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RESUMEN 

 

La vid (Vitis vinifera L.) es un cultivo importante en el estado de Zacatecas, ya que las 

condiciones climáticas y edáficas favorecen la producción de uvas de alta calidad para la 

elaboración de vino. Por lo anterior, el objetivo del trabajo fue evaluar el efecto de la aplicación 

foliar de níquel y quitosano sobre la calidad fisicoquímica y antioxidante de uvas de la variedad 

'Saint-Émilion'. Se tuvieron seis tratamientos; T1, testigo; T2, quitosano 5000 ppm; T3, Ni 60 

ppm; T4, Ni 90 ppm; T5, quitosano 5000 ppm + Ni 60 ppm y T6; quitosano 5000 ppm + Ni 90 

ppm. Las variables evaluadas fueron; color, peso, pH, acidez titulable, sólidos solubles totales 

o °Brix, fenoles totales, flavonoides, ácido ascórbico, taninos condensados e hidrolizables, 

carotenoides, clorofilas, actividad antioxidante no enzimática por DPPH• y ABTS•+, actividad 

antioxidante enzimática por superóxido dismutasa, catalasa, ascorbato peroxidasa, guayacol 

peroxidasa, polifenol oxidasa y marcadores de estrés oxidativo (peróxido de hidrógeno y 

peroxidación lipídica). Se utilizo un diseño de bloques completos al azar con tres repeticiones 

por tratamiento. Se analizaron con el programa estadístico SAS, y se compararon las medias 

mediante la prueba de comparación múltiple de Tukey (P ≤ 0.05). Los frutos de uva de las 

plantas con aplicación de quitosano a 5000 ppm + níquel 60 ppm presentaron los valores más 

altos en sólidos solubles totales, ácido ascórbico, fenoles totales, carotenoides, clorofila total, 

actividad antioxidante frente al radical DPPH, superóxido dismutasa y polifenol oxidasa, 

mientras que los frutos de uva de las plantas con aplicación de níquel a 90 ppm presentaron la 

mayor actividad en ABTS, guayacol peroxidasa y taninos condensados. En los frutos de las 

plantas con aplicación de quitosano y níquel a diferentes concentraciones se redujo la 

peroxidación lipídica en comparación con el testigo. Se concluye que la aspersión foliar de 



quitosano 5000 ppm combinado con níquel a 60 ppm es la dosis más adecuada para mejorar la 

calidad fisicoquímica y antioxidante de uvas de la variedad 'Saint-Émilion'.  

Palabras clave: Vitis vinífera, bioestimulantes, quitosano, níquel, capacidad antioxidante, 

calidad del fruto. 

 

ABSTRACT 

 

Grapevine (Vitis vinifera L.) is an important crop in the state of Zacatecas, as the climatic and 

soil conditions favor the production of high-quality grapes for winemaking. Therefore, the 

objective of this study was to evaluate the effect of foliar application of nickel and chitosan on 

the physicochemical and antioxidant quality of 'Saint-Émilion' grapes. Six treatments were used: 

T1, control; T2, chitosan 5000 ppm; T3, Ni 60 ppm; T4, Ni 90 ppm; T5, chitosan 5000 ppm + 

Ni 60 ppm; and T6, chitosan 5000 ppm + Ni 90 ppm. The variables evaluated were: Color, 

weight, pH, titratable acidity, total soluble solids or °Brix, total phenols, flavonoids, ascorbic 

acid, condensed and hydrolyzable tannins, carotenoids, chlorophylls, non-enzymatic antioxidant 

activity by DPPH• and ABTS•+, enzymatic antioxidant activity by superoxide dismutase, 

catalase, ascorbate peroxidase, guaiacol peroxidase, polyphenol oxidase, and oxidative stress 

markers (hydrogen peroxide and lipid peroxidation). A randomized complete block design with 

three replicates per treatment was used. Data were analyzed using the SAS statistical software, 

and means were compared using Tukey's multiple comparison test (P ≤ 0.05). Grapes from 

plants treated with chitosan at 5000 ppm and nickel at 60 ppm showed the highest values for 

total soluble solids, ascorbic acid, total phenols, carotenoids, total chlorophyll, antioxidant 

activity against the DPPH radical, superoxide dismutase, and polyphenol oxidase. Grapes from 



plants treated with nickel at 90 ppm showed the highest activity in ABTS, guaiacol peroxidase, 

and condensed tannins. Lipid peroxidation was reduced in the fruit from plants treated with 

chitosan and nickel at different concentrations compared to the control. It is concluded that foliar 

spraying of chitosan at 5000 ppm combined with nickel at 60 ppm is the most suitable dose to 

improve the physicochemical and antioxidant quality of 'Saint-Émilion' grapes. 

Keywords: Vitis vinifera, biostimulants, chitosan, nickel, antioxidant capacity, fruit quality. 

 

  



1. INTRODUCCIÓN 

 

El cultivo de la vid es fundamental a escala global debido a su gran impacto económico, 

produciendo 72,7 millones de toneladas, de las cuales se destinaron 34,1 millones de toneladas 

para la elaboración de vino, destacando a España, Francia, China e Italia como los principales 

países productores (FAO, 2022). 

Según datos de la Secretaría de Agricultura y Desarrollo Rural de México de 2022, México 

cuenta con 36 mil hectáreas dedicadas al cultivo de uva, ubicándose en el lugar 23 a nivel 

mundial en producción. Los estados que destacan por su producción de variedades de uva 

destinadas a la vinificación son Baja California, Coahuila, Guanajuato, Querétaro, 

Aguascalientes y Zacatecas (SIAP, 2023). 

Los cultivos de uva están constantemente expuestos a diversas formas de estrés, tanto biótico 

como abiótico, que pueden afectar su desarrollo y rendimiento (Ortega et al., 2022). El estrés 

biótico proviene de organismos vivos como insectos, hongos, bacterias y virus que pueden 

atacar la planta, causando enfermedades, plagas y competencia por recursos (Tardif et al., 2023). 

El estrés abiótico está relacionado con factores ambientales no vivos, como la temperatura, la 

humedad, la disponibilidad de agua y los niveles de nutrientes en el suelo, la sequía, las heladas, 

el calor extremo y la salinidad del suelo, estos factores pueden afectar negativamente el 

crecimiento, la floración y la calidad de la producción lo que representa para los viticultores 

retos significativos (Tardif et al., 2023). 

Una de las vías por la que las plantas pueden aprovechar de mejor manera los nutrientes 

agregados es la fertilización foliar, esta ha demostrado que ofrece una serie de ventajas para la 

entrega de nutrientes a las plantas, así como un aumento de la resistencia ante factores de estrés 



biótico y abiótico lo que conlleva a un mayor rendimiento y mejor calidad de los frutos (Elsheery 

et al., 2020). 

Investigaciones previas destacan resultados positivos utilizando aplicaciones foliares de níquel 

y quitosano como estimulantes para la mejora del rendimiento y calidad en plantas frutales como 

lo son el banano (Wang et al., 2021), pera (Hernández-Fuentes et al., 2023), manzana (Montaño‐

herrera et al., 2022), mango (Elsheery et al., 2020), entre otros. Por ello, se propone en este 

estudio realizar una comparativa de la aplicación de estos compuestos a distintas 

concentraciones en plantas de vid de la variedad 'Saint-Émilion'. 

  



OBJETIVOS 

 

OBJETIVO GENERAL 

 

Evaluar el efecto de la aplicación foliar de níquel y quitosano sobre la calidad fisicoquímica y 

antioxidante de uvas de la variedad 'Saint-Émilion'. 

OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

Analizar las propiedades fisicoquímicas de uvas de la variedad 'Saint-Émilion' tratadas con 

aplicación foliar de níquel y quitosano. 

Determinar los compuestos bioactivos, la actividad antioxidante no enzimática in vitro y la del 

sistema antioxidante enzimático en uva 'Saint-Émilion' por el efecto de la aplicación foliar de 

níquel y quitosano. 

HIPÓTESIS 

 

La aplicación foliar de níquel y quitosano en concentraciones adecuadas incrementa el 

contenido de compuestos bioactivos y la actividad del sistema antioxidante en frutos de uva de 

la variedad 'Saint-Émilion', sin afectar comprometer sus propiedades fisicoquímicas. La 

respuesta depende de la concentración aplicada, por lo que existe una dosis en la que la 

combinación de ambos compuestos supera a su aplicación individual. 

 

 



2. JUSTIFICACIÓN 

 

La vitivinicultura mexicana enfrenta el reto de mantener la calidad de la uva destinada a la 

vinificación en un contexto de creciente presión por factores de estrés bióticos y abióticos, 

situación que se ha intensificado con el avance del cambio climático (Hernández-Fuentes et al., 

2023). En Zacatecas, uno de los estados productores de uva para vino (SIAP, 2023), las 

condiciones climáticas y edáficas favorecen el cultivo, pero la variabilidad ambiental incide 

directamente en la concentración de compuestos bioactivos y en la capacidad antioxidante del 

fruto, atributos que determinan el potencial enológico de la materia prima (Ćorković et al., 

2024). 

La fertilización foliar con bioestimulantes representa una alternativa de bajo costo y rápida 

asimilación para mejorar la calidad del fruto sin incrementar las dosis de fertilizantes aplicados 

al suelo (Martínez-Alcantara & Quiñones, 2017). El quitosano actúa como elicitor natural que 

induce respuestas de defensa y estimula la síntesis de compuestos fenólicos (Reyes-Pérez et al., 

2020; Treviño López et al., 2019), mientras que el níquel, en su carácter de micronutriente 

esencial, participa en rutas metabólicas asociadas al metabolismo del nitrógeno y a la 

modulación del sistema antioxidante (Sobati-Nasab et al., 2021; Kondak et al., 2024). Estudios 

previos han documentado efectos favorables de ambos compuestos en frutales como banano 

(Wang et al., 2021), pera (Hernández-Fuentes et al., 2023), manzana (Montaño‐herrera et al., 

2022) y mango (Elsheery et al., 2020); sin embargo, la información sobre su aplicación conjunta 

en vid es escasa y prácticamente inexistente en la variedad 'Saint-Émilion'. 

Por lo anterior, resulta necesario determinar la dosis foliar de níquel y quitosano que optimice 

la calidad fisicoquímica y antioxidante de la uva, así como identificar el umbral a partir del cual 



el níquel deja de actuar como bioestimulante y predomina su componente de estrés oxidativo 

(Kondak et al., 2024). Los resultados de este trabajo aportarán información aplicable al manejo 

agronómico del viñedo, ya que permiten recomendar una dosis específica para obtener frutos 

con una mayor concentración de compuestos bioactivos y un menor daño oxidativo, en beneficio 

tanto del productor como de la calidad del vino elaborado. 

El interés por estos compuestos no es únicamente agronómico. Los fenoles totales, los 

flavonoides y los taninos determinan atributos sensoriales decisivos del vino blanco, como el 

color, la astringencia y la estabilidad oxidativa durante la guarda (Clarke et al., 2023; Ju et al., 

2021), y se asocian además con la capacidad antioxidante que se atribuye al consumo moderado 

de vino (Burns et al., 2000). Por su parte, la actividad de las enzimas del sistema antioxidante y 

la concentración de marcadores de estrés oxidativo funcionan como indicadores tempranos del 

grado de tolerancia de la planta a las condiciones ambientales adversas (Anić et al., 2024), por 

lo que evaluarlas en conjunto permite distinguir cuándo una aplicación foliar realmente fortalece 

al fruto y cuándo solo genera una respuesta de defensa ante un daño. 

A esto se suma que la mayor parte de la evidencia disponible sobre bioestimulantes en 

fruticultura se ha generado en especies distintas a la vid o en variedades tintas, mientras que las 

variedades blancas destinadas a vinificación han recibido mucha menos atención, pese a que su 

perfil fenólico es más limitado y, por lo tanto, más sensible a cualquier modificación del manejo 

(González-Centeno et al., 2013). Evaluar la respuesta de 'Saint-Émilion' bajo las condiciones 

edafoclimáticas de la región aporta información propia en lugar de extrapolarla de otros cultivos. 

Finalmente, se trata de una alternativa viable en términos económicos: la aspersión foliar utiliza 

volúmenes reducidos de producto, se integra a las labores que el viticultor ya realiza y no exige 



inversión en infraestructura, de modo que una recomendación de dosis respaldada 

experimentalmente puede adoptarse de inmediato en el viñedo (Apáez-Barrios et al., 2021). 

3. REVISIÓN DE LITERATURA 

 

3.1 Importancia de la vid 

La Organización para la Agricultura y la Alimentación (FAO, 2022) reporta 7.3 millones de 

hectáreas dedicados al cultivo de uva en el mundo, destacando a España con 964 mil hectáreas 

de viñedo, Francia con 798 mil hectáreas y China con 783 mil hectáreas (SIAP, 2022). 

En México, de acuerdo con la Secretaría de Agricultura y Desarrollo Rural en 2022 se reportan 

36 mil hectáreas, lo que posiciona a México en el 23° lugar de producción mundial. Los 

principales estados productores de variedades de uva utilizadas para vino son Baja california, 

Coahuila, Guanajuato, Querétaro, Aguascalientes y Zacatecas (SIAP, 2023). 

3.2 Morfología de la vid 

Raíz 

Entre las funciones del sistema radical se encuentran el anclaje de la planta al suelo, la absorción 

de agua y elementos minerales, la acumulación de sustancias de reserva, entre otros. Dentro de 

la vid se pueden obtener dos tipos de sistemas radicales, el primero es de origen radicular, 

procedente de la semilla, se suelen utilizar para obtención de nuevas variedades o para mejora 

genética (Martínez de Toda, 1991). El segundo sistema es de origen adventicio, este viene de la 

capa rizogena, se origina principalmente a nivel de los nudos del tallo y se utilizan para generar 

nuevas plantas mediante el crecimiento de raíces adventicias en los esquejes. Las raíces 

estructurales varían en diámetro de 6 a 100 mm, dependiendo de la edad de la planta, de estas 



raíces estructurales se general pequeñas raíces permanentes con un diámetro aproximado de 2 a 

6 mm, estas son las que crecen de manera horizontal y vertical (Callejas-Rodríguez et al., 2012). 

La distribución de las raíces en el suelo se da de manera horizontal mientras no encuentren 

competencia con otras plantas, de ser así crecen en forma vertical, ahí crecen de 15 a 75 cm de 

profundidad y su distribución depende de factores como las condiciones del suelo y subsuelo, 

así como el mantenimiento de este, la variedad y el clima (Martínez de Toda, 1991). 

Tronco 

El tronco de la vid es sinuoso y está revestido de una corteza que fácilmente se puede desprender. 

Sus funciones son almacenar sustancias de reserva, la sujeción de los brazos y pámpanos y la 

conducción tanto de agua como de savia (Martínez de Toda, 1991) 

Brazo 

Son las ramas de la vid; bifurcaciones del tronco procedentes de los sarmientos, de estos 

emergen los nuevos brotes (Buendía & Melero, 2013). 

Brotes 

Son los tallos que se formaron en el último año, estos portan a las hojas, racimos y zarcillos.  

Los brotes se pueden clasificar en productivos que son los pámpanos que brotan de la madera 

del año anterior, con el paso del tiempo se endurecen y dan lugar a los sarmientos. Y los 

improductivos, estos son un número mayor de brotes que se corrigen durante la poda (Martínez 

de Toda, 1991). 

Pámpanos 



Los pámpanos son brotes que se originan de las yemas situadas en la madera del año anterior, 

su tamaño depende de diversos factores como lo son la variedad, el tipo de suelo y cuidados de 

este, disponibilidad de agua, etc (Buendía & Melero, 2013). 

Hojas 

Aparece una hoja por nudo de forma alterna. Son grandes, crecen de forma opuesta, acorazadas 

y las inflorescencias pueden crecer a través de ellas. El tamaño y color específico dependen de 

la variedad. Responsables de la fotosíntesis de la vid, es de esta manera que la planta obtendrá 

oxígeno y energía (Callejas-Rodríguez et al., 2012). 

Inflorescencias 

Estas se pueden localizar a partir del tercer nudo y se encuentran aproximadamente tres 

inflorescencias por pámpano, afloran al contrario de las hojas y su distribución suele dejar un 

nudo con solamente hoja por cada dos inflorescencias seguidas (Buendía & Melero, 2013) 

Zarcillos 

Estos se disponen en el pámpano, se consideran inflorescencias que no crecieron o bien, 

abortadas. Aportan soporte a la planta (Buendía & Melero, 2013). 

Yemas 

Son el punto de conexión entre el peciolo y los brotes. Se describen como yemas axilares pues 

se encuentran en las axilas de las hojas, tienen forma de cono abultado, son indispensables para 

la producción del fruto. Existen dos tipos de yema, la yema principal o latente que está 

compuesta por una yema ubicada en el centro denominada primaria y dos secundarias ubicadas 

a los lados de la yema primaria. Y la yema pronta que es única, más pequeña y ubicada de lado, 



esta brota el mismo año de su formación dando lugar a un brote conocido como feminela 

(Martínez de Toda, 1991). 

Fruto 

El fruto es una baya de forma esférica con un tamaño promedio de 12 a 18mm de diámetro. Esta 

se conforma por tres partes: 

Hollejo  

El hollejo, que es la parte externa de la uva, sirve como barrera física del fruto; en su exterior se 

observa una capa llamada pruina. 

Pulpa  

También conocido como mesocarpio, estructura translúcida, rica en agua, azúcares, ácido 

málico, ácido tartárico, aromas, etc (Martínez de Toda, 1991). 

Pepitas  

Semillas rodeadas por una fina capa que las protege, ricas en aceites y taninos  

A la baya sin semillas se le denomina baya apirena (Buendía & Melero, 2013). 

3.3 Variedades de uva para la elaboración de vino 

De acuerdo con la Organización Internacional del Vino, hay alrededor de 10.000 variedades de 

uva en el mundo, aunque el 50% de ellas se concentra en solo 33 variedades principales. La uva 

más cultivada específicamente para la producción de vino es la Cabernet Sauvignon, con 

aproximadamente 340.000 hectáreas plantadas, seguida de la Sultanina (300.000 ha), Merlot 

(266.000 ha), Tempranillo (231.000 ha) y Airen (218.000 ha).  



Las variedades principales para la elaboración de vino tinto son Cabernet Sauvignon con un 

22% de la producción nacional, Salvador con un 16%, Carignan 15%, Merlot 8%, Tempranillo 

5% y Syrah 5%. Para elaboración de vino blanco las principales variedades son Chenin blanc 

con 19%, chardonnay 18%, 'Saint-Émilion' 17% Sauvignon blanc 12% y Moscatel 3% (SIAP, 

2023). 

3.4 Variedad 'Saint-Émilion' 

Presente en México desde 1973, de racimos largos y bayas blancas que pasan de verde 

amarillenta a tonos dorados con la maduración y un alto porcentaje de acidez, de tamaño 

pequeño a mediano representa al 17% del cultivo de uvas blancas en el país, destacando el 

municipio de Fresnillo, Zacatecas  dónde se cultivan 3,710 toneladas anuales de distintas 

variedades (SIAP, 2023) como uno de sus principales productores, por las características de su 

clima semidesértico, su suelo  y por su ubicación a 2,900 metros sobre el nivel del mar. 

3.5 Compuestos bioactivos 

Fenoles 

Estas moléculas desempeñan un papel fundamental en las uvas durante la maduración y en su 

capacidad antioxidante (Sobati-Nasab et al., 2021). Son responsables del color en las variedades 

tintas, del sabor amargo, de la sensación astringente y de su acción antioxidante. Los compuestos 

fenólicos, originados del metabolismo secundario de la planta, se caracterizan por la presencia 

de un grupo fenol con estructura aromática (Burns et al., 2000) 

Flavonoides 

El término flavonoides se refiere a un amplio grupo de compuestos polifenólicos con una 

estructura benzo-γ-pirana, presentes de manera generalizada en el reino vegetal, especialmente 



en las plantas vasculares, donde suelen encontrarse como glicósidos. Estos compuestos 

desempeñan un papel clave en el crecimiento y funcionamiento de las plantas, ya que pueden 

actuar como atrayentes de animales para la oviposición, como protectores frente a la radiación 

UV y como defensores ante infecciones por patógenos vegetales (Cartaya & Reynaldo, 2001). 

En las uvas blancas, los flavonoides predominantes pertenecen al grupo de los flavonoles, entre 

los que destacan la quercetina y el kaempferol (Ćorković et al., 2024). Estos compuestos 

contribuyen al tono amarillento característico de la piel de las uvas blancas, lo que influye 

directamente en la coloración del vino blanco. Además, poseen una notable capacidad 

antioxidante, que les permite proteger las células vegetales frente al daño oxidativo inducido 

por especies reactivas de oxígeno (Apáez-Barrios et al., 2021) 

Taninos 

Las uvas blancas contienen taninos, compuestos fenólicos entre los que destacan los taninos 

condensados, constituidos por polímeros de flavan-3-oles, siendo la catequina su unidad 

monomérica principal (Ju et al., 2021). Aunque su presencia es menor en comparación con las 

uvas tintas, estos taninos influyen en las propiedades sensoriales del vino blanco, aportando 

notas de astringencia y complejidad. La cantidad y naturaleza de estos compuestos varían según 

la cepa, el estado de madurez y las condiciones del cultivo. Además de su papel en la percepción 

organoléptica, los taninos poseen actividad antioxidante, lo que contribuye a la protección del 

vino frente a procesos oxidativos (Crozier et al., 2006). 

Los taninos hidrolizables son compuestos fenólicos presentes en las uvas blancas, aunque menos 

abundantes que los taninos condensados. Están formados por polímeros de ácidos fenólicos 

como el gálico, enlazados a una molécula comúnmente de glucosa (Ćorković et al., 2024). Estos 

compuestos se localizan principalmente en las partes sólidas de la uva como la piel y semillas. 



Ejercen una función antioxidante y pueden contribuir al perfil sensorial del vino. A pesar de su 

menor concentración, influyen significativamente en la estabilidad del vino, así como en la 

percepción de su cuerpo y textura (Clarke et al., 2023). 

Clorofila 

En las uvas blancas predominan los pigmentos fotosintéticos clorofila a y clorofila b, cuya suma 

se denomina clorofila total (Kondak et al., 2024). La clorofila a desempeña el papel principal 

en la absorción de luz y en la transformación de la energía solar en energía química durante el 

proceso fotosintético, mientras que la clorofila b complementa esta función al ampliar el 

espectro de luz utilizable por la planta (Reyes-Pérez et al., 2020).  Ambos pigmentos se 

encuentran en los cloroplastos, y su concentración varía en función de la variedad de uva, el 

estadio de desarrollo, la intensidad lumínica y factores ambientales como la temperatura y la 

disponibilidad de nutrientes (Anić et al., 2024) La proporción entre clorofila a y b ofrece 

información relevante sobre la eficiencia fotosintética y el estado fisiológico del vegetal, 

mientras que el contenido total de clorofila sirve como indicador de la madurez y del estado 

sanitario del tejido. Además de su papel en la fotosíntesis, las clorofilas poseen propiedades 

antioxidantes que ayudan a proteger las células vegetales frente al estrés oxidativo causado por 

especies reactivas de oxígeno (Taiz & Zeiger, 2006). 

Carotenoides 

Los carotenoides son compuestos característicos del reino vegetal que desempeñan funciones 

esenciales en el metabolismo y en la adaptación de las plantas a condiciones de salinidad, 

considerándose indispensables para la vida (Bunea et al., 2012). Estos pigmentos se encuentran 

en el interior de las células vegetales, específicamente en orgánulos especializados como 



cloroplastos y cromoplastos. Su relevancia se debe principalmente a su papel en la fotosíntesis, 

donde intervienen en la captación de luz y en la fitoprotección (González-Centeno et al., 2013). 

3.6 Quitosano 

El quitosano, un polisacárido presente de forma natural en las paredes celulares de ciertos 

hongos, así como en los caparazones de los crustáceos, se obtiene principalmente mediante la 

hidrólisis de la quitina en un entorno alcalino, comúnmente utilizando hidróxido de sodio o 

potasio, y a elevadas temperaturas (Lárez Velásquez, 2003). 

El quitosano presenta insolubilidad en entornos de pH neutro o alcalino; no obstante, genera 

sales solubles en agua al reaccionar con ácidos inorgánicos e inorgánicos débiles, como el ácido 

glutámico, clorhídrico, láctico y acético, dando lugar a soluciones viscosas. 

Dentro de sus principales efectos está a aplicación de quitosano de manera foliar en la tolerancia 

al estrés por frío en las plantas (Wang et al., 2021), así como también la actividad antimicrobiana 

(Martínez-Alcantara & Quiñones, 2017), también posee propiedades que le permiten la 

formación de películas y revestimientos comestibles (Martínez-Alcantara & Quiñones, 2017) lo 

que lo hace también un potente protector ante hongos y plagas.  

Aplicación de quitosano  

Los resultados de la aplicación foliar de quitosano para la producción y calidad de uva para vino 

tinto de la variedad cabernet Sauvignon mostraron que el rendimiento tuvo un aumento 

significativo de un 18%, el aumento de producción de racimos en un 16% y el tamaño de la baya 

tuvo un crecimiento del 42% con respecto a su control (Treviño López et al., 2019). 

 En estudios realizados sobre los cambios bioquímicos de los frutos de vid mediante la 

aplicación de complejos de quitosano se encontró que existió un incremento en el contenido de 



vitamina C, mejorando la calidad del jugo de la baya, así como un incremento en el contenido 

mineral de Ca, Mg, y K (Treviño López et al., 2019). 

En otro estudio, se evaluaron el crecimiento y resistencia al estrés por frío en plantas de banano 

por medio de aplicación foliar de quitosano, encontrando que tuvo impacto positivo, aumentado 

los parámetros de crecimiento y el contenido de nutrientes, así como la eficiencia de las plantas 

al encontrarse en estrés por frío (Wang et al., 2021). 

Los resultados de un estudio realizado sobre el efecto de la aplicación foliar de quitosano en 

pistache indicaron que tuvo efectos positivos en su calidad en fresco, redujo el oscurecimiento 

en cáscara y minimizó las pérdidas poscosecha (Taghipour et al., 2024). 

3.7 Níquel 

El níquel (Ni) figura entre los metales pesados clave y elementos esenciales reconocidos por su 

papel fundamental en el crecimiento y desarrollo de las plantas (Sobati-Nasab et al., 2021). 

Desde el año 2004, la Asociación Americana oficial de Control de Nutrientes Vegetales ha 

identificado el níquel como un elemento esencial en las plantas (Sobati-Nasab et al., 2021). 

Se ha dado a conocer que el níquel en cantidades excesivas tiende a disminuir Fe, Cu, Zn y Mn 

en algunas plantas (Sobati-Nasab et al., 2021). Además de esto puede generar la división celular 

en los meristemas radiculares, así como la clorosis y necrosis en hojas, deformación de diversos 

órganos vegetales y acortamiento de tallos y raíces. Pero aplicado en concentraciones menores 

puede ser un estimulante que mejora las características fisiológicas y fitoquímicas en las plantas 

(J. Singh et al., 2013). 

  



Aplicación de Níquel  

Un estudio realizado por (Sobati-Nasab et al., 2021) que evalúa la aplicación de Níquel en 

caléndula, demostró en sus resultados que en optimas concentraciones de níquel se generaron 

impactos positivos en los aspectos fisiológicos y fitoquímicos. 

Los resultados de un estudio dónde se evalúa la efectividad de la aplicación foliar de Níquel en 

el crecimiento y peso fresco en lechuga tuvieron como resultado un índice de crecimiento mayor 

que en el mostrado en su control, así como una mejora sobre el crecimiento de los brotes de las 

plantas de lechuga (Hosseini & Khoshgoftarmanesh, 2013). 

 En otro estudio se evaluó la aplicación foliar de Níquel en diferentes concentraciones para 

corregir “oreja de ratón” condición que afecta a las hojas y por consiguiente al rendimiento de 

árboles de Nogal. Los resultados obtenidos muestran que la absorción de níquel corrige esta 

condición por lo que aumenta el rendimiento de nuez por árbol y aumenta también área de las 

hojas (Hernández-López et al., 2020). 

  



4. MATERIALES Y MÉTODOS 

4.1 Localización del experimento 

El experimento se estableció con un productor cooperante en la comunidad de El Salto, 

perteneciente al municipio de Fresnillo, Zacatecas, la cual se localiza a 23°10′19″N, 

102°51′39″O, ubicado a 2080 msnm. Su clima se caracteriza por ser semiseco en la mayor parte 

de su territorio, con lluvias marcadas en verano. La vegetación predominante es pastizal con un 

28.7%, bosque 14.2%, matorral 9.6%. El suelo dominante es phazoem con un 35% del territorio, 

aunque también se encuentran en menor cantidad suelos como lo son leptosol, kastañozem, 

calcisol, entre otros (INEGI, 2010). 

4.2 Material vegetal 

Se utilizaron plantas de vid para la elaboración de vino blanco de la variedad 'Saint-Émilion', de 

10 años, de 1.2 m de alto y 1.5 m de longitud de brazos.  

4.3 Establecimiento del experimento 

Se aplicaron vía foliar, complejos de quitosano y níquel, los cuales fueron proporcionados por 

el Centro de Investigación de Química Avanzada (CIQA) Saltillo, Coahuila.  

Para el establecimiento del experimento, se seleccionaron nueve plantas por tratamiento, con 

diámetro de tallo y área foliar similares, y se distribuyeron en un diseño de bloques completos 

al azar, con seis tratamientos: T1: Testigo, T2: quitosano 5000 ppm, T3: Ni 60 ppm, T4: Ni 90 

ppm, T5: quitosano 5000 ppm + Ni 60 ppm, T6: quitosano 5000 ppm + Ni 90 ppm. 

Se iniciaron las aplicaciones foliares del inicio de la fecundación cada mes hasta llegar al envero, 

respecto a las feminelas (crecimientos vegetativos, sarcillos y hojas) de un metro de longitud.  



4.4 Variables de estudio 

Parámetros fisicoquímicos 

Color 

Se determinó mediante un colorímetro marca r, CM-508  

Peso 

Se pesaron los frutos en una báscula digital Ohaus Pro, modelo Scout pro SP2001 

pH 

Se determinó mediante un potenciómetro digital marca Hanna Instruments, modelo HI 2211 

(Association of official analytical chemists. et al., 2006). 

Acidez titulable 

Se determinó por la metodología (Association of official analytical chemists. et al., 2006) 

expresando los datos como porcentaje de ácido tartárico, utilizando la siguiente ecuación: 

 

% = (
(ml NaOH)(NNaOH)(Pmeq)(Vt)

(Pm)(V alicuota)
)100 

Donde: 

 ml NaOH: gasto de hidróxido de sodio (ml) 

N NaOH: Normalidad de hidróxido de sodio 

Pmeq: miliequivalentes del ácido tartárico 

Vt: Volumen total de la muestra  

Pm: Peso de la muestra 

V alícuota: Volumen de la alícuota 



 

Solidos solubles totales 

Se utilizó por medio de un refractómetro digital marca Atago palette pr-101 expresado en 

°Brix (Association of official analytical chemists. et al., 2006). 

Compuestos bioactivos 

Fenoles totales 

Se evaluaron por el método de Folin- Ciocalteau (Franco-Bañuelos et al., 2017) de la siguiente 

manera: se tomaron 250 μL de cada disolución patrón del sobrenadante obtenido de la extracción 

de los compuestos polifenólicos en la muestra, y se colocaron en matraces aforados de 25 mL. 

Luego, se añadieron 15 mL de agua destilada y 1,25 mL de reactivo de Folin-Ciocalteau. 

Después de homogeneizar el contenido se dejó reposar durante 8 minutos en oscuridad. Pasado 

este tiempo, se adicionaron 3,75 mL de la disolución de carbonato sódico al 7,5 % y se llevó a 

un volumen de 25 mL con agua destilada. Posteriormente, se homogeneizaron los matraces y se 

mantuvieron en oscuridad a temperatura ambiente durante 2 horas. Finalmente se midió la 

absorbancia a 765 nm. 

Flavonoides 

El contenido total de flavonoides se calculó utilizando el método descrito (Sánchez-Rodríguez 

et al., 2012) Se tomaron 0.5 ml del extracto y se mezclaron con 2 ml de agua desionizada y 0.15 

ml de NaNO2 al 5%. Después de dejar reposar las muestras en oscuridad durante 5 minutos, se 

añadió 0.15 ml de AlCl3     H2O al 10% y 1 ml de NaOH 1M. Luego, se dejaron reposar las 

muestras durante 15 minutos antes de medir la absorbancia a 415 nm. Los datos se expresaron 

en mg EQ/100 g PF. 



Ácido ascórbico 

Por medio del método de Klein y Perry con algunas modificaciones, la muestra se mezcló con 

10 mL de ácido metafosfórico y se mantuvo en agitación constante a 4°C durante 45 minutos. 

Posteriormente, se centrifugó a 5000 x g y se tomó 1 mL del sobrenadante. Este sobrenadante 

se mezcló con ácido 2,6-diclorofenol-indofenol y se midió la absorbancia a 515 nm (Montaño‐

herrera et al., 2022). Los resultados se expresaron como mg equivalentes de ácido ascórbico por 

cada 100 g de peso fresco. 

Taninos 

La determinación de taninos se realizó de acuerdo con la metodología (Feregrino-Pérez et al., 

2008) mediante el método de vainillina-ácido sulfúrico. En una placa se añadieron 0.025 mL de 

extracto de la muestra, 0.15 mL de solución de vainillina y 0.025 mL de ácido sulfúrico al 32 

%, y la mezcla se incubó durante 15 minutos a 25 °C en oscuridad. Se utilizó catequina (0-1 

mg/mL) para la curva de calibración y el blanco. La absorbancia se midió a 500 nm y la 

concentración se reportó como mg equivalentes de catequina por cada 100 g de peso fresco. 

Taninos hidrolizables 

Los taninos hidrolizables se determinaron de acuerdo con el método propuesto por (Willis & 

Allen, 1998). Se mezcló una muestra conocida del extracto con 5 mL de KIO3 al 2.5 %. La 

absorbancia máxima se alcanzó a los 4 minutos, tanto en la solución estándar de ácido tánico 

como en el extracto, momento en el que la reacción alcanzó su punto óptimo. La absorbancia se 

midió a 550 nm en un espectrofotómetro. Los resultados se expresaron como mg de ácido tánico 

por cada 100 g de peso fresco, utilizando una curva de calibración elaborada con 

concentraciones de ácido tánico entre 100 y 2000 μg/mL. 



Carotenoides 

Los carotenoides se determinaron de acuerdo con la metodología propuesta por (Fish et al., 

2002). En un vial ámbar se agregaron 5 mL de butilhidroxitolueno (BHT) al 0.05 % (p/v) en 

acetona, 5 mL de etanol al 95 % y 10 mL de hexano. Después, se añadieron 0.1 g de muestra 

liofilizada y se mezclaron mediante agitación a 180 rpm durante 15 minutos. Posteriormente, se 

agregaron 3 mL de agua destilada y las muestras se agitaron nuevamente durante 5 minutos. 

Finalmente, se dejaron en reposo durante 5 minutos a temperatura ambiente. La absorbancia se 

midió a 508 nm para carotenoides rojos y a 475 nm para carotenoides amarillos 

(espectrofotómetro UV-Vis, Jenway, 6715, EUA). Los resultados se expresaron como 

carotenoides totales en μg por cada 100 g de peso fresco (μg/100 g PF). 

Clorofila 

El contenido de clorofila a, clorofila b y clorofila total se determinó de acuerdo con la 

metodología descrita por (Feung et al., 1971). Para la preparación de la muestra se utilizó 

acetona al 80 %. La absorbancia se midió a 645 y 663 nm (espectrofotómetro UV-Vis, Jenway, 

6715, EUA). Los resultados se expresaron en μg de clorofila por cada 100 g de peso fresco 

(μg/100 g PF). 

Actividad antioxidante no enzimática 

 

DPPH (2,2-difenil-1-picrihidrazilo) 

La capacidad antioxidante se evaluó mediante el método DPPH, siguiendo el protocolo 

propuesto por (Brand-Williams et al., 1995). En primer lugar, se preparó una solución etanólica 

de DPPH con una concentración de 6 x 10-5 M, que se agitó constantemente durante 2 horas en 



completa oscuridad. Luego, se añadió una cantidad conocida de esta solución al sobrenadante 

de la muestra, seguido de una breve agitación durante 15 segundos. La mezcla resultante se dejó 

reposar en oscuridad a 4°C durante 1 hora. Finalmente, se midió la absorbancia a 517 nm 

utilizando un espectrofotómetro UV-Vis (Jenway, 6715, EUA). 

ABTS+ [2,2’-azino-bis (ácido 3-etilbenzotiazolin-6-sulfónico)] 

La capacidad antioxidante utilizando el radical ABTS+ fue evaluada siguiendo el procedimiento 

descrito por (Re et al., 1999). Se generó el radical ABTS+ combinando una solución de ABTS+ 

7 mM con persulfato de potasio 2.45 mM. Esta mezcla se mantuvo en agitación constante a 

temperatura ambiente y en completa oscuridad durante 16 horas. Luego, la mezcla se diluyó en 

metanol absoluto hasta alcanzar una absorbancia de 0.7 ± 0.02 a 734 nm utilizando un 

espectrofotómetro UV/Visible (modelo 6715, Jenway, Techne Inc., EUA).  

Actividad antioxidante enzimática 

Superóxido dismutasa 

La capacidad antioxidante a través de la superóxido dismutasa fue evaluada según el método 

propuesto por (Balois-Morales et al., 2007). Se inició mezclando una muestra fresca conocida 

con 5 mL de una solución extractora de buffer de fosfatos a pH 7.8 y concentración 0.05 M. 

Posteriormente, la mezcla se centrifugó a 10,000 × g durante 15 minutos a 4 °C. La combinación 

utilizada para determinar la actividad de la SOD incluyó el sobrenadante, buffer de fosfatos a 

pH 7.8 (0.05 M), EDTA (0.1 mM), L-metionina (12 mM), NBT (0.075 mM) y riboflavina (0.002 

mM). Esta mezcla se expuso a una lámpara fluorescente de 20 vatios durante 15 minutos, tras 

lo cual se midió la absorbancia a 560 nm.  

Catalasa 



La actividad de la catalasa se determinó utilizando el método descrito por (Proietti et al., 2013) 

Se añadió una solución tampón de fosfato de sodio a 25 mM, con un pH de 7.8, a una muestra 

liofilizada. Posteriormente, esta mezcla se centrifugó a 10.000 × g a 4 °C durante 15 minutos. 

La mezcla de reacción estuvo compuesta por buffer de fosfatos 25 mM a pH 7.8, extracto 

enzimático (sobrenadante), EDTA 0.8 mM, y H2O2 a 20 mM. Se registró el cambio de 

absorbancia a 240 nm durante un periodo de 3 minutos. Los resultados obtenidos se expresaron 

en unidades internacionales por miligramo de proteína (U mg⁻¹ de proteína). 

 

Ascorbato peroxidasa 

La actividad se determinó mediante el método propuesto por Proietti et al. (2013). Para extraer 

la enzima, se utilizó un buffer de potasio de 50 mM a pH 7.0, que se combinó con una muestra 

liofilizada conocida y luego se centrifugó a 12 000 × g durante 20 minutos a 4 °C. Para la 

reacción, se mezclaron el buffer de potasio (50 mM, pH 7.0), ascorbato sódico (10 mM), el 

extracto enzimático y H2O2 (30 mM). Se observó el cambio de absorbancia a 290 nm durante 2 

minutos a 25 °C utilizando un espectrofotómetro (modelo 6715 UV/Visible, Jenway, Techne 

Inc., EUA). La actividad de la ascorbato peroxidasa se calculó utilizando el coeficiente de 

extinción molar del ascorbato de 2.8 mM-1 cm-1. Los resultados se expresaron como unidades 

internacionales por gramo de proteína (U mg⁻¹ de proteína). 

Guayacol peroxidasa 

La determinación de la actividad de la peroxidasa se llevó a cabo mediante la oxidación del 

guayacol a tetraguayacol, siguiendo el protocolo descrito por (Vanegas Cano et al., 2022). La 

mezcla de reacción contenía un buffer de fosfatos a 100 mM y pH 5.0, guayacol a 40 mM, 



peróxido de hidrógeno (H2O2) a 40 mM y el extracto enzimático. La formación de tetraguayacol 

se monitoreó cada 10 segundos durante un periodo de 3 minutos a una longitud de onda de 470 

nm. Los resultados se expresaron en unidades internacionales por gramo de proteína (U mg⁻¹ de 

proteína). 

Polifenol oxidasa 

La actividad de la polifenol oxidasa se determinó de acuerdo con el método propuesto por 

(Vanegas Cano et al., 2022). Para la reacción, se mezcló una muestra conocida del sobrenadante 

con 2.2 mL de catecol a 100 mM en buffer de fosfatos de sodio a 100 mM a pH 6.5. La actividad 

se siguió mediante la oxidación del catecol a o-diquinona a una longitud de onda de 470 nm 

durante 3 minutos. Los resultados se expresaron en unidades internacionales por miligramo de 

proteína (U mg-1 de proteína). 

Marcadores de estrés oxidativo 

Peróxido de hidrógeno (H2O2) 

Se cuantificó con el método descrito por (Junglee et al., 2014). Usando una solución de 

extracción-reacción, se combinó una muestra liofilizada con un buffer de fosfatos de sodio a 10 

mM y pH 7, ácido tricloroacético al 0.1%, y yoduro de potasio al 1 M. Esta mezcla se sometió 

a un baño ultrasónico (modelo 08895-09, Cole-Parmer, EUA) durante 10 minutos a una 

frecuencia de 40 kHz, luego se centrifugó a 10000 x g durante 10 minutos. Las muestras se 

dejaron reaccionar durante 20 minutos a temperatura de incubación de 20-22 °C, tras lo cual se 

midieron las absorbancias a una longitud de onda de 390 nm. Los resultados obtenidos se 

expresaron en nanomoles de H2O2 por gramo de peso fresco (nmol g
-1 PF). 

  



Peroxidación lipídica 

La evaluación se llevó a cabo mediante la cuantificación de la concentración de malondialdehído 

(MDA), siguiendo el método que se describe Pasquariello et al., (2015) con algunas 

adaptaciones. Se mezclaron muestras liofilizadas conocidas con ácido tricloroacético al 10% 

(p/v). Esta solución se calentó en un baño de agua en ebullición durante 10 minutos, luego se 

enfrió a temperatura ambiente y se centrifugó a 15 000 × g durante 10 minutos a 4 °C. El 

sobrenadante resultante se combinó con una solución de ácido tricloroacético al 15% y con 0.5% 

de ácido tiobarbitúrico (C4H4N2O2S). La absorbancia se midió a 535 nm. La concentración de 

MDA se calculó utilizando el coeficiente de extinción molar de 1.56 mM-1 cm-1. Los resultados 

obtenidos se expresaron en micromoles de malondialdehído por gramo de peso fresco (µmol 

MDA g-1 PF). 

  



4.5 ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

 

Se utilizó un diseño de bloques completos al azar con tres repeticiones por cada tratamiento de 

quitosano y de níquel. Los datos se analizaron con el programa estadístico SAS para Windows, 

versión 9.4. Se compararon las medias mediante la prueba de comparación múltiple de Tukey, 

con un nivel de significancia de p ≤ 0.05. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



5. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

Longitud, diámetro y peso 

Se observaron diferencias significativas en peso, longitud y diámetro del fruto de uva, excepto 

en la longitud del fruto con aplicaciones de níquel a 60, 90 ppm y con aplicación de quitosano 

a 5000 ppm + níquel a 60 ppm (Cuadro 1). Los frutos de uva de las plantas con la aplicación de 

quitosano a 5000 ppm + níquel a 90 ppm presentaron los valores más altos, con 3.8 % en 

longitud, 8.0 % en diámetro y 9.3 % en peso con respecto a los frutos de las plantas sin aplicación 

de quitosano y sin aplicación de níquel. Esto puede deberse a que las aplicaciones foliares de 

níquel y quitosano favorecieron el crecimiento y desarrollo de los frutos. La interacción de estos 

compuestos puede contribuir a un aumento de la absorción de nutrientes y a una mejor respuesta 

fisiológica de las plantas, lo que se traduce en un mayor tamaño y peso de las uvas. En un estudio 

previo se evaluó el crecimiento de plantas de tomate mediante la aplicación de quitosano, y se 

observó que se promovió el crecimiento de las plantas al aumentar su altura en comparación con 

la dosis más baja de quitosano (Reyes-Pérez et al., 2020). El níquel puede actuar como un 

cofactor que potencia la actividad de ciertas enzimas involucradas en el metabolismo del 

nitrógeno, lo que facilita el crecimiento de los frutos (Hosseini & Khoshgoftarmanesh, 2013). 

  



Cuadro 1. Longitud, diámetro y peso en frutos de uva variedad 'Saint-Émilion' por efecto 

de la aplicación de níquel y quitosano 

Quitosano y Níquel 
Longitud Diámetro Peso 

(mm) (mm) (g) 

Control 14.04 ± 0.95ab 13.60 ± 0.90bcd 2.16 ± 0.26ab 

Quitosano 5000 ppm 13.27 ± 0.95c 13.01 ± 0.81d 1.85 ± 0.14c 

Níquel 60 ppm 13.57 ± 1.01bc 13.54 ± 0.92cd 2.02 ± 0.26bc 

Níquel 90 ppm 13.78 ± 1.06bc 14.19 ± 1.00ab 2.18 ± 0.28ab 

Quitosano 5000 ppm + Ni 60 ppm 13.72 ± 1.05bc 14.00 ± 0.62bc 2.11 ± 0.25b 

Quitosano 5000 ppm + Ni 90 ppm 14.57 ± 0.67a 14.69 ± 0.62a 2.36 ± 0.29a 

Los valores se presentan como media ± desviación estándar (n=9). Letras diferentes en la misma columna 

indican diferencias estadísticas según Tukey (P ≤ 0.05) 

 

Color 

 

En la figura 1, se presentan los parámetros de color, croma y ángulo hue, y no se observaron 

diferencias significativas en los frutos de uva por la aplicación de quitosano y níquel en las 

diferentes concentraciones. El ángulo hue presentó un promedio de 174.42°, un valor que ubica 

a los frutos de uva en la gama de los colores verdes. La ausencia de diferencias en croma y 

ángulo hue indicó que la aplicación foliar de níquel y quitosano no modificó la tonalidad ni la 

saturación del color externo, lo que resulta favorable en uva destinada a vinificación porque se 

conservó la apariencia característica de la variedad sin signos visibles de fitotoxicidad. 

 



 

Figura 1. Croma y ángulo hue en frutos de uva de la variedad 'Saint-Émilion' por efecto 

de la aplicación foliar de níquel y quitosano. Los valores se presentan como media ± 

desviación estándar (n = 9). 

 

Se observaron diferencias significativas en los valores de L*, excepto entre los frutos de las 

plantas sin aplicación de quitosano y sin aplicación de níquel, níquel 60 ppm y quitosano 5000 

ppm + níquel 90 ppm y entre los frutos de las plantas con aplicación de quitosano 5000 ppm y 

quitosano 5000 ppm + níquel 60 ppm (Cuadro 2). Los valores más altos del parámetro L* se 

observaron en los frutos de uva con aplicación de Quitosano 5000 ppm + Ni 60 ppm, lo cual 

indica que presentaron mayor brillantez. 

Con respecto a los valores de a*, se observaron diferencias significativas, pero no entre los frutos 

de uva de las plantas con aplicación de quitosano a 5000 ppm y níquel 60 ppm y los valores más 

altos se observaron en los frutos de las plantas con aplicación de níquel 90 ppm, quitosano 5000 
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ppm + níquel 60 ppm y quitosano 5000 ppm + níquel 90 ppm y no se observaron diferencias 

significativas entre ellos, estos frutos presentaron una coloración más verde. 

 

Cuadro 2. Color en frutos de uva de la variedad 'Saint-Émilion' por efecto de la aplicación 

de níquel y de quitosano. 

Quitosano y Níquel 
Parámetros de color 

 L*  a*  b* 

Control 38.71 ± 10.63ab -0.75 ± 1.28a 12.40 ± 1.32ab 

Quitosano 5000 ppm 39.64 ± 2.44a -0.98 ± 0.99ab 13.60 ± 2.32a 

Níquel 60 ppm 39.20 ± 3.48ab -1.24 ± 1.43ab 13.40 ± 2.19a 

Níquel 90 ppm 36.70 ± 9.47b -1.56 ± 1.29b 13.20 ± 1.66ab 

Quitosano 5000 ppm + Ni 60 ppm 39.78 ± 2.39a -1.67 ± 0.58b 13.33 ± 1.94a 

Quitosano 5000 ppm + Ni 90 ppm 38.90 ± 2.12ab -1.71 ± 0.85b 11.85 ± 3.40b 

Los valores se presentan como media ± desviación estándar (n=9). Letras diferentes en la misma columna 

indican diferencias estadísticas según Tukey (P ≤ 0.05) 

 

pH, sólidos solubles totales (°Brix), acidez titulable 

En relación al pH se observaron diferencias significativas pero no entre los frutos de las plantas 

de uva sin aplicación de quitosano y níquel, con aplicación de níquel 60 ppm  y Quitosano 5000 

ppm + níquel 60 ppm y entre los frutos de níquel 90 ppm y quitosano 5000 ppm + níquel 90 

ppm (Cuadro 3). Se observa la relación entre el níquel y el quitosano, esto debido a que al 

disminuir la cantidad de ácidos orgánicos el pH tiende a subir, así como se puede apreciar en 

ellos frutos de las plantas con aplicación de níquel 90 ppm en los cuales se mantuvo un pH de 

3.63 y 1.46% de ácido tartárico.  

Con respecto al pH, se ha reportado que los valores esperados para obtener un vino de calidad 

oscilan entre 3 y 4 (Suárez, 2021), lo cual coincide con los valores obtenidos en esta 

investigación, que se sitúan entre 3.29 y 3.63. El níquel puede aumentar el pH en frutos no 



climatéricos al influir en el metabolismo de ácidos orgánicos, mejorar la transpiración y la 

absorción de nutrientes (Taghipour et al., 2024). 

Los cambios en el contenido de sólidos solubles totales en los frutos de uva por la aplicación 

foliar de quitosano y níquel a distintas concentraciones se muestran en el cuadro 3, donde se 

observaron diferencias significativas excepto en los frutos de las plantas sin aplicación de 

quitosano y níquel, Quitosano 5000 ppm y Quitosano 5000 ppm + níquel 90 ppm con 22.61 

°Bx.  El contenido de sólidos solubles mayor se observó en los frutos de uva de las plantas con 

aplicación de Quitosano 5000 ppm + Ni 60 ppm. Al respecto se ha reportado en uva destinada 

para vinificación de 20 a 24 °Brix, y únicamente los frutos de uva de las plantas con aplicación 

de níquel 60 ppm y de quitosano 5000 ppm + níquel 60 ppm alcanzaron dicho intervalo. Los 

frutos de las plantas con aplicación de níquel a 90 ppm mostraron los valores más bajos; esto 

puede ser debido a  que el níquel a esta concentración generó cierto nivel de toxicidad, lo que 

pudo haber interferido directamente con la acumulación de sólidos solubles totales (Parwez 

et al., 2021). Por otro lado, los frutos de uva de las plantas con aplicación de níquel 60 ppm 

presentaron una mayor concentración, lo que puede indicar que el níquel a esta concentración 

es ideal para su acumulación (Parwez et al., 2021) y que el quitosano pudo haber actuado como 

un elicitor para el mejor aprovechamiento de este micronutriente (Bautista-Baños et al., 2017) 

Con respecto al contenido de acidez titulable, se observaron diferencias significativas excepto 

en los frutos de uva de las plantas sin aplicación de quitosano y níquel y con aplicación de 

Níquel 60 ppm. Los valores más altos se observaron en los frutos de uva de las plantas con 

aplicación de Quitosano 5000 ppm, Quitosano 5000 ppm + Ni 60 ppm y Quitosano 5000 ppm 

+ Ni 90 ppm y no se observaron diferencias significativas entre ellos. 

 



Al respecto el quitosano pudo haber actuado como fitoprotector en el antagonismo del níquel. 

Puede apreciarse que al aplicar níquel en una cantidad más elevada se reduce la síntesis de 

ácidos orgánicos, específicamente del ácido tartárico, lo que se traduce en una disminución de 

su producción. Es importante destacar que factores como la temperatura, la luz solar y la 

disponibilidad de agua pueden influir en la síntesis de ácido tartárico (Molina, 2023). 

 

Cuadro 3. Efecto del pH, °Bx (sólidos solubles totales) y de la acidez titulable en frutos de 

uva de la variedad 'Saint-Émilion' por la aplicación de níquel y quitosano. 

Quitosano y Níquel pH 

 

 °Bx 

 (%) 

Acidez 

titulable 

(%) 

Control 3.41 ± 0.07ab 17.20 ± 0.89c 1.55 ± 0.07ab 

Quitosano 5000 ppm 3.29 ± 0.24b 18.57 ± 0.72c 1.54 ± 0.07a 

Níquel 60 ppm 3.45 ± 0.09ab 21.10 ± 1.55b 1.57 ± 0.09ab 

Níquel 90 ppm 3.63 ± 0.34a 15.79 ± 0.79d 1.46 ± 0.09b 

Quitosano 5000 ppm + Ni 60 ppm 3.54 ± 0.12ab 22.61 ± 1.01a 1.62 ± 0.08a 

Quitosano 5000 ppm + Ni 90 ppm 3.58 ± 0.15a 17.67 ± 0.57c 1.58 ± 0.07a 

Los valores se presentan como media ± desviación estándar (n=9). Letras diferentes en la misma columna 

indican diferencias estadísticas según Tukey (P ≤ 0.05) 

 

Compuestos bioactivos 

 

En el Cuadro 4 se observó que la acumulación de carotenoides totales en los frutos de uva de 

las plantas sin aplicación de quitosano y níquel fue mínima. La aplicación de quitosano a 5000 

ppm produjo un incremento moderado de 17 % respecto al testigo. El níquel incrementó su 

contenido en 44 % (60 ppm) y 63 % (90 ppm) respecto al testigo, mientras que la combinación 

de quitosano a 5000 ppm + níquel a 60 ppm registró la mayor acumulación, con un incremento 

de 131 %; este comportamiento se explica por la participación del níquel en el metabolismo del 



nitrógeno mediante la activación de la ureasa (Bunea et al., 2012). Una mayor disponibilidad de 

nitrógeno estimula la síntesis de pigmentos, dado que la formación de carotenoides y clorofilas 

depende de los mismos intermediarios metabólicos y de los recursos energéticos celulares 

(Reyes-Pérez et al., 2020). 

Se observaron diferencias significativas en el contenido de clorofila a, clorofila b y clorofila 

total en frutos de uva de la variedad 'Saint-Émilion' por la aplicación foliar de quitosano y níquel 

a distintas concentraciones (Cuadro 4). El contenido de clorofila a en los frutos de uva con 

aplicación de quitosano a 5000 ppm + níquel 60 ppm y de níquel 60 ppm fueron los que 

presentaron los mayores valores, con incrementos de 74 % y 73 % respecto al testigo. La 

clorofila a es el pigmento principal de la fotosíntesis, ya que convierte la energía lumínica en 

energía química, utilizada para el crecimiento de la planta (Medina-Velo et al., 2017). Por esta 

razón, se considera un pigmento activo. 

Para el contenido de clorofila b, se observó la menor concentración en los frutos de uva de las 

plantas sin aplicación de quitosano y níquel, mientras que en los frutos de las plantas con 

aplicación de níquel a 90 ppm y de quitosano a 5000 ppm + níquel a 60 ppm se incrementó en 

un 120 % respecto a este. En este sentido se menciona que la clorofila b es la que se encarga de 

absorber la luz en longitudes de onda distintas a la clorofila a y de transferir esa energía a esta 

última. Por su función de apoyo, se considera un pigmento accesorio y forma parte de las antenas 

colectoras, que mejoran la captación de luz (Tanaka & Tanaka, 2011).  

En el contenido de clorofila total, es la cantidad total de pigmentos fotosintéticos presentes en 

el fruto, obtenido como la suma de la clorofila a y la clorofila b (Tanaka & Tanaka, 2011). Los 

frutos de uva de las plantas con aplicación de níquel a 90 ppm y de quitosano a 5000 ppm + 

níquel a 60 ppm fueron los que presentaron el mayor contenido, con incrementos de 84 % y 92 



% respecto al testigo, respectivamente. Esto puede deberse a que el níquel participa en funciones 

fisiológicas como la eficiencia fotosintética (Hernández-López et al., 2020) por lo que puede 

mejorar la acumulación de clorofila en frutos (Kondak et al., 2024), puede proteger contra el 

estrés oxidativo ayudando a estabilizar los pigmentos fotosintéticos y el quitosano puede inducir 

la síntesis de clorofila y carotenoides mediante la estimulación de genes fotosintéticos, mejorar 

la absorción de nutrientes y modular la senescencia del fruto (Reyes-Pérez et al., 2020). 

El contenido de ácido ascórbico en los frutos de uva fue mayor con la aplicación de quitosano 

y níquel en sus diferentes concentraciones respecto al testigo, lo que evidenció una respuesta 

muy marcada de la ruta de biosíntesis de la vitamina C con la aplicación foliar. Los frutos de 

uva de las plantas con aplicación foliar de quitosano a 5000 ppm + níquel 60 ppm presentaron 

el mayor contenido, lo que puede deberse a que el quitosano favorece la disponibilidad y el 

aprovechamiento de nutrientes en las plantas (Costales-Menéndez et al., 2021). Sin embargo, 

los frutos de uva de las plantas con aplicación de níquel a 90 ppm + quitosano a 5000 ppm 

presentaron una concentración menor, aunque superior a la del testigo, esto se puede deber a 

que el níquel a esta concentración pudo haber provocado algún tipo de estrés oxidativo 

que puede inhibir enzimas que convierten la glucosa en ácido ascórbico afectando su 

disponibilidad (De Jesús Rodríguez-Jiménez et al., 2016).  
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Actividad antioxidante no enzimática 

 

Se observaron diferencias significativas en el contenido de fenoles totales de los frutos de uva 

de las plantas con aplicación foliar de quitosano y níquel a distintas concentraciones (Cuadro 

5).  Los frutos de uva de las plantas con aplicación de quitosano a 5000 ppm + níquel 60 ppm 

presentaron el contenido más alto de fenoles totales, con el 225 % respecto al testigo, esto puede 

deberse a que el estrés provocado por la aplicación del níquel en concentraciones adecuadas 

puede activar vías metabólicas que aumentan la producción de antioxidantes y compuestos 

fenólicos (Sobati-Nasab et al., 2021).  

En el contenido de flavonoides de los frutos de uva de las plantas con aplicación foliar de 

quitosano y níquel a distintas concentraciones, se observaron diferencias significativas (Cuadro 

5. La interacción entre estos compuestos puede provocar cambios en la concentración de 

flavonoides (Apáez-Barrios et al., 2019). Al respecto el níquel puede actuar como un 

micronutriente esencial; participa en rutas metabólicas y procesos de fijación, como el del 

nitrógeno, que pueden mejorar la eficiencia fisiológica de la planta y, con ello, favorecer la 

síntesis de compuestos fenólicos (Gabriel et al., 2015). No obstante, el quitosano puede actuar 

como un elicitor natural que, al simular condiciones de estrés reguladas, induce en la planta la 

síntesis de compuestos fenólicos (Bautista-Baños et al., 2017). 

La composición química de los taninos puede diferir tanto cualitativamente como 

cuantitativamente entre distintas especies de plantas y de frutos. Si bien ciertos taninos se 

encuentran de forma común en diversos vegetales, algunos son propios de determinados frutos 

o exclusivos de especies vegetales específicas, por ejemplo, en las uvas (Vázquez-Flores & 

Alma A, 2012). 



Las plantas y los frutos tienen la capacidad de almacenar taninos en todas sus partes, como en 

semillas, frutos, madera, raíces y hojas. En condiciones ordinarias, los taninos vegetales 

constituyen entre el 2 % y el 7 % del peso fresco de la planta, lo que incluye la suma de los 

distintos tipos de tanino presentes. Sin embargo, esta proporción puede aumentar cuando la 

planta está bajo estrés, por ejemplo, debido a la infección por patógenos (Haslam, 2007). 

En el contenido de taninos hidrolizables por la aplicación de quitosano y níquel a distintas 

concentraciones destacó que la mayor cantidad de taninos se encontró en el tratamiento testigo 

(sin aplicación de quitosano y níquel) y en los frutos de uva de las plantas con aplicación de 

quitosano y níquel en las diferentes concentraciones disminuyo entre 75 % y 85 % respecto al 

testigo, sin un patrón asociado a la dosis, lo que puede deberse a una interacción entre estos 

compuestos en el metabolismo fenólico de la planta y sus respuestas de defensa, estimulando 

los sistemas antioxidantes de las plantas, actuando como reguladores de la respuesta frente al 

estrés oxidativo (Singh et al., 2013). El quitosano tiene la capacidad de activar las respuestas de 

ciertas enzimas, lo que refuerza la capacidad de defensa frente a condiciones bióticas y abióticas 

(De Bona et al., 2021). Asimismo, el níquel puede actuar de manera similar, induciendo una 

actividad antioxidante compensatoria y reduciendo el daño oxidativo (Yan et al., 2008). En 

conjunto, estos efectos reducen la necesidad de que la planta produzca taninos hidrolizables 

como defensa, ya que la actividad antioxidante se mantiene gracias a la acción de las enzimas y 

de compuestos fenólicos que pudieron ser estimulados (Gajewska & Skłodowska, 2007). 

En cuanto a los taninos condensados, su comportamiento fue inverso al de los hidrolizables. Los 

frutos de uva de las plantas con aplicación de níquel a 90 ppm y con quitosano a 5000 ppm 

incrementaron su acumulación en 239 % y 177 % respecto al testigo, respectivamente, mientras 

que en los frutos de las plantas con aplicación de quitosano a 5000 ppm + níquel a 90 se redujo, 



al 12 % por debajo del testigo. Esta diferencia sugiere que ambos grupos de taninos siguen rutas 

metabólicas fenólicas distintas y que la dosis más alta de la aplicación conjunta deja de favorecer 

su acumulación. 

La actividad antioxidante in vitro en frutos de uva de la variedad 'Saint-Émilion' tras la 

aplicación foliar de quitosano y níquel a distintas concentraciones se presenta en el cuadro 5. 

Para el radical DPPH, los frutos de uva de las plantas con aplicación de quitosano a 5000 ppm 

+ Ni 60 ppm, presentaron la mayor actividad, mientras  que para el ensayo ABTS fueron los 

frutos de uva de las plantas con aplicación de níquel a 90 ppm y superó al testigo en 145 %, esto 

sugiere que la mejora de la actividad antioxidante no enzimática in vitro dependió del ensayo y 

de la dosis, ya que el quitosano 5000 ppm combinado con níquel 60 ppm favoreció la captación 

del radical DPPH y el níquel a 90 ppm aplicado de forma individual la del ABTS, el aumento 

observado podría estar relacionado con una mayor concentración de flavonoides y 

polifenoles(SobatiNasabet al., 2021), junto cn una mejor retención de clorofilas y 

carotenoides.Asimismo, en DPPH, esto favorecería la capacidad antioxidante (Tan et al., 2025) 

mientras que en ABTS mejoraría la neutralización de radicales (Kuskoski et al., 2004).  
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Actividad del sistema antioxidante enzimático 

El cuadro 6 presenta los valores de la actividad del sistema antioxidante enzimático, para la 

actividad antioxidante enzimática del superóxido dismutasa. Cabe destacar que los frutos de uva 

de las plantas con aplicación de quitosano a 5000 ppm + níquel a 60 ppm presentaron la mayor 

actividad. En este sentido la superóxido dismutasa (SOD) constituye la primera barrera de 

defensa antioxidante en las células vegetales, ya que convierte las especies reactivas de oxígeno 

(ROS) en peróxido de hidrógeno y oxígeno molecular (Peralta-Pérez & Volke-Sepúlveda, 

2011b). En este contexto, la aplicación foliar de níquel junto con quitosano, funcionó como una 

señal bioquímica que indujo un estrés controlado en las plantas. Este estrés, sin alcanzar niveles 

dañinos, promovió la activación del sistema enzimático antioxidante. 

Con respecto a la enzima catalasa, se observó que los frutos de uva de las plantas con aplicación 

de níquel a 90 ppm, quitosano a 5000 ppm + níquel 60 ppm y quitosano 5000 ppm, presentaron 

la mayor actividad, sin diferencias significativas entre ellos.  El incremento en la actividad de 

la catalasa (CAT) tras la aplicación foliar indica que estos compuestos favorecen la respuesta 

antioxidante sin generar un estrés significativo en la planta. En contraste, la disminución de la 

actividad en los frutos de las plantas con aplicación de quitosano a 5000 ppm + níquel a 90 ppm 

podría estar relacionada con un estrés oxidativo elevado, que habría sobrepasado la capacidad 

del sistema de defensa o comprometido la estabilidad de la enzima (Parwez et al., 2021). 

Para la enzima ascorbato peroxidasa (APX,) se observó que los frutos de uva de las plantas con 

aplicación de quitosano 5000 ppm + níquel 60 ppm y con aplicación de níquel a 90 ppm 

presentaron una mayor actividad, sin diferencias estadísticas entre ellos, esto puede relacionarse 

con que la APX, al igual que la CAT, elimina el H₂O₂, pero a través del ciclo del ascorbato-



glutatión (De La Cruz et al., 2012), utilizando ascorbato como sustrato. Su actividad es mayor 

bajo estrés moderado, pero puede inhibirse si el estrés es excesivo. A diferencia de la CAT, que 

se encuentra en peroxisomas, la APx actúa en cloroplastos y mitocondrias, lo que influye en su 

respuesta al níquel y quitosano (Peralta-Pérez & Volke-Sepúlveda, 2011b). 

Esta enzima es clave en la detoxificación del peróxido de hidrógeno (H₂O₂) en las plantas, de 

manera similar a la CAT. Sin embargo, la APX utiliza ascorbato como donante de electrones en 

lugar de descomponer directamente el H₂O₂ (Anjum et al., 2016). 

La manera en que la SOD actúa es convertir el radical superóxido en peróxido de hidrógeno, 

que luego es eliminado por la catalasa y la ascorbato peroxidasa. Si la actividad de CAT y APX 

aumenta con la aplicación de quitosano y níquel, la acumulación de H₂O₂ se reduce, lo que 

podría disminuir la necesidad de SOD. En otras palabras, la planta podría redistribuir la 

actividad antioxidante hacia APX y CAT, reduciendo la expresión o la actividad de SOD (Manna 

et al., 2021). 

La actividad de la enzima guayacol peroxidasa (GPX) fue mayor en los frutos de uva de las 

plantas con aplicación de níquel a 90 ppm. La GPx utiliza el peróxido de hidrógeno como 

sustrato, oxidando los compuestos fenólicos para reducir las ROS, esta participa en la 

polimerización de la lignina, reforzando la pared celular ante el estrés mecánico y posibles 

patógenos (Alexander et al., 2006), su acción se realiza en conjunto con la CAT y la APX, pero 

a bajos niveles de H₂O₂ en la pared celular, vacuola y apoplasto (Peralta-Pérez & Volke-

Sepúlveda, 2011). Nuevamente el estrés que pudo haber provocado el quitosano generó una 

alerta en la planta lo que pudo haber provocado mayor reacción de la GPX, debido a que este 

polímero genera una señal de estrés oxidativo que puede estimular la activación de las rutas de 

defensa de la planta como lo puede ser el sistema antioxidante enzimático (Serrano et al., 2022). 



En relación a la enzima polifenol oxidasa (PPO), se observó una mayor actividad en los frutos 

de uva de las plantas con aplicación de quitosano a 5000 ppm + níquel 60 ppm. En este sentido 

la función de esta enzima en el sistema antioxidante es catalizar la oxidación de compuestos 

fenólicos en quinonas para que después estas quinonas puedan reaccionar con radicales libres 

para neutralizar a las ROS (Taranto et al., 2017). La aplicación de quitosano puede generar estrés 

oxidativo, esto actúa como señal para que las plantas activen los mecanismos de defensa 

antioxidante, bajo estas condiciones de estrés, la PPO tiende a incrementarse, con esto se 

potencia la oxidación de fenoles para así reducir las ROS generadas por el estrés (Singh et al., 

2019). 

 

Cuadro 6. Efecto de la aplicación de níquel y quitosano sobre la actividad enzimática en uva de la 

variedad 'Saint-Émilion'. 

Tratamientos 
Catalasa 

(U mg-1 proteína)  

Superóxido 

dismutasa 

(U mg-1 

proteína)  

Ascorbato peroxidasa 

(U mg-1 proteína)  

Guayacol peroxidasa 

(U mg-1 proteína) 

 

Polifenol oxidasa 

(U mg-1 proteína) 

 

Control 10.46 ± 2.15d 6.59 ± 4.79b 231.74 ± 88.14c 453.15 ± 84.81c 0.65 ± 0.66d 

Quitosano 5000 

ppm 

300.07 ± 86.21a 
9.59 ± 3.31a 5875.63 ± 1861.09a 12417.68 ± 3871.16ab 15.14 ± 7.27ab 

Níquel 60 ppm 167.37 ± 86.55b 3.5 ± 1.26bc 3166.2 ± 1225.03b 7062.92 ± 4312.85a 10.33 ± 5.21bc 

Níquel 90 ppm 340.64 ± 144.35a 10.33 ± 3.74a 6885.88 ± 3610.33a 14028.15 ± 6107.58a 17.12 ± 8.1ab 

Quitosano 5000 

ppm + Ni 60 ppm 

330.06 ± 155.68a 
11.01 ± 3.35a 7104.9 ± 3772.83a 13892.92 ± 7377.38a 23.84 ± 10.89a 

Quitosano 5000 

ppm + Ni 90 ppm 

28.56 ± 24.65c 
2.09 ± 1.96c 163.14 ± 124.98d 487.08 ± 613.39c 6.38 ± 9.14c 

Los valores son la media ± desviación estándar (n=9). Letras diferentes en la misma columna indican diferencias 

estadísticas según Tukey (P ≤ 0.05)  

 

  



Marcadores de estrés oxidativo 

 

Los marcadores de estrés oxidativo que se muestran en el cuadro 7, el peróxido de hidrógeno, 

que como se ha mencionado anteriormente es utilizado por las enzimas como un sustrato para 

poder oxidar otros compuestos y así poder disminuir las ROS, en este parámetro los frutos de 

uva de las plantas con aplicación de Quitosano 5000 ppm + níquel 60 ppm presentaron los 

valores más altos, esto puede relacionarse en el sentido de que cuando los valores de H₂O₂ son 

elevados puede significar que la planta está bajo estrés y una acumulación de este puede causar 

daño a las células al oxidar las membranas (de Paula Correia et al., 2024), la aplicación conjunta 

de quitosano y níquel podría estar generando este estrés, ya que los tratamientos combinados 

registraron los valores más altos de peróxido de hidrógeno. 

Con respecto a la peroxidación lipídica, los frutos de uva de las plantas que presentaron más 

daño oxidativo fue el testigo sin aplicación de quitosano y níquel. Al respecto este tipo de 

marcador oxidativo es un proceso que afecta principalmente los lípidos de la membrana celular 

causado principalmente por la acumulación de ROS; los radicales libres atacan los ácidos grasos 

en los fosfolípidos presentes en la membrana celular y esto genera compuestos secundarios 

como lo es el malondialdehído (MDA) que es el marcador de daño celular, como consecuencia 

puede generar alteraciones de la fluidez de la membrana lo que afecta a la absorción de 

nutrientes, pérdida de la textura del fruto y afectaciones de la calidad organoléptica del fruto 

(Davey et al., 2005). 

Aunque los tratamientos combinados de quitosano y níquel registraron los valores más altos de 

peróxido de hidrógeno, también presentaron la menor peroxidación lipídica. Esto indica que el 

H₂O₂ acumulado no alcanzó niveles citotóxicos y actuó principalmente como molécula señal 



que activó el sistema antioxidante enzimático, sin comprometer la integridad de las membranas 

celulares. 

En conjunto, los resultados indican que la aplicación foliar de quitosano 5000 ppm  + níquel 60 

ppm incrementaron los sólidos solubles totales, el ácido ascórbico, los fenoles totales y la 

actividad de superóxido dismutasa y catalasa, y redujo la peroxidación lipídica respecto al 

testigo. El aumento de la dosis de níquel a 90 ppm en la mezcla no mejoró estos parámetros y 

en varios casos los disminuyó, lo que sugiere que el efecto del níquel es dependiente de la dosis 

y que por encima de 60 ppm predomina un componente de estrés oxidativo sobre el efecto 

bioestimulante. 

 

  

Cuadro 7. Efecto de la aplicación de níquel y quitosano sobre marcadores de estrés 

oxidativo en uva de la variedad 'Saint-Émilion' 

Tratamientos 
Peróxido de Hidrógeno 

(nmol g-1 PF) 

Peroxidación lipídica 

(µmol MDA g-1 PF) 

Control  556.92 ± 220.90b   46.86 ± 11.92a 

Quitosano 5000 ppm  572.16 ± 581.45b 15.89 ± 13.2b 

Níquel 60 ppm         171.18 ± 113.4b   3.01 ± 0.89c 

Níquel 90 ppm 246.31 ± 169.83b   2.65 ± 0.96c 

Quitosano 5000 ppm + Ni 60 ppm       1463.29 ± 575.75a   1.52 ± 0.58c 

Quitosano 5000 ppm + Ni 90 ppm       1306.36 ± 618.37a   2.89 ± 1.25c 

Los valores son la media ± desviación estándar (n=9). Letras diferentes en la misma 

columna indican diferencias estadísticas según Tukey (P ≤ 0.05)  



CONCLUSIONES 

 

La aplicación foliar de quitosano y níquel modificó la calidad fisicoquímica y el sistema 

antioxidante de los frutos de uva de la variedad 'Saint-Émilion'. Los frutos de uva de las plantas 

con aplicación de quitosano a 5000 ppm + níquel 60 ppm presentaron los valores más altos en 

el contenido de sólidos solubles totales, ácido ascórbico, fenoles totales, carotenoides, clorofila 

total y actividad antioxidante frente al radical DPPH, además de la mayor actividad de 

superóxido dismutasa y polifenol oxidasa. 

La respuesta de los frutos a la aplicación de níquel dependió de la dosis. El níquel aplicado a 90 

ppm, presento los valores más altos de actividad antioxidante por ABTS, de guayacol peroxidasa 

y de taninos condensados, mientras que combinado con quitosano a 5000 ppm redujo la mayoría 

de las variables evaluadas, lo que indicó que por encima de 60 ppm predominó el componente 

de estrés oxidativo sobre el efecto bioestimulante. 

La aplicación de quitosano y níquel en las diferentes concentraciones redujo la peroxidación 

lipídica respecto al testigo, lo que evidenció una menor oxidación de las membranas celulares y 

una mejor conservación de la integridad del fruto durante la maduración. 

Se recomienda la aplicación foliar de quitosano a 5000 ppm, combinada con níquel a 60 ppm, 

para mejorar la calidad fisicoquímica y antioxidante de los frutos de uva de la variedad 'Saint-

Émilion' destinadas a la elaboración de vino. 
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