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RESUMEN 

 
El zapote blanco (Casimiroa edulis La Llave et Lex.) (Rutaceae), es un árbol nativo que se 
distribuye en México, cuyos frutos son una fuente de alimento con actividad antioxidante. 
Diversas partes de esta planta son utilizadas en la medicina tradicional mexicana, para el 
tratamiento de hipertensión, insomnio y ansiedad. Debido a estas propiedades, y a que no existe 
un programa para su cultivo y propagación, es necesario establecer cultivos in vitro para evaluar 
la producción de metabolitos secundarios, en específico de compuestos fenólicos. El objetivo 
de esta investigación fue establecer cultivos in vitro de zapote blanco a partir de segmentos 
nodales de ramas de árboles adultos, recolectadas en las cuatro estaciones del año (primavera, 
verano, otoño e invierno), utilizando cinco rutinas de asepsia, así como determinar la actividad 
antioxidante y el contenido de fenoles y flavonoides totales en extractos metanólicos de callos 
y plántulas in vitro, así como de hojas y tallos de una planta adulta de zapote blanco. El 
establecimiento in vitro se consiguió con la siembra de segmentos nodales con yemas apicales 
y axilares, en medio MS (Murashige y Skoog) con 1 gL-1 de carbón activado, 5 gL-1 de Tecto60® 
y 500 mgL-1 de ampicilina, con 0.05 mgL-1 de benciladenina (BA), mantenidos en cuarto de 
cultivo (25°C, 16 h de luz con fotoperíodo, 32 µmolm²s-1). A los 14 días, la mejor rutina de 
asepsia fue R5 en explantes recolectados en invierno (84.7% de supervivencia, 5% de 
contaminación y 5% por oxidación), que consistió en: Solución 1, hipoclorito de sodio comercial 
(NaClO, 6% de cloro activo) 10% v/v + 10 gL-1 Tecto60® por 5 min; Solución 2, detergente 
neutro (Hyclin®) 20% v/v + 10 gL-1 Tecto60® por 15 min; Solución 3, NaClO 20% v/v + 10 
gL-1 Tecto60® por 20 min. A los 28 días se desarrolló el brote inicial, utilizado como fuente de 
yemas apicales para la inducción de formación de callos y multiplicación de brotes, cultivadas 
en medio MS con benciladenina (BA) y ácido 4-amino-3,5,6-tricloropicolínico (Picloram), y 
BA y ácido naftalenacético (ANA), respectivamente. Para el enraizado y formación de plántulas, 
los brotes se cultivaron en MS con ácido indol-3-butírico (AIB). La formación de callo se obtuvo 
en MS con 2 mgL-1 Picloram en un 40% de los explantes, el óptimo número de brotes se obtuvo 
con 0.5 mgL-1 BA y 0.1 mgL-1 ANA (6 brotes/explante), y a los 28 días del cultivo de los brotes 
en MS con 15 mgL-1 AIB, se formaron plántulas (4.5 cm de altura, 3.2 raíces de 3 cm de largo). 
La actividad antioxidante se determinó mediante los métodos de DPPH•, ABTS·+ y TAC, y para 
la determinación de fenoles con el reactivo Folin-Ciocalteu y de flavonoides totales con cloruro 
de aluminio. En callos se mostró una mayor actividad antioxidante tanto con el método DPPH• 
(76.99%) como con ABTS·+ (89.73%), y los porcentajes más altos con TAC se obtuvieron en 
los extractos de hojas y tallos de planta adulta (97%), seguido del de plántulas in vitro, con un 
valor bajo en callos. El mayor contenido de ácidos fenólicos y flavonoides se obtuvo en los 
extractos de hoja (1.89 mg Eq. AG/g E.S., 2.95 mg Eq. Q/g E.S.). Los resultados indican que 
los cultivos de callos y plántulas in vitro producen tanto ácidos fenólicos como flavonoides y su 
contenido se relacionó con el nivel de diferenciación celular y con la actividad antioxidante. Es 
perspectiva el realizar un análisis de identificación y cuantificación de los compuestos 
mayoritarios. 
 
Palabras clave: Actividad antioxidante, callos, fenoles y flavonoides totales, plántulas in 

vitro, zapote blanco. 
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ABSTRACT 

 

The white sapote (Casimiroa edulis La Llave et Lex.) (Rutaceae), is a native tree that is 
distributed in Mexico, whose fruits are a food source with antioxidant activity. Various parts of 
this plant are used in traditional Mexican medicine, for the treatment of hypertension, insomnia 
and anxiety. Due to these properties, and there is not program for their cultivation and 
propagation, it is necessary to establish in vitro cultures to evaluate the production of secondary 
metabolites, specifically phenolic compounds. The objective of this research was to establish in 

vitro cultures of white sapote from nodal segments of adult tree branches, collected in the four 
seasons of the year (spring, summer, autumn and winter), using five aseptic routines, as well as 
to determine the antioxidant activity and the content of total phenols and flavonoids in 
methanolic extracts of callus and plantlets in vitro, as well as from leaves and stems of an adult 
white sapote plant. In vitro establishment was achieved by culture nodal segments with apical 
and axillary buds, in MS medium (Murashige and Skoog), with 1 gL-1 of activated carbon, 5 gL-

1 of Tecto60® and 500 mgL-1 of ampicillin, with 0.05 mgL-1 of benzyladenine (BA), kept in a 
culture room (25°C, 16 h of light with photoperiod, 32 μmolm²s-1). At 14 days, the best aseptic 
routine was R5 in explants collected in winter (84.7% survival, 5% contamination and 5% 
oxidation), which consisted of: Solution 1, commercial sodium hypochlorite (NaClO, 6% active 
chlorine) 10% v/v + 10 gL-1 Tecto60® for 5 min; Solution 2, neutral detergent (Hyclin®) 20% 
v/v + 10 gL-1 Tecto60® for 15 min; Solution 3, NaClO 20% v/v + 10 gL-1 Tecto60® for 20 min. 
After 28 days, the initial shoot developed was used as a source of apical buds for the induction 
of callus formation and shoot multiplication, cultured in MS medium with benzyladenine (BA) 
and 4-amino-3,5,6-trichloropicolinic acid (Picloram), and BA and naphthaleneacetic acid 
(NAA), respectively. For rooting and plantlet formation, shoots were grown in MS with indole-
3-butyric acid (IBA). Callus formation was obtained in MS with 2 mgL-1 Picloram in 40% of 
the explants, the optimal number of shoots was obtained with 0.5 mgL-1 BA and 0.1 mgL-1 NAA 
(6 shoots/explant), and 28 days after the culture of the shoots in MS with 15 mgL-1 IBA, plantlets 
were formed (4.5 cm high, 3.2 roots with 3 cm long). Antioxidant activity was determined by 
the methods of DPPH•, ABTS·+ and TAC, and for the determination of total phenols with the 
Folin-Ciocalteu reagent, and total flavonoids with aluminum chloride. In callus, a higher 
antioxidant activity was shown with both the DPPH• method (76.99%) and ABTS·+ (89.73%), 
and the highest percentages with TAC were obtained in extracts of leaves and stems of adult 
plants (97%). The highest content of phenolic acids and flavonoids was obtained in leaf extracts 
(1.89 mg Eq. AG/g E.S., 2.95 mg Eq. Q/g E.S.), with close values in in vitro plantlets and stem. 
The results indicate that callus and in vitro plantlets cultures produce both phenolic acids and 
flavonoids and their content was related to the level of cell differentiation and antioxidant 
activity. It is important to carry out an analysis of the identification and quantification of the 
main compounds. 
 
Keywords: Antioxidant activity, calluses, phenols and total flavonoids, in vitro plantlets, 

white sapote. 
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1. INTRODUCCIÓN  

 

El zapote blanco (Casimiroa edulis La Llave et Lex.), es una planta nativa de América tropical, 

con distribución desde el sur de México hasta Centroamérica (Mabberley, 2008; Vidal-López 

et al., 2008). Es un árbol de la familia Rutaceae con propiedades medicinales, ya que sus hojas, 

semillas, corteza, raíces y frutos, son utilizados en la medicina tradicional mexicana, debido a 

que presenta compuestos de tipo terpénico, fenólico y alcaloides, algunos de los cuales han sido 

identificado como principios activos responsables de actividad antimicrobiana, antioxidante, 

antiinflamatoria, cicatrizante, hipotensora, hipoglucémica y sedativa (Martínez, 1989; 

Berdonces, 2009; Jiménez, 2012; Argueta, 2014). 

 

En las diferentes partes de la planta del zapote blanco, se han identificado compuestos volátiles 

y no volátiles del grupo de los terpenos, polifenólicos y alcaloides, que, los polifenoles como la 

sapotina, herniarina, imperatonina y pentametoxiflavona, además con otros compuestos, se 

consideran los responsables de la actividad antioxidante, anticancerígena e hipotensora, que esta 

planta presenta (Bertin et al., 2014, Mostafa et al., 2017). Los resultados de las diversas 

investigaciones realizadas con las diferentes partes de esta planta, sugieren la utilización de éstas 

por sus componentes activos, en el tratamiento de enfermedades como la hipertensión y otras 

enfermedades cardiovasculares, la diabetes o para el manejo del síndrome metabólico. Los 

frutos son comestibles y se le atribuyen propiedades funcionales y nutraceúticas (Bertin et al. 

2014).  

 

El perfil químico de los metabolitos secundarios extraídos a partir de las diferentes partes de 

las plantas colectadas en ambientes naturales o bajo cultivo en campo, es muy variable, ya que 

se ve influenciado por las condiciones ambientales tales como el clima, la época del año, el 

suelo, la ubicación y por enfermedades o plagas a las que las plantas se enfrentan. Ante esta 

problemática, la biotecnología moderna ofrece el cultivo de tejidos vegetales mediante técnicas 

in vitro, para analizar la producción de metabolitos y determinar la influencia de estos factores 

externos sobre su biosíntesis, ya que se cultivan bajo condiciones controladas de pH, luz, 

temperatura, nutrientes y agua. Además, es útil para realizar investigaciones que aporten 

conocimiento de la producción de metabolitos secundarios durante los procesos de 
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desdiferenciación celular (cultivos de callos y de suspensiones celulares) y de diferenciación 

celular (brotes, raíces y plántulas). Los cultivos in vitro son una fuente continua y sustentable, 

para proveer de biomasa o material vegetal durante cualquier época del año y disminuir o evitar 

la colecta de forma indiscriminada, sin afectar las poblaciones (Massot et al., 2000; Calva y 

Pérez, 2005; Pérez-Alonso y Jiménez, 2011). 

 

Diferentes estrategias in vitro han sido desarrolladas con el objetivo de incrementar el contenido 

de metabolitos secundarios en plantas e incluso han permitido la obtención de nuevos 

compuestos de gran interés en la industria farmacéutica y alimentaria. En diversas 

investigaciones se ha demostrado que las condiciones y medios de cultivos in vitro de algunas 

plantas, sobre todo medicinales, afectan el perfil metabólico de metabolitos secundarios como 

terpenos y polifenoles, con lo que se ha demostrado la ventaja de realizar este tipo de estudios 

(Capote et al., 2009; Matos-Acurero, 2011). 

 

El uso de cultivos in vitro de brotes, raíces y plántulas (diferenciados), así como de callos y 

células en suspensión (indiferenciados), es una de las estrategias más promisorias para el 

estudio y producción de metabolitos secundarios de alto valor en la industria, específicamente 

en la alimentaria y farmacéutica, debido al potencial que presentan para producirse en 

biorreactores, en procesos de elicitación y mediante ingeniería metabólica (Pérez-Alonso y 

Jiménez, 2011). Un ejemplo de esto es lo mostrado en callos in vitro de Melia azedarach 

(paraíso) donde se obtuvo quercetina, rutina y kaempferol (Ahmadpoor et al., 2022). El uso de 

elicitores como el óxido de cinc (ZnO) en crecimiento en callos de tres especies de Thymus spp. 

(tomillo), fue determinante la concentración de timol y carvacrol, la que dependió de la especie, 

ya que en T. kotschyanus y en T. daenesis se presentó la concentración más alta de estos 

compuestos (Mosavat et al., 2019). También, la concentración de metabolitos puede depender 

del explante utilizado en el establecimiento de los cultivos in vitro, como se reportó en Linum 

usitatissimum (linaza) obteniendo una mayor concentración de polifenoles en callos obtenidos 

en tallo que en hoja (Anjum et al., 2017).  

 

La concentración, tipo y combinación de los reguladores de crecimiento adicionados a los 

medios de cultivo, también son un factor que influye en la variación de algunos metabolitos 
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secundarios de cultivos in vitro. En callos de Lallemantia iberica (cabeza de dragón) se presentó 

una mayor concentración de polifenoles, usando thidiazurón (TDZ) en comparación con la 

adición de ácido naftalenacético (ANA) y la combinación de ácido naftalenacético y 

benciladenina (BA) (Pourebad et al. 2015). Esta variación que se presenta en los diferentes 

sistemas de cultivos in vitro, influye en la actividad biológica des extractos obtenidos, como la 

antimicrobiana, la antioxidante o la antiinflamatoria, entre otras. Sin embargo, en Sambucus 

nigra (sauco) se comprobó que tanto los extractos de plantas silvestres como de callos, 

mostraron la misma actividad antiinflamatoria y antioxidante (Cruz-Cruz, 2018). 

 

En esta investigación, el objetivo fue determinar el efecto de los procesos de diferenciación y 

desdiferenciación sobre el contenido de polifenoles y la actividad antioxidante de extractos 

obtenido en cultivos in vitro de zapote blanco (C. edulis), tanto de cultivos indiferenciados 

(callos) como diferenciados (plántulas). 
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2. ANTECEDENTES 

 

2.1. Zapotes  

 

El zapote es el nombre común de varias especies de árboles frutales que pertenecen diversos 

géneros como Casimiroa, Diospyros, Manilkara, Pouteria, nativas de América Central y del 

Sur. Por las características de maduración de los frutos y la susceptibilidad a enfermedades 

causadas por hongos, bacterias y parásitos, se comercializa solo en mercados regionales, 

utilizando su pulpa para aguas frescas, dulces o helados (Gómez–Jaimes et al., 2012). Los más 

conocidos son el zapote blanco (Casimiroa edulis), el zapote negro (Diospyros nigra), el chico 

zapote (Manilkara zapota) y el zapote mamey (Pouteria sapota) (Villegas-Monter, 2016), que 

además de su uso como alimento, presentan propiedades medicinales, con potencial en el 

tratamiento de enfermedades gastrointestinales, como agentes laxantes, antidiarreicos y 

digestivos. Sin embargo, es importante destacar que muchos de estos usos aún se encuentran en 

fase de investigación (SIAP, 2017). En México, la palabra "zapote" proviene del náhuatl tzapot, 

que significa "fruto dulce”, llamados a los verdaderos zapotes, que pertenecen a los género 

Manilkara y Pouteria, que pertenecen a la familia Sapotaceae. Los zapotes que pertenecen a los 

géneros Casimiroa y Diospyros, pertenecen a dos familias diferentes, Rutaceae y Ebenaceae, 

respectivamente, por lo que no son considerados verdaderos zapotes (Morera, 1992). 

 

2.2. Zapote blanco (Casimiroa edulis) 

 

El zapote blanco es un árbol nativo perteneciente a la familia Rutaceae, es perennifolio de 8-12 

m de altura, con la copa ancha y el tronco grueso con la corteza de color gris, de hábito terrestre 

y ripario, en asociación con bosque de pino-encino. Con hojas largamente pecioladas, digitadas, 

normalmente con 5 foliolos, elípticos u ovales a anchamente ovados, de 10-18 cm de longitud, 

agudos o acuminados. De flores pentámeras en cortas panículas, de color verde amarillento o 

blancuzco, fragantes, los frutos son drupáceos, redondeados, amarillentos o verdosos, de unos 

10 cm de diámetro, algo aperados, la piel es delgada y la pulpa amarillenta, mantecosa, de sabor 

dulce con 2-5 semillas (Vidal-López et al., 2008) (Figura 1). 
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Figura 1. Planta y diferentes partes de zapote blanco (Casimiroa edulis), fuente de 
explantes para los cultivos in vitro: A), Árbol; B), Ramas con brotes; C) Hojas; 
D) Flores; E) Fruto (Imágenes propias). 

 
2.2.1. Taxonomía del zapote blanco 

 

El zapote blanco pertenece al reino Plantae, la división Magnoliophyta, la clase Magnoliopsida, 

el orden Sapindales, la familia Rutaceae y el género Casimiroa, siendo su especie específica 

Casimiroa edulis. 

 
Cuadro 1. Clasificación taxonómica del zapote blanco. 
 
Reino:  Plantae 

División: Magnoliophyta 
Clase:  Magnoliopsida 

Orden: Sapindales 
Familia: Rutaceae 

Subfamilia: Toddalioideae 
Género: Casimiroa 

Especie: Casimiroa edulis La Llave y      
Lex., 1825 (www.theplantlist.org, 
s/f). 

___________________________________________________________________________ 
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2.2.2. Distribución  

  

Casimiroa edulis se distribuye desde el sur de México hasta Centroamérica (Mabberley, 2008; 

Vidal-López et al., 2008; Segura et al., 2018), principalmente en bosques de pino-encino, en 

climas templados hasta subtropicales, se encuentran en huertos familiares, huertas y en forma 

silvestre. Por sus propiedades medicinales y por su característico fruto, se ha cultivado en 

diferentes partes del mundo como en Colombia (Gonzáles et al., 2019), Estados Unidos, Nueva 

Zelanda, Sudáfrica (Ahlawat et al., 2016), Egipto y Etiopía (Satheesh, 2015).  

 

2.2.3. Usos y propiedades medicinales del zapote blanco 

 

El fruto de este árbol es muy utilizado como una fuente de alimento tanto en México como en 

Colombia (Gonzáles et al., 2019), rico en vitamina C, utilizado en la tecnología de alimentos 

como índice de calidad nutricional de productos alimenticios e importante en nuestra dieta por 

su actividad antioxidante (Castañeda et al., 2010). En México, en el año 2016, solo el estado de 

Hidalgo se reportó como el único productor de zapote blanco con 8.22 toneladas (SIAP, 2017). 

 

Diversas partes de esta planta son utilizadas en la medicina tradicional mexicana, cuyo uso se 

remonta desde los pueblos prehispánicos (Vidal-López et al., 2008). Estudios de diversas partes 

de este árbol han demostrado propiedades medicinales (Cuadro 2). 

 

Cuadro 2. Principales usos medicinales del zapote blanco (C. edulis).  

 
Parte de la planta Actividad farmacobiología Referencia 

Hoja Hipnótico, cardiovascular Awaad et al., 2012 

Hoja Antimicrobiana Vargas et al., 2017 

Hoja Antihipertensiva, vasodilatador Vázquez-Cruz et al., 2009 

Hoja y tallo Ansiolítica Molina-Hernández, 2004 

Semillas Antiviral, antitumoral Esposito et al., 2011 

Fruto Antihipertensiva Awaad et al., 2007 
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2.2.4. Principales metabolitos secundarios y actividad biológica del zapote blanco 

 

El zapote blanco ha sido objeto de numerosos estudios debido a sus propiedades medicinales, en 

los cuales se han identificado metabolitos secundarios como alcaloides, terpenos y compuestos 

fenólicos con diversas propiedades biológicas (Cuadro 3). Estos estudios se centran principalmente 

en el análisis de su fruto y sus hojas. 

 

Cuadro 3.  Principales metabolitos secundarios presentes en hoja y fruto del zapote blanco 
(C, edulis). 

 
 

Grupo de 

metabolitos 

Metabolito  Actividad biológica Referencia 

Sesquiterpenos Germacreno D Hipotensora Miller et al., 2009 
(E)-cariofileno Sedativa Awaad et al., 2012 

Compuestos 
fenólicos 

Herniarina   
 
 

Bertin et al., 2014 
Mostafa et al., 2017 

Imperatorina Antioxidante 
8-Geraniloxipsoraleno  

5,6,2',3',4'-Pentametoxiflavona Hipotensora 
Zapotina Anticancerígeno 

Ácido vainíllico  
Piragalol  

Ácido benzoico  
Catecol  

Ácido p-hidroxibenzoico  

Cumarinas 

Umbeliferona Antimicrobiana, 
Hipoglucémica y 

Adipogénica 

 
 
 

Awaad et al., 2012 
Nagai et al., 2014 

Esculetina  
Xantotoxol  

Isoplimpinellina  
Ácido colinérgico  

Alcaloides 

Edulina Hipotensora  
 
 

Magos et al., 1998 

Histamina  
Palmitamida  
Zapotidina  

Casimiroidina  
Casimiroina  

Edulina  
N-Benzoil-tiramina  
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2.2.5. Actividad antioxidante y contenido de compuestos fenólicos de zapote blanco 

 

El alto contenido de compuestos con propiedades antioxidantes en plantas, que tienen la 

capacidad de capturar radicales libres, como los ácidos fenólicos, flavónicos y antociánicos, ha 

generado un creciente interés en su uso en fitoterapia, tanto profiláctica como curativa. La 

función de los antioxidantes es neutralizar los radicales libres presentes en las células biológicas, 

los cuales ejercen un impacto negativo en los organismos vivos, causando un funcionamiento 

celular deficiente, envejecimiento prematuro y enfermedades degenerativas (Munteanu y 

Apetrei, 2021). 

 

Se han llevado a cabo estudios sobre la actividad antioxidante de metabolitos secundarios 

extraídos de árboles o de sus frutos, como lo reportado en cáscara y las semillas de frutos de 

Manilkara zapota, que determinaron una alta actividad antioxidante según el método ABTS 

[2,2′-azino-bis-(3-etilbenzotiazolin-6-ácido sulfónico], con alrededor de 700.0 μM Trolox/g de 

residuo, en un extracto metanólico con un alto contenido de polifenoles (Aquino et al., 2020). 

En otros frutos tropicales, se ha observado actividad antioxidante, como en curuba (Passiflora 

tripartida var. Mollissima), el aguacate cv. Hass (Persea americana Mill.) y la uchuva (Physalis 

peruviana L.) (Ibarra-López et al. 2016).  

 

El extracto etanólico de hojas de C. edulis ha presentado una alta actividad antioxidante (método 

ABTS), con un valor de 842 µM Trolox equivalentes/g peso seco, identificando dos nuevas 

flavonas (5-metoxi-6-hidroxiflavona y 6-O.-β.-D-glucósido (Awaad et al., 2008). Elkady et al. 

(2017) evaluaron una alta actividad antioxidante de extractos hexánicos y metanólicos de 

cáscara y semillas de frutos de C. edulis Llave et Lex, y lo relacionaron con el contenido de 

fenólicos, flavonoides y taninos en el extracto metanólico, e identificaron los principales 

compuestos activos como el pirogalol, el ácido p-hidroxibenzoico, la luteolina y la acacetina. 

 

Tun et al. (2019) aislaron dos flavonoides (6,7-dimethoxiflavona y 5,6,2'-trimetoxiflavona) de 

un extracto metanólico de la corteza del tronco de C. edulis, ambos compuestos mostraron una 

alta actividad antioxidante. Recientemente se determinó la capacidad antioxidante y contenido 

de compuestos fenólicos totales del fruto de C. edulis, utilizando los ensayos DPPH, Folin 
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Ciocalteau y espectrofotometría con las partes comestibles (pulpa y cáscara) del fruto, 

encontrando un contenido de polifenoles de 333.4 mg equivalente de ácido gálico (GAE)/100 g 

en la pulpa, cantidad comparativamente superior a la mandarina. Además, en la cáscara 

obtuvieron 576 mg GAE/100 g de polifenoles superior a frutas tales como el noni y pitaya 

amarilla, conocidas comúnmente por sus efectos positivos que aportan a la salud (Vera-Sánchez 

et al., 2023). Abo-Taleb y Abdul-Latif (2023), reportaron para frutos secos un contenido total 

de fenólicos de 43.41 mg/100g, un contenido total de flavonoides de 0.86 mg/100g y una 

actividad antioxidante de 86.32% (DPPH), en frutos secos, observando datos similares a lo 

obtenido en frutos frescos, aunque con un ligero decremento en fenólicos totales y un incremente 

en flavonoides totales y en la actividad antioxidante.  

 

2.3. Variación del contenido y grupos de metabolitos secundarios en plantas  

 

La variación de metabolitos secundarios en plantas es un fenómeno estudiado y comprendido en 

el campo de la botánica y la fitoquímica (Ibarra-Cantún et al., 2018). Esta variación, influenciada 

por la concentración y la diversidad de metabolitos en el entorno de la planta, puede desencadenar 

respuestas metabólicas que resultan en la síntesis, acumulación o modificación de metabolitos 

secundarios, ya sea a través de la adición de nutrientes, cambios en la intensidad lumínica, la 

aplicación de estímulos químicos o bióticos, u otras intervenciones (Macías et al., 2021). 

 

Por ejemplo, la adición de nutrientes específicos al suelo o al medio de cultivo puede aumentar la 

disponibilidad de sustratos necesarios para la biosíntesis de ciertos metabolitos secundarios, lo que 

puede resultar en un aumento en su concentración. Del mismo modo, la exposición a niveles 

elevados de luz solar o la aplicación de estrés abiótico como la sequía o la salinidad pueden inducir 

la producción de metabolitos secundarios protectores (Cuadro 4), como los antioxidantes, para 

contrarrestar el estrés oxidativo desarrollo (Cabrera-Carrión et al., 2017). 

 

Esta variación es importante no solo desde una perspectiva evolutiva y ecológica, sino también 

debido a las implicaciones que tiene en la biología de las plantas, la agricultura, la medicina y otras 

aplicaciones (Ojeda et al. 2015). 
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Cuadro 4.  Variación de metabolitos secundarios en algunas especies por diferentes factores 
(bióticos y abiótico). 

 

Especie Factor Efecto Bibliografía 

Parkinsonia aculeata 
Salinidad del suelo, 
el calor y el estrés 

hídrico 
Aumento de polifenoles Herrera et al., 

2023 

Moringa oleífera Etapa de desarrollo 
del árbol 

Máxima producción de 
alcaloides, polifenoles  

y taninos 

Cabrera-Carrión  
et al., 2017 

Quercus spp. Ataque de insectos Aumento de taninos Vaca-Sánchez  
et al., 2016 

Zataria multiflora Temperatura Variación en terpenos Karimi et al. 2020 

Vanilla planifolia Genotipo 

Diferencias en 
concentraciones de 
terpenos, fenoles y 

alcaloides 

Ibarra-Cantún  
et al. 2018 

Elaeagnus angustifolia Luz Aumento de polifenoles Pía-Beker  
et al. 2020 

 

 

2.4.  Producción de metabolitos secundarios in vitro  

 

La producción de metabolitos secundarios en cultivos in vitro es un campo de investigación 

prometedor que ha ganado interés en los últimos años. Los cultivos in vitro permiten el 

crecimiento controlado de plantas, tejidos, órganos y células (callos y células en suspensión) en 

condiciones asépticas bajo un ambiente controlado, lo que facilita el estudio de la biosíntesis de 

metabolitos secundarios y la optimización de su producción (Barrales-Cureño et al., 2017). La 

producción de compuestos químicos regulada por el cultivo in vitro brinda una excelente 

oportunidad para el desarrollo de investigaciones bioquímicas relacionadas con las rutas 

metabólicas bajo un ambiente controlado (Karuppusamy, 2009). La producción in vitro de 

metabolitos secundarios se ha reportado por más de 60 años en diversas especies vegetales, con 

el cultivo in vitro de tejidos u órganos como hojas, tallos, raíces y brotes (diferenciados), de 

células en suspensión y callos (indiferenciados), así como en plantas completas (Bourgaud et 

al., 2001; Kreis, 2007; Deshmukh et al., 2011; Pérez-Alonso y Jiménez, 2011). 
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Existen varias ventajas de los cultivo in vitro sobre el cultivo convencional de plantas para el 

estudio y la obtención de metabolitos secundarios, ya que como se mencionó, se realizan en 

condiciones controladas independientemente de factores ambientales bióticos y abióticos. 

Además, el proceso de extracción puede ser más simple, rápido y eficiente y así obtener un 

incremento considerable en el rendimiento de los metabolitos específicos (Pérez-Alonso y 

Jiménez, 2011).  

 

Diversos grupos de metabolitos secundarios han sido obtenidos en cultivos in vitro, el contenido 

y tipo de metabolitos es dependiente de la especie vegetal, del tipo de cultivo (células, tejidos, 

órganos o plántulas), del medio de cultivo (nutrientes, pH) y de las condiciones de cultivo 

(temperatura, horas e intensidad de luz (Niaziam y Sabattini, 2021). Existen diversos reportes 

en los que se ha definido el tipo de cultivo in vitro y el o los metabolitos producidos, con lo 

reportado en el cultivo in vitro de raíces de Ipomoea carnea, en el que se identificó la producción 

de ácidos fenólicos, diversos flavonoides y cumarinas (Rojas-Idrogo et al., 2014); en brotes in 

vitro de Tanacetum parthenium, los que acumularon un mayor contenido de fenoles y 

flavonoides durante la etapa de crecimiento exponencial; y en plántulas de Diospyros anisandra, 

en las que se determinó la presencia de plumbagina, β-sitosterol, vitamina E, estigmasterol y 

taraxasterol (Aguilar et al., 2023). En tejidos desdiferenciados, se ha obtenido taxol a partir de 

callos de Taxus sp. (Barrales-Cureño y Soto-Hernández, 2012), y en suspensiones celulares de 

Piper cernuum se observaron altos niveles de fenoles a los 6 días de cultivo (Delgado-Paredes 

et al., 2013). 

 

2.4.1. Variación de metabolitos secundarios in vitro 

  

Los cultivos de células, callos, raíces adventicias o brotes generalmente requieren un suministro 

de reguladores del crecimiento para la proliferación de biomasa y acumulación de metabolitos 

(Murthy et al. 2014). Los cultivos celulares vegetales no siempre producen sustancias de manera 

cualitativa y cuantitativamente, equivalentes a las producidas por las plantas donantes. La 

producción y el perfil de compuestos químicos pueden ser inestables, ya que las células 

vegetales que crecen en medios de cultivo experimentan un entorno bioquímico y fisiológico 

diferente al de las células que forman parte de la planta completa. A veces es necesario un cierto 
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nivel de organización en los cultivos para que se sinteticen los metabolitos, ya que requieren un 

grado de diferenciación celular para su producción (Trejo-Tapia y Rodríguez-Monroy, 2007; 

Pérez-Alonso y Jiménez, 2011).  

 

Un ejemplo de la relación del nivel de diferenciación celular con el contenido de metabolitos 

secundarios, se ha reportado en cultivos de Lallemantia iberica (cabeza de dragón), donde se 

encontró un mayor contenido de ácidos fenólicos en callos que en brotes, pero un mayor 

contenido de flavonoides en brotes que en callos (Pourebad et al., 2015). Cambios en el perfil 

químico de metabolitos secundarios como terpenos y polifenoles, también se han observado en 

alguno tejidos cultivados in vitro, demostrando con ello el efecto de las condiciones y medios 

de cultivo, como lo observado en brotes cultivados in vitro de guayaba (Psidium guajava), en 

los que se identificaron nuevos compuestos, al compararlos con los producidos en brotes de 

plantas cultivadas en campo (Capote et al., 2009). 

 

Así también, se obtuvo una mayor producción de aloína, uno de los principales metabolitos de 

Aloe vera (sábila), en callos y hojas de plántulas in vitro, que en hojas de plantas silvestres 

(Matos-Acurero, 2011). En callos de neem (Azadirachta indica), se observó una mayor 

producción de azadiractina en células obtenidas de callos, derivados de hojas que en aquellas 

obtenidas de cotiledones (Fernández-Da Silva et al., 2021). Esta variación, tanto del perfil como 

del contenido de compuestos secundarios, se relacionan con cambios en la actividad 

antioxidante y otras actividades biológicas, como lo señalado en cultivos in vitro de la orquídea 

Rhynchostele rossii (Gutiérrez-Sánchez et al. 2020). 

 

Con las diferentes investigaciones que han utilizado los diferentes sistemas de cultivos in vitro 

como las suspensiones celulares, los callos, los brotes y plántulas, se ha determinado que los 

reguladores de crecimiento son uno de los factores más importantes que afectan la 

diferenciación celular y por tanto, el crecimiento celular y la producción de metabolitos 

secundarios. Una apropiada concentración en el medio de cultivo, de auxinas y citocininas, es 

un determinante crítico para controlar la producción de este tipo de compuestos in vitro (Pan et 

al., 2020). La multiplicación masiva de plántulas bajo condiciones in vitro, proceso denominado 

micropropagación, es un método considerado de alto valor para producir fuente de biomasa 
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vegetal para la obtención de metabolitos secundarios (Sharma et al., 2021). Por ello, el cultivo 

de los diferentes sistemas de cultivos in vitro de células, tejido u órganos vegetales, son una 

buena opción para el estudio de los factores que determinan una óptima producción de 

metabolitos secundarios, como la diferenciación celular. 

 

2.5. Cultivos in vitro de zapote blanco 

 

Aunque son limitadas las investigaciones sobre el cultivo in vitro de zapote blanco, Martínez et 

al. (2006) desarrollaron cultivos de callos en diferentes tejidos (hoja, raíz, cotiledones y tallo) 

de plántulas establecidas in vitro mediante el cultivo de semillas. Por otro lado, Alhady y Reda 

(2017) lograron la regeneración de plantas en el medio de cultivo MS con reguladores de 

crecimiento, tras seis semanas del establecimiento de los tejidos. Además, Abd-Elmeged et al. 

(2015) informaron sobre un sistema completo de micropropagación de zapote blanco, iniciado 

a partir del establecimiento in vitro de ápices de ramas de árboles. Este sistema alcanzó un 

óptimo de brotación en medio MS (Murashige y Skoog, 1962) con 1 mgL-1 de benciladenina 

(BA) y 0.5 mgL-1 de ácido naftalenacético (ANA), y el enraizamiento de los brotes se llevó a 

cabo con 10 mgL-1 de ácido-3-indolbutírico (AIB) más 1.5 mgL-1 de ANA. Como resultado, se 

logró la aclimatación de las plántulas en invernadero. 
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3. JUSTIFICACIÓN 

 

El cultivo in vitro de tejidos, órganos vegetales y plantas, es una herramienta con la que se han 

establecido sistemas indiferenciados como callos y células en suspensión, así como 

diferenciados (brotes, raíces y plántulas), que son utilizados para el estudio de la producción de 

metabolitos secundarios. 

 

Respecto a estos últimos, es de gran interés, estudiar la producción de fenoles en cultivos in 

vitro de zapote blanco (C. edulis), con fines de evaluar el efecto de los procesos de 

diferenciación (plántulas) e indiferenciación (callos) sobre el contenido de éstos y relacionarlo 

con la actividad antioxidante. 
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4. HIPÓTESIS 

 

El contenido de fenoles y la actividad antioxidante es dependiente de los procesos de 

diferenciación en los cultivos in vitro de zapote blanco (C. edulis). 
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5. OBJETIVOS 

 

5.1. Objetivo general 

 

Determinar el efecto de la diferenciación celular en el contenido de fenoles y en la actividad 

antioxidante, en cultivos in vitro de zapote blanco (C. edulis). 

 

5.1.1. Objetivos específicos 

 

1. Establecer cultivos in vitro de zapote blanco (C. edulis) a partir de segmentos nodales 

de ramas jóvenes de un árbol adulto, determinando diversas rutinas de asepsia en ramas 

recolectadas en las cuatro estaciones del año. 

 

2. Determinar las condiciones y medios de cultivo para obtener cultivos indiferenciados 

(callos) y diferenciados (plántulas), variando la concentración y tipos de reguladores de 

crecimiento (auxinas/citocininas). 

 

3. Analizar el efecto de la diferenciación sobre el contenido de fenoles (ácidos fenólicos y 

flavonoides totales) y actividad antioxidante en callos y plántulas de zapote blanco (C. 

edulis). 
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6. ESTRATEGIA EXPERIMENTAL 
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7. RESULTADOS 

7.1 Capítulo I. Efecto de rutinas de asepsia y estación de recolecta de segmentos nodales de 

ramas jóvenes de un árbol adulto de zapote blanco (Casimiroa edulis) 

durante el establecimiento in vitro para la inducción de callos, brotes y 

plántulas. 
 

Resumen  

 

El zapote blanco (Casimiroa edulis La Llave et Lex.) (Rutaceae), es un árbol nativo que se 
distribuye en México, cuyos frutos son una fuente de alimento, importante en nuestra dieta por 
su actividad antioxidante. Diversas partes de esta planta son utilizadas en la medicina tradicional 
mexicana, para el tratamiento de hipertensión, insomnio y ansiedad. Debido a su importancia 
como alimento y medicinal es necesario establecer cultivos in vitro con el propósito de realizar 
estudios de diferenciación e indiferenciación, y el efecto de estos procesos en la producción de 
metabolitos secundarios, en específico de compuestos fenólicos. El objetivo del presente estudio 
fue establecer cultivos in vitro de zapote blanco a partir de segmentos nodales de ramas de 
árboles adultos, recolectadas en las cuatro estaciones del año (primavera, verano, otoño e 
invierno), utilizando cinco rutinas de asepsia, que consistieron en el uso de tres soluciones 
conteniendo hipoclorito de sodio comercial, detergente neutro y el fungicida Tecto 60®. El 
establecimiento óptimo se consiguió con la siembra segmentos nodales conteniendo yemas 
apicales y axilares, en medio nutritivo MS (Murashige y Skoog), con 30 gL-1 de sacarosa, 7 gL-

1 de agar, 1 gL-1 de carbón activado, 5 gL-1 de Tecto60® y 500 mgL-1 de ampicilina, con 0.05 
mgL-1 de benciladenina (BA) y mantenidas en cuarto de cultivo (25°C, 16 h de luz con 
fotoperíodo, 32 µmolm²s-1). A los 14 días, la mejor rutina de asepsia fue R5 en explantes 
recolectados en invierno (84.7% de supervivencia, 5% de contaminación y 5% por 
pardeamiento), que consistió en: Solución 1, hipoclorito de sodio comercial (6% de cloro activo) 
10% v/v + 10 gL-1 Tecto60® por 5 min; Solución 2, detergente neutro (Hyclin®) 20% v/v + 10 
gL-1 Tecto60® por 15 min; Solución 3, hipoclorito de sodio comercial 20% v/v + 10 gL-1 
Tecto60® por 20 min]. A los 28 días se desarrolló el brote inicial, utilizado como fuente de 
yemas apicales, que fueron cultivadas en medio Murashige y Skoog (MS) con BA (0.5 y 1 mgL-

1) y ácido naftalenacético (ANA) (0-0.5 mgL-1) para inducir la formación y multiplicación de 
brotes; el enraizamiento de brotes y formación de plántulas se evaluó en MS con ácido indol-3-
butírico (AIB) (0-25 mgL-1). Para la formación de callo, los explantes se cultivaron en BA (0-
0.5 mgL-1) y Picloram (ácido 4-amino-3,5,6-tricloropicolínico) en diferentes concentraciones 
(0, 0.1, 0.25, 0.5, 1 y 2 mgL-1). Un óptimo número de brotes se obtuvo en el 0.5 mgL-1 BA y 0.1 
mgL-1 ANA (6 brotes/explante), la formación de callo se obtuvo en MS con 2 mgL-1 Picloram 
con tejido indiferenciado del 40% en promedio de los explantes. A los 28 días del cultivo de los 
brotes en MS ½ con 15 mgL-1 AIB, se formaron plántulas (4.5 cm de altura, 3.2 raíces de 3 cm 
de largo). Con esta investigación se logró el establecimiento in vitro de segmentos nodales de 
un árbol adulto de zapote blanco, seleccionando una óptima rutina de asepsia y época de 
recolecta, obteniendo los medios de cultivo para el cultivo callos, brotes y plántulas, que fueron 
utilizados para la determinación de fenoles totales y la actividad antioxidante (Capítulo 2). 
 
Palabras clave: Asepsia, callos, cultivos in vitro, diferenciación, plántulas, zapote blanco. 
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Introducción  

 

El establecimiento in vitro de árboles frutales, generalmente se realiza con la siembra de 

semillas, debido a los bajos índices de contaminación y oxidación que se presentan, pero al 

usarlas, se obtienen plantas con variabilidad genética y pueden perderse características 

particulares de los genotipos, o pueden presentarse bajos porcentajes de germinación y las 

épocas de colecta son anuales, en muchas de las especies. Además, hay árboles que no producen 

semillas o su producción es muy baja (Abdelnour et al., 2011; Minchala-Patiño et al., 2014). 

Una alternativa a esta problemática es el uso de explantes vegetativos como los segmentos 

nodales que contienen yemas apicales y axilares, segmentos de hojas, tallos y de raíces, que son 

útiles para la conservación de genes de interés comercial debido a que es un sistema de 

propagación clonal o asexual (López-Gómez et al., 2011).  

 

Sin embargo, una de las desventajas del cultivo in vitro de explantes vegetativos, son los altos 

índices de contaminación, debido a su morfología, los meristemos se encuentran cubiertos por 

primordios foliares que se encuentran muy cerrados y las soluciones de asepsia no penetran 

hasta los meristemos, sumando las condiciones climáticas que influyen en la contaminación. En 

condiciones climáticas en zonas tropicales, favorecen el desarrollo y la multiplicación de los 

microorganismos, que tienen un efecto negativo sobre los explantes (Gándara-Ledezma et al., 

2023). También, al utilizar rutinas de asepsia muy agresivas, se activan enzimas tipo 

polifenoloxidasas y tirosinasas, y se presenta la oxidación de los tejidos (Hernández y Gonzáles, 

2010). 

 

Para disminuir la contaminación o la oxidación en este tipo de explantes y asegurar un óptimo 

establecimiento in vitro, se han desarrollado distintas rutinas de asepsia, como las reportadas en 

explantes de aguacate (Persea americana var. drymifolia), en los que se utilizaron 

combinaciones de detergente, fungicida (Antrak 500 PH) y bactericida (Agry-Gent Plus 800) 

así como el uso de ácido cítrico y ácido ascórbico, obteniendo solo un 60% de contaminación y 

un 7 % de oxidación (Ibarra-López et al., 2016). Para el establecimiento in vitro de Myroxylon 

balsamum, un árbol de uso maderable y medicinal, se utilizó una solución bactericida 

(Povidyn®), hipoclorito de sodio (NaClO), Tween y cloruro de mercurio (HgCl2), obteniendo 
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un porcentaje de supervivencia del 90% y ningún tejido oxidado, después de 30 días de su 

cultivo (Indacochea et al., 2018). En otras investigaciones se ha demostrado también el 

establecimiento in vitro de especies leñosas, frutales o forestales, como campincerán (Dalbergia 

congestiflora) (Hernández-García et al., 2021), coco (Cocos nucifera) (Nguyen et al., 2015), 

plátano (Musa balbisiana) (Suman, 2017) y manzana (Malus domestica) (Teixeira da Silva et 

al., 2019). Sin embargo, la eficiencia de establecer cultivos in vitro de estos tipos de plantas, 

depende de la especie, del tipo y etapa fenológica de los explantes, así como de la época de 

colecta (Zurita-Valencia et al., 2014). 

 

Una vez que se han establecido los cultivos in vitro y se obtienen altos porcentajes de 

supervivencia de los explantes y un óptimo crecimiento y desarrollo de éstos, se utilizan como 

fuente de tejidos (nudos, entrenudos o yemas apicales) para conseguir la inducción de callos o 

de brotes, etapa en la que es muy importante utilizar un medio de cultivo y una combinación de 

citocinina y auxina para la inducción de la formación de brotes o de callos (Larson et al., 2006; 

Feeney et al., 2007; Rashmi y Trivedi, 2014). Abdelnour et al. (2011) logró un óptimo 

establecimiento in vitro del pilón (Hieronyma alchorneoides), una especie de valor maderable, 

obteniendo un 65% de brotación con 0.5 mgL-1 de BA en medio MS al 50%;  Echenique y Calle 

(2020), establecieron cultivos in vitro a partir de pétalos de cacao (Theobroma cacao), 

obteniendo un 34% de callo; y un alto número de brotes (9.6 brotes/explante) se reportó en 

yemas axilares de Dalbergia congestiflora, también un árbol de valor maderable, en MS con 

1 mg L−1 de BA y 0.1 mgL-1 de ANA (García-Hernández et al., 2021). 

 

La inducción de callos, además de ser útil para la micropropagación por la formación de brotes 

o de embriones somáticos, pueden ser utilizados para el establecimiento de suspensiones 

celulares y realizar estudios de producción de metabolitos secundarios. Esta etapa, generalmente 

se requiere de una elevada concentración de auxinas, para lo cual se utilizan el ácido 2,4-

diclorofenoxiacético (2,4-D), ANA, Dicamba y Picloram, combinadas con citocininas como BA 

(Trabelsi et al., 2010), como se ha reportado para dos especies de eucalipto (Eucalyptus globulus 

y E. erythronem (Glocke et al. 2006; Larson et al., 2006). En cotiledones de Eucalyptus grandis 

x E. urophylla, el uso de Picloram fue determinante para la inducción rápida y eficiente en la 

formación de callos, al compararse con Dicamba y 2,4-D (Coelho de Moura et al., 2017). Así 
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mismo, en explantes de inflorescencias de la palma de aceite (Elaeis guineensis) cultivados en 

MS adicionado con Picloram, no solo se obtuvo el mayor porcentaje de explantes con callo 

(77.78%), sino que la inducción fue muy rápida, después de 10 días del cultivo (Kartika et al., 

2019). 

 

El zapote blanco (C. edulis La Llave et Lex.), un árbol frutal de la familia Rutaceae, es una 

especie con pocos estudios de cultivos in vitro, posiblemente a la problemática antes 

mencionada que este tipo de plantas presenta. Debido a que posee propiedades medicinales, ya 

que es utilizada en la medicina tradicional mexicana, cuyo uso se remonta desde los pueblos 

prehispánicos (Vidal-López et al., 2008), por sus efectos hipnóticos y para el tratamiento de la 

hipertensión, el insomnio y ansiedad (Awaad et al., 2007), y a que también existe poca 

información sobre cultivos in vitro encaminados para su propagación clonal 

(micropropagación), es importante establecer las condiciones óptimas del cultivo in vitro con 

fines de realizar estudios para la inducción de callos, suspensiones celulares, brotes y plántulas 

(Martínez et al., 2006; Abd-Elmeged et al., 2015; Alhady y Reda, 2017). 

 

En nuestro grupo de trabajo existe el interés de establecer cultivos in vitro de esta especie con 

fines de estudiar el efecto de la diferenciación y la indiferenciación celular en la producción de 

sus compuestos principales como los fenólicos, que se reportan en las diferentes partes de la 

planta (Martínez, 1989; Berdonces, 2009; Jiménez, 2012; Argueta, 2014). Por lo tanto, el 

objetivo de esta etapa de la investigación, fue determinar una óptima rutina de asepsia y definir 

la época de la recolecta de los explantes, para asegurar un óptimo establecimiento in vitro de 

zapote blanco a partir de segmentos nodales de ramas jóvenes, para realizar la inducción de la 

formación de callos (callogénesis) y de brotes (organogénesis directa) para el desarrollo de 

plántulas. 

 

Materiales y métodos  

 

Material biológico 

Los cultivos in vitro se establecieron de ramas jóvenes de árboles adultos de zapote blanco (C. 

edulis) a inicios de las cuatro estaciones del año (primavera, verano, otoño e invierno), 
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cultivados en un huerto urbano de la ciudad de Morelia, Michoacán, México (19°41'16.0"N 

101°13'11.6“O). La clasificación taxonómica fue realizada por el Herbario de la Facultad de 

Biología (EBUM) de la Universidad Michoacana de San Nicolás de Hidalgo, con el número de 

folio EBUM 2200 (Figura 2). 

 

Medios y condiciones de cultivo 

 

Se utilizaron frascos de cultivo de vidrio de un volumen de 100 mL con 20 mL de medio de 

cultivo, con tapa tipo magenta. La incubación se realizó en condiciones de cuarto de cultivo: 25º 

C de temperatura, un fotoperiodo de 16 horas/luz, lámparas de luz blanca fluorescente con una 

intensidad de 32 µmolm-²s-1 (~2000 luxes). Para el establecimiento in vitro se utilizó el medio 

basal de Murashige y Skoog (MS) (Murashige y Skoog, 1962), con 30 gL-1 de sacarosa, 7 gL-1 

de agar bacteriológico, 1 gL-1 de carbón activado, 500 mgL-1 de ampicilina (AMSA Lab., 

México), 5 gL-1 del fungicida Tecto60® (Tiabendazol 600, Syngenta, México) y 0.05 mgL-1 de 

benciladenina (BA), con un ajuste de pH de 5.75. Se utilizaron soluciones concentradas (stocks), 

mantenidas en refrigeración o congelación.  

 

 

Figura 2. Ejemplar de herbario de zapote blanco (A) y ficha de confirmación de especie 
(Folio 2200 EBUM) (B). 
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Todas las sales son de Meyer® (México); las vitaminas, myo-inositol, glicina y los reguladores 

de crecimiento (benciladenina, BA; ácido α-naftalenacético, ANA; ácido indol-3butírico, AIB; 

y ácido 4-amino-3,5,6-tricloropicolínico (Picloram), son de Sigma-Aldrich® (México). La 

sacarosa y agar de Bioxón®, México.  

 

Establecimiento del cultivo in vitro 

 

El establecimiento in vitro se realizó a partir de segmentos nodales de ramas de 4 a 5 cm de 

largo con yemas apicales y axilares (Figura 3A), recolectadas en las cuatro estaciones del año, 

que fueron tratadas con diversas rutinas de asepsia (Cuadro 5). A los 14 días se determinaron 

los porcentajes de contaminación, oxidación y supervivencia de los explantes. 

 

Inducción de la formación de callos, brotes, raíces y plántulas 

 

Para la respuesta de diferenciación e indiferenciación in vitro, se cultivaron yemas apicales del 

brote inicial de 28 días de cultivo en el medio MS con 1 gL-1 de carbón activado, 10 gL-1 de 

fungicida (Tecto60®) y 250 mgL-1 de ampicilina.  

 

 

Cuadro 5. Rutinas de asepsia para el establecimiento in vitro de segmentos nodales de 
zapote blanco (C. edulis). 

 
 

No. 

Rutina 

 

Soluciones de Asepsia 

Solución 1 Solución 2 Solución 3 

Hipoclorito 
de sodio 

comercial 
(%) 

Tecto60 
(gL-1) 

Exposición 
(min) 

Detergente 
neutro (%) 

Exposición 
(min) 

Hipoclorito 
de sodio 

comercial 
(%) 

Tecto60 
(gL-1) 

Exposición 
(min) 

R1 10 5 10 20 5 20 5 15 
R2 10 5 15 20 5 20 5 20 
R3 10 10 10 20 5 20 10 15 
R4 10 10 15 20 5 20 10 20 
R5 10 25 5 20 15 20 25 20 
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En el cuadro 6 se muestran las combinaciones de BA y Picloram para la inducción de la 

formación de callo; para la formación de brotes, se utilizaron las combinaciones de BA y ANA 

que se describen en el cuadro 7. 

 

El enraizado se determinó con la siembra de brotes micropropagados en MS ½ (a la mitad de 

nutrientes y vitaminas) con AIB en concentraciones de 0, 1, 5, 10, 15 y 25 mgL-1. Cada 7 días 

se realizaron observaciones para determinar los porcentajes de formación de callos, de brotes, 

así como del número de brotes, de raíces y su tamaño (cm). Las plántulas desarrolladas en el 

medio óptimo de enraizado, fueron cultivadas en MS con 0.05 mgL-1 por 28 días. 

 

Cuadro 6. Tratamientos para la inducción de callos en segmentos de tallos de zapote 
blanco (C. edulis).  

Tratamiento Benciladenina (mgL-1) Picloram (mgL-1) 
T1 0.05 0.1 
T2 0.1 0.1 

T3 0.05 1.0 
T4 0.1 1.0 
T5 0 0.1 

T6 0 1.0 
T7 0 0.5 
T8 0 2.0 

 

 
Cuadro 7. Tratamientos para la inducción de brotes en yemas apicales del brote inicial in 

vitro de zapote blanco (C. edulis). 

Tratamiento Benciladenina (mgL-1) Ác. naftalenacético (mgL-1) 
T1 0.5 0.05 

T2 0.5 0.25 
T3 0.5 0.5 
T4 0.5 0.1 

T5 1.0 0 
T6 1.0 0.1 
T7 1.0 0.25 
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Cinética de crecimiento de callos  

 

A los 30 días del cultivo inicial se obtuvo callo debidamente formado, por lo cual se 

subcultivaron 0.5 g de callo (peso fresco, p.f.) procedente del mejor medio de cultivo de 

inducción de callo. Para obtener el peso, se tomaron muestras de callo durante 5 días por 35 días 

y se pesaron en una balanza analítica.  

 

Análisis estadístico 

 

Los resultados se expresan como la media ± desviación estándar, el número de muestra (n) fue 

dependiente de cada etapa de la investigación: para el establecimiento in vitro y para el 

trasplante, aclimatación y cultivo en invernadero, se utilizó una n=25; para la formación de 

callos, inducción de brotes y enraizado la n fue de 5. Los datos se procesaron mediante un 

análisis de varianza de una vía y las medias se compararon con la prueba de Tukey con un nivel 

de significación de p≤0.05, utilizando el paquete estadístico JMP8. 

 

Resultados 

 

Selección de la rutina de asepsia óptima para el establecimiento in vitro 

 

La contaminación microbiana y la oxidación de explantes son las mayores dificultades para el 

establecimiento in vitro de árboles o especies leñosas (Hernández y Gonzáles, 2010), aunque se 

ha observado éxito en diversas especies (Abdelnour et al., 2011; Ibarra-López et al., 2016; 

Perales et al., 2016; Hernández-García et al., 2021). Durante el establecimiento in vitro de 

explantes de zapote blanco (Figura 3), la oxidación (Figura 3B) y la contaminación (Figura 3C) 

de los explantes se observaron en altos porcentajes en los provenientes de las ramas colectadas 

en las estaciones de verano y otoño. Sin embargo, los colectados en primavera e invierno 

mostraron los más altos porcentajes de supervivencia con una de las rutinas utilizadas, 

obteniendo explantes con baja proporción de oxidación y que mantuvieron su color verde y 

óptima apariencia para conseguir la formación de brote inicial, ya que las yemas se observaron 

activas (Figura 3D). 
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Figura 3. Explantes de zapote blanco (C. edulis) durante el establecimiento in vitro: A) 
Segmento nodal con yemas apicales y axilares; B) Oxidación del explante; C) 
Contaminación fúngica en explante; D) Explante superviviente. A los 14 días de 
cultivo. 

 

Durante el establecimiento in vitro de los explantes de zapote blanco, la contaminación fue más 

baja en los explantes de ramas recolectadas en primavera e invierno, ya que, con todas las rutinas 

de asepsia utilizadas, los porcentajes fueron menores al 30%, presentando los valores más bajos 

con el uso de la rutina 5 (R5) con solamente un 7.5% de contaminación en explantes de 

primavera y un 5% en los de invierno, sin diferencias significativas entre éstos (Figura 4). Los 

mayores porcentajes de contaminación (82.8-96%) se presentaron en los explantes recolectados 

a inicios del verano, independientemente de las rutinas de asepsia utilizadas, resultados similares 

se obtuvieron en otoño, aunque con porcentajes más bajos de contaminación (30-85.5%), 

obteniendo el valor más bajo en los explantes tratados con R5 (Figura 4A). La contaminación 

de los explantes fue por hongos (Figura 3C), aún con la adición de fungicida en el medio de 

cultivo, debido a que el medio fue suplementado con antibiótico, no hubo la presencia de 

bacterias. 

 

Los porcentajes de oxidación fueron menores al 30% en todos los explantes cultivados, aunque 

en los recolectados en otoño se presentaron los valores más altos con las rutinas R2, R3, R4 y 

R5, con porcentajes sin diferencias significativas entre los valores obtenidos en explantes de 

primavera e invierno, con las rutinas R2 y R4. En los explantes de primavera e invierno, los 

porcentajes de oxidación fueron más bajos con el uso de la rutina R5, con un 6% y 5%, 

respectivamente, sin diferencias significativas entre estos valores (Figura 4B). Los explantes de 
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ramas recolectadas en verano mostraron los porcentajes bajos de oxidación (3.2-4.5%) debido 

a que un alto porcentaje de los explantes presentaron contaminación fúngica. 

 

 
 
Figura 4.  Porcentajes de contaminación (A), oxidación (B) y supervivencia (C) de 

explantes de segmentos nodales de zapote blanco (C. edulis) de ramas 
recolectadas en primavera, verano, otoño e invierno, tratados con cinco diferentes 
rutinas de asepsia (R1, R2, R3, R4 y R5). A los 14 días del cultivo. Letras distintas 
indican que existe diferencia significativa (p≤0.05, n=25, prueba de Tukey). 

 

Debido a la alta contaminación fúngica en los explantes de ramas recolectadas en verano y 

otoño, así como por la oxidación de éstos, los porcentajes de supervivencia fueron los más bajos, 

con un 1 a 6% en los de verano y con un 2.4 a 44.5% en los de otoño. En éstos, el uso de la 

rutina R5 favoreció la supervivencia más alta de los explantes (Figura 4C). Con esta rutina (R5), 

los explantes de primavera e invierno, mostraron los más altos porcentajes de supervivencia con 

84 y 84.7%, respectivamente, sin diferencias significativas entre ambos valores. En los 
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explantes de primavera, la supervivencia fue igual independientemente de las rutinas R1 a R4, 

con porcentajes de 50.72 a 59.5%. Sin embargo, en las de invierno, con la rutina R4 se obtuvo 

un porcentaje de supervivencia de 34.2% (Figura 4C). En los explantes de ramas de zapote 

blanco recolectadas en primavera e invierno, la disminución de la contaminación fúngica y los 

altos porcentajes de supervivencia se relacionó con los mayores tiempos de exposición de las 

soluciones de asepsia, en las que se adicionó el fungicida en altas concentraciones.  

 

Resultados similares de porcentajes de contaminación fueron reportados durante el 

establecimiento in vitro de aguacate (Persea americana var. drymifolia), al utilizar 

combinaciones de detergentes, fungicida (Antrak 500 PH) y bactericida (Agry-Gent Plus 800), 

en agitación constante por 1.5 horas para obtener un 73% de supervivencia de tejido libre de 

contaminación (Ibarra-López et al., 2016). En el establecimiento in vitro de Myroxylon 

balsamum, un árbol de uso maderable y medicinal, utilizaron una solución bactericida 

(Povidyn® al 1%) por 20 min, después, NaClO al 15% v/v, 2 gotas de Tween por 5 min y al 

final HgCl2 por 5 min, obteniendo un porcentaje de supervivencia del 90% (Indacochea et al., 

2018).    

 

El uso de hipoclorito de sodio en el cultivo de tejidos vegetales es el más empleado para el 

control de contaminación microbiana, en inmersiones con un porcentaje que va del 1 al 20% 

(Mroginski et al., 2010). La oxidación, mayormente en el cultivo de tejidos es causada por la 

acción de la enzima polifenol oxidasa que se libera o sintetiza cuando los tejidos sufren lesiones, 

principalmente en especies leñosas (Azofeifa, 2009). Debido a esto, los explantes se oxidan, 

tomando una tonalidad oscura o marrón en los tejidos y perjudicando su crecimiento en el 

cultivo in vitro (De Filippis, 2013). El carbón activado en el medio de cultivo ayudó en reducir 

los niveles de oxidación de los explantes de zapote blanco, como lo reportado en aguacate, 

donde combinaron el carbón activado y el ácido cítrico al medio de cultivo, lo cual permitió 

reducir hasta un 70% el proceso de oxidación (Cortés-Rodríguez et al., 2011).   

 

El uso del medio de establecimiento, que consistió en un medio MS con 30 gL-1 de sacarosa, 1 

gL-1 de carbón activado, 10 gL-1 de Tecto60®, 250 mgL-1 de ampicilina y 0.05 mgL-1 de BA, 

junto con la rutina óptima de asepsia R5, en los explantes de segmentos nodales recolectados 
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tanto en primavera como invierno, permitió el obtener explantes aptos para los estudios de 

callogénesis, brotación y desarrollo de plántulas, obteniendo el desarrollo de brote inicial en 

éstos, desde los 14 días de cultivo (Figura 5A). 

 

Medio de cultivo para la formación y desarrollo de callo 

 

Segmentos de tallo de los brotes regenerados de 28 días de cultivo, de la colecta de invierno 

(Figura 5B), fueron cultivados en los diferentes tratamientos con BA y Picloram, obteniendo la 

formación de callo en todos los tratamientos, con porcentajes de explantes que desarrollaron el 

proceso de indiferenciación desde un 12.5% (T1, 0.5 BA mgL-1 y 0.05 Picloram mgL-1) hasta 

un 40.6 % (T8, 2 mgL-1 Picloram) (Figura 6), a los 28 días del cultivo (Figura 5C). En los 

tratamientos que solo contenían Picloram, a excepción del T6, se obtuvieron porcentajes 

similares de formación de callo con 34.4% tanto en T5 (0.1 mgL-1) como en T7 (0.5 mgL-1). 

 

 

 
Figura 5. Desarrollo de brote inicial (A) en explantes de zapote blanco (C. edulis), a los 28 

días del cultivo; B), explante de brote inicial para la inducción de la formación 
de callo; C) Callo a los 14 días del cultivo en MS con 2 mgL-1 de Picloram (T8); 
y, D) Callo de 28 días de recultivo en T8. 

 
 

Aunque el porcentaje de formación de callo en los explantes de zapote blanco es menor al 50%, 

después de 28 días de su cultivo, se realizó el subcultivos de callos con fragmentos de 0.5 cm 

de diámetro en el medio T8, obteniendo un óptimo crecimiento, con el crecimiento de callo 

friable de color amarillo-verdoso hasta los 28 días del cultivo, sugiriendo la óptima selección 

del medio de cultivo para el mantenimiento y proliferación de los callos (Figura 5D). 
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Figura 6.  Porcentajes de formación callos en explantes de zapote blanco (C. edulis) a los 
28 días del cultivo en MS con diferentes tratamiento de BA y Picloram. Letras 
distintas indican que existe diferencia significativa (p≤0.05, n=5, prueba de 
Tukey). 

 

 

Para la inducción de la formación de callo, se ha determinado que factores como el tipo de 

explante, la posición durante el cultivo, de la especie vegetal y de la combinación y tipos de 

reguladores de crecimiento, así como la luz, son importantes, aunque la adición de auxina al 

medio de cultivo inductor de callo es lo esencial para lograr la indiferenciación del tejido y 

lograr una óptima formación de callo y que se mantenga bajo crecimiento in vitro (Trabelsi et 

al., 2010). El Picloram se ha utilizado para la obtención de callos con estabilidad genética a 

comparación del Dicamba, o del 2,4-D, tanto en especies medicinales como forestales. En 

explantes de Dioscorea tokoro se usó 2.4 mgL-1 de Picloram para la inducción y formación de 

callo (Ishizak, 2021), en Verbena bipinnatifida, el mejor desarrollo del callo se obtuvo con una 

concentración de 2 mgL-1 de Picloram (Genady, 2017). 

 

Fonseca-Carrasco et al. (2020) demostraron que el tipo de explantes y la posición de cultivo 

(limbos foliares en posición abaxial y adaxial, tallos seccionados transversal y 

longitudinalmente y pecíolos) de Morus alba (morera), no tuvo un efecto directo en la formación 

de callos, ya que con éstos se obtuvieron valores superiores al 86 %, a los 30 días de cultivo, en 

medio con 2.0 mgL-1 de BA y 0.5 mgL-1 de 2,4-D. 
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Aunque con BA y Picloram se obtuvo la formación de callos en explantes de zapote blanco, el 

Picloram ejerció un mayor efecto tanto en la indiferenciación como en mantener el crecimiento 

de los callos de una manera óptima durante el desarrollo de la investigación. 

 

Determinación del crecimiento de callo 

 

Se realizó la determinación del crecimiento de callo con base en peso fresco (p.f), mediante una 

cinética de crecimiento de 35 días, con callos cultivados en el medio T8. En la figura 7A se 

observa que la mayor producción de biomasa de peso fresco, se registró al día 30 de cultivo, a 

partir del cual el peso disminuye. En esta cinética de crecimiento se observa una etapa de 

adaptación de diez días, en seguida de la cual inicia la etapa de crecimiento exponencial, en la 

que, se observan los valores de peso fresco crecientes, hasta el día 30, en el que se obtuvo el 

máximo valor con 2.25 g p.f., lo cual indicó un incremento de hasta 4.5 veces, el inóculo inicial. 

A este tiempo se observó un decremento fuerte del crecimiento de callo (Figura 7A). En las 

figuras 7B y 7C se observa el fragmento de callo al inicio de la cinética de crecimiento y a los 

30 días de ésta, respectivamente. 

 

La importancia de inducir a la formación de callo en explantes de plantas con interés medicinal, 

es por el potencial para formar órganos (organogénesis) o embriones somáticos (embriogénesis 

somática), si el interés es la micropropagación y el mejoramiento genético, pero también para 

la producción de metabolitos secundarios (Rashmi y Trivedi, 2014; Rodríguez-Beraud et al., 

2014; Ochoa-Villarreal et al., 2016). En cinéticas de crecimiento de callos como Bletilla striata, 

se presentó un peso máximo a los 33 días tanto en peso fresco como peso seco (Pan et al., 2022), 

para Angelica sinensis el peso máximo fue a los 21 días (Huang et al., 2015), en Zingiber 

officinale se utilizaron 8 mgL-1 de Picloram, estudio en el que, los callos alcanzaron su peso 

máximo de 3.68 g p.f. a los 45 días (Gnasekaran et al., 2023). La cantidad de biomasa producida 

por los callos de zapote blanco puede considerarse óptima ya que un aumento de 4.5 veces en 

30 días se ha reportado en promedio en otras especies vegetales como las antes mencionadas. 
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Figura 7. Crecimiento de callo (peso fresco) (A) de zapote blanco (C. edulis) durante 35 
días de cultivo, cultivados en MS con 2 mgL-1 de Picloram; B) Callo al inicio de 
la cinética de crecimiento; C) Callo a los 30 días de la cinética de crecimiento. 
Letras distintas indican que existe diferencia significativa (p≤0.05, n=3, prueba 
de Tukey). 

 
 

Medio de cultivo para la formación y desarrollo de brotes 

 

Para establecer las condiciones de inducción de formación y multiplicación de brotes, yemas 

apicales de los brotes iniciales de los segmentos nodales de zapote blanco, fueron cultivados en 

los diferentes tratamientos con BA/ANA (Figura 9A), presentándose la brotación solo en 4 de 

los tratamientos evaluados, con el mayor número de brotes (11 brotes/explante) en el tratamiento 

T3 (0.5 mgL-1 BA y 0.5 mgL-1 ANA) a los 28 días del cultivo y en el tratamiento T7, con 9 

brotes/explante (1 mgL-1 BA y 0.25 mgL-1 ANA) (Figura 8). 
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Figura 8. Número de brotes obtenidos en yemas apicales del brote inicial in vitro de zapote 
blanco (C. edulis) obtenidos en diferentes concentraciones de BA/ANA, a los 28 
días del cultivo. Letras distintas indican que existe diferencia significativa 
(p≤0.05, n=5, prueba de Tukey). 

 
 

Aunque a los 28 días, el mayor número de brotes se observó en los tratamientos T3 y T7, éstos 

mostraron un desarrollo con pequeños brotes y cloróticos (Figuras 9B, 9C), a comparación del 

tratamiento T4 (0.5 mgL-1 BA y 1 mgL-1 ANA), donde se obtuvo una respuesta promedio en el 

número de brotes (6 brotes/explante), pero con un mejor desarrollo, mostrando una mayor 

apariencia de crecimiento (Figura 9D). Este medio de cultivo se utilizó para realizar de forma 

masiva la brotación múltiple y posteriormente llevarlos al enraizado para la producción de 

plántulas. 

 

El uso de BA y ANA son los más utilizados para la obtención de brotes, reportado con una 

combinación de 0.5 mgL-1 de BA y 0.2 mgL-1 de ANA a los 42 días de siembra, una óptima 

producción de brotes de zapote blanco (Abd-Elmeged et al., 2015). Para la obtención de 

brotación in vitro de Paeonia rockii utilizaron concentraciones parecidas a las utilizadas en esta 

investigación, que va de 0.5 a 1 mgL-1 de BA y 0.5 a 2.5 mgL-1 de ANA (Teixeira da Silva et 

al., 2012).   
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Figura 9.  Formación y desarrollo de brotes en yemas apicales de zapote blanco (C. edulis) 
en diferentes concentraciones BA/ANA: A) Explante inicial; B) Brotes en T3; C) 
Brotes en T7; y, D) Brotes en T4. A los 28 días de cultivo.  

 

Medio de enraizamiento de brotes y formación de plántulas 

 

Los brotes de 2 cm de longitud se colocaron en las diferentes concentraciones de AIB y cada 7 

días se observó la presencia de raíz. Solamente en los tratamientos con 10 mgL-1 y 15 mgL-1 se 

obtuvieron brotes con respuestas, con porcentajes que desarrollaron raíces del 33.33% y 

66.66%, respectivamente. Desde los siete días del cultivo, los brotes presentaron la formación 

de primordios de raíz (Figura 10A), con un leve crecimiento a los 14 días (Figura 10B), con la 

formación de plántulas a los 28 días, de 4.5 cm de altura, 3.2 raíces de 3 cm de largo) (Figura 

10C). 

 
En trabajos antes reportados de cultivos in vitro de zapote blanco, para el enraizamiento, se 

utilizó 4 mgL-1 de AIB y 0.5 mgL-1 de AIA, obteniendo el 44.44% de presencia de raíz en los 

explantes (Abd-Elmeged, et al., 2015). En otras investigaciones, se ha reportado que los brotes 

inducidos en segmentos nodales de Prosopis cineraria, el enraizamiento fue mejor en el medio 

de cultivo MS con las sales reducidas al 50%, con 3.0 y 5.0 mgL-1 de AIB (Kumar y Singh, 

2009), Resultados similares se han obtenido durante el enraizamiento de Pithecellobium dulce 

(Roxb.), con medio de cultivo compuesto por el 50% de las sales MS más 0.5 mgL-1 de AIB, 2.0 

gL-1 de carbón activado, con lo que se permitió obtener un 80% de plantas enraizadas (Goyal et 

al., 2012). Mientras, en Caesalpinia pulcherrima se obtuvo igual porcentaje de brotes enraizados 
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in vitro con un medio de cultivo que contenía el 50% de las sales MS adicionado con 0.5 mgL-1 

de AIB (Jahan et al., 2014). 

 
 

 
 

Figura 10. Enraizamiento de brotes de zapote blanco (C. edulis) con 15 mgL-1 a los 28 días 
del cultivo. A) Brote con desarrollo de primordios de raíz (7 días); B) Brote con 
desarrollo de raíz (14 días); C) Plántula con raíces de 3 cm de longitud, con hasta 
dos pares de hojas. 

 

 

Conclusiones  

 

Un óptimo establecimiento in vitro de segmentos nodales de ramas jóvenes de un árbol adulto 

de zapote blanco (C. edulis) se logró mediante el uso de la rutina de asepsia R5, que consistió 

en tres soluciones de asepsia, conteniendo hipoclorito de sodio, fungicida y detergente neutro, 

con la concentración más alta del fungicida y mayores tiempos de exposición. Con esto, se 

disminuyó la contaminación y la oxidación de los explantes, incrementando la supervivencia de 

éstos, en específico de los provenientes de las ramas recolectadas tanto en primavera como en 

invierno. 
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Se establecieron los cultivos de callos, de brotes y la formación de plántulas, a partir de la 

siembra de yemas apicales del brote inicial desarrollado en los segmentos nodales, lo que fue 

dependiente de las concentraciones y tipos de reguladores de crecimiento (auxinas y 

citocininas). 
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7.2. Capítulo II. Actividad antioxidante y contenido de compuestos fenólicos en hojas y 

tallos de una planta adulta y de cultivos in vitro (callos y plántulas) de 

zapote blanco (Casimiroa edulis). 

 

Resumen 

El zapote blanco (Casimiroa edulis) es un fruto de consumo en México, pero es más utilizado 
como planta medicinal, principalmente sus hojas como infusión, controlando enfermedades 
degenerativas como la hipertensión, diabetes, estrés, entre otras, que cursan con procesos de 
estrés oxidante. El objetivo de este estudio fue evaluar la actividad antioxidante y el contenido 
de fenoles totales (ácidos fenólicos y flavonoides) en extractos metanólicos de callos y plántulas 
in vitro, así como de hojas y tallos de una planta adulta de zapote blanco. La actividad 
antioxidante se determinó mediante los métodos de DPPH•, ABTS·+ y TAC, y la determinación 
de fenoles y flavonoides totales se utilizó el reactivo Folin-Ciocalteu y el método con cloruro 
de aluminio, respectivamente. En callos se mostró una mayor actividad antioxidante tanto con 
el método DPPH• como el de ABTS·+ con porcentajes de 76.99% y de 89.73%, respectivamente 
Estos valores fueron similares a los presentados por tallos de planta adulta (ABTS·+, 87.25%), 
seguido del de hojas (ABTS·+, 66.53%) y de plántulas in vitro (ABTS·+, 53.08%). Con el método 
de capacidad antioxidante total (TAC), los porcentajes más altos fueron del 97% en los extractos 
metanólicos de hojas y tallos de planta adulta, así como de plántulas cultivadas in vitro (96%), 
observando el valor más bajo en callos con un 68.73%. El mayor contenido de fenoles se obtuvo 
en el extracto de hoja de planta adulta (1.89 mg Eq. AG/g E.S.), con valores cercanos a lo 
mostrado en tallo (1.57 mg Eq. AG/g E.S.), en plántulas in vitro (1.52 mg Eq. AG/g E.S.) y en 
callo (1.51 mg Eq. AG/g E.S.). En cuanto al análisis de flavonoides totales, también el extracto 
de hojas presentó el mayor contenido (2.95 mg Eq. Q/g E.S.), un valor similar al obtenido en 
plántulas in vitro (2.95 mg Eq. Q/g E.S.) pero más alto que el de tallos (1.76 mg Eq. Q/g E.S), 
siendo el contenido en callos, el más bajo (0.36 mg Eq. Q/g E.S.). Con estos resultados, se 
concluye que los cultivos de callos y plántulas in vitro producen tanto ácidos fenólicos como 
flavonoides y su contenido se relacionó con el nivel de diferenciación celular y con la actividad 
antioxidante. Los valores tanto de la actividad antioxidante como del contenido de fenoles, 
demuestran que los cultivos in vitro de zapote blanco, producen compuestos fenólicos similares 
a los producidos en hojas y tallos de planta adulta de zapote blanco, quedando como perspectiva 
el análisis de identificación y cuantificación de los compuestos mayoritarios. 
 
Palabras clave: Actividad antioxidante, callos, fenoles y flavonoides totales, plántulas in 

vitro, zapote blanco. 
 

Introducción  

 

Existe un gran interés por la búsqueda de compuestos que brinden beneficios a la salud, 

principalmente de origen vegetal, en específico aquellos componentes fitoquímicos con una 

variedad de estructuras químicas que presentan efectos fisiológicos en el organismo humano 

(Lustre, 2022). El uso de hojas, tallos y corteza de árboles medicinales se ha estudiado por su 
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efecto en la prevención y mejoría de enfermedades crónico-degenerativas, que cursan con estrés 

oxidante (López-Alarcona y De Nicola, 2103). Estudios en metabolitos secundarios, 

principalmente con fenoles, han demostrado sus propiedades antioxidantes, por lo que son 

considerados como preventivos y/o curativos de enfermedades relacionadas con el desbalance 

del sistema oxidativo como la obesidad, la diabetes y el cáncer, entre otras (Scarpa y Ninfali, 

2015). 

 

Las especies del género Casimiroa, de la familia de Rutaceae, son de gran importancia 

económica y cultural, y se cultivan principalmente por sus propiedades curativas, como el 

zapote blanco (Casimiroa edulis), que habita en el centro y norte de América, y por estas 

características fue llevado a otras partes del mundo donde ahora se cultiva (Mabberley, 2008; 

Vidal-López et al., 2008, Ahlawat et al., 2016, Segura et al., 2018). En el códice Florentino se 

ha confirmado su uso en la población mexicana como planta medicinal, remontando a la época 

precolombina, por su uso como somnífero (Zepeda y White, 2008). Diferentes partes de la 

planta (hojas, raíz, cáliz y frutos) se utilizan en la medicina tradicional (Jiménez, 2012; Argueta, 

2014).  

 

En estudios fitoquímicos de este árbol se ha identificado la presencia de fenoles, como los 

flavonoles y diversos ácidos fenólicos con propiedades antioxidantes (Bertin et al. 2014). Los 

frutos de zapote blanco son las más estudiadas, ya que tienen altos niveles de actividad 

antioxidante entre los frutos tropicales (404.75 µm equivalente de Trolox/100 g) (Moo-Huchin 

et al., 2014; Ribeiro da Silva et al., 2014), debido a la presencia de captadores de radicales 

libres, como el ácido ascórbico, los carotenoides y los compuestos fenólicos D-quercitol, 

quercetina, miricitrina, ácido gálico y apigenina, entre otros (Satheesh, 2015). Hay varios 

factores bióticos y abióticos que haces que la producción de metabolitos secundarios varíe en 

sus concentraciones o que simplemente no se produzcan como en el caso de Physalis 

chenopodifolia, que trabajaron con especies silvestres y domesticadas, siendo la especie 

silvestre la que presentó el mayor contenido de polifenoles y flavonoides en hojas (Barrientos 

et al. 2018). En Diospyro digyna y Diospyro rekoi se evaluó la variación de metabolitos 

secundarios en hojas durante dos años, demostrando un aumento en la época de primavera en 

comparación con las otras estaciones (Ramírez-Briones et al., 2019).  
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Una alternativa para el estudio de la producción de compuestos fenólicos y determinar su 

relación con la actividad antioxidante, es la aplicación de las técnicas del cultivo de tejidos 

como la inducción de callos, el establecimiento de suspensiones celulares, el cultivo de brotes 

y de plántulas, en especial en plantas medicinales. Con esta técnica, se tiene la ventaja de 

producir compuestos bajo condiciones controladas puesto que las células pueden multiplicarse 

fácilmente y producir metabolitos secundarios específicos, aunque esto es dependiente del nivel 

de diferenciación celular, por lo que puede ocurrir variación en el perfil químico de los 

compuestos debido a las condiciones del cultivo in vitro, y a la diferenciación celular (Rivas, 

2015). 

 

Por ejemplo, en cultivos de raíces de Ipomoea carnea se determinó una mayor producción de 

fenoles, diversos flavonoides y cumarinas, que en plantas in situ (Rojas-Idrogo et al. 2014); o 

como en el cultivo in vitro de brotes de Tanacetum parthenium, en los que se obtuvo un mayor 

contenido de fenoles y flavonoides en la etapa de crecimiento exponencial. En tejidos 

indiferenciados, se ha obtenido taxol a partir de callos de Taxus sp. (Barrales-Cureño y Soto-

Hernández, 2012) y las suspensiones celulares de Piper cernuum presentaron altos niveles de 

fenoles a los 6 días de su cultivo (Delgado-Paredes et al., 2013).   

 

Aunque son escasas las investigaciones sobre el cultivo in vitro y obtención de metabolitos 

secundarios de zapote blanco, Martínez et al. (2006) obtuvieron un sistema de callos de 

diferentes tejidos (hoja, raíz, cotiledones y tallo) y plántulas a partir de semilla, para la 

obtención de alcaloides, aunque no reportaron el contenido de compuestos en específico y su 

relación con alguna actividad biológica, así como la comparación con lo producido en tejidos 

vegetales de plantas silvestres. 

 

En este capítulo, se determinó la actividad antioxidante y el contenido de compuestos fenólicos 

y flavonoides totales, en callos, plántulas in vitro, lo que se comparó con lo mostrado en hojas 

y tallos de ramas recolectadas en invierno, de una planta adulta de zapote blanco.  

 

 



44 
 

Materiales y métodos 

 

Material biológico 

 

Las hojas y tallos de obtuvieron de ramas de una planta adulta de zapote blanco (C. edulis) en 

un huerto urbano de la ciudad de Morelia, Michoacán, México (19°41'16.0"N 101°13'11.6“O), 

en la estación de invierno. Los callos y plántulas se obtuvieron a los 30 días de su cultivo in 

vitro, de acuerdo a las condiciones y medios de cultivo, descritos en materiales y métodos del 

capítulo I. 

 

Obtención de los extractos 

 

Los extractos fueron obtenidos de hojas y tallos, así como de callos y plántulas in vitro de zapote 

blanco, utilizando 5 g de cada muestra (peso fresco), por el método de maceración en frío (10 

°C por 5 días, adicionando 50 mL de metanol. Posteriormente, cada extracto fue filtrado en 

embudo con papel filtro Whatman No. 1 y se llevó a sequedad al vacío en un rotavapor marca 

Büchi R-124 a 45 °C, para posteriormente determinar el peso seco de cada uno y resuspender 

con metanol a una concentración de 1 mgmL-1. 

 

Determinación de fenoles totales 

 

El contenido de fenoles totales se determinó de acuerdo con la reacción que presentaron los 

compuestos fenólicos con el reactivo Folin-Ciocalteu (Rodríguez-Valdovinos et al., 2021) 

modificado de Singleton et al. 1999, se tomaron 50 μL de la muestra preparada, se adicionaron 

75 μL de Na2CO3 de concentración del 20% (p/v), 500 μL de agua destilada y 25 μL del reactivo 

Folin-Ciocalteu (1N). La mezcla de reacción se dejó dos horas en reposo en obscuridad en 

condiciones controladas (23 ºC y 65% humedad), para finalmente obtener las absorbancia a 760 

nm en un espectrofotómetro (VE-5100UV) ultravioleta-visible (UV/VIS). Para la curva de 

referencia, se utilizó ácido gálico, en un rango de concentraciones de 0.05 mL-1 a   0.5 mgL-1, 

el contenido de ácidos fenólicos totales fue expresado en mg equivalentes de ácido gálico por 

gramo de extracto seco (mg Eq. AG/g E.S.).   
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Determinación de flavonoides totales 

 

Los flavonoides totales fueron cuantificados de acuerdo al método de Mahboubi et al. (2013), 

que consistió en lo siguiente: se tomaron 100 μL de cada muestra o extracto, se adicionaron 300 

μL de etanol absoluto, 40 μL de cloruro de aluminio (AlCl3, 10% p/V), 40 μL de acetato de 

potasio (CH3CO2K, 1M) y 560 µL de agua destilada. La mezcla de reacción se dejó 30 min en 

reposo en obscuridad en condiciones controladas (23 ºC y 65% humedad) y se obtuvieron las 

absorbancias a 415 nm en un espectrofotómetro (VE-5100UV) de ultravioleta-visible 

(UV/VIS). Para la curva de referencia, se utilizó quercetina, en un rango de concentración de 

0.01 mgL-1 a 0.5 mgL-1, el contenido de flavonoides totales fue expresado en mg de quercetina/g 

extracto seco (mg Eq. Q/g E.S.). 

 

Actividad antioxidante por DPPH• 

 

La medición de la capacidad de reducción del radical 2,2-difenil-1-picrilhidrazilo (DPPH•) se 

llevó a cabo de acuerdo al método reportado por con Rodríguez-Valdovinos et al. (2021) con 

modificaciones de Barriada-Bernal et al. (2014). Se pesaron 9.8 mg de DPPH• y se disolvió en 

100 mL de etanol al 96%. Posteriormente, se colocaron 450 µL de DPPH• del reactivo 

previamente preparado y se mezcló con 50 µL de cada uno de los extractos en una concentración 

de 1 mg/mL. Se incubaron en obscuridad durante 20 min a temperatura ambiente, para 

posteriormente determinar las absorbancias a 523 nm, usando un espectrofotómetro (VE-

5100UV) ultravioleta-visible (UV/VIS). La capacidad de reducción de radicales libres se 

calculó mediante la siguiente ecuación: 

 

Capacidad reductora de radicales (%) = (Ablanco - Amuestra) / Ablanco *100 

 

Donde Amuestra es la absorbancia de DPPH• mezclado con el extracto metanólico y Ablanco 

es la absorbancia de DPPH•, en la que la muestra ha sido reemplazada con metanol. Todas las 

mediciones se realizaron por triplicado y se informaron como el valor promedio. Se utilizó 

ácido 6-hidroxi-2,5,7,8-tetrametilcroman-2-carboxílico (Trolox), butilhidroxitolueno (BHT) y 

ácido ascórbico como controles positivos. 
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Actividad antioxidante por ABTS·+ 

 

La capacidad reductora de cada uno de los extractos metanólicos de zapote blanco se analizó 

con el método de ácido 2,2'-azinobis-3-etilbenzotiazolina-6-sulfónico (ABTS·+) de acuerdo con 

el protocolo de Rodríguez-Valdovinos et al. (2021), modificado de Lee et al. (2015). La 

solución de radicales ABTS·+ se preparó, mezclando 7.4 mmolL-1 de ABTS·+ y 2.6 mmolL-1 de 

persulfato de potasio. Posteriormente se mezclaron 50 μL de muestra con 450 μL de solución 

de radicales ABTS·+ y se determinaron las absorbancias de las mezclas resultantes después de 

5 min en obscuridad a 734 nm en un espectrofotómetro (VE-5100UV, UV/VIS). La capacidad 

de reducción de radicales libres se calculó mediante la siguiente ecuación: 

 

Reducción de radical (%) = (Amuestra-Ablanco)/Ablanco *100 

 

Donde Amuestra es la absorbancia del ABTS·+ mezclado con la muestra, Ablanco es la 

absorbancia de la muestra mezclada con metanol. Todas las mediciones se realizaron por 

triplicado y se informaron como el valor promedio. Se utilizó ácido 6-hidroxi-2,5,7,8-

tetrametilcroman-2-carboxílico (Trolox), butilhidroxitolueno (BHT) y ácido ascórbico como 

controles positivos. 

 

Actividad antioxidante total por método de fosfomolibdeno 

 

La capacidad antioxidante total (TAC) de los extractos metanólicos, se evaluó de acuerdo al 

método descrito por Prieto et al. (1999). Se combinó una alícuota de 50 μL de solución de 

muestra con 450 μL de solución reactiva (ácido sulfúrico concentrado, fosfato de sodio 28 mM 

y molibdato de amonio 4 mM). Para el blanco, se utilizaron 100 µL de metanol en lugar de la 

muestra. Los tubos se incubaron en un baño de agua hirviendo a 95°C durante 90 min. Después 

de mantener las muestras a temperatura ambiente, se determinaron las absorbancias de la 

solución acuosa de cada muestra a 695 nm en el espectrofotómetro (VE-5100UV, UV/VIS). La 

actividad antioxidante total se calculó mediante la siguiente ecuación: 

 

TAC (%) = (Amuestra− Ablanco)/Amuestra * 100 
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Donde Amuestra es la absorbancia de la muestra mezclada con la solución reactiva, Ablanco es 

la absorbancia de la solución reactiva mezclada con metanol. Todas las mediciones se realizaron 

por triplicado y se informaron como el valor promedio. Se utilizó ácido 6-hidroxi-2,5,7,8-

tetrametilcroman-2-carboxílico (Trolox), butilhidroxitolueno (BHT) y ácido ascórbico como 

controles positivos. 

 

Análisis estadístico 

 

Los resultados se expresan como la media ± desviación estándar (n=3) y se procesaron mediante 

un análisis de varianza de una vía; las medias se compararon con la prueba de Tukey con un 

nivel de significación de p≤0.05. 

 

Resultados 

 

Actividad antioxidante 

 

El porcentaje de captación de radicales libres entre los diferentes extractos fue dependiente de 

cada muestra y del método utilizado (Figura 11). Los extractos de callos mostraron el porcentaje 

más altos tanto con el método DPPH• como el de ABTS·+, con valores de 76.99% y de 89.73%, 

respectivamente (Figura 11A, 11B), valores mayores al presentado por 1 mgmL-1 de BHT y 

ligeramente menor al de Trolox y ácido ascórbico. Los extractos de hoja y tallo de planta adulta, 

y de plántula in vitro presentaron porcentajes entre 57.99% y 61.35% con DPPH•, sin 

diferencias significativas entre ellos, más bajos que lo observado por Trolox (89.16%) y ácido 

ascórbico (90.53%), pero mayores al de BHT (47.09%) (Figura 11A). 

 

El extracto metanólico de callos (89.73%) no mostró diferencia significativa con el valor 

mostrado por el extracto de tallos (87.25%) obtenidos por el métodos de ABTS·+, mayores a lo 

obtenido en hojas (66.53%) y plántulas in vitro (53.08%) y al mostrado por el BHT (76.1%). 

Los valores obtenidos por Trolox y ácido ascórbico fueron 93.05% y 93.19%, respectivamente 

(Figura 11B). 
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A diferencia de los resultados de actividad antioxidante con los métodos anteriores, con el 

método TAC, los extractos de hoja y tallo de planta adulta, y de plántulas in vitro de zapote 

blanco, mostraron porcentajes de actividad cercanos al 100% (96.95%, 96.93% y 95.95%, 

respectivamente), sin diferencia significativa con los presentados por Trolox y el ácido 

ascórbico. Con TAC, el porcentaje de actividad antioxidante fue menor en callos, con 68.73%, 

incluso más bajo que el mostrado por el BHT (86.08%) (Figura 11C).  

 

 

 

Figura 11. Porcentaje de actividad antioxidante por DPPH• (A), ABTS·+ (B) y TAC (C), de 
los extractos metanólicos de hojas y tallos de una planta adulta, plántulas y callos 
in vitro de zapote blanco (C. edulis), y de los controles positivos Trolox, ácido 
ascórbico (AC. ASC) y butilhidroxitolueno (BHT). Letras distintas indican que 
existe diferencia significativa (p≤0.05, n=3, prueba de Tukey). 

 
 

Con estos resultados se demuestra que los extractos metanólicos tanto de los cultivos in vitro 

como de hojas y tallos de plantas adultas de zapote blanco, contienen compuestos con actividad 

antioxidante, y aunque hay diferencias significativas entre algunos de ellos, los valores mayores 
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del 50% de la actividad antioxidante sugieren una óptima actividad biológica, como se ha 

reportado para diversos extractos de plantas, pero que depende de la parte de la planta, del tipo 

de extracto, de la concentración y del método utilizado (Castañeda et al., 2008). Los callos 

presentaron una alta actividad antioxidante determinada con DPPH• y ABTS·+, pero no, así 

como el método TAC, sugiriendo que los extractos de callos no actúan a nivel de la oxidación 

de moléculas por los metales de transición, teniendo una actividad captadora de radicales libre 

DPPH• y de eliminación del radical ABTS·+. Este resultado se compara con lo mostrado por el 

extracto metanólico de tallos de zapote blanco. Sin embargo, el obtener valores altos de 

actividad antioxidante con el método de TAC en hojas, tallos y plántulas in vitro, indica que una 

estimación eficaz y precisa de la capacidad reductora o antioxidante de la biomoléculas 

presentes en los extractos. 

 

Estos valores de actividad antioxidante son comparables con diversos tipos de extractos como 

el del hidrodestilado de Satureja macrostema con 53.1% de actividad con DPPH• con 1 mgmL-

1, que mostró un 92.12% con ABTS·+ y un 98% con TAC, actividad antioxidante mayor que el 

mostrado por BHT (Torres-Martínez et al., 2018). Así mismo, con 1 mgmL−1 de los extractos 

de Flourensia cernua, Turnera diffusa y Eucalyptus camaldulensis se obtuvo una alta actividad 

antioxidante con DPPH•, del 80% (Wong-Paz et al., 2014). 

 

Determinación de fenoles y flavonoides totales 

 

Con la determinación tanto de fenoles como de flavonoides totales en los diferente extractos de 

tallos y hojas de planta adulta, y de callos y plántulas in vitro de zapote blanco, se observó un 

mayor contenido en el extracto de hoja de planta adulta, con 1.89 mg Eq. AG/g E.S., con 

diferencia significativa sobre los demás extractos, en los que se cuantificó 1.57 mg Eq. AG/g 

E.S. de tallo, 1.52 mg Eq. AG/g E.S. de plántula in vitro y 1.51 mg Eq. AG/g E.S. de callo, sin 

diferencias significativas entre éstos (Figura 12A). Sin embargo, el contenido de flavonoides 

totales mostró variación entre los diferentes extractos, con el mayor valor en el extracto de hojas 

2.95 mg Eq. Q/g E.S.), sin diferencia significativa con el mostrado por el plántulas in vitro (2.95 

mg Eq. Q/g E.S.), pero con diferencia significativa con los extractos de tallo (1.76 mg Eq. Q/g 

E.S.) y callos (0.36 mg Eq. Q/g E.S.) (Figura 12B).  
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La cuantificación de fenoles y flavonoides en cultivos indiferenciados (callos y suspensiones 

celulares) suele ser más bajo que en los tejidos diferenciados, lo que explica la asociación de la 

diferenciación celular con un mayor rendimiento de metabolitos secundarios (Queiroz Braga et 

al., 2015). 

 

 

Figura 12. Contenido de fenoles (A) y flavonoide totales (B) de hojas y tallos de una planta 
adulta, y de plántulas y callos in vitro de zapote blanco (C. edulis) expresados en 
miligramos equivalente de ácido gálico (mg Eq. AG/g E.S.) y quercetina (mg Eq. 
Q/g E.S.), respectivamente. Letras distintas indican que existe diferencia 
significativa (p≤0.05, n=3, prueba de Tukey). 

 
 

En extractos metanólicos de hojas de plantas de invernadero, hojas obtenidas de plántulas in 

vitro y de callos de Fragaria vesca, se obtuvo un mayor contenido de ácidos fenólicos en el 

extracto de hojas de plantas de invernadero, hasta cinco veces más que los cultivos in vitro 

(Birinci y Ucar, 2014). Así mismo, en extractos de hojas de Ilex paraguariensis se demostró un 

mayor contenido de ácidos fenólicos (157.35 mg Eq. AG/g E.S.) que en el de callos (43.3 mg 

Eq. AG/g E.S.) (Grunennvaldt et al., 2022). Lo anterior también se reflejó en los resultados del 

contenido de fenoles totales entre los extractos de zapote blanco, ya que los de planta adulta, en 

específico los de hoja, fue mayor que el de los cultivos in vitro de zapote blanco. Algo similar 

fue determinado con el contenido de flavonoides, obteniendo el contenido más bajo en los 

extractos de callo, demostrando con esto, que el nivel de diferenciación celular afectó 
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drásticamente la producción de flavonoides y ligeramente el de fenoles totales (Figura 12). Así 

mismo, se presentó un mayor contenido tanto de fenoles como de flavonoides totales en hojas 

que en tallos de planta adulta de zapote blanco, lo que ha sido reportado en diversas especies de 

plantas como en Labisia pumila y Litsea glaucescens (laurel) (Karimi et al., 2013; Tapia-Torres 

et al., 2014). 

 

Sin embargo, hay reportes que indican que algunos cultivos in vitro, como callos, brotes o 

plántulas, presentan un mayor contenido de fenoles que partes de plantas cultivadas ex vitro. 

Los extractos de callos de Acalypha californica mostraron un alto contenido de ácidos fenólicos 

totales (2.6 mg Eq. AG/g E.S.) y también de flavonoides totales (1.56 mg Eq. Q/g E.S.) en 

comparación a la planta fuente (Hechavarría-Pérez et al., 2023); también en callos de Ageratina 

pichichensis se demostró que estos produjeron tanto terpenos totales como flavonoides totales, 

en concentraciones similares a lo producido en las plantas silvestres, recolectados a los 20 días 

de su cultivo, correspondiente a la fase estacionaria (Motolinia-Alcántara et al., 2023); en brotes 

de Dallota nigra, la producción de ácidos fenólicos y de flavonoides fue mayor que el 

determinado en brotes obtenidos por germinación en invernadero (Makowczynska et al., 2015). 

 

Con los resultados de esta investigación se determinó que los callos y las plántulas in vitro de 

zapote blanco producen una cantidad de ácidos fenólicos igual al producido en tallos de la planta 

adulta y con valores muy cercanos a lo que se obtuvo en las hojas de la misma planta. En cuanto 

al contenido de flavonoides, los callos presentaron el más bajo, indicativo de que el nivel de 

diferenciación celular afecta la síntesis o acumulación de flavonoides, ya que las plántulas 

(cultivo diferenciado) mostró una cantidad igual al producido en hojas de la planta adulta y 

mayor que el de tallos. 

 

Los estudios de actividad antioxidante realizados en el zapote blanco, principalmente se enfocan 

en los frutos y las semillas, reportando que tienen un mayor contenido de ácidos fenólicos lo 

que se relaciona con la mayor actividad antioxidante, si se compara con las hojas y tallo, debido 

a que estos frutos son ricos en vitamina C, ácidos oleicos y ácidos fenólicos (Moo-Huchin et al. 

2014; Elkady et al. 2017). En el extracto metanólico de semillas de zapote blanco, se observó 

la presencia de ácidos fenólicos (55.89 mg Eq. AG/g E.S.), de flavonoides (1.87 mg Eq. Q./g 
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E.S.), lo que se relacionó con la actividad antioxidante. Lo anterior es muy claro de observarse 

con el contenido tanto de fenoles como de flavonoides presentado por los callos de zapote 

blanco, por los métodos de DPPH• y ABTS·+, a los cuales se les infiere como los responsables 

de la actividad antioxidante. 

 

Conclusiones 

 

Se determinó la actividad antioxidante en todos los extractos evaluados de zapote blanco, que 

fue dependiente de las partes de la planta y de los cultivos in vitro, obteniendo los porcentajes 

más altos en callos (DPPH• y ABTS·+) y sin diferencias entre los valores obtenidos por el método 

TAC.  

 

El contenido de fenoles en todos los extractos fue similar en una rango de 1.5 y 1.89 mg Eq. 

AG/g E.S., con el valor más alto en hojas, y el de flavonoides totales fue igual en hojas y en 

plántulas in vitro (2.95 mg Eq. Q./g E.S.) pero con valores más bajos en tallos y callos. Esos 

resultados sugieren que no existe una relación estrecha entre la producción de fenoles totales 

con la diferenciación celular. Sin embargo, esta relación fue observada en el contenido de 

flavonoides totales, ya que los callos mostraron un contenido muy bajo, en relación a hoja, tallo 

y plántulas in vitro. 

 

En todos los casos se obtuvieron porcentajes de actividades por arriba del 50%, 

independientemente de los extractos y de los métodos utilizados, por lo que se propone que estos 

resultados se relacionan con la actividad antioxidante obtenida por los tres métodos. Aunque, 

esta relación se observa más claramente con el contenido de fenoles totales, no así con el de 

flavonoides. 
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8. DISCUSIÓN GENERAL 

 

 

Efecto de la rutina de asepsia y estación de recolecta para el establecimiento in vitro de 

explantes de C. edulis 

 

Debido a la alta contaminación fúngica en los explantes de ramas recolectadas en las estaciones 

de verano y otoño, así como por la oxidación de éstos, los porcentajes de supervivencia fueron 

los más bajos, con un 1 a 6% en los de verano y con un 2.4 a 44.5% en los de otoño. En éstos, el 

uso de la rutina R5 favoreció la supervivencia más alta de los explantes (Figura 4). Con esta 

rutina (R5), los explantes de primavera e invierno, mostraron los más altos porcentajes de 

supervivencia con 84 y 84.7%, respectivamente, sin diferencias significativas entre ambos 

valores. En los explantes de primavera, la supervivencia fue igual independientemente de las 

rutinas R1 a R4, con porcentajes de 50.72 a 59.5%. Sin embargo, en las de invierno, con la rutina 

R4 se obtuvo un porcentaje de supervivencia de 34.2% (Figura 4C). 

 

Los porcentajes de oxidación fueron menores al 30% en todos los explantes cultivados, aunque 

en los recolectados en otoño se presentaron los valores más altos con las rutinas R2, R, R4 y R5, 

con porcentajes sin diferencias significativas entre los valores obtenidos en explantes de 

primavera e invierno, con las rutinas R2 y R4. En los explantes de primavera e invierno, los 

porcentajes de oxidación fueron más bajos con el uso de la rutina R5, con un 6% y 5%, 

respectivamente, sin diferencias significativas entre estos valores (Figura 4B). Los explantes de 

ramas recolectadas en verano mostraron los porcentajes bajos de oxidación (3.2-4.5%) debido a 

que un alto porcentaje de los explantes presentaron contaminación fúngica. 

 

En los explantes de ramas de zapote blanco recolectadas en primavera e invierno, la disminución 

de la contaminación fúngica y los altos porcentajes de supervivencia se relacionó con los mayores 

tiempos de exposición de las soluciones de asepsia, en las que se adicionó el fungicida en altas 

concentraciones (10 gL-1). 

 

El uso de hipoclorito de sodio en el cultivo de tejidos vegetales es el más empleado para el control 

de contaminación microbiana, en inmersiones con un porcentaje que va del 1 al 20% (Mroginski 

et al., 2010). La oxidación, mayormente en el cultivo de tejidos es causada por la acción de la 
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enzima polifenol oxidasa que se libera o sintetiza cuando los tejidos sufren lesiones, 

principalmente en especies leñosas (Azofeifa, 2009). Debido a esto, los explantes se oxidan, 

tomando una tonalidad oscura o marrón en los tejidos y perjudicando su crecimiento en el cultivo 

in vitro (De Filippis, 2013). El carbón activado en el medio de cultivo ayudó en reducir los niveles 

de oxidación de los explantes de zapote blanco, como lo reportado en aguacate, donde 

combinaron el carbón activado y el ácido cítrico al medio de cultivo, lo cual permitió reducir 

hasta un 70% el proceso de oxidación (Cortés-Rodríguez et al., 2011).   

 

El éxito del establecimiento de segmentos nodales de ramas del árbol adulto de C. edulis, además 

de la óptima rutina de asepsia seleccionada, se debió a que en las estaciones de invierno y 

primavera, el árbol fuente de explantes no estuvo expuesto a una alta humedad relativa ambiental 

y a temperaturas altas, ya que el área donde éste está cultivado, la época de lluvias corresponden 

a las estaciones de verano e inicios del otoño, factores que afectan el establecimiento in vitro por 

la alta incidencia de contaminación microbiana, sobre todo de hongos (Romero et al., 2021). 

 

La adición de Tecto60 (10 gL-1) tanto en la solución 1 como en la solución 3, con un mayor 

tiempo de exposición en la solución 3 (20 min), fue necesario para el control y eliminación de 

los hongos presentes en los tejidos, relacionado directamente con el éxito de supervivencia de 

los explantes, con lo que se logró el establecimiento in vitro de los explantes de zapote blanco, 

principalmente con la rutina R5. 

 

Resultados similares de porcentajes de supervivencia con el control de contaminación microbiana 

y la reducción de oxidación de los explantes, han sido reportados para diversas especies de 

árboles (Ibarra-López et al., 2016; Indacochea et al., 2018; Teixeira da Silva et al., 2019; 

Hernández-García et al., 2021),  

 

La estación de recolecta tiene un efecto importante en el establecimiento in vitro de árboles, no 

solo por la alteración en la concentración endógena de los reguladores de crecimiento, por lo cual 

la primavera es considerada como la mejor estación del año para la micropropagación de árboles 

tropicales (Pant y Husen, 2022). Son pocos los reportes que relacionan el efecto de la época de 

recolecta sobre la contaminación microbiana y oxidación de los explantes, Mudoi et al. (2014) 
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demostraron que los explantes de Bambusa nutans presentaron los mayores porcentajes de 

contaminación y oxidación, durante la recolecta en primavera y verano, aunque Kumar et al. 

(2019) obtuvieron un mayor éxito de establecimiento in vitro de segmentos nodales de Bhagwa 

pomegranate con la recolecta en primavera (abril), con los más bajos porcentajes de 

contaminación y oxidación. Lo anterior también fue reportado por Thakur y Kanwar (2008) con 

explantes de 'Wild Pear' Pyrus pyrifolia, los que mostraron los porcentajes más altos de 

contaminación en la época de lluvia, resultados que también fueron obtenidos durante el 

establecimiento in vitro de segmentos nodales de zapote blanco. 
 
Efecto de auxinas y citocininas en la formación de callos, brotes y plántulas in vitro en 

explantes de C. edulis 

 

Los avances en el conocimiento de la regulación sobre el crecimiento y desarrollo de las plantas, 

de las auxinas, las citocininas y la giberelinas, sobre todo en cultivos in vitro, han establecido los 

tipos, la combinación y las concentraciones de éstas, para regular la división, la elongación y la 

diferenciación celular, que depende del tipo y la edad del explante, así como de la especie vegetal 

bajo estudio. Otros factores que influyen en la respuesta morfogenética, está la concentración de 

nutrientes, horas de luz, temperatura, pH, humedad relativa, suministro de oxígeno, entre otros, 

por lo depende de la estandarización del protocolo o técnicas desde el establecimiento in vitro 

hasta la formación de callos, brotes y plántulas (Gaspar et al., 1996; Villavicencio-Gutiérrez et 

al., 2022). 

 

La combinación de auxinas y citocininas es considerada lo más importante en la regulación de 

los procesos de indiferenciación y diferenciación de los tejidos vegetales, con frecuencia se 

utilizan BA y ANA o ácido indol-3-acético (AIA) para la formación y multiplicación de brotes, 

BA y Picloram o 2,4-D, para la formación de callos, y AIB para el enraizado de brotes y obtener 

la formación de plántulas (Dixon y Gonzales, 1994; Gaspar et al., 1996; North et al., 2012). 

 

La inducción de callos con Picloram ha sido reportada en especies como palo azul (Eysenhardtia 

polystachya) con un 98% de formación callos con 1 mgL-1 de picloram más 0.1 mgL-1 de cinetina 

(Bernabé-Antonio et al., 2017), así como en pipire (Bactris gasipaes) (Steinmacher et al., 2007), 

y en palmito dulce (Euterpe edulis) (Mello et al., 2023), en combinación con una citocinina o 
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solo. La callogénesis en segmentos de brote inicial de zapote blanco, se obtuvo con la adición de 

Picloram solo al medio de cultivo (2 mg/L-1), efectivo para conseguir la indiferenciación celular 

y una óptima formación y crecimiento de callo (Figuras 6 y 7). 

 
Para la formación y multiplicación de brotes en yemas, tanto apicales como axilares, se ha 

conseguido cuando se adiciona la combinación de BA y ANA al medio de cultivo, sobre todo en 

especies maderables o leñosas, como en Toona ciliata en la que se obtuvo una óptima 

multiplicación de brotes en hipocótilos con 0.3 mgL-1 y 0.2 mgL-1 de ANA (Li et al., 2018), así 

como en Dalbergia congestiflora con 9 brotes/explante obtenidos en MS con 1 mgL-1 BA y 

0.1 mgL-1 de ANA (Hernández-García et al., 2021), y en Acacia mangium en la que se formaron 

brotes en explantes de nudos cotiledonares (Shahinozzaman et al., 2012). El número de brotes 

en plantas leñosas, generalmente se reporta en un promedio de 5 brotes/explantes, por lo que 

obtenido en yemas apicales de C. edulis (6 brotes/explante en MS con 0.5 mgL-1 BA y 0.1 mgL-

1 ANA, se considera como óptimo para la producción de brotes en este tipo de plantas. 

 

En árboles, también la etapa de enraizamiento es una fase crítica y difícil (Hartmann et al., 2002; 

Vielba et al., 2020), en algunas especies la formación de raíces inicia sin la presencia de auxinas, 

mientras que en otras se requieren concentraciones altas, mayormente con el uso de AIB, aunque 

también se utiliza AIA y ANA, lo que depende de la especie vegetal (Cline, 2000; Syros et al., 

2004). Generalmente se usa un medio de cultivo a la mitad de los componentes como el MS (MS 

½) con concentraciones de 0 a más de 25 mgL-1 de AIB (Srivastava et al., 1985), los brotes in 

vitro de Shorea robusta fueron enraizados solo con 0.5 mgL-1 (Singh et al., 2014) al igual que 

los brotes de Magnolia sirindhorniae (Cui et al., 2019), otras especies requieren de 

concentraciones intermedias como en sándalo (Santalum album) con 3 mgL-1 (Krishnakumar y 

Parthiban, 2018) o mayores a 10 mgL-1 como en brotes de Balanites aegyptiaca con 20 mgL-1 

(Mansor et al., 2003) y en Quercus ilex cultivar VA5, que se obtuvo un óptimo enraizado con 25 

mgL-1 (Martínez et al., 2021). 

 

El enraizado de brotes micropropagados de zapote blanco con una concentración de 15 mgL-1 

fue considerable como óptimo, ya que ésta depende de la especie y de las condiciones de cultivo 

de los brotes. 
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Actividad antioxidante y contenido de fenoles y flavonoides totales en hojas y tallos de 

planta in situ, de callos y plántulas in vitro de C. edulis 

 

Con los resultados de la presente investigación se observó que los extractos metanólicos de hojas 

y tallos de planta adulta cultivada, y de callos y plántulas in vitro de zapote blanco, contienen 

una cantidad sustancial tanto de fenoles como de flavonoides totales, por lo que se puede inferir 

que ambos grupos de compuestos son responsables de su marcada actividad antioxidante, según 

lo ensayado a través de varios modelos in vitro utilizados en este estudio. Esto concuerda con 

diferentes investigaciones en las que se ha demostrado una estrecha relación entre el contenido 

fenólico total y la actividad antioxidante de diversas plantas (Albayrak et al., 2010; Biju et al., 

2014; Baba y Malik, 2015).  

 

De acuerdo a los objetivos de esta investigación, se determinó que el contenido de fenólicos no 

mostró una alta diferencia en el contenido tanto en las partes de la planta in situ como en los 

cultivos in vitro, lo que sugiere que en general estos cultivos pueden ser utilizados para el estudio 

de la producción in vitro y su uso en la evaluación de otras propiedades biológicas. Sin embargo, 

solo el nivel de diferenciación celular afectó el contenido de flavonoides en el cultivo de callos 

(Figura 12). 

 

En el presente estudio, hubo una similar actividad eliminadora de los radicales DPPH•, en los 

diferentes extractos de zapote blanco, con un alto valor en el de callos (76.99%), cercano a los 

presentados por Trolox y el ácido ascórbico, a una concentración de 1 mgL-1, con una respuesta 

igual al observado con el método de ABTS·+, con el que obtuvo un 89.73% sin diferencia 

significativa al mostrado por el extracto de tallo de planta in situ (87.25%). Sin embargo, el 

extracto de callo presentó una actividad antioxidante menor que los otros extractos con 68.73%, 

pero considerado como óptima actividad (Figura 11). Estos resultados sugieren que en cuanto a 

la actividad antioxidante no hay una relación estrecha con el proceso de indiferenciación celular. 

 

La estereoselectividad de los radicales y la solubilidad de los extractos en diversos sistemas de 

solventes son algunos de los factores que se ha informado que afectan la capacidad de los 

extractos para reaccionar y apagar diferentes radicales (Yu et al., 2002). Wang et al. 

(1998) encontraron que algunos compuestos que tienen actividad eliminadora de ABTS + no 
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mostraban actividad eliminadora de DPPH. Sin embargo, este no es el caso en este estudio. Los 

porcentajes presentados por los extractos metanólicos de zapote blanco, a una concentración de 

1 mgL-1 se ha reportado para este tipo de extractos en plantas como en hojas y tallos de Grewia 

carpinifolia (Olamide et al., 2017), partes aéreas de Adelia ricinella (Berenguer-Rivas et al., 

2018) y en frutos de Zanthoxylum armatum (Phuyal et al., 2020). 
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9. CONCLUSIONES GENERALES 

 

Se establecieron cultivos in vitro de zapote blanco (C. edulis) a partir de yemas apicales de 

segmentos nodales de ramas jóvenes, con la selección de una rutina óptima de asepsia, 

obteniendo los más bajos porcentajes de contaminación y oxidación, y los más altos de 

supervivencia, en los explantes recolectados tanto en invierno como en primavera. 

 

Se determinaron las condiciones y medios de cultivo óptimos para la formación de callos, brotes 

y desarrollo de plántulas in vitro, cada sistema dependió del tipo y de la concentración del 

regulador de crecimiento. La formación y crecimiento de callo se logró en MS con 2 mgL-1 de 

Picloram, y la formación y desarrollo de plántulas en MS ½ con 15 mg/L de AIB, a partir de 

brotes obtenidos en MS con 0.5 mgL-1 de BA y 0.1 mgL-1 de ANA. 

 

Los cultivos de callos y plántulas in vitro producen tanto ácidos fenólicos como flavonoides y su 

contenido se relacionó con el nivel de diferenciación celular, lo que también se relacionó con la 

actividad antioxidante obtenida por cada uno de los cultivos. Estos resultados se compararon con 

lo mostrado en hojas y tallos de planta adulta de zapote blanco. 
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Resumen 

Se investigó el efecto de cinco rutinas de asepsia y la época de recolección (primavera, verano, otoño e invierno) 
sobre la contaminación, pardeamiento y supervivencia, de segmentos nodales de un árbol adulto de zapote blanco 
(Casimiroa edulis). Para las rutinas de asepsia se utilizó hipoclorito de sodio comercial, detergente neutro, 
fungicida (Tecto60®) y Tween20®. Yemas apicales del brote inicial fueron cultivadas en medio Murashige y 
Skoog (MS) con benciladenina (BA) (0.5 y 1 mgL-1) y ácido naftalenacético (ANA) (0-1 mgL-1) para inducir 
brotación; el enraizamiento de brotes se evaluó en MS con ácido indol-3-butírico (AIB) (0-5 mgL-1). A los 14 días, 
la mejor rutina de asepsia fue R5 en explantes recolectados en primavera (85% de supervivencia, 5% de 
contaminación y 5% por pardeamiento), desarrollando el brote inicial a los 28 días del cultivo. En MS con 0.5 mgL-

1 BA y 0.1 mgL-1 ANA se obtuvieron 6 brotes/explante y a los 45 días del cultivo en MS con 15 mgL-1 AIB, se 
formaron plántulas (4.5 cm de altura, 5.2 raíces de 3.5 cm de largo), las que fueron trasplantadas y aclimatadas en 
una mezcla de turba, suelo y perlita (1:1:1) durante 28 días, obteniendo un 100% de supervivencia, logrando la 
micropropagación del zapote blanco. 
 
Palabras clave: Aclimatación; brotes; enraizado; establecimiento in vitro; Rutaceae; trasplante; yemas apicales; 
zapote blanco. 
 
Abstract 

In this study, the effect of five aseptic routines and season collection (spring, summer, autumn and winter) of nodal 
segments on contamination, browning and survival percentage, from an adult white sapote tree (Casimiroa edulis) 
was investigated. The aseptic routines were tested using commercial sodium hypochlorite, neutral detergent, 
fungicide (Tecto60®) and Tween20®. Apical buds of the initial shoot were cultured in Murashige and Skoog (MS) 
medium with benzyladenine (BA) and naphthaleneacetic acid (NAA) (0-2.5 mgL-1) to induce shooting; rooting of 
shoots was evaluated in MS with indol-3-butyric acid (IBA) (0-5 mgL-1). At 14 days, the best aseptic routine was 
R5 in explants collected from spring (85% survival, 5% of contamination and 5% of browning), developing the 
initial bud 28 days after culture. In MS with 0.5 mgL-1 BA and 0.1 mgL-1 NAA were obtained 6 shoots/explant, 
and were formed plantlets (4.5 cm high, 5.2 roots of 3.5 cm long) at 45 days of culture in MS with 15 mgL-1 IBA, 
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which were transplanted and acclimatized in a mixture of peat, soil and perlite (1:1:1) for 28 days, obtaining a 
100% survival, achieving the micropropagation of the white sapote. 
 
Keywords: Acclimatization; apical buds; in vitro establishment; rooting; Rutaceae; shoots; transplant; white 
sapote. 
 


