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RESUMEN 

Satureja macrostema (Benth.) Briq. conocida como nurite es una planta medicinal 
empleada en la medicina tradicional de la región Purépecha en Michoacán, México. 
Algunos estudios indican que contiene compuestos volátiles, principalmente terpenos con 
actividad biológica. Para esta especie no existen programas para su domesticación, que 
impliquen sistemas de propagación, prácticas para su cultivo en invernadero y la variación 
de su contenido en compuestos volátiles. Por lo que el objetivo de esta investigación fue 
determinar el contenido de compuestos volátiles en diferentes etapas de desarrollo en 
plantas de campo y cultivadas en invernadero, bajo tratamientos de fertilización y 
micorrización. Para realizar el muestreo en campo (in situ), se eligieron plantas de nurite 
ubicadas en un sitio del bosque de pino-encino (Charapan, Michoacán). Para el cultivo en 
invernadero, se utilizaron plantas micropropagadas de nurite, las cuales se obtuvieron a 
partir de la germinación in vitro de semillas en MS suplementado con 0.05 mg/L de 
benciladenina (BA), obteniendo 45% de germinación. Las plántulas fueron fuente de 
explantes (yemas apicales y axilares) para conseguir la regeneración de brotes en MS 
con 2.5 mg/L de BA, obteniéndose una brotación del 95% con 23 brotes/explante. El 
enraizado de éstos se logró con 0.1 mg/L de ácido indol-3-butírico (AIB), promediando 
12.1 raíces/brote. Las plántulas fueron trasplantadas, aclimatadas y cultivadas en 
invernadero, presentando un 95% de viabilidad. Para el análisis de variación del contenido 
de volátiles, éstas fueron cultivadas por 12 meses y también tratadas con fertilizante 
comercial (Triple N-P-K) y micorrizadas con Glomus intraradices por 90 días. 
La identificación y cuantificación de los compuestos volátiles (terpenos) se realizó en 
extractos hexánicos de la parte aérea (tallo y hojas apicales) por CG-EM, tanto de plantas 
in vitro, in situ y cultivadas en invernadero. El compuesto volátil pulegona fue el terpeno 
mayoritario en todos los extractos, en plantas in vitro solamente se determinó la presencia 
de éste, a los 90 días de cultivo. Los terpenos limoneno, linalol, mentona y verbenona, 
fueron los otros compuestos volátiles determinados durante las etapas y desarrollo de las 
plantas (12 meses) tanto in situ como en invernadero. Las plantas silvestres mostraron un 
mayor contenido de volátiles de cada uno de ellos en la etapa de crecimiento vegetativo 
(agosto), disminuyendo durante la floración y fructificación (diciembre-abril), el contenido 
siempre fue mayor que en plantas de invernadero. En invernadero, el contenido de 
volátiles fue diferente durante las etapas de crecimiento, ya que la cantidad de pulegona  
y linalol fue mayor en el mes de diciembre (4 meses de cultivo), mientras que la de 
limoneno, mentona y verbenona, aumentó hasta los 12 meses del cultivo. 
En un periodo de 90 días de cultivo de plantas de nurite en invernadero, se analizó el 
efecto de la fertilización con la aplicación de cuatro tratamientos del N-P-K (T1=0, T2=10-
10-10, T3=17-17-17 y T4=20-20-20) y G. intraradices, determinando diversos parámetros 
de crecimiento y la cuantificación de volátiles. A los 90 días del cultivo, las plantas de 
nurite del tratamiento T4, presentaron la mayor altura, biomasa, área foliar y el mayor 
número de hojas, así como el más alto contenido de los compuestos volátiles, con una 
concentración mayor de pulegona (44.38 µg/g). El compuesto verbenona disminuyó con la 
aplicación del fertilizante. En el caso de las plantas micorrizadas, tanto los parámetros de 
crecimiento como el contenido de volátiles fueron similares a los encontrados en plantas 
fertilizadas con N-P-K. Los resultados de la presente investigación demuestran que existe 
una variación en el contenido de volátiles en nurite, dependiente de las etapas de 
desarrollo,  en plantas silvestres se incrementa durante el desarrollo vegetativo y en 
plantas de invernadero con la edad de la planta. La fertilización química y la micorrización 
en plantas micropropagadas de nurite, cultivadas en invernadero, promovieron un efecto 
positivo en el crecimiento y en el contenido de compuestos volátiles. 
 



8 
 

ABSTRACT 

Satureja macrostema (Benth.) Briq. known as nurite is a medicinal plant used in the 
traditional medicine of the Purhépecha region in Michoacán, Mexico. Some studies 
indicate that this plant contains volatile compounds, mainly terpenes with biological 
activity. For this species, there are no programs for domestication and propagation 
practices for its cultivation in the greenhouse and there are not studies of content of 
volatile compounds variation. The objective of this research was to determine the content 
of volatile compounds in various stages of development in plants of field and cultivated in 
the greenhouse, under fertilization and mycorrhization treatments. To perform sampling in 
the field (in situ) were chosen nurite plants located on a site pine-oak forest (Charapan, 
Michoacán). For the greenhouse cultivation, nurite micropropagated plants were obtained 
from the in vitro germination of seeds on MS medium supplemented with 0.05 mg/L 
benzyladenine (BA), obtaining 45% germination. The seedlings were source of explants 
(apical and axillary buds) to achieve the regeneration of shoots in MS with 2.5 mg/L BA, 
obtaining a shooting of 95% with 23 shoots/explant. The rooted of these was achieved with 
0.1 mg/L indole-3-butyric acid (IBA), averaging 12.1 roots/shoot. Seedlings were 
transplanted, acclimatized and cultivated in the greenhouse, presenting 95% viability. The 
analysis of volatile compounds content was realized with cultivated 12 months pants and 
treated with commercial fertilizers (Triple N-P-K) and michorrized with Glomus 
intraradices. 
The identification and quantification of the compounds volatile (terpenes) was carried out 
in hexane extracts from the aerial part (apical stem and leaves) by GC-MS, such of in vitro 
plants, in situ plants as cultivated in the greenhouse, at different time of collection. The 
volatile compound pulegone was the major terpene in all extracts, in in vitro plants only 
was determined the presence of this compound, at 90 days of cultivation. The terpene 
compounds limonene, linalool, menthone and verbenone, were the other volatile 
compounds determined during the stages and development of plants (12 months) both in 
situ and in greenhouse. Wild plants showed a higher content of volatiles from each of them 
in the vegetative growth stage (August), decreasing during the flowering and fruiting 
(December-April), the content was always higher than in greenhouse plants. In the 
greenhouse, the content of volatile was different during the stages of growth, since the 
amount of pulegone and linalool was higher in the month of December (4 months of 
culture), while the limonene, menthone and verbenone, increased to 12 months of 
cultivation. 
In a period of 90 days of cultivation of nurite plants in greenhouse conditions, the effect of 
fertilization with the application of four treatments of N-P-K (T1=0, T2=10-10-10, T3=17-
17-17 y T4=20-20-20) and Glomus intraradices were studied, determining various 
parameters of growth and quantification of volatile. At 90 days of cultivation, the nurite 
plants of T4 treatment showed the greatest height, biomass, leaf area and the greater 
number of leaves as well the highest content of volatile compounds, with one higher 
concentration of pulegone (44.38 µg/g). The verbenone content decreased with the 
application of fertilizer. In the case of the mycorrhizal plants, both growth parameters and 
the content of volatiles were similar to those found in plants fertilized with N-P-K. The 
results of this research show that there is a variation in the content of volatiles in nurite 
plants, dependent on the stages of development. The volatile compounds content in wild 
plants increases during vegetative development and as well in greenhouse plants with the 
age of the plant. The chemical fertilization and mycorrhization in nurite micropropagated 
plants grown in greenhouse, promoted a positive effect on growth and on the content of 
volatile compounds. 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

Las plantas aromáticas y medicinales forman un grupo grande y diverso de 

especies botánicas, cada una de ellas con unas características biológicas propias 

y una adaptación diferenciada a las condiciones ecológicas, de clima y suelo. En 

los últimos años, la demanda de estas especies y los productos derivados de 

ellas, tanto en el mercado nacional como internacional, ha experimentando un 

aumento constante (Cañigueral y Vila, 2003; Lange, 2006). Se calcula que 2/3 de 

la población mundial (4,700 millones de personas), recurren a las hierbas 

aromáticas y medicinales para su alimentación y uso medicinal (Ventura, 2010). 

 

En México, se han identificado más de 5,000 especies que tienen aplicaciones 

curativas. Debido a su actividad terapéutica han sido utilizadas en la medicina 

tradicional (Aguilar-Contreras et al., 1994), y actualmente los principios activos son 

utilizados como fuente de medicamentos, colorantes, conservadores, cosméticos y 

nutracéuticos, entre otros (Bourgaud et al., 2001). 

 

Algunas de las propiedades aromáticas y medicinales asociadas con las plantas 

resultan de constituyentes o fracciones volátiles que químicamente se denominan 

esencias o aceites esenciales, cuyos principales constituyentes son los 

compuestos volátiles de tipo terpénico, los cuales se encuentran en distintas 

partes del tejido vegetal como pueden ser hojas, tallos, bulbos, rizomas, raíces, 

flores, semillas y frutos (Forlín, 2012). Estos compuestos volátiles derivan del 

metabolismo secundario de las plantas por lo que su producción y composición no 

depende exclusivamente de los mecanismos biosintéticos, la variabilidad puede 

ser atribuida a factores genéticos, abióticos como luz, temperatura, disponibilidad 

de agua, etc., y bióticos ocasionados por la interacción con animales, plantas y 

microorganismos (Dudareva y Negre, 2005). 

 

De igual forma, las etapas de desarrollo y el tipo de órgano vegetativo pueden ser 

determinantes en la composición y acumulación de compuestos volátiles 
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(Figueiredo et al., 2008). Generalmente es en los estadios tempranos de las 

etapas de floración y fructificación, cuando hay mayor producción de volátiles 

(Dudareva et al., 2004; Dudareva y Negre, 2005), la cual a su vez depende del tipo 

de estructuras de secreción que sintetizan, almacenan y liberan los volátiles. 

 

Tradicionalmente, las plantas aromáticas y medicinales se obtenían de recolección 

de flora silvestre (Craker, 1999), la cual sigue practicándose para determinadas 

especies (Cases, 2007). Con el tiempo, la recolección ha originado una 

sobreexplotación de las poblaciones silvestres, lo que demanda implementar otras 

formas de producción como su cultivo en campo o en invernadero (Zengin et al., 

2008). La domesticación y cultivo de plantas medicinales silvestres, implica un 

mejoramiento en la calidad de la materia prima, que permita estandarizar el 

contenido de principios activos y poblaciones homogéneas de plantas necesarias 

para su producción y procesamiento (Davies, 2004). En Latinoamérica hay pocos 

trabajos para la domesticación y cultivo de plantas medicinales, se cultivan 

especies como Anethum graveolens L. (Eneldo) (Fanlo et al., 2009), Cimbopogon 

citratus (Limonaria) (Antolinez-González et al., 2008), Foeniculum vulgare Mill. 

(Hinojo) (Vogel y Berti, 2003), Rosmarinus officinalis (Romero) (Ventura, 2010), 

Salvia officinalis (Salvia) (Vogel y Berti, 2003), Satureja hortensis (Ajedrea) (Forlín, 

2012), Tagetes lucida (Santa María) (Acosta et al., 2010), entre otras. 

 

En México, la mayoría de las plantas medicinales que se cultivan son plantas 

introducidas como manzanilla (Matricaria chamomilla), lavanda (Lavandula 

officinalis), albahaca (Ocimum basilicum), menta (Mentha x piperita L.), tomillo 

(Thymus vulgaris), orégano (Origanum vulgare), etc. Sin embargo, en plantas 

medicinales nativas no existen suficientes investigaciones sobre los factores 

agronómicos que afectan las características cualitativas y cuantitativas, pero se 

destaca que la fertilización mineral, sobre todo con nitrógeno (Zheljazkov et al., 

2009), fósforo (Zhu et al.,  2008) y potasio (Pavlovic et al., 2006), incrementa la 

producción de biomasa, lo que se relaciona con el aumento del contenido y 

composición de metabolitos secundarios de interés económico, como los aceites 
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volátiles. Por otro lado, se ha reportado que la micorrización contribuye en el 

crecimiento de la planta hospedante y en la síntesis, acumulación y calidad de 

algunos compuestos volátiles (Toussaint et al., 2007; Guerra, 2008). 

 

Debido a la alta demanda de las plantas medicinales silvestres nativas, es 

necesario realizar investigaciones para esclarecer que factores son determinantes 

en la variación de compuestos volátiles, para incrementar los rendimientos en el 

contenido de dichos compuestos bajo cultivo en campo e invernadero (Estrada, 

2002). 

 

Tal es el caso del nurite, cuyo nombre latino es Satureja macrostema (Benth.) 

Briq., pertenece a la familia de las labiadas (Lamiaceae), es una especie de gran 

importancia en la medicina tradicional de los pueblos Purépecha, quienes la 

consideran un símbolo de fertilidad y es muy usada como medicinal en varios 

padecimientos (Rzedowski y Rzedowski, 1985; Martínez, 1986; Bello, 1993). Los 

estudios indican que el nurite contiene una mezcla de compuestos químicos 

llamados flavonoides que han sido extensamente estudiados en los últimos años 

por su efecto antioxidante (Catapano, 1997; Rodríguez, 1998; Pérez-Gutiérrez y 

Gallardo-Navarro, 2010). Entre los flavonoides extraídos de las hojas del nurite 

está la naringenina (Rodríguez, 1998). También se reportan compuestos volátiles 

(terpenos) como el limoneno, pulegona, carvacrol y timol, considerados como 

antimicrobianos (Bello, 2006). 

 

El nurite es ampliamente demandado no solo a nivel regional sino nacional (Bello, 

2006) y no existen programas para su domesticación, que impliquen sistemas de 

propagación, prácticas para su cultivo en invernadero y la variación de su 

contenido en compuestos volátiles. Por lo que el objetivo de esta investigación fue 

determinar el contenido de compuestos volátiles en diferentes etapas de desarrollo 

en plantas de nurite (Satureja macrostema) en campo y cultivadas en invernadero, 

así como durante la fertilización y micorrización en invernadero. 
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2.  ANTECEDENTES 

 

2.1. PLANTAS AROMÁTICAS Y MEDICINALES  

 

Las plantas aromáticas y medicinales conforman una lista amplia y diversa de 

especies, que obedecen a variadas condiciones ambientales, muchas de las 

cuales no tienen un único uso (Vogel y Berti, 2003). Así pues, hay diferentes 

ámbitos de utilización: en medicina, alimentación, perfumería, cosmética, 

decoración, ambientación, protección de vegetales, agricultura y apicultura. 

Algunos de estos usos, no obstante, sólo son de tipo doméstico (Moré y Colom, 

2002). 

 

El uso y consumo de las plantas aromáticas y medicinales es tan antiguo como la 

humanidad. Antes de conocer el fuego y domesticar a los animales, la 

subsistencia del hombre dependía en gran parte de las hierbas, los frutos, la miel y 

los jugos que extraía de las plantas. En el periodo neolítico, se vuelve sedentario y 

aparece la agricultura, se cultivan granos y plantas como el hinojo y el cilantro, las 

que se utilizaban como condimentos. También se inicia la fermentación de ciertos 

cereales con la ayuda de semillas aromáticas como el comino y el anís, para 

realzar el sabor con hierbas aromáticas (Fretes, 2010). 

 

Los griegos usaban plantas aromáticas en su medicina y las incorporaron a su 

mitología tejiendo leyendas, como la de Dafne convertida en laurel y la de la 

hechicera Medea y sus encantamientos a base de plantas aromáticas. Homero 

menciona en su Odisea jardines compuestos de plantas aromáticas y especias 

(Fretes, 2010). 

 

En la Edad Media, los árabes perfeccionaron la destilación de las plantas 

aromáticas, favoreciendo así el desarrollo de la naciente y rudimentaria farmacia. 

En el siglo XIII los alquimistas vendían aceites esenciales, siendo la esencia de 

romero una de las primeras aisladas. El siglo XVII marcó el apogeo de las plantas 
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medicinales y aromáticas, que hasta entonces se emplearon de manera limitada 

como medicina; su número había aumentado. A finales del siglo XVIII, su valor 

principal era el curativo (Muñoz, 2002).  

 

Con los avances en química analítica, en el siglo XIX se practicaron los primeros 

análisis químicos de las esencias y de otros principios activos de los vegetales, 

naciendo así la farmacoquímica. A comienzo de ese mismo siglo, en 1811, se 

produjo un hecho importante, el aislamiento de la morfina, alcaloide del opio, al 

que posteriormente siguieron el aislamiento de otros principios activos (Villarino, 

1999; Muñoz, 2002). Todo ello promovió el desarrollo de la investigación a escala 

mundial, para conocer la composición química de los vegetales. 

 

Si bien todas las culturas y civilizaciones aprovecharon sus características y 

principios activos, a finales del siglo XIX y principios del XX el interés hacia ellas 

decayó debido a la introducción de los fármacos sintéticos y las nuevas técnicas 

de conservación de los alimentos (Ventura, 2010). Más recientemente, al constatar 

los efectos secundarios de los fármacos sintéticos, se recuperó el interés por la 

terapéutica vegetal con investigaciones continuadas y cada vez más profundas.  

 

Actualmente existe una fuerte tendencia a nivel mundial hacia la búsqueda de una 

mejor calidad de vida, por lo que el consumo de productos dietéticos, 

nutracéuticos y farmacéuticos, obtenidos a partir de fuentes naturales, se ha 

incrementado, principalmente en mercados externos como los de Europa, Estados 

Unidos y Japón, entre otros (García-Nieto, 2000). 

 

En las dos últimas décadas, el cultivo de las plantas aromáticas medicinales ha 

adquirido relevancia social, económica y ambiental a partir de su capacidad de 

generar puestos de trabajo, de otorgarle un valor añadido y de conservar el medio 

ambiente, además de los grandes beneficios que para la salud humana conlleva 

su consumo. El mercado mundial de plantas aromáticas y medicinales en todos 
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los segmentos (excluidos los de soya y algas), en la actualidad aporta cerca de 

83,000 millones de dólares (Gruenwald, 2010). 

 

Se estima que en en el mundo existen unas 250,000 especies vegetales de las 

cuales solo se conocen científicamente el 10% de ellas, considerándose como 

medicinales alrededor de 12,000 especies en total (Alonso, 2004). Se estima que 

alrededor del 80% de la población mundial recurre a la medicina tradicional 

herbolaria para la atención primaria de la salud (Fretes, 2010). La producción de 

este tipo de plantas medicinales proviene en gran medida de la recolección de 

plantas silvestres, aunque la mayor parte del volumen comercializado proviene de 

unas pocas especies cultivadas que son más cotizadas por su composición de sus 

aceites esenciales (Moré et al., 2010). 

 

En el mundo se destinan cerca de 5.5 millones de hectáreas al cultivo de 

especias, hierbas aromáticas y medicinales. Con un nivel de producción mundial 

estimado de 4.5 millones de toneladas, la mayor parte de las especias y hierbas 

aromáticas y medicinales se producen en los países de menor desarrollo relativo, 

siendo India el principal productor a nivel mundial. Menta, orégano y perejil 

deshidratados son las hierbas más importantes en cuanto al volumen de 

producción y exportación en el mercado internacional (Moré et al., 2010). 

 

En México existe la comercialización de plantas aromáticas y medicinales 

endémicas que por tradición funciona en mercados locales y que pueden ser de 

gran importancia económica en el ámbito internacional por la variabilidad de sus 

principios activos. Su importancia es tal, que estudios realizados por Betancourt y 

Gutiérrez (1999), reportan que de manera cotidiana se comercializan frescas y 

deshidratadas cerca de 250 especies provenientes principalmente de las zonas 

centro y sur del país, lo cual indica el arraigo cultural que se tiene.  En términos de 

superficie dedicada a la producción de plantas medicinales no hay datos 

actualizados y de acuerdo a la información disponible, en el año 2005 se tuvieron 

30,016 hectáreas dedicadas al cultivo orgánico de plantas. Los estados de 
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Morelos, Baja California Sur, Estado de México, Oaxaca, Puebla y Tlaxcala son 

los principales productores de plantas aromáticas de exportación, algunas de ellas 

bajo certificación orgánica (Pérez, 2009). Entre las plantas que se distribuyen en el 

estado de Michoacán y que se han utilizado de manera sobresaliente en la 

medicina popular destaca Satureja macrostema (Benth) Briq. conocida 

comúnmente como nurite, especie nativa que ha sido estudiada desde el punto de 

vista etnobotánico, farmacológico, quimiotaxonómico, fitoquímico y de propagación 

(Aguilar-Ramírez, 2002). 

 

Estas plantas medicinales nativas que se venden en los mercados nacionales y en 

el extranjero, son obtenidas por recolecta, pero debido a una creciente demanda 

de plantas medicinales silvestre, este proceso está en aumento y ha propiciado 

que las poblaciones de muchas especies se vean amenazadas y en el peor de los 

casos la casi extinción regional de algunas especies (Fierro et al., 2005). 

 

La domesticación y el cultivo de especias, hierbas aromáticas y medicinales 

nativas, para fines comerciales asegura una producción de material vegetal 

homogéneo, colaborando a un manejo eficiente del cultivo que permita un nivel de 

producción apto para cubrir la demanda existente con material cultivado, 

promoviendo el consumo de plantas nativas, evitando el deterioro de los recursos, 

la posible erosión de los suelos y el riesgo de extinción de las especies que la 

recolección en estado silvestre puede ocasionar (Davies, 2004). 

 

2.1.1. Constituyentes químicos en plantas aromáticas medicinales 

 

Las plantas son fuente de una amplia variedad de compuestos químicos, 

conocidos como metabolitos secundarios, que son utilizados como fármacos, 

colorantes, saborizantes y fragancias, entre otros. Al menos un 25% de los 

productos farmacéuticos modernos se derivan de las plantas y los ingredientes de 

muchos otros son reemplazos sintéticos creados a partir de compuestos obtenidos 

de las plantas (De la Torre-Carreras y López-González, 2010). 
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Los metabolitos secundarios se sintetizan en pequeñas cantidades y no de forma 

generalizada, estando a menudo su producción restringida a un determinado 

género de plantas, a una familia, o incluso a algunas especies (Ávalos y Pérez-

Urría, 2009). Dentro de sus funciones principales se tiene que determinan el color 

de la planta, protegen a la planta contra herbívoros y microorganismos, atraen a 

polinizadores, animales dispersores de semillas, y actúan como indicadores 

cuando la planta se encuentra bajo tensión; sin embargo, muchas de sus 

funciones siguen siendo desconocidas (Hounsome et al., 2008). Los alcaloides, 

antraquinonas, glicósidos, cumarinas, flavonoides, esteroides, fenilpropanoides y 

aceites esenciales son los metabolitos secundarios asociados con las plantas 

aromáticas y medicinales (Dewick, 2002). 

 

Los aceites esenciales o esencias, son mezclas complejas de compuestos 

orgánicos líquidos y aromáticos, conformados por compuestos volátiles que por lo 

general son sustancias altamente lipofílicas de bajo peso molecular, cuya 

volatilidad se debe a que se evaporan al ser expuestos al aire o a temperatura 

ambiente, por lo que sus presiones de vapor son altas (Vaughn, 2001; Pichersky, 

2004; Dudareva y Negre, 2005).  

 

Los terpenos son los compuestos volátiles más relevantes ya que constituyen el 

grupo más numeroso de metabolitos secundarios  con más de 40,000 moléculas 

diferentes (Ávalos y Pérez-Urría, 2009); seguidos de los derivados de ácidos 

grasos (hidrocarbonos saturados e insaturados), bencenoides y fenilpropanoides, 

aunque también se han reportado sustancias azufradas y nitrogenadas (Dudareva 

et al., 2004). Los terpenos suelen ser insolubles en agua y derivan todos ellos de 

la unión de unidades de isopreno (5 carbonos) e incluyen a otros grupos 

funcionales como alcoholes, aldehídos, ésteres y cetonas (Ávalos y Pérez-Urría, 

2009). 

 

La mayoría de estos compuestos se acumulan en estructuras vegetales 

específicas tales como ductos, cavidades secretoras y tricomas glandulares, los 
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cuales pueden estar distribuidas en las hojas (eucalipto, albahaca), flores 

(lavanda, menta), rizoma (jengibre), frutos (anís, hinojo), madera (alcanfor), raíz 

(vetiver), corteza (canela), semilla (nuez moscada), etc. (Sangwan et al., 2001; 

Davies, 2004). Plantas como albahaca, manzanilla, mejorana, tomillo y vetiver, son 

unas de las principales especies con alta demanda en diferentes industrias debido 

al contenido de sus componentes volátiles (Tabla 1). 

 

Comúnmente, estos compuestos se extraen de plantas silvestres o cultivadas, lo 

que tiene una serie de desventajas, por ejemplo su acumulación en las plantas es 

bajo y lento, ya que está regulada espacial y temporalmente. Es decir, ocurre en 

células, órganos y tejidos específicos, en fases determinadas del ciclo de vida de 

la planta, bajo condiciones estacionales o de estrés, etc. (Trejo y Rodríguez, 

2007). 

 

Tabla 1. Principales plantas aromáticas y medicinales con alta demanda en el 
mercado mundial por su uso en la industria alimentaria, cosmética y 
farmacéutica, debido a la producción de compuestos volátiles (Moré et 
al., 2010). 

 

Nombre común Nombre científico Principales compuestos volátiles 

Albahaca Ocimum basilicum Estragol, Linalol 

Geranio Pelargonium graveolens Geraniol, L-Citronelol 

Lavanda Lavandula officinalis Geraniol, Linalol 

Manzanilla Matricaria chamomilla Azuleno, Chamazuleno, α-(-)Bisabolol 

Mejorana Origanum majorana Terpen-4-ol, Pineno 

Menta Mentha x piperita Mentona, Mentol, Isomentona, Carvona 

Salvia Salvia officinalis Canfor, Tujona 

Tarragón Artemisia dracunculos Metil-estragol 

Tomillo Thymus vulgaris Timol, Carvacrol 

Vetiver Vetiveria zizanioides Vetiverol 

Zacate Limón Cymbopogon flexuosus Citral, Geraniol, Citronelol, Limoneno 
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2.1.2. Factores que afectan la composición de los compuestos volátiles 

 

Las tasas de producción y composición de los compuestos volátiles en las plantas 

no dependen exclusivamente de mecanismos bioquímicos que regulan los niveles 

de alguna enzima responsable del paso final en la biosíntesis y la disponibilidad 

del sustrato en la célula. La variabilidad también está influenciada en mayor o 

menor grado por factores genéticos y ambientales (luz, temperatura, disponibilidad 

de agua), al igual que por prácticas de cultivo como la fertilización, frecuencia de 

corte (podas) y la interacción de la planta con microorganismos benéficos (hongos 

micorrízicos) (Marín-Loaiza y Céspedes, 2007). 

 

2.1.2.1. Factores genéticos 

 

La variación genética de las especies regula la composición de los aceites 

esenciales (Sangwan et al., 2001; Tétényi, 2002) y otros metabolitos de 

importancia fitoquímica, ya que hace que la síntesis sea altamente específica y 

regida por el desarrollo de la planta. Generalmente es en los estadios tempranos 

cuando hay mayor producción: en las flores a punto de ser polinizadas, en las 

hojas jóvenes y en los frutos inmaduros (Dudareva et al., 2004; Dudareva y Negre, 

2005). Por otra parte, Keskitalo et al. (2001), señalan que la variación genética es 

un factor ligado estrechamente al origen geográfico. En un estudio realizado en 

Tanancetum vulgare L., se observó una gran variabilidad en la composición de los 

compuestos volátiles y no volátiles, indicando que la composición de terpenos 

resulta de la activación de enzimas específicas relacionadas con los patrones de 

variación. 

 

Este comportamiento ha sido observado en un estudio realizado por Lewinsohn 

(2000) en albahaca (Ocimum basilicum), encontrando la existencia de quimiotipos 

de dicha especie, siendo los volátiles estragol y metil-eugenol los que presentaron 

variación en el contenido, esto debido a la actividad de la enzima chavicol O-metil 

transferasa. Por lo tanto, es recomendable que la asociación entre los principales 
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componentes químicos y morfológicos deben ser considerados en la selección de 

poblaciones que pueden ser usadas para mejoramiento y estudios bioquímicos, 

donde son de gran utilidad los marcadores genéticos, moleculares y bioquímicos 

para identificar y clasificar variedades o cultivares (Solouki et al., 2008). Por otra 

parte, Salamon (2007) indica que la variación en la composición es alta también 

entre especies silvestres y cultivadas. 

 

2.1.2.2. Etapa fenológica y tipo de órgano 

 

El estado de desarrollo y tipo de órgano vegetativo como son las flores, tallos, 

corteza, frutos, semillas o raíces puede ser determinante en la composición y 

acumulación de los compuestos volátiles (Steeghs et al., 2004; Kaloustain et al., 

2005; Figueiredo et al., 2008). Lo cual a su vez depende del tipo de estructuras de 

secreción que sintetizan, almacenan y liberan al ambiente los componentes 

volátiles. Estas estructuras se encuentran distribuidas en toda la planta y son muy 

variadas (Sangwan et al., 2001), se dividen en estructuras externas, como 

tricomas y osmóforos que se localizan en plantas de las familias Asteraceae, 

Cannabaceae, Geraniaceae, Lamiaceae, Rutaceae, Solanaceae, Verbenaceae y 

Orchidaceae; y estructuras internas como idioblastos, cavidades, ductos y 

canales, las cuales pueden ser encontradas en plantas de las familias Araceae, 

Lauraceae, Magnoliaceae, Leguminoseae, Piperaceae, entre otras (Figueiredo et 

al., 2008). De ahí que un estudio realizado en Artemisia annua se observaron 

cambios en la composición de aceite esencial cuando se analizó el producto 

proveniente de hojas, pétalos y tallos, obteniendo 86, 77 y 63 componentes, 

respectivamente (Goel et al., 2007). Esta tendencia de variación ha sido 

observada en otras especies aromáticas como Ocimum basilicum y Origanum 

vulgare (Lewinsohn et al., 2000; García y Sanz, 2001; Chalchat y Özcan, 2008). 

 

Por otro lado, se ha comprobado que los periodos de floración dependen de la 

estación en algunas especies aromáticas y esto afecta de manera significativa la 

composición de los volátiles, siendo la fecha de colecta determinante para obtener 
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mayores rendimientos y alta calidad (Kaloustain et al., 2005). En un estudio de 

Ruíz-Nova (2008), se determinó la variación de los volátiles en tres estados 

fenológicos (primera floración, post-floración y segunda floración) de Lippia 

origanoides, encontrando que los volátiles α-felandreno, p-cimeno, trans-β-

cariofileno y α-humuleno presentaban una mayor concentración durante la 

floración, siendo en la segunda floración donde el contenido de dichos volátiles fue 

mayor que en la primera floración. Estas variaciones estacionales, afectan el 

fotoperiodo y en consecuencia la biosíntesis de terpenos, haciendo de la fecha de 

siembra, plantación y colecta un factor importante (Ramesh y Singh, 2008), ya que 

pueden causar variaciones en la duración de la fase dedesarrollo, en la producción 

de biomasa, en el rendimiento y en la composición de los volátiles (Jordán et al., 

2006). 

 

2.1.2.3. Factores abióticos  

 

Las variables climáticas como temperatura, luminosidad, disponibilidad de agua en 

los diferentes estados de desarrollo vegetal, tienen un efecto significativo en la 

producción de biomasa y en consecuencia en la cantidad de compuestos volátiles 

(Ramesh y Singh, 2008). En lo que se refiere al régimenes térmicos, a 

temperaturas mayores a 45°C, la planta sufre desequilibrios en el metabolismo 

primario ocasionando pérdida de foto-asimilados, inhibición del crecimiento y 

pérdida de reservas (Azcón y Talón, 2000) que en consecuencia disminuyen a los 

precursores del metabolismo secundario y por lo tanto la producción de 

compuestos volátiles. También se ha observado que durante los meses de bajas 

temperaturas hay una disminución en la producción de compuestos volátiles 

(Figueiredo et al., 2008). Por tanto, existe una relación estrecha entre la 

fotosíntesis (Sangwan et al., 2001) y la foto-respiración (Misra et al., 2006), en la 

síntesis de compuestos volátiles, por lo que se espera que variaciones en la 

duración del día y la intensidad luminosa afecten su producción.  
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En términos generales, las plantas que crecen bajo buena iluminación muestran 

un aumento en el rendimiento de volátiles que aquellas cultivadas bajo sombra. 

Esta función ha sido demostrada por Wang y Lincoln (2004), quienes al evaluar el 

efecto directo de la intensidad luminosa artificial en la producción de 

monoterpenos en pino (Pinus radiata), obtuvieron mayor crecimiento y densidad 

de tricomas glandulares que en plantas tratadas con baja intensidad luminosa, las 

cuales presentaron una reducción en la fotosíntesis y la reserva de carbono, así 

como la formación de tricomas glandulares. 

 

En regiones con condiciones de sequía, la frecuencia de lluvia y el riego se 

constituyen como factores limitantes del rendimiento y composición de volátiles 

(Khazaie et al., 2008), debido a que se inducen cambios fisiológicos y metabólicos 

en las plantas cultivadas (Sangwan et al., 2001). Para determinar la influencia de 

los factores abióticos en la producción de volátiles, Gouinguené y Turlings (2002) 

realizaron experimentos con maíz (Zea mays), donde descubrieron que la 

humedad del suelo, la temperatura y la luz causaban cambios significativos en las 

proporciones de los compuestos presentes. No obstante para plantas como Lippia 

graveolens, la cantidad de humedad que recibe durante su ciclo de cultivo no 

afecta la composición de volátiles (Turgut y Silva, 2005). 

 

2.1.2.4. Efecto de la fertilización 

 

La fertilización mineral como factor agronómico juega un papel importante ya que 

mejora la nutrición de los cultivos afectando principalmente la producción de 

biomasa y solamente en forma indirecta los metabolitos secundarios. Por eso es 

necesario aplicar los nutrientes que presentan deficiencias en el suelo para 

asegurar un buen crecimiento vegetal. El efecto que produce la fertilización 

depende de la especie de que se trate, del principio activo que interesa obtener de 

esa especie y del nutriente aplicado. Por ejemplo, una abundancia de nitrógeno 

producirá un gran desarrollo vegetativo y por tanto una mayor demanda de agua. 

El momento de realizar las aportaciones de nutrientes puede ser en invierno y/o 
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después de los cortes o podas (Moré et al., 2010). Los distintos nutrientes pueden 

generar respuestas positivas o negativas en la producción de los principios activos 

presentes en las diferentes especies medicinales o aromáticas (Vogel y Berti, 

2003). 

 

Al respecto, Amzallag et al. (2005), en un experimento desarrollado en Israel 

observaron que las variaciones en la composición del aceite esencial de Origanum 

dayi, son un efecto por el contenido de micronutrimentos, el contenido de sodio y 

la textura del suelo. Estas variaciones han sido reportadas en otras especies, 

como es el caso de la planta aromática limonaria (Cymbopogon citratus), en la que 

se evaluaron las variables agronómicas, fertilización y frecuencia de corte sobre el 

contenido de volátiles, encontrando que con la dosis más elevada de N (180 

kg/ha) a los 60 días de aplicación, se obtuvieron los mayores rendimientos del 

aceite esencial (Antolinez-González et al., 2008). Gouinguené y Turlings (2002) 

determinaron que la tasa de fertilización completa causaba cambios en las 

proporciones de los volátiles, aumentando el contenido de algunos monoterpenos 

como geranil acetato, β-cariofileno, β-bisaboleno y nerolidol. Existen numerosos 

estudios sobre estos efectos, en la tabla 2 se describen los resultados de algunos 

de ellos. 

 

2.1.2.5. Factores bióticos 

 

Las plantas responden ante los ataques de ciertos microorganismos y herbívoros 

mediante la emisión de ciertos compuestos orgánicos volátiles que avisan de su 

presencia y sirven como un mecanismo de defensa indirecto (Heil y Ton, 2008). 

Además, esta liberación de compuestos volátiles por las hojas, flores y frutos a la 

atmósfera o por las raíces al suelo, puede defender a la planta frente a nuevos 

herbívoros o patógenos, además de proporcionar ventajas en la reproducción 

debido a la atracción de polinizadores (Chen et al., 2004).  

 

 



23 
 

 

Tabla 2. Efecto de la fertilización sobre el contenido de metabolitos 
secundarios en algunas plantas aromáticas medicinales. 

 

 

ESPECIE 

PRINCIPIO 

ACTIVO 

AFECTADO 

 

NUTRIENTE 

 

RESPUESTA 

 

REFERENCIA 

Atropa 

belladona 

Alcaloides Nitrógeno Positiva  

 

Flück, 1954 

Alcaloides Potasio Negativa 

Datura spp. Alcaloides Nitrógeno Positiva 

Coriandrum 

sativum 

Aceite esencial Nitrógeno Positiva 

Aceite esencial Potasio Negativa 

Pimpinella 

anisum 

Aceite esencial Nitrógeno Positiva 

Aceite esencial Potasio Negativa 

Salvia 

officinalis 

Aceite esencial Nitrógeno No afecta Röhricht et al., 1995 

Mentha x 

piperita 

Mentol Nitrógeno y 

Fósforo 

Positiva Jeliazkova et al., 

1998 

Foeniculum 

vulgare 

Aceite esencial Nitrógeno Positiva Omidbaigi y Hornok, 

1992 

Matricaria 

chamomilla 

Bisabolol Nitrógeno Positiva  

Franz, 1984 Óxido de 

Bisalobol 

Nitrógeno Negativa 

Bisabolol Potasio Negativa 

Óxido de 

Bisalobol 

Potasio Positiva 

Thymus 

vulgaris 

Timol Nitrógeno No afecta Omidbaigi, 2002 

Echinacea 

angustifolia 

Equinacósido Nitrógeno Negativa  

Berti et al., 2002 Equinacósido Potasio Positiva 
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La multifuncionalidad de los microorganismos en los sistemas agrícolas, se 

expresa de acuerdo a una serie de factores bióticos, como la competencia con 

otros microorganismos, la composición biológica del suelo, el reconocimiento 

planta microorganismo y viceversa. Igualmente, factores abióticos, como la 

climatología, las características físicas y químicas del suelo, influyen directamente 

en el tipo de interacción de estos organismos y la expresión de los efectos 

benéficos o detrimentales, determinantes en el desarrollo de las especies 

vegetales (Marschner y Timonen, 2005; Harman, 2006; Hoitink et al., 2006; 

Siddiqui y Akhtar, 2008; Radjacommare et al., 2010). 

 

La interacción de microorganismos rizosféricos, como los hongos formadores de 

micorrizas arbusculares, hongos del género Trichoderma y bacterias del género 

Pseudomonas, usualmente catalogados como agentes de control biológico y 

microorganismos promotores del crecimiento vegetal, dependen de este tipo de 

factores para expresar sus potenciales efectos benéficos (Cano, 2011). 

 

Se ha demostrado que el uso de inoculantes con microorganismos, como los 

antes mencionados, también llamados biofertilizantes, pueden ayudar a la 

productividad vegetal, mediante el aumento de la actividad biológica en la 

rizósfera, a través de la producción de fitohormonas e indirectamente con la 

fijación de nutrientes como nitrógeno o fósforo, o bien por el bio-control de agentes 

fitopatógenos del suelo (Glick, 2003; Tilak y Reddy, 2006). 

 

En los últimos años se ha demostrado que el uso de biofertilizantes presenta un 

efecto sobre el incremento de compuestos volátiles o aceites esenciales en 

algunas plantas aromáticas medicinales. La aplicación de composta en Thymus 

vulgaris llevó a un incremento de tres veces en el contenido de timol (Ateia et al., 

2009); así mismo, cuando se aplicó vermicomposta a una variedad alemana de 

manzanilla, además de lograr un incremento en la altura y diámetro de las plantas 

y sobre el número de flores, se obtuvo un aumento en el contenido del aceite 

esencial (Azizi et al., 2008).  
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Con la inoculación de las raíces de Ocimum basilicum con rizobacterias 

promotoras del crecimiento vegetal, como Pseudomonas putida cepa 41, 

Azotobacter chroococcum cepa 5 y Azospirillum lipoferum cepa OF, se mejoró el 

crecimiento vegetal y se incrementó  la acumulación del aceite esencial 

(Ordookhani et al., 2011). 

 

Esta respuesta también ha sido observada en algunas plantas inoculadas con 

hongos micorrízicos arbusculares, que contribuyen al crecimiento de la planta 

huésped y a la síntesis de algunos metabolitos secundarios (Akiyama y Hayashi, 

2002; Larose et al., 2002; Yao et al., 2003; Vittal-Navi et al., 2006). 

 

2.1.2.5.1. Hongos micorrízicos 

 

Diversos estudios han demostrado los efectos benéficos de la asociación 

simbiótica entre los hongos micorrízicos arbusculares (micorriza) y las plantas 

(Gosling et al., 2006; Franken et al., 2007; Akhtar y Siddiqui, 2008; Kapoor et al., 

2008). 

 

La principal función de la micorriza es favorecer la eficiencia de absorción de agua 

y nutrimentos por la planta a partir de la solución del suelo, mientras que la planta 

proporciona al hongo compuestos de carbono (Cano, 2011). La explicación de 

esta eficiencia de la utilización de nutrientes es que las hifas fúngicas que se 

extienden desde la raíz, son capaces de solubilizar, absorber y transportar fosfato 

(u otro nutrimento) desde el suelo a la raíz hospedante. La superficie de absorción 

ofrecida por la ramificación del micelio externo alrededor de las raíces 

micorrizadas permite a la planta aprovechar el nutrimento en el suelo más allá de 

la zona de agotamiento en la superficie radical (Cooper, 1984; Douds y Schenck, 

1990; Ruíz-Lozano et al., 1995; Jakobsen, 1998; Bago et al., 2000).  

 

Se reconoce actualmente que la respuesta en crecimiento de la planta micorrizada 

es a menudo resultado del aumento en la vida útil de las raíces absorbentes y del 
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incremento en nutrición, mayormente por fósforo (P) y  otros nutrimentos como 

nitrógeno (N), potasio (K), cobre (Cu), zinc (Zn), magnesio (Mg), manganeso (Mn) 

y calcio (Ca) (González-Chávez et al., 1998; Velasco et al., 2001; Cruz et al., 

2004; Cordeiro et al., 2005; Govindarajulu et al., 2005; Robertson et al., 2007). 

 

Muchos aspectos de la interacción micorriza arbuscular-planta han sido 

estudiadas, como el efecto sobre el crecimiento de la planta, los intercambios 

nutricionales, control biológico hacia patógenos de las plantas, la tolerancia al 

estrés hídrico y las condiciones ambientales adversas, pero poco se sabe sobre el 

potencial de los hongos micorrízicos y como afectan las vías del metabolismo 

secundario de las plantas (Copetta et al., 2006). 

 

Varios grupos de trabajo han investigado los patrones de compuestos secundarios 

de raíces micorrizadas, algunos de éstos son: terpenoides (Akiyama y Hayashi, 

2002), carotenoides (Maier et al., 1995; Walter et al., 2000; Fester et al., 2002), 

flavonoides (Morandi 1996; Larose et al., 2002), los glucosinolatos (Vierheilig et 

al., 2000), fenoles (Zhu y Yao 2004) y fenilpropanoides (Weiss et al., 1997).  

 

Además, la evidencia indirecta sugiere que los hongos formadores de micorriza 

arbuscular también pueden aumentar el contenido de aceite esencial (compuestos 

volátiles) producidos en las hojas de las plantas micorrizadas (Guerrieri et al., 

2004).  En ocasiones, se explica que la modificación observada en la síntesis de 

aceite esencial se considera una respuesta de defensa a la colonización fúngica, 

ya que dicha respuesta ha sido observada en interacciones micorriza-planta 

(Napierale-Filipiak et al., 2002; Mucciarelli et al., 2003; Werner et al., 2004).  

 

Autores como Gang et al. (2001) y Copetta et al. (2006), afirman que la 

colonización micorrízica produce un mayor rendimiento de aceite esencial y esto 

se asoció al mayor número de tricomas glandulares (sitio principal de síntesis de 

aceite esencial) presentes en las zonas de la hoja basal y central que fue 

encontrado en las plantas micorrizadas en comparación con las no micorrizadas. 
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Este mayor número de glándulas pueden estar relacionado con alteraciones en el 

perfil hormonal de las plantas debido a los mayores niveles de auxinas, 

citocininas, y giberelinas que se han registrado en plantas micorrizadas (Torelli et 

al., 2000). Pero los mecanismos para dichas modificaciones no han sido 

dilucidados. En general, los autores remarcan la importancia del aumento en la 

nutrición mineral para mejorar el rendimiento de aceite esencial. 

 

Actualmente existen pocos trabajos relacionados con el estudio de la interacción 

micorriza arbuscular y plantas medicinales, enfocado al incremento de sus 

metabolitos secundarios. La mayoría de éstos se enfocan principalmente a 

analizar el incremento en el crecimiento en estas especies vegetales. Como 

ejemplo, se tiene a Dodonaea viscosa (familia Sapindaceae) la cual es una planta 

característica de las zonas áridas de México, conocida también como Chapulixtle, 

Ocotillo o Jarilla. Dodonaea viscosa, se emplea en medicina tradicional contra 

problemas gastrointestinales, enfermedades de la piel, gota y reumatismo y en 

enfermedades venéreas, fiebre y cólicos. Los hongos microrrízicos arbusculares 

como Glomus sp. Zac-6 y Glomus sp. Zac-2, probadas en esta planta produjeron 

mayores rendimientos de biomasa aérea, en comparación con plantas no tratadas 

(Gardezi et al., 2000). 

 

En las plantas aromáticas medicinales como Ocimum basilicum, Mentha arvensis, 

Santolina chamaecyparissus, Salvia officinalis, Lavandula angustifolia, Geranium 

dissectum, Origanum dictamnus y Artemisia annua, se ha demostrado que la 

colonización micorrízica aumenta el contenido y la composición de los aceites 

esenciales (Freiteas et al., 2004; Rapparini et al., 2008; Karagiannidis et al., 2012), 

entre otras plantas más (Tabla 3). 
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Tabla 3. Efecto de la inoculación de hongos micorrízicos arbusculares sobre 
el contenido de metabolitos secundarios en algunas plantas 
medicinales. 

 

 

ESPECIE 

PRINCIPIO 

ACTIVO  

HONGO 

MICORRÍZICO 

 

RESPUESTA 

 

REFERENCIA 

Artemisia 

annua 

Artemisina Glomus 

macrocarpum 

Positiva  

Kapoor et al., 

2007 

 

Artemisina Glomus 

fasciculatum 

Positiva 

Artemisia 

umbelliformis 

β-Ocimeno Glomus tenue 

y 

G. intraradices 

Positiva Binet et al., 

2011 2-Decenal 

2-4-Decadienal 

Negativa 

Catharanthus 

roseus 

Vinblastina Glomus sp. Positiva De la Rosa-

Mera, 2009 Vincristina Glomus sp. Positiva 

Mentha 

arvensis 

Aceite esencial Glomus 

fasciculatum 

Positiva Freiteas et al., 

2004 

Ocimum 

basilicum 

Aceite esencial Gigaspora 

rosea 

Positiva Copetta et al., 

2006 

Ácido cafeíco Glomus 

caledonium 

Positiva  

Toussaint et 

al., 2007 Ácido rosmarínico Glomus 

mosseae 

Positiva 

Origanum 

vulgare var. 

Cona 

 

Aceite esencial 

Glomus 

mosseae 

 

Positiva 

Khaosaad et 

al., 2006 

Origanum 

vulgare ssp. 

Hirtum 

 

Aceite esencial 

Glomus 

viscosum 

 

Positiva 

Morone-

Fortunato y 

Avato, 2008 
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2.2. NURITE (Satureja macrostema) 

 

2.2.1. Taxonomía y distribución de nurite 

 

El nurite [Satureja macrostema (Benth.) Briq.] es una planta dicotiledónea de la 

familia Lamiaceae con olor a menta al estrujar sus hojas (Tabla 4). Es una planta 

arbustiva de 1 a 3 m de alto; tallos erectos, ramas arqueadas, pubescentes; hojas 

con peciolos de 2 a 5 mm de largo, limbo ovado u oblongo a lanceolado, de 1 a 4 

cm de largo por 0.6 a 1.5 cm de ancho, ápice agudo, aserradas, base redondeada; 

flores solitarias o en grupos de 2 a 3 en las axilas de las hojas, pedicelos de 2 a 6 

mm de largo, pubescentes; cáliz 5-dentado, bilabiado, de 7 a 10 mm de largo con 

la garganta pilosa; corola roja o anaranjada (cambiando a blanquecina o rosada en 

el secado), de 2 a 3.5 cm de largo; estambres exsertos, tecas de las anteras 

divergentes; estilo saliente de la corola; mericarpios ovoides, lisos o reticulados 

(Figura 1) (Rzedowski y Rzedowski, 1985). 

 

S. macrostema es una especie compleja y los siguientes taxones han sido 

incluidos como sus sinonimias: Melissa macrostema, Mociño & Sessé; 

Clinopodium macrostemum (Benth.) Kuntze (Standley, 1924); y Calamintha 

macrostema (Benth.) Kuntze (Rzedowski y Rzedowski, 1985). 

 

Tabla 4. Clasificación botánica de nurite (Watson y Dallwitz, 1992) 

Reino  Plantae 

División  Magnoliophyta 

Clase  Magnoliopsida 

Subclase             Asteridae 

Orden  Labiales 

Familia  Lamiaceae 

Género  Satureja 

Especie  S. macrostema (Benth.) Briq. (1897) 
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Figura 1. Planta (A) y flores (B) de nurite (Satureja macrostema ‘Benth.’ Briq.). 

 

 

Para 1924, Standley reportó al Género Clinopodium con tres especies; C. 

oaxacanum; C. macrostemum y C. laevigatum como especie nueva para el Estado 

de Michoacán. El Género Clinopodium es renombrado y cambia a Satureja, 

mientras que la especie C. laevigatum es considerada ya no como especie sino 

como una variedad; Satureja macrostema var. laevigata (Standl.) McVaugh & 

Schmid (Rodríguez y Espinosa, 1996), y Satureja macrostema var. macrostema 

(McVaugh y Schmid, 1967). 

 

Comúnmente se le conoce como “té nurite”,  “té de monte”, “tabaquillo”, hierba del 

borracho, tuche, garañona, atóchietl, poleo, cuencuenzpatli (Náhuatl), guie-zaa 

(Oaxaca, Zapoteco), Nurhitini te (purépecha), tragoriganoquauhnahuacense, 

toronjil, tunché o tarepe. Principalmente habita en bosques de pino, de encino y de 

oyamel, a veces en matorrales cercanos a los bosques. En el Valle de México se 

reporta su presencia en Cuajimalpa, Tlalpan, Milpa Alta, Tlalmanalco y 

Amecameca (en altitudes de 2450-3500 m); fuera del Valle de México, se le 

localiza de Jalisco a Veracruz y Oaxaca (Standley, 1924) a lo largo de la Cordillera 

Neovolcánica, en bosques de pino, encino y oyamel en altitudes de 2400-3200 m. 

A              B 
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En la Figura 2 se presenta su distribución en Michoacán, en los Municipios de 

Aguililla, Angangueo, Ciudad Hidalgo, Coalcomán, Charo, Chilchota, Nahuatzen, 

Nuevo San Juan Parangaricutiro, Ocampo, Paracho, Pátzcuaro, Salvador 

Escalante, Senguio, Tancítaro, Uruapan, Zinapécuaro, Zitácuaro (Bello, 1993; 

Rzedowski y Rzedowski, 1985). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Distribución de nurite (Satureja macrostema) [●] en el Estado de 

Michoacán (SEMARNAP, 2000a). 
 

 

 

 

2.2.2. Características fitoquímicas de S. macrostema 

 

Las hojas del nurite en estado fresco contienen de 1 a 3%  de esencia (Rodríguez, 

1998), cuyo principal componente del aceite esencial es la 1-mentona y se 

encuentra en proporción de 3 a 6%. La actividad antibacteriana y bacteriostática 

de muchas plantas de la familia Lamiaceae puede, en muchos casos, ser atribuida 

a los compuestos fenólicos o a los componentes de los aceites volátiles (Simon et 

al., 1984). De los compuestos fenólicos, los derivados del ácido cinámico, están 

ampliamente distribuidos en Lamiaceae y son especialmente activos. De acuerdo 
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con Terni (Cit. por Rodríguez, 1998),  el ácido cafeíco es por sí mismo, 

particularmente activo contra Corynebacteriurn diphteriae y Staphylococus-

Proteus. La actividad equivalente de casi diez unidades de penicilina (1.44  

miligramos de ácido cafeíco) es el límite inferior para substancias que son 

clasificadas como antibióticos. 

 

En 2004, Serrato et al. reportaron el aislamiento e identificación del compuesto 

volátil piperitenona, a partir de un extracto etanólico de la parte aérea (hojas y 

tallos) de S. macrostema. Este compuesto presentó un efecto de inhibición de las 

bacterias Salmonella sp. (30%) y Staphylococcus aureus (32%) tanto de plantas 

en estado de prefloración como en plena floración. Asimismo, en el ensayo 

autobiográfico se observó un efecto de retardo de seis días en la germinación de 

la semilla de trébol (Trifolium pratense cv. Kendland), caracterizándolo como 

poseedor de cualidades aleloquímicas. 

 

Actualmente, los compuestos químicos identificados para esta especie son: 

monoterpenos (linalol, limoneno, canfor, timol, pulegona, p-cimeno, α-terpineol, 

canfeno, limoneno y 4-terpinenol) y  tres triterpenos (ácido oleanóico, ácido 

ursólico y ácido 3- hidroxi-ursenoico) (Bello et al., 2006). En trabajos con nurite, se 

ha mostrado que el extracto etanólico de esta especie tuvo 80% de inhibición 

contra bacterias (Escherichia coli, Staphylococcus aureus, Streptococcus sp, 

Pseudomonas aeruginosa y Klebsiella pneumoniae). Los terpenos como limoneno 

y pulegona, compuestos volátiles mayoritarios del extracto, podrían ser los 

metabolitos responsables del efecto antibacteriano. Los compuestos fitol, 

escualeno, estigmasterol y ácido ursólico son principalmente responsables del 

efecto antiinflamatorio y relajante (Bello et al., 2006). Por su parte Damián-Badillo 

et al. (2008), evaluaron el efecto antifúngico y antioomiceto de esta especie, sobre 

los hongos Candida albicans, Collectotrichum lindemuthianum, Saccharomyces 

cerevisiae y Sporothrix schenckii encontrando una inhibición sobre su crecimiento 

de 45, 41, 60 y 37%, respectivamente. 
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Recientemente, Pérez-Gutiérrez y Gallardo-Navarro (2010) determinaron la 

capacidad antioxidante del extracto metanólico de S. macrostema el cual exhibió 

potente captación de radicales libres, especialmente frente DPPH (1,1-difenil-2-

picrilhidracilo), recolección de residuos de radicales hidroxilo y la actividad 

quelante de hierro, así como un efecto moderado sobre los aniones superóxido y 

óxido nítrico, estos efectos fueron atribuidos al contenido de fenoles presentes en 

el extracto.  

 

2.2.3. Usos y propiedades de nurite 

 

El nurite es utilizado como un eficiente aperitivo si se toma en ayunas o antes de 

los alimentos. Se utiliza para combatir las infecciones intestinales como 

estomático, excitante de los movimientos gástricos o gastrointestinales y favorece 

la digestión cuando ésta es lenta y dolorosa. Es utilizado como un carminativo 

poderoso y se utiliza también para evitar o eliminar los cólicos. Es un agente 

digestivo eficaz si se toma después de los alimentos, también se toma el nurite 

para eliminar las molestias producidas por la ingestión de bebidas alcohólicas: 

agruras y náuseas, de este uso le viene el nombre de “hierba del borracho”. Otro 

uso que se le da al nurite es el de aliviar un tipo de diarrea denominada "Diarrea 

de Tierra Caliente"; como remedio y buen tónico después de sufrir paludismo u 

otras fiebres. Tradicionalmente se toma un atole de nurite  para aumentar la 

fertilidad y lograr la concepción en algunas mujeres que padecen cierto tipo de 

esterilidad (Martínez, 1986), de este uso se le conoce con el nombre de 

“garañona”. En general, varias especies del género Satureja han sido 

tradicionalmente usadas como estimulantes, estomáticas, carminativas, 

expectorantes, antidiarreicas y afrodisiacas (Standley, 1924; Rzedowski y 

Rzedowski, 1985; Bello, 1993; Rodríguez, 1998). 
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2.2.4.  Problemática de nurite 

 

La recolección de la flora silvestre tiene muchos inconvenientes, derivados del 

confusionismo y mezcla de especies, por falta de conocimiento de las mismas, 

desconocimiento del rendimiento y el contenido de los principios activos de la flora 

que se recolecta, en muchas ocasiones no se consigue la cantidad demandada 

por la industria y por último, la carestía y escasez de mano de obra rural. Estos 

inconvenientes se evitan con el cultivo agrícola, a partir de planta seleccionada 

con criterios de buena adaptabilidad al cultivo y rendimiento y cantidad de sus 

principios activos (Kordali et al., 2005; Bello, 2006).  

 

Así mismo, algunas especies silvestres tienen la problemática de presentar la 

producción de biomasa según la estacionalidad, ya que algunas son anuales, o si 

son perennes, muchas son caducifolias, de tal manera que no hay producción de 

la parte aérea (flores, tallos y hojas) durante todo el año (Aguilar-Ramírez, 2002). 

La reproducción es otro factor que regula la producción en este tipo de plantas, ya 

que hay especies que producen semillas no viables o con muy bajos porcentajes 

de germinación, o simplemente no las producen. Esta problemática en particular, 

la presenta S. macrostema, ya que no todo el año hay producción de hojas o 

flores, y de manera natural, su germinación es casi nula (Aguilar-Ramírez, 2002). 

Se deduce que en condiciones silvestres la germinación es muy baja, debido a 

que no existen, ni han existido grandes poblaciones de  nurite (SEMARNAP, 

2000b; Aguilar-Ramírez, 2002). 

 

Si a ello se agrega el hecho de que su hábitat ha sido y está siendo destruido por 

las explotaciones forestales, el pastoreo y los incendios forestales y de que 

además cuenta con una distribución muy restringida y escasa, así como la 

imposibilidad de su cultivo, y que actualmente las actividades para su recolección, 

acopio y venta se realizan sin planeamiento o control apropiado constituyendo una 

actividad depredadora, se puede provocar que un aumento de la demanda, esta 
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especie se lleve hacia un estatus de peligro de extinción debido a una sobre 

explotación (Aguilar-Ramírez, 2002). 

 

Esta planta es ampliamente consumida por sus propiedades aromáticas y 

medicinales debidas en parte a su contenido de compuestos volátiles; por lo que, 

es altamente demandada, tanto para consumo propio, como para su venta, no 

solo a nivel regional sino también nacional (Bello, 2006). Actualmente no existen 

programas para su domesticación, que impliquen sistemas de propagación, 

prácticas para su cultivo en invernadero y si presenta o no variación de su 

contenido en compuestos volátiles durante sus etapas de desarrollo. 

Recientemente Villa-Patricio, estableció un sistema exitoso de micropropagación 

utilizando yemas apicales y axilares de plántulas germinadas in vitro a partir de 

semillas de S. macrostema. Por lo que se propuso utilizar este método de 

micropropagación in vitro para desarrollar el presente trabajo debido a la escases 

de material vegetal, especialmente semillas y porque esta tecnología ofrece la 

ventaja de permitir seleccionar grupos de individuos con características deseadas 

y homogéneas al considerarse estas plantas clones mostrando menos variación 

en su contenido de metabolitos secundarios que sus contrapartes silvestres 

(Goleniowski y Silva, 1993). 
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3.  JUSTIFICACIÓN 

 

Debido al uso tradicional y a las propiedades medicinales del nurite (Satureja 

macrostema) atribuidas a los compuestos volátiles que posee, así como a su 

problemática de reproducción de manera silvestre, es importante realizar 

investigaciones para contar con métodos de reproducción y cultivo que aseguren 

su abastecimiento, sin afectar sus poblaciones silvestres. 

 

Dado que, nurite presenta potencial para la obtención de compuestos volátiles, es 

necesario conocer el contenido y variación de sus componentes volátiles durante 

su desarrollo y crecimiento tanto en condiciones de cultivo in situ como en 

invernadero, así como el determinar cómo afectan algunos factores como la 

fertilización química y biológica (simbiosis micorrízica), sobre la calidad de la 

planta y el  contenido de sus principales componentes volátiles. 
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4.  HIPÓTESIS 

 

El contenido de compuestos volátiles es dependiente de las etapas de desarrollo y 

crecimiento en nurite (Satureja macrostema) y se incrementa con la fertilización y 

la micorrización. 

 

5.  OBJETIVOS 

 

5.1.  OBJETIVO GENERAL 

 

Determinar el contenido de compuestos volátiles en diferentes etapas de 

desarrollo in situ y crecimiento en invernadero, así como el efecto de la fertilización 

y micorrización en nurite (Satureja macrostema). 

 

5.1.1. Objetivos específicos 

 

1. Optimizar la propagación in vitro de Satureja macrostema para su 

cultivo en invernadero. 

 

2. Identificar los compuestos volátiles en plantas de Satureja 

macrostema in situ y cultivadas en invernadero, y determinar su 

variación durante las etapas de desarrollo y crecimiento. 

 

3. Evaluar el efecto de la fertilización y micorrización sobre el contenido 

de compuestos volátiles en plantas de Satureja macrostema 

cultivadas en invernadero. 
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6. ESTRATEGÍA EXPERIMENTAL 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Micropropagación y cultivo en invernadero 

Colecta de semillas in situ 

Fenología y Desarrollo 
 

Colecta 1 –  Agosto 2011 
Colecta 2 – Diciembre 2011 

Colecta 3 – Abril 2012 
Colecta 4 – Agosto 2012 

 

Colecta  

in situ 

Micorrización 

Glomus intraradices 

Parámetros 
 

% de colonización 
Altura 

Longitud de raíz 
Biomasa (peso fresco y seco) 

 

Colecta en  

invernadero 

Determinación y Cuantificación de  

Compuestos Volátiles mediante CG-EM 

Parámetros 
 

Altura 
Número de hojas 

Área foliar 
Biomasa (peso fresco y seco) 

 

Fertilización 
        N-P-K 

T1  –  Control 
T2 – Triple 10 
T3 – Triple 17 
T4 – Triple 20 

 

Germinación in vitro 

Cuantificación volátiles in vitro 
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7. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

7.1.   MATERIAL BIOLÓGICO 

 

Las semillas de nurite (Satureja macrostema) utilizadas para la realización de este 

estudio fueron colectadas en un sitio del bosque de pino-encino ubicado en el 

Municipio de Charapan, Michoacán (19°40'22.64“ N, 102°16'59.87" O, 2530 

msnm) en la época de fructificación del año 2010. Las plantas fuente de semillas, 

fueron rotuladas para realizar los muestreos para el análisis de compuestos 

volátiles, éstas fueron confirmadas taxonómicamente por el D.C. Miguel Ángel 

Bello González, investigador de la Facultad de Agrobiología, UMSNH. 

 

7.2.  MICROPROPAGACIÓN DE S. macrostema 

 

7.2.1. Establecimiento in vitro 

  

El cultivo in vitro se estableció con la siembra de semilla en  medio de cultivo MS 

(Murashige y Skoog, 1962),  mismo en el cual se realizó el sistema de 

micropropagación con la siembra de yemas axilares de las plántulas obtenidas, en 

condiciones reportadas previamente por el grupo de investigación (Villa-Patricio, 

2011). Las sales del medio MS fueron de la marca Fermont®, vitaminas y 

reguladores de crecimiento vegetal de la compañía Sigma®, la sacarosa y el agar 

de marca registrada Bioxón. Todos los experimentos de cultivo in vitro se llevaron 

a cabo en cuarto de cultivo, con una temperatura de 25C, 16 h de fotoperíodo 

(luz) con 2000 lux de intensidad. 

 

Para el establecimiento in vitro, las semillas fueron desinfectadas de acuerdo a la 

siguiente rutina de asepsia:   

 

a) 100 semillas fueron suspendidas en una solución de detergente (Hyclin 

15%, 15 min),  y posteriormente fueron enjuagadas con agua corriente. 
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b) Después, éstas fueron  colocadas en una solución de etanol 70% durante 2 

minutos, y sin enjuagar fueron pasadas a la solución de H2O2  al 3% por 1 

min. 

c) Por último, se sumergieron en una solución de hipoclorito de sodio 

comercial  al 1.2% de cloro activo, con el fungicida comercial Tecto 60 

(tiabendazol), por 20 min. 

d) En área estéril (campana de flujo laminar),  fueron enjuagadas con agua 

destilada estéril por 3 veces y se colocaron en caja de Petri. 

 

Se cultivaron 5 semillas por frasco que contenían 20 mL de medio MS  ajustado a 

un pH de 5.7 y solidificado con 8 g/L  de agar bacteriológico, con 0.05 mg/L de 

benciladenina (BA). La incubación se realizó en cuarto de cultivo, determinando el 

porcentaje de germinación a los 15, 30, 60 y 90 días después del cultivo.  

 

7.2.2.  Multiplicación de brotes  

 

Las plántulas de 30 días de cultivo, obtenidas por la siembra de semillas, fueron 

utilizadas como fuente de los explantes, seleccionando a las yemas axilares en 

base a lo reportado por Villa-Patricio (2011), que fueron cultivadas en medio MS 

con 30 g/L de sacarosa (pH 5.7) con 2.5 mg/L de benciladenina (BA) y solidificado 

con 8 g/L de agar bacteriológico, para la inducción de brotes. Se realizaron 

observaciones cada 15 días, determinando número y tamaño de brotes así como 

el porcentaje de respuesta a la brotación de éstos. 

 

7.2.3. Enraizado de brotes 

 

Los brotes regenerados de los explantes, fueron cultivados en el  medio MS con 

30 g/L de sacarosa, 8 g/L de agar bacteriológico (pH 5.7) sin reguladores de 

crecimiento (medio reportado por Villa-Patricio, 2011) y en MS ½ con 20 g/L de 

sacarosa, 8 g/L de agar bacteriológico (pH 5.7) con 0.1 mg/L de ácido indol 

butírico (AIB) para la formación de raíces. Cada 15 días se determinó el porcentaje 
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de producción de raíces por brote, número y tamaño de raíces y altura de las 

plántulas. 

 

7.2.4. Trasplante, aclimatación y cultivo en invernadero 

 

El trasplante y aclimatación se realizó, cultivando las plántulas en charolas de 

plástico con tapa que contenían una mezcla de sustrato (1:1) conformada por 

peat-moss comercial (turba) y agrolita bajo condiciones de alta humedad relativa 

(HR) (70%), las charolas se mantuvieron cerradas por 15 días con apertura 

paulatina durante 15 días y manteniéndolas abiertas 10 días más.  

 

Posteriormente a los 30 días del trasplante y aclimatación, las plantas se 

cultivaron de manera individual en macetas de capacidad de 1 Kg, conteniendo el 

mismo sustrato. Se determinó la sobrevivencia de las plántulas y se midió la altura 

de éstas al inicio del trasplante y a los 30 días del cultivo. 

 

Las condiciones de cultivo en invernadero fueron igual para todas las plantas de 

los diferentes experimentos, utilizando un invernadero de 4 X 9 m, sin control de 

temperatura e intensidad lumínica. El riego tanto inicial como durante el cultivo se 

hizo de forma continua y manual cada 3 días con agua corriente para permitir alta 

humedad en el sustrato (≥ 70% HR). 

 

7.3.  DETERMINACIÓN DEL CONTENIDO DE VOLÁTILES EN S. macrostema 

 

La identificación y el contenido de los compuestos volátiles mayoritarios fue 

determinado en plantas creciendo en el sitio de colecta (Plantas in situ ó de 

campo), en plántulas germinadas y mantenidas en medio MS (Plantas in vitro) así 

como en plantas micropropagadas cultivadas en invernadero (Plantas cultivadas 

en invernadero). 
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7.3.1. Análisis y cuantificación de compuestos volátiles 

 

El análisis de volátiles y su contenido se realizaron mediante la técnica de 

cromatografía de gases, acoplada a espectrometría de masas con ionización por 

impacto electrónico (CG-EMIE), método ya establecido para esta especie (Bello et 

al., 2006). Las colectas (toma de muestras) se realizaron por triplicado (al azar), 

obteniendo 1 g de peso fresco parte aérea (hojas y tallo) por planta de cada una 

de los diferentes tipos de plantas. 

 

7.3.1.1. Método de extracción de compuestos volátiles 

 

Para realizar la extracción de los compuestos volátiles en plantas de nurite, se 

utilizó el sistema de maceración en solvente, bajo el siguiente protocolo: 

 

a) Las hojas y tallos se colocaron en un tubo de cristal con tapa con una 

capacidad de 20 mL; donde por cada gramo de material vegetal fresco, se 

adicionaron 10 mL de hexano. 

b) Se adicionó 500 µL de tetradecano (C14H30) a una concentración de 0.05 

mg/mL por cada 10 mililitros de extracto (estándar interno). 

c) El tubo sellado, se llevó a agitación en Vortex (MS1 Minishaker, AKA®) 

durante 1 minuto. 

d) Las muestras se sometieron a maceración durante 5 días a 4°C. 

e) El extracto se filtró a través de papel filtro Whatman No.1. 

f) El extracto se llevó a sequedad en frío (sobre hielo), con remoción del 

hexano utilizando gas nitrógeno. 

g) El extracto obtenido se resuspendió en 1 mL de hexano y se mantuvo en 

refrigeración a 4°C hasta su análisis. 
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7.3.1.2. Método de cromatografía de gases – espectrometría de masas 

 

El análisis de los extractos se realizó inyectando 1 µL de muestra en un 

cromatógrafo de gases Agilent Technologies (7890A) equipado con un detector de 

masas (Agilent 5975C) (Lab. de Fitobioquímica, CINVESTAV Campus 

Guanajuato). El cromatógrafo se operó usando helio como gas acarreador con un 

flujo de 1 mL/min, con inyección dividida (split 50:1) a una temperatura de 250°C, 

en una columna capilar no polar HP 5MS (30m x 0.25mm I.D. x 0.25µm Film), 

usando el siguiente programa de temperatura en el horno: una temperatura inicial 

de 50°C, seguida de una rampa de 5°C/min para llegar a una temperatura de 

280°C por un tiempo 1 min, otra rampa de 25°C/min para llegar a una temperatura 

final de 380°C, durante 3 min. El tiempo de corrida fue de 50 minutos. 

 

El espectrómetro de masas se operó a una velocidad de flujo de 1 mL/min, con un 

voltaje de ionización a 70 eV, a una temperatura de la interfase de 250°C, en 

modo SCAN y en un rango de masas de 50-500 m/z. 

 

7.3.1.3. Identificación de los compuestos volátiles 

 

Se revisó la pureza de cada uno los picos de los cromatogramas; así como su 

tiempo de retención y se realizó comparación de los espectros de masas de los 

compuestos con los de la biblioteca National Institute of Standars and Technology 

(NIST08). Solo se aceptó los picos con pureza de pico de uno y la identificación de 

espectros con concordancia por arriba del 90%. 

 

7.3.1.4. Cuantificación de los compuestos volátiles 

 

Para calcular la concentración de cada compuesto se realizó mediante el método 

de estándar interno, usando tetradecano (Sigma Aldrich®) a la concentración de 

0.05 mg/mL. Dicha cuantificación se hizo de manera directa, relacionando el área 

del pico del estándar interno de concentración conocida con cada uno de los picos 
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de interés. Las concentraciones se reportaron en microgramos por gramo de peso 

fresco de la muestra (µg/g peso fresco). 

 

 
 
7.4. COMPUESTOS VOLÁTILES EN PLANTAS DE NURITE in vitro, in situ Y 

CULTIVADAS EN INVERNADERO 
 

La obtención de material para la extracción, identificación y cuantificación de los 

compuestos volátiles, se realizó colectando la parte aérea (hojas y tallo). El 

método fue estandarizado con el análisis de extractos de plantas de nurite 

germinadas y mantenidas en cultivos in vitro, plantas in situ y plantas 

micropropagadas cultivadas en invernadero. 

 

7.4.1. Compuestos volátiles en plantas de nurite cultivadas in vitro 

 

Con el propósito de determinar la variabilidad en el contenido de volátiles en 

plántulas germinadas in vitro de nurite, se seleccionaron 10 plántulas de 90 días 

de cultivo, para el análisis y de esta manera micropropagar aquellas que 

mostraran un contenido homogéneo de volátiles, para que no interfiriera la 

variabilidad natural del contenido de éstos sobre los efectos de las prácticas de 

cultivo como la fertilización y la micorrización. Para este análisis, las muestras 

consistieron en la parte apical de cada una de las plántulas (yema apical con tallo 

y un par de hojas). 

 

7.4.2. Compuestos volátiles en plantas de nurite in situ y cultivadas en 
invernadero 

 

El primer muestreo de plantas de nurite creciendo en el sitio de colecta (in situ) se 

realizó el 30 de agosto de 2011, tomando tres muestras al azar de plantas 

rotuladas. Para el muestreo de plantas micropropagadas de nurite creciendo en 

invernadero, se obtuvieron a los 30 días de su cultivo. 
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Para la determinación del efecto fenológico sobre el contenido de volátiles en 

plantas de nurite in situ, se realizaron muestreos cada  4 meses, de agosto 2011 a 

agosto 2012. Así mismo, se realizaron observaciones morfológicas para 

determinar los eventos fenológicos presentes como desarrollo vegetativo, floración 

y fructificación. 

 

En plantas de nurite en invernadero se determinó el efecto del crecimiento sobre el 

contenido de volátiles, obteniendo muestras cada cuatro meses al azar, en el 

mismo período de las colectas in situ. El sustrato fue suplementado con fertilizante 

al momento de la siembra, se adicionó 1 g/maceta del fertilizante Triple 17 (17% 

de nitrógeno, 17% fósforo y 17% potasio). 

 

7.5. TRATAMIENTOS DE FERTILIZACIÓN Y MICORRIZACIÓN EN PLANTAS 
DE NURITE CULTIVADAS EN INVERNADERO 

 

Para determinar el efecto de la fertilización química con fertilizantes comerciales, y 

biológica con micorriza, éstos fueron aplicados sobre suelo en macetas 

conteniendo las plantas de nurite. 

 

7.5.1. Aplicación de fertilizantes químicos 

 

Las plantas de nurite cultivadas en invernadero (n=6) fueron tratadas con 4  

niveles de fertilización mostrados en la Tabla 5, utilizando fertilizantes comerciales 

denominados TRIPLE por su contenido de nitrógeno, fosforo y potasio (N-P-K), la 

concentración es expresada en porcentaje de cada macronutriente por kilogramo 

de fertilizante. La aplicación fue de 1 g/planta, equivalente a 0.1 g/planta de cada 

nutriente (N-P-K). El fertilizante se adicionó sobre el sustrato cada 30 días con un 

total de tres aplicaciones, considerando la primera de ellas como día 0 del 

experimento, la segunda y tercera aplicación se realizaron a los días 30 y 60, 

respectivamente. Por lo que, el efecto de las concentraciones de fertilizante N-P-K 

sobre el contenido de los volátiles fue sumatorio. 
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Tabla 5. Tratamientos de fertilización aplicados en plantas de nurite (S. 
macrostema) cultivadas en invernadero. 

 

TRATAMIENTO FERTILIZANTE  

N-P-K (%) 

T1 0 

T2 10-10-10 

T3 17-17-17 

T4 20-20-20 

 

 

7.5.2. Inoculación de micorriza arbuscular  

 

Las plantas de S. macrostema de 30 días de cultivo establecidas en maceta en 

invernadero que presentaban una altura promedio de 13.9 ± 0.3 cm fueron 

inoculadas directamente en la raíz en contacto con el sustrato, con el hongo 

micorrízico arbuscular Glomus intraradices, donada por el Laboratorio de 

Interacción Planta-Suelo-Microorganismo a cargo del D.C. Javier Villegas Moreno. 

Dicha cepa fue mantenida en medio mínimo para crecimiento de micorriza in vitro 

(Fortin et al., 2002) en raíces de zanahoria (Daucus carota L.) como hospedero. El 

inóculo se preparó a partir de una solución de 570 esporas/mL, la cual se aforó a 

200 mL con agua destilada estéril. Se aplicaron 2 mL del inóculo por planta que 

correspondió a 60 esporas de G. intrarradices por planta (n=6).  

 

El porcentaje de colonización micorrízica se evaluó 30 días después de la 

inoculación, por el método de clareo y tinción con tinta china descrito por Vierheilig 

et al. (1998), para lo cual se tomaron al azar 3 plantas no inoculadas (- micorriza) y 

3 inoculadas (+ micorriza). De éstas, las raíces nuevas fueron separadas y 

limpiadas de exceso de sustrato y colocadas en rejillas o casetes especiales para 

tinción que permiten la entrada y salida de líquidos. Para realizar el aclaramiento 

se colocaron las rejillas en vaso de precipitado al que se agregó suficiente 

solución de hidróxido de potasio (KOH) al 10% hasta cubrirlas. Se procedió a 
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calentar el vaso de precipitado hasta ebullición, a partir de ello se dio un periodo 

de 10 minutos para un efectivo aclareo de las raíces. Transcurrido el tiempo se 

retiró el KOH y se hicieron lavados al chorro de agua por 10 minutos. 

 

Para la tinción de las raíces se preparó una solución de vinagre blanco (ácido 

acético 5%) con tinta china negra (Sheater®) al 5%. Esta solución se calentó hasta 

alcanzar su punto de ebullición, seguido a esto las rejillas se colocan en la 

solución en ebullición durante 7 min. Finalizado este tiempo se retiraron las rejillas 

y se lavaron en agua corriente por espacio de 10 min, hasta que el agua de 

enjuague estuvo clara.  

 

El porcentaje de colonización se realizó con microscopía óptica para evaluar la 

presencia o ausencia de estructuras micorrízicas como hifas, vesículas y/o 

arbúsculos. Esta se llevó a cabo a los 30 y 90 días, respectivamente después de 

la inoculación. Se cortaron segmentos de 1cm de longitud de las raíces teñidas, 10 

segmentos fueron colocados en portaobjetos con agujas de disección, 

paralelamente unas a otras, agregando suficiente agua con un gotero para mejorar 

su visualización y de esta manera se les colocó el cubreobjetos. Para realizar la 

evaluación se observó al microscopio óptico con el aumento 10X y 40X. Cada 

segmento se revisó cada 2 mm, de tal manera que cada uno de éstos se dividió en 

cinco puntos para su observación a lo largo del segmento. La presencia o 

ausencia de estructuras micorrízicas (segmentos con hifas, vesículas y/o 

arbúsculos) se reportó como (+) ó (­), respectivamente. Para evaluar la 

colonización micorrízica se le dio un valor de 20% a cada uno de los cinco puntos 

de cada segmento; esto, siempre que se haya observado alguna estructura 

micorrízica, a la ausencia de éstas se le otorgó un valor de 0%. Este proceso se 

hizo para los 10 segmentos montados en cada preparación. Al final se realizó la 

sumatoria total de los porcentajes obtenidos de cada una de las preparaciones 

dividiéndose entre el número total de segmentos (10) para obtener el porcentaje 

promedio de la preparación.  
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7.5.3. Parámetros determinados 

 

Las variables de crecimiento que se determinaron en plantas de nurite (n=6) 

tratadas con fertilizantes químicos, fueron altura, número de hojas y área foliar a 

los 0, 30, 60 y 90 días; la biomasa en base a peso fresco y peso seco se 

determinó al final del experimento (90 días). Estas variables se registraron antes 

de realizar el corte de material vegetal para el análisis de compuestos volátiles. 

 

Las variables de crecimiento determinados en plantas no micorrizadas (- 

micorriza) y plantas micorrizadas (+ micorriza)  fueron  altura de las plantas, 

longitud de la raíz y biomasa en peso fresco y peso seco, determinados a los 0, 

30, 60 y 90 días; considerando como día 0, cuando se realizó la inoculación de las 

esporas del hongo micorrízico en la raíz de la planta; día 30, la evaluación inicial 

del porcentaje de colonización y día 90, terminación del experimento con 

evaluación final del porcentaje de colonización. 

 

Para el análisis y cuantificación de los compuestos volátiles, se realizaron cuatro 

muestreos a los 0, 30, 60 y 90 días, tomando como muestra, 1 g peso fresco de 

parte aérea apical (hojas y tallo) de plantas; tanto de los tratamientos con 

fertilización química, como de los dos tratamientos de micorrización. 

 

7.6. ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

 

Los datos de cada uno de los experimentos se sometieron a un análisis de 

varianza (ANOVA), utilizando la prueba de diferenciación de medias Tukey 

(p≤0.05), analizando un número variable de muestras (n) según el experimento. 

Se utilizó el programa estadístico JMP. 
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8.  RESULTADOS 

 

8.1. MICROPROPAGACIÓN S. macrostema 

 

8.1.1. Germinación in vitro de semillas de nurite 

 

Se seleccionaron 100 semillas que no mostraran ruptura de la testa y que 

presentaran un tamaño aproximado de 1 a 1.5 mm, como las mostradas en la 

Figura 3A, cultivando 5 semillas por frasco de cultivo (Figura 3B).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3. Semillas de nurite (A), su cultivo (B) y germinación in vitro (C), así 
como el desarrollo de plántulas a los 60 días del cultivo (D). 

 
  

1mm 1mm 

1mm 1cm 

A B 

C D 
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Con el método de asepsia utilizado solamente se obtuvo un 2% de contaminación, 

quedando un total de 98 semillas, lo cual no afectó la obtención del número de 

plántulas, dicha contaminación fue de tipo fungosa.  

 

La germinación inició a los 15 días del cultivo con 1 semilla del total (98 semillas, 

1.02%), incrementándose durante el tiempo del cultivo, obteniendo un 45.91% de 

germinación a los 30 días del cultivo, encontrando que 30 días después, aún 

germinó un 31.64% más dando lugar al desarrollo de 76 plántulas. La germinación 

concluyó al día 60, ya que al tiempo 90, ninguna de las semillas restantes germinó 

(Tabla 6). 

 

Tabla 6. Porcentaje de germinación (%) de semillas de nurite en medio 
nutritivo MS con 0.05 mg/L BA, a diferentes tiempos de cultivo.  

 

Tiempo (Días) Porcentaje de germinación 
 (%) 

15 1.02 

30 45.91 

60 77.55 

90 77.55 

 
 

 

Después de 15 días de la germinación, las plántulas mostraron cotiledones de un 

tamaño de 3 mm x 1.5 mm, un epicotilo de 2.1 mm y una radícula de 1 cm de 

longitud, la cual presentó pelos radiculares (Figura 3C), éstas fueron recultivadas a 

medio fresco, sembrando una plántula por frasco, las cuales alcanzaron los 5.7 cm 

de altura, 6 pares de hojas y hasta 11.2 raíces por plántula de 1.9 cm de largo, a 

los 90 días de cultivo (Figura 3D). 

 

El método de desinfección usado presentó una alta efectividad y no alteró la 

viabilidad de las semillas, ni el posterior desarrollo de las plantas. El 22.45% de las 

semillas no germinó. 
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8.1.2. Multiplicación de brotes 

 

La micropropagación de nurite se obtuvó mediante la regeneración y multiplicación 

de brotes en yemas axiales (Figura 4A) de manera directa (organogénesis), con el 

fin de conseguir en forma rápida la formación de plántulas. Por ello, los explantes 

fueron cultivados en medio MS con 2.5 mg/L de BA, una concentración apta para 

la brotación según lo reportado por Villa-Patricio (2011), obteniéndose 23 brotes 

por explante a los 45 días del cultivo (Figura 4B), en un 95% de los explantes 

cultivados. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 4. Proceso de micropropagación de nurite, desde la siembra in vitro del 

explante (A), desarrollo de brotes (B), enraizado de éstos (C) y el 
desarrollo de plántulas (D). 

 

A                                   
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B 
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8.1.3.  Enraizado y desarrollo de las plántulas 

 

Los brotes fueron separados de manera individual y cultivados en el medio de 

cultivo a la mitad de sus componentes (MS ½) suplementado con la auxina, ácido 

indol-3-butírico en una concentración de 0.1 mg/L, lo anterior con el propósito de 

optimizar el enraizado de los brotes, ya que en los resultados reportados por Villa-

Patricio (2011) obtenían bajo porcentaje y desarrollo de raíces. En este medio de 

cultivo, los brotes produjeron 12.1 raíces a los 15 días, de hasta 1.8 cm de longitud 

(Figura 4C). Las plántulas mostraron un buen desarrollo consiguiéndose una altura 

de 5.1 cm (Figura 4D). 

 

8.1.4. Trasplante, aclimatación y cultivo en invernadero 

 

El trasplante y aclimatación de las plántulas de nurite micropropagadas se realizó 

al cabo de 15 días de su cultivo en el medio de enraizado y desarrollo. Las 

plántulas fueron extraídas de los frascos de cultivo y lavadas con agua corriente 

con el fin de eliminar nutrimentos del MS y sacarosa, para evitar el crecimiento de 

hongos durante el trasplante. 

 

Posteriormente fueron colocadas en papel secante (Figura 5A) para eliminar el 

agua y fueron cultivadas en charolas de plástico transparente con tapa en el 

sustrato turba (peat-moss) y agrolita (1:1) humedecido a saturación con agua 

corriente (Figura 5B). Las charolas se mantuvieron cerradas durante 15 días y 

paulatinamente fueron abiertas las tapas durante 15 días, tiempo a partir del cual 

se mantuvieron abiertas por el día y cerradas en la tarde, en condiciones de 

invernadero (sin condiciones controladas de temperatura y luz), incubándose por 

otros 10 días de cultivo más (Figura 5C). El sustrato se mantuvo húmedo con agua 

corriente.  

 

A los 30 días del trasplante, las plántulas fueron individualmente cultivadas en 

macetas con 1 Kg del mismo sustrato, observando un 95% de viabilidad y 
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plántulas de 8.3 cm de altura. La viabilidad se mantuvo durante el cultivo en 

maceta; a los 30 días, mostraron un óptimo crecimiento y desarrollo ya que las 

plantas alcanzaron los 13.6 cm de altura (Figura 5D). 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Fases del trasplante y aclimatación de plántulas micropropagadas de 
nurite (S. macrostema): A) Previo al trasplante durante enjuague y 
secado de las plántulas; B) 15 días de cultivo en cámara húmeda 
cerrada; C) 15 días en cámara abierta; D) a los 30 días del cultivo en 
maceta. 

 

A B 

C D 
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Las plantas de nurite micropropagadas se mantuvieron bajo cultivo en invernadero 

con fines de analizar las condiciones de manejo como fertilización y micorrización 

para determinar los factores más importantes en la producción de plantas como 

fuente de compuestos volátiles. 

 

8.2. IDENTIFICACIÓN Y CUANTIFICACIÓN DE LOS COMPUESTOS 
VOLÁTILES EN PLANTAS DE NURITE 

 

8.2.1. Plantas in vitro 

 

Las plántulas de 90 días de cultivo in vitro, obtenidas por la germinación de las 

semillas de nurite y cultivadas individualmente en medio MS suplementado con 

0.05 mg/L BA, fueron sometidas a un análisis de compuestos volátiles por el 

método de extracción hexánica, con el fin de determinar la posible variación  de 

éstos entre las plantas. El muestreo se realizó al azar con 10 plántulas, las cuales 

presentaron en promedio una altura de 5.7 cm, 12 hojas, 11.2 raíces/plántula, 

éstas con una longitud  de 1.9 cm (Figura 3A). 

 

Los extractos hexánicos mostraron solamente la presencia del compuesto 

terpénico pulegona (Figura 6A), que presentó un tiempo de retención (Tr) de 15.11 

min, identificado con el espectro de masas correspondiente (Anexo I). En 

promedio, el contenido de pulegona fue de 1.55 µg/g peso fresco, observando una 

alta homogeneidad en la cantidad del compuesto volátil (Anexo II), por lo que 

estas plántulas fueron elegidas como fuente de explantes para realizar la 

micropropagación de nurite. 
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Figura 6. Cromatogramas representativos de extractos hexánicos de plantas 
de nurite (S. macrostema): A) Planta in vitro; B) Planta in situ; C) 
Planta en invernadero, donde limoneno (a), linalol (b), mentona (c), 
pulegona (d), verbenona (e) y tetradecano (f) son los volátiles de 
interés. 
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8.2.2. Plantas in situ 

 

La determinación de volátiles en plantas de nurite in situ (campo) se inició en el 

mes de agosto de 2011, las plantas se encontraban en la fase de crecimiento 

vegetativo. En esta colecta se identificaron y cuantificaron los compuestos volátiles 

presentes en los extractos hexánicos, encontrado que los terpenos limoneno, 

linalol, mentona, pulegona y verbenona constituyen mayormente el extracto. Las 

señales para dichos compuestos y la presencia del tetradecano (estándar interno). 

En la Figura 6B se muestra un cromatograma representativo de estos extractos 

hexánicos. Cada uno de ellos fue identificado por su respectivo espectro de masas 

(Anexo I, III, IV, V y VI). La pulegona es el compuesto volátil mayoritario en plantas 

in situ con 101.73 µg/g peso fresco, seguido en contenido por los terpenos linalol, 

verbenona, mentona y limoneno (Tabla 7). Estos compuestos representan el 

70.23% de los compuestos de cada uno de los extractos. 

 

 

Tabla 7. Composición, tiempo de retención y contenido de los compuestos 
volátiles del extracto hexánico de parte aérea de plantas in vitro, in 
situ y cultivadas en invernadero de S. macrostema. Letras diferentes 
indican diferencia significativa entre tipos de plantas para cada 
compuesto por separado ± desviación estándar (n=9, Tukey p≤0.05). 

 

 
Compuesto 

Tiempo de 
Retención 

(min) 

Contenido 
(µg/g peso fresco) 

in vitro in situ Invernadero 

Limoneno 10.19 n/d 16.72 ± 1.03 a 4.05 ± 1.03 b 

Linalol 12.17 n/d 43.28 ± 5.54 a 3.70 ± 1.36 b 

Mentona 14.14 n/d 23.76 ± 2.52 a 5.10 ± 1.86 b 

Pulegona 16.18 1.55 ± 0.18 c 101.73±8.11 a 34.05±4.52 b 

Verbenona 18.97 n/d 29.81 ± 4.09 a 5.40 ± 2.27 b 
n/d: compuesto no detectado en las muestras 
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8.2.3. Plantas en invernadero 

 

Los extractos hexánicos de las plantas cultivadas en invernadero por 30 días 

mostraron la presencia de compuestos volátiles similares al obtenido en plantas de 

nurite in situ (limoneno, linalol, mentona, pulegona y verbenona, Tabla 7, en los 

cuales la pulegona también es el compuesto de mayor cantidad. Sus señales 

correspondientes para cada uno de los compuestos se muestran en un 

cromatograma representativo para este tipo de extractos (Figura 6C). 

 

Dichos compuestos coincidierón en tipo e identidad con los encontrados en 

plantas in situ; sin embargo, la cantidad es menor en plantas de invernadero,  el 

contenido de pulegona fue de 34.05 µg/g peso fresco, 2.99 veces menos que lo 

observado en las plantas de nurite in situ. La cantidad de limoneno, mentona y 

verbenona fue entre 4 a 6 veces menos en promedio, sin embargo en el contenido 

de linalol se obtuvo una diferencia significativa, con 11.7 veces menos (3.7 µg/g 

peso fresco) que lo encontrado en planta in situ (43.28 µg/g peso fresco), donde 

este es el segundo compuesto mayoritario (Tabla 7). 

  
8.3. EFECTO SOBRE EL CONTENIDO DE COMPUESTOS VOLÁTILES 

SEGÚN LAS ETAPAS DE DESARROLLO Y CRECIMIENTO EN 
PLANTAS DE NURITE  

 

8.3.1. Efecto de la fenología sobre los compuestos volátiles en plantas in 
situ de nurite 

 

Durante el período de 12 meses de colecta de muestras de parte aérea de planta 

de nurite in situ para la obtención de los extractos hexánicos, se caracterizaron las 

diferentes etapas fenológicas. En la primera colecta, Agosto 2011, las plantas 

presentaron etapa de desarrollo vegetativo (Figura 7A);  la floración estuvo  

presente en la segunda colecta (Diciembre 2011) (Figura 7B). En la tercera colecta 

había la formación de frutos y desarrollo de semillas, etapa denominada 

fructificación, Abril 2012 (Figura 7C). En la última colecta, Agosto 2012, las plantas 

nuevamente presentaron la etapa de desarrollo vegetativo (Figura 7D). 
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En este mismo período de experimentación, las plantas de nurite micropropagadas 

cultivadas en invernadero se mantuvieron en desarrollo vegetativo (estado juvenil) 

durante los 12 meses de experimentación, observando un crecimiento en cuanto 

altura y follaje sin presentarse la etapa de floración como se observa en la Fig. 8. 

 

 

Figura 7. Desarrollo en campo de plantas de nurite (S. macrostema) durante 
12 meses: A) Planta durante desarrollo vegetativo; B) Planta durante 
la etapa de floración; C) Planta en etapa de fructificación; D) Planta 
durante siguiente desarrollo vegetativo. 

 

Los compuestos principales de los extractos hexánicos en plantas de nurite in situ 

fueron: limoneno, linalol, mentona, pulegona y verbenona; los cuales se 

presentaron cualitativamente de forma constante durante las diferentes etapas 

fenológicas de las plantas, pero sus cantidades presentaron variaciones según la 

fecha del muestreo. Al comparar el contenido de éstos volátiles durante las etapas 

de desarrollo en plantas de nurite en campo, pudo observarse una variación 

dependiente de la etapa fenológica. Durante el crecimiento vegetativo (Figura 7A), 

los terpenos se presentaron en los niveles más altos (colecta de agosto de dos 

ciclos), pero durante la floración (Figura 7B) y fructificación (colecta de diciembre 

2011 y abril 2012), éstos disminuyeron (Tabla 8). El compuesto pulegona fue 

mayoritario, con un contenido promedio de 101.73 µg/g peso fresco, seguido de 

linalol 43.28 µg/g, verbenona 29.81 µg/g, mentona 23.76 µg/g y limoneno 16.72 

µg/g todos expresados en peso fresco. Con estas determinaciones, se observó 

que el mayor contenido de compuestos volátiles se presenta durante el desarrollo 

A                                  B                                 C                                 D 
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vegetativo de las plantas de nurite in situ. No encontrando diferencia significativa 

entre ambas colectas de desarrollo vegetativo 2011 y 2012. 

 

Tabla 8. Composición y contenido de los compuestos volátiles de los 
extractos hexánicos de parte aérea de plantas in situ de S. 
macrostema, durante sus etapas fenológicas. Letras diferentes 
indican diferencia significativa entre etapas fenológicas para cada 
compuesto por separado ± desviación estándar (n=9, Tukey p≤0.05). 

 

 
 

Compuesto 

Contenido/Etapa fenológica 
(µg/g peso fresco) 

Desarrollo 
vegetativo 

(Agosto 2011) 

Floración 
(Diciembre 2011) 

Fructificación 
(Abril 2012) 

Desarrollo 
vegetativo 

(Agosto 2012) 

Limoneno 16.72 ± 1.03a 13.27 ± 1.09b 12.70 ± 0.91b 14.49 ± 1.38a 

Linalol 43.28 ± 5.54a 13.79 ± 3.55b 13.94 ± 2.97b 35.69 ± 2.61a 

Mentona 23.76 ± 2.52a 15.91 ± 1.12b 14.59 ± 1.71b 20.19 ± 1.16a 

Pulegona 101.73±8.11a 33.16 ± 4.79b 37.53 ± 3.91b 84.22 ± 5.25a 

Verbenona 29.81 ± 4.09a 12.86 ± 2.51b 14.63 ± 3.18b 25.02 ± 2.25a 

 

 

8.3.2. Efecto del crecimiento sobre los compuestos volátiles en plantas de 
nurite cultivadas en invernadero 

 

Los compuestos volátiles del extracto hexánico en plantas cultivadas en 

invernadero, fueron similares a los encontrados en plantas in situ (campo). Sin 

embargo, el contenido de volátiles (limoneno, linalol, mentona, pulegona y 

verbenona) no fue equiparable, siendo menor en plantas de invernadero. Estas 

plantas solo presentaron desarrollo vegetativo durante 12 meses de cultivo en 

invernadero, incrementando altura, número de ramas y hojas como se observa en 

la Figura 8. 

 

Inicialmente se realizó la primera determinación en plantas de un mes de cultivo 

en invernadero, Agosto 2011 (Figura 8A), etapa en la cual el contenido de los 

terpenos fue el más bajo. Sin embargo a partir de los 4 meses (Figura 8B), el 

contenido aumentó considerablemente para los 5 compuestos cuantificados, 

encontrando un máximo para pulegona de 71.36 µg/g peso fresco, el cual 
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disminuyó posteriormente (Tabla 9). El contenido de verbenona, 40.61 µg/g y 

limoneno 10.64 µg/g peso fresco aumentó durante el crecimiento de las plantas, el 

correspondiente a linalol 14.15 µg/g y mentona 14.44 µg/g fue similar en cada 

colecta durante los últimos 8 meses del cultivo (Tabla 9). Estos resultados 

sugieren que la variación de los compuestos terpénicos fue dependiente de la 

edad o del desarrollo de las plantas, observando un incremento en cada uno de 

ellos al comparar el contenido en plantas de 1 y 12 meses de cultivo en 

invernadero (Tabla 9). 

 

 
Figura 8. Plantas de nurite (Satureja macrostema) durante su desarrollo en 

invernadero: A) Planta de 30 días de cultivo (etapa 1); B) Planta de 4 
meses de cultivo (etapa 2); C) Planta de 8 meses de cultivo (etapa 
3); D) Planta 12 meses de cultivo (etapa 4). 

 
 
Tabla 9. Composición y contenido de los compuestos volátiles de los 

extractos hexánicos de parte aérea de plantas de S. macrostema, 
durante su desarrollo por 12 meses en invernadero. Letras diferentes 
indican diferencia significativa entre etapas de desarrollo para cada 
compuesto por separado ± desviación estándar (n=9, Tukey p≤0.05). 

 

 
 

Compuesto 

Contenido/Etapa de desarrollo 
(µg/g peso fresco) 

Etapa 1 
(Agosto 2011) 

Etapa 2 
(Diciembre 2011) 

Etapa 3 
(Abril 2012) 

Etapa 4 
(Agosto 2012) 

Limoneno 4.05 ± 1.03c   7.83 ± 0.49b 8.51 ± 0.63 b 10.64 ±0.62a 

Linalol 3.70 ± 1.36c 14.15 ± 1.21a 13.11 ±1.16a  9.88 ± 1.44b 

Mentona 5.10 ± 1.86c 12.66 ± 1.39b 12.62 ±1.49b 14.44 ±1.28a 

Pulegona 34.05±4.52c 71.36 ± 6.62a 25.94 ±3.92d 53.45 ±3.40b 

Verbenona 5.40 ± 2.27c 21.28 ± 2.36b 17.00 ±2.18b 40.61 ±3.22a 

A                              B                               C                                 D 
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8.4.  EFECTO DE LA FERTILIZACIÓN Y LA MICORRIZACIÓN EN PLANTAS 
DE NURITE CULTIVADAS EN INVERNADERO SOBRE EL CONTENIDO 
DE COMPUESTOS VOLÁTILES 

 

8.4.1. Efecto de la fertilización química  

 

Durante 90 días de experimentación con la aplicación de diferentes 

concentraciones del fertilizante comercial Triple (N-P-K) a plantas de nurite 

cultivadas en invernadero, se determinaron diferentes parámetros de crecimiento, 

así como el contenido de los compuestos volátiles de las plantas de nurite. 

 

8.4.1.1. Altura 

 

Las plantas de nurite micropropagadas y cultivadas en invernadero, a los 30 días 

de cultivo presentaron una altura entre 12.08 y 13.66 cm, a este tiempo se inició el 

experimento, tomado como día 0, aplicando los cuatro tratamientos de fertilización 

T1, T2, T3 y T4 cada 30 días. A los 30 días de tratamiento, las plantas del 

tratamiento T1 (sin fertilización) alcanzaron una altura de 16.25 ± 1.53 cm, sin 

embargo las tratadas con T2 (24.66 ± 1.03 cm),  T3 (26.5 ± 1.51 cm) y T4 (28 ± 

1.41), mostraron una altura superior que las plantas no tratadas (Figura 9A). No 

hubo diferencia significativa entre estos tres tratamientos pero si contra el 

tratamiento control (T1). 

 

A los 60 del cultivo se presentó de igual manera, una mayor altura en plantas 

tratadas con fertilizante respecto a plantas no tratadas; las plantas tratadas con 

17-17-17 (T3) y 20-20-20 (T4) mostraron una mayor altura, 36 ± 1.26 cm y 39.25 ± 

2.29 cm respectivamente, sin diferencia significativa entre ellos pero sí con la 

altura observada en plantas del tratamiento T2 (31.66 ± 1.21 cm) y plantas no 

tratadas T1 (22.58 ± 1.56 cm) (Figura 9A). 

 
Esta misma tendencia del efecto de la fertilización sobre la altura de las plantas de 

nurite cultivadas en invernadero, fue observada a los 90 días, no encontrando 

diferencia entre los tratamientos T3 y T4, que alcanzaron la mayor altura 46.83 ± 



62 
 

1.81 cm y 50.33 ± 2.33 cm, respectivamente, pero éstos si mostraron diferencia 

significativa al compararse con T2 (40.83 ± 2.56 cm) y T1 (27.5 ± 1.87 cm) (Figura 

9A).  

 
Las plantas de nurite no tratadas (T1) solo presentaron un crecimiento de 2.28 

veces más (127%), determinado por la altura a los 90 días del cultivo; sin embargo 

las plantas de los tratamientos T3 y T4, aumentaron su altura por 3.53 (253.4%) y 

4.14 (313.9%) más, respectivamente, que representa más del 125% respecto al de 

las plantas no tratadas. 

 

8.4.1.2. Número de hojas 

 

Las plantas de nurite a los 0 días del experimento, presentaron un promedio de 

12.83 ± 2.78 hojas/planta. Dicho número se incrementó a los 30 días, encontrando 

en plantas fertilizadas hasta 57.66 ± 2.86 hojas (T4), 3.46 veces más que las 

plantas no fertilizadas (T1). En el día 60 de cultivo, el tratamiento T4 presentó el 

mayor número de hojas (124.33), mostrando diferencia significativa comparada 

con los demás tratamientos. Esta tendencia se mantuvo hacia el día 90, donde el 

mayor número de hojas (227.16) se dio con el tratamiento T4, hasta 7.4 veces 

más que las plantas control no tratadas (Figura 9B). 

 

8.4.1.3. Área foliar 

 

Para el caso del área foliar; las plantas de nurite, al inicio del experimento 

presentaron 3.15 cm2 como promedio. A partir del día 30; las plantas fertilizadas 

T2, T3 y T4, mostraron incremento en su área foliar al compararse con las no 

fertilizadas (T1), encontrando un máximo de 4.97 cm2 (T4). Para los días 60 y 90, 

el tratamiento T4, mostró diferencia significativa al compararse con los demás 

tratamientos (T1, T2 y T3), encontrando hasta 7.58 y 9.52 cm2 de área foliar, 

respectivamente. El área de las hojas se incrementó 2.07 veces en plantas 

tratadas con 20% de N-P-K comparado con las no tratadas (4.58 cm2) (Fig. 9C). 
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Figura 9. Parámetros de crecimiento en plantas de nurite (S. macrostema) 
cultivadas en invernadero durante 90 días: A) altura, B) número de 
hojas y C) área foliar); tratadas con cuatro niveles de fertilización: T1 
(no tratadas), T2 (10-10-10), T3 (17-17-17) y T4 (20-20-20). Letras 
diferentes indican diferencia significativa en cada bloque de tiempo ± 
desviación estándar (n=6, Tukey p≤0.05). 
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8.4.1.4. Efecto de la fertilización sobre la biomasa en peso fresco y seco 

 

A los 90 días, tras finalizar el experimento con los cuatro niveles de fertilización 

(T1, T2, T3 Y T4), se determinó la biomasa en peso fresco y seco, que incluyó la 

parte aérea y radical de las plantas de nurite. Las plantas no fertilizadas (T1), 

presentaron una biomasa promedio en peso fresco de 4.23 ± 1.05 g; sin embargo, 

las tratadas con T2 (12.16 ± 0.92 g),  T3 (16.78 ± 1.31 g) y T4 (24.94 ± 1.51 g), 

mostraron un peso fresco superior que las plantas no tratadas (Figura 10). Siendo 

las plantas tratadas con 20-20-20, las que mostraron diferencia significativa 

comparado con los tratamientos T1, T2 Y T3. 

 

En cuestión de biomasa peso seco, se observó la misma tendencia, encontrando 

diferencia significativa de T4 (4.72 ± 1.2 g) contra los tratamientos T1 (0.67 ± 0.4 

g), T2 (2.43 ± 0.7 g) y T3 (2.99 ± 0.97 g). Esto representa un aumento de 7.01 

veces más en peso seco de las plantas tratadas con 20-20-20 respecto al de las 

plantas no tratadas (Figura 10).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10. Biomasa: peso fresco y seco, en plantas de nurite (S. macrostema) a 
90 días de cultivo en invernadero; tratadas con cuatro niveles de 
fertilización: T1 (no tratadas), T2 (10-10-10), T3 (17-17-17) y T4 (20-
20-20). Letras diferentes indican diferencia significativa en cada 
bloque de peso ± desviación estándar (n=6, Tukey p≤0.05). 
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8.4.1.5. Efecto de la fertilización sobre el contenido de compuestos volátiles 

 

En la determinación de volátiles en plantas de nurite cultivadas en invernadero y 

fertilizadas con los tratamientos T1, T2, T3 y T4, se identificaron y cuantificaron los 

volátiles presentes en los extractos hexánicos, encontrando que los terpenos 

limoneno, linalol, mentona, pulegona y verbenona constituyen mayormente el 

extracto. La presencia de estos volátiles se mantuvo durante los 90 días de 

experimentación, pero su contenido tuvo variación según el tratamiento aplicado.  

 

Al tiempo 0 de iniciado el experimento, las plantas de nurite presentaron un 

contenido promedio de limoneno entre 1.97 y  2.08 µg/g peso fresco. El contenido 

de limoneno en plantas no tratadas con fertilizante (T1) se mantuvo por debajo de 

los 2.05 µg/g hasta llegar a un mínimo de 0.73 µg/g a los 90 días del experimento 

(Figura 11A). Esta tendencia fue observada en las plantas que fueron tratadas con 

T2 y T3, su contenido disminuyó a partir del día 30, hasta llegar a un mínimo a el 

día 90 de 0.85 y 0.82 µg/g, respectivamente.  

 

Las plantas tratadas con 20-20-20 (T4) alcanzaron un máximo contenido de 

limoneno de 2.17 ±  0.14 µg/g a los 30 días de cultivo, con un tendencia a 

disminuir hacia los días 60 y 90 (Figura 11A). Aunque el contenido de limoneno 

disminuyó conforme avanzo el tiempo de experimentación, el tratamiento T4 

mostró significancia ante los demás tratamientos (Figura 11A).  

 

El contenido inicial de limoneno en las plantas de nurite osciló entre 3.70 y 4.04 

µg/g peso fresco. Las plantas no tratadas (T1) mantuvieron un contenido 

homogéneo durante todo el experimento, llegando a un máximo de 4.34 µg/g a los 

60 días (Fig. 11B). 

 

El contenido de linalol en plantas tratadas con T2 (10-10-10) se incrementó con el 

tiempo de cultivo, encontrando a los 90 días el mayor contenido (4.89 µg/g) 

(Figura 11B). Este fenómeno se observó en las plantas que se trataron con T3 y 
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T4, alcanzando un máximo contenido de linalol a los 90 días de 6.55 y 10.79 µg/g, 

respectivamente (Fig. 11B). 

 

Finalizado el experimento, se encontró que las plantas tratadas con 20-20-20, 

mostraron significancia respecto a los demás tratamientos; ya que, el contenido de 

linalol se incrementó 3.2 veces más que en plantas no tratadas (Figura 11B). 

 

Inicialmente el contenido de mentona en plantas de nurite fluctúo entre 1.11 y 1.23 

µg/g peso fresco. Las plantas no fertilizadas (T1) presentaron una ligera 

disminución en el contenido de este volátil (Figura 11C), ya que a los 90 días se 

cuantifico el mínimo de 0.48 µg/g, incluso por debajo de los niveles iniciales.  

 

En comparación con el control (0.86 µg/g), los tratamientos T2 y T3 incrementaron 

el contenido de mentona, alcanzando a los 30 días la cantidad máxima de 1.16 y 

1.18 µg/g, respectivamente. Posteriormente los niveles de mentona disminuyeron 

hacia los 90 días (Figura 11C).  

 

El tratamiento T4 ejerció el mayor efecto sobre el contenido de mentona, se 

encontró un contenido máximo de 3.06 µg/g peso fresco. Dicho tratamiento mostró 

significancia al compararse con los demás tratamientos, aumentando hasta 5.5 

veces más el contenido de mentona a los 60 días (Fig. 11C). 

   

Los niveles iniciales de pulegona en plantas de nurite cultivadas en invernadero, 

presentaron un promedio entre 33.83 y 35.91 µg/g peso fresco. La cantidad de 

pulegona en plantas no tratadas (T1), incrementó ligeramente a los 30 días (35.66 

µg/g) y posteriormente disminuyó hacia los 60 (31.57 µg/g) y 90 (29.64 µg/g) días, 

llegando a cantidades menores que las basales. Esta misma tendencia fue 

observada para las plantas tratadas con T2, donde el máximo contenido se obtuvo 

a los 30 días (35.97 µg/g) y el mínimo a los 90 días (31.95 µg/g). 
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Figura 11. Contenido de volátiles: A) limoneno; B) linalol; C) mentona; D) 
pulegona; E) verbenona, determinado en plantas de nurite (S. 
macrostema) cultivadas en invernadero durante 90 días, tratadas con 
cuatro niveles de fertilización (N-P-K). Letras diferentes indican 
diferencia significativa en cada tiempo de muestreo para cada 
compuesto ± desviación estándar. *Diferencia significativa entre 
tratamientos (n=9, Tukey p≤0.05). 
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El contenido de pulegona en plantas tratadas con T3 y T4 se incrementó a partir 

de los 30 días (37.89 y 41.70 µg/g, respectivamente), hasta llegar a un máximo de 

38.97 µg/g (T3) y 45.95 µg/g (T4), a los 60 días. Al día 90 se observó una 

disminución en el contenido en ambos tratamientos. Sin embargo, se determinó 

que el tratamiento 20-20-20, presentó diferencia significativa versus los demás 

tratamientos, ya que se aumentó hasta 1.49 veces más que las plantas no 

fertilizadas (Figura 11D). 

 

El contenido inicial de verbenona en plantas de nurite a los 0 días de iniciado el 

experimento, fue entre los 2.30 y 2.49 µg/g peso fresco. En plantas no fertilizadas 

(T1), los niveles se presentaron con los siguientes valores: 2.16 µg/g (30 días), 

2.58 µg/g (60 días) y 2.28 µg/g (90 días).  

 

Para las plantas que fueron tratadas con T2, T3 y T4, se observó una drástica 

disminución en el contenido de verbenona a partir de los 30 días (1.77 µg/g,  1.95 

µg/g y 1.57 µg/g, respectivamente). Esta disminución se mantuvo hasta los 90 

días, llegando a valores mínimos de 1.57 µg/g (T2),  1.48 µg/g (T3) y 1.16 µg/g 

(T4) de pulegona. A pesar de la disminución en el contenido de pulegona, los 

tratamientos T2, T3 y T4 no presentaron diferencia significativa entre ellos, pero si 

con los niveles de las plantas no tratadas (Figura 11E). 

 

 

8.4.2. Efecto de la micorrización 

 

El experimento se llevó a cabo durante 90 días, con la aplicación del hongo 

micorrízico arbuscular Glomus intraradices, a plantas de nurite micropropagadas y 

cultivadas en invernadero, a las cuales se determinó diferentes parámetros de 

crecimiento, así como el contenido de los compuestos volátiles. 
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8.4.2.1. Porcentaje de colonización 

 

Después de 30 días de la inoculación con Glomus intraradices, las plantas de 

nurite presentaron un 20% de colonización micorrízica. Al día 60 de la inoculación 

fue de 40% y al final de experimento (90 días), las plantas presentaron un 80% de 

colonización fúngica. 

 

8.4.2.2. Altura 

 

Las plantas de nurite cultivadasen invernadero presentaron una altura inicial 

promedio de 13.9 ± 0.3 cm.; a los 30 días de iniciado el tratamiento, las plantas no 

micorrizadas (- micorriza) alcanzaron una altura de 19.7 ± 2.16 cm y las que 

fueron micorrizadas con Glomus intraradices (+ micorriza) mostraron una ligero 

aumento en la altura (22.6 ± 2.11 cm) comparado con las plantas no tratadas 

(Figura 12A). No hubo diferencia significativa entre estos dos tratamientos. 

 

En cambio, al día 60 del cultivo se presentó una mayor altura en plantas tratadas 

con fertilizante orgánico (47.56 ± 4.97 cm) respecto a plantas no tratadas (28.6 ± 

2.11 cm); mostrando diferencia significativa entre ambos tratamientos (Figura 

12A). Esta misma tendencia del efecto de la fertilización orgánica sobre la altura 

de las plantas de nurite, se observó a los 90 días, encontrando diferencia entre los 

tratamientos – micorriza y + micorriza, que alcanzaron la altura de 39.21 ± 2.88 cm 

y 59.5 ± 5.11 cm, respectivamente (Figura 12A).  

 

8.4.2.3. Longitud de raíz 

 

Al inicio del experimento, las plantas de nurite presentaron una longitud de la raíz 

entre 5.52 ± 0.33 y 5.77 ± 0.44. A partir del día 30, 60 y 90 del experimento, la 

mayor longitud de raíz se encontró en las plantas micorrizadas (13.9 ± 1.77, 21.7 ± 

2.22 y 33.5 ± 3.11 cm, respectivamente) respecto a las plantas no micorrizadas 

(7.11 ± 0.66, 16.9 ± 1.13 y 24.87 ± 1.88 cm, respectivamente), donde las plantas 
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micorrizadas presentaron diferencia significativa a partir del día 30 y hasta el final 

del experimento (Figura 12B). 

 

 

Figura 12. Parámetros de crecimiento en plantas de S. macrostema, cultivadas 
en invernadero: A) altura y B) longitud de raíz; tratadas con G. 
intraradices: no micorrizadas (- micorriza) y micorrizadas (+ 
micorriza), durante 90 días. Letras diferentes indican diferencia 
significativa en cada bloque de tiempo ± desviación estándar (n=6, 
Tukey p≤0.05).  
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8.4.2.4. Biomasa (peso fresco y seco) 

 

Finalizado el experimento, las plantas no fertilizadas (- micorriza), presentaron una 

biomasa promedio en peso fresco y peso seco de 5.71 ± 0.57 y 0.99 ± 0.27 g, 

respectivamente; sin embargo, las que fueron fertilizadas (+ micorriza) mostraron 

un peso fresco y seco superior que las plantas no tratadas (18.1 ± 1.01 y 2.99 ± 

0.37 g, respectivamente); siendo estas últimas, las que mostraron diferencia 

significativa respecto a las no micorrizadas (Figura 13). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. Biomasa: peso fresco y seco, en plantas de nurite (S. macrostema) a 
90 días de cultivo en invernadero; tratadas con Glomus intraradices: 
no micorrizadas (- micorriza) y micorrizadas (+ micorriza). Letras 
diferentes indican diferencia significativa en cada bloque de peso ± 
desviación estándar (n=6, Tukey p≤0.05). 

 

 

8.4.2.5. Efecto de la micorriza sobre el contenido de compuestos volátiles 

 

Durante los 90 días de experimentación se identificaron y cuantificaron los 

compuestos volátiles presentes en los extractos hexánicos, encontrando que los 

terpenos limoneno, linalol, mentona, pulegona y verbenona constituyen 

mayormente el extracto, los cuales estuvieron presentes durante todo el 

experimento, sin embargo, su contenido tuvo variación según el tratamiento 

aplicado y tiempo de muestreo.  
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Las plantas de nurite cultivadas en invernadero presentaron un contenido 

promedio inicial de limoneno entre 1.73 ± 0.09 y 1.77 ± 0.19 µg/g peso fresco. El 

contenido de limoneno en plantas no micorrizadas a los 30, 60 y 90 días se 

mantuvo constante mostrando pequeñas variaciones en las cantidades de 

limoneno; siendo de 2.19 ± 0.19, 1.78 ± 0.11 y 1.87 ± 0.18 µg/g, respectivamente 

(Fig. 14A). 

 

Las plantas inoculadas con Glomus intraradices mostraron un incremento en el 

contenido de limoneno presentando 2.23 ± 0.12, 3.17 ± 0.22 y 3.39 ± 0.23 µg/g, a 

los 30, 60 y 90 días, respectivamente. Dichas plantas mostraron diferencia 

significa en contenido de limoneno, respecto a las no micorrizadas (Figura 14A). 

 

El contenido inicial de linalol en las plantas de nurite osciló entre 4.19 ± 0.33 y 4.47 

± 0.34 µg/g peso fresco. Las plantas no tratadas (- micorriza) incrementaron su 

contenido de linalol al día 30 (6.73 ± 0.55 µg/g) y 60 (8.11 ± 0.77 µg/g); 

posteriormente mostró disminución hacia el día 90 (6.47 ± 0.71 µg/g) (Figura 14B). 

 

El contenido de linalol en plantas tratadas (+ micorriza), fue superior respecto a las 

plantas no tratadas, presentando 8.97 ± 0.78 µg/g (día 30), 10.87 ±  0.99 µg/g (día 

60) y 12.67 ± 1.31 µg/g (día 90). El contenido se incremento hasta 1.95 veces, 

donde las plantas micorrizadas fueron las que mostraron significancia (Fig. 14B). 

 

Al inicio del experimento (día 0), el contenido de mentonaen plantas de nurite 

osciló entre 0.67 ± 0.06 y 0.79 ± 0.08 µg/g peso fresco. Durante el experimento, el 

contenido de mentona se incremento dependiendo del tiempo. El mayor contenido 

se presento a los 90 días, tanto para plantas no micorrizadas (1.45 ± 0.15 µg/g) 

como las micorrizadas (2.17 ± 0.19 µg/g). Sin embargo, las plantas que fueron 

tratadas presentaron significancia respecto a las no tratadas, el contenido se 

aumento hasta 1.45 veces (Figura 14C). 
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Figura 14. Contenido de volátiles: A) limoneno; B) linalol; C) mentona; D) 
pulegona; E) verbenona, determinado en plantas de nurite (S. 
macrostema) cultivadas en invernadero durante 90 días, tratadas con 
G. intraradices: no micorrizadas (- micorriza) y micorrizadas (+ 
micorriza). Letras diferentes indican diferencia significativa en cada 
tiempo de muestreo para cada compuesto ± desviación estándar. * 
Diferencia significativa entre tratamientos (n=9, Tukey p≤0.05). 
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La pulegona fue el compuesto volátil mayoritario en los extractos hexánicos de 

plantas de nurite tratadas con fertilizante biológico (hongo formador de micorrizas: 

G. intraradices). El contenido inicial de pulegona encontado osciló entre 24.70 ± 

2.09 y 25.57 ± 2.11 µg/g peso fresco. Su contenido aumento conforme pasó el 

tiempo, incrementó a partir del día 30 y hasta el final del experimento.  

 

En el día 30 de experimentación el contenido de pulegona fue de 26.10 ± 2.11 y 

27.11 ± 2.99 µg/g (- micorriza y + micorriza, respectivamente) y para el día 60 fue 

de 29.66 ± 3.22 y 35.99 ± 3.11 µg/g (- micorriza y + micorriza, respectivamente). 

La mayor cantidad se presento a los 90 días, en plantas micorrizadas fue de 45.11 

± 4.75 µg/g y en no micorrizadas de 32.87 ± 3.17 µg/g. El contenido se incremento 

hasta 1.37 veces que representa el 37.23% más respecto a las plantas no tratadas 

(- micorriza), el tratamiento + micorriza fue el que mostro diferencia significativa 

(Fig. 14D). 

 

El contenido inicial de verbenona en plantas de nurite a los 0 días de iniciado el 

experimento, estuvo entre los 1.51 ± 0.10 y 1.57 ± 0.09 µg/g peso fresco. En 

plantas no fertilizadas (- micorriza), el contenido de verbenona presentó los 

siguientes valores: 1.72 ± 0.11 µg/g (30 días), 1.65 ± 0.21 µg/g (60 días) y 1.51 ± 

0.31 µg/g (90 días). En las plantas que fueron tratadas (+ micorriza), se observo 

un aumento en el contenido de verbenona a los 30 días (1.97 ± 0.20 µg/g). Este 

aumento se mantuvo hasta los 90 días, llegando a un valor máximo de 2.91 ± 0.29 

µg/g de verbenona. El tratamiento + micorriza mostró diferencia significativa al 

compararse con los niveles de las plantas no tratadas (Figura 14E). 
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9.  DISCUSIÓN 

 

9.1. MICROPROPAGACIÓN DE NURITE 

 

9.1.1. Germinación  

 

En general, puede describirse que la germinación in vitro de nurite se optimizó en 

tiempo y porcentaje, respecto a lo reportado en 2011 por Villa-Patricio 

(Germinación: 38%, 60 días); ya que en 30 días de cultivo in vitro, se obtuvo un 

45.91% de germinación de las semillas de nurite. Esto se debió al uso del 

regulador de crecimiento vegetal benciladenina (BA), el cuál fue adicionado en una 

concentración de 0.05 mg/L al medio de cultivo MS para la germinación de las 

semillas. Reportes indican altos niveles de citocininas en semillas en germinación 

(Kakimoto, 2003), ya que éstas promueven la salida de la dormancia de diversas 

semillas, la aplicación de citocininas como BA induce la germinación de semillas 

de diversas plantas (Jordán y Casaretto, 2006). Este efecto ha sido observado en 

Bursera copallifera, donde la aplicación de BA aumentaen un 52% (3.46 veces) la 

germinación en comparación con aquellas no tratadas (15%), produciéndose una 

germinación más temprana y sincronizada (Bonfil-Sanders et al., 2008). 

 

El proceso de germinación en nurite in vitro, concluyó a los 60 días de cultivo con 

un 77.55%, este porcentaje es relativamente alto si se compara con la 

germinación reportada bajo cultivo en campo o en invernadero, el cual oscila entre 

un 30 y 40% (Aguilar-Ramírez, 2002).  A los 60 días fue posible obtener plántulas 

sin gran diferencia de edad entre ellas, esta homogeneidad es importante para 

desarrollar experimentos in vitro, sobre todo para determinar el efecto de 

reguladores de crecimiento sobre la regeneración y multiplicación in vitro  (Dodds 

y Roberts, 1995). 
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9.1.2. Multiplicación y desarrollo de brotes 

 

El número de brotes obtenidos (23 brotes/explante) a los 45 días del cultivo, de 

manera directa mediante la siembra de yemas axilares basales con 2.5 mg/L de 

BA, fue equiparable a lo reportado por Villa-Patricio (2011) (21 brotes/explante a 

los 42 días). La respuesta morfogénica favorable de los explantes cultivados es 

ocasionada por la acción de BA, este regulador de crecimiento promueve la 

división celular y la multiplicación adventicia de brotes (Howell et al., 2003). 

Generalmente, todas las células de un organismo se consideran de un mismo 

genotipo, sin embargo, existen diferencias de célula a célula y de órgano a órgano 

de una misma planta, con relación a su capacidad  para regenerar en cultivo; 

aunque todos los tejidos tienen la capacidad de formar brotes in vitro, no todos los 

producen en el mismo número (Berthouly y Michaux-Ferriere, 1996). 

 

El tipo de explante y la posición de los nudos también influyen en la regeneración 

y producción de brotes, en varios trabajos se ha demostrado que el número de 

brotes se relaciona con la posición de los nudos o yemas y que esta capacidad 

regenerativa se debe a la acción de los reguladores de crecimiento, tanto auxinas 

como citocininas endógenas (presentes en los tejidos) (Santana, 1993; De Winnar, 

1997). 

 

La formación in vitro de brotes en varias plantas medicinales se produce 

generalmente con la adición de concentraciones de BA iguales o mayores a 2 

mg/L: En Phyllanthus niruri (Euphorbiaceae), la máxima proliferación de brotes se 

obtuvo con 3 mg/L de BA, produciendo 12 brotes/yema (Jiménez et al., 2007). En 

Larrea divaricta se reportan hasta 5.41 brotes en yemas basales, al cultivarse con 

2 mg/L de BA con 0.05 mg/L de ácido naftalenacético (ANA) (Palacio et al., 2007); 

Arrebola et al. (1997), reportaron la regeneración máxima de brotes (11 

brotes/explante) en Satureja obovata, al cultivar yemas nodales en 2 mg/L de BA. 

Estos resultados coincide con lo obtenido para S. macrostema, siendo con las 
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yemas de nudo basal, con las que se obtiene el mayor número de brotes (Villa-

patricio, 2011). 

 

9.1.3. Enraizado y desarrollo de plántulas 

 

El enraizado de brotes in vitro generalmente ocurre al adicionar concentraciones 

de bajas a moderadas de auxina (0.01 – 1.0 mg/L), particularmente se utiliza ácido 

indolbutírico (AIB), salvo pocas excepciones donde deben de adicionarse hasta 10 

mg/L (Villalobos, 1994). Fue el caso para S. macrostema, donde se adicionó AIB 

(0.1 mg/L) al medio MS, con lo cual se optimizó el enraizado (12.1 raíces/explante, 

15 días), superando en tiempo y número lo reportado por Villa-Patricio (2011); 

cuyo surgimiento de raíces al no agregar fitohormonas, se dio a los 28 días con 6 

de ellas por explante. 

 

Los resultados de enraizamiento in vitro para brotes de nurite concuerdan con lo 

reportado para otras especies de Satureja, ya que en S. obovata fue necesario 

adicionar 1.25 mg/L de AIB (Arrebola et al., 1997) y 0.5 mg/L en S. khuzistanica 

(Ramak et al., 2011). 

 

9.1.4. Trasplante y aclimatación 

 

Tras el trasplante y aclimatación de las plantas micropropagadas de nurite, se 

obtuvo plantas de 8.3 cm de altura, las cuales alcanzaron un máximo de 13.6 cm. 

Estos resultados son equiparables a lo reportado por Villa-Patricio (2011), donde 

el uso de cámara de crecimiento no fue necesario paralograr la sobrervivencia de 

S. macrostema, obteniendo una aclimatación rápida y con alto porcentaje de 

sobrevivencia de las plantas (95% a los 30 días de cultivo en maceta). Por lo cual, 

se recomienda para S. macrostema el uso de turba:agrolita (1:1) como un sustrato 

apto para su trasplante y aclimatación; al igual que, un riego constante cada 3 días 

para mantener la humedad requerida por las plantas.   
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9.2.  COMPUESTOS VOLÁTILES EN PLANTAS DE NURITE  

 

9.2.1. Plantas in vitro 

 

En este estudio el compuesto pulegona fue determinado como el único volátil 

presente en plántulas de nurite cultivadas in vitro (90 días) en medio MS 

suplementado con 0.05 mg/L BA, donde presentan un óptimo crecimiento y 

desarrollo. El contenido promedio de pulegona fue de 1.55 µg/g peso fresco. Estos 

datos indican que la pulegona es el compuesto mayoritario de las muestras de 

plántulas in vitro. Estos datos concuerdan con lo reportado para otras especies de 

Satureja como S. parvifolia y S. odora, siendo pulegona el volátil mayoritario en 

muestras de dichas plantas (Juárez et al., 2000; Molina et al., 2002 y Viturro et al., 

2000). 

 

Las concentraciones de pulegona son bajas al compararse con el encontrado en 

plantas in situ (101.73 µg/g peso fresco). Resultados similares han sido descritos, 

tal es el caso del estudio realizado en Lantana camara, donde el contenido de los 

compuestos volátiles mayoritarios (α-pineno y β-pineno) disminuyeron en plántulas 

cultivadas in vitro bajo la influencia de reguladores de crecimiento que en plantas 

madre (Ribeiro-Affonso et al., 2007). 

 

9.2.2. Compuestos volátiles en las etapas de desarrollo y fenología de 
plantas de nurite in situ y cultivadas en invernadero 

 

En colectas realizadas en plantas de nurite, tanto de campo (in situ) como 

cultivadas en invernadero, se identificaron y cuantificaron los compuestos volátiles 

presentes en los extractos hexánicos. Se encontró que los terpenos limoneno, 

linalol, mentona, pulegona y verbenona fueron los metabolitos mayoritarios. Estos 

componentes del extracto fueron similares tanto en plantas de campo como de 

invernadero.  
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Al comparar el contenido de éstos durante las etapas de desarrollo en plantas de 

nurite en campo, pudo observarse una variación dependiente de la etapa 

fenológica. Durante el crecimiento vegetativo, que ocurre durante los meses de 

julio a septiembre, los terpenos se presentaron en los niveles más altos, colecta de 

agosto de dos ciclos, durante la floración y fructificación, colecta de noviembre y 

abril 2012, éstos disminuyeron. El compuesto pulegona fue en todos los casos el 

mayoritario. 

 

En plantas micropropagadas de nurite y cultivadas en invernadero, la variación de 

los compuestos terpénicos fue dependiente de la edad o del desarrollo de las 

plantas. Inicialmente se realizó la primera determinación en plantas de 30 días de 

edad, etapa en la cual el contenido de los terpenos fue el más bajo, sin embargo a 

partir de los 3 meses éste aumentó considerablemente para los 5 compuestos 

cuantificados, encontrando un máximo de pulegona (71.36 µg/g) el cual después 

disminuyó. El contenido de verbenona (40.61 µg/g) y limoneno (10.64 µg/g) 

aumentó durante el crecimiento de las plantas, el correspondiente a linalol (14.15 

µg/g) y mentona (14.44 µg/g) fue similar en cada colecta durante los últimos 9 

meses del cultivo. 

 

En la composición química volátil resultante en los extractos hexánicos de plantas 

de nurite de diferentes edades se pudo constatar que la diferencia en 

composición, es afectada en gran medida por el estado fenológico de la planta, 

además de que la expresión de compuestos aumenta con la edad o del desarrollo 

de las plantas. 

 

El género Satureja presenta gran variabilidad en la concentración y composición 

de sus aceites esenciales no solo debido a la existencia de diferentes especies y 

subespecies, sino también a numerosos parámetros, principalmente el ambiente y 

condiciones climáticas. Se ha reportado en  diversas especies del género Satureja 

que la composición química de sus aceites esenciales, puede variar en gran 

proporción, sin embargo existen metabolitos constitutivos. Por ejemplo: para los 



80 
 

aceites esenciales de plantas de S. montana de Croacia, Bosnia y Herzegovina, 

se han encontrado concentraciones de carvacrol siempre superiores al 84.19%, 

estos resultados indican la presencia de un metabolito secundario mayoritario 

(Kuštrak et al., 1996; Gülluce et al., 2003; Skočibušić y Bezić, 2003). Cazin et al. 

(1985), reportaron grandes variaciones en la concentración relativa de los 

principales compuestos del aceite esencial de S. montana, dependientes de las 

etapas de desarrollo y lugar de procedencias de las plantas. 

 

Las plantas de nurite de 12 meses de edad, cultivadas en invernadero, aunque no 

presentaron los mismos niveles en el contenido de terpenos que de plantas en 

campo, de las cuales no se conoce su edad, la cantidad de volátiles se considera 

aceptable ya que las plantas permanecieron en estado juvenil, no presentando 

floración. Este comportamiento ha sido reportado para S. montana y S cuneifolia, 

en las que se demostró la gran variabilidad que existe en la composición química 

en tres estados de desarrollo, y la presencia constitutiva de geraniol en el aceite 

esencial de S. montana y de linalol y borneol en el de S. cuneifolia, ambas en tres 

diferentes estados ontogénicos (Skočibušić, 2003; Skočibušić et al., 2004). 

 

Aunque algunas plantas producen mayormente los metabolitos secundarios 

durante la floración (Sangwan et al., 2001; Ruiz-Nova, 2008) y es en esta etapa 

fenológica donde se pueden obtener mayores rendimientos en el contenido y 

composición de aceites (Zheljazkov et al., 2010), especies de la familia Lamiaceae 

como menta y hierbabuena, acumulan mayor contenido de aceites esenciales 

durante el desarrollo vegetativo (Farooqi et al., 1999), mismo que ocurrió en las 

plantas de nurite, tanto en campo como en invernadero.  

 

El cultivo de algunas plantas que acumulan compuestos volátiles, en condiciones 

fuera del hábitat, afecta negativamente provocando la disminución del contenido 

de éstos. También la edad de la planta es un factor importante, ya que diversas 

especies requieren hasta 2 años para su primera floración y la madurez provoca 

un aumento de los volátiles terpénicos (Echeverrigaray et al., 2001). Las plantas 
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productoras de compuestos volátiles, cultivadas en invernadero o campo (fuera del 

hábitat), pueden producir un alto contenido de éstos mediante prácticas de cultivo 

como fertilización, micorrización y podas (Sangwan et al., 2001). 

 

9.3.  EFECTO DE LA FERTILIZACIÓN Y LA MICORRIZACIÓN EN PLANTAS 
DE NURITE CULTIVADAS EN INVERNADERO SOBRE EL CONTENIDO 
DE COMPUESTOS VOLÁTILES 

 

9.3.1. Efecto de la fertilización Inorgánica (NPK) sobre el crecimiento 

 

La influencia de la fertilización inorgánica (NPK) fue apreciada en los diferentes 

parámetros de crecimiento analizados en plantas de nurite (S. macrostema) 

durante su cultivo en invernadero. 

 

Tanto la altura, número de hojas/planta, área foliar y biomasa (peso fresco y seco) 

se incrementaron en forma dependiente de la concentración de fertilizante 

aplicada y el tiempo del muestreo. Con el tratamiento T1 (sin fertilización) las 

plantas de nurite mostraron los niveles más bajos en cada uno de los parámetros 

de crecimiento. La aplicación de los tratamientos T2 (10-10-10), T3 (17-17-17) y 

T4 (20-20-20) incrementaron la biomasa total de las plantas, siendo con este 

ultimo tratamiento (T4) con el que se logro obtener los mayores resultados en 

cada tiempo de muestreo. 

 

Al finalizar el tiempo de experimentación (90 díasde cultivo), la altura se 

incrementó 1.83 veces (50.33 cm), el número de hojas: 7.4 veces (227.16 hojas), 

área foliar: 2.07 veces (9.52 cm2), peso fresco: 5.89 veces (24.94 g) y peso seco: 

7.04 veces (4.72 g), respecto a las plantas no fertilizadas (27.5 cm, 30.6 hojas, 

4.58 cm2, 4.23 g y 0.67 g, respectivamente). 

 

Debido a que S. macrostema es una especie de la cual no se conoce reportes 

para su cultivo y manejo en invernadero, se esperaba una respuesta positiva a la 

aplicación de fertilizante inorgánico, en cuanto al incremento de los parámetros de 
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crecimiento de las plantas; y fue así, la biomasa aumentó en proporción de la 

concentración de fertilizante (NPK) aplicada, obteniéndose mayores rendimientos. 

Estos resultados eran los esperados ya que en diversos reportes se indica que la 

fertilización (orgánica e inorgánica) es un factor agronómico sumamente 

importante ya que mejora la nutrición de los cultivos e incrementa la producción de 

biomasa (Mohamed y Abdum, 2004; Nagdhi-Badi et al., 2004; Pavlovic et al., 

2006; Zhu et al., 2008; Zheljazkov et al., 2009). 

 

En concordancia con los resultados obtenidos, Juárez-Rosete (2010) encontró que 

la fertilización inorgánica influyó en el incremento de las variables altura, peso 

fresco y seco en plantas de Matricaria recutita. También ha sido demostrado en 

Cymbopogon citratus, al aplicar fertilización inorgánica (Nitrógeno), se obtuvieron 

rendimientos anuales de 60 toneladas de biomasa verde (Soto et al., 2002). De 

igual forma, ha sido descrito por Omidbaigi (2002) y Berti et al. (2002) que la 

fertilización con nitrógeno en Thymus vulgaris y Echinacea angustifolia, 

respectivamente, es responsable del incremento de la biomasa de dichas plantas. 

 

También los resultados observados en el comportamiento de plantas de nurite 

fertilizadas y cultivadas en invernado, pueden deberse a las condiciones de 

temperatura, luminosidad y humedad relativa durante su cultivo, ya que éstos 

factores favorecen la acumulación de los foto-asimilados (Azcón y Talón, 2000). 

Además, el abastecimiento de nutrientes mediante la fertilización y a las 

características del sustrato utilizado (turba:agrolita, 1:1), como la porosidad y 

retención de la humedad, pudieron ser responsables del aumento de la tasa de 

adsorción de minerales, la distribución a los sitios funcionales y la movilidad dentro 

de la planta, promoviendo un crecimiento vigoroso (Alcántar y Sandoval, 1999).  

 

En este estudio se refuerza el conocimiento reportado por otros trabajos, en los 

que se indica que la producción de biomasa se modifica por las condiciones 

agronómicas (McConkey et al., 2000), la época de cosecha, la etapa fenológica, la 
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densidad de siembra (Chauhan et al., 2009), la temperatura, humedad relativa y 

fotoperiodo (Figueiredo et al., 2008). 

 

Bajo condiciones de fertilización inorgánica (NPK) se obtuvo mayor rendimiento en 

términos de peso de biomasa total en comparación que las plantas no fertilizadas. 

El tratamiento T4 (20-20-20) representó la mejor alternativa con el cual se 

presentó un mayor crecimiento de las plantas de nurite, lo que significa una mayor 

cantidad de materia verde. Por lo que, al estar las plantas de nurite sometidas a 

las mismas condiciones de invernadero y ser micropropagadas (clones), se 

observó un efecto exclusivo de la fertilización (NPK) sobre el crecimiento de las 

plantas. 

 

9.3.2. Efecto de la fertilización Inorgánica (NPK) sobre el contenido de 
compuestos  volátiles 

 

En la parte aérea (hojas y tallos) de plantas de S. macrostema cultivadas en 

invernadero se identificaron y cuantificaron los compuestos volátiles presentes en 

los extractos hexánicos. Los terpenos limoneno, linalol, mentona, pulegona y 

verbenona fueron los constituyentes principales y su presencia se mantuvo 

durante los 90 días de experimentación, pero su contenido tuvo variación según el 

tratamiento aplicado, siendo la pulegona el compuesto mayoritario. 

 

La producción de cada uno de los 5 terpenos fue diferente en los 90 días de 

experimentación, posiblemente debido a la información genética de las plantas, 

cabe mencionar que las plantas de S. macrostema presentaron solamente 

desarrollo vegetativo durante su cultivo en invernadero. En algunas 

investigaciones recientes se indica que en plantas como Hedeoma multiflorum 

(Fernández et al., 2007), Minthostachys verticillata (Cariddi et al., 2007), 

Minthostachys mollis (Cano et al., 2008), Minthostachys setosa (Chaquilla-Quilca 

et al., 2011) y en algunas especies de Satureja, S. parvifolia (Juárez et al., 2000) y 

S. odora (Molina et al., 2002), presentan a la pulegona como el volátil en mayor 

proporción. 
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Los tratamientos T2 (10-10-10), T3 (17-17-17) y T4 (20-20-20) influyeron 

positivamente aumentando la cantidad de pulegona con respecto a las plantas no 

fertilizadas (tratamiento T1). El aumento en este volátil fue dependiente de la 

concentración y el tiempo en que se colectaron las muestras. El máximo contenido 

de pulegona se alcanzó a los 60 días (45.95 µg/g) con la concentración de 

fertilizante 20-20-20 (NPK). Los niveles de este metabolito siempre fueron 

superiores con dichotratamiento. 

 

Los compuestos linalol y mentona presentaron la misma tendencia que la 

pulegona, su contenido se incrementó con la aplicación de fertilizante. La máxima 

cantidad se presentó en las plantas que fueron fertilizadas con 20-20-20, llegando 

a niveles de 10.79 µg/g para linalol (90 días) y 3.06 µg/g para mentona (60 días). 

Dicho tratamiento (T4) fue el que ejerció el mayor efecto sobre los valores de 

ambos compuestos.  

 

Para el caso de limoneno, se observó que el contenido del volátil mostró una 

tendencia a disminuir hasta 2.8 veces su valor basal (2.05 µg/g) conforme paso el 

tiempo de experimentación. Sin embargo, las plantas que fueron tratadas con T4 

(20-20-20) mostraron cantidades superiores que los demás tratamientos (T1, T2 y 

T3), alcanzando un máximo de 2.17 µg/g de limoneno a los 30 días de cultivo. 

 

Caso contrario fue el comportamiento del contenido de verbenona, ya que éste 

disminuyó con la aplicación de fertilizante. Los tratamientos T2, T3 y T4 mostraron 

cantidades menores a lo encontrado en plantas de nurite no fertilizadas (T1). En 

estas últimas se tuvo un máximo de 2.58 µg/g de verbenona a los 60 días de 

cultivo. 

 

De acuerdo a la literatura, para especies de la familia Lamiaceae, muchos de los 

metabolitos son biosintetizados a partir del limoneno y la pulegona (Soheil y 

Rodney, 2003). Se sabe que la pulegona es biosintetizada a partir del limoneno y 

existe muy poca información acerca de la reversibilidad de esta reacción 
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(Bohlmann et al., 1998; Muruyama et al., 2002). Quizá sea la razón por la cual, las 

concentraciones de limoneno disminuyen durante los 90 días de experimentación 

(a pesar de la aplicación de fertilizante) y las concentraciones de pulegona 

aumenta en este periodo de tiempo. Precisamente Bouwmeester y col. (1998), 

reportan la síntesis de carvona (un intermediario hacia la síntesis de pulegona) a 

expensas del limoneno en frutos de Carum carvi. Al parecer, en Lippia alba ocurre 

lo mismo, la cantidad relativa del limoneno tiende a disminuir (4.7%) mientras la de 

la carvona aumenta (23.6%) (Parra-Garcés et al., 2010). 

 

La tendencia a disminuir en concentración, que presenta la pulegona a partir de 

los 60 días de cultivo, pueda explicarse por el aumento en los niveles que muestra 

la mentona. Este comportamiento ha sido reportado en Mentha arvensis (Nassiff et 

al., 2002), Mentha x piperita (Arzani et al., 2007), Mentha pulegium (Nassiff et al., 

2004), Minthostachys verticillata (Cariddi et al., 2007) y Minthostachys mollis 

(Cano et al., 2008), donde la pulegona es el intermediario central en la biosíntesis 

de mentona y dependiendo de las condiciones ambientales, este metabolito puede 

ser reducido a mentol por la pulegona reductasa u oxidado a mentofurano por la 

mentofurano sintasa (Barrera et al., 2008), situación que no sucedió en este 

estudio porque solo se determinó al compuesto mentona como tal. 

 

El aumento en las concentraciones de linalol durante la fertilización con 20-20-20, 

está correlacionada con la disminución en los niveles de verbenona al aplicar el 

fertilizante. Esto puede ser explicado por los hallazgos de Gouinguené y Turlings 

(2002), quienes observaron que la tasa de fertilización completa causa cambios en 

las proporciones de los volátiles, disminuyendo el contenido de mirceno y 

bergamoteno, este último en su estructura presenta un doble ciclo. Tal es el caso 

de verbenona cuya síntesis implica el cierre de dos ciclos, formando un terpeno de 

10 carbonos (monoterpeno), por lo que este tipo de compuestos son susceptibles 

a ruptura por cambios ambientales o debidos a la fertilización. Además, la 

disminución en contenido del mirceno por la fertilización, no permite que se dé la 

formación de verbenona, ya que la reacción de dos moléculas de mirceno origina 
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al terpeno α-pineno, el cual es el intermediario para la biosíntesis de verbenona 

(Barrera et al., 2008). En cuanto al linalol, los resultados obtenidos para S. 

macrostema coinciden con lo encontradoen el trabajo antes mencionado 

(Gouinguené y Turlings, 2002), donde la aplicación de fertilizante completo 

incrementó los niveles dedicho compuesto respecto a las plantas no fertilizadas. 

 

Para S. macrostema el rendimiento del aceite y el contenido de mentona se 

incrementa con la madurez de las hojas y bajo los diferentes niveles de 

fertilización, la tendencia es a la acumulación de pulegona, linalol y mentona. El 

medio por el cual estos factores que influyen en las rutas de biosíntesis de estos 

terpenos no están lo suficientemente claros (Soheil y Rodney, 2003). 

 

Como ya se ha mencionado, diversos estudios han demostrado que debido a 

varios factores, entre los principales tenemos los quimiotipos, la variación de los 

factores físicos ambientales, tales como la luz, temperatura, lluvia, orientación, 

duración del día, altitud, nutrientes del suelo (Cipollini et al., 2002; Peñuelas y 

Llusià, 2003; Dudareva y Negre, 2005), herviboría (Kessler y Baldwin, 2001; 

Birkett et al., 2003; Bukovinszky et al., 2005; Lou et al., 2005), estrés, duración 

total de la insolación y el régimen de los vientos sobre todo en especies que 

poseen estructuras histológicas de almacenamiento superficiales, frecuentemente 

producen cambios en la composición y cuantificación de terpenos, por lo tanto, los 

metabolitos se deben obtener controlando las condiciones de producción y 

procesos para su obtención, con lo que se tendrá cierta homogeneidad 

(Dharmagadda et al., 2004; Kordali et al., 2005; Kan et al., 2006). 

 

Otro factor a considerar es la edad de las plantas, debido a que Rohloff et al. 

(2005) señalan que el contenido de monoterpenos se incrementa con la edad de 

las hojas, pero puede ir disminuyendo cuando éstas son mayores de tres 

semanas. También se ha reportado que el rendimiento de los aceites esenciales, 

depende del incremento en área foliar y de tricomas glandulares (Jeliazkova et al., 

1999). 
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Los resultados de la presente investigación reflejan que bajo condiciones de 

invernadero y fertilizando con diferentes niveles de NPK, se puede obtener una 

alta calidad (tipo y cantidad) de compuestos volátiles, sin la necesidad de llegar a 

la etapa de floración (Golmakani y Rezaei, 2008). Marín-Loaiza y Céspedes 

(2007), sugiere que los factores ambientales y genéticos son causantes de que las 

plantas no reaccionen de la misma manera o de igual magnitud frente a la 

fertilización. Debido a que las plantas de nurite estuvieron sometidas a las mismas 

condiciones de invernadero (temperatura, fotoperiodo, humedad relativa), las 

variaciones en el contenido de los volátiles fueron efecto de la aplicación del 

fertilizante, descartando el factor genético ya que las plantas utilizadas en el 

experimento fueron micropropagadas (clones), para lo cual se eligieron aquellas 

plantas que presentaron un contenido promedio in vitro de 1.55 µg/g de pulegona. 

 

No hay que olvidar el efecto de la fertilización sobre el metabolismo secundario, ya 

que está confirmado que dicho efecto modifica las concentraciones de los 

compuestos secundarios, en este caso los terpenos, aumentando su 

concentración frente a este factor (Antolinez-González et al., 2008). De acuerdo a 

lo anterior, las plantas fertilizadas con 20-20-20 (NPK) representan el mejor 

prospecto para la obtención de compuestos volátiles de nurite (S. macrostema) en 

comparación con las plantas no fertilizadas, ya que se eleva el rendimiento de 

biomasa que presentara un alto contenido de volátiles. 

 

9.3.3. Efecto de la micorrización sobre el crecimiento  
 

El efecto que produjo la inoculación de Glomus intraradices sobre el crecimiento 

de plantas de nurite (S. macrostema) fue determinada en las diferentes variables 

agronómicas analizadas durante su cultivo en invernadero. Los parámetros como 

altura, longitud de raíz y biomasa en peso fresco y seco en las plantas 

micorrizadas (+ micorriza), se incrementaron en comparación a las plantas no 

tratadas (- micorriza) según el tiempo en que se realizo la determinación. 
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Los datos de altura muestran que, a los 30 días de la inoculación las plantas 

micorrizadas y no micorrizadas, éstas presentaron un crecimiento similar en la 

parte aérea. Pero a partir del día 60 y hasta el 90, las plantas con la presencia del 

hongo en su raíz (+ micorriza) mostraron una notable diferencia en altura (47.56 y 

59.5 cm, respectivamente) que sus contraparte no micorrizadas (28.6 y 39.21 cm, 

respectivamente). En el caso de la longitud de raíz, las plantas micorrizadas 

mostraron diferencia significativa respecto a las no micorrizadas a partir del día 30 

de la inoculación (13.9 y 7.11 cm, respectivamente) y hasta el final de la 

experimentación de 90 días (33.5 y 24.87 cm, respectivamente). 

 

La biomasa tanto en peso fresco y seco también mostró un incremento en 

aquellas plantas que fueron fertilizadas (+ micorriza) (18.1 y 2.99 g, 

respectivamente) que aquellas que no lo fueron (- micoriza) (5.71 y 0.99 g, 

respectivamente), a los 90 días en que se determinaron los pesos. 

 

Lo anterior concuerda con lo reportado en otros trabajos en el sentido de que la 

inoculación de Glomus intraradices en plantas como Coriandrum sativum 

(Farahani et al., 2008), Fragaria x ananassa (Reyes-Sanchez, 2008), Lactuca 

sativa (Marulanda et al., 2003), Persea americana Mill. (Hernández-Artaza, 2001), 

Sorghum bicolor  (Cho et al., 2006) y Zea mays (Sheng et al., 2008) es 

responsable del aumento en el tamaño, vigor y biomasa de dichas plantas. 

 

En otros estudios, el efecto de la colonización de hongos micorrízicos como G. 

mosseae, G. fasciculatum y G. versiforme, es aumentar el crecimiento de tallos y 

raíces, así como, la biomasa fresca y seca, como en Triticum aestivum, Capsicum 

annuum y Poncirus trifoliata, respectivamente (Al-Karaki et al., 2004; Mena-

Violante et al., 2006; Qiang-Sheng et al., 2007). 

 

Este efecto atribuido a la acción de los hongos micorrízicos del género Glomus, 

coincide con los resultados encontrados en esta investigación en donde se 

presentó un efecto positivo de la colonización micorrízica con Glomus intraradices 
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sobre el incremento en altura, longitud de raíz y biomasa (peso fresco y seco) en 

plantas de S. macrostema.  

 

9.3.4. Efecto de la micorrización sobre el contenido de compuestos volátiles 
 

Se confirmó la presencia de los compuestos volátiles principales de nurite bajo 

cultivo en invernadero (limoneno, linalol, mentona, pulegona y verbenona), el 

contenido de éstos varió por el efecto de la micorrización. El compuesto pulegona 

continuó siendo el mayoritario, su concentración aumentó en las plantas 

micorrizadas durante todo el período de experimentación, en comparación a las 

plantas no micorrizadas, las cuales presentaron concentraciones menores. La 

mayor concentración de pulegona se alcanzó al tiempo 90 de determinación 

(45.11 µg/g). 

 

Los compuestos linalol, limoneno, verbenona y mentona presentaron la misma 

tendencia a aumentar en las plantas micorrizadas, el contenido máximo que 

presentaron al día 90 fue de 12.67 µg/g, 3.39 µg/g, 2.91 µg/g, 2.17 µg/g, 

respectivamente. Al analizar los resultados de este experimento, se encontró que 

la aplicación de Glomus intraradices en las raíces de la plantas de nurite induce 

modificaciones en cuanto al contenido de volátiles ejerciendo un efecto positivo 

sobre la concentración de los mismos, ya que el contenido de los 5 compuestos se 

incrementó con dicho tratamiento respecto a sus contrapartes no inoculadas. 

 

Se han desarrollados estudios en distintas especies de plantas donde los efectos 

producidos por los hongos formadores de micorrizas sobre la morfología y las 

variaciones metabólicas han sido determinados. De acuerdo a la literatura, las 

micorrizas ejercen cambios en la arquitectura de la raíz (Jakobsen et al., 2005), 

tamaño de la planta (Graham, 2004), aumentanla capacidad fotosintética de la 

planta y por ende la producción de biomasa (Franken et al., 2007), disminuyen el 

estrés causado por factores ambientales (Akhtar y Siddiqui, 2008), por mencionar 

algunos. Además, se ha informado de que la aplicación de hongos micorrízicos 

arbusculares contribuye a la síntesis, acumulación y la calidad de algunos 
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metabolitos secundarios, tales como los terpenoides, flavonoides, fitoalexinas 

(Akiyama et al., 2002; Larose et al., 2002; Yao et al., 2003). 

 

En un trabajo realizado por Morone-Fortunato y Avato (2008), demostraron que la 

inoculación del hongo Glomus viscosum incrementa el área foliar, peso seco y 

peso fresco, número de ramificaciones en tallos y raíces y la producción de 

glándulas secretoras en las plantas micropropagadas e inoculadas de orégano 

(Origanum vulgare. ssp. Hirtum). También son responsables del incremento de la 

calidad y la cantidad de la fuente de aceites esenciales con respecto a las plantas 

no inoculadas. El carvacrol uno de los principales compuestos producidos en esta 

planta, presentó variaciones en rangos del 81 a 95% de los compuestos 

esenciales. Al respecto, Khaosaad et al. (2006) reportaron el efecto de Glomus 

mosseae en la calidad y cantidad de aceite esencial de tres genotipos de orégano. 

Dicho trabajo demostró que la micorrización incrementa la concentración del 

aceite esencial en Origanum vulgare var. Cona y Origanum vulgare b13/2 en 

comparación con los tratamientos no micorrizados,  como ha sido demostrado en 

albahaca, Ocimum basilicum (Toussaint et al., 2007). 

 

Por su parte, Kapoor et al. (2007), evaluaron el efecto de la micorrización y el 

incremento del contenido de artemisina en Artemisia annua. Los resultados 

muestran que los dos hongos micorrízicos inoculados (Glomus macrocarpum y G. 

fasciculatum) incrementaron 29 veces la concentración del terpeno artemisina en 

la planta. Lo anterior sugiere que el incremento de artemisina está relacionado con 

la alta densidad de tricomas glandulares foliares (sitio en donde se desarrolla la 

síntesis de artemisina) encontrados en las plantas micorrizadas, en comparación 

con las plantas no micorrizadas. Lo cual ha sido demostrado en Ocimum basilicum 

var. Genovese, donde se incrementó el total de aceites esenciales en especial del 

terpeno α-terpineol por efecto del hongo Gigaspora rosae BEG 19, esto debido a 

un aumento del número de tricomas glandulares en las zonas basales y centrales 

de las hojas (Copetta et al., 2006). 
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El incremento de crecimiento y desarrollo de las plantas micorrizadas ha sido 

explicado mediante varios mecanismos, Monzón y Azcón (2001) observaron que 

la colonización micorrízica con G. intraradices además de incrementar la biomasa 

de las plantas incrementan la absorción y utilización de fósforo en Alnus. Otros 

estudios han puesto de manifiesto que la mayoría de las plantas aumentan la 

absorción de fósforo al establecer asociaciones micorrizicas (Rauschy Baucher 

2002; Jia et al., 2004) y que también através de la simbiosis micorrízica se 

incrementa la transferencia de nitrógeno del suelo a la planta, particularmente en 

forma de nitrato (George et al., 1992; Tobar et al., 1994; Bago et al., 1996). 

 

Bücking y Shachar-Hill (2005) encontraron en condiciones normales, sin estrés, en 

un experimento en maceta, que la capacidad de transporte y transferencia de P en 

G. intraradices es estimulado por el transporte de carbohidratos de la planta hacia 

el hongo. Cruz-Cruz (2005) en un experimento in vitro bajo condiciones de estrés 

hídrico y salinidad encontraron que la trealosa y otros disacáridos se acumulan en 

el micelio externo de G. intraradices. Se ha documentado que el beneficio de los 

hongos micorrízicos es mayor bajo condiciones de estrés ya que incrementan la 

adquisición de fósforo, también se ha observado que bajo fertilización nitrogenada 

este efecto es más pronunciado. En el caso de plantas sin estrés hídrico se ha 

observado que el incremento en la adquisición de fósforo se debe a un mayor flujo 

de carbohidratos de la planta huésped hacia el hongo. Este efecto puede estar 

asociado con la presencia del hongo que estabilizó el pH del suelo (Zepeda et al., 

2010), lo que pudo haber resultado en una mayor solubilización y absorción de P 

por el hongo micorrízico G. intraradices en las plantas de nurite, ya que el principal 

papel de la micorriza es proveer fósforo a la planta. 

 

Lo anterior indica que la absorción de N y P favorece el crecimiento y metabolismo 

de la planta, ya que estos macronutrientes son fundamentales para el crecimiento 

vegetativo y transferencia de energía que da lugar a la fosforilación, ocasionando 

una aceleración en el metabolismo de intermediarios activados al volverlos más 

reactivos (Kirkby y Römheld, 2007), lo cual genera que la planta gane biomasa y 



92 
 

produzca metabolitos secundarios, situación que pudo estar pasando en la 

colonización de S. macrostema por G. intraradices. 

 

En específico, en diversas investigaciones se muestra que la micorrización con G. 

intraradices presenta un efecto positivo sobre el crecimiento y desarrollo de las 

plantas, ya que mejora el estado hídrico de las plantas (Mena-Violante et al., 2006; 

Reyes-Sanchez, 2008), aumenta la biomasa (Sánchez de la Cruz et al., 2008), 

conduce a una floración más temprana (Gaur y Adholeya, 2005; Usha et al., 

2005), pero también incrementa el contenido de metabolitos secundarios como los 

compuestos fenólicos (De la Rosa-Mera, 2009) y volátiles (Frost et al., 2008; 

Guerrieri et al., 2004; Van-Bel y Gaupels, 2004; Heil y Ton, 2008). El incremento 

en la producción de compuestos volátiles fue demostrado en los resultados de 

este trabajo, donde la inoculación de G. intraradices en plantas de S. macrostema, 

aumentó las concentraciones de los terpenos limoneno, linalol, mentona, pulegona 

y verbenona respecto a las plantas no micorrizadas. Mientras que la inducción de 

la floración por parte de G. intraradices, no fue observada en S. macrostema, 

debido a que las plantas pueden tardar hasta 2 años en florecer (Echeverrigaray et 

al., 2001) y este experimento se realizo durante 90 días, tiempo insuficiente para 

observar dicho fenomeno. 

 

Estos resultados son muy importantes si se considera que el efecto medicinal de 

S. macrostema se le atribuye a la presencia de sus compuestos volátiles, por lo 

que podría ser una especie potencial para ser producida en invernadero utilizando 

la fertilización orgánica (hongos micorrízicos) ya que permitiría la producción de 

plantas con un alto contenido de volátiles, incluso llegando a concentraciones 

equiparables a las encontradas en plantas tratadas con fertilizante inorgánico, 

contribuyendo así, a la conservación de esta especie dejando de explotar las 

poblaciones silvestres y evitando la contaminación de suelos, ríos, mantos 

freáticos que la aplicación de fertilizantes químicos ocasiona al lixiviarse hasta un 

50% del fertilizante aplicado. 
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10. CONCLUSIONES 

 

El contenido de volátiles en S. macrostema, en todos los casos estudiados, es 

dependiente de las etapas de desarrollo. En plantas en campo se incrementa 

durante el desarrollo vegetativo y en plantas de invernadero con la edad de la 

planta. 

 

La fertilización inorgánica (N-P-K) y la colonización micorrízica por Glomus 

intraradices en nurite, mostraron un efecto positivo sobre el crecimiento y el 

aumento del contenido de los compuestos volátiles mayoritarios (pulegona, linalol, 

limoneno, verbenona y mentona). El principal componente volátil en todos los 

casos fue la pulegona. 
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11. PERSPECTIVAS 

Cuantificación de los compuestos volátiles presentes en plantas de nurite durante 

la fertilización con N-P-K y micorrización con G. intraradices, en un periodo de 12 

meses de cultivo en invernadero o hasta la etapa de floración. 

 

En plantas de nurite cultivadas en  invernadero, realizar la determinación del 

efecto de diferentes sustratos, concentraciones mayores del fertilizante N-P-K, 

interacción fertilizante-micorriza y podas, sobre el contenido de compuestos 

volátiles. 
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13. ANEXOS 

 

 

 

 
Anexo I. Espectro de masas del compuesto volátil pulegona, presente en 

los extractos hexánicos de plantas de nurite (S. macrostema) in 
vitro, cultivadas en invernadero e in situ (campo), identificado 
con la biblioteca NIST 08.  

 
 

Plántula Contenido de Pulegona 
(µg/g peso fresco) 

NU 1 1.54 

NU 2 1.76 

NU 3 1.51 

NU 4 1.90 

NU 5 1.47 

NU 6 1.54 

NU 7 1.55 

NU 8 1.20 

NU 9 1.48 

NU 10 1.55 

Promedio  1.55 

 

Anexo II. Contenido de pulegona en plántulas micropropagadas de nurite 
(S. macrostema), a los 90 días de cultivo in vitro. 
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Anexo III. Espectro de masas del compuesto volátil limoneno, presente en 

los extractos hexánicos de plantas de nurite (S. macrostema) 
cultivadas en invernadero e in situ (campo), identificado con la 
biblioteca NIST 08. 

 

 

 

 

 

 
Anexo IV. Espectro de masas del compuesto volátil linalol, presente en los 

extractos hexánicos de plantas de nurite (S. macrostema) 
cultivadas en invernadero e in situ (campo), identificado con la 
biblioteca NIST 08. 

 

(mainlib) Limonene

20 30 40 50 60 70 80 90 100 110 120 130 140 150
0

50

100

27

29

31

39

46
51

53

55

68

74

77

79

87

93

107

115

121 136

(mainlib) 1,6-Octadien-3-ol, 3,7-dimethyl-

20 30 40 50 60 70 80 90 100 110 120 130 140 150 160
0

50

100

27

31

39

41

53

55

59 65

67

71

80

83

93

107

121

125

136

153

OH

Abundancia 

 

 

 

 

 

 

 

    m/z 

 

Abundancia 

 

 

 

 

 

 

 

    m/z 

 



118 
 

 

 

 
Anexo V. Espectro de masas del compuesto volátil mentona, presente en 

los extractos hexánicos de plantas de nurite (S. macrostema) 
cultivadas en invernadero e in situ (campo), identificado con la 
biblioteca NIST 08. 

 

 

 

 

 

 
Anexo VI. Espectro de masas del compuesto volátil verbenona, presente 

en los extractos hexánicos de plantas de nurite (S. macrostema) 
cultivadas en invernadero e in situ (campo), identificado con la 
biblioteca NIST 08. 
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