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RESUMEN 

La demanda agrícola actual necesita de fungicidas eficientes que contrarresten las 

enfermedades postcosecha sin ocasionar problemas de contaminación, afectaciones al 

ambiente y a la salud humana. Entre algunos compuestos compatibles con el ambiente que 

se han estudiado se encuentran el quitosano, oligoquitosano y los aceites esenciales los 

cuales se conoce que poseen efecto antifúngico, sin embargo; es poco el conocimiento 

sobre el modo de acción de estos compuestos en las células fúngicas de Rhizopus stolonifer 

agente causal de la pudrición blanda en frutas y verduras por ello el presente trabajo busca 

profundizar  en el modo de afectación sobre la morfología y fisiología de este hongo. El 

objetivo de este trabajo fue determinar los cambios morfológicos y fisiológicos inducidos 

en R. stolonifer por quitosano, oligoquitosano y los aceites esenciales de clavo y canela. Se 

inocularón esporas de R. stolonifer en medio líquido MM adicionados con  quitosano, 

oligoquitosano o aceites esenciales de clavo o canela. Se evaluaran las siguientes variables: 

cambios en la morfología celular, variación en el pH del medio, liberación de proteínas 

celulares, cambios en la integridad de la membrana, grosor de la pared celular y 

afectaciones en el consumo de oxígeno. En general, los compuestos probados provocaron 

inhibición del crecimiento y cambios morfológicos en las hifas de R. stolonifer. La 

presencia de oligoquitosano provocó que R. stolonifer fuera incapaz de acidificar el pH del 

medio de cultivo y el quitosano incluso indujo que el hongo incrementara el pH. No se 

demostró que los compuestos probados indujeran la salida de proteínas celulares ni que 

afectaran la integridad de la membrana plasmática.  El quitosano, oligoquitosano y el aceite 

esencial de clavo indujeron incrementos significativos en el grosor de la pared celular. El 

oligoquitosano provocó una elevada vacuolización. Concentraciones bajas e intermedias de 

oligoquitosano y de los aceites de clavo y canela provocaron aceleración en la respiración. 

El aceite esencial de canela provocó un incremento notable en el consumo de oxígeno. Se 

demostraron significativos cambios celulares y fisiológicos en R. stolonifer por efecto del 

quitosano, oligoquitosano y los aceites esenciales de clavo y canela.   
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ABSTRACT 

 

The current agricultural demand efficient fungicides need to counter the post-harvest 

diseases without causing pollution problems affecting the environment and human health. 

Among some compounds compatible with the environment that have been studied include 

chitosan, oligochitosan and essential oils which are known to possess antifungal effect, 

however, there is little knowledge about the mode of action of these compounds in fungal 

cells Rhizopus stolonifer causal agent of soft rot in fruits and vegetables this paper therefore 

seeks to deepen involvement in how the morphology and physiology of this fungus. The 

aim of this study was to determine the cellular and physiological changes induced on R. 

stolonifer by chitosan, oligochitosan and essential oils of clove and cinnamon. R. stolonifer 

spores were inoculated in liquid medium MM containing chitosan, oligochitosan or 

essential oils of clove or cinnamon. The following determinations were evaluated: changes 

on cell morphology, variations on pH of the medium, release of cellular proteins, changes 

in membrane integrity, ultraestructural and effects on oxygen consumption. In general, the 

compounds tested caused growth inhibition and morphological changes on the hyphae of R. 

stolonifer. The presence of oligochitosan caused that R. stolonifer was unable to acidify the 

pH of the culture medium and chitosan even induced that the fungus increased the pH. Not 

demonstrated that the compounds tested induced liberation of cellular proteins or affecting 

the integrity of the plasma membrane. Chitosan, oligochitosan and essential oil of clove 

induced significant increases in cell wall thickness. The oligochitosan caused an increased 

vacuolation. Low and intermediate concentrations of oligochitosan, clove and cinnamon 

oils caused acceleration in respiration. Cinnamon essential oil caused a marked increase in 

oxygen consumption. Significant changes in cellular and physiology of R. stolonifer by the 

effect of chitosan, oligochitosan and essential oils of clove and cinnamon were 

demonstrated. 
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1. INTRODUCCIÓN 

Rhizopus stolonifer es un hongo fitopatógeno, causante de la pudrición blanda en diversos 

frutos y hortalizas en postcosecha  (Agrios, 2001). Debido a que ocasiona grandes pérdidas 

económicas, se utilizan diversos métodos de control; siendo el control mediante químicos 

sintéticos el más usado (Tripathi y Dubey, 2004); sin embargo, esta práctica genera efectos 

negativos en el ambiente y en la salud humana. Por lo que, se buscan alternativas 

ecológicas para controlar estas enfermedades postcosecha. Entre las alternativas viables, se 

encuentra el empleo de compuestos como el quitosano, oligoquitosano y los aceites 

esenciales vegetales (Tripathi y Dubey, 2004). 

El quitosano es un compuesto derivado de la quitina constituido por unidades de β-(1,4)-2-

acetamida-2-deoxi-D-glucosa y β-(1,4)-amino-2-deoxi-D-glucosa. Este polímero 

biodegradable y no tóxico para los humanos, presenta cargas positivas que le confieren 

valiosas propiedades funcionales, entre las que destaca su actividad antimicrobiana 

(Bautista-Baños et al., 2006). Las cargas positivas del quitosano le permiten la interacción 

con las cargas negativas de la membrana celular alterando su funcionalidad y afectando el 

crecimiento del microorganismo (Rabea et al., 2003; Kim y Rajapakse, 2005). Se observó 

que el quitosano ocasiona deformaciones de las hifas de R. stolonifer así como una 

inhibición en el crecimiento miceliar (García, 2008), y un incremento en el consumo de 

oxígeno por parte del micelio, además; mediante microscopia electrónica se observaron 

alteraciones, como engrosamiento de la pared celular y desprendiemiento de la membrana 

plasmática, así como un aumento en el número de mitocondrias  (Robles, 2009). 
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El oligoquitosano es otra molécula inocua y biodegradable obtenida de la hidrólisis del 

quitosano y con un menor peso molecular, lo que lo hace más soluble en agua y en algunos 

trabajos se muestra que tiene una mayor actividad antimicrobiana que el quitosano (Kim y 

Rajapakse, 2005; Liu et al., 2007).  

Por otra parte, los aceites esenciales son moléculas biodegradables con actividad 

antimicrobiana (Burt, 2004), se presentan como líquidos oleosos, aromáticos y volátiles que 

son obtenidos de distintas partes de las plantas y constituidos por una mezcla compleja de 

compuestos. Algunos aceites esenciales tienen actividad antimicrobiana y pueden presentar 

diversos modos de acción (Tripathi y Dubey, 2004; Burt 2004). 

Específicamente, los aceites esenciales de clavo (Syzygium aromaticum) y de canela 

(Cinnamomum zeylanicum) poseen una elevada actividad antifúngica (Barrera-Necha et al., 

2009).  

Actualmente, se conoce poco acerca de los efectos que ocasionan estos compuestos a nivel 

morfológico y fisiológico así como de sus modos de acción sobre hongos fitopatógenos 

como Rhizopus stolonifer,  por ello se desea probar de forma comparativa sus efectos entre 

los compuestos antes mencionados sobre R. stolonifer. El conocimiento básico de la 

actividad y los mecanismos de acción de estos compuestos podría favorecer la utilización 

más eficiente de los mismos, para proponer formulados y/o compuestos que contribuyan en 

la conservación del ambiente y la salud humana junto con una alta efectividad. 
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2. ANTECEDENTES 

2.1. Problemática de las enfermedades postcosecha 

Los productos hortofrutícolas son los alimentos más perecederos debido a los altos 

contenidos de agua y a la elevada actividad metabólica que presentan aún después de la 

cosecha. Las pérdidas postcosecha no pueden calcularse con precisión, pero en países 

industrializados se estima que el 25% del total se pierde durante esta etapa; mientras que en 

países en desarrollo, las pérdidas postcosecha pueden exceder el 50% del total del producto 

(Spadaro y Lodovica, 2004). 

El mayor porcentaje de las pérdidas de los productos postcosecha se debe a las pudriciones 

causadas por hongos fitopatógenos (Tripathi y Dubey, 2004). Se han reportado varios 

géneros fúngicos tales como Penicillium, Alternaria, Botrytis, Gloeosporium, Monilia y 

Rhizopus como los principales agentes causales de las enfermedades postcosecha (Viñas et 

al., 2006). 

En las regiones con clima seco el daño reportado no rebasó el 10%; en tanto que para 

regiones subtropicales se encontró entre 25 y 40% de daño con pérdidas entre 10 y 20% y 

en las regiones tropicales el grado de daño superó el 80% con pérdidas entre 20 y 40%. Al 

analizar los ambientes subtropicales se encontró una enorme influencia de la temperatura y 

la humedad relativa en los niveles de daño y pérdida (García–Lara y Bergvinson, 2007).  

Las pérdidas postcosecha en México han sido cuantificadas solo parcialmente y se reporta 

que el 70% del comercio internacional se concentra en siete productos: papa, tomate, 

cebolla, sandía, pepino, lechuga y melón, por estar incluidos en la dieta nutrimental a la 
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población. De los cuales se estima, a nivel mundial, las pérdidas postcosecha en el cultivo 

de tomate (Lycopersicum sculentum) más del 25% y gran parte de esto se debe a la 

podredumbre por hongos (Wang, et al, 2008).  

La superficie nacional dedicada a cultivos agrícolas asciende a un total de 20,031 millones 

de hectáreas y la producción agrícola obtenida en esta superficie alcanza $ 113,765 

millones de pesos (Promedio 1989-1996., SAGAR, 1998). 

Entre los factores bióticos se incluyen las enfermedades ocasionadas por hongos 

postcosecha siendo Rhizopus stolonifer uno de los principales (Wang et al., 2008).  

 

2.2. Rhizopus stolonifer (Ehrenb.:Fr.) Vuill., agente causal de pudriciones postcosecha 

Este hongo pertenece a la Subdivisión: Zygomycotina, Clase: Zygomycetes, Orden: 

Mucorales, Género: Rhizopus y Especie: Rhizopus stolonifer (Agrios, 2001). Esta especie 

se encuentra ampliamente distribuida en la naturaleza sobreviviendo de manera saprófita en 

el suelo y en residuos orgánicos invadiendo potencialmente los tejidos vegetales. Es uno de 

los mucorales más frecuentes y tiene una distribución amplia en todo el planeta. Su 

temperatura de crecimiento fluctúa de los 10 ° C hasta los 33 ° C, con una temperatura 

óptima de 25 ° C. Sus principales características son: crecimiento rápido, micelio aéreo 

cenocítico, esporangióforos que presentan en sus puntas esporangios esféricos donde se 

alojan las esporangiosporas, las cuales presentan diferentes formas: globosas, elipsoidales y 

angulares con superficies lisas o estrías distintivas (Schipper, 1984; Hernández-Lauzardo et 

al., 2006). 
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En la etapa de postcosecha los hongos penetran los frutos dañados y generan la pudrición 

(González-Aguilar et al., 2005), R. stolonifer aprovecha las heridas, magulladuras o 

aberturas naturales que presentan los tejidos vegetales vivos para infectar, después las hifas 

secretan enzimas pectinolíticas que degradan las sustancias pécticas de la lámina media de 

las células, ocasionando la pérdida de cohesión entre las células, dado que se rodean de una 

sustancia líquida y al momento de aplicar cierta presión pueden moverse, esto provoca la 

denominada “pudrición blanda” (Agrios, 2001). 

Entre los productos hortofrutícolas que ataca este fitopatógeno se encuentran: el tomate, 

jitomate, camote, durazno, melón, fresa y papaya; adicionalmente afecta: cacahuate, 

gladíolo, tulipán, todas las cucurbitáceas, betabel, brócoli, col china, coliflor, zanahoria, 

sandía, fríjol, chícharo, cebolla, berenjena y chile piquín (Herrera y Ulloa, 1998; Agrios, 

2001; Korsten y Wehner, 2003). 

2.3. Estrategias de control de las pudriciones postcosecha 

Durante muchos años se han empleado compuestos químicos sintéticos para controlar las 

pudriciones postcosecha, entre los principales fungicidas sintéticos se encuentran el 

dicloran, iprodione, fludioxonil y tebuconazole (Adaskaveg et al., 2002). 

En estudios in situ realizados en frutos de durazno (Prunus persica Batsch), el dicloran 

redujo la pudrición del 87 al 100% (Northover y Zhou, 2002). El iprodione provocó una 

reducción del 59% en la pudrición del jitomate (Abdel-Mallek et al., 1995); no obstante, en 

1996 fue cancelada la producción de este compuesto debido a su poca efectividad; por lo 

que se han desarrollado otros fungicidas como el fludioxonil y tebuconazole (Adaskaveg et 
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al., 2002). Algunos resultados demostraron que el fludioxonil redujo en un 90, 95.2 y 75% 

la incidencia de R. stolonifer en frutos de durazno, nectarina (Prunus persica L. var. 

nectarina) y ciruela (Spondias purpurea L.), respectivamente y el tebuconazole controló la 

pudrición en estos frutos en un 81, 69 y 79.2% (Förster et al., 2007). Sin embargo, en 

diversos estudios se ha demostrado que estos compuestos han causado cepas resistentes y 

además representan un riesgo potencial para la seguridad ambiental y la salud humana 

(Tripahi y Dubey, 2004), por lo que se han valorado otras opciones, podemos mencionar el 

empleo de atmósferas controladas y modificadas, radiaciones gamma (γ) y luz ultravioleta 

(UV) (Bustos y Luna, 1996; Brecha et al., 2003; Lydakis y Aked, 2003).  

Debido a lo anterior, se ha incursionado en la búsqueda de alternativas naturales para 

controlar las pudriciones ocasionadas por R. stolonifer estas prácticas han cobrado 

importancia debido a los efectos nocivos que han causado los métodos tradicionales en el 

control de las enfermedades postcosecha. Entre las más importantes se encuentran el uso 

del quitosano y de algunos aceites esenciales. (Velázquez-Del Valle et al., 2008).   

 

2.4. Quitosano 

El quitosano es un compuesto derivado de la quitina constituido por unidades de β-(1,4)-2-

acetamida-2-deoxi-D-glucosa y β-(1,4)-amino-2-deoxi-D-glucosa (Figura 1). Este polímero 

biodegradable y no tóxico para los humanos presenta múltiples cargas positivas que le 

confieren valiosas propiedades funcionales, entre las que destaca su actividad 

antimicrobiana (Bautista-Baños et al., 2006). 
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Se propone que el modo de acción del quitosano, se debe a las cargas positivas del grupo 

NH3
+
, que permiten la interacción con las cargas negativas de las membranas celulares 

(Figura 2) alterando su funcionalidad y afectando el crecimiento de los microorganismos 

(Rabea et al., 2003; Kim y Rajapakse, 2005); además se ha reportado que el quitosano 

presenta un efecto antifúngico asociado al peso molecular y a su grado de desacetilación 

(Hernández-Lauzardo et al., 2008). Otras investigaciones han demostrado que la aplicación 

de películas de quitosano en productos frutícolas, tiene el potencial de inhibir su 

descomposición y prolongar la vida útil de almacenamiento (Han et al., 2004).  Trabajos 

donde se han realizado observaciones microscópicas indican que el quitosano tiene un 

efecto directo sobre la morfología de los microorganismos tratados((El Ghaouth, 1992b; 

García, 2008; Robles, 2009), lo cuál refleja su potencial fungistático o fungicida, en otros 

estudios sugieren que el quitosano induce una serie de reacciones de defensa relacionada 

con la actividad enzimática y se ha demostrado que aumenta la producción de 

glucanohidrolasas, compuestos fenólicos y la síntesis de fitoalexinas específicas con 

Figura 1. Relación estructural entre la quitina, el quitosano y el quitano (Lárez, 2006). 
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Figura 2. Diagrama de la interacción de quitosano-membrana celular fúngica, tomada y 

modificada de Kartsonis (2003). 

 

actividad antifúngica, y también reduce las enzimas de maceración como 

poligalacturonasas, pectina metil esterasa, etc. Además, se menciona que induce a las 

barreras estructurales, un ejemplo de ello es, la inducción de la síntesis de la lignina. Para 

algunos productos hortícolas y ornamentales, ya que aumentó la producción de la cosecha y 

debido a su capacidad para formar una capa semipermeable, el quitosano extiende la vida 

útil de las frutas y los vegetales tratados, reduciendo al mínimo la tasa de respiración y la 

pérdida de agua. (Bautista-Baños et al., 2006). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Su actividad inhibidora parece aumentar con el nivel de desacetilación. Además de 

provocar fugas de los aminoácidos y las proteínas en Botrytis cinerea y Rhizopus stolonifer 
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también causó los cambios morfológicos anteriormente mencionados. Un estudio 

ultraestructural mostró que el quitosano ocasiono profunda erosión y aumento del espesor 

de la pared celular. A pesar de que el tratamiento con quitosano no afectó la distribución de 

quitina en la pared de R. stolonifer, estimuló las actividades de la quitina deacetilasa, una 

enzima implicada en la biosíntesis de quitosano. Esto puede alterar el equilibrio entre el 

volumen de la biosíntesis de quitina (El Ghaouth, 1992b). Por otro lado García (2008) 

observó que en presencia de quitosano había deformaciones de las hifas de R. stolonifer y 

una inhibición del crecimiento micelial además de un incremento del pH medio de cultivo. 

 

2.5. Oligoquitosano  

Por su tamaño y naturaleza química, el quitosano es un compuesto que presenta poca 

solubilidad en agua, característica que limita la utilización de este polímero. Por lo anterior, 

se realizan investigaciones para encontrar derivados de este compuesto que presenten una 

mayor solubilidad en el agua (Bhatt et al., 2009). El oligoquitosano es un compuesto 

obtenido de la hidrólisis del quitosano que tiene un peso molecular muy bajo y es soluble 

en agua. Trabajos han demostrado que el efecto del quitosano (350 kDa) y oligoquitosano 

(6 kDa) sobre hongos fitopatógenos inhiben la germinación de las esporas y el crecimiento 

micelial, sin embargo; el oligoquitosano mostró mejores efectos sobre la patogenicidad in 

vitro de los hongos fitopatógenos probados (Meng et al., 2010); en otros trabajos se 

demostró que el oligoquitosano inhibió significativamente el crecimiento micelial de R. 

stolonifer (Robles, 2009), estos y otros resultados sugieren que el quitosano y el 
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oligoquitosano provocan mecanismos diferentes para controlar la enfermedad e inhibir la 

patogenicidad. 

 

2.6. Aceite esencial de clavo  

Los Aceites esenciales son mezclas complejas de compuestos volátiles extraídos de plantas 

aromáticas una definición dice que son una parte del metabolismo de un vegetal, están 

compuestos generalmente por terpenos que están asociados o no a otros componentes, la 

mayoría de ellos son volátiles, que generan en conjunto el olor de dicho vegetal. Dentro de 

las propiedades fisicoquímicas más destacables de los aceites esenciales se encuentran la 

volatilidad, inestabilidad ante la luz y el oxígeno, ante la presencia de agentes oxidantes y 

reductores, medios con pH extremos, o trazas de metales que pueden catalizar reacciones 

de descomposición, etc. (Bandoni, 2000), por esto se puede mencionar que sufren 

degradación por intemperización.  

El árbol del clavo (Syzygium aromaticum (L.) Merr. & Perr.) es perenne y puede alcanzar 

entre 12 y 15 m (Weier et al., 1983). En los botones florales de este árbol hay una cantidad 

de 15-20% de aceite esencial, el cual está compuesto principalmente de un fenilpropanoide 

que es el eugenol (Figura 3), (Kubeczka y Formacek, 2002). 

Se ha demostrado la actividad antifúngica del aceite esencial de clavo sobre hongos 

fitopatógenos pertenecientes a los géneros Alternaria, Fusarium, Helminthosporum y 

Rhizoctonia (Beg y Ahmad, 2002); otros trabajos realizados sobre el efecto del aceite 

esencial de clavo mostraron una inhibición total del crecimiento micelial a la cantidad de 
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300 µg mL
-1 

(Alvarado, 2009). Por lo anterior, se considera que el aceite de clavo tiene 

potencial para sustituir a los fungicidas químicos en productos hortofrutícolas. 

 

 

 

  

 

 

 

 

2.7. Aceite esencial de canela  

El árbol de la canela (Cinnamomum zeylanicum Blume) es un árbol de hojas perennes, que 

puede alcanzar los 10 m. Su corteza se aprovecha como un aditivo alimentario y 

saborizante (Weier, et al., 1983). La FDA (The Food and Drug Administration) de los 

Estados Unidos de América lo cataloga como “seguro" y se menciona que el compuesto 

puede ser utilizado como plaguicida, sin presentar efectos adversos para la salud y con un 

olor agradable (Tzortakis, 2009), el cual es debido al aceite esencial aromático constituido 

principalmente por el aldehído cinámico (Marcano y Hasegawa, 2002). 

Figura 3. Molécula de 

Eugenol, componente 

principal del aceite 

esencial de clavo 
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Se ha demostrado que el aceite esencial de canela presenta una elevada actividad 

antifúngica (García et al., 2006) y respecto a los trabajos realizados sobre R. stolonifer con 

el aceite esencial de canela se demostró que a una concentración de 300 µg mL
-1 

se inhibe 

totalmente el crecimiento micelial
 
(Alvarado, 2009), por lo que existen investigadores que 

lo proponen como alternativa para preservar frutos sustituyendo a los fungicidas químicos 

sintéticos (Tzortzakis, 2009). 

 

 

 

 

 

 

 

2.8. Características celulares y fisiológicas de R. stolonifer 

2.8.1. Morfología  

El género de Rhizopus parece ser bastante grande por ello para su estudio se divide en tres 

grupos: el grupo de Rhizopus stolonifer, grupo de R. oryzae y el grupo de R. microsporus; 

según datos de las tablas clasificación de Schipper (1984), aquí se menciona que entre las 

características que resaltan de R. stolonifer están la presencia de esporangióforos erectos, 

normalmente de mas 1 mm de largo cuyos rizoides tienen ramificaciones secundarias cuyos 

Figura 4. Molécula de aldehído 

cinámico uno de los principales 

componentes del aceite esencial 

de canela. 
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esporangios son de hasta 275 µm. Algunos datos morfológicos importantes se representan 

en el Cuadro 1. 

Cuadro 1. Características morfológicas de Rhizopus stolonifer var. stolonifer 

(tomado de Liou et al., 2006) 

Morfología de esporangióforos Erecto 

Longitud de los esporangióforos Arriba de 3181 µm 

Esporangios 120-280 µm 

Columella 100-170 x 95-150 µm 

Esporangiosporas 6-11.5 x 5.5-10 µm 

Máxima temperatura de crecimiento 33 ° C 

Espécimen examinado BCRC 32002; BCRC 32003 

 

Rhizopus stolonifer es un hongo filamentoso, que presenta un micelio que carece de septos 

visibles y produce esporangióforos largos, aéreos sin ramificar, de color café oscuro los 

cuales nacen de un nudo de rizoides bien desarrollados; sus esporangios, son esféricos, 

negros y brillantes, con columela la cual contiene en su interior a las esporangiosporas 

también de color negro las cuales pueden tener diferentes formas. Sus colonias son de 

crecimiento rápido (cubren toda la superficie de una caja Petri en tres días a 25 °C) de 

aspecto consistente, con denso micelio aéreo, algodonosas, al principio blancas, después 

gris oscuras (gris o café). Se reconoce fácilmente por sus estolones hialinos o parduzcos, 

sus rizoides numerosos (Candelas-Cadillo et al., 1994; Agrios 2001). 
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2.8.2. Pared celular 

La pared celular mantiene la forma y la integridad de la célula frente al estrés ambiental, 

brinda protección principalmente de tipo mecánica tal como la regulación del flujo de agua, 

también permite una permeabilidad selectiva a solutos menores de 600 Da, además permite 

interactuar a las células con su entorno y media la adhesión a un sustrato apropiado 

(Bowman y Free, 2006).         

La pared celular fúngica está compuesta de glicoproteínas y polisacáridos, principalmente 

de glucano y quitina los cuales son sintetizados a partir de sustratos nucleótidos de 

carbohidratos formados por la enzima pirofosforilasa. La síntesis de glucano implica la 

asociación de la membrana plasmática a la glucano sintetasa para el montaje de enlaces β-

1,3 y β-1,6 en ramas de glucano. La quitina (polímero de N-acetilglucosamina) es una 

importante componente estructural  de la pared celular fúngica y está involucrado en el 

proceso de la levadura y en la transición de levadura a formas filamentosas. La quitina 

sintetasa cataliza la transferencia de la N-acetilglucosamina de UDP-N-acetilglucosamina a 

un polímero de crecimiento de quitina dentro de la pared celular del hongo. Las 

manoproteínas sobre todo de forma unicelular son pre-ensamblados en el aparato de Golgi 

y se entregan a la pared celular a través de vesículas del centro de la fuente de la vesícula. 

Las vesículas contienen diferentes componentes de la pared celular, enzimas sintéticas, 

enzimas líticas de la pared, activadores enzimáticos y ciertos componentes de la pared 

preformados que son transportados a la punta donde se fusionan con la membrana 

plasmática y liberan su contenido, los cuales junto con los sustratos transportados en el 

citosol, facilitan la síntesis de la pared celular (Kavanagh, 2011). Otro componente 
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estructural de la pared celular de los hongos son los pigmentos, los cuales proporcionan a la 

pared mayor resistencia a la lisis enzimática, incrementan la fuerza mecánica, la protege de 

radiaciones y ayuda a resistir el ataque por el sistema inmunitario humano en el caso de 

hongos parásitos de vertebrados. La composición de la pared está sujeta a cambios y puede 

variar de una célula a otra dependiendo de las condiciones y etapa de crecimiento. También 

cambia de acuerdo con la función que presenta la hifa en un tiempo y espacio particular, 

por lo que el desarrollo de las hifas está definido en función de la estructura de la pared 

celular (Bowman y Free, 2006). Dado el papel vital de la pared celular juega en la fisiología 

de la célula fúngica, puede considerarse una diana muy importante de los hongos para la 

acción de antifúngicos (Heitman, 2005).  

 

2.8.3. Membrana plasmática 

La membrana plasmática de los organismos eucariotas es la parte externa de la célula que 

envuelve al citoplasma, es la que permite el intercambio entre la célula y el medio que la 

rodea. La célula no puede funcionar apropiadamente y permanecer viva a menos que su 

membrana regule el intercambio de compuestos. Las membranas biológicas están 

compuestas por una bicapa lipídica de aproximadamente 7.5 nm de grosor donde la parte 

hidrofóbica de cada una de las capas queda enfrentada y la zona hidrofílica se orienta hacia 

el entorno acuoso. Las proteínas de la membrana pueden ser integrales o periféricas. Las 

primeras se insertan en la bicapa lipídica y son parte integral de ésta, las periféricas se unen 

a los extremos polares de los fosfolípidos ó a las proteínas integrantes de la membrana. Los 
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carbohidratos a su vez, se adhieren a los lípidos y a las proteínas de la membrana en la 

superficie extracelular (Tortora et al; 2007), el contenido de lípidos de la membrana es 

complejo y altamente regulado, porque éstos juegan una función importante en la actividad 

de proteínas de la membrana (Van Der Rest et al., 1995).  

La membrana plasmática de Saccharomyces cerevisiae, puede contener de 10
5
 a 10

6
  

moléculas transportadoras, de las cuales el 50% son proteínas. La enzima ATPasa es la 

principal proteína de membrana y está involucrada en varios procesos, principalmente en el 

transporte primario, en el cual interviene la hidrólisis del ATP (Van Der Rest et al., 1995). 

Los sistemas de transporte de tipo primario derivan de la energía del ATP, la hidrólisis de 

ésta molécula es llevado cabo por la ATPasa, ubicada en la membrana plasmática de 

hongos. El resultado de la actividad de esta enzima es la generación del gradiente 

electroquímico de protones (Van Der Rest et al., 1995). Las ATPasas intercambian cationes 

(Na
+
 o K

+
) por protones (H

+
) a través de la membrana. Los sistemas intercambiadores 

desempeñan un papel fundamental en la regulación del pH y en la concentración de 

cationes monovalentes en el interior celular (Ramírez y Peña, 2000). 

Una técnica para determinar la integridad de la membrana plasmática es la reportada por 

(Paasch et al., 2003; Liu et al., 2007). La cuál utiliza Ioduro de propidio (IP), el cuál es un 

compuesto colorante que se une al ADN, intercalándose entre las bases, con una 

preferencia por 4-5 pares de bases, una vez que el colorante se une a los ácidos nucleicos, la 

fluorescencia se incrementa 20 a 30 veces y se excita con luz de una longitud de onda de 

488 nm, emite fluorescencia de color rojo y se detecta con filtro de 562-588 nm. El IP es 
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impermeable a través de la membrana y generalmente es excluido de células viables por 

ello se utiliza comúnmente para la identificación de las células muertas en una población.  

2.8.4. Respiración 

La respiración es el proceso celular de obtención de energía mediante la oxidación de 

sustancias orgánicas, por tanto, la síntesis de nuevos materiales y el desarrollo celular 

requieren de la energía que provee la respiración. La respiración aeróbica consume oxígeno 

y genera dióxido de carbono y agua como productos finales (Weier et al., 1983), entre los 

organismos con respiración aerobia encontramos a los hongos; que son organismos 

aerobios estrictos donde le fenómeno de la respiración se realiza en las mitocondrias, 

organelos celulares de forma variable con diámetro de 0.5 – 1.0 µm y hasta 7 µm de 

longitud. Su número depende de las necesidades energéticas de la célula. Las mitocondrias 

tienen dos membranas que son diferentes en sus funciones y actividades enzimáticas, que 

separan tres espacios: el citosol, el espacio intermembranal y la matriz mitocondrial. En la 

membrana interna se encuentra la cadena de transporte de electrones (Scheffler 2001). La 

principal función de las mitocondrias es la oxidación de metabolitos y la obtención de ATP 

mediante la fosforilación oxidativa que es dependiente de la cadena transportadora de 

electrones (Griffin, 1994). 

Para el caso de R.stolonifer se ha experimentado el consumo de oxígeno de esporas 

normales a las 6 y a las 12 h de crecimiento y demostró ser similar, lo que indicó que el 

consumo de oxígeno es constante una vez que se inicia la germinación, de la misma forma 

se observó esta tendencia en células tratadas con quitosano y oligoquitosano pero a 
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diferencia de las esporas normales  el consumo de oxígeno por parte de las células tratadas 

con los quitosanos fue más rápido, en las células tratadas con oligoquitosano el oxígeno se 

agotó más rápido que las cultivadas en quitosano (Robles, 2009). 

También se mencionan trabajos hechos con los hongos Aspergillus fumigatus, Fusarium 

solani, Penicillium expansum y Rhizopus oryzae,  donde se observó que la esporulación fue 

suprimida por el contacto gaseoso con aceites de cidra, la lavanda y el tomillo, lo cuál 

parece estar relacionado con la inhibición de la respiración (Inouye et al., 2001). 

Por ello teniendo en cuenta las afectaciones que podrían tener los compuestos a utilizar en 

el presente trabajo sobre la funcionalidad de diversos aspectos fisiológicos y morfológicos 

en R. stolonifer se plantea profundizar en dichos conocimientos, teniendo en cuenta estos 

antecedentes. 
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3. JUSTIFICACIÓN 

Las enfermedades postcosecha ocasionan pérdidas en los alimentos que pueden ser 

superiores al 50% en países subdesarrollados, para su control se han utilizado comúnmente 

fungicidas químicos, sin embargo; estos han ocasionado contaminación y afectaciones al 

ambiente y al humano así como la creación de cepas microbianas resistentes, por esta razón 

se buscan alternativas naturales mas compatibles con el ambiente y la salud humana. Entre 

las alternativas que presentan mayor potencial de aplicación se encuentran el quitosano, el 

oligoquitosano y los aceites esenciales de clavo y canela. Se conoce el efecto antifúngico 

que poseen estos compuestos naturales, sin embargo; la manera con que actúan contra 

hongos causantes de pudriciones postcosecha como Rhizopus stolonifer no está del todo 

claro, se sabe que los quitosanos ocasionan cambios morfológicos y una reducción en el 

crecimiento fúngico pero se desconoce el modo de acción por el cual ocasionan esto, 

tampoco se sabe si los aceites esenciales de clavo y canela, en particular; poseen este 

mismo efecto sobre este hongo, o el efecto que tienen sobre otros aspectos fisiológicos del 

mismo, por ello se analizara de forma comparativa los cambios morfológicos y fisiológicos 

ocasionados por los compuestos antes mencionados.  El conocimiento básico que se 

obtendrá en este trabajo sobre la interacción de estos compuestos con el hongo será útil 

para obtener bases que permitan desarrollar compuestos antifúngicos eficaces que 

contribuyan a la conservación de productos hortofrutícolas sin afectar al ambiente ni a la 

salud humana. 
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4. OBJETIVOS 

4.1. Objetivo general 

Evaluar los cambios morfológicos y fisiológicos en Rhizopus stolonifer por efecto del 

quitosano, oligoquitosano y los aceites esenciales de canela y clavo. 

4.2. Objetivos particulares 

1. Evaluar el desarrollo y la morfología de las hifas de R. stolonifer expuestas a 

diferentes concentraciones de quitosano, oligoquitosano y aceites esenciales de 

clavo y canela. 

2. Evaluar los cambios en el pH del medio de cultivo provocados por R. stolonifer 

debido a la presencia de quitosano, oligoquitosano y de los aceites esenciales de 

clavo y canela. 

3. Determinar el efecto del quitosano, oligoquitosano y de los aceites esenciales sobre 

la salida de proteínas celulares de R. stolonifer.  

4. Evaluar los cambios de forma indirecta en la integridad de la membrana plasmática 

por la presencia de las diferentes concentraciones de los compuestos probados. 

5. Determinar el efecto del quitosano, oligoquitosano y aceites esenciales sobre la 

ultraestructura de las hifas de R. stolonifer  

6. Cuantificar los cambios en el consumo de oxígeno por efecto de los tratamientos 

sobre las células de R. stolonifer. 
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5. MATERIALES Y MÉTODOS 

El presente trabajo se realizó en el Laboratorio de Fitopatología del Departamento de 

Interacciones Planta-Insecto del Centro de Desarrollo en Productos Bióticos  del Instituto 

Politécnico Nacional y en la Escuela Nacional de Ciencias Biológicas del Instituto 

Politécnico Nacional.  

 

5.1. Material biológico 

Se utilizó cepa Rhizopus stolonifer (Ehrenb.:Fr.) Vuill. R3 aislada de frutos de jitomate 

(Lycopersicum esculentum Mill.) tipo “Saladette” infectados naturalmente y cosechados en 

el municipio de Yautepec, Morelos (Hernández-Lauzardo et al., 2006). 

 

5.2. Preparación del inóculo 

La cepa R3 de R. stolonifer se cultivó en medio de cultivo agar dextrosa y papa (PDA) a 25 

° C ± 4 ° C hasta que cubrió la superficie de la caja Petri (100 x 15 mm). Posteriormente, se 

aplicó agua destilada estéril y con una varilla de vidrio se raspó el micelio para obtener las 

esporangiosporas, mismas que se recuperaron en un vaso de precipitado. Las esporas se 

cuantificaron en una cámara de Neubauer y se diluyeron hasta una concentración de 1 x 10
6
 

esporas mL
-1

 como lo utilizó Alvarado (2009), para su uso en los bioensayos. 

Se utilizó el medio mínimo líquido (MM) para evaluar todas las variables a analizar como 

respuesta de R. stolonifer por el efecto de los tratamientos de quitosano, oligoquitosano y 

de los aceites esenciales. La descripción del medio MM (Guerra-Sánchez et al., 2009) se 
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presenta en el anexo 1. Se colocó 50 mL de MM en matraces Erlenmeyer con capacidad de 

125 mL y se esterilizaron a 15 lb por 20 minutos posteriormente se les adicionaron los 

diferentes tratamientos a las diferentes concentraciones probadas y por último se inocularon  

con R. stolonifer. Los matraces se colocaron en una incubadora orbital INO650V-7 a 25°C 

y 140 rpm.  

 

5.3. Preparación de la solución de quitosano y oligoquitosano 

Para preparar la solución concentrada de 20 mg mL
-1

 de quitosano de bajo peso molecular 

(Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA, con un grado de desacetilación del 75 – 85 %) se 

pesaron 2 g del polímero en una balanza analítica y se disolvieron en 50 mL de agua 

destilada estéril después se añadieron 2 mL de ácido acético, se homogenizó por agitación 

constante durante 24 h. Posteriormente, se ajustó el pH a 5.6 adicionando NaOH (1N). La 

solución se filtró con una gasa y se aforó hasta 100 mL con agua destilada, se esterilizó en 

autoclave a 121 °C durante 15 minutos. A partir de esta solución de quitosano (20 mg mL
-1

) 

se prepararon las soluciones 0.5, 1.0 y 2.0 mg mL
-1

 (Guerra-Sánchez et al., 2009). 

El oligoquitosano (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA)  sólido, se disolvió directamente 

en el MM para obtener las concentraciones de 0.5, 1.0 y 2.0 mg mL
-1

 en 50 mL de MM 

(concentraciones utilizadas por Robles, 2009). 

 

5.4. Preparación de la solución de aceites esenciales 

Los aceites esenciales de clavo y canela grado reactivo (MEYER), se pesaron 100 mg y se 

mezclaron con 20 mg de Tween 80 (como dispersante), se aforaron a 20 mL con agua 
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destilada estéril de forma independiente. A partir de estas soluciones concentradas (5 mg 

mL
-1

) se prepararon las concentraciones finales de 0.05, 0.1 y 0.15 mg mL
-1

 diluyéndolas 

en 50 mL de MM. 

 

5.5. Evaluación de los cambios morfológicos de hifas de Rhizopus stolonifer     

Los cambios morfológicos en R. stolonifer ocasionados por los tratamientos se evaluaron 

de acuerdo a lo reportado previamente por García (2008). 

Los 13 matraces previamente inoculados con R. stolonifer (punto 5.2.) se colocaron en 

una incubadora a 25ºC. Después de 24 h se tomaron tres muestras del micelio de cada 

tratamiento y cada concentración, se colocaron sobre un portaobjetos, se aplicó azul de 

metileno y se observaron a 4, 10 y 40X en un microscopio óptico (marca Nikon 

Alphaphot-2 YS2). Se realizaron tres observaciones de cada tratamiento. Las variables de 

respuesta fueron: forma, grosor y ramificaciones (cualitativas). 

 

5.6. Evaluación de los cambios en el pH del medio durante el crecimiento de Rhizopus 

stolonifer  

Matraces con medio MM y esterilizados se les aplicaron los tratamientos como se indica en 

el cuadro 2 posteriormente se inocularon con R. stolonifer, se colocaron sin agitación a una 

temperatura de 25 ° C ± 4 ° C. Después de 24 h, se colectó el medio de cultivo, se 

centrifugó a 10 000 rpm por 10 min para eliminar las esporas y se determinó el pH del 

medio de cultivo con un potenciómetro (Accumet pH meter 910®). Se utilizaron 3 
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repeticiones por tratamiento y el experimentó se repitió dos veces. Se obtuvo el promedio y 

el error estándar de cada tratamiento. La variable de respuesta fue el valor de pH, para el 

análisis estadístico se realizo un ANOVA de una sola vía, se uso el programa Sigma Stat 

3.5. 

Cuadro 2. Evaluación de los cambios de pH de los medio de cultivo durante el crecimiento de 

Rhizopus stolonifer en MM y adicionados con diferentes concentraciones de compuestos 

naturales 

TRATAMIENTOS REPETICIONES COMPUESTO mg mL
-1

 

T0 3 Medio Mínimo  - 

T1 3 R. stolonifer - 

T2 3 R. stolonifer + quitosano  (0.5, 1.0, 2.0) 

T3 3 R. stolonifer + oligoquitosano  (0.5, 1.0, 2.0) 

T4 3 
R. stolonifer + aceite esencial de 

clavo 

(0.05, 0.1, 0.15) 

T5 3 
R. stolonifer + aceite esencial de 

canela  

(0.05, 0.1, 0.15) 

Nota: A cada matraz se le adicionó una solución de 1 x 10 
6 

esporas mL
-1

, con excepción el 

tratamiento testigo (T0).  

 

5.7 Cuantificación de la salida de proteínas celulares 

Los experimentos posteriores se realizaron en el Laboratorio de Bioquímica Microbiana del 

Departamento de Microbiología de la Escuela Nacional de Ciencias Biológicas del Instituto 

Politécnico Nacional. Matraces con MM esterilizados se les aplicaron los tratamientos 

como se indica en el Cuadro 2 y posteriormente se inocularon con R. stolonifer. Los 

matraces se incubaron a 25 ° C en agitación constante (140 rpm) durante 24 h, 

posteriormente, en condiciones de esterilidad, se vació el contenido del matraz (biomasa y 
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medio de cultivo) en tubos y se centrifugaron a 10 000 rpm a 4 °C durante 5 min, el 

sobrenadante se recuperó en tubos de plástico tipo Falcon y se almacenaron a -70 ºC hasta 

su posterior uso, para este experimento se establecieron seis repeticiones por tratamiento. 

La concentración de proteínas se determinó por el método de Lowry (Lowry et al., 1951) 

(Anexo 2) Para esta prueba se u utilizó albúmina de suero de bovino (BSA) como proteína 

estándar con la que se construyó una curva tipo con el stock de BSA (0.5 mg mL
-1

). Para 

elaborar la curva tipo, diferentes volúmenes del stock de BSA y los reactivos A y B del kit 

comercial (Kit-comercial 500-0114 BioRad) (Anexo 2), fueron mezclados en un Vortex y 

se incubaron a 25 ± 2° C durante 10 min, posteriormente se realizó la lectura en un 

espectrofotómetro a una longitud de onda de 655 nm, el equipo se ajustó a 0 con el tubo 1 

(blanco de reactivos). La curva tipo se realizó por duplicado. Posteriormente, se 

interpolaron las lecturas de absorbancia obtenidas para cada sobrenadante en la curva tipo y 

se convirtieron las absorbancias en g L
-1

. 

 

5.8. Determinación de la integridad de la membrana plasmática de hifas de Rhizopus 

stolonifer 

Matraces con MM previamente esterilizados se les aplicaron los tratamientos como se 

marca en el Cuadro 2, y posteriormente se inocularon con R. stolonifer, los matraces se 

incubaron a 25 ° C en agitación constante (140 rpm) durante 12 h, las muestras fueron 

tratadas de acuerdo a los descrito en (Molecular Probes, 1999). En condiciones de 

esterilidad se vació el contenido del matraz (esporas germinadas y medio de cultivo) en 
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tubos y se centrífugo (10 000 rpm durante 10 min), se elimino el sobrenadante y las esporas 

germinadas se lavaron con un regulador de fosfatos (50 mM Na2HPO4 pH 7.0) para 

eliminar residuos del medio de cultivo y posteriormente se les adicionó como colorante 

ioduro de propidio a una concentración de 10 µg mL
-1

; se incubaron durante cinco minutos 

a 25 °C para después lavarlas con el regulador de fosfatos tres veces para eliminar restos 

del colorante y se dejaron finalmente en el regulador de fosfatos. 

En un microscopio de fluorescencia (40 X). Se tomaron alícuotas de 5 µl y se observaron 

las esporas, se cuantificó el número de esporas y la cantidad de esporas teñidas de tres 

campos aleatorios. La variable de respuesta fue el porcentaje de integridad de membrana 

(% IM) calculado a partir de las esporas teñidas con la formula que se muestra a 

continuación: 

IM (%)=   No. esporas totales – No. esporas teñidas x 100   

                     No. esporas totales 

 

5.9. Efecto del quitosano, oligoquitosano y aceites esenciales sobre la ultraestructura 

de las hifas de Rhizopus stolonifer  

A matraces con MM esterilizados, se aplicaron las concentraciones más altas de los 

diferentes tratamientos que se muestran en el cuadro 2 y posteriormente se inocularon con 1 

mL de una suspensión de esporas de 3 X 10
7 

esporas mL
-1 

de R.stolonifer. Los cultivos se 

incubaron a 25°C en agitación constante (140 rpm). Después de 12 h el contenido de cada 

tratamiento se colocó por separado en tubos y se centrifugó (10 000 rpm durante 10 

minutos); la biomasa de cada tratamiento se recuperó en tubos eppendorf con capacidad de 
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1.5 mL, las muestras de micelio se trataron de acuerdo a lo descrito por Bozzola et al., 

(1999), para ello se lavaron las muestras tres veces con un regulador de fosfatos y se les 

aplicó glutaraldehído disuelto al 6 % en un regulador de fosfatos. Las muestras se 

incubaron a 4º C por 24 h, posteriormente, se lavaron tres veces con una “solución  de 

lavado” constituido por el regulador de fosfatos, sacarosa (5 %) y una gota de cloruro de 

calcio (CaCl2) al 1 %. Las muestras se colocaron durante 2 h en una solución de tetraóxido 

de osmio al 1% y a 4 ºC. Después se deshidrataron gradualmente con etanol al 10, 20, 30, 

40, 50, 60, 70, 80 y 90 %, haciendo los cambios cada 10 min, seguido de tres 

deshidrataciones con alcohol absoluto durante 10 minutos. Al término, las muestras,  se 

colocaron en una mezcla de alcohol absoluto: óxido de propileno durante 20 minutos en 

diferente relación (2:1, 1:1 y 1:2). Posteriormente, se colocaron en una mezcla de óxido de 

propileno: resina (Epon) (relación 2:1, 1:1 y 1:2) por 1 h en cada mezcla y después se 

dejaron polimerizar en la resina a 60 ºC por 24 h. 

Una vez que las muestras se deshidrataron y polimerizaron, se realizaron cortes de 70 nm 

en micrótomo, y se colocaron en una rejilla de cobre, se contrastaron con acetato de uranilo 

acuoso y acetato de uranilo etanólico durante 15 min por separado, se enjuagaron de 20-30 

veces con agua destilada estéril en cada cambio; finalmente se colocaran en una solución de 

plomo al 1% en agua con alcohol al 1% durante 20 minutos después se enjuagaron con 

agua destilada estéril. Las muestras se secaron a temperatura ambiente y se observaron en 

un microscopio electrónico de transmisión TEM JEOL-1010 a 60 kV. Se midieron seis 

células tomadas al azar de cada tratamiento, cada célula se dividió en cuatro cuadrantes 

(superior, inferior, derecho e izquierdo) y se midió el grosor de la pared en seis puntos de 
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cada cuadrante de cada célula, por medio de la imagen obtenida con el microscopio 

conectado a un ordenador, mediante un sistema de cámaras de transmisión electrónica, con 

el programa AMT. La variable de respuesta fue el grosor de la pared celular (nm). El 

análisis estadístico realizado consistió en un  Kruskall-Wallis. 

 

5.10.  Evaluación de los cambios en el consumo de oxígeno 

Para determinar los cambios en el consumo de oxígeno se siguió la metodología utilizada 

por Robles (2009) para lo cuál matraces con MM previamente esterilizados e inoculados de 

la forma que se indica en el cuadro 2 se incubaron a 25 ° C en agitación constante (140 

rpm), después 6 h, el contenido de los matraces se colocó en tubos y se centrifugaron (10 

000 rpm) durante 10 minutos a 4 ° C, se eliminó el sobrenadante y el pellet se colocó en 

tubo eppendor donde se lavó tres veces con agua destilada estéril, el peso del pellet se 

determino por diferencia de peso, es decir; se peso el tubo eppendorf antes y después de 

colocar el pellet. Finalmente al pellet se le agregó su mismo peso en buffer de respiración 

(20 mM Hepes-KOH pH 7.0, 5mM K2HPO4, 135 mM KCL y 5 mM MgCl2) y se 

homogenizó en Vortex. De esta solución se tomaron 25 ml y se colocó en una cámara de 

respiración la cuál se aforó a 1 mL de reacción con el regulador de fosfatos (20 mM Hepes-

KOH pH 7.0, 5mM K2HPO4, 135 mM KCL y 5 mM MgCl2) y se incubó a 25° C. El 

consumo de oxígeno se midió polarográficamente empleando un electrodo de oxígeno tipo 

Clark (Oxímetro Equipar YSI, unido a un Biological Oxygen Monitor 5 300A), unido a un 

ordenador para graficar la cantidad de O2 consumido/segundo. La variable de respuesta fue 

cantidad de O2 consumido/minuto (nmol O2/min). 
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6. RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

6.1. Cambios morfológicos 

El quitosano en las tres concentraciones produjo cambios morfológicos en las esporas y/o 

hifas de R. stolonifer observándose pequeñas masas y menor desarrollo del micelio, además 

malformaciones como engrosamiento de las hifas y ramificaciones muy cortas (Figuras 5B, 

5C, 5D), en cambio en el testigo se observó una pequeña masa miceliar laxa (Figura 5A). 

Estos resultados concuerdan con El Ghaouth et al. (1992b) quienes reportaron que el 

quitosano ocasiona modificaciones morfológicas en R. stolonifer, así como también García 

(2008) reportó modificaciones en la morfología de esporas de R. stolonifer al ser tratadas 

con quitosano en las mismas concentraciones de quitosano reportadas en este trabajo. 

Adicionalmente, estas observaciones concuerdan con lo reportado por Robles (2009) quien 

reportó malformaciones semejantes en células de R. stolonifer tratadas con quitosano u 

oligoquitosano (1 mg mL
-1

), durante las primeras 3 y 6 h.  
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Figura 5. Microfotografías de hifas de R. stolonifer (40X) en MM (A) Testigo. (B) quitosano [0.5 

mg mL
-1

]. (C) quitosano [1.0 mg mL
-1

]. (D) quitosano [2.0 mg mL
-1

]. 
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Las esporas de R. stolonifer tratadas con las tres concentraciones de oligoquitosano se 

observó mayor inhibición en la germinación de las esporas y una inhibición total en el 

desarrollo de hifas y micelio (Figura 6B, 6C y 6D), al compararlas con el quitosano. Estos 

resultados, concuerdan con Meng et al. (2010) quienes reportaron que la germinación de las 

esporas y la elongación del tubo germinal de las esporas de Alternaria kikuchiana y 

Physalospora piricola fueron significativamente inhibidos por oligoquitosano y este afectó 

fue mayor en comparación del quitosano, como fue el caso en este trabajo. 

Las esporas tratadas con oligoquitosano mostraron una afectación mas marcada, seguidas 

por las tratadas con quitosano, posteriormente las tratadas con aceite esencial de clavo; las 

tratadas con aceite de canela fueron las que presentaron las menores afectaciones. 
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Figura 6. Microfotografías de hifas de R. stolonifer (40X) en MM. (A) Testigo. (B) oligoquitosano 

[0.5 mg mL
-1

]. (C) oligoquitosano [1.0 mg mL
-1

]. (D) oligoquitosano [2.0 mg mL
-1

]. 

A B 

C D 
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Las esporas tratadas con aceite esencial de clavo a las tres concentraciones, se observó un 

menor desarrollo de las hifas ya que lograron germinar con algunos contornos irregulares 

(Figura 7B, 7C); en la concentración de 0.15 mg mL-1 la inhibición del desarrollo  de las 

hifas fue mas marcado en comparación con el testigo (7D y 7A). 

Beg y Ahmad (2002) reportaron que el efecto fungicida del aceite esencial de clavo al 5% 

contra: Alternaria alternata, Fusarium chlamydosporum, Helminthosporum oryzae y 

Rhizoctonia bataticola fue de una lisis de los conidios del 20 al 40% e inhibición del 

crecimiento micelial a las 72 h de incubación. Sin embargo, a mayor concentración del 

aceite de clavo (10 a 20 %), los conidios se lisaron entre las 24 h de incubación. 

 Algunos aceites esenciales con actividad antimicrobiana poseen modos de acción que 

incluyen desde una reducción del crecimiento de hifas, inducción de lisis, cambios en la 

composición de la célula, ruptura de la membrana plasmática, desorganización estructural 

de las mitocondrias e interferencia de las reacciones enzimáticas de la membrana 

mitocondrial (Tripathi y Dubey, 2004; Burt 2004), en el presente experimento se observó 

inhibición del crecimiento micelial ocasionado por el aceite esencial de clavo sobre R. 

stolonifer. Barrera-Necha et al. (2008), reportaron que de nueve aceites esenciales 

evaluados contra Colletotrichum gloeosporioides, el aceite de clavo estuvo entre los que 

poseen mejor inhibición en la germinación de los conidios y crecimiento micelial.  
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Figura 7. Microfotografía de las hifas de R. stolonifer (40X) en MM (A) Testigo. (B) aceite esencial 

de clavo [0.05 mg mL
-1

]. (C) aceite esencial de clavo [0.1 mg mL
-1

]. (D) aceite esencial de clavo 

[0.15 mg mL
-1

]. 

A B 

C D 
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Las esporas en el aceite esencial esencial de canela en las tres concentraciones se observó, 

como en los casos anteriores; un acortamiento en el desarrollo de las hifas, lográndose la 

germinación sin llegar al desarrollo de micelio (Figuras 8B, 8C, 8D). 

El aceite esencial de canela fue efectivo en el control de Aspergillus flavus y A. parasiticus 

que a partir de la dosis mínima de 0.05 mg mL
-1

 presentó inhibición de los hongos 

(Senanayake et al., 1978; García et al., 2006); esta reportado que el compuesto fungitóxico 

más activo del aceite de canela es el  aldehído cinámico, sin embargó se han reportado 

hasta 17 compuestos (Jham et al., 2005). 
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Figura 8. Microfotografías de las hifas de R. stolonifer (40X) en MM (A) Testigo.  (B) aceite 

esencial canela [0.05 mg mL
-1

]. (C) aceite esencial de canela [0.1 mg mL
-1

].  (D) aceite esencial de 

canela [0.15 mg mL
-1

]. 

A B 

C D 



37 

 

6.2. Variaciones en el pH del medio durante el crecimiento de R. stolonifer 

El pH del medio del cultivo mostró diferencias significativas por efecto de los tratamientos. 

En el Cuadro 3 se muestra que el MM sin inocular que fungió como testigo se mantuvo sin 

cambios en el pH (4.4), que es el pH que inicialmente tuvieron todos los tratamientos; 

mientras que el crecimiento de R. stolonifer en el MM disminuyó el pH del medio (3.5). 

Una disminución similar se observó cuando el hongo creció en presencia de los aceites 

esenciales de clavo (3.7 – 4.0) y canela (3.7). Sin embargo, el crecimiento de R. stolonifer 

en presencia de oligoquitosano evitó la acidificación adicional del medio de cultivo, 

manteniéndose el pH en valores promedio de 4.3, sin diferencias estadísticas al testigo 

(MM sin inocular). Finalmente, el crecimiento del hongo en presencia de quitosano 

provocó incrementos estadísticamente significativos en el pH del medio (5.3 y 5.4) 
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Cuadro 3. Modificación del pH del medio a las 24 h de cultivo por 

efecto del crecimiento de Rhizopus stolonifer bajo tratamiento con 

diferentes concentraciones de quitosano, oligoquitosano, aceite 

esencial de clavo y de canela.  

Tratamiento (mg mL
-1

)     pH 

MM sin R. stolonifer 4.4 ±  0.0 b 

MM con R. stolonifer 3.5 ±  0.05 d 

Quitosano  0.5 5.3 ±  0.05 a 

Quitosano  1.0 5.4  ±  0.01 a 

Quitosano  2.0 5.4  ±  0.02 a 

Oligoquitosano  0.5 4.3  ±  0.12 b 

Oligoquitosano 1.0 4.3  ±  0.03 b 

Oligoquitosano  2.0 4.3  ±  0.03 b 

Aceite esencial clavo 0.05 3.8  ±  0.30 cd 

Aceite esencial clavo 0.1 3.7  ±  0.20 cd 

Aceite esencial clavo 0.15 4.0  ±  0.28 bc 

Aceite esencial canela  0.05 3.7    ±  0.05 cd 

Aceite esencial canela  0.1 3.7  ±  0.05 cd 

Aceite esencial canela  0.15 3.7  ±  0.19 cd 

Media y desviación estándar n=3. Diferentes letras indican 

diferencias estadísticas significativas P<0.050 de acuerdo a la 

comparación de medias de Tukey. 
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Los hongos en general y R. stolonifer en particular, tienden a acidificar los medios de 

cultivo donde se desarrollan (García-Rincón et al., 2010; Hernández-Lauzardo et al., 2011). 

Esta acidificación puede ser debida a la salida del interior de las células de moléculas 

ácidas o por la elevada actividad de la enzima H
+
- ATPasa la cual bombea una gran 

cantidad de protones al exterior celular para generar y mantener un potencial eléctrico 

transmembranal (Scarborought, 2000), el cual es fundamental para el transporte activo 

celular. 

La presencia de los aceites esenciales de clavo o canela en el medio de cultivo, no afectó el 

comportamiento de R. stolonifer en relación a la acidificación del medio de cultivo, al 

parecer los aceites esenciales de clavo y canela no afectan la fisiología de R. stolonifer a 

este nivel. No se encontraron estudios que reporten este comportamiento en algún hongo 

fitopatógeno. 

Por otro lado, la presencia del oligoquitosano en el medio evitó que el crecimiento del 

hongo disminuyera el pH, es decir, que el oligosacárido afectó el comportamiento 

fisiológico de R. stolonifer. Este compuesto podría estar afectando la integridad de la 

membrana, su funcionalidad o la actividad de la enzima H
+
- ATPasa. Este  efecto del 

oligoquitosano no ha sido reportado. Tampoco se ha reportado una actividad amortiguadora  

o de “buffer” del oligoquitosano, sin embargo; los compuestos que acidifican el medio de 

cultivo productos del metabolismo de R. stolonifer, podrían estar interaccionando con las 

cargas positivas de los grupos amino del oligoquitosano. 
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En el caso del quitosano, se observó que este compuesto no solo evitó la acidificación 

adicional del medio de cultivo sino que incluso indujo el incremento del pH del mismo. 

Este efecto del quitosano sobre R. stolonifer ha sido reportado recientemente (García-

Rincón et al., 2010). Se ha propuesto que las cargas positivas del quitosano interactúan con 

las cargas negativas de los fosfolípidos de la membrana del hongo afectando la estructura y 

funcionalidad de la misma. Hernández-Lauzardo et al. (2011) concluyeron que el daño 

causado por el quitosano en la membrana plasmática de R. stolonifer puede alterar la 

actividad de la enzima H
+
- ATPasa afectando las funciones fisiológicas y metabólicas de 

este hongo fitopatógeno. Se sugiere que el quitosano pudiera estarse uniendo a la 

membrana formando una especie de capa que impide que se lleve a cabo el transporte a 

través de la membrana de forma normal. Tal vez al haber una inhibición en la enzima 

ATPasa sea la razón de que suceda un incrementó del pH del medio. 

El quitosano indujo una mayor diferencia en el cambio del pH del medio de cultivo en R. 

stolonifer y presentó un comportamiento distinto o mecanismos de acción diferentes con 

respecto a los otros compuesto naturales probados en este trabajo. 
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6.3. Liberación de proteínas celulares  

Los resultados obtenidos en los ensayos de evaluación de la liberación de proteínas 

celulares por la técnica de Lowry mostraron que la cantidad de proteínas totales que se 

detectaron en los tratamientos con quitosano fluctuaron entre 0.01-0.09 µg mL
-1

 y el 

método de Lowry no es suficientemente sensible para determinar con precisión  cantidades 

inferiores a 0.1 µg mL
-1

 de proteínas (Fernández, 1986). 

Por ello se procedió a realizar un ensayo para detectar otras interferencias en la técnica,  

habiendo varios compuestos y sustancias capaces de ocasionar dichas interferencias 

(Peterson, 1979), debido a los compuestos utilizados para los tratamientos, se demostró que 

los tratamientos que contenían únicamente quitosano ocasionaban interferencia, y los 

tratamientos que contenían aceites esenciales ocasionaron una interferencia aún mayor, 

arrojando lecturas en el espectrofotómetro con mucha fluctuación; al parecer las moléculas 

aromáticas que integran los componentes de los aceites esenciales ocasionan interferencia 

en los ensayos de técnicas para proteínas y en las lecturas espectrofotométricas (Winters y 

Minchin, 2005). Por lo anterior se concluyó que con la técnica utilizada y las condiciones 

experimentales empleadas, no fue posible de obtener resultados concluyentes.  

Hay otra técnica para cuantificación de proteínas “Método Kjeldahl” o el “Método 

Dumas” que podría ser utilizada para cuantificar las proteínas, en los tratamientos que 

utilizan aceites esenciales o el quitosano, ya que se basa en determinar  la cantidad de 

nitrógeno en ciertos compuestos orgánicos (Espinoza et al., 2000) sin embargo debido a 

que esta técnica lleva tiempo no fue posible llevarla a práctica por ello se sugiere llevarla a 
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cabo en trabajos posteriores para obtener resultados concluyentes, sobre la cantidad de 

proteínas liberadas por R. stolonifer .        

Rabea et al. (2003) indican que las cargas positivas del quitosano y sus derivados 

interaccionan con las cargas negativas de las membranas celulares de microorganismos 

generando cambios en la permeabilidad de las mismas y salida de constituyentes 

intracelulares. El primer estudio de este efecto sobre hongos fitopatógenos lo realizaron El 

Ghaouth et al., (1992b)  quienes reportaron en Botrytis cinerea y Rhizopus stolonifer que 

los tratamientos con quitosano durante tres a veintiún días (1.5 mg mL
-1

) indujeron la salida 

de aminoácidos y proteínas al medio, fueron medidos mediante la técnica de Lowry, 

observándose cantidades de 3.5 a 11.08 mg de proteína / g de tejido; esto hace suponer que 

la técnica de Lowry funcionó debido a que la cantidad de proteínas era suficiente a los tres 

días para pasar la sensibilidad de la técnica. 

Guerra-Sánchez et al., (2009) demostraron en tres aislados de R. stolonifer que la adición 

de quitosano con diferentes concentraciones y pesos moleculares inducía la liberación de 

compuestos intracelulares que absorben a 260 y 280 nm. 

No se encontraron estudios relativos a la posible inducción de liberación de compuestos 

intracelulares por la acción de los aceites esenciales de clavo y canela sobre hongos. 
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6.4. Integridad de la membrana plasmática de R. stolonifer 

En el Cuadro 4 se presentan los resultados obtenidos en los ensayos de determinación de la 

integridad de la membrana plasmática de células de R. stolonifer sometidas durante 12 h a 

diferentes concentraciones de quitosano, oligoquitosano, aceite esencial de clavo o aceite 

esencial de canela. 

Las esporas que no fueron sometidas a ningún tratamiento presentaron un porcentaje de 

95.4% de integridad de membrana, mientras que las células tratadas con quitosano 

presentaron índices de 85.1 a 95.1 oligoquitosano 89.8 a 95.1 aceite de clavo 92.1 a 95.4 y 

aceite de canela 93.3 – 97.5. Estos datos no presentaron diferencias estadísticas 

significativas entre los tratamientos probados. 
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Cuadro 4. Integridad de la membrana plasmática de células de Rhizopus 

stolonifer sometidas durante 12 h a diferentes concentraciones de quitosano, 

oligoquitosano, aceite esencial de clavo o aceite esencial de canela 

TRATAMIENTO (mg mL
-1

) IM (%) 

R. stolonifer 95.4 ± 4.5 

Quitosano 0.5 85.1 ± 13.7 

Quitosano 1.0 90.3 ± 6.5 

Quitosano 2.0 95.1 ± 4.3 

Oligoquitosano 0.5 94.8 ± 4.2 

Oligoquitosano 1.0 89.8 ± 0.7 

Oligoquitosano 2.0 95.1 ± 1.9 

Aceite esencial clavo 0.05 95.4 ± 2.4 

Aceite esencial clavo 0.1 93.9 ± 3.4 

Aceite esencial clavo 0.15 92.1 ± 4.3 

Aceite esencial canela 0.05 93.3 ± 3.5 

Aceite esencial canela0.1 97.5 ± 1.5 

Aceite esencial canela 0.15 95.4 ± 3.3 

Media ± desviación estándar. n=3. Kruskall-Wallis, H=11.499 gl: 12 (P=0.487). IM  

 

Estos resultados no concuerdan con lo reportado por Liu et al., (2007), quienes observaron 

que la integridad de la membrana la cual fue medida con la misma técnica empleada en el 

presente trabajo, disminuyó en los hongos Botrytis cinerea y Penicillium expansum tratados 

con quitosano, siendo más sensible P. expansum; se ha reportado que la pared fúngica esta 

compuesta por un 20-30% de Glicoproteínas y un 10-20% de quitina para el caso de hongos 
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filamentosos (Pontón, 2008), sin embargo; aunque B. cinérea y P. expansum son hongos 

filamentosos al igual que R. stolonifer podría haber diferencias en la proporción de estos 

compuestos en la pared celular, lo cuál ocasione las diferencias encontradas. 

Adicionalmente Hernandez-Lauzardo et al (2011) observaron la disminución (de 95 a 62) 

en la integridad de la membrana plasmática de células de R. stolonifer incubadas durante 6 

horas en presencia de quitosano.  

 Otros investigadores demostraron que el quitosano permeabilizó y penetró la membrana 

plasmática de diferentes células fúngicas (hifas, esporas y tubos germinales) mediante un 

proceso dependiente de energía (ATP), los autores sugirieron que el polímero interactuó 

con los componentes externos de la membrana provocando cambios que implicaron la 

formación de poros por donde penetraron las moléculas de quitosano (Palma-Guerrero et 

al., 2008; 2010). Se ha reportado que el quitosano genera una elevada expresión de  varios 

RNAs mensajeros, principalmente los que codifican para proteínas en la membrana 

plasmática (Zakrzewska et al., 2005). Es probable que en este estudio, después de 12 h de 

incubación con quitosano, las células hayan reparado la integridad de su membrana. Así 

como también es importante considerar los tiempos de incubación que se utilizan para 

evaluar el efecto potencial de los compuestos naturales, y la pérdida de células durante los 

procesos de centrifugado y lavado, por lo que quizás las lecturas puedan tener este error y 

que los resultados no sean los esperados. 

Para el caso de los aceites esenciales no se encontraron reportes en relación a su posible 

efecto sobre la integridad de la membrana plasmática de hongos fitopatógenos. Existen 

estudios realizados con el aceite esencial de canela, que contiene el aldehído cinámico 
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como principal componente, destacando que éste compuesto actúa inhibiendo la producción 

de enzimas intracelulares, tales como amilasas y proteasas, lo que provoca el deterioro de la 

pared y un alto grado de lisis celular (Deans, 1995; Huerta, 2007). Para el caso del 

tratamiento con aceite esencial de clavo, el eugenol es el componente principal (85%) 

(Farag et al., 1989), las concentraciones subletales de este compuesto al parecer inhiben la 

producción de amilasas y proteasas en el caso de B. cereus; también se observó el deterioro 

de la pared celular y un alto grado de lisis celular (Thoroski et al., 1989); el grupo hidroxilo 

del eugenol parece que se une a las proteínas previniendo la acción enzimática en 

Enterobacter aerogenes (Wendakoon y Sakaguchi, 1995). En un trabajo donde se probarón 

mezclas de carvacrol y timol se produjo inhibición en algunas bacterias lo cual se debió a 

daños en la integridad de la membrana, lo que más afecta a la homeostasis del pH y el 

equilibrio de los iones inorgánicos (Lambert et al., 2001), siendo el timol uno de los 

componentes del aceite esencial de clavo (Nassar, 2007)  esto hace suponer que otros 

aceites esenciales puedan tener modos de acción similares en otros microorganismos como 

es el caso de los hongos fitopatógenos. 

Estudios con B. cereus mostró que el carvacrol, componente principal del aceite esencial 

del orégano y el tomillo, interactúa con la membrana plasmática donde se disuelve entre la 

bicapa de fosfolípidos y se cree que se alinea entre las cadenas de ácidos grasos (Ultee et 

al., 2000). Quizás esta distorsión de la estructura física causa la expansión y la 

desestabilización de la membrana, lo que aumenta su fluidez y permeabilidad (Ultee et al., 

2002). La medición de la temperatura media de la fase de transición de los lípidos de las 

membranas bacterianas confirmó que instantáneamente se hizo más fluida en presencia de 
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carvacrol (Ultee et al., 2000), quizás éste sea uno de los modos de acción de otros aceites 

esenciales como el caso del aceite esencial de clavo y la canela. 

Los hongos tratados con aceites esenciales mostraron disminución del crecimiento miceliar, 

tenían una forma irregular con modificaciones de la pared celular y la superficie de la 

célula tenía depresiones. Estas modificaciones en la morfología celular pueden estar 

relacionadas con la interferencia de los componentes del aceite en las reacciones 

enzimáticas de síntesis de la pared celular, lo cuál afecta la morfogénesis de los hongos e 

inhibe su crecimiento (Thobunluepop et al., 2009).  Para el caso de formulados en la 

preservación de hongos benéficos donde se utilizan aceites minerales estos son aceites 

derivados del petróleo, no tóxicos y esterilizados como: la parafina, vaselina o petrolato 

líquido que están constituidos por una mezcla homogénea de hidrocarburos saturados; 

también se utiliza un medio nutritivo líquido, aunque poseen la desventaja de que el hongo 

puede continuar su crecimiento llegando a producirse mutantes (Gato, 2010); estos 

preservantes están libres de compuestos aromáticos como terpenos o fenoles a los cuáles se 

les atribuye la propiedad antifúngica de los aceites esenciales. 

El daño de los lípidos o de las proteínas de la membrana plasmática por los agentes 

antimicrobianos determina que el contenido celular se derrame en el medio circundante e 

interfiera sobre el crecimiento de la célula (Tortora et al., 2007).  
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6.5. Cambios en la ultraestructura de Rhizopus stolonifer 

En las Figuras 9 y 10 se presentan las imágenes obtenidas mediante microscopía electrónica 

de transmisión de las esporas de R. stolonifer sometidas durante 12 h a las concentraciones 

mas altas de quitosano, oligoquitosano (2.0 mg mL
-1

), aceite esencial de clavo y aceite 

esencial de canela (0.15 mg mL
-1

). 

En general se observaron engrosamientos significativos de la pared celular (flechas rojas) 

de las células fúngicas en comparación con el testigo (figura 9A) tratadas con quitosano, 

oligoquitosano y aceite esencial de clavo, también se muestra una elevada vacuolización 

(flecha blanca)(Figura 10B) que fue observada en las células tratadas con oligoquitosano.  

En el caso del testigo (cuadro 5) se observó la presencia de la pared celular presentando un 

grosor normal (70.3 nm) y la membrana celular bien definida (figura 9A). 

Las imágenes de las células de R. stolonifer crecidas en presencia de quitosano se observó 

engrosamiento de la pared celular (269.3 nm) además de unas formaciones laminares 

(flecha verde) en el interior de la pared (Figura 9B), las cuales no se observan en las células 

no tratadas con quitosano (Figura 9A).  

Las células tratadas con oligoquitosano se observó el engrosamiento de la pared (206.2 nm) 

y vacuolización (Figura 10B), cabe destacar que para este tratamiento fue difícil obtener 

imágenes ya que la gran mayoría de las células encontradas se hallaban huecas debido a la 

vacuolización la cual se incrementaba al pasar el haz de electrones del microscopio de 

transmisión, lo cuál indica que el daño intracelular que genera este compuesto es muy 

amplio corroborando las grandes variaciones morfológicas inducidos por este compuesto en 

las células fúngicas.  
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Las células tratadas con aceite esencial de clavo (Figura 9D) también mostraron 

engrosamiento de la pared celular (242.9 nm) (Cuadro 5), además presentaron 

ornamentaciones denominadas “crestas”, las cuales son propias de la espora (Figura 9D). 

La emergencia del tubo germinal aparece a partir de las 3 a 5 h (Van Etten et al., 1974; 

Hess y Weber, 1972), evidenciando un severo retraso en la germinación de las mismas y 

una pared celular muy oscura con marcadas líneas laminares, comparando estas imágenes 

con las de los otros tratamientos se observó que no hay crestas en las esporas de los otros 

tratamientos, sin embargo; en la mayoría de las células de este tratamiento mostraron las 

crestas. 

El engrosamiento inducido en la pared celular de R. stolonifer por el aceite esencial de 

canela, aunque fue visible no fue estadísticamente diferente al testigo (cuadro 5).  

Evidentemente, el quitosano provocó el mayor engrosamiento de la pared celular de R. 

stolonifer, el incremento en el espesor de la pared fue de 283% un aumento de casi tres 

veces con respecto a la pared celular de las células no tratadas. Estos resultados coinciden 

con lo obtenido por El Ghaouth et al. (1992b) quienes demostraron cambios en la 

ultraestructura de R. stolonifer, en particular resaltaron el incremento en el espesor de la 

pared celular.  

Recientemente, se ha reportado que el quitosano puede inducir el engrosamiento de la pared 

celular de algunos hongos (Palma-Guerrero et al., 2008; Vesentini et al., 2007), sin 

embargo; hasta ahora no existe información de este fenómeno en células de R. stolonifer. El 

engrosamiento de la pared celular de R. stolonifer puede ser un mecanismo de protección a 

la presencia del quitosano en la superficie celular o que la regulación de la actividad de 
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enzimas glucano sintetasa y quitina sintetasa que están involucradas en la síntesis de la 

pared celular, durante la morfogénesis se vea afectada debido a la presencia de los 

policationes en la superficie de la célula (Adams, 2004). Efectos similares de 

engrosamiento de la pared celular se han observado cuando las esporas de R. stolonifer se 

incubaron en condiciones de anaerobiosis (Bussel et al. ,1969). Posiblemente, el 

engrosamiento de la pared celular de R. stolonifer sea una respuesta celular de protección 

ante ciertas condiciones de estrés. Esta hipótesis se fortalece con los resultados obtenidos 

con el aceite esencial de clavo, donde también se observó un incremento significativo en el 

grosor de la pared celular. 

Los resultados relativos a la vacuolización inducida por el oligoquitosano (Figura 10B) en 

células de R. stolonifer son acordes a lo reportado por Xu et al. (2007) quienes demostraron 

que el quitosano afectó la ultraestructura general de Phytophthora capsici y en particular 

indujo una severa vacuolización. 

No existen en la literatura estudios de la acción de los aceites esenciales de clavo y canela 

sobre la pared celular de R. stolonifer, solamente existen algunos reportes de aceites 

esenciales de otros vegetales que pueden actuar sobre hongos diferentes. Recientemente se 

reportó de un ligero engrosamiento de la pared celular de Phytophthora cactorum inducido 

por el metileugenol, componente principal del aceite esencial de jengibre, también se 

reportaron invaginaciones de la membrana plasmática, pero no se observó incremento de 

vacuolas de estas células (Dan et al., 2010). 

Los observaciones relativas al engrosamiento estadísticamente significativo (Cuadro 5) de 

la pared celular de R. stolonifer provocado por el quitosano, oligoquitosano y el aceite 
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esencial de clavo son novedosas y generan perspectivas interesantes de investigación para 

conocer si otros compuestos antifúngicos también tienen la capacidad de provocar el 

engrosamiento de la pared, lo que indicaría que este proceso de engrosamiento es una 

respuesta generalizada de defensa a la presencia de ciertos compuestos con actividad 

antifúngica. La afectación por estrés de los tratamientos podría sobreactivar la síntesis de 

pared celular por activación de la quitina sintetasa encargada de la producción de quitina 

para la formación de la pared célula. La quitina es necesaria para la integridad de la pared 

celular de hongos ya que proporciona fuerza a través de los enlaces de hidrógeno de las 

múltiples cadenas dispuestas en microfibrillas de quitina; en hongos filamentosos, la 

proporción de quitina puede ser del 40% (Bartnicki-Garcia y Lippman, 1969). 
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Figura 9. Microscopía electrónica de transmisión de R. stolonifer (100 000X) en 

MM durante 12 h (A) Testigo. (B) quitosano [2.0 mg mL
-1

]. (C) oligoquitosano 

[2.0 mg mL
-1

]. (D) aceite esencial de clavo [0.15 mg mL
-1

]. 

B A 

C D 

crestas 
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Figura 10. R. stolonifer durante 12 h en MM (40 000X) (A) Testigo. R. 

stolonifer (10 000 X) en oligoquitosano (mostrando la gran cantidad de vacuolas) 

(B). R. stolonifer + aceite esencial de canela [0.15 mg mL
-1

] (C). 
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Cuadro 5. Grosor de la pared celular de R. stolonifer crecidas 

durante 12 h en presencia de quitosano, oligoquitosano, aceite 

esencial de clavo o aceite esencial de canela. Las determinaciones 

se realizaron mediante microscopia electrónica de transmisión. 

TRATAMIENTOS 

(mg mL
-1

) 

GROSOR DE LA PARED 

CELULAR (nm) 

 

Testigo 
     70.3 

 

 ± 14.1  a 

 

Quitosano 2.0 
269.3 

 

 ± 66.1 b 

 

Oligoquitosano 2.0 
206.2 

 

 ± 45.4 b 

 

Clavo 0.15 242.9  ± 39.6 b 

Canela 0.15 
167.2 

 

 ± 27.9 a 

 

Se muestra las medias ± desviación estándar. n=6. Diferentes letras 

indican diferencias estadísticas Kruskall-Wallis, H=17.2, gl 4 

(P=0.002). 
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6.6. Cambios en el consumo de oxígeno 

Con el propósito de analizar la capacidad respiratoria de Rhizopus stolonifer bajo el efecto 

de los tratamientos de quitosano, oligoquitosano y aceites esenciales de clavo y canela, se 

determino el consumo de oxigeno en preparaciones expuestas a estos compuestos durante 

6h. 

Con las diferentes concentraciones de quitosano se observa en la Figura 11 que el consumo 

de O2 es más rápido a concentraciones menores de quitosano (0.5 mg mL
-1

) en 

comparación con las concentraciones de (1.0 y 2.0 mg mL
-1

). 

 Correspondiente al efecto del oligoquitosano las células expuestas a las concentraciones 

menores (0.5 y 1.0) mostrarón una mayor rapidez en el consumo de O2 con respecto a la 

concentración de 2.0 mg mL
-1

 y el testigo. 

Este efecto de aceleración de la respiración se muestra con mayor de talle en el Cuadro 6, el 

cuál corresponde a los trazos polarográficos de las figuras 11 y 12,  la cantidad de células 

añadidas en el testigo corresponde en peso a la mitad de la cantidad de células añadidas en 

los tratamientos con quitosano y oligoquitosano, se utilizó la misma cantidad de células 

para inocular todos los matraces como se menciona en el punto 5.2. de materiales y 

métodos; pero el desarrollo de las esporas al germinar provoco que se recuperaran distintas 

cantidades; siendo esto también influenciado por las malformaciones globosas que suceden 

en las esporas tratadas con quitosano y el menor desarrollo de las células tratadas con 

aceites esenciales, principalmente con aceite esencial de clavo. Sin embargo, hay que 

recordar que aunque se utilizó menor cantidad en masa de células, esto es en peso húmedo 

y pueden no reflejar la cantidad exacta de células, ya que en los tratamientos con los aceites 
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esenciales las células parecen no hubieran germinado, por lo cuál en relación al peso, 

probablemente se encuentren mas células en los tratamientos con aceites esenciales que en 

los tratamientos con quitosano y oligoquitosano. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 11. Consumo de O2 por R. stolonifer en MM (mg mL 
-1

), tratamientos quitosano a 

0.5 (QUIT 0.5), quitosano a 1.0 (QUIT 1.0), quitosano a 2.0 (QUIT 2.0), oligoquitosano  a 

0.5 (OLI 0.5), oligoquitosano a 1.0 (OLI 1.0), oligoquitosano 2.0 (OLI 2.0) y testigo 

(TESTIGO). Las flechas indican el tiempo (min) de consumo de O2 

A. 10.7 min 

B. 16.5 min 

C. 18.11 

min 

D. 12.2 min 

E. 8.2 

min 
F. 11.0 

min 
G. 27.5 min 
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En la Figura 12 se presentan los resultados de consumo de oxígeno obtenidos con las 

células tratadas con los aceites esenciales de clavo y canela. Se observa que los aceites 

esenciales ocasionan una aceleración en el consumo de oxígeno, a excepción del aceite de 

clavo en la máxima concentración probada (0.15 mg mL
-1

), siendo este comportamiento 

producto de la  menor cantidad de esporas colocadas en la cámara de respiración, sin 

embargo al extrapolar los datos se observa un consumo de oxígeno superior al del testigo 

siguiendo el patrón de los otros aceites esenciales. Todos los aceites esenciales aceleran la 

respiración de R. stolonifer, se puede observar que el aceite esencial de canela mantiene el 

mismo patrón de aceleración a las tres concentraciones probadas 
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Figura 12. Consumo de O2 (6 h) por R. stolonifer en MM con aceite esencial de clavo y de 

canela (mg mL
-1

) de clavo 0.05 (CLA 0.05), clavo 0.1 (CLA 0.1), clavo 0.15 (CLA 0.15), canela 

0.05 (CAN 0.05), canela 0.1 (CAN 0.1), canela 0.15 (CAN 0.15) y TESTIGO. Las flechas 

indican el tiempo (min) de consumo de O2. 

A. 9.3  min 

B. 5.6  min 

C. 11.7 min 

D. 5.4 min 

E. 4.7 min 

F. 4.6 min 

min 

G. 27.6 min 
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En el Cuadro 6 se muestra el consumo de O2 en nano moles por minuto por cantidad de 

muestra añadida en la cámara de respiración, la tabla es representativa de las Figuras 11 y 

12, para ello se obtuvo la pendiente del trazo polarográfico y se multiplico dicha pendiente 

por la cantidad de oxígeno presente en la cámara de respiración posteriormente se 

multiplico el resultado  de dicha cantidad  por los miligramos de células añadidos en cada 

tratamiento, cabe destacar que se busco usar una cantidad estándar de cada muestra sin 

embargo en el caso de los aceites esenciales hubo menor cantidad de esporas de las 

esperadas, siendo posible extrapolar los datos obtenidos con otras cantidades. 

En un trabajo se observó que durante el proceso de germinación de R. stolonifer  en medio 

agar adicionado con glucosa y sales minerales, el diámetro de las esporas aumentó de 8,8 a 

15 µm aproximadamente, el volumen de las esporas aumentó alrededor de cinco veces y el 

consumo de oxígeno alrededor del 50% de las 0 a las 0.5 h, posteriormente, sigue 

aumentando linealmente hasta 10 a 12 veces a las 4 h. El consumo de oxígeno se mantuvo 

constante durante el resto de la germinación (Van Etten et al., 1974). La evaluación del 

consumo de oxígeno en este trabajo se realizó a las 6 h lo cuál indica que el consumo 

debería ser lineal y constante al menos en el caso del testigo, en los trazos se mantiene este 

comportamiento durante corto tiempo debido a que se consume el total de oxígeno presente 

en la cámara de respiración. 
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Cuadro 6. Velocidad en el consumo de O2 (6h) bajo tratamiento con 

Quitosano (quit), Oligoquitosano (oli), aceite esencial de clavo (cla) y de 

canela (can). 

Tratamiento mg mL
-1

 21 nmolO2  O2/s nmol O2/min 

Testigo (CT) 3.63 0.29 17.42 

quit 0.5 4.91 122.77 7366.04 

quit 1.0 2.17 54.18 3251.07 

quit 2.0 1.00 24.95 1497.27 

oli 0.5 6.61 165.22 9913.48 

oli 1.0 8.46 211.5 12690.48 

oli 2.0 4.26 106.39 6383.26 

cla 0.05 9.75 0.78 46.82 

cla 0.1 12.49 1.00 59.93 

cla 0.15 3.64 0.36 21.84 

can 0.05 13.19 1.06 63.32 

can 0.1 16.95 1.36 81.36 

can 0.15 15.92 1.27 76.41 

Se muestran los resultados en nanomoles de O2 consumido por minuto 

por mg de células en cada tratamiento. La cantidad de 21 nmol de O2 es 

la cantidad de Oxígeno presentes en 1 mL de reacción correspondiente a 

la cámara de respiración utilizada. 
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Los datos obtenidos con el tratamiento de Quitosano concuerdan con lo reportado por 

Robles (2009), quien observó aumentos en la respiración de células de R. stolonifer tratadas 

con quitosano, atribuyendo esa elevación en el consumo de oxígeno a la mayor cantidad de 

mitocondrias observadas en las células expuestas al quitosano. 

Las células tratadas el aceite esencial de canela, mantuvieron una elevada actividad 

respiratoria a pesar de incrementarse la concentración de este compuesto. 

Posiblemente, las células de R. stolonifer en presencia de un compuesto antifúngico 

despliegan inicialmente una respuesta de defensa que genera un incremento en la actividad 

respiratoria, sin embargo, al incrementarse la concentración del antifúngico, esa actividad 

no se puede sostener por lo que decrece rápidamente provocándose la disminución del 

crecimiento del hongo y posteriormente se podría propiciar el inicio de la muerte del 

hongo.  

 Estos resultados indican que el quitosano, oligoquitosano y los aceites esenciales de clavo 

y canela afectan a nivel de la fisiología del hongo y pueden tener repercusiones en el 

metabolismo, desarrollo y sobrevivencia del mismo.  
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7. CONCLUSIONES 

1. El quitosano, oligoquitosano y los aceites esenciales de clavo y canela inhibieron el 

crecimiento y provocaron cambios morfológicos en las hifas de R. stolonifer. El 

oligoquitosano fue el compuesto que indujo el mayor efecto del crecimiento y 

cambios en la morfología de las hifas.  

2. La presencia de quitosano indujo que R. stolonifer incrementara el pH del medio. El 

oligoquitosano provocó que R. stolonifer fuera incapaz de disminuir el pH del 

medio de cultivo. La adición de los aceites esenciales de clavo y canela no 

indujeron cambios metabólicos en R. stolonifer que modificaran la acidificación que 

normalmente realiza este hongo en los medios de cultivo. 

3. No se evidenció que la presencia de los compuestos probados provocaran la salida 

de proteínas de las células de R. stolonifer. 

4. La cuantificación indirecta de integridad de membrana plasmática en células de R. 

stolonifer no mostró cambios significativos al ser expuestas a los tratamientos ya 

mencionados. 

5. El quitosano, oligoquitosano y el aceite esencial de clavo indujeron incrementos 

significativos en el grosor de la pared celular de R. stolonifer. 

6. Concentraciones bajas e intermedias quitosano, oligoquitosano y todas las 

concentraciones probadas de los aceites esenciales de clavo y canela indujeron 

aceleración en la respiración de R. stolonifer. 
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7. Se demostraron cambios celulares y fisiológicos en R. stolonifer por efecto del 

quitosano, oligoquitosano y los aceites esenciales de clavo y canela. 
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8. PERSPECTIVAS 

Considerando los resultados obtenidos en este trabajo donde se demostró que el quitosano, 

oligoquitosano y los aceites esenciales de clavo y canela provocaron cambios a nivel 

celular y fisiológico en R. stolonifer, se pueden realizar algunas propuestas para profundizar 

en el conocimiento básico del modo de acción de estos compuestos en este hongo 

fitopatógeno. Este conocimiento será útil para obtener bases que permitan desarrollar 

compuestos antifúngicos y/o estrategias efectivas para buscar formas de control de 

fitopatógenos sin afectar al ambiente y a la salud humana. 

Las propuestas son las siguientes: 

1.- En relación a los cambios observados en la morfología, en el pH del medio, en la pared 

celular y en las tasas de respiración de R. stolonifer inducidos por estos compuestos 

naturales, estudiar si estos cambios también se obtienen con otros géneros de hongos 

fitopatógenos. 

2.- Investigar desde el punto de vista enzimático y bioquímico el fenómeno de inducción de 

incremento del pH del medio provocado por el quitosano. 

3.- Estudiar las bases genéticas y bioquímicas del engrosamiento de la pared y del 

incremento de la respiración de R. stolonifer inducido por estos compuestos naturales. 

4.- Investigar si otros compuestos naturales provocan efectos semejantes a los observados 

con los compuestos empleados en este trabajo. 

5.- Estudiar las posibles correlaciones de la actividad antifúngica demostrada por los 

compuestos empleados en este trabajo con investigaciones in situ. 
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X. ANEXOS 

 

ANEXO 1.  

 Composición del medio mínimo (MM) 

Medio mínimo: Glucosa 10 g L
-1

, NH4 NO3 3 g L
-1

, solución de sales y 

elementos trazas 62.5 mL L
-1

. 

Solución de sales: KH2PO4 16 g L
-1

; Na2SO4 4g L
-1

; KCL 8 g L
-1

; 

MgSO42g L
-1

; CaCl2 1g L
-1

; elementos traza 8mL L
-1

. 

Elementos traza: H3BO3 60 mg L
-1

; MnCl2-4H2O 140mg L
-1

; ZnCl2 400 

mg L
-1

; Na2MoO4-2H2O 40 mg L
-1

; FeCl3-6H2O 100 mg 

L
-1

; CuSO4-5H2O 400 mg L
-1

. 

 

ANEXO 2. TÉCNICA DE LOWRY: 

Para medición de proteínas: 

Curva Tipo: Se realiza con una solución stock de albumina sérica bovina a una 

concentración de 0.5 mg/mL  

Curva Muestra Problema: Se realiza con la muestra problema 

Se corre con tres reactivos: 

Reactivo DOC (0.4% deoxycholate ajustado a pH 12 con NaOH) 

Reactivo A: 2% Na2CO3 en 0.1N NaOH (20g Na2CO3, 4g NaOH en 1 litro de agua). 

Reactivo B: 2% Na, tartrato de K 

Reactivo C: 1% CuSO4-5H2O 

Reactivo D: Se obtiene al mezclando los reactivos A+B+C 

Reactivo E: Folín a 1N (stock comercial se encuentra a 2N) 

El reactivo D se mezcla en las siguientes proporciones 
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Total (mL) A (mL) B (mL) C (mL) 

51 50  0.5  0.5  

101 100  1.0  1.0  

25 25  0.25  0.25  

 

Para correr el ensayo 

CURVA TIPO: 

Se preparó el stock y se usan tubos de capacidad de 5 – 10 mL a cada tubo se agrega la 

concentración del stock 0, 10, 20, 40, 60, 80 y cada uno se afora con agua hasta 500 (todos 

por duplicado) como se muestra en la tabla 3 

1.- A cada tubo se le agregan 100 de reactivo DOC 

2.- A cada tubo se le agregan 2 mL de reactivo D (vortexeado) 

Se dejan reposar 10 minutos. 

Posteriormente cada tubo se agrega 200 µl de reactivo Folín y se agita inmediatamente. Se 

deja reposar 30 a 60 minutos, se lee  en un espectrofotómetro a una absorbancia de 710 nm 

CURVA MUESTRA: 

Se  agrega la muestra problema a tubos independientes en cantidad de 25 µl-100µl  

Proporciones de reactivos para ensayo de Lowry 

# tubo Muestra 

ABS(µl) 

Muestra 

problema (µl) 

Agua 

(µl) 

Reactivo 

D (mL) 

Reactivo 

Folín (µl) 

Densidad 

óptica 

1 10  490 2 200  

2 20  480 2 200  

3 40  460 2 200  

4 60  440 2 200  
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5 80  420 2 200  

6 - 25 485 2 200  

7 - 25 485 2 200  

 

 

 

 ANEXO 3.  ECUACIÒN DE LA RECTA 

 

y= mx + b  

    

 

De cada tratamiento la concentración de proteína fue el resultado de la multiplicación del 

volumen total que se obtuvo de cada alícuota por el valor antes mencionado (25 µl). 

 

Dónde;  

y = absorbancia 

m = pendiente 

x = concentración de proteína 

b = ordenada al origen 
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