medio y la condición para el desarrollo del callo en 

explantes de hoja, se planteó evaluar el efecto de otras concentraciones de picloram en 

combinación con ANA para la obtención de callo friable en explantes de hoja de J. curcas. 

En la Tabla 18 se presenta el efecto en la formación de callos del picloram de 2.1 a 8.3 µM 

en combinación con 2.7 o 5.4 µM de ANA. Los medios que contenian picloram 8.3 µM y 

ANA 5.4 µM presentaron una mayor friabilidad (Figura 22D) que los explantes cultivados 

en picloram 4.1 µM y ANA 2.7 µM. En los otros tratamientos, los callos mostraron una 

apariencia dura y de color blanco. Estos resultados son aceptables con lo observado en 

A	

D	

B	 C	
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otras especies de plantas, donde han demostrado el efecto del picloram y ANA en la 

iniciación y mantenimiento de callos friables (Hagen et al., 1990; Kiong et al., 2008; Şener 

et al., 2008: Nurazah et al., 2009). Los callos bajo estas condiciones fueron utilizados para 

el establecimiento del cultivo de células de J. curcas. 

 

Tabla 18. Efecto de diferentes concentraciones de picloram y ANA en la morfología de 

callos derivados de hoja de J. curcas a los 28 d. 

Reguladores de 

crecimiento (µM) 

 

  Morfología 

Picloram NAA  

2.1 2.7 Duro, compacto de color cremoso  

2.1 5.4 Duro, compacto de color cremoso  

4.1 2.7 Semifriable, compacto, de color cremoso  

4.1 5.4 Duro, compacto de color cremoso  

8.3 2.7 Duro, compacto de color cremoso  

8.3 5.4 Friable, globular de color cremoso  

 

Las observaciones de la morfología de los callos corresponden a tres réplicas de cada 

tratamiento durante 4 semanas de cultivo.  

 

Con el objetivo de iniciar el cultivo de células en suspensión de J. curcas, los callos 

friables crecidos en el medio B5 con 4.1 µM de picloram y 2.7 µM de ANA y 2% de 

sacarosa fueron transferidos al mismo medio de cultivo basal con la misma concentración 

de auxinas (4.1 µM de picloram y 2.7 µM de ANA) y también al medio suplementado con 

8.3 µM de picloram y 5.7 µM de ANA (Figura 22F). Los callos cultivados en medio 

suplementado con 4.1 µM de picloram y 2.7 µM de ANA mostraron un alto grado de 

disgregabilidad, lo cual permitió obtener un cultivo de células en suspensión homogéneo 

después de tres resiembras de 10 días (Figura 22E). 
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6.7.3 Cultivo de células en suspensión 

 

Los cultivos de células en suspensión fueron utilizados para evaluar el efecto de elicitores 

abióticos (PEG, H2O2, BSO y la combinación BSO-H2O2) sobre la producción de 

triterpenos pentacíclicos después de 120 h de elicitación.  

En las células de J. curcas, la elicitación en el día 7 con PEG 5 y 10% incrementó la 

concentración de lupeol hasta 3.6 veces comparada al control, lo cual fue acompañado en 

ambos tratamiento de una reducción en la biomasa aproximadamente de 36% (Tabla 19). 

Se ha reportado que el PEG afecta el potencial osmótico de los nutrientes del medio, lo 

cual dificulta su disponibilidad para la célula (Burnett 2005).  

En consecuencia, el PEG afecta los procesos bioquímicos y fisiológicos como la inhibición 

de la división y elongación celular (Heckenberger et al., 1998; Schuppler et al., 1998). Por 

otro lado, en genotipos de Glycine max se ha reportado que el estrés osmótico induce una 

acumulación del 16 % de triterpenoides, donde el lupeol fue el más abundante (Kim et al., 

2007). Además se ha demostrado que el estrés osmótico induce la sobreregulación de 

genes involucrados en la biosíntesis de triterpenos (Nasrollahi et al., 2014). Es importante 

mencionar que, la adición de PEG 15% en las células de J. curcas generó un ambiente 

citotóxico para el crecimiento del cultivo, resultando en la dismución de la biomasa en un 

77%. 

Los cultivos de células de J. curcas fueron elicitados con tres concentraciones de H2O2, 

200 µM, 400 µM y 600 µM, para evaluar la producción de biomasa y triterpenos (Tabla 

20). Los tratamientos con H2O2 400 y 600 µM afectaron la biomasa por arriba del 50%, 

pero solo H2O2 400 µM presentó una producción de lupeol y ácido betulínico 

significativamente diferente comparado al control. Sin embargo, la concentración más baja 

de H2O2 (200 µM) estimuló solo la producción de lupeol hasta 3.3 veces comparado al 
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control (de 172.77 ± 35.22 µg /g PS a 578.25 ± 94.94 µg/g PS), la cual fue acompañada de 

un ligera reducción en la biomasa de 20% manteniendo una viabilidad celular del 85 %.  

 

Table 19. Efecto de la concentracion de PEG en la acumulación de biomasa y 

concentración de triterpenos pentacíclicos en cultivo de células de J. curcas. 

  Contenido de triterpenos (µg/g PS) 

Tratamiento Biomasa 

(g PS/ L) 

Lupeol Ácido betulínico 

Control 14.52 ± 0.51 172.77 ± 35.22 299.48 ± 1.31 

PEG 5% 10.20 ± 0.85* 616.75 ± 66.83* 0.00 ± 0.00 

PEG 10% 8.34 ± 0.76* 579.70 ± 49.49* 0.00 ± 0.00 

 

El elicitor fue adicionado el día 7 de crecimiento. Los datos fueron cuantificados 120 h después de la 

elicitación con PEG. Los valores representan la media ± DE tomando tres réplicas. Los valores promedio con 

* son significativamente diferentes de acuerdo al estimador Tukey con una  P < 0.05. 

 

Una respuesta temprana en las células de las plantas por efecto del elicitor es la generación 

de H2O2 intracelular, el cual puede inducir un estallamiento oxidativo y activar el proceso 

de muerte celular programada (Neill et al., 2002; Zhao et al., 2005b). Sin embargo, el H2O2 

intracelular en bajas concentraciones es requerido en la regulación de procesos durante el 

crecimiento y desarrollo de la planta (por ejemplo el alargamiento celular), a través del 

control de la actividad de los canales de Ca2+ (Foreman et al., 2003); además, de estar 

involucrado en activación del mecanismo de defensa en respuesta al estrés (Miller et al., 

2010). 
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Table 20. Efecto de la concentración de H2O2 en la acumulación de biomasa y producción 

de triterpenos pentacíclicos en cultivo de células de J. curcas. 

  Contenido de triterpenos (µg/g PS) 

Tratamiento Biomasa  

(g PS/L) 

Lupeol Ácido betulínico 

Control 14.52 ± 0.51 172.77 ± 35.22 299.48 ± 1.31 

H2O2 200 µM 10.32 ± 1.70* 578.25 ± 94.94* 235.69 ±  29.68  

H2O2 400 µM 7.08 ± 0.85* 518.97 ± 70.93* 339.09 ± 28.64* 

H2O2 600 µM 4.80 ± 0.68* 252.02 ± 72.61 189.55 ± 45.83 

 

El elicitor fue adicionado el día 7 de crecimiento. Los datos fueron cuantificados 120 h después de la 

elicitación con H2O2. Los valores representan la media ± DE tomando tres réplicas. Los valores promedio 

con * son significativamente diferentes de acuerdo al estimador Tukey con una  P < 0.05. 

 

 

La formación de H2O2 del estallamiento oxidativo provocado por elicitación con pectina 

cítrica en cultivos de células de Panax ginseng está involucrado en la biosíntesis de 

triterpenos (Hu et al., 2003). Además, en cultivos de células de J. curcas elicitadas con AJ 

se encontró que el incremento en la producción de triterpenos (lupeol y ácido betulínico) 

estuvo asociado a altos niveles de H2O2 intracelular (Zaragoza-Martínez et al., 2016). Por 

tanto, la adición de H2O2 a los cultivos de J. curcas (JC-Pale) estaría favoreciendo la 

biosíntesis de triterpenos probablemente por la participación del AJ endógeno. 

Con el objetivo de explorar si el BSO favorece la producción de triterpenos, los cultivos de 

las células de J. curcas fueron elicitadas con diferentes concentraciones de BSO (200, 400, 

600, 800 µM) durante 120 h de tratamiento (Tabla 21). La aplicación de BSO a los cultivos 

indujo una producción diferencial en lupeol y ácido betulínico, sin cambios significativos 

en la biomasa.  
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Se ha reportado que en las plantas, el glutatión reducido (GSH) está involucrado en los 

mecanismos de regulación de la división celular (Sánchez-Fernández et al., 1997; Vernoux 

et al., 2000; Vivancos et al., 2010). Además, altos niveles de GSH durante la fase de 

división son determinantes para mantener un balance redox y favorecer la disminución de 

la señalización oxidativa bajo la exposición de BSO, inhibidor específico de la -

glutamilcisteina sintetasa (Vernoux et al., 2000; Vivancos et al., 2010). Probablemente el 

cultivo de células de J. curcas esté incrementando los niveles de GSH y otros metabolitos 

antioxidantes para disminuir el ambiente oxidante creado por el BSO. 

Las células tratadas con BSO 200 µM incrementaron moderadamente la concentración de 

lupeol de 172.77 ± 35.22 µg/g PS a 266.06 ± 2.82 µg/g PS, pero la adición de BSO 800 

µM incrementó significativamente la acumulación de lupeol de 2.9 veces comparada al 

control (de 172.77 ± 35.22 µg/g PS a 496.96 ± 17.65 µg/g PS).  

Por lo contrario, la elicitación con BSO 600 µM estimuló significativamente la 

concentración de ácido betulínico 4.2 veces (722.24 ± 78.44 µg/g PS) mientras que el 

contenido de lupeol alcanzó un incremento de 1.9 veces (331.78 ± 18.29 µg/g PS) 

comparado al control (172.77 ± 35.22 µg/g PS). En otros cultivos de células el BSO induce 

el incremento de metabolitos secundarios asociados al estrés oxidativo (Berglund y 

Ohlsson 1993; Guo y ohta 1993; Guo et al., 1993). En las células de J. curcas la elicitación 

con BSO está favoreciendo un ambiente adecuado para llevar a cabo la biosíntesis de ácido 

betulínico vía oxidación en el C-28 del lupeol. 

 

 

 



 

 89 

Table 21. Efecto de la concentración de BSO en la acumulación de biomasa y producción 

de triterpenos pentacíclicos en cultivo de células de J. curcas. 

  Contenido triterpenos (µg/g PS) 

Tratamiento Biomasa  

(g PS/L) 

Lupeol Ácido betulínico 

Control 14.52 ± 0.51 172.77 ± 35.22 299.48 ± 1.31 

BSO 200 µM 12.84 ± 1.53 266.06 ± 2.82 * 291.17 ± 45.31 

BSO 400 µM 14.16 ± 1.02 141.78 ± 2.89 241.7 ± 3.12* 

BSO 600 µM 15.00 ± 0.85 331.78 ± 18.29* 722.24 ± 78.44* 

BSO 800 µM 15.60 ± 1.02 496.96 ± 17.65* 154.63 ± 0.84* 

 

El elicitor fue adicionado el día 7 de crecimiento. Los datos fueron cuantificados 120 h después de la 

elicitación con BSO. Los valores representan la media ± DE tomando tres réplicas. Los valores promedio con 

* son significativamente diferentes de acuerdo al estimador Tukey con una  P < 0.05. 

 

Se realizó una evaluación del efecto de la combinación de BSO 600 µM y H2O2 (200 y 400 

µM) en el cultivo de células de J. curcas. La combinación BSO 600 µM y H2O2 200 µM 

incrementó la concentración de lupeol de 172.77 ± 35.22 µg/g PS a 466.92 ± 57.27 µg/g 

PS, lo cual equivale a 2.7 veces comparado al control. Por otro lado, la combinación BSO 

600 µM y H2O2 400 µM estimuló la producción de ácido betulínico 1.6 veces comparado 

al control (299.48 ± 1.31 µg/g PS a 476.78 ± 31.46 µg/g PS). Es importante mencionar que 

la acumulación de triterpenos por el efecto de la combinación de elicitores fue menor 

comparada a los tratamientos individuales (Tabla 20 y 21). Este efecto también ha sido 

reportado en células de Daucus carota donde la producción de metabolitos secundarios 

como 6-metoximeleina inducida por la combinación de BSO-H2O2 fue menor al 

tratamiento individual con BSO (Guo et al., 1993). 
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7. Conclusiones 

• En las plantas de la variedad I-Chiapas expuestas a frío (10 °C) después de 48 h, los 

flavonoides fueron inducidos (1.4 veces) en respuesta a la acumulación de H2O2.  

• Las hojas de la variedad I-Chiapas incubadas con ABA y posteriormente expuestas 

a frío (10 °C) mostraron in situ un incremento en la intensidad de la fluorescencia 

de los flavonoides asociado a una disminución del 80% en los niveles de H2O2 . 

• La acumulación y el perfil de flavonoides dependió de la concentración de AJ 

aplicada en el área foliar de las plantas I-64. Bajo el efecto de AJ 1 mM las plantas 

de la variedad I-52 y I-64 mostraron una acumulación diferencial en el contenido 

de kaempferol, apigenina, vitexina, isovitexina y antocianinas que correspondió a 

un incremento de la actividad de la PAL después de 120 h . 

• La aplicación exógena de AJ a las plantas de la variedad I-52 expuestas a frío (5 

ºC) y tratadas con sacarosa 300 mM favoreció la acumulación de flavonoides y 

antocianinas respectivamente, así como la respuesta antioxidante enzimática (CAT 

y APX). 

• El explante de hoja  y el medio basal B5 con los reguladores de crecimiento como 

BAP (2.5 µM) y la combinación de Picloram (8.3 µM) y NAA (5.4 µM) 

favorecieron la inducción de brotes y callos friables en J. curcas respectivamente. 

• En el cultivo de células de J. curcas, la adición de H2O2 y BSO estimuló la 

producción de triterpenos pentacíclicos, donde 200 µM de H2O2 incrementa la 

acumulación de lupeol, mientras que 600 µM de BSO favoreció la producción de 

ácido betulínico. 
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9. Anexo 1 

 

 

 

Figura 1. Clasificación de flavonoides en base a su estructura química según Winkel-

Shirley (2001). 
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Figura 2. Cromatografía en capa fina (TLC) de extractos metanólicos de diferentes tejidos 

de plantas de J. curcas de 75 d infestada por ácaros. Placa de sílica gel 60 F254 desarrollada 

en fase móvil de tetrahidrofurano:tolueno:ácido fórmico:agua (16:8:2:1) y reveladas con 

PEG-3350 y DPBA.  Carriles: (1) vitexina; (2) apigenina; (3) kaempferol; (4) ácido gálico; 

extracto de: (5) hoja; (6) peciolo; (7) tallo; (8) raíz y (9) látex. 



 

 122 

 

Figura 3. Cromatograma de estándares de flavonoides: a. Kaempferol. b. Apigenina. c. 

Vitexina obtenido por HPLC (detección a 333 nm) usando como fase móvil metanol y 0.1 

% TFA en agua en un sistema por gradiente de acuerdo a Liu et al. (2010). 
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Tabla 1. Composición del medio de cultivo Gamborg´s B5 (Gamborg et al., 1968) y del 

medio de cultivo Murashige and Skoog (Murashige and Skoog, 1962). 

 

Compuesto Gamborg´s B5 Murashige & Skoog 
 mg/L mg/L 

Macronutrientes   

NH4NO3 ─ 1650 

NH4SO4 134 ─ 

CaCl2·2H2O 150 332.2 

MgSO4·7H2O 250 370 

KNO3 2500 1900 

KH2PO4 ─ 170 

NaH2PO4 130.5 ─ 

Micronutrientes   

H3BO3 3 6.2 

CoCl2·6H2O 0.025 0.025 

CuSO4·5H2O 0.025 0.025 

Na2EDTA 37.3 37.3 

FeSO4·7H2O 27.8 27.8 

MnSO4·H2O 10 16.9 

KI 0.75 0.83 

Na2MoO4·2H2O 0.25 0.25 

ZnSO4·7H2O 2 8.6 

Orgánicos   

Mio-inositol 100 100 

Glicina ─ 2 

Ácido nicotínico 1 0.5 

Piridoxina-HCl 1 0.5 

Tiamina 0.1 10 
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