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RESUMEN 

Las semillas pueden permanecer viables in situ, en bancos de semillas en el suelo, o ex 

situ, en bancos de germoplasma, después de su maduración y dispersión. El estudio de 

estos dos tipos de bancos es esencial para la gestión sostenible y la preservación del 

patrimonio natural, ya que son vitales para el mantenimiento y la renovación de las 

comunidades vegetales. No obstante, en el caso de las cactáceas, existen pocas 

investigaciones sobre este tema. Además, los mecanismos que subyacen al envejecimiento 

de las semillas, ya sea por almacenamiento artificial o natural, no se comprenden 

completamente. En este trabajo se proporciona información nueva sobre el envejecimiento 

de las semillas de Escontria chiotilla (F.A.C. Weber ex K. Schum.) y Stenocereus pruinosus 

(Otto ex Pfeiff.) Buxbaum, almacenadas en diferentes condiciones y durante distintos 

periodos de tiempo. Las semillas se almacenaron ex situ a 25 ± 3 °C, en condiciones 

controladas de humedad (20 ± 2 %) y oscuridad, e in situ, enterradas en el suelo de un 

matorral xerófilo. Se evaluaron la capacidad y velocidad de germinación, la fuga de solutos 

y los indicadores del equilibrio redox, incluidos el contenido de glutatión, el estado redox 

(EGSSG/2GSH), los niveles de malondialdehído (MDA), las proteínas solubles y oxidadas, y la 

actividad de las enzimas antioxidantes. Los resultados demostraron que las semillas de 

ambas especies conservaron la viabilidad durante 24 meses de almacenamiento ex situ, 

con un contenido de agua del 7-9 %, en comparación con las semillas enterradas in situ. 

En un segundo experimento in situ, las semillas de E. chiotilla sobrevivieron a una estación 

húmeda y otra seca durante 12 meses, pero perecieron rápidamente durante la segunda 

estación lluviosa. Por el contrario, las semillas de S. pruinosus empezaron a perder 

viabilidad a los 6 meses de estar enterradas; al final de la temporada de lluvias, la mayoría 

de las semillas murieron, y al término de la temporada seca no hubo sobrevivencia. Estas 

respuestas entre especies se relacionaron con cambios en la actividad de las enzimas 

antioxidantes y en el estado redox. En ambos experimentos, la pérdida de viabilidad de las 

semillas se asoció con un cambio del EGSSG/2GSH a un estado más oxidante durante el 

enterramiento. Pero, los niveles de MDA y proteínas oxidadas no mostraron relación con el 

desequilibrio redox ni con la pérdida de viabilidad, lo que indica que estos compuestos no 

son buenos marcadores del estrés oxidante en las semillas de los cactus estudiados.  

Palabras clave: bancos de semillas, envejecimiento, semillas de cactáceas.  
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ABSTRACT 

Seeds can remain viable in situ in soil seed banks or ex situ in germplasm banks after 

maturation and dissemination. The study of these two types of banks is essential for the 

sustainable management and preservation of the natural heritage since they are vital for the 

for maintaining and renewing plant communities. However, not much research has been 

done on cactus. Moreover, nothing is known about the mechanisms underlying seed aging, 

whether it results from artificial or natural storage. This study offers new data on the aging 

of Escontria chiotilla (F.A.C. Weber ex K. Schum.) and Stenocereus pruinosus (Otto ex 

Pfeiff.) Buxbaum seeds, stored under different conditions and time periods. The seeds were 

kept in situ, buried in the xerophytic scrub soil, and ex situ at 25 ± 3 °C, under controlled 

conditions of humidity (20 ± 2 %) and darkness. Evaluations were conducted on the solute 

leakage, germination speed and capacity, and redox balance markers such as glutathione, 

redox state (EGSSG/2GSH), malondialdehyde (MDA), soluble protein and oxidized protein 

levels, and antioxidant enzyme activity. The findings demonstrated that seeds of both 

species retained viability throughout 24 months of ex situ storage, with a water content of 

7–9 %, in contrast to seeds buried in situ. In a second in situ experiment, E. chiotilla seeds 

survived a wet and a dry season for 12 months, but during the second rainy season, the 

seeds quickly perished. In contrast, S. pruinosus seeds started to lose viability after 6 

months of being buried and at the end of the rainy season, most of the seeds died and at 

the end of the dry season there was no survival. These species-to-species responses were 

linked to changes in antioxidant enzyme activity and redox status. The loss of seed viability 

in both storage studies was linked to a change in state after burial from EGSSG/2GSH to a more 

oxidized state. MDA levels and oxidized soluble proteins, on the other hand, did not correlate 

with redox imbalance or viability loss in the cactus seeds under study, indicating that these 

compounds are not reliable indicators of oxidative stress. 

Keywords: ageing, cacti seeds, seed banks. 
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1. INTRODUCCIÓN 

La persistencia de las semillas se refiere a la sobrevivencia de estas después de alcanzar 

la madurez en la planta madre (Reed et al., 2011). Una vez que las semillas maduran, 

pueden persistir in situ en bancos en el suelo o ex situ en bancos artificiales (Long et al., 

2015). Para las plantas espermatofitas, la creación de bancos de semillas en el suelo es 

una estrategia reproductiva importante que les permite a las poblaciones vegetales resistir 

condiciones adversas y persistir en el tiempo y en el espacio. Por otro lado, el propósito de 

los bancos artificiales es almacenar semillas viables en entornos fríos y secos durante el 

mayor tiempo posible (Hay & Whitehouse, 2017). Si bien las semillas deben mantener su 

viabilidad para cumplir sus diferentes propósitos, ya sea en condiciones in situ o ex situ, 

ésta disminuye progresivamente, aunque a diferentes ritmos según las condiciones de 

almacenamiento (Hay & Probert, 2013; Nascimento & Meiado, 2017). 

El envejecimiento o deterioro de semillas implica la reducción gradual de su viabilidad y 

vigor durante el almacenamiento (Jyoti & Malik, 2013). La temperatura, la humedad, la 

concentración de oxígeno (O2), la composición genética y el estado de madurez influyen en 

el tiempo que tardan las semillas en envejecer (Gerna et al., 2022). Las semillas que 

persisten en un banco en el suelo están expuestas a diversos factores de estrés, tanto 

bióticos (depredadores y microorganismos patógenos) como abióticos (temperatura, 

humedad, pH, salinidad), especialmente en suelos cálidos y húmedos, donde las semillas 

enterradas experimentan ciclos de rehidratación/deshidratación (García et al., 2012).  

Las causas del deterioro y posterior muerte de las semillas aún no se comprenden 

completamente, dado que el envejecimiento es un rasgo biológico complejo y multifactorial 

que involucra una red de procesos moleculares, bioquímicos y fisiológicos (Zhou et al., 

2020). Los mecanismos relacionados con el envejecimiento de las semillas se han asociado 

con la producción y acumulación de especies reactivas de oxígeno (ERO) durante el 

almacenamiento (Kurek et al., 2019). En concentraciones elevadas, las ERO son moléculas 

altamente reactivas y potencialmente tóxicas, capaces de inducir daño oxidante en los 

lípidos (peroxidación lipídica), proteínas y ácidos nucleicos. Este proceso resulta en un daño 

irreversible a nivel celular y, en última instancia, en la muerte del embrión. Este fenómeno 

se ha documentado indirectamente mediante la medición del daño inducido por ERO en 

semillas de Arabidopsis thaliana (Rajjou et al., 2008) y en diversas especies cultivadas, 

como avena (Avena sativa), frijol (Phaseolus vulgaris), maíz (Zea mays), pepino (Cucumis 
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sativus), rábano (Raphanus sativus) y trigo (Triticum sp.) (Xin et al., 2011; Xia et al., 2015; 

Suresh et al., 2019; Tian et al., 2019; Stegner et al., 2022). 

Los cambios en las reacciones de oxidación-reducción (redox) celular, que pueden 

evaluarse mediante la relación EGSSG/2GSH, también se han relacionado con el 

envejecimiento de las semillas (Kranner et al., 2006). El malondialdehído (MDA) es un 

subproducto generado por la peroxidación lipídica y se utiliza comúnmente como marcador 

de estrés oxidante, ya que puede evaluarse fácilmente mediante su unión al ácido 

tiobarbitúrico (TBA), formando el aducto MDA-(TBA)2, que tiene un color rojizo y 

absorbancia máxima a 532 nm (Jadoon & Malik, 2017). No obstante, otros compuestos 

presentes en las plantas, como los azúcares, pueden reaccionar con el TBA, lo que podría 

conducir a interpretaciones erróneas (Morales & Munné-Bosch, 2019). El MDA altera la 

fluidez y permeabilidad de las membranas celulares, lo que provoca cambios en su 

estructura y función, así como una mayor fuga de solutos (Riewe et al., 2017). Además, los 

radicales libres derivados de la oxidación de lípidos también pueden dañar otras 

biomoléculas y organelos celulares, como las mitocondrias (Roach et al., 2018). 

Para contrarrestar el estrés oxidante, las semillas cuentan con antioxidantes enzimáticos, 

como la superóxido dismutasa (SOD; EC 1.15.1.1), la catalasa (CAT; EC 1.11.1.6), las 

peroxidasas (POD; EC 1.11.1.7), y antioxidantes no enzimáticos, como el glutatión, el 

ascorbato, los compuestos fenólicos, los tocoferoles, los tocotrienoles y los tococromanoles 

(Ratajczak et al., 2015). 

La persistencia de las semillas y los mecanismos de deterioro durante el almacenamiento 

ex situ e in situ no se conocen bien en Escontria chiotilla (F.A.C. Weber ex K. Schum.), 

Stenocereus pruinosus (Otto ex Pfeiff.) Buxbaum y en semillas de cactáceas en general 

(Guzmán-Hernández, 2018). Escontria chiotilla y S. pruinosus son cactus columnares 

endémicos de México (García-Cruz et al., 2013). Ambas especies son ecológicamente 

importantes debido a que presentan interacción con animales polinizadores y dispersores. 

Asimismo, producen frutos de interés económico, nutricional y cultural (Arellano & Casas, 

2003; Sandate-Flores et al., 2020). Por lo tanto, este trabajo proporciona nuevos 

conocimientos sobre los cambios fisiológicos y bioquímicos asociados con el deterioro de 

las semillas de estas especies, almacenadas en condiciones ex situ e in situ durante 

diferentes períodos de tiempo.  



 

19 
 

2. ANTECEDENTES 

2.1. Semilla 

Desde el punto de vista ecológico, una semilla es la estructura reproductiva y de dispersión 

de las plantas espermatofitas (Fenner y Thompson, 2005). La semilla se origina a partir de 

un óvulo fecundado, que experimenta una serie de transformaciones hasta alcanzar su 

madurez (Baskin & Baskin, 2014).  

Una semilla típica consta de tres partes: I) una cubierta seminal (compuesta por testa y 

tegmen), que es producto del desarrollo de los tegumentos internos y externos del 

rudimento seminal; II) un tejido nutritivo; y III) un embrión (compuesto por radícula, hipocótilo 

y uno o dos cotiledones) (Fig. 1) (Finch-Savage & Leubner-Metzger, 2006). 

Cada una de las estructuras de las semillas cumple una función específica. El embrión se 

desarrollará en una nueva planta. La cubierta seminal protege al esporofito joven (embrión) 

de patógenos, daño mecánico y desecación, y también puede facilitar una dispersión más 

eficiente. El tejido nutricio proporciona una reserva alimenticia (carbohidratos, lípidos y 

proteínas) al embrión mientras se desarrolla y alcanza su independencia nutricional, lo cual 

ocurre cuando la radícula penetra en el sustrato (Linkies et al., 2010; Márquez et al., 2016). 

 

 

Figura 1. Esquema de una semilla típica. 
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2.1.1. Diferencias entre las semillas de gimnospermas y de angiospermas 

Las semillas de las espermatofitas se dividen en dos grupos: I) semillas de gimnospermas, 

cuyo tejido nutricio proviene principalmente del gametofito femenino, y II) semillas de 

angiospermas, en las que el tejido nutritivo corresponde al endospermo. Estas diferencias 

se deben a las variaciones en el desarrollo de las semillas de ambos grupos (Floyd y 

Friedman, 2000). 

En el caso de las gimnospermas, el gametófito femenino está formado por numerosas 

células, y algunas de ellas, las cercanas al micrópilo, se diferencian para formar 

gametangios femeninos o arquegonios. En las gimnospermas, la primera etapa del embrión 

es polinucleada y, posteriormente, se vuelve multicelular. El embrión está rodeado por el 

tejido haploide del gametófito femenino, que funciona como tejido nutricio. El tegumento se 

endurece y se transformar en la testa de la semilla (Friedman y Williams, 2004; Linkies et 

al., 2010). 

En las angiospermas, el gametófito femenino está formado comúnmente por siete células 

y ocho núcleos; este es conocido como saco embrionario. Las siete células que componen 

el gametófito tienen una disposición particular: tres de ellas se ubican en el extremo más 

alejado del micrópilo y reciben el nombre de células antípodas. Una cuarta célula, la de 

mayor tamaño y binucleada (con dos núcleos polares), se localiza en el centro del saco 

embrionario y recibe el nombre de célula central. Las tres células restantes se ubican hacia 

el micrópilo. La ovocélula, también conocida como célula huevo o gameto femenino, es la 

central, y las dos células que la flanquean son las células sinérgidas (no se forman 

arquegonios) (Linkies et al, 2010). 

En las angiospermas, el polen es recibido en el estigma (a diferencia de las gimnospermas, 

donde se recibe en el micrópilo). En el estigma, el polen germina y el tubo polínico se alarga 

hasta alcanzar el micrópilo del óvulo, donde libera dos núcleos gaméticos que llevarán a 

cabo la doble fecundación. El primer núcleo espermático (n) se une a la ovocélula (n) para 

formar el cigoto (2n), mientras que el segundo se une a los dos núcleos de la célula central 

para formar el endospermo (3n). Los tegumentos que rodean a la nucela son generalmente 

dos, lo que lleva a considerar que las angiospermas tienen óvulos bitégmicos, aunque 

existen excepciones en las que son unitégmicos, lo que se interpreta como una reducción. 

Estos tegumentos se transforman en la testa de la semilla. Las semillas están rodeadas por 
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el fruto, el cual resulta de la maduración y transformación del ovario. En contraste, se dice 

que las semillas de las gimnospermas son desnudas, ya que carecen de una protección 

adicional como el fruto (Linkies et al., 2010; Márquez et al., 2016). 

2.1.2. Importancia de las semillas 

La semilla es una estructura que se origina de la reproducción sexual de las plantas, por lo 

que contiene la información genética recombinada de sus progenitores (Fenner & 

Thompson, 2005). Las plantas utilizan las semillas para garantizar su sobrevivencia frente 

a condiciones ambientales adversas o eventos catastróficos, y son esenciales para la 

propagación y colonización de nuevos ecosistemas. Además, las semillas son consumidas 

por diversos animales, como insectos, aves y mamíferos, incluido el ser humano (Vázquez-

Yanes et al., 1997). 

2.2. Germinación 

La germinación comienza cuando la semilla absorbe agua (imbibición), lo que desencadena 

una serie de cambios moleculares, bioquímicos y fisiológicos (Fig. 2). Este proceso 

concluye una vez que la radícula ha emergido completamente de la testa (Nonogaki et al., 

2010). Para que una semilla pueda germinar, es necesario que no presente latencia y que 

cuente con las condiciones adecuadas de agua, temperatura, luz y O2 (Leck, 2012). La fase 

I de imbibición se caracteriza por la rápida absorción de agua por parte de la semilla y la 

reactivación de su metabolismo. Posteriormente cuando los componentes celulares están 

completamente hidratados, se alcanza un nivel estable en la absorción de agua (fase II). 

Finalmente, en la fase III, la imbibición por parte de la semilla aumenta de nuevo; este 

evento coincide con el término de la germinación “sensu stricto” y el inicio de procesos post-

germinativos que están involucrados en el crecimiento y desarrollo de la planta (Nonogaki 

et al., 2010). 

2.3. Latencia 

En las semillas, la latencia previene la germinación inmediata después de la dispersión. 

Este estado asegura que la germinación ocurra en un momento adecuado para el 

crecimiento y la sobrevivencia de la plántula. Además, al no germinar todas las semillas al 

mismo tiempo, se ha sugerido que se reduciría la competencia por recursos entre ellas 

(Rojas-Aréchiga & Vázquez-Yanes, 2000; Baskin & Baskin, 2004). 
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Figura 2. Procesos moleculares, bioquímicos y fisiológicos que ocurren durante las fases de 

imbibición de las semillas (tomado y modificado de Nonogaki et al., 2010). 

 

2.3.1. Tipos de latencia 

Se identifican cinco tipos de latencia en las semillas: I) física, impuesta por una testa dura 

e impermeable, la cual evita la entrada de agua y de gases necesarios para la germinación; 

para superar este impedimento, es necesario romper o debilitar la testa mediante 

escarificación química, mecánica o física. II) fisiológica, regulada por condiciones internas 

del organismo, como la producción de ácido abscísico (ABA), fitohormona que debe ser 

degradada antes de que pueda ocurrir la germinación; el cambio en los niveles y/o 

producción de hormonas vegetales puede ser regulado por los factores ambientales. III) 

morfológica o innata, causada por la inmadurez del embrión en el momento de la dispersión; 

para superar esta latencia, basta con un tiempo de postmaduración para que la semilla 

pueda germinar. IV) morfofisiológica, cuando las semillas presentan simultáneamente 

latencia morfológica y fisiológica. V) la combinación de latencia física y fisiológica (Baskin 

& Baskin, 2004). 

2.4. Viabilidad 

La viabilidad es la capacidad de un conjunto de semillas no latentes de germinar (Roberts, 

2012). Existen varios métodos para determinar la viabilidad, entre los cuales se destacan 
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la prueba de germinación y la prueba de cloruro de 2,3,5-trifeniltetrazolio (CTT) (ISTA, 

2020). 

La prueba de CTT se basa en la actividad de las deshidrogenasas. Estas enzimas participan 

en las reacciones de respiración que ocurren en las mitocondrias. Los hidrógenos liberados 

por las deshidrogenasas reducen la sal de tetrazolio, generando un color rojo, conocido 

como formazán, que indica los tejidos vivos de la semilla (França-Neto & Krzyzanowski, 

2019). 

2.5. Vigor 

El vigor es un conjunto de características fisiológicas que determinan el desarrollo favorable 

de un lote de semillas (McDonald, 1993). Existen diversas técnicas para evaluar el vigor, 

como el análisis del porcentaje y velocidad de germinación, así como la medición de la 

conductividad eléctrica de las semillas, que estima indirectamente el estado de integridad 

de la membrana celular. Además, una vez que las semillas han germinado se puede evaluar 

la sobrevivencia y el desarrollo normal de las plántulas (Marcos-Filho, 2015). 

2.6. Longevidad 

La longevidad es el período de tiempo durante el cual vive una semilla, ya sea dentro de su 

entorno natural (in situ) o fuera de él (ex situ) (Vázquez-Yanes et al., 1993). 

2.6.1. Longevidad ecológica 

La longevidad ecológica es el tiempo durante el cual las semillas persisten viables en un 

ambiente natural. Este período varía dependiendo de la especie e incluso del individuo 

(Vázquez-Yanes et al., 1997).  

Long et al. (2015) señalan que factores como la historia de vida de la planta madre, los 

agentes dispersores y el estrés abiótico y biótico que enfrenta la semilla en el suelo 

determinan su persistencia en condiciones in situ. 

2.6.2 Longevidad potencial 

El periodo durante el cual las semillas permanecen vivas en ambientes controlados de 

temperatura y humedad se denomina longevidad potencial. Las semillas almacenadas ex 
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situ están protegidas de cambios climáticos y depredadores, por lo que tienen una vida más 

larga que aquellas que se almacenan de forma natural en el suelo de un ecosistema 

(Vázquez-Yanes et al., 1997). 

2.7. Banco de semillas en el suelo 

Un banco de semillas en el suelo se define como un almacén natural de semillas viables en 

el estrato superior del suelo de un hábitat específico. Dichos bancos son relevantes en la 

dinámica poblacional de las especies vegetales, ya que son responsables de la 

regeneración natural de los ecosistemas (Thompson & Grime, 1979; Roberts, 1981). 

Además, son esenciales para restaurar regiones que han experimentado perturbaciones, 

ya sea provocadas por el ser humano (como la remoción de la cobertura vegetal) o 

naturales (e.g., incendios y huracanes) (Middleton, 2003; Nascimento & Meiado, 2017). 

Según Bakker et al. (1996), es imprescindible estudiar la composición del banco de semillas 

en el suelo antes de llevar a cabo cualquier programa de restauración en un sitio de interés. 

Esto requiere evaluar características del banco, como la diversidad y la densidad de 

semillas. De esta manera, se puede inferir la composición florística con la que se recuperará 

el sitio, lo cual ayuda a mitigar el riesgo de que especies invasoras alteren la composición 

vegetal original al desplazar a las especies nativas. Este enfoque busca lograr la 

conservación integral del ecosistema (Sánchez-Salas et al., 2015). 

2.7.1. Clasificación de los bancos de semillas en el suelo 

De acuerdo con su longevidad ecológica, las semillas son capaces de formar bancos de 

tipo transitorio o persistente (Thompson & Grime, 1979; Walck et al., 2005). En un banco 

transitorio, las semillas germinan o mueren en menos de un año. Por su parte, las semillas 

que forman bancos persistentes sobreviven durante un año o más. Los bancos de tipo 

persistente se dividen en dos categorías: I) a corto plazo, las semillas se mantienen vivas 

durante un periodo de uno a cinco años; y II) a largo plazo, en los que las semillas 

sobreviven por tiempos prolongados (> 5 años) (Thompson, 2000). 
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2.8. Dinámica del banco de semillas en el suelo 

2.8.1. Entrada 

Los bancos que se forman naturalmente en el suelo de un ecosistema experimentan un 

flujo constante, ya que reciben una entrada de semillas que se distribuyen de manera 

heterogénea, tanto temporal como espacialmente (Montiel & Montaña, 2003). Estas 

semillas provienen principalmente de plantas cercanas, aunque también pueden ser 

transportadas por viento, agua y animales desde plantas distantes. Esta diversidad en las 

fuentes de dispersión conlleva a variaciones significativas en la densidad de semillas entre 

los diferentes microhábitats (Cano-Salgado et al., 2012). 

2.8.2. Persistencia 

La capacidad de las plantas para formar un banco de semillas en el suelo está determinada 

por la longevidad ecológica, la cual es independiente de la cantidad y distribución de las 

semillas (Alvarez-Espino et al., 2014). Como se ha señalado anteriormente, los factores 

bióticos y las características inherentes tanto a las especies como a los individuos 

determinan la vida máxima de una semilla en el suelo (Roberts, 1973; Leck, 2012). Además, 

las perturbaciones en la superficie del suelo causadas por factores abióticos pueden 

provocar la pérdida de semillas en el banco (Baskin & Baskin, 2014). Por ejemplo, en 

ambientes áridos y semiáridos, las fuertes precipitaciones pueden desencadenar la erosión 

del suelo, lo que ocasiona una disminución en el número de semillas debido al arrastre 

(Sotomayor & Gutiérrez, 2015). 

Cabe destacar que las semillas requieren de características específicas que favorecen la 

formación de semillas en el suelo (Bowers, 2000). Entre estas características se incluye la 

dependencia de la luz para la germinación; un tamaño entre 1 y 10 mm, y la presencia de 

latencia (Rojas-Aréchiga & Batis, 2001). 

La latencia es un componente clave que garantiza la sobrevivencia de las semillas en el 

banco de semillas (Thompson, 2000). No obstante, este estado de reposo tiene una función 

limitada en la persistencia de las semillas; ya que solo regula el momento en que se puede 

iniciar o inhibir la germinación, en función de las señales internas o ambientales (Thompson, 

2000). Por lo tanto, la mayoría de las especies sobreviven en el suelo como semillas no 

latentes (Fenner & Thompson, 2005). 
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Existen diferentes métodos para evaluar la persistencia in situ de las semillas, entre los 

cuales se incluyen: I) determinar la edad mediante el uso de Carbono 14 (14C); II) enterrar 

semillas (bancos semi naturales), seguidas de su exhumación y pruebas de viabilidad; III) 

comparar los cambios estacionales entre la dispersión de semillas y los factores que 

determinan la composición del banco; y IV) estudiar como la composición y la viabilidad de 

las semillas cambian a medida que evoluciona una comunidad vegetal en un área 

específica (Saatkamp et al., 2009). 

2.8.3. Salida 

La salida de semillas del banco puede ser provocada por diversos factores. Es importante 

destacar que solo una pequeña proporción de las semillas que germinan logran 

establecerse y convertirse en plantas adultas (Leck, 2012). Además, es posible que la 

germinación ocurra a una profundidad considerable, lo que puede resultar en la muerte de 

la semilla debido a la escasez de reservas para su emergencia, un fenómeno conocido 

como germinación letal (Thompson, 2000). 

Las semillas de tamaño grande (> 10 mm) que se almacenan en el estrato superior del 

suelo tienen más probabilidades de ser consumidas, lo que conduce a una mayor tasa de 

mortalidad debido a animales como ratones, ardillas, aves, entre otros. En contraste, las 

semillas de tamaño pequeño tienden a enterrarse con mayor facilidad y enfrentan menores 

riesgos de depredación, aunque también pueden ser consumidas por otros animales que 

habitan en el suelo, como gusanos e insectos (Thompson, 2000; Leck, 2012). Además, los 

microrganismos presentes en el suelo pueden contribuir la pérdida de semillas, por ejemplo, 

algunas especies de bacterias y hongos pueden liberar toxinas y enzimas como celulasas, 

proteasas y nucleasas, que dañan irreversiblemente la estructura de las semillas, 

provocando su muerte (Chee-Sanford et al., 2006). La testa, por otro lado, protege al 

embrión contra organismos patógenos, ya que contiene compuestos antifúngicos y 

antimicrobianos, como fenoles, flavonoides, fitoalexinas y taninos (Baskin & Baskin, 2014; 

Zhou et al., 2020). No obstante, el factor principal de mortalidad de las semillas es la edad 

(Munné-Bosch et al., 2011). 

2.9. Clasificación de las semillas 

Las semillas responden de diversas maneras a las condiciones de almacenamiento (Hong 

& Ellis, 1996). En función a su comportamiento durante el almacenamiento y su tolerancia 
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a la desecación, las semillas se clasifican en ortodoxas, recalcitrantes e intermedias 

(Vázquez-Yanes et al., 1997). 

2.9.1. Semillas ortodoxas 

Las semillas ortodoxas tienen la capacidad de mantener un alto vigor y viabilidad incluso 

después de ser desecadas a bajos contenidos de humedad, entre el 5 y el 10 % (0.03-0.07 

g H2O g-1 de peso seco (PS)). Además, su longevidad aumenta conforme se reduce la 

temperatura de almacenamiento (hasta –10° C) (Roberts, 1973; Ellis & Roberts, 1981; 

Kurek et al., 2019). 

Este tipo de semillas adquieren tolerancia a la desecación durante su proceso de desarrollo 

y maduración en la planta madre (Berjak et al., 2007). A nivel molecular, se ha observado 

que esta tolerancia se debe a la reducción del metabolismo y al fortalecimiento de un 

sistema antioxidante extenso (Berjak & Pammenter, 2013; Ratajczak et al., 2019). Durante 

la última etapa de maduración, justo antes del desprendimiento de la planta madre, la 

semilla alcanza su máxima capacidad de germinación y tolerancia a la desecación, y su 

potencial de almacenamiento también es óptimo (Hong & Ellis, 1992). Por lo tanto, se 

recomienda cosechar las semillas durante el período de dispersión natural, ya que la 

viabilidad de las semillas empieza a disminuir a partir de ese momento (Way, 2003). 

Hong et al. (1998) informan que, dentro del grupo de plantas con semilla, el 88 % de las 

especies presentan semillas ortodoxas, las cuales predominan en las especies que habitan 

en ambientes áridos, como desiertos y zonas mediterráneas (Roberts & King, 1980). 

2.9.2. Semillas recalcitrantes 

Las semillas recalcitrantes solo pueden desecarse dentro de un rango de humedad que va 

del 15 al 30 % (0.2–0.3 g H2O g−1 PS), pero si se deshidratan por debajo de esos niveles, 

su viabilidad disminuye rápidamente (Roberts, 1973; Kurek et al., 2019). 

Este tipo de semillas no se deshidratan en la planta madre y, una vez dispersadas, 

germinarán si las condiciones ambientales son favorables; de lo contrario, morirán. Las 

semillas recalcitrantes, a diferencia de las ortodoxas, se diseminan en un estado húmedo y 

metabólicamente activo y pierden rápidamente su viabilidad en condiciones de baja 

humedad. Debido a sus características fisiológicas y bioquímicas, las semillas recalcitrantes 
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no se pueden conservar durante períodos prolongados (Leprince et al., 1993). Por lo tanto, 

las semillas recalcitrantes se encuentran comúnmente en especies de hábitats cálidos y 

húmedos, donde las fluctuaciones ambientales son mínimas (Roberts & King 1980). 

2.9.3. Semillas intermedias 

Las semillas intermedias pueden deshidratarse hasta alcanzar contenidos de agua 

similares a los de las semillas ortodoxas (Ellis et al., 1990). No obstante, el almacenamiento 

a temperaturas bajas (< 0 °C) afecta negativamente su viabilidad, provocando una rápida 

disminución de esta (Hong & Ellis, 1996). Las semillas intermedias se encuentran en 

ambientes tanto secos como húmedos (Hong et al., 1998). 

2.10. Familia Cactaceae 

Las cactáceas se originaron en el continente americano aproximadamente hace 80 millones 

de años (Anderson, 2001). Actualmente, esta familia agrupa alrededor de 1,800 especies 

(Campos-Díaz et al., 2020), que se distribuyen en toda América (Bravo-Hollis & Scheinvar, 

1999). No obstante, México concentra la mayor riqueza, con 68 géneros y 669 especies, de 

las cuales 518 son endémicas (Guzmán et al., 2007). 

En México, las cactáceas se encuentran en varias regiones, incluyendo los ecosistemas 

áridos y semiáridos del país, las selvas bajas caducifolias y la zona de depresión del Balsas 

(Bravo-Hollis & Sánchez-Mejorada, 1978). No obstante, es en los ambientes secos y 

calurosos donde se encuentra el mayor número de especies; por ejemplo, el Valle de 

Tehuacán-Cuicatlán, se considera una región significativa para el desarrollo y la 

diversificación de plantas desérticas. Este sitio alberga una gran diversidad de cactáceas, 

con 86 especies, pertenecientes a 28 géneros, de las cuales 25 % son endémicas (Miguel-

Talonia et al., 2014). 

2.10.1. Importancia de la familia Cactaceae en México 

Las cactáceas han tenido una gran importancia para los pueblos indígenas desde tiempos 

prehispánicos (Jiménez-Sierra, 2011). Estas plantas han sido aprovechadas por sus 

diversos usos, que incluyen la alimentación, la medicina, prácticas religiosas, 

ornamentación, como cercas vivas y en la obtención de colorantes (Sánchez-Mejorada, 
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1982; Pimienta-Barrios, 1994; Basurtos et al., 2006; Flores & Macías, 2008; Pimienta-

Barrios et al., 2008, Villavicencio-Gutiérrez et al., 2012). 

Además, las cactáceas brindan diversos servicios ecosistémicos, como el control de la 

erosión del suelo, y proporcionan refugio, hábitat y alimento (frutos, néctar, polen) a 

pequeños mamíferos, como roedores y murciélagos, así como a aves, reptiles e insectos 

(Arizmendi & de los Monteros, 1996; Valiente-Banuet, 2002; Muñoz-Romo & Casart-

Quintero, 2005; Ortega-Baes & Godínez-Alvarez, 2006; Maya et al., 2011; Martínez-Peralta 

& Mandujano, 2012; Lara-Reséndiz et al., 2013). 

2.10.2. Problemas de conservación en la familia Cactaceae en México 

Un elevado número de especies de cactáceas enfrentan problemas de conservación debido 

a las actividades humanas. Los cambios de uso del suelo, el pastoreo, el saqueo de 

ejemplares de su hábitat natural y su venta como plantas ornamentales a compradores 

nacionales y extranjeros son algunos de los factores que contribuyen a su declive (Jiménez-

Sierra, 2011). Además, las características biológicas de los cactus los convierten en un 

grupo extremadamente vulnerable (Álvarez et al., 2004). Entre estas características se 

incluyen los bajos índices de sobrevivencia de semillas y plántulas, los lentos índices de 

crecimiento y reclutamiento individual, las limitadas zonas de distribución y las condiciones 

edáficas particulares requeridas para su desarrollo. Por ello, resulta difícil que sus 

poblaciones autóctonas se recuperen (Hernández & Godínez, 1994; Valverde & Zavala-

Hurtado, 2006). 

A nivel nacional e internacional, la familia Cactaceae está catalogada como amenazada. 

De las 669 especies de cactáceas que hábitat en México, 269 se encuentran listadas en la 

NOM-059-SEMARNAT-2010 (DOF, 2010), 65 figuran en el Libro Rojo de la Unión 

Internacional para la Conservación de la Naturaleza (UICN, 2021), y 41 están incluidas en 

el Apéndice I (especies en peligro) de la Convención sobre el Comercio de Especies 

Amenazadas de Fauna y Flora Silvestres (CITES, 2021) (especies que no están en riesgo 

de extinción, pero que podrían llegar a estarlo si no se regula su comercio). Según la NOM-

059-SEMARNAT-2010, en la Tabla 1 se enlistan los 269 taxa (especies y subespecies) de 

cactáceas mexicanas clasificadas como vulnerables. Estos taxones se agrupan en 44 de 

los 68 géneros (64 %) que se distribuyen en el país.   
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Tabla 1. Especies y subespecies de cactáceas que se distribuyen en México y que, de acuerdo con la NOM-059-SEMARNAT-2010, presentan 
problemas de conservación (DOF, 2010). Clasificadas en las categorías de amenazadas (A), Sujetas a protección especial (Pr), y en peligro de 
extinción (P). 

  

Género Especies y subespecies en México En riesgo Categoría de riesgo Distribución de las especies y subespecies en riesgo 

Acanthocereus 6 4 Pr (4) Endémica (4) 

Acharagma 4 2 Pr (2) Endémica (2) 

Aporocactus 2 1 P Endémica 

Ariocarpus 12 7 A (1); Pr (3); P (3) Endémica (7) 

Astrophytum 4 4 A (3); P (1) Endémica (4) 

Aztekium 2 2 A (1); Pr (1) Endémica (1), No endémica (1) 

Backebergia 1 1 Pr Endémica 

Carnegiea 1 1 A No endémica 

Cephalocereus 5 2 A (1); Pr (1) Endémica (2) 

Cochemiea 6 4 Pr (4) Endémica (4) 

Coryphantha 65 18 A (7); Pr (9), P (2) Endémica (16), No endémica (2) 

Cumarinia 1 1 Pr Endémica 

Cylindropuntia 47 3 A (1); Pr (2) Endémica (3) 

Digitostigma 1 1 P Endémica 

Disocactus 6 2 A (1); Pr (1) Endémica (2) 

Echinocactus 7 3 A (1); Pr (1), P (1) Endémica (3) 

Echinocereus 110 18 A (5); Pr (10), P (3) Endémica (16), No endémica (2) 

Echinomastus 14 7 A (4); Pr (2) , P (1) Endémica (3), No endémica (4) 

Epithelantha 7 2 A (1); Pr (1) No endémica (2) 

Escobaria 18 3 A (1); Pr (2) Endémica (3) 

Ferocactus 29 10 A (4); Pr (5); P (1) Endémica (7), No endémica (3) 
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Tabla 1. Continuación. 

Género Especies y subespecies en México En riesgo Categoría de riesgo Distribución de las especies y subespecies en riesgo 

Geohintonia 1 1 Pr Endémica 

Glandulicactus 4 2 A (2) Endémica (2) 

Leuchtenbergia 1 1 A Endémica 

Lophocereus 2 1 Pr No endémica 

Lophophora 4 2 Pr (1), P (1) Endémica (2) 

Mammillaria 223 109 A (24); Pr (72), P (13) Endémica (109) 

Melocactus 3 2 A (1); P (1) Endémica (1), No endémica (1) 

Morangaya 1 1 Pr Endémica 

Obregonia 1 1 A Endémica 

Opuntia 93 3 Pr (3) Endémica (2), No endémica (1) 

Ortegocactus 1 1 A Endémica 

Pelecyphora 2 2 A (1); Pr (1) Endémica (2) 

Peniocereus 21 4 Pr (4) Endémica (3), No endémica (1) 

Pilosocereus 8 1 Pr Endémica 

Pseudomitrocereus 1 1 Pr Endémica 

Pterocereus 1 1 P Endémica 

Rapicactus 3 3 A (1); Pr (2) Endémica 

Selenicereus 14 3 A (2); Pr (1) Endémica (3) 

Stenocactus 18 2 Pr (2) Endémica (2) 

Stenocereus 24 3 A (1); Pr (2) Endémica (3) 

Strombocactus 3 1 A Endémica 

Thelocactus 18 9 A (6); Pr (3) Endémica (9) 

Turbinicarpus 28 19 A (5); Pr (7), P (7) Endémica (18), No endémica (1) 
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2.10.3. Estrategias de conservación en la familia Cactaceae en México 

En México, diversos sectores, incluidos los ámbitos académico, privado y gubernamental, 

han colaborado desde la década de 1940 en la protección y conservación de las cactáceas, 

tanto dentro de su hábitat natural como fuera de él (Aguirre & Montaña, 1997; Arias et al., 

2005; Bárcenas, 2006). 

Algunas de las estrategias de conservación propuestas para las cactáceas mexicanas 

incluyen la conservación de semillas, la propagación de plantas en viveros e in vitro para 

su posterior reintroducción en sus hábitats naturales, la promoción del comercio legal, la 

creación de zonas de exclusión y la implementación de campañas de educación ambiental. 

Estas campañas tienen como objetivo sensibilizar a los habitantes sobre la importancia de 

los cactus en los ecosistemas y fomentar su uso sustentable (de la Rosa et al., 2012). No 

obstante, para la gran parte de las especies amenazadas, estas medidas no se han 

implementado o no se han realizado de forma correcta, principalmente debido a los 

problemas burocráticos y de corrupción que existen en el país (Bárcenas, 2006).  

El saqueo y la destrucción del hábitat de las cactáceas siguen siendo problemas 

persistentes que no se han logrado contener, a pesar de las disposiciones legales que 

buscan proteger y aprovechar de manera sostenible las plantas silvestres nativas (Arias et 

al., 2005; Rodríguez-Arévalo et al., 2017). 

Es fundamental llevar a cabo acciones que detengan o al menos reduzcan el deterioro de 

las poblaciones de cactáceas mexicanas, ya que, de lo contrario, muchas especies podrían 

extinguirse en un corto período tiempo. Ante este posible escenario, es crucial contar con 

semillas almacenadas en bancos de germoplasma, que permitan resguardar el material 

genético y el desarrollo de nuevos individuos. Estas plantas podrían ser aprovechadas tanto 

con fines ecológicos como económicos (Li & Pritchard, 2009). No obstante, las semillas de 

numerosas especies de cactus aún no se encuentran almacenadas en bancos artificiales, 

y la información sobre la ecofisiología de las semillas es limitada (Castillo-Campohermoso 

et al., 2010; Lindow-López et al., 2018).  

Assis et al. (2011) señalan que tanto los bancos de semillas artificiales como los naturales 

han demostrado ser efectivos para mantener y regenerar las poblaciones vegetales. El 

estudio de estos bancos es crucial para desarrollar estrategias de conservación efectivas. 
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No obstante, en el caso específico de las cactáceas mexicanas, los estudios sobre bancos 

de semillas han sido escasos en los últimos años. Además, aún no se comprenden 

completamente los mecanismos involucrados en el envejecimiento de las semillas 

almacenadas, ya sea de forma artificial o natural (Roach et al., 2018). 

2.11. Semillas de cactáceas 

Las cactáceas son plantas dicotiledóneas y sus semillas presentan una amplia variedad de 

características morfológicas. En general, son pequeñas en tamaño, con dimensiones 

medidas en milímetros. La cubierta seminal puede variar en color, incluyendo tonos 

castaños, anaranjado, cafés y negros. Además, pueden tener formas comprimidas o 

globulosas, circulares, reniformes, elípticas, ovadas y angulosas (Fig. 3) (Barrios et al., 

2020). 

Un rasgo distintivo en las semillas de las cactáceas, aunque no exclusivo de la familia, es 

una pequeña zona llamada región hilum-micropilar, que se debe a la presencia de óvulos 

campilotropos (Barthlott & Hunt 1993). El hilo, que es el punto de unión entre la semilla y el 

fruto, puede estar ubicado basal o lateralmente, y variar en tamaño. La cubierta seminal 

puede tener diferentes texturas, como ósea, lisa, reticulada o rugosa. El perispermo puede 

ser abundante, central o localizado hacia un lado de la semilla, y puede tener una textura 

farinácea y un color blanquecino, con gránulos de almidón. El endospermo no está presente 

en gran parte de los casos, pero puede ser persistente como una capa delgada. En cuanto 

al embrión, puede presentar diferentes formas, como recto, curvo, circular, o periférico, con 

el hipocótilo bien desarrollado. Está provisto de cotiledones, que pueden ser carnosos o 

foliáceos, y a veces el ápice del embrión tiene forma de gancho (Barrios et al., 2020). La 

radícula, que es la primera parte del embrión que emerge durante la germinación, es gruesa 

e inferior (Bravo-Hollis & Sánchez-Mejorada, 1978). 

Rojas-Aréchiga & Vázquez-Yanes (2000) reportan que el número de semillas que puede 

contener cada fruto es variable entre especies y dentro de individuos de la misma especie. 

Algunas cactáceas, como Epithelantha micromeris y Pereskia aculeata, pueden producir 

solo unas pocas semillas por fruto, mientras que otras, como Pilosocereus chrysacanthus, 

pueden producir más de 1000 semillas por fruto (Barrios et al., 2020). 
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Figura 3. Esquema de una semilla típica de cactáceas. A. Dimensiones medidas en la semilla intacta; 

B. Semilla limada en plano mediano. LEMA = Longitud del eje mayor; LEME = Longitud del eje menor; 

G1, G2 y G3 = Puntos de medición para el cálculo del grosor de la cubierta funicular dorsal (GD); GV 

= Grosor de la cubierta funicular ventral; E = Embrión; P = Perispermo; C1 y C2 = Cotiledones; a-a’ 

= Eje hipocótilo radicular; b-b’ = Eje de los cotiledones (Tomado y modificado de Guerrero-Muñoz et 

al., 2006).  

 

2.12. Germinación de las semillas de cactáceas 

En semillas de cactus, diversas investigaciones han reportado que la humedad, 

temperatura y luz son elementos clave que regulan el proceso de germinación (Rojas-

Aréchiga et al., 1997; Rojas-Aréchiga et al., 1998; Benítez-Rodríguez et al., 2004; Flores et 

al., 2006). Estos trabajos indican que las semillas germinan de manera óptima a 

temperaturas entre 25 y 30 °C. Asimismo, se ha descubierto que son fotoblásticas positivas, 

es decir, que necesitan luz para germinar, respuesta que se desencadena por los 

fotorreceptores en la semilla, principalmente por los fitocromos (Flores et al., 2006; Baskin 

& Baskin, 2014). 

2.13. Latencia en las semillas de cactáceas 

En semillas de cactus, la latencia es un fenómeno que ha sido investigado desde inicios del 

siglo XX (Alcorn & Krutz,1959; McDonough,1964). Actualmente, se sabe que estas pueden 

presentar diferentes tipos de latencia. Por ejemplo, se ha documentado latencia física en 

especies como Cereus jamacaru (Meiado et al., 2010), latencia morfológica en Stenocereus 
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stellatus (Álvarez-Espino et al., 2014), y fisiológica en Ferocatus peninsulae (Rojas‐

Aréchiga & García‐Morales, 2022). 

2.14. Almacenamiento de las semillas de cactáceas en condiciones ex situ 

Diversos autores han reportado el tiempo durante el cual las semillas de cactus son capaces 

de persistir bajo diferentes condiciones y tiempos de almacenamiento ex situ. En el contexto 

de las cactáceas mexicanas, este tema también ha sido investigado. No obstante, estas 

especies representan menos del 2 % del total de especies distribuidas en el país (Tabla 2). 

Estos estudios sugieren que las semillas de cactáceas son ortodoxas, lo que significa que 

pueden persistir viables durante varios años cuando se desecan (Rojas-Aréchiga & 

Vázquez-Yanes, 2000). No obstante, cabe destacar que, dada la amplia variedad de 

formas, tamaños y estructuras que presentan las semillas, estas pueden responder de 

manera diferente a los efectos del tiempo y las condiciones de almacenamiento cuando se 

conservan en bancos de semillas artificiales (Assis et al., 2011). Además, hasta el momento 

no se han realizado evaluaciones exhaustivas de los mecanismos moleculares, bioquímicos 

y fisiológicos asociados con el envejecimiento y la muerte de las semillas durante el 

almacenamiento. La falta de información es un obstáculo para determinar las condiciones 

óptimas de almacenamiento y, por ende, para proponer programas exitosos de 

conservación ex situ a largo plazo.  
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Tabla 2. Viabilidad de las semillas de diferentes especies de cactáceas almacenadas ex situ durante diferentes períodos de tiempo. 

Especies 
Almacenamiento 

Viabilidad Referencia 
Condiciones Tiempo (años) 

Carnegiea gigantea** 25 ± 3 °C en seco 10 51 % Alcorn & Martin (1974) 

Oreocereus erectocylindrica Entre 15 - 30 °C 3 80 % 

Zimmer & Schultz (1975) Eulychnia castanea 

No reportado 

4 

70 % 
Neoporteria subgibbosa 

Ferocactus sp* 
50 % 

Fearn (1977) 

Echinocereus sp* 

Coryphantha odorata** 7 100 % 

Ferocactus herrerae* 10 80 % 

Ferocactus emoryi* 10 90 % 

Brasilicactus sp 3 0 % 

Ferocactus histrix** 2 90 % del Castillo (1986) 

Mammillaria heyderi* 3 65 % Trejo & Garza (1993) 

Ferocactus wislizeni 2 50 % Bowers (2000) 

Stenocereus stellatus* 3 80 % Rojas-Aréchiga et al. (2001) 

Stenocereus queretaroensis* 25 °C oscuridad 3 60 % de la Barrera & Nobel (2003) 

Turbinicarpus knuthianus* 

No reportado 2 

70 % 

Flores et al. (2005) 

Turbinicarpus lophophoroides** 
10 % 

Turbinicarpus pseudopectinatus** 

Turbinicarpus swobodae** 60 % 

Turbinicarpus valdezianus** 90 % 

*Especies que habitan en México. **Especies vulnerables según la NOM-059-SEMARNAT-2010. 
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Tabla 2. Continuación. 

Especies 
Almacenamiento 

Viabilidad Referencia 
Condiciones Tiempo (años) 

Mammillaria mystax* Entre 4-6 °C 3 55 % Navarro et al. (2010) 

Echinocactus platyacanthus** No reportado 6 61 % del Carmen-Navarro et al. (2013) 

Ferocactus townsendianus** 25 °C 10 45 % Guillen et al. (2014) 

Cereus albicaults 

7 ± 2 °C 2 

50 % 

Nascimento et al. (2015) 

Cereus fernambucensis spp. Fernambucensis 30 % 

Cereus jamacaru spp. jamacaru 50 % 

Pilosocereus chrysostele 10 % 

Pilosocereus gounellei spp. gounellei 25 % 

Pilosocereus pachycladus spp. pachycladus 85 % 

Pilosocereus pachycladus spp. pernambucoensis 85 % 

Pilosocereus Tuberculatus 85 % 

Escontria chiotilla* 
25 ± 5 °C, en seco y oscuridad 8 85 % Guzmán-Hernández (2018) 

Stenocereus pruinosus* 

Cereus fernambucensis spp. Fernambucensis 

-5°C 
1 
 

60 % 

dos Santos et al. (2018) 

Pilosocereus catingicola spp. salvadorensis 70 % 

Pilosocereus gounellei spp. gounellei 40 % 

Melocactus violaceus spp. 

margaritaceus 
80 % 

Melocactus sergipensis 58 % 

Melocactus zehntneri 80 % 

Lophophora williamsii 20 ± 2 °C 9 12.5 % Mandujano et al. (2020) 

*Especies que habitan en México. **Especies vulnerables según la NOM-059-SEMARNAT-2010. 
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Tabla 2. Continuación. 

Especies 
Almacenamiento 

Viabilidad Referencia 
Condiciones Tiempo (años) 

Acanthocalycium spiniflorum 

20 °C 7 

0 % 

Gurvich et al. (2021) 

Cleistocactus baumannii 0 % 

Echinopsis aurea 0 % 

Echinopsis. leucantha 38 % 

Gymnocalycium capillense 0 % 

Gymnocalycium castellanosii 0 % 

Gymnocalycium mostii 0 % 

Gymnocalycium  
schickendantzii 

1 % 

Gymnocalycium stellatum 0 % 

Harrisia pomanensis 1 % 

Parodia submammulosa 0 % 

Stetsonia coryne 0 % 

Trichocereus candicans 0 % 

*Especies que habitan en México. **Especies vulnerables según la NOM-059-SEMARNAT-2010. 
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2.15. Bancos de semillas de cactáceas en el suelo 

La persistencia de semillas de cactáceas en el suelo ha sido poco estudiada. En las 

especies mexicanas, estos trabajos representan menos del 1 % del total de especies que 

se distribuyen en el país (Tabla 3). Esta situación contrasta con la importancia ecológica de 

estas plantas en ambientes áridos y semiáridos, donde suelen ser dominantes y presentan 

un elevado número de endemismos (Bravo-Hollis & Scheinvar, 1999). Entender la dinámica 

poblacional de las cactáceas en hábitats naturales se ve significativamente obstaculizada 

por la falta de conocimientos en este tema. 

Aun con la escasa información disponible, en las últimas décadas se ha revelado la 

capacidad de las semillas de cactus para formar bancos a corto y largo plazo (Tabla 3). No 

obstante, a pesar de los avances en esta área, sigue siendo necesario obtener más 

información para comprender mejor los patrones de reclutamiento y la composición de las 

comunidades en los hábitats desérticos. Por lo tanto, se requieren más investigaciones que 

contribuyan a entender la dinámica espacial y temporal de los bancos de semillas de la 

familia Cactaceae. Además, es fundamental profundizar en los factores, tanto ecológicos 

como fisiológicos, bioquímicos y moleculares, que influyen en la sobrevivencia de las 

semillas enterradas in situ. 

  



 

40 
 

 

Tabla 3. Trabajos que han documentado la formación de diferentes tipos de bancos de semillas en el suelo en diversas especies de cactáceas 

Especie Tipo de banco que forman las semillas Referencia 

Trichocereus pasacana 

Persistente a corto plazo 
 

de Viana (1999) 

Ferocactus wislizenii* Bowers (2000) 

Opuntia rastrera* Montiel & Montaña (2003) 

Mammillaria grahani* Persistente a largo plazo Bowers (2005) 

Polaskia chende* 

Persistente a corto plazo 
 

 

Ordoñez (2008) 

Arthrocereus glaziovii 
Cheib & García (2012) 

Arthrocereus melanurus  

Harrisia fragrans  Goodman et al. (2012) 

Stenocereus stellatus* Álvarez-Espino et al. (2014) 

Discocactus bahiensis  Nascimento & Meiado (2017) 

Polaskia chende* Persistente a largo plazo Ordoñez-Salanueva et al. (2017) 

Escontria chiotilla* 

Persistente a corto plazo 
 

Guzmán-Hernández (2018) 
Stenocereus pruinosus* 

Echinopsis atacamensis 

Lindow‐López et al., 2018 

Echinopsis terschecki 

Echinopsis thionantha 

Gymnocalycium saglionis 

Gymnocalycium schickendantzii 

Gymnocalycium spegazzinii 

*Especies que habitan en México. **Especie vulnerables según la NOM-059-SEMARNAT-2010. 
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2.16. Especies reactivas de oxígeno (ERO) 

Las ERO son radicales libres, iones y moléculas que presentan uno o más electrones 

desapareados, y que derivan de la reducción parcial del O2. Este grupo incluye al peróxido 

de hidrógeno (H2O2), al radical superóxido (O2
●), al radical hidroxilo (OH●) y al oxígeno 

singulete (1O2) (Diaz-Vivancos et al., 2013). 

En las plantas, las ERO se generan de manera natural en distintos organelos, el sistema 

de membranas, así como en el citosol, a partir de diversas reacciones metabólicas que 

incluyen la fotosíntesis y la respiración (Singh et al., 2016). 

En condiciones normales de homeostasis redox celular, las ERO desempeñan una función 

fundamental como moléculas señalizadoras en diferentes procesos fisiológicos, como el 

desarrollo embrionario, la germinación, la muerte celular programada (PCD) y el crecimiento 

radicular (Wrzaczek et al., 2013). No obstante, factores de estrés ambiental como el ataque 

de organismos patógenos, la falta de agua, suelos salinos, temperaturas extremas, 

exposición a elementos potencialmente tóxicos y radiación UV-B pueden aumentar la 

producción de ERO. Estos factores interrumpen el equilibrio celular y aceleran el 

envejecimiento celular (Sharma & Dubey, 2007). En concentraciones altas, las ERO se 

convierten en compuestos tóxicos para la célula debido a su elevada reactividad con otras 

moléculas, ya que pueden oxidar a macromoléculas como lípidos de membrana, proteínas 

y ácidos nucleicos (Kapoor et al., 2015). Por esta razón, las plantas cuentan con 

mecanismos de defensa antioxidante que mantienen el balance entre la generación y la 

eliminación de ERO (Baxter et al., 2014). 

2.17. Mecanismos antioxidantes 

Las plantas presentan mecanismos antioxidantes que regulan los efectos dañinos de las 

ERO, previniendo o retardando la oxidación de diversas moléculas. Estos mecanismos 

pueden clasificarse en enzimáticos y no enzimáticos (Sharma et al., 2012). 

2.18. Antioxidantes enzimáticos 

SOD, CAT y POD, así como las enzimas que participan en el ciclo de ascorbato-glutatión 

(AsA-GSH), están presentes en todas las células vegetales y han demostrado ser cruciales 

para la defensa frente al estrés oxidante (Singh et al., 2016). 
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2.18.1. Superóxido dismutasa (SOD) 

Las SOD son una familia de enzimas antioxidantes que pertenece al grupo de las 

metaloenzimas y cuya función consiste en catalizar la dismutación del O2
● a una molécula 

de menor toxicidad (H2O2), como se observa en la siguiente ecuación (Bowler et al., 1994): 

2O2
• + 2H+ → H2O2 + O2 

Se han descrito tres isoenzimas SOD en plantas: I) Cu/Zn-SOD; II) Mn-SOD; y III) Fe-SOD. 

Estas enzimas tienen la misma actividad catalítica, pero diferentes estructuras químicas y 

ubicaciones dentro de la célula. Mientras que la Mn-SOD se limita a las mitocondrias y la 

Fe-SOD a los cloroplastos, la enzima Cu/Zn-SOD se encuentra en los peroxisomas, las 

mitocondrias y el citosol (Sharma et al., 2012). 

2.18.2. Catalasa (CAT) 

La CAT cataliza la reducción de moléculas de H2O2 a H2O, como se observa en la siguiente 

ecuación (Cárdenas-Rodríguez & Pedraza-Chaverri, 2006): 

2H2O2 → 2H2O + O2 

En las plantas se ha reportado la presencia de CAT en las mitocondrias, cloroplastos, 

peroxisomas y citosol (Kibinza et al., 2011). 

2.18.3. Peroxidasas (POD) 

Las POD son un grupo de enzimas que catalizan la transformación de diferentes 

compuestos químicos utilizando H2O2 como oxidante (Cárdenas-Rodríguez & Pedraza-

Chaverri, 2006): 

H2O2 + RH2→ 2H2O + R 

En plantas se ha reportado la presencia de las enzimas ascorbato peroxidasa (APx) y 

glutatión peroxidasa (GPx), las cuales son esenciales para eliminar el exceso de H2O2 en 

la célula (de Gara et al., 2010). La APx y la GPx están ampliamente distribuidas en los 

cloroplastos, mitocondrias, citosol y en la membrana celular (Potters et al., 2002).  
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2.18.4. Enzimas del ciclo ascorbato-glutatión (AsA-GSH) 

El ciclo AsA-GSH desempeña una función crucial en la regulación del estrés oxidante, 

siendo considerado la vía principal para neutralizar el H2O2 generado de la dismutación del 

O2
●. Este ciclo implica diferentes reacciones redox, que incluyen la oxidación de GSH y AsA 

mediante H₂O₂. La APx convierte el H₂O₂ en H₂O mediante la oxidación de AsA a 

monodehidroascorbato (MDHA). Este último puede ser regenerado a través de la acción de 

la monodehidroascorbato reductasa, utilizando nicotinamida adenina dinucleótido fosfato 

(NADPH) como agente reductor. La MDHA se convierte de manera espontánea en 

dehidroascorbato (DHA) mediante la oxidación de GSH a glutatión oxidado (GSSG). 

Posteriormente, la glutatión reductasa es capaz de transformar al GSSG nuevamente en 

GSH, utilizando NADPH como agente reductor. De esta manera, los estados oxidados de 

AsA y GSH son reducidos a sus formas iniciales, cerrando el ciclo y evitando la producción 

excesiva de H₂O₂ en la célula (Peralta-Pérez & Volke-Sepúlveda, 2012). 

En las plantas, el ciclo AsA-GSH está presente en al menos cuatro compartimentos 

celulares diferentes: cloroplastos, mitocondrias, peroxisomas y citosol (Pang & Wang, 

2010). 

2.19 Antioxidantes no enzimáticos 

AsA, GSH, betalaínas, carotenoides, tocoferoles, los tocotrienoles, los tococromanoles y 

compuestos fenólicos son antioxidantes no enzimáticos que participan en la defensa del 

organismo y funcionan, en algunos casos, como cofactores enzimáticos. Además, influyen 

en el desarrollo de las plantas al regular procesos como la mitosis, el alargamiento celular, 

la senescencia y la PCD (Sharma et al., 2012). 

2.19.1. Ascorbato (AsA) 

El AsA es un antioxidante importante en la protección del organismo contra el estrés 

oxidante, ya que puede ceder electrones en diferentes reacciones químicas. El AsA es 

sintetizado a través de la vía Smirnoff–Wheeler y mediante intermediarios de ácido urónico, 

como el ácido D-galacturónico (Smirnoff & Wheeler, 2000). 



 

44 
 

2.19.2. Glutatión (GSH) 

El GSH está constituido por tres aminoácidos (glutamato-glicina-cisteína), que, al igual que 

el AsA, desempeña una función crucial en la protección contra el estrés oxidante inducido 

por ERO (Seal et al., 2010). En las plantas, el GSH, es el antioxidante más abundante y se 

ha detectado prácticamente en todas las estructuras celulares, incluyendo las vacuolas. El 

GSH es sintetizado en el citosol y en los cloroplastos mediante isoformas específicas de la 

γ-glutamil-cisteinil sintetasa y la glutatión sintetasa. El balance entre GSH y GSSG es 

fundamental para mantener la homeostasis celular (Noctor et al., 2012). 

2.19.3. Betalaínas 

Las betalaínas son pigmentos hidrosolubles de origen natural con nitrógeno en su 

estructura, las cuales sintetizan a partir del aminoácido tirosina (Strack et al., 2003). Están 

presentes en todas las células de las plantas del orden Caryophyllales. Dentro de esta 

categoría taxonómica, las familias Cactaceae y Amaranthaceae destacan por su contenido 

de betalaínas (Stintzing et al., 2005; Fernández-López et al., 2012). Las betalaínas son 

consideradas potentes antioxidantes y también tienen propiedades antitumorales 

(Ravichandran et al., 2013). 

2.19.4. Carotenoides 

Los tetraterpenos conocidos como carotenoides están formados por varias moléculas de 

isopreno unidas en ambos extremos por un anillo de ciclohexano insaturado. Se distinguen 

dos tipos de carotenoides: las xantofilas y los carotenos. Las xantofilas tienen O2 en sus 

anillos terminales, mientras que los carotenos no lo presentan (Olatunde et al., 2020). Estos 

pigmentos pertenecen al grupo de los antioxidantes lipofílicos y pueden desintoxicar varias 

formas de ERO. En las plantas, los carotenoides eliminan al O2
● para inhibir el daño 

oxidativo. Además, el ABA, que regula la latencia y la respuesta al estrés, es sintetizado a 

partir de los carotenos (Nisar et al., 2015). 

2.19.5. Tocoferoles, tocotrienoles y tococromanoles 

Los tocoferoles están compuestos por un anillo cromano y una cadena hidrófoba formada 

por isoprenoides. La cantidad y ubicación de los grupos metilo (-CH3) en el anillo cromano 

varían entre los grupos (α, β, γ y δ) de tocoferoles (Lushchak & Semchuk, 2012). Los 
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tocoferoles son antioxidantes lipofílicos y, junto con los tocotrienoles y tococromanoles, 

pertenecen a la familia de la vitamina E. Estos compuestos son producidos únicamente por 

productores fotosintéticos, utilizando ácido homogentísico y fitil-difosfato como precursores, 

y están implicados en la eliminación de ERO (Munné-Bosch, 2005). 

2.19.6. Compuestos fenólicos 

Según Kumar et al. (2020), los compuestos fenólicos son metabolitos secundarios 

hidrosolubles identificados por la presencia de uno o más grupos hidroxilo ácidos (-OH) 

unidos a un anillo aromático (grupo fenol). Compuestos fenólicos, como los flavonoides, 

taninos, ésteres de hidroxicinamato y lignina, poseen propiedades antioxidantes y son 

abundantes en los tejidos de las plantas (Olszowy-Arora, 2019). Los polifenoles tienen la 

capacidad de unirse a los iones de metales de transición y neutralizar directamente a las 

ERO. Además, pueden prevenir la peroxidación de los lípidos al capturar los radicales 

alcoxilo (Arora et al., 2000). 

2.20. Estrés oxidante 

Un desbalance entre la generación de ERO y los mecanismos de defensa antioxidante se 

conoce como estrés oxidativo. Esto puede ser causado por una disminución de las defensas 

antioxidantes, un aumento de la generación de ERO o una combinación de ambos (Bartosz, 

1997). En las plantas, se han reportado diferentes indicadores para determinar el estrés 

oxidante, como la relación entre GSH/GSSG y/o entre AsA/DHA (Demidchik, 2015). 

2.21. Efecto de las especies reactivas de oxígeno en las biomoléculas 

En condiciones de estrés oxidante, las ERO pueden causar daño a lípidos, proteínas y 

ácidos nucleicos, lo que resulta en modificaciones de las membranas e inhibición 

enzimática, conduciendo a un mal funcionamiento celular e incluso a la muerte (Singh et 

al., 2016). 

2.21.1. Daño en los lípidos 

Las ERO pueden inducir peroxidación lipídica, un proceso en el cual agentes oxidantes 

afectan los lípidos de membrana. Este fenómeno altera la estructura de las membranas, 

afectando su integridad y la compartimentación celular. Además, los radicales derivados de 
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la oxidación de lípidos pueden dañar a otras macromoléculas, lo que aumenta el estrés 

oxidante en la célula (Kołodziej et al., 2018). 

Cuando un grupo OH● oxida una cadena lipídica insaturada, produce un radical alquilo y un 

lípido hidroperoxidado, que es el primer paso en la peroxidación lipídica. El radical alquilo 

reacciona con otra molécula, quitándole un electrón y regenerando la especie inicial, lo que 

provoca que la reacción se propague. Un solo OH● puede provocar la peroxidación de varios 

ácidos grasos poliinsaturados, ya que las reacciones involucradas en este proceso son 

parte de una reacción en cadena (Kołodziej et al., 2018). Un subproducto de la peroxidación 

de lípidos es el MDA, el cual se ha utilizado ampliamente como marcador de estrés oxidante 

(Jadoon & Malik, 2017). 

2.21.2. Daño en las proteínas 

Las ERO pueden causar modificación directa e indirecta en las proteínas. La modificación 

directa consiste en regular la actividad de una proteína mediante procesos como la 

nitrosilación, carbonilación, y la formación de enlaces disulfuro. Por otro lado, la 

modificación indirecta ocurre por la conjugación de productos de descomposición que 

derivan de la peroxidación lipídica (Lounifi et al., 2013). En ambos casos, como 

consecuencia de la producción excesiva de ERO, se puede dar lugar a modificaciones en 

los aminoácidos, fragmentación de la cadena peptídica, agregación de productos de 

reacción y mayor susceptibilidad de las proteínas a la proteólisis (Demidchik, 2015). Las 

proteínas carboniladas, son un biomarcador ampliamente utilizado para determinar los 

daños por estrés oxidante en proteínas (Møller & Kristensen, 2004). 

2.21.3. Daño en el ADN 

Las ERO pueden causar daños oxidantes en el ADN nuclear, mitocondrial y cloroplástico, 

lo que resulta en la oxidación de la desoxirribosa, la modificación y eliminación de 

nucleótidos, así como, en la ruptura de las cadenas de ácidos nucleicos. Cualquier daño en 

el ADN puede provocar cambios en la codificación de las proteínas e incluso puede resultar 

en la inactivación completa de estas (Sharma et al., 2012). 

Mientras que el daño a los azúcares se produce principalmente por la pérdida de un 

hidrógeno de la desoxirribosa, el daño oxidante en las bases nitrogenadas del ADN suele 

implicar la adición de un OH● a los dobles enlaces (Roldán-Arjona & Ariza, 2009). El OH● 
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reacciona con las purinas y pirimidinas, así como con el esqueleto de desoxirribosa, 

generando productos como 8-oxo-7, 8-hidroxi-2’-desoxiguanosina (8-OHdG), hidroximetil 

urea, urea, timina glicol, timina y adenina. Entre estos productos, el 8-OHdG se utiliza como 

biomarcador para determinar el nivel de daño a ADN inducido por el estrés oxidante 

(Valavanidis et al., 2009). 

2.22. Especies reactivas de oxígeno en las semillas 

La producción y acumulación de ERO en la semilla depende de su estado metabólico y 

fisiológico (Kumar et al., 2015). En semillas deshidratadas, el metabolismo es reducido, y 

en estas condiciones, las ERO se originan a partir de reacciones no enzimáticas (como las 

reacciones de Amadori y Maillard) y mecanismos asociados a la peroxidación lipídica (Sun 

& Leopold, 1995). Por otro lado, en semillas hidratadas, todos los compartimientos 

metabólicamente activos pueden convertirse en fuentes de ERO, como, por ejemplo, los 

glioxisomas (por el catabolismo de los lípidos), los peroxisomas (por el catabolismo de las 

purinas), las mitocondrias (a través de procesos involucrados en la respiración) y las 

membranas plasmáticas (por la actividad de NADPH oxidasa) (Bailly, 2004). No obstante, 

la principal fuente de ERO durante la imbibición de semillas se atribuye a la actividad 

mitocondrial (El-Maarouf-Bouteau & Bailly, 2008). 

2.23. Efecto dual de las especies reactivas de oxígeno en la fisiología de las 

semillas 

Durante mucho tiempo se consideró que la acumulación de ERO era perjudicial para la 

viabilidad de las semillas debido al estrés oxidante impuesto durante la desecación o el 

envejecimiento (Bailly, 2004). No obstante, investigaciones recientes indican que, en bajas 

concentraciones, las ERO también cumplen funciones cruciales en la transducción de 

señales celulares, participando en diversos procesos como la germinación, la ruptura de la 

latencia, la PCD y la protección contra los patógenos, entre otros (Kumar et al., 2015; Bailly, 

2019). 

2.24. Especies reactivas de oxígeno como moléculas de señalización 

Como se mencionó previamente, un exceso de ERO puede causar daños a las 

biomoléculas del embrión, afectando su viabilidad, así como su crecimiento y desarrollo 

(Kranner & Colville, 2011). Por ello, las semillas cuentan con mecanismos antioxidantes 

celulares que mantienen el equilibrio redox, evitando la acumulación de cantidades tóxicas 
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de ERO, al tiempo que permite una señalización mediada por estas moléculas (Bailly et al., 

2008). 

2.24.1. Debilitamiento del endospermo 

El endospermo es un tejido que suministra nutrientes al embrión durante las primeras fases 

del desarrollo (Márquez et al., 2016). No obstante, en algunas especies, como Arabidopsis 

y tabaco, la germinación se ve obstaculizada por este tejido. Por ello, reguladores del 

crecimiento como el ABA y las giberelinas (GA) controlan la actividad de enzimas 

hidrolíticas que, a su vez regulan el debilitamiento del endospermo, permitiendo así la 

germinación de la semilla (Barba-Espín et al., 2012). Este fenómeno ha sido documentado 

en semillas de lechuga y otras especies cultivadas, en las cuales se observó que el 

debilitamiento del endospermo está directamente vinculado a la producción de ERO en 

respuesta a las señales ambientales externas (Zhang et al., 2014). 

2.24.2. Ruptura de la latencia 

La latencia fisiológica de las semillas es una condición regulada principalmente por el ABA 

y las GA, y la ruptura de este estado ocurre cuando se altera el equilibrio entre ambas 

hormonas. En semillas de Arabidopsis, la adición exógena de H2O2 disminuye los niveles 

de ABA e incrementa los de GA, lo que desencadena la ruptura de la latencia (Liu et al., 

2010). Esto sugiere que una relación alta/baja de ABA/GA mantiene la condición de 

latencia, mientras que una relación baja/alta de ABA/GA conduce a la ruptura de este 

estado (Bailly et al., 2008). 

2.24.3. Protección contra patógenos 

Las ERO desempeñan funciones clave de señalización en respuesta al estrés, tanto 

abiótico como biótico (Gomes & García, 2013). Las ERO pueden afectar directamente a los 

patógenos o actuar indirectamente, provocando reacciones de hipersensibilidad que 

conducen a la PCD (Bailly, 2004). Además, durante una infección, el O2
● producido por la 

acción de la NADPH oxidasa se convierte en H2O2 mediante dismutación espontánea o por 

actividad de la SOD. El H2O2 generado por este proceso induce la muerte de las células 

locales infectadas, lo que limita la propagación de patógenos. Asimismo, el H2O2 

desempeña una función crucial en la resistencia a infecciones, ya que provoca la 

peroxidación de la membrana celular del patógeno (Quan et al., 2008). 
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2.25. Factores que intervienen en el envejecimiento de las semillas 

El envejecimiento de las semillas está determinado por su estado fisiológico, la composición 

genética y las condiciones de almacenamiento, ya sean naturales o artificiales (Singh & 

Bassi, 2016; Zhou et al., 2020). 

Diversas variables, como la temperatura, la humedad relativa y la concentración de O2, 

influyen en la rapidez con que las semillas se deterioran durante el almacenamiento 

(Roberts, 1973; Roach et al., 2018). La baja humedad y las bajas temperatura ralentizan el 

proceso de descomposición, prolongando así la vida útil de las semillas (Walters et al., 

2005). En contraste, condiciones de alta humedad y temperatura aceleran el envejecimiento 

(Châtelain et al., 2013; Baladi & Balouchi, 2016). Por lo tanto, la temperatura y la humedad 

pueden manipularse para similar el deterioro de las semillas en condiciones naturales, 

mediante el uso de métodos de envejecimiento artificial (Zhou et al., 2020). El deterioro 

controlado implica exponer las semillas a temperaturas cercanas a los 30 °C y humedades 

relativas constantes, lo que segura que el contenido de agua de las semillas no varíe 

significativamente durante el tratamiento, y a menudo se utiliza como indicador de 

envejecimiento en los bancos de semillas. En cambio, el envejecimiento acelerado consiste 

en someter a las semillas secas a alta humedad relativa (cerca del 100 %) y temperaturas 

superiores a 45 °C, lo que provoca cambios drásticos en el porcentaje de humedad durante 

el experimento. Este método se emplea para reducir rápidamente (días o semanas) la 

viabilidad de un lote de semillas (Roach et al., 2018). 

Aunque se ha investigado ampliamente, la interacción de factores como la temperatura, los 

niveles de O2 y la humedad en el deterioro de las semillas aún no se comprende 

completamente (Buijs et al., 2020). Por ejemplo, en semillas de girasol almacenadas con 

bajo contenido de agua, se observó que altas concentraciones de O2 tiene un efecto 

negativo sobre la viabilidad de las semillas y el crecimiento de las plantas. En contraste, las 

semillas de cebada no presentan efectos negativos bajo estas condiciones, aunque sí se 

observan daños durante el desarrollo posterior (Morscher et al., 2015). 

Otros factores que influyen en la longevidad de las semillas incluyen: I) la composición 

genética; II) la estructura física y química; III) la producción y eliminación de ERO; IV) los 

mecanismos antioxidantes y de reparación; V) los niveles de fitohormonas; y VI) el 
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contenido de sustancias de reservas (Hong & Ellis, 1996; Mullin & Xu, 2001; Liu et al., 2016; 

Chandra et al., 2017; Liu y Hou, 2018). 

2.26. Cambios fisiológicos, bioquímicos y moleculares asociados al envejecimiento 

de las semillas 

El deterioro de las semillas es un fenómeno biológico complejo y multifactorial que involucra 

diferentes procesos fisiológicos, bioquímicos y moleculares interrelacionados (Ebone et al., 

2019; Lee et al., 2019; Zhou et al., 2020). 

2.26.1. Cambios fisiológicos 

Los cambios fisiológicos relacionados con el envejecimiento de semillas incluyen el 

aumento de ERO y/o la disminución de los sistemas antioxidantes (estrés oxidante), el 

desequilibrio en las enzimas y hormonas reguladoras del crecimiento, la disminución de la 

actividad metabólica, la pérdida del estado vítreo citoplasmático y la PCD (Ventura et al., 

2012). Estos procesos fisiológicos están fuertemente influenciados por el contenido de agua 

de la semilla y las condiciones de almacenamiento (Diaz-Vivancos et al., 2013). Por 

ejemplo, se ha demostrado que el citoplasma de las semillas secas entra en un estado 

vítreo, el cual está condicionado por la temperatura, la humedad y la cantidad de varios 

azúcares presentes en la semilla, como sacarosa, rafinosa, estaquiosa y verbascosa 

(Williams y Leopold, 1989). En este estado, el citoplasma se vuelve tan viscoso que se 

detienen el movimiento de difusión y muchas reacciones de deterioro (Williams y Leopold, 

1989). No obstante, cualquier cambio fisiológico que afecte el estado vítreo de la semilla 

conducirá a su envejecimiento (Osborne, 2000). 

2.26.2. Cambios bioquímicos 

La reducción de la síntesis de proteínas, la inactivación de proteínas, la alteración de la 

actividad enzimática, la hidrólisis de proteínas y las modificaciones postraduccionales son 

algunas de las alteraciones bioquímicas asociadas al envejecimiento de las semillas (Rajjou 

et al., 2012). En semillas envejecidas, la incapacidad para sintetizar nuevas proteínas 

puede estar relacionada con varios factores, como la disminución de la capacidad para 

sintetizar nuevos ARNm (Bray & Dasgupta, 1976). No obstante, la síntesis de proteínas 

también puede verse comprometida a nivel de la traducción, debido a la actividad reducida 

de los ribosomas, lo cual resulta de modificaciones estructurales graves. Estas 
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modificaciones se han observado en semillas no viables (Roberts & Osborne, 1973; Zhao 

et al., 2020). Otro factor asociado al envejecimiento en organismos vegetales es la 

expresión reducida o las mutaciones en los factores de transcripción necesarios para 

producir ribosomas (Farley-Barnes et al., 2019). 

Wettlaufer & Leopold (1991) informan que, en semillas, las proteínas también pueden 

experimentar modificaciones estructurales a través de la glicación no enzimática, mediada 

por las reacciones de Amadori y Maillard. Se considera que las reacciones no enzimáticas 

son la causa más probable de la inactivación de proteínas durante el almacenamiento, ya 

que las semillas secas no presentan un metabolismo enzimático activo (Sun & Leopold, 

1995; Fu et al., 2015). La inactivación de proteínas en semillas almacenadas puede ocurrir 

debido a la ganancia o pérdida de ciertos grupos funcionales, la oxidación de grupos 

sulfhidrilo o la conversión de aminoácidos dentro de la estructura de la proteína (Galletti et 

al., 1995). Estos cambios reducen la capacidad metabólica de las semillas y la facultad del 

organismo para reparar el daño celular producido durante el almacenamiento (Chhabra & 

Singh, 2019).  

El almacenamiento de semillas también puede alterar la actividad de las proteínas, lo que 

a su vez puede afectar los procesos metabólicos (Fu et al., 2015; Chhabra & Singh, 2019). 

Las alteraciones en la actividad de las proteínas podrían surgir de cambios 

conformacionales, como el plegamiento o despliegue parcial, la disociación en monómeros 

o subunidades, y la condensación en polímeros, lo cual afecta el proceso de germinación. 

Para que la geminación se complete, se requieren varias enzimas hidrolíticas, como la 

lipasa, fosfolipasa, proteasa, DNasa, fosfatasa y amilasa (Basavarajappa et al., 1991). 

Asimismo, los efectos deletéreos de las ERO, que estimulan el envejecimiento de las 

semillas y reducen su viabilidad, pueden ser contrarrestados por el sistema antioxidante 

enzimático y no enzimático de las semillas.  

Además del daño oxidante inducido por las ERO, las proteínas pueden sufrir otras 

modificaciones estructurales e incluso perder su funcionalidad debido al estrés y 

envejecimiento celular. En este contexto, la enzima L-isoaspartil metiltransferasa ha 

demostrado ser esencial para la reparación de proteínas (Wei et al., 2015). Otro cambio 

bioquímico asociado con el deterioro de las semillas, como se mencionó anteriormente, es 

la peroxidación lipídica (Oenel et al., 2017).  
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2.26.3. Cambios moleculares 

El daño al ADN en semillas almacenadas puede ocurrir debido al estrés oxidante, lo que da 

lugar a la oxidación de la desoxirribosa, la modificación y eliminación de nucleótidos, así 

como la ruptura de las cadenas de ácidos nucleicos. Para asegurar la germinación de las 

semillas, estos daños deben ser reparados mediante diversas enzimas, como la ADN ligasa 

(Sharma et al., 2012). 

Los cambios epigenéticos pueden alterar la expresión génica en semillas almacenadas, 

principalmente través de la metilación del ADN, así como mediante modificaciones de 

histonas, variantes de histonas y remodelación de cromatina (Ahmad et al., 2010).  

Michalak et al. (2013) investigaron la correlación entre la metilación del ADN y la desecación 

en semillas de Pyrus communis, observando que, después de un año de almacenamiento, 

el ADN de las semillas presentó un aumento en los niveles de metilación. Los autores 

sugieren que el envejecimiento de las semillas podría estar asociado con un incremento en 

la metilación del ADN. 
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3. ANTECEDENTES DIRECTOS 

Este proyecto de investigación es continuación de la tesis realizada en el programa de 

Maestría en Biología de la UAMI, titulada “Variabilidad genética y viabilidad de semillas de 

Escontria chiotilla y Stenocereus pruinosus (Cactaceae) conservadas ex situ y enterradas 

in situ en un matorral xerófilo en el Valle de Tehuacán” (Guzmán-Hernández, 2018). 

Este estudio demostró que las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus mantienen su viabilidad 

(> 80 %) cuando son almacenadas ex situ (a 25 ± 3 °C, con una humedad relativa del 20 ± 

2 % y en oscuridad) durante ocho años. En contraste, cuando las semillas son almacenadas 

in situ (enterradas en el suelo de un matorral xerófilo), la viabilidad disminuyó en más del 

60 % entre los 12 y 15 meses de enterramiento. Se propone que esto se debió a las 

fluctuaciones de temperatura y humedad que experimentaron las semillas en el suelo 

durante el período del experimento. 

Con base en estas evidencias, en la presente investigación se plantearon las siguientes 

preguntas de investigación: 
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4. PREGUNTAS DE INVESTIGACIÓN 

1. ¿La viabilidad y vigor de las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus enterradas in situ 

durante 12 y 24 meses serán menores en comparación con las semillas almacenadas ex 

situ? 

2. ¿Las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus enterradas in situ presentan un mayor daño 

en biomoléculas, como lípidos y proteínas, en comparación con las semillas almacenadas 

ex situ? 

3. ¿El estrés oxidante en las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus, enterradas in situ y 

almacenadas ex situ, aumenta en función del tiempo? 

4. ¿Existen diferencias en la actividad de las enzimas antioxidantes (SOD, CAT y POD) 

entre las semillas almacenadas ex situ y las enterradas in situ? 

5. ¿La pérdida de viabilidad y vigor de las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus enterradas 

in situ está relacionada con los períodos de sequía y lluvia? 
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5. HIPÓTESIS 

1. La viabilidad y vigor de las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus, enterradas in situ 

durante 12 y 24 meses, serán menores en comparación con las semillas almacenadas ex 

situ. 

2. Las semillas enterradas in situ durante 12 y 24 meses mostrarán un mayor daño en los 

lípidos y las proteínas, así como una disminución en el contenido de proteínas solubles, en 

comparación con las semillas almacenadas ex situ. 

3. El estrés oxidante en las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus, enterradas in situ durante 

12 y 24 meses, será mayor en comparación con las semillas almacenadas ex situ. 

4. Se espera que la actividad de las enzimas antioxidantes, como SOD, CAT y POD, sea 

mayor en las semillas almacenadas ex situ que en las enterradas in situ, lo que implicaría 

un menor daño en lípidos y proteínas en las semillas almacenadas ex situ. 

5. El periodo en el que se produce la pérdida de la viabilidad y vigor de las semillas de E. 

chiotilla y S. pruinosus enterradas in situ está relacionado con el daño oxidante en respuesta 

a las condiciones ambientales. 
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6. OBJETIVOS 

6.1. Objetivo General 

Estudiar la participación del daño por estrés oxidante y los mecanismos antioxidantes en la 

viabilidad y el vigor de semillas de dos especies de cactáceas, almacenadas ex situ y 

enterradas in situ durante diferentes períodos de tiempo. 

6.2. Objetivos Específicos 

1. Evaluar la viabilidad y el vigor de las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus, almacenadas 

ex situ y enterradas in situ durante 0, 12 y 24 meses. 

2. Determinar los niveles de peroxidación lipídica, así como el contenido de proteínas 

solubles y oxidadas en semillas de E. chiotilla y S. pruinosus, almacenadas ex situ y 

enterradas in situ durante 0, 12 y 24 meses. 

3. Determinar la relación entre el GSH y el GSSG (EGSSG/2GSH) en semillas de E. chiotilla y 

S. pruinosus, almacenadas ex situ y enterradas in situ durante 0, 12 y 24 meses. 

4. Determinar la actividad de las enzimas SOD, CAT y POD en semillas de E. chiotilla y S. 

pruinosus, almacenadas ex situ y enterradas in situ durante 0, 12 y 24 meses. 

5. Evaluar la viabilidad y el vigor, el estrés oxidante, el daño a biomoléculas y la actividad 

de enzimas antioxidantes en semillas de E. chiotilla y S. pruinosus recién cosechadas y 

enterradas in situ durante 0, 6, 12, 14 y 16 meses, considerando los periodos de sequía y 

de lluvias. 
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7. MATERIALES Y MÉTODOS 

7.1. Especies de estudio 

7.1.1. Escontria chiotilla 

Escontria chiotilla, especie conocida comúnmente como "jiotilla", es un cactus columnar 

silvestre endémico de México, se distribuye en las regiones de la Mixteca Oaxaqueña, el 

Valle de Tehuacán-Cuicatlán y la Cuenca del Río Balsas (Arias et al., 1997). 

El árbol maduro generalmente alcanza una altura de entre 3 y 7 m, con un tronco grueso y 

corto, y ramas dicotómicas que poseen de 7 a 8 costillas. Las aréolas miden 

aproximadamente 1 cm de largo y presentan entre 10 a 15 espinas radiales, así como de 3 

a 5 espinas centrales, siendo una de estas últimas más larga, alcanzando hasta 7 cm de 

longitud. Las flores, ubicadas en la terminación de las ramas, son infundibuliformes, miden 

alrededor de 3 cm de largo, son de color amarillo y presentan grandes escamas 

translúcidas. Los frutos son globosos y escamosos, de color café rojizo, alcanzando hasta 

3.5 cm de diámetro, y contienen semillas negras y permeables, de 1 a 1.3 mm (Fig. 4) 

(Bravo-Hollis & Sánchez-Mejorada, 1978). 

Esta especie produce frutos de abril a mayo y de septiembre a noviembre. Sus frutos son 

apreciados tanto frescos como procesados, y se utilizan para elaborar mermeladas, 

conservas y nieve (Arias et al., 2001). 

 

Figura 4. Escontria chiotilla, conocida comúnmente como “Jiotilla”. A. Planta madura. B. Flor abierta. 

C. Frutos maduros y D. Semilla observada en microscopia electrónica de barrido. 
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7.1.2. Stenocereus pruinosus 

Stenocereus pruinosus, conocida comúnmente como "pitaya de mayo", es un cactus 

columnar endémico de México. Se encuentra en diversos estados del país, como, Oaxaca, 

Puebla, Querétaro, Tamaulipas, entre otros (Arias et al., 2001). 

Es una especie ampliamente cultivada, especialmente en la región del Valle de Tehuacán-

Cuicatlán (Parra et al., 2012). Actualmente, se reconocen más de 30 variedades distintas, 

las cuales presentan diversos grados de domesticación, que ha ocurrido durante más de 

8,000 años (Yáñez-López et al., 2016). 

El árbol maduro generalmente alcanza una altura de entre 4 y 5 m, con ramas que muestran 

una capa de cera blanca (pruina) y entre 5 y 6 costillas rectas. Sus espinas son de color 

gris con las puntas oscuras, con 5 a 7 espinas radiales y de 1 a 4 espinas centrales. Las 

flores son blanquecinas con tonos rosados, tienen forma infundibuliforme y alcanzan 

aproximadamente 9 cm de longitud. Los frutos tienen un diámetro promedio de 7 cm, son 

globosos y su color varía según la variedad, desde rojo púrpura hasta anaranjado verdoso. 

La pulpa es carnosa y jugosa, y contiene semillas negras y permeables que miden de 1.5 

a 2 mm (Fig. 5) (Flores et al., 2011).  

El período de fructificación de esta especie generalmente inicia en mayo y finaliza en 

agosto. El consumo de los frutos se realiza en fresco o en productos procesados, como 

mermeladas, nieve, licores, yogurt y dulces (Arias et al., 2001).  

 

Figura 5. Stenocereus pruinosus, conocida comúnmente como “Pitaya de mayo”. A. Planta madura. 

B. Botones florales y flor abierta. C. Fruto maduro y D. Semilla observada en microscopia electrónica 

de barrido. 
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7.2. Sitio de estudio 

7.2.1. Ubicación, extensión y límites 

Santiago Chazumba es un municipio ubicado en el noroeste del estado de Oaxaca 

(18º11’18.62’’ N, 97º40’43.99’’ O) y forma parte del distrito de Huajuapan de León. Se 

encuentra en la región conocida como Mixteca Baja, dentro del Valle de Tehuacán-

Cuicatlán, y tiene una extensión territorial de 346.93 km². Limita al norte, este y oeste con 

el estado de Puebla, mientras que al sur hace frontera con el municipio de San Pedro y San 

Pedro Tequixtepec, Oaxaca (Fig. 6) (INEGI, 2008). 

 

Figura 6. Mapa de la ubicación y límites del Municipio de Santiago Chazumba, Oaxaca. 

 

7.2.2. Relieve 

Santiago Chazumba se distingue por su ubicación entre cerros, con numerosas barrancas 

que experimentan escorrentías intermitentes, es decir, escurrimientos de agua durante la 
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temporada de lluvias. Además, posee extensas zonas montañosas con suelo de textura 

media y gruesa, y pequeñas áreas planas destinadas a la agricultura (INEGI, 2008). 

7.2.3. Fisiografía 

Santiago Chazumba está situado entre el Eje Neovolcánico y la discontinuidad de la 

provincia fisiográfica de la Sierra Madre del Sur. Las geoformas distintivas de la región 

incluyen pendientes que van desde menos del 5 % hasta más del 50 %, así como colinas 

que alcanzan los 2,000 metros sobre el nivel del mar (INEGI, 2008). 

7.2.4. Suelo 

El suelo se compone de sedimentos que incluyen arena, toba y limo arenoso, lo que limita 

su capacidad de retención de agua. Predominan las zonas cubiertas por rocas, con un suelo 

generalmente poco profundo que rara vez supera más de 20 cm de espesor. Estos suelos 

se encuentran frecuentemente en áreas con ligeras pendientes y terrenos elevados. El 

drenaje es superficial, y el suelo es susceptible a la erosión debido las fuertes lluvias. Su 

color varía entre tonos rojizos y cafés, dependiendo de la cantidad de materia orgánica 

presente (INEGI, 2008). 

7.2.5. Clima 

El clima es cálido semidesértico (BSw) (de acuerdo con la clasificación de Köppen y 

modificada por García, 2004) con una temperatura promedio anual de 19.7 °C. Mayo es el 

período más caluroso, con temperaturas que oscilan entre los 14.3 °C y los 32.8 °C, 

mientras que enero es el mes más frío, con temperaturas entre 6.5 °C y 14.2 °C.  

La precipitación promedio anual es de 530 mm. La mayor intensidad de lluvias se registra 

principalmente en agosto (entre 131 y 203 mm) y septiembre (entre 122-218 mm). La 

temporada seca comienza entre octubre-noviembre y finaliza entre marzo-abril (Fig. 7) 

(Serrano et al., 2005).  
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Figura 7. Temperatura y precipitación promedio mensual (período de 1961-2003) en el municipio de 

Santiago Chazumba, Oaxaca (tomado de Serrano et al., 2005). 

 

Los datos climáticos de la región para los años de estudio (2016, 2017, 2018 y 2019) se 

obtuvieron de las estaciones climáticas Acatepec (18°13′36.97′′ N, 97°34′44.03′′ O), 

Caltepec (18°12′14.18′′ N, 97°27′12.62′′ O) y Tonahuixtla (18°11′13.51′′ N, 97°55′16.36′′ O) 

(Fig. 8) (https://smn.conagua.gob.mx/es/). 

Durante el período de estudio, no se presentaron anomalías climáticas (Anexo 1). 

https://smn.conagua.gob.mx/es/
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Figura 8. Estaciones climáticas consultadas durante el período de estudio (2016-2019). A. sitio de 

estudio en la localidad de Trinidad Huaxtepec, Mpio. Santiago Chazumba, Oaxaca. B. Estación 

climática de Acatepec, Puebla. C. Estación climática de Caltepec, Puebla. D. Estación climática de 

Tonahuixtla, Puebla. 

 

7.3. Muestreo de frutos y extracción de las semillas 

Se muestrearon 150 frutos de E. chiotilla y 60 frutos de S. pruinosus en el Valle de 

Tehuacán-Cuicatlán (18°12'41" N, 97°23'58" O), en mayo de 2016, 2017 y 2018. Se 

retiraron el pericarpio y el tejido accesorio (ovario ínfero), y luego se extrajeron las semillas, 

que se lavaron con agua. Un fruto de E. chiotilla contenía entre 400 y 900 semillas, mientras 

que un fruto de S. pruinosus tenía entre 600 y 2,000 semillas. Para cada año de cosecha, 

se estimó la viabilidad de las semillas recién extraídas y, en todos los casos, la germinación 

fue ≥ 90 %. Después de la extracción, las semillas se secaron en papel secante a 25 ± 3 °C 

durante 48 h, hasta alcanzar una humedad de 7-9 %. El contenido de humedad se evaluó 

gravimétricamente antes y después del secado, a 103 °C durante 17 h (ISTA, 2020). 

7.4. Almacenamiento ex situ de las semillas 

Para su conservación ex situ, las semillas se almacenaron en frascos de vidrio herméticos 

a 25 ± 3 °C, con una humedad relativa del 20 ± 2 % y en oscuridad.  
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7.5. Enterramiento in situ de las semillas 

Las semillas se enterraron en el suelo de un matorral xerófilo situado en el poblado de 

Trinidad Huaxtepec (18°16'24'' N, 97°70'93'' O), localidad que forma parte del municipio de 

Santiago Chazumba, Oaxaca (Fig. 8A). 

En este sitio se realizaron dos experimentos, los cuales se describen a continuación: 

7.5.1. Experimento 1: Comparación entre el almacenamiento ex situ y el 

enterramiento in situ 

En este experimento se determinaron los cambios fisiológicos y bioquímicos de las semillas 

enterradas in situ durante 12 y 24 meses, y los resultados se compararon con los de 

semillas recién cosechadas (2018) y semillas almacenadas ex situ durante los mismos 

periodos. Para ello, en mayo de 2016 y 2017 se colocaron 1,000 semillas de E. chiotilla y 

S. pruinosus en cinco sobres hechos con malla de polietileno (6 × 4 cm), que se enterraron 

a una profundidad de 5-10 cm, rango en el que se pueden encontrar las semillas de cactus 

en el suelo (Holland & Molina‐Freaner, 2013). En mayo de 2018, se exhumaron las semillas 

enterradas y se determinó su viabilidad, vigor, contenido de GSH y GSSG, estado redox 

(EGSSG/2GSH), contenido de MDA, proteínas solubles y oxidadas, así como la actividad de 

enzimas antioxidantes (SOD, CAT y POD). Estas variables fueron evaluadas 

simultáneamente en semillas almacenadas ex situ y en semillas recién cosechadas. 

7.5.2. Experimento 2: Efecto de los factores ambientales (sequías y lluvias) en el 

deterioro de las semillas enterradas in situ 

En el experimento 1 no se pudo determinar si el tiempo de almacenamiento, las condiciones 

(ex situ o in situ), el año de cosecha de las semillas o la combinación de estos factores, 

fueron responsables de las diferencias encontradas entre las semillas enterradas in situ 

durante 12 y 24 meses con respecto a semillas recién cosechadas en 2018. Por esta razón, 

se realizó un segundo experimento en semillas cosechadas en el mismo año y enterradas 

in situ durante intervalos cortos de tiempo, en el que se evaluaron las variables 

determinados en el experimento 1. Además, se investigaron los períodos de secas-lluvias 

durante el enterramiento (registrados en estaciones climáticas cercanas al sitio de estudio), 

como indicadores para evaluar los ciclos de rehidratación/deshidratación a los que 

estuvieron expuestas las semillas enterradas (Anexo I). 
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De ambas especies estudiadas, se utilizaron las semillas extraídas de frutos cosechados 

en 2018, las cuales fueron enterradas de acuerdo con lo descrito en el experimento 1 y 

exhumadas a los 6, 12, 14 y 16 meses después del enterramiento. En cada exhumación, 

se recuperaron cinco sobres (5,000 semillas en total) de cada especie para realizar los 

análisis fisiológicos y bioquímicos. 

7.6. Pruebas de viabilidad 

La viabilidad de las semillas se evaluó mediante dos métodos: I) la prueba de germinación 

y II) la reacción de tetrazolio, de acuerdo con la ISTA (2020). 

Se sembraron tres réplicas de 50 semillas en cajas de Petri que contenían agar 

bacteriológico al 1 % (p/v), las cuales fueron incubadas en una germinadora (Precision®, 

Dual Program Illuminated Incubator) a 25 ± 3 °C y fotoperiodo con 12 h de luz (15.25 µmoles 

m -2 s-1). La germinación se determinó con base en la emergencia de la radícula durante los 

21 días posteriores a la siembra. La germinación total se calculó con la siguiente ecuación: 

𝐺𝑒𝑟𝑚𝑖𝑛𝑎𝑐𝑖𝑜𝑛 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 (%) =
𝑛ú𝑚𝑒𝑟𝑜 𝑑𝑒 𝑠𝑒𝑚𝑖𝑙𝑙𝑎𝑠 𝑔𝑒𝑟𝑚𝑖𝑛𝑎𝑑𝑎𝑠

𝑛ú𝑚𝑒𝑟𝑜 𝑑𝑒 𝑠𝑒𝑚𝑖𝑙𝑙𝑎𝑠 𝑠𝑒𝑚𝑏𝑟𝑎𝑑𝑎𝑠
 𝑋 100 

Tres réplicas de 10 semillas se limaron (con lija de agua) longitudinalmente hasta que el 

embrión quedó expuesto, y se sumergieron en una solución de rojo de tetrazolio al 1 % (p/v) 

a 40 °C durante 1 h. Se consideraron viables las semillas en las que el embrión estuvo 

completamente teñido de color rojizo (ISTA, 2020) (Fig. 9).  

 

Figura 9. Prueba de CTT en las semillas de E. chiotilla (A-C) y S. pruinosus (D-F). A y D, semillas 

sin tinción; B y E, semillas viables; C y F, semillas no viables. 
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7.7. Análisis de vigor 

El vigor se determinó calculando el tiempo que tardan las semillas en alcanzar el 50 % de 

la germinación total (T50) y mediante la determinación de la fuga de solutos en semillas 

embebidas. Además, se evaluaron la sobrevivencia y el crecimiento de las plántulas 

provenientes de las semillas germinadas.  

El T50 se determinó con base en la ecuación reportada por Farooq et al. (2005): 

𝑇50 = 𝑡𝑖 + 
(𝑁 + 1)/2𝑛𝑖

(𝑛𝑗 − 𝑛𝑖)
(𝑡𝑗 − 𝑡𝑖) 

Donde, N es el número de semillas germinadas, ni y nj son el número de semillas 

acumuladas por el conteo contiguo a los tiempos ti y tj cuando ni < (N+1)/2 < nj.  

La fuga de solutos se determinó midiendo la conductividad eléctrica (CE), de acuerdo con 

la metodología de Silva et al. (2020). Para cada muestra, se colocaron 100 mg de semillas 

enteras en 20 mL de H2O desionizada durante 24 h a 25 °C. La CE fue medida con un 

conductímetro CON 700 (OAKTON®) y los resultados se expresaron como µS cm-1 mg-1 

PS. 

Las plántulas originadas de las semillas germinadas se mantuvieron en las placas de agar 

durante 6 meses, y durante este tiempo se monitoreó su sobrevivencia (plántulas que se 

desarrollaron normalmente). Posteriormente, se evaluaron la acumulación de biomasa 

seca, longitud y ancho de la plántula, así como la longitud de la raíz. 

7.8. Determinación de la oxidación de los lípidos 

La peroxidación lipídica se determinó mediante la evaluación de sustancias reactivas al 

ácido tiobarbitúrico utilizando el kit comercial, Lipid Peroxidation (MDA) Assay Kit 

(ABCAM®), de acuerdo con las instrucciones del fabricante. Se congelaron 200 mg de 

semillas enteras con nitrógeno líquido y se homogeneizaron con 300 µL de solución de lisis, 

3 µL de solución de hidroxitolueno butilado (BHT) y 303 µL de HClO4 2 N. El homogeneizado 

se centrifugó a 13,000 g durante 10 min a 4 °C. Posteriormente, se mezclaron 200 µL de 

sobrenadante o 200 µL de los estándares de MDA proporcionados por el fabricante con 600 

µL de ácido tiobarbitúrico (TBA). La mezcla se incubó a 95 °C durante 60 min y luego se 

enfrió en un baño de hielo durante 10 min. Inmediatamente, se midió la absorbancia a 532 
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nm en un lector de placas ScanReady, Microplate photometer P-800 (Life Real®). La 

concentración de MDA se derivó de la interpolación en la curva de calibración utilizando 0 

a 5 nmol de estándar de MDA. 

7.9. Extracción y cuantificación de las proteínas solubles 

Las proteínas solubles se extrajeron de acuerdo con la metodología de Reyes de la Cruz et 

al. (2004). Se congelaron 200 mg de semillas enteras con nitrógeno líquido y se 

homogeneizaron con 2 mL de buffer de extracción (pH 7.5), que contenía ácido 4-(2-

hidroxietil)-piperazin-1-iletanosulfónico) (HEPES) 50 mM, Na4P2O7 50 mM, Na3VO4 1 mM, 

Na2MoO4 1 mM, NaF 20 mM, ácido etilendiaminotetraacético (EDTA) 4 mM, ácido 

etilenglicol tetraacético (EGTA) 20 mM, manitol 200 mM y polivinilpolipirrolidona (PVPP) al 

1 % (p/v). Se añadió una tableta de inhibidores de proteasas COMPLETE (Roche®) por 

cada 200 mL de buffer de extracción. El homogeneizado se centrifugó a 16,000 g a 4 °C 

durante 25 min, y el sobrenadante se recuperó y almacenó a -80 °C hasta su uso. 

La concentración de proteínas solubles se determinó de acuerdo con la metodología de 

Bradford (1976), utilizando el reactivo Protein Assay Dye Reagent Concentrate (Bio-Rad®), 

siguiendo las instrucciones del fabricante. Se utilizó Albumina Sérica Bovina (BSA) como 

proteína de referencia (0-30 µg/mL). Inmediatamente, se midió la absorbancia a 595 nm en 

un espectrofotómetro DU-600 (Beckman ®). 

7.10. Determinación del contenido de las proteínas oxidadas 

Las proteínas oxidadas se determinaron cuantificando los grupos carbonilo, de acuerdo con 

la metodología de Hernández-Arciga et al. (2020). Se mezclaron 20 µL de buffer fosfato 50 

mM (pH 7.2) o 20 µL de muestra con 20 µL de 2,4-dinitrofenilhidrazina (DNPH, disuelta en 

H3PO4 0.5 M) y 10 µL de NaOH 6 M. Posteriormente, las muestras se agitaron durante 10 

min. Inmediatamente, se midió la absorbancia a 450 nm en un lector de placas ScanReady, 

Microplate photometer P-800 (Life Real®). 

7.11. Contenido de glutatión reducido, glutatión oxidado y estado redox 

El contenido de GSH y GSSG se determinó utilizando el kit comercial Quantification Kit for 

Oxidized and Reduced Glutathione (Sigma-Aldrich ®), siguiendo las instrucciones del 

fabricante. Se congelaron 200 mg de semillas enteras con nitrógeno líquido y se 

homogeneizaron con 1.5 mL de una solución acuosa que contenía de ácido 5-sulfosalicílico 
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al 0.5 % (p/v). El homogeneizado se centrifugó a 8,000 g durante 10 min. Inmediatamente, 

se midió la absorbancia a 405 nm del sobrenadante en un lector de placas ScanReady, 

Microplate photometer P-800 (Life Real®), y el GSH y el GSSG se determinaron utilizando 

curvas de calibración con soluciones estándar de GSH (0 a 50 µM) y de GSSG (0 a 25 µM). 

El EGSSG/2GSH se calculó como describen Kranner et al. (2010) utilizando la ecuación de 

Nernst, que fue corregida con el contenido de humedad de las semillas analizadas. 

𝐸𝐺𝑆𝑆𝐺/2𝐺𝑆𝐻 = 𝐸0´ −
𝑅𝑇

𝑛𝐹
 𝑙𝑛

[𝐺𝑆𝐻]2

[𝐺𝑆𝑆𝐺]
 

Donde R es la constante de los gases; T, es la temperatura en ºK; n, el número de 

electrones transferidos; F, la constante de Faraday; E0’, el potencial de reducción estándar 

de media celda de glutatión a pH 7 [E0’
GSSG/2GSH = -240 mV]. 

7.12. Determinación de la actividad de las enzimas antioxidantes 

La actividad de la SOD se determinó de acuerdo con la metodología de Parrilla-Taylor & 

Zenteno-Savín (2011). Se añadieron 25 µL de buffer de fosfato de potasio (0.1 M, pH 7.5) 

o extracto de proteína a 1.45 mL de buffer de solución de ensayo (pH 9.5), que contenía 

Na₂CO₃ 50 mM, xantina 0.1 mM, nitroazul de cloruro de tetrazolio (NBT) 25 µM, EDTA 0.1 

mM, 25 µL de solución de xantina oxidasa (XO) (0.1 U de XO en 1 mL de sulfato de amonio 

2 M). Se midió la absorbancia a 560 nm cada 30 s durante 3 min a 25 °C en un 

espectrofotómetro DU-600 (Beckman ®). Una unidad de actividad SOD se definió como la 

cantidad de enzima necesaria para inhibir el 50 % de la tasa de reducción de NBT. 

La actividad de la CAT se determinó de acuerdo con la metodología de Roshan et al. (2018). 

Se preparó una mezcla de ensayo con 600 µL de buffer de fosfato 100 mM (pH 7) y 200 µL 

de H2O2 10 mM. La reacción se inició añadiendo 200 µL de extracto de proteína a la mezcla. 

La descomposición del H2O2 se determinó midiendo la absorbancia a 240 nm cada minuto 

durante 3 min a 25 °C en un espectrofotómetro DU-600 (Beckman ®). Una unidad de 

actividad CAT se definió como la cantidad de enzima necesaria para catalizar la 

descomposición de 1 μmol de H2O2 por minuto. 

La actividad de las POD se determinó de acuerdo con la metodología descrita por Corona-

Carrillo et al. (2014). Se preparó una mezcla de ensayo con 870 µL de buffer de fosfato 50 

mM (pH 6.8), 10 µL de extracto de proteína y 10 µL de guayacol 1 mM. La reacción se inició 
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añadiendo 10 µL de H2O2 al 3 % (v/v) a la mezcla. La absorbancia se midió a 475 nm cada 

minuto durante 3 min a 25 °C en un espectrofotómetro DU-600 (Beckman ®). Una unidad 

de actividad POD se definió como la cantidad de enzima necesaria para catalizar la 

peroxidación de 1 mmol de guayacol por minuto.  

7.13. Análisis estadísticos 

Todas las pruebas fisiológicas y bioquímicas se realizaron por triplicado y los resultados se 

expresaron como media ± desviación estándar. La distribución normal de los datos se 

confirmó mediante la prueba de Shapiro-Wilk. Los datos se analizaron estadísticamente 

mediante ANOVA unidireccional, seguido de una prueba post-hoc de Tukey a p < 0.05 como 

nivel de significancia. Además, se realizó un análisis de correlación de Pearson (p < 0.05) 

entre de la viabilidad, el estado redox, la conductividad eléctrica, la peroxidación lipídica, 

proteínas solubles y oxidadas, así como la actividad de las enzimas antioxidantes (SOD, 

CAT y POD) en las semillas de ambas especies. Los análisis se realizaron con los paquetes 

estadísticos SPSS® (ver. 15.0) y NCSS® para Windows.  
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8. RESULTADOS 

El contenido de humedad de las semillas secas recién cosechadas de E. chiotilla y S. 

pruinosus fue de 8.6 ± 0.5 % y 7.2 ± 0.3 %, respectivamente. Después del almacenamiento 

ex situ y el enterramiento in situ, el contenido de agua de las semillas no mostró diferencias 

significativas en comparación con las semillas recién cosechadas. No obstante, el contenido 

de humedad de las semillas enterradas de ambas especies aumentó a 28.6 ± 4.7 % y 28.1 

± 3.7 %, respectivamente, después de un día de lluvia, y luego disminuyó a 8-9 % y 7-8 %, 

respectivamente, 24 h después de la lluvia. 

8.1. Experimento 1: Comparación entre el almacenamiento ex situ y el enterramiento 

in situ 

8.1.1. Efecto del almacenamiento ex situ y el enterramiento in situ sobre la 

viabilidad y el vigor de las semillas 

La viabilidad de las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus se mantuvo por encima del 90 % 

después de 24 meses de almacenamiento ex situ (Fig. 10A, B). No obstante, después de 

12 meses de enterramiento, solo germinó el 35 % de las semillas de ambas especies. Con 

el tiempo la germinación se redujo: a los 24 meses de enterramiento, las semillas de E. 

chiotilla germinaron un 23 ± 2.8 %, mientras que las de S. pruinosus estaban muertas 

(verificado mediante la prueba de CTT) (Fig.10, B). Además, después de 12 meses, los 

valores de T50 de ambas especies fueron respectivamente 1.2 y 1.6 días más altos en 

semillas enterradas in situ en comparación con los valores de T50 de semillas almacenadas 

ex situ (Fig. 10C, D). En el caso de E. chiotilla, los valores de T50 de las semillas de 24 

meses también fueron significativamente mayores para las semillas enterradas. Por último, 

la fuga de soluto de las semillas de ambas especies enterradas in situ durante 12 y 24 

meses fue más del doble que la de las semillas almacenadas ex situ (Fig.10E, F). 
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Figura 10. Efecto del almacenamiento ex situ (barras blancas) y el enterramiento in situ (barras grises) durante 0, 12 y 24 meses sobre la viabilidad 

(A, B), el T50 (C, D) y la conductividad eléctrica (E, F) en las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus. La comparación de medias se realizó entre las 

semillas almacenadas en condiciones naturales y artificiales durante el mismo tiempo. Letras diferentes indican diferencias significativas.  
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La sobrevivencia de las plántulas provenientes de las semillas de E. chiotilla almacenadas 

ex situ durante 12 y 24 meses, fue mayor que la de las plántulas provenientes de las 

semillas enterradas in situ (Fig. 11). No obstabte, las plántulas que sobrevivieron crecieron 

de manera similar, ya que no se observaron diferencias en las variables de crecimiento 

evaluadas (biomasa, largo y ancho de la plántula, y longitud de la raíz) (Fig. 12). Resultados 

similares se observaron en las plántulas de S. pruinosus originadas de las semillas 

almacenadas ex situ durante 12 meses (Fig. 11 y Fig. 12), tanto en sobrevivencia como en 

las variables de crecimiento. 

 

Figura 11. Efecto del almacenamiento ex situ (barras blancas) y el enterramiento in situ (barras 

grises) durante 0, 12 y 24 meses en la sobrevivencia de las plántulas de E. chiotilla (A) y S. pruinosus 

(B). La comparación de medias se realizó entre las plántulas provenientes de las semillas 

almacenadas en condiciones naturales y artificiales durante el mismo tiempo. Letras diferentes 

indican diferencias significativas.   
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Figura 12. Efecto del almacenamiento ex situ (barras blancas) y el enterramiento in situ (barras grises) durante 0, 12 y 24 meses en el crecimiento 

de las plántulas de E. chiotilla (A, C, E y G) y S. pruinosus (B, D, F y H). La comparación de medias se realizó entre las plántulas provenientes de 

semillas almacenadas en condiciones naturales y artificiales durante el mismo tiempo. Letras diferentes indican diferencias significativas.   
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8.1.2. Efecto del almacenamiento ex situ y el enterramiento in situ sobre los 

marcadores de estrés oxidante 

El contenido de MDA en las semillas recién cosechadas (2018) fue de aproximadamente 

16 nmol g-1 PS para ambas especies. Las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus cosechadas 

en 2017 y enterradas in situ durante 12 meses exhibieron un contenido de MDA 2.4 veces 

mayor que el de las semillas almacenadas ex situ. Por el contrario, el contenido de MDA en 

las semillas cosechadas en 2016 y enterradas durante 24 meses fue bajo y no presentó 

diferencias significativas en comparación con el de las semillas almacenadas ex situ (Fig. 

13A, B). 

El contenido de proteínas solubles en las semillas recién cosechadas de E. chiotilla y S. 

pruinosus fue de 118.8 y 164.8 mg g-1 PS, respectivamente. En comparación con las 

semillas almacenadas ex situ, el contenido de proteínas solubles fue significativamente 

menor en las semillas enterradas in situ de ambas especies, particularmente después de 

24 meses (Fig. 13C, D). 

El contenido de grupos carbonilo en las proteínas de las semillas recién cosechadas de E. 

chiotilla y S. pruinosus fue de 0.022 y 0.010 μmol mg-1 de proteína, respectivamente. Ambas 

especies mostraron contenidos similares en semillas cosechadas en 2017 y almacenadas 

ex situ o enterradas in situ durante 12 meses. No obstante, para las semillas cosechadas 

en 2016 y enterradas durante 24 meses, el contenido de grupos carbonilo en las proteínas 

de las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus fue 5.3 y 28.4 veces mayor, respectivamente, 

en comparación con las semillas almacenadas ex situ (Fig. 13E, F). 

Los contenidos de GSH y GSSG en las semillas recién cosechadas de E. chiotilla y S. 

pruinosus fueron 277.2 y 178.7 nmol g-1 PS, y 304.7 y 175.5 nmol g-1 PS, respectivamente 

(Fig. 14). Las semillas de ambas especies almacenadas ex situ durante 12 y 24 meses 

mostraron contenidos significativamente mayores de GSH y menores de GSSG que las 

semillas enterradas in situ. Como resultado, los valores del EGSSG/2GSH fueron 

significativamente menores en las semillas enterradas in situ en comparación con las 

semillas almacenadas ex situ, lo que indica que las semillas enterradas presentaron 

procesos oxidativos (Fig. 14). 
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En ambas especies, la actividad de las enzimas antioxidantes mostró valores similares en 

las semillas recién cosechadas y en las semillas cosechadas en 2017, tanto almacenadas 

ex situ como enterradas in situ durante 12 meses. No obstante, en las semillas de E. chiotilla 

cosechadas en 2016 y enterradas durante 24 meses, la actividad de SOD, CAT y POD fue 

1.6, 1.8 y 2.9 veces menor, respectivamente, en comparación con las semillas almacenadas 

ex situ (Fig. 15A, C, E). Asimismo, en las semillas de S. pruinosus enterradas in situ durante 

24 meses, la actividad de SOD fue 4.2 veces menor, y la actividad de CAT y POD no fue 

detectable en comparación con las semillas almacenadas ex situ (Fig. 15B, D, F). 
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Figura 13. Efecto del almacenamiento ex situ (barras blancas) y el enterramiento in situ (barras grises) durante 0, 12 y 24 meses sobre el contenido 

de MDA (A y B), las proteínas solubles (C y D) y oxidasas (E y F) en las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus. La comparación de medias se realizó 

entre las semillas almacenadas en condiciones naturales y artificiales durante el mismo tiempo. Letras diferentes indican diferencias significativas.   
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Figura 14. Efecto del almacenamiento ex situ (A, B) y el enterramiento in situ (C, D) durante 0, 12 y 24 meses sobre el contenido de glutatión y el 

estado redox en las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus. GSH (barras blancas), GSSG (barras grises) y EGSSG/2GSH (círculos negros, eje Y derecho). 

Las letras minúsculas indican la comparación de GSG y GSSH, mientras que las letras mayúsculas indican la comparación de EGSSG/2GSH entre las 

semillas almacenadas en condiciones naturales y artificiales durante el mismo tiempo. Letras diferentes indican diferencias significativas.  
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Figura 15. Efecto del almacenamiento ex situ (barras blancas) y el enterramiento in situ (barras grises) durante 0, 12 y 24 meses sobre la actividad 

de las enzimas antioxidantes SOD (A, B), CAT (C, D) y POD (E, F) en las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus. La comparación de medias se 

realizó entre las semillas almacenadas en condiciones naturales y artificiales durante el mismo tiempo. Letras diferentes indican diferencias 

significativas.  
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8.2. Experimento 2: Efecto de los factores ambientales (sequías y lluvias) en el 

deterioro de las semillas enterradas in situ 

En las semillas de E. chiotilla, después de 12 meses de enterramiento, la viabilidad 

disminuyó al 83.5 %, con un descenso abrupto al 10 % después de 14 meses de 

enterramiento (Fig. 16A). En las semillas de S. pruinosus se observó un patrón similar, pero 

la disminución de la viabilidad ocurrió antes, entre 6 y 12 meses después del enterramiento 

(Fig. 16B). El T50 en los lotes de semillas vivas restantes aumentó progresivamente durante 

el enterramiento de ambas especies, lo que resultó en un aumento de 1.7 veces en el 

tiempo que tardan en obtener el 50 % de la germinación total después de 14 meses en las 

semillas de E. chiotilla y un aumento de 1.4 veces después de 12 meses de enterramiento 

en las semillas de S. pruinosus (Fig. 16C, D). 

Las semillas presentaron síntomas de deterioro en los perfiles de CE durante el 

enterramiento, con un patrón similar al de pérdida de viabilidad. En las semillas de E. 

chiotilla, la CE aumentó 1.3 veces durante los primeros 12 meses de enterramiento y luego 

1.7 veces entre los 12 y 14 meses (Fig. 16E). De manera similar, la CE en las semillas de 

S. pruinosus aumentó 1.7 veces entre los 6 y 12 meses de enterramiento, y 1.6 veces entre 

los 12 y 14 meses, momento en el cual todas las semillas ya estaban muertas (Fig. 16F). 

El contenido de MDA en las semillas de E. chiotilla aumentó progresivamente 2.6 veces 

durante los primeros 12 meses de enterramiento, antes de la drástica pérdida de viabilidad. 

Después de 14 meses de enterramiento, el contenido de MDA disminuyó 4.4 veces, lo que 

resultó en un aumento significativo de semillas muertas (Fig. 17A). Un patrón similar se 

observó en las semillas de S. pruinosus, con un aumento de 2 veces en el contenido de 

MDA a los 6 meses en comparación con las semillas recién cosechadas, seguido de una 

disminución de 3.6 veces a los 12 meses de enterramiento (Fig. 17B). 

En las semillas de E. chiotilla, el contenido de proteínas solubles disminuyó ligeramente 

durante el periodo de enterramiento, mientras las semillas permanecieron vivas. No 

obstante, después de 14 meses de enterramiento, el contenido de proteínas se redujo 3 

veces, momento en el que la mayoría de las semillas estaban muertas (Fig. 17C). Por otro 

lado, en las semillas de S. pruinosus, se observó una ligera disminución en el contenido de 

proteínas solubles durante los primeros 12 meses de enterramiento, lo que coincidió con 

una reducción de la viabilidad. Posteriormente, a los 14 meses de enterramiento el 
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contenido de proteínas solubles disminuyó 10.6 veces, momento en el que todas las 

semillas estaban muertas (Fig. 17D). 

El contenido de grupos carbonilo en las proteínas de las semillas de ambas especies no 

cambió significativamente durante los primeros 12 meses de enterramiento. No obstante, 

se observó un aumento significativo en las proteínas oxidadas, de manera concomitante 

con la muerte de las semillas de ambas especies, a los 14 y 16 meses de enterramiento 

(Fig. 17E, F). 

En las semillas de E. chiotilla, el contenido de GSH disminuyó principalmente entre los 12 

y los 14 meses, coincidiendo con la pérdida de viabilidad, mientras que el contenido de 

GSSG no mostró cambios significativos durante ese período (Fig. 18). Este cambio en los 

niveles de GSH resultó en una alteración del EGSSG/2GSH, que pasó a un estado más oxidante, 

de -236.2 a los 12 meses, a -176.8 mV a los 14 meses. El EGSSG/2GSH continúo volviéndose 

más oxidante, alcanzando -154.6 mV después de 16 meses de enterramiento (Fig. 18A), 

momento en el cual las semillas ya estaban muertas. Un patrón similar fue observado en 

las semillas de S. pruinosus durante los 12 meses de enterramiento. En este período, los 

valores de EGSSG/2GSH cambiaron de -255.4 a -175.6 mV y alcanzaron -150.1 mV a los 14 

meses, cuando las semillas ya estaban muertas (Fig. 18B). En conjunto, estos resultados 

sugieren que la muerte de las semillas durante el enterramiento va acompañada de un 

cambio en el EGSSG/2GSH a un estado más oxidante. 

También se observó una drástica disminución en la actividad de las enzimas antioxidantes 

durante la pérdida de viabilidad en las semillas de ambas especies enterradas in situ. Este 

fenómeno ocurrió entre los 12 y los 14 meses en E. chiotilla y entre los 6 y los 12 meses de 

enterramiento en semillas de S. pruinosus. Durante este período se perdió más del 50 % 

de la actividad de las enzimas antioxidantes (Fig. 19). 
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Figura 16. Viabilidad (A, B), T50 (C, D) y conductividad eléctrica (E, F) en las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus enterradas in situ durante 0, 6, 

12, 14 y 16 meses. Las semillas enterradas in situ estuvieron expuestas a dos períodos de lluvia (barra blanca) y a un período de sequía (barra 

negra), como se indica debajo de los numerales que representan el tiempo de enterramiento. Letras diferentes indican diferencias significativas.  
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Figura 17. Contenido de MDA (A, B), proteínas solubles (C, D) y proteínas oxidadas (E, F) en las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus enterradas 

in situ durante 0, 6, 12, 14 y 16 meses. Las semillas enterradas in situ estuvieron expuestas a dos períodos de lluvia (barra blanca) y a un período 

de sequía (barra negra), como se indica debajo de los numerales que representan el tiempo de enterramiento. Letras diferentes indican diferencias 

significativas. 
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Figura 18. Contenido de glutatión y estado redox en las semillas de E. chiotilla (A) y S. pruinosus (B) enterradas in situ durante 0, 6, 12, 14 y 16 

meses. GSH (barras blancas), GSSG (barras grises) y EGSSG/2GSH (círculos negros, eje Y derecho). Las semillas enterradas in situ estuvieron 

expuestas a dos períodos de lluvia (barra blanca) y a un período de sequía (barra negra), como se indica debajo de los numerales que representan 

el tiempo de enterramiento. Letras minúsculas indican la comparación de GSH y GSSG, mientras que las letras mayúsculas indican la comparación 

de EGSSG/2GSH. Letras diferentes indican diferencias significativas. 
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Figura 19. Actividad de las enzimas antioxidantes SOD (A, B), CAT (C, D) y POD (E, F) en las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus enterradas in 

situ durante 0, 6, 12, 14 y 16 meses. Las semillas enterradas in situ estuvieron expuestas a dos períodos de lluvia (barra blanca) y a un período de 

sequía (barra negra), como se indica debajo de los numerales que representan el tiempo de enterramiento. Letras diferentes indican diferencias 

significativas.  
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8.2.1. Análisis de correlación del experimento 2 

La viabilidad de las semillas mostró una correlación negativa con el estado redox celular 

(EGSSG/2GSH), la fuga de solutos y el contenido de proteínas oxidadas, mientras que el 

contenido de proteínas solubles y la actividad de las enzimas antioxidantes mostraron una 

correlación positiva con la viabilidad. No se observó una correlación significativa entre el 

contenido de MDA y la viabilidad (Tablas 4 y 5). Resultados similares se obtuvieron en el 

análisis de correlación del experimento 1 (datos no mostrados). 

Tabla 4. Correlación entre la viabilidad, el estado redox (EGSSG/2GSH), la conductividad eléctrica (CE), el 
contenido de MDA, las proteínas oxidadas (PO), las proteínas solubles (PrS) y la actividad antioxidante 
de las enzimas SOD, CAT, POD en las semillas de E. chiotilla. *Correlación significativa a p < 0.05. 

 Viabilidad EGSSG/2GSH CE MDA PO PrS SOD CAT POD 

Viabilidad 1         

EGSSG/2GSH -0.96* 1        

CE -0.98* 0.57* 1       

MDA -0.23 -0.49 0.25 1      

PO -0.73* 0.97* -0.74* -0.34 1     

PrS 0.80* -0.88* -0.81* 0.36 -0.81* 1    

SOD 0.53* -0.93* -0.55* 0.58* -0.77* 0.82* 1    

CAT 0.56* -0.95* -0.53* 0.49 -0.75* 0.77* 0.70* 1  

POD 0.39 -0.95* -0.34 0.72* -0.61* 0.71* 0.86* 0.86* 1 

 
Tabla 5. Correlación entre la viabilidad, el estado redox (EGSSG/2GSH), la conductividad eléctrica (CE), el 
contenido de MDA, las proteínas oxidadas (PO), las proteínas solubles (PrS) y la actividad antioxidante 
de las enzimas SOD, CAT, POD en las semillas de S. pruinosus. *Correlación significativa a p < 0.05. 

 Viabilidad EGSSG/2GSH CE MDA PO PrS SOD CAT POD 

Viabilidad 1         

EGSSG/2GSH -0.73* 1        

CE  -0.98* 0.53* 1       

MDA 0.10 -0.55* -0.13 1      

PO -0.77* 0.88* 0.83* -0.64* 1     

PrS 0.84* -0.98 -0.92* 0.51* -0.91* 1    

SOD 0.81* -0.79 -0.83* 0.55* -0.94* 0.84* 1   

CAT 0.85* -0.88 -0.83* 0.53* -0.98* 0.93* 0.93* 1  

POD 0.72* -0.78 -0.76* 0.58* -0.88* 0.76* 0.92* 0.97* 1 
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9. DISCUSIÓN 

En condiciones in situ, las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus forman un banco de 

semillas persistente a corto plazo (Fig. 10A, B y Fig. 16A, B). Resultados similares han sido 

reportados para otras cactáceas, como Opuntia rastrera (Montiel & Montaña, 2003), 

Arthrocereus glaziovii, Arthrocereus melanurus (Cheib & García, 2012), Harrisia fragrans 

(Goodman et al., 2012), Stenocereus stellatus (Álvarez-Espino et al., 2014), Discocactus 

bahiensis (Nascimento y Meiado, 2017), y Echinopsis y Gymnocalycium spp (Lindow-López 

et al., 2018). 

En el experimento 1 se observó que el envejecimiento de las semillas de ambas especies 

almacenadas ex situ fue más lento que en las semillas enterradas in situ (Fig. 10-15). 

Durante el almacenamiento ex situ, las semillas se mantuvieron en condiciones secas a 25 

± 3 °C, con una humedad relativa de 20 ± 2 %, lo que resultó en un bajo contenido de 

humedad, entre 7 y 9 %. Una posible explicación es que las semillas pudieron haber 

alcanzado un estado vítreo, lo que restringió la difusión molecular y ralentizó las reacciones 

bioquímicas relacionadas con el deterioro de las semillas (Walters et al., 2005; Ballesteros 

& Walters, 2011). No obstante, sería necesario realizar un estudio biofísico del contenido 

de agua de las semillas a diferentes temperaturas para confirmar esta explicación. 

Otras variables que pudieron haber influido fueron las lluvias y la temperatura. Las semillas 

del experimento 1, de ambas especies enterradas in situ durante 12 y 24 meses, 

respectivamente, estuvieron expuestas a uno o dos períodos de lluvia, con fluctuaciones de 

temperatura (hasta 33 °C), lo que provocó un aumento en el contenido de humedad, a 

diferencia de las semillas almacenadas ex situ (Anexo I).  

Las semillas enterradas in situ experimentaron un aumento de hasta el 28 % en su 

contenido de humedad tras la lluvia. No obstante, después de 24 horas sin lluvias, se 

desecaron, alcanzando contenidos de humedad entre el 7 % y el 9 %. Estos ciclos de 

rehidratación/deshidratación a los que estuvieron expuestas las semillas enterradas 

podrían considerarse como un pretratamiento (priming) natural. Según Farooq et al. (2019), 

el priming en semillas ofrece diversos beneficios a nivel fisiológico y bioquímico. Por 

ejemplo, acelera y uniformiza el proceso de germinación debido a la activación enzimática, 

la acumulación de metabolitos y la reparación de moléculas. Además, el priming induce la 

tolerancia a estreses bióticos y abióticos mediante la acumulación de proteínas de defensa.  
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En el caso de las semillas de las especies estudiadas y almacenadas in situ, los ciclos de 

rehidratación/deshidratación pudieron haber permitido que las semillas atravesaran las 

fases I y II de imbibición. No obstante, al no contar con las condiciones adecuadas 

(humedad y luz) para avanzar hacia la fase III, podrían haber ocurrido procesos oxidativos 

que condujeron al deterioro de las semillas. Las altas temperaturas (de hasta 33 °C) y el 

aumento en el contenido de humedad (de hasta 28 %) que experimentaron las semillas en 

el suelo son similares a las condiciones de envejecimiento acelerado. En estas 

circunstancias, las semillas ya no se encuentran en estado vítreo, lo que podría haber 

contribuido al deterioro (Ballesteros & Walters, 2011; Zhou et al., 2020). 

Un factor limitante en el experimento 1 fue el uso de semillas cosechadas en diferentes 

años, en los que el ambiente materno fue distinto. Dado que, antes de la dispersión, la 

longevidad de las semillas puede verse afectada durante su formación y maduración en la 

planta madre (Long et al., 2015; Leprince et al., 2017). Además, en este experimento, las 

condiciones ambientales a las cuales estuvieron expuestas las semillas enterradas in situ 

fueron diferentes, dependiendo si el almacenamiento fue por 12 o 24 meses. Las semillas 

que permanecieron enterradas durante 24 meses experimentaron dos temporadas de 

lluvias, a diferencia de las semillas enterradas durante 12 meses. Por lo tanto, para aclarar 

si las diferencias en la pérdida de viabilidad observadas entre el almacenamiento in situ y 

ex situ en el experimento 1 estaban relacionadas con el desequilibrio redox como 

consecuencia del enterramiento in situ, se realizó el experimento 2. 

En el experimento 2, se utilizaron semillas de la misma cosecha para evitar el impacto del 

ambiente materno en la longevidad y tener en cuenta el ciclo de 

rehidratación/deshidratación de las semillas. En este escenario, las semillas de E. chiotilla 

mantuvieron una alta viabilidad durante los primeros 12 meses de enterramiento, periodo 

durante el cual estuvieron expuestas a condiciones ambientales naturales de lluvias y 

sequías. Esto podría explicarse por la elevada actividad de las enzimas antioxidantes 

observada en las semillas a lo largo de este periodo. En las semillas de S. pruinosus, las 

condiciones del suelo húmedo durante los primeros seis meses fueron perjudiciales, ya que 

la viabilidad disminuyó aceleradamente durante la estación seca. 

El deterioro más rápido de las semillas de S. pruinosus en comparación con las de E. 

chiotilla durante el enterramiento in situ podría estar relacionado con las características 

ecológicas y/o evolutivas de cada especie. Por ejemplo, E. chiotilla se reproduce 
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exclusivamente por semillas, mientras que, si bien S. pruinosus también se reproduce 

sexualmente, es una especie altamente cultivada que se propaga vegetativamente en la 

región semiárida del Valle de Tehuacán, México. Además, esta última ha experimentado un 

proceso de domesticación desde hace aproximadamente 8,000 años (Yáñez-López et al., 

2016). Aunque la domesticación ha favorecido la producción de frutos grandes con pocas 

espinas y pulpa de diferentes colores, la falta de variabilidad genética podría estar 

afectando las características fisiológicas y bioquímicas de las semillas, haciéndolas más 

susceptibles al deterioro durante el almacenamiento. Futuros estudios podrían explorar 

estas diferencias a nivel genético o fisiológico para comprender mejor los mecanismos de 

adaptación de cada especie. 

En esta investigación no se observó una correlación entre el contenido de MDA y el 

deterioro de las semillas (Tablas 4 y 5). Los cambios en el contenido de MDA fueron 

fluctuantes durante la pérdida de viabilidad y no coincidieron con los patrones de 

desequilibrio en el estado redox celular (Fig. 17A, B y Fig. 18A, B). En el experimento 2, a 

los 14 meses de enterramiento en semillas de E. chiotilla y 12 meses en semillas de S. 

pruinosus, se registró una marcada disminución en la actividad de SOD, CAT y POD (Fig. 

19). Si asumimos que dicha disminución conduciría a un estado celular más oxidante, como 

indica el aumento en los valores de EGSSH/2GSH, se habría esperado un aumento significativo 

en el contenido de MDA, lo cual no fue el caso. Con base en estos datos, se sugiere que el 

MDA no es un buen marcador de daño oxidante durante el almacenamiento de las semillas 

de cactáceas estudiadas. De acuerdo con Morales & Munné-Bosch (2019), debe tenerse 

cuidado al interpretar los datos obtenidos utilizando el ensayo de TBA y el producto MDA 

como marcador de estrés oxidante, ya que la peroxidación lipídica no solo es provocada 

por ERO, sino también por la actividad de lipoxigenasas producidas por patógenos. 

Asimismo, compuestos como los carbohidratos pueden interactuar con el TBA, lo que 

podría generar interpretaciones erróneas. Resultados similares a los de este estudio, en los 

que no se encontró relación entre el estrés oxidante y el contenido de MDA, se han 

reportado en semillas envejecidas de Vellozia alata (Munné-Bosch et al., 2011) y Glycine 

max (Priestley & Leopold, 1979; Priestley et al., 1980). Además, aunque el contenido de 

proteínas oxídadas se correlacionó negativamente con la pérdida de viabilidad (Tabla 5), la 

oxidación de proteínas se observó principalmente en aquellos casos en los que la mayoría 

de las semillas no germinaron o estaban muertas (Fig. 17E, F). Por lo tanto, el contenido 
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de grupos carbonilo tampoco podría considerarse un marcador de estrés oxidante en las 

semillas de E. chiotlla y S. pruinosus. 

La reducción en los niveles de GSH en las semillas de las especies estudiadas resultó en 

un aumento en los valores de EGSSG/2GSH durante el almacenamiento in situ (Fig. 18). Las 

semillas de E. chiotilla enterradas registraron valores de EGSSG/2GSH de -176.8 mV a los 14 

meses de enterramiento (Fig. 18A), mientras que en S. pruinosus, se registraron valores de 

EGSSG/2GSH -175.6 mV a los 12 meses (Fig. 18B), lo cual coincide con los momentos en los 

que se observó una reducción en la viabilidad de cada una de estas especies (Fig. 16A, B). 

Posteriormente, cuando la mayoría de las semillas ya estaban muertas, se registraron 

valores más oxidantes de EGSSG/2GSH, aproximadamente -150 mV. De acuerdo con Kranner 

et al. (2010), en semillas con pérdida de viabilidad se observan valores de EGSSG/2GSH entre 

-180 y -160 mV, mientras que valores más oxidantes, alrededor de -160 mV, indican que 

las semillas han muerto. Resultados similares se han observado en semillas de S. maritima, 

que mostraron valores de EGSSG/2GSH entre -180 y -160 mV cuando perdieron viabilidad (Seal 

et al., 2010). En semillas de otras especies, como Hordeum vulgare, Daucus carota, C. 

sativus, R. sativus y Lactuca sativa, se ha informado que la pérdida de viabilidad ocurre en 

rangos de EGSSG/2GSH entre -200 y -180 mV (Roach et al., 2018; Stegner et al., 2022).  

En conjunto, los datos confirman que el desequilibrio en el estado redox celular acompaña 

a la pérdida de viabilidad en las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus enterradas in situ. 

Long et al., 2011 sugirieron que los ciclos de rehidratación/deshidratación son clave para la 

sobrevivencia de las semillas en el suelo, a través de un mecanismo en el que podría estar 

implicada la recuperación del sistema antioxidante del glutatión. No obstante, los datos 

obtenidos en este trabajo no respaldan esta hipótesis para las semillas de las cactáceas 

estudiadas. En E. chiotilla, durante el enterramiento in situ por 12 meses, con un ciclo de 

lluvia/sequía, el contenido de GSH no se vio afectado. Por otro lado, en las semillas de S. 

pruinosus, las condiciones de humedad durante los primeros seis meses de enterramiento 

condujeron a una disminución marcada en los niveles de GSH, la cual se exacerbó durante 

la estación seca. Pero, para ambas especies, la actividad de las enzimas antioxidantes se 

mantuvo alta, lo que sugiere que la homeostasis del GSH se regula de manera diferente 

entre las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus. Se requieren estudios posteriores en los 

que se investigue la regulación del metabolismo del glutatión (síntesis y degradación) y las 

respuestas antioxidantes durante la exposición a los ciclos de rehidratación/deshidratación 

durante el enterramiento in situ a corto y largo plazo. 
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Estos hallazgos tienen importantes implicaciones ecológicas para la sobrevivencia y 

regeneración de poblaciones de estas especies en su hábitat natural. La capacidad de 

formar bancos de semillas persistentes a corto plazo podría proporcionar una ventaja 

adaptativa en ambientes áridos, permitiendo a las poblaciones sobrevivir a períodos de 

condiciones desfavorables. Sin embargo, en el contexto del cambio climático y la creciente 

aridez en muchas regiones, la sensibilidad de las semillas a los ciclos de 

rehidratación/deshidratación podría representar un desafío para la persistencia a largo 

plazo de estas especies. A medida que los ciclos de rehidratación/deshidratación se 

intensifiquen, las dinámicas de viabilidad y germinación de las semillas podrían verse 

alteradas, lo que afectaría la capacidad de regeneración natural de las poblaciones. Esto 

subraya la necesidad de considerar estrategias de conservación que integren tanto los 

factores ecológicos como los efectos del cambio climático en la preservación de especies 

vegetales clave en ecosistemas áridos. 
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10. CONCLUSIONES 

En esta investigación se observó que las semillas de E. chiotilla y S. pruinosus almacenadas 

ex situ mantuvieron una alta viabilidad y vigor durante hasta 24 meses, sin que se 

registraran cambios en los variables bioquímicas evaluadas. En contraste, en condiciones 

in situ, el deterioro de las semillas de ambas especies se aceleró, y la pérdida de viabilidad 

se relacionó con un cambio en EGSSG/2GSH hacia un estado más oxidante y una disminución 

en la actividad de las enzimas antioxidantes. No obstante, no se encontró relación entre el 

deterioro de las semillas y los contenidos de MDA y proteínas oxidadas, lo que sugiere que 

estos compuestos no son buenos marcadores del estrés oxidante durante el 

almacenamiento de las semillas de las cactáceas estudiadas. 

Los resultados obtenidos destacan la importancia del estado redox celular, especialmente 

del sistema de glutatión, en la longevidad de las semillas de las cactáceas estudiadas en 

este trabajo. No obstante, también ponen de manifiesto la complejidad de los mecanismos 

involucrados en la tolerancia al almacenamiento in situ, sugiriendo que, además del estrés 

oxidante, otros factores podrían estar influyendo en la viabilidad y el vigor de las semillas. 
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11. PERSPECTIVAS 

Para la adecuada conservación (tanto ex situ como in situ) y manejo de los recursos 

naturales, es fundamental realizar estudios sobre bancos de semillas in situ y ex situ 

(naturales y artificiales). Son pocos los estudios existentes, y aún menos los que se han 

realizado en cactáceas, sobre el efecto de la temperatura, la humedad y el tiempo durante 

el almacenamiento ex situ en la viabilidad de las semillas. A este problema se añade la falta 

de conocimiento sobre los bancos de semillas de cactáceas en el suelo, los cuales son 

esenciales para comprender la dinámica de las comunidades vegetales, preservar de forma 

natural la variabilidad genética y sostener o restablecer las poblaciones y comunidades 

vegetales alteradas por causas antropocéntricas o naturales. 

Por lo anterior, es necesario realizar un mayor número de estudios sobre los bancos de 

semillas de cactáceas a lo largo del tiempo, en los que, además de evaluar la viabilidad de 

las semillas, se investigue los mecanismos bioquímicos y fisiológicos relacionados con el 

deterioro y muerte de las semillas. Se sugiere estudiar antioxidantes no enzimáticos, como 

los tocoferoles, tocotrienoles y tococromanoles, que tienen la capacidad de neutralizar los 

radicales peroxilo derivados de la oxidación de lípidos de membrana, los cuales se ha 

reportado que están involucrados en el deterioro de las semillas. Este conocimiento 

permitiría comprender mejor el proceso de deterioro y contribuiría a mejorar la expectativa 

de vida de las semillas conservadas ex situ y de las poblaciones naturales que enfrentan 

retos derivados del cambio climático. 

Finalmente, se reconocen las limitaciones de este estudio. Aunque se controlaron varios 

factores, como el año de cosecha y se consideraron las condiciones ambientales (períodos 

de sequía y lluvia) en el experimento 2, otros aspectos, como las variaciones 

microambientales (temperatura, humedad y pH del suelo) y la presencia de 

microorganismos en el sitio de enterramiento, podrían haber influido en los resultados. 

Además, el período de estudio de 24 meses, aunque informativo, podría no ser suficiente 

para comprender completamente la dinámica a largo plazo de los bancos de semillas de 

las especies de cactáceas. Futuros estudios podrían abordar estas limitaciones mediante 

experimentos de mayor duración y en múltiples sitios, lo que permitiría registrar una gama 

más amplia de condiciones ambientales y microambientales. 
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Anexo I. Datos climáticos, precipitación mensual (barras azules) y temperaturas ambiente máxima (línea roja), media (línea amarilla) y mínima 

(línea gris) de mayo de 2016 a noviembre de 2019 para la región de estudio. 
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Anexo II. Artículo de investigación publicado. 
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