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1. Resumen 

En México las zonas áridas abarcan más de la mitad del territorio del país, en las cuales existe una gran 

variedad de plantas. Entre ellas, destaca el género Opuntia que es el más importante por su amplia 

distribución. Uno de los frutos menos estudiados, el xoconostle, se utiliza ampliamente en la gastronomía 

y medicina tradicional. Existe una gran diversidad de xoconostles silvestres, pero su caracterización 

fisicoquímica y antioxidante aun es limitada, como en el caso de Opuntia leucotricha. El presente trabajo 

tuvo como objetivo determinar las propiedades fisicoquímicas, los compuestos antioxidantes y la actividad 

antioxidante in vitro y enzimática en nueve etapas de desarrollo del fruto O. leucotricha desde antesis hasta 

la madurez (de 0 a 120 días después de antesis).  Entre los hallazgos más relevantes, se identificó una etapa 

de agrandamiento celular (45 a 60 DDA) caracterizada por un aumento significativo en el tamaño y peso 

del fruto, junto con una disminución de sólidos solubles totales. Posteriormente, en la etapa de maduración 

(a partir de los 75 DDA) el crecimiento es menor, y se observó un aumento en los sólidos solubles, y la 

acidez. Además, la clorofila se degrada, el pH disminuye y los pigmentos amarillos son más visibles. Se 

determinó que la mayor cantidad de fenoles totales se encuentra a los 30 DDA, lo que coincidió con un 

mayor potencial antioxidante en los ensayos DPPH, ABTS y FRAP. Esto sugiere un mecanismo de defensa 

contra depredadores. Por otro lado, la concentración de ácido ascórbico aumenta a lo largo del desarrollo 

del fruto alcanzando su punto máximo en la madurez, lo cual también se relaciona con un mayor potencial 

antioxidantes. En cuanto a la actividad enzimática, la maduración provocó un estrés oxidativo en el fruto, 

lo que se reflejó en un aumento en la actividad de las enzimas SOD, CAT y APX. Finalmente, a los 120 

DDA, la disminución de estas enzimas podría acelerar la senescencia del fruto, esto se pudo identificar con 

una mayor peroxidación lipídica. En conclusión, los compuestos bioactivos y la actividad antioxidante del 

fruto están influenciados por el estrés oxidativo y la etapa del desarrollo, lo que provoca cambios 

significativos en la composición y propiedades del fruto.  
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2. Introducción 

En México existen una gran diversidad de zonas climáticas, siendo predominante las zonas áridas, que 

ocupan poco más de la mitad del territorio del país, aproximadamente el 50% de la flora de estas zonas 

áridas mexicanas es endémica la cual es aprovechada por la población local en la gastronomía y medicina 

tradicional (Ramírez-Rodríguez et al., 2020). Dentro de la flora de estas zonas áridas se encuentra una 

amplia diversidad de cactáceas, siendo el género Opuntia probablemente el más significativo por su amplia 

distribución (López-Martínez et al., 2015). El género Opuntia está presente en las regiones semiáridas 

debido a su mínimo requerimiento de agua, su rusticidad y su adaptabilidad a temperaturas extremas 

(Morales et al., 2015). Uno de los principales productos del género son los nopales (cladodios), también 

producen frutos dulces llamadas tunas y otros que por el contrario producen frutos ácidos conocidos como 

xoconostles (Laguna et al., 2022). Los frutos de xoconostle son apreciados principalmente por su pulpa 

colorida carnosa y ácida (mesocarpio), contiene también una parte mucilaginosa con pequeñas semillas y 

un endocarpio de color característico, según la variedad, que puede ser verde pálido, rosa o rojo (Morales 

et al., 2015). Se han descrito al menos diez especies productoras de xoconostle, de las cuales, nueve 

pertenecen al género Opuntia, una de las variedades de xoconostle más comercializadas, explotadas y 

estudiados a profundidad es Opuntia matudae cv Cuaresmeño seguido de O. matudae Scheinvar cv Rosa. 

Durante las últimas décadas ha aumentado el interés por los xoconostles, debido a sus propiedades 

nutricionales (Gallegos-Vázquez et al., 2012), además contienen principalmente compuestos bioactivos 

como betaninas, isobetaninas, quercetina y ácido ferúlico a los cuales se le confieren propiedades 

hipoglicémicas, antihiperlipidémicas y antiinflamatorias (López-Palestina et al., 2023a). Sin embargo, se 

han realizado estudios en donde realizan determinaciones fisicoquímicas, nutricionales y funcionales de 

diferentes variedades de xoconostle, y éstas pueden variar por la zona de cultivo, y a través del tiempo, de 

acuerdo con múltiples factores agroclimáticos y genéticos (López-Palestina et al., 2023a). Gutiérrez-Rojas 

et al. (2022)realizó un estudio de características morfológicas y fisicoquímicas de dos especies de 

xoconostle en donde reportó diferencias estadísticamente significativas en función de la variedad e incluso 
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en función del manejo de los cultivos, por ejemplo, reportó que los xonocostles silvestres presentaron mejor 

calidad en los parámetros morfométricos, físicos y contenido nutricional. Hay diferentes variedades de 

xoconostle de las cuales se desconoce su calidad fisicoquímica y funcional, uno de ellos es el xoconostle 

(Opuntia leucotricha), la cual es una variedad que fue descrita morfológicamente por Gallegos-Vázquez et 

al. (2012); sin embargo, no existen otros estudios que hayan estudiado esta variedad a profundidad, es por esta 

razón que en el presente estudio se evaluarán las propiedades fisicoquímicas, actividad antioxidante, 

antioxidantes enzimáticos y no enzimáticos, aunado a eso se realizarán dichos análisis durante diferentes 

etapas del desarrollo contribuyendo al conocimiento de la fisiología del fruto, también podría ser de ayuda 

para determinar el momento de la cosecha de la fruta para obtener mejores concentraciones de fitoquímicos 

y nutrimentos con potencial funcional. 
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3. Objetivos 

Objetivo general  

Evaluar el comportamiento de las propiedades fisicoquímicas, antioxidantes enzimáticos y no enzimáticos y 

capacidad antioxidante durante las etapas de desarrollo del fruto xoconostle (Opuntia leucotricha), que se 

produce en Hidalgo, México. 

Objetivos particulares 

Analizar las propiedades fisicoquímicas y contenido de azúcares totales, reductores y no reductores de los frutos 

de xoconostle durante su desarrollo. 

Evaluar los compuestos bioactivos con propiedades antioxidantes (fenoles totales, flavonoides, carotenos, 

clorofila y ácido ascórbico) y capacidad antioxidante in vitro (ensayos DPPH•+, ABTS•+ y FRAP) en frutos de 

xoconostle. 

Determinar la actividad del sistema enzimático antioxidante como superóxido dismutasa (SOD), catalasa 

(CAT), guayacol peroxidasa (GPX), ascorbato peroxidasa (APX) así como el contenido de peróxido de 

hidrógeno y peroxidación lipídica mediante la cuantificación de malondialdehído como índice del daño 

oxidativo durante el desarrollo de xoconostle. 
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4.  Marco teórico 

Género Opuntia 

La planta del género Opuntia, pertenece a la familia Cactaceae, presenta una complejidad taxonómica 

debido a las frecuentes hibridaciones interespecíficas, la selección humana orientada a rasgos específicos 

de los frutos, cladodios y el tamaño de la planta, así como sus posiciones filogenéticas conflictivas (Paz-

Navarro et al., 2023).  

Morfológicamente, Opuntia se caracteriza por ser un arbusto ramificado, cuya altura varía hasta alcanzar 4 

metros. Su estructura está conformada por una serie de tallos carnosos que, dependiendo de la época del 

año, presentan flores y frutos (Paiva et al., 2016).  Además, la planta puede reproducirse de forma tanto 

asexual como sexual (Pérez et al., 2016). 

Los frutos de Opuntia son bayas uniloculares con múltiples semillas y presentan formas cilíndricas, ovoides 

o elípticas. Su cáscara puede ser cerosa o rugosa, con gama de colores que varía desde el amarillo pálido 

hasta el rojo violeta (López-Palacios et al., 2019). Con base en sus características, se puede clasificar en los 

siguientes tipos de acuerdo a López-Palacios et al. (2019): a) aquellos de sabor dulce, una cáscara delgada 

y semillas envueltas en pulpa, b) Los frutos secos, con cáscara fina y semillas rodeadas de poca o ninguna 

pulpa, c) frutos ácidos, que son conocidos como “xoconostles con piel comestible y ácida, con semillas 

rodeadas de pulpa escasa y d) características intermedias, denominados “xocotunas” con fonículo semiseco 

y sabor agridulce. 

Xoconostles (Generalidades) 

Los xoconostles también conocidos como peras de nopal ácidas (Opuntia sp.), reciben su nombre del 

náhuatl donde xoco significa “ácido” y noxtle se refiere a una fruta con apariencia de pera (Gallegos-

Vázquez et al., 2012). Los aztecas y otras civilizaciones mesoamericanas utilizaban los cladodios de los 

cactus como verdura o forraje, mientras que los xoconostles eran consumidos como frutas de temporada. 

El género Opuntia presenta una taxonomía compleja debido principalmente a la amplia variabilidad 

morfológica, el uso de sinónimos y distintos niveles de ploidía  (Samah et al., 2015). Los xoconostles crecen 
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en regiones semiáridas de gran altitud en el centro de México, mostrando resistencia a suelos poco fértiles 

y a la escasez de lluvias (Cortez-García et al., 2015).  Estos frutos de aproximadamente 5 cm de diámetro, 

pueden adoptar formas esféricas, cilíndricas o piriformes y presentan una depresión apical conocida como 

ombligo o receptáculo (Álvarez & Peña, 2009, Cortez-García et al., 2015. La pulpa jugosa constituye 

aproximadamente el 30.6% de su peso. Las semillas, que representan entre el 2 y el 10% del peso del fruto, 

están rodeadas por una cáscara gruesa que constituye entre el 40 y el 60% del peso total (Mazri, 2021).  

 

El xoconostle se distingue de otras frutas del género Opuntia por su bajo pH, que varía entre 3.7 a 4.5. El 

bajo pH del xoconostle le permite conservarse por periodos prolongado sin descomponerse, incluso 

permaneciendo en la planta semanas después de su madurez (Cortez-García et al., 2015). En los últimos 

años, el uso del xoconostle ha aumentado considerablemente no solo por sus propiedades beneficiosas para 

la salud, sino también por su versatilidad en la gastronomía mexicana y en la elaboración de dulces, 

mermeladas y bebidas (Pérez et al., 2016). 

Especies y diversidad  

El género Opuntia, de la familia Cactaceae agrupa cerca de 300 especies. Aunque las estimaciones varían, 

se calcula que entre 10 y 12 de estas especies son aprovechadas por el ser humano para la producción de 

frutas, “nopalitos”, forraje o cochinilla (Yahia & Sáenz, 2011). Dentro de este grupo, se han identificado 

nueve especies que producen xoconostles, la mayoría del género Opuntia, con una excepción del género 

Cylindropuntia: O. heliabravoana Scheinvar, O. elizondoana E. Sánchez & Villaseñor, O. joconostle 

F.A.C. Weber, O matudae Scheinvar, O. spinulifera Salm-Dyck, O. leucotricha DC, O zamudioi Scheinvar, 

O. durangensis Britton & Rose, O. oligacantha C.F. Förster and Cylindropuntia imbricata DC) (Gallegos-

Vázquez et al., 2012). 

Cultivo y distribución  

Aún son escasos los estudios sobre la diversidad y distribución del xoconostle. Se tiene registro de 

aproximadamente 600 ha de plantaciones comerciales de xoconostle “Cuaresmeño” (O, matudae 
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Scheinvar), Por otro lado, la superficie cultivada de xoconostle “Manzano” (O. matudae Weber), es 

considerablemente menor. Estas plantaciones se concentran principalmente en los estados de México e 

Hidalgo, en la región central del país. No obstante, la extensión territorial de las nopaleras silvestres en 

México sigue siendo desconocida (Martínez González et al., 2018). 

Producción 

En México, los principales estados productores de xoconostle son: Estado de México, San Luis Potosí, 

Hidalgo, Puebla y Querétaro y en menor proporción Aguascalientes, Zacatecas y Guanajuato (Figura 1) 

(Secretaría de Agricultura y Desarrollo Rural, 2016). 

El 95% de la producción nacional se concentra en el Estado de México, con un promedio de 1250 ha 

cultivadas. El resto de la producción se ubica en algunos municipios del estado de Hidalgo, donde 

predominan los cultivares “Cuaresmeño” y “Burro” (Gutiérrez-Rojas et al., 2022a). En el Estado de México 

los principales municipios productores son: Otumba, San Martín de las Pirámides, Temascalapa y 

Nopaltepec. En 2017, la superficie sembrada alcanzó las 784.20 ha, con una producción de 8 373.14 t que 

generaron una derrama económica de $17 887 650.00 pesos mexicanos (SIAP, 2018). En los últimos seis 

años, el volumen de exportación de tuna y xoconostle se incrementó casi 140%, pasando de 7.1 en 2012 a 

17.1 mil t en 2016. 

Figura 1 Estados en los que se produce xoconostle en mayor cantidad (Elaboración propia) 
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Importancia nutrimental y funcional 

Los xoconostles se podrían considerar como alimentos funcionales debido a su contenido de compuestos 

nutricionales beneficiosos para la salud. Diversos estudios han demostrado que existen variaciones 

significativas en la calidad nutricional y en el contenido de antioxidantes entre diferentes genotipos (López-

Martínez et al., 2015). Estos frutos contienen una combinación de betalaínas, azúcares, fibras, polifenoles 

y diversas sustancias orgánicas, como los ácidos cítrico, ascórbico, fólico y glutámico, además de 

aminoácidos (Castro-Muñoz et al., 2018), algunos de los cuales contribuyen a la actividad antioxidante del 

fruto (Monroy-Gutiérrez et al., 2017). 

En comparación con otros frutos, como los cítricos o los frutos rojos, el xoconostle destaca por sus mayores 

proporciones de antioxidantes, fibra, vitaminas, minerales y ácidos grasos poliinsaturados. Se han 

identificado compuestos bioactivos, como los ácidos fenólicos y flavonoides, que podrían desempeñar un 

papel importante en la prevención de enfermedades como la diabetes tipo 2 (Campos-Montiel et al., 2021). 

Además, estos compuestos poseen propiedades biológicas relevantes, incluyendo efectos antiinflamatorios, 

antidiabéticos, gastroprotectores, anticancerígenos y hepatoprotectores, los cuales se atribuyen 

principalmente a su alta concentración de compuestos antioxidantes (Ramadan et al., 2021). 

Es importante notar que la composición nutrimental de los xoconostles puede verse influida por factores 

genéticos, ambientales y fisiológicos. En particular, los niveles de glicosilación y acilación de los 

compuestos bioactivos podrían ser determinantes en la respuesta de la planta al estrés abiótico, como la 

radiación ultravioleta, el frío o la sequía. Estos factores, a su vez, pueden modificar la actividad biológica 

de los compuestos presentes en los xoconostles (Agostini-Costa, 2022). 

Sistema antioxidante 

Las condiciones abióticas estresantes (como temperaturas extremas, sequía, exceso de luz, falta de 

nutrientes o la presencia de sustancias químicas tóxicas), a menudo provocan un aumento en el mecanismo 

de defensa antioxidante en las plantas (van Doorn & Ketsa, 2014).  

Como consecuencia de este estrés, se produce una sobreproducción de especies reactivas de oxígeno (ROS), 
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que incluyen superóxido, oxígeno singlete, el radical hidroxilo y el peróxido de hidrógeno (Mittler, 2002). 

Aproximadamente entre el 1 y el 2% del oxígeno total se convierte en radicales superóxidos, siendo la 

cadena respiratoria de la membrana interna de las mitocondrias una de las principales fuentes de estos 

compuestos. Las ROS desempeñan un papel dual en los sistemas biológicos, en concentraciones bajas o 

moderadas, actúan como moléculas de señalización cruciales para el funcionamiento normal de las células. 

Sin embargo, en concentraciones altas, las ROS provocan daño oxidativo, lo que deriva en la peroxidación 

de lípidos, la inactivación de enzimas, la degradación de proteínas y daños al ADN/ARN  (Herrera Flores 

et al., 2014. , 

Este exceso de ROS interfiere con procesos fundamentales de las plantas, como la fotosíntesis y la 

conductancia estomática, y puede deteriorar las membranas celulares e incluso causar la muerte celular. Por 

esta razón, la regulación de las ROS es esencial para mejorar la resistencia de las plantas al estrés. Este 

proceso se lleva a cabo mediante un sistema de defensa antioxidante que comprende una serie de ezimas 

antioxidantes y antioxidantes no enzimáticos (Hasanuzzaman et al., 2017). 

Para mantener niveles bajos de ROS, la célula dispone de dos líneas de defensa, las cuales no son 

mutuamente excluyentes. En primer lugar, se encuentran las enzimas que desintoxican las ROS y convierten 

el peróxido de hidrógeno en agua. Por otro lado, la segunda línea de defensa consiste en la presencia de 

sustancias químicas antioxidantes exógenos, algunas de las cuales actúa como sustratos de enzimas 

antioxidantes (van Doorn & Ketsa, 2014). 

Antioxidantes de defensa de primera línea 

Los antioxidantes son un grupo de compuestos capaces de suprimir o prevenir la formación de radicales libres y 

otras especies reactivas dentro de las células. Actúan de manera eficiente al neutralizar las moléculas con 

potencial para convertirse en radicales libres, así como aquellas que pueden inducir la producción de otros 

radicales (Egbuna, 2018). 

Según Ighodaro & Akinloye (2018), tres enzimas son fundamentales en este proceso: superóxido dismutasa, 

catalasa y glutatión peroxidasa. Cada una desempeñan un papel específico: la superóxido dismutasa 
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transforma el radical superóxido en una forma menos reactiva, mientras que la catalasa y la glutatión 

peroxidasa descomponen el peróxido de hidrógeno y el hidroperóxido en moléculas inofensivas, como agua 

(H2O2), alcohol y oxígeno (O2). En los tejidos vegetales, estas enzimas antioxidantes ayudan a contrarrestar 

los efectos dañinos provocados por las especies reactivas de oxígeno (Herrera Flores et al., 2014). Otra 

enzima antioxidante que destaca en las plantas es la ascorbato peroxidasa (APX), la cual utiliza ácido 

ascórbico como donante de electrones para reducir los oxidantes. Esta enzima es crucial en el 

mantenimiento del equilibrio redox celular, especialmente bajo condiciones de estrés biótico y abiótico.  

Ascobato peroxidasa (APX, EC. 1.11.1.11) 

 

La enzima ascorbato peroxidasa (APX) se encuentra en grandes cantidades en el cloroplasto, el citosol, la 

vacuola y el espacio apoplástico de las células de las plantas. Su función principal es la desintoxicación de 

H2O2, catalizando su reducción a agua (H2O) mediante el uso del poder reductor ascorbato, lo que a su vez 

forma ácido monodeshidroascórbico (MDHA) (Senthilkumar et al., 2021, Uarrota et al., 2016). Al utilizar 

el ascorbato como donante de electrones, la APX es fundamental para eliminar el exceso de H2O2 generado 

en condiciones de estrés fotooxidativo o por altas temperaturas, se ha demostrado que la actividad de la 

APX aumenta significativamente en respuesta a diversos tipos de estrés abiótico, como la sequía, la 

salinidad, el frío, la toxicidad de metales y la irradiación UV (Rodríguez-Ruiz et al., 2024). 

Superóxido dismutasa (SOD, EC 1.15.1.1.) 

 

La superóxido dismutasa (SOD) es una metaloenzima presente en las plantas y es considerada el 

antioxidante más importante contra los radicales superóxido (O2 •−). Para catalizar la transformación de (O2 

•−) en peróxido de hidrógeno (H2O2), una molécula menos reactiva y dañina. La SOD utiliza como cofactores 

distintos centros metálicos, como cobre/zinc, manganeso, níquel y el ion hierro  (Islam et al., 2022). Se han 

identificado tres isoenzimas de la SOD en las plantas, cada una con estructuras y funciones diferentes: Mn-

SOD, está presente en las mitocondrias y los peroxisomas; Cu/Zn-SOD, se encuentra en el citosol, las 

mitocondrias y los plastidios; Fe-SOD, ha sido descrita en los cloroplastos, el citosol, las mitocondrias y los 

peroxisomas (Szőllősi, 2014).  
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Catalasa (CAT, EC 1.11.1.6) 

 

La catalasa es una enzima fundamental que juega un papel crucial en la prevención del daño oxidativo 

celular. Su función principal es degradar el peróxido de hidrógeno (H2O2), en agua y oxígeno con una alta 

eficiencia. Aunque es una enzima predominante en el peroxisoma, también se encuentra en las mitocondrias 

y el citoplasma de las células. La catalasa está presente en todos los organismos expuestos al oxígeno y 

posee una estructura tetramérica en forma de mancuerna, compuesta por cuatro subunidades monoméricas 

idénticas (Sharma & Ahmad, 2014). Como enzima oxidorreductasa, la catalasa contiene un grupo hemo, el 

cual es el componente clave para su actividad enzimática. Este grupo es esencial para descomposición del 

peróxido de hidrógeno y la protección de las células contra el estrés oxidativo.  

Antioxidantes de defensa de segunda línea 

Los antioxidantes de defensa de segunda línea, eliminan los radicales libres activos para inhibir el inicio de 

una cadena y romper las reacciones de propagación, lo que resulta en efectos menos dañinos. Dentro de este 

grupo se encuentran la mayoría de los antioxidantes, incluyendo el ácido ascórbico (vitamina C) (Ighodaro 

& Akinloye, 2018). 

Carotenoides 

 

Los carotenoides son los segundos pigmentos más abundantes en las plantas, después de las clorofilas. Estos 

compuestos tienen un papel crucial en los mecanismos de foto protección y contribuyen a la absorción de 

luz para la fotosíntesis. Son metabolitos hidrofóbicos que poseen una cadena central poliénica de dobles 

enlaces conjugados. Esta estructura les permite absorber la luz con máxima eficiencia, lo que se traduce en 

los característicos colores amarillo, anaranjado y rojizo que exhiben (López-Cruz et al., 2023). Los 

antioxidantes no enzimáticos, como estos pigmentos, reaccionan con radicales hidroxilo, superóxido 

peroxilo, aunque en concentraciones elevadas de oxígeno pueden tener efectos prooxidantes (D. Kapoor et 

al., 2019).  Dado que los cloroplastos carecen de enzimas para descomponer directamente estas ROS, la 

tarea de neutralizarlas recae en antioxidante como los carotenoides y el tocoferol, que protegen a la célula 

del daño oxidativo (Meitha et al., 2020). 
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Clorofila 

 

La clorofila (Chl) es parte de los diversos pigmentos que contienen los frutos, de los cuales destacan las 

clorofilas de los tipos a y b. Estos pigmentos, especialmente la clorofila a y b, mantienen una relación 

específica que es crucial para sus funciones (Acuña et al., 2017). La clorofila, responsable del color verde 

en las plantas, es fundamental para la fotosíntesis, un proceso donde absorbe la luz solar y utiliza su energía 

para sintetizar carbohidratos a partir de dióxido de carbono (CO2) y agua. La clorofila a y b, funcionan como 

fotoreceptores en el proceso fotosintético. Es un hecho conocido que los sistemas fotosintéticos de las 

plantas son vulnerables al estrés por sequía, un factor que afecta de manera significativa tanto a la 

fotosíntesis como al contenido de clorofila en los tejidos vegetales (Khaleghi et al., 2012). La clorofila, un 

pigmento clave, actúa como fotosensibilizador, convirtiendo el oxígeno triplete en oxígeno singlete. 

(Meitha et al., 2020) 

Ácido ascórbico 

 

El ácido ascórbico, comúnmente conocido como vitamina C, es una vitamina hidrosoluble que desempeña 

un papel crucial en la regulación del crecimiento y desarrollo de las plantas. Este compuesto no solo regula 

los pigmentos fotosintéticos y la capacidad para promover la fotosíntesis, sino que también confiere 

tolerancia a las plantas frente a ambientes estresantes (Akram et al., 2017). Además, el ácido ascórbico 

estimula la producción de enzimas antioxidantes en los tejidos vegetales, lo que contribuye a una mayor 

eficiencia de la fotosíntesis. También participa en otros procesos vitales, como la producción de hormonas, 

la regulación de antioxidantes, la absorción de iones, y la mejora del rendimiento y el índice de cosecha de 

las plantas (Afzaal et al., 2023). 

Compuestos fenólicos 

 

Los compuestos fenólicos son un amplio grupo de metabolitos secundarios biológicamente activos que se 

encuentran en alimentos de origen vegetal. A la fecha, se han aislado más de 10 000 de estos compuestos 

de plantas. Generalmente, se clasifican en siete grupos principales: cumarinas, flavonoides, ácidos 

fenólicos, lignanos lignina, estilbenos y taninos; los flavonoides constituyen más de la mitad de los 
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compuestos fenólicos identificados (Shraim et al., 2021). Estos metabolitos secundarios poseen una gran 

variedad de propiedades funcionales, como actividad antiinflamatoria, antialérgica, antioxidante, 

anticancerígena, antidiabética, antiviral y antimicrobiana. Estas propiedades están relacionadas con su 

capacidad para eliminar especies reactivas de oxígeno (ROS), incluidos radicales libres, iones de oxígeno 

y peróxidos (Laguna et al., 2022). Los compuestos fenólicos, son muy susceptibles a la oxidación. Su poder 

antioxidante se debe a que, en su estructura, los grupos hidroxilo (-OH) están unidos a anillos bencénicos. 

Esta configuración permite que los electrones del átomo de oxígeno interactúen con los electrones del anillo, 

otorgándoles propiedades especiales en comparación con otros alcoholes (Gimeno Creus, 2004). 

Betalaínas 

 

Las betalaínas son pigmentos naturales solubles en agua, que se forman por la condensación de una amina 

primaria o secundaria con ácido betalámico (Sanchez-Gonzalez et al., 2013a). Estos pigmentos contienen 

nitrógeno y se caracterizan por una estructura central conocida como ácido betalámico [4-(2-oxoetiliden)-

1,2,3,4. -ácido tetrahidropiridina-2,6- dicarboxílico], que forma un sistema 1,7-diazaheptametina protonado 

1,2,4,7,7-pentasustituido.  Se clasifican según su color: las betacianinas de color rojo-violeta (λ=540 nm), 

aunque su color es similar a las antocianinas, no se ven afectadas por el pH; las betaxantinas de color 

amarillo-anaranjado (λ=480 nm). La sustitución con diferentes aminas y monosacáridos produce las 

distintas tonalidades rojas  (Kontogiorgos, 2024).  

Las betalaínas son susceptibles a la degradación por enzimas celulares como las β-glucosidasas, peroxidasas 

y polifenol oxidasas, así como por los cambios que ocurren durante la maduración. Las betacianinas son 

especialmente sensibles a la degradación mediada por peroxidasa, mientras que las betaxantinas son 

altamente susceptibles a la degradación por peróxido de hidrógeno (H2O2). Por lo tanto, la actividad de 

enzimas como la superóxido dismutasa (SOD) y la catalasa, que reducen los niveles de H2O2, puede mejorar 

la estabilidad de las betalaínas (Correa-Betanzo et al., 2011). Gracias a su potente capacidad antioxidante y 

su habilidad para neutralizar radicales libres, las betalaínas se han propuesto como compuestos terapéuticos 

para el tratamiento de enfermedades inflamatorias, cáncer, asma, artritis, además de reducir el estrés 
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oxidativo, y la sintomatología, además de la aparición de diversas enfermedades cardiovasculares y 

relacionadas con el envejecimiento (Sanchez-Gonzalez et al., 2013a). Por ejemplo, Monroy-Gutiérrez et al. 

(2017) analizaron el contenido de betalaínas (betaninas e indicaxantinas) en el xoconostle “Cuaresmeño” 

reportando valores de 1.18 mg 100g-1 y 0.34mg 100g-1 peso freso respectivamente, la variabilidad se debe 

principalmente al color característico de cada cultivar. Por su parte, López-Martínez et al. (2015) evaluaron 

15 genotipos diferentes de xoconostles y encontraron un amplio rango de valores (1.7 a 35.06 mg 100g-1), 

lo que confirma que el color del fruto es un factor determinante en la concentración de estos compuestos.  

Desarrollo de los frutos 

La maduración de la fruta es un fenómeno irreversible, coordinado y programado genéticamente, que 

implica cambios fisiológicos, bioquímicos y organolépticos. Estos cambios dan como resultado un fruto 

maduro, blando y comestible (Prasanna et al., 2007a). El desarrollo de los frutos carnosos se divide, 

esencialmente, en cuatro etapas (Figura 2): 1) desarrollo floral, este periodo va desde la iniciación floral 

hasta la antesis, y en él se definen la identidad, el número y la forma de los órganos de la flor; 2) división 

celular, comienza con la fertilización, lo que da inicio al crecimiento del fruto; 3) agrandamiento celular, 

en esta etapa ocurren múltiples rondas de endorreduplicación y una rápida expansión celular, que se 

mantiene hasta el inicio de la maduración; 4) maduración, comienza después de que ha cesado el 

crecimiento del fruto e implica rápidos cambios bioquímicos y estructurales que determinan el aroma, la 

textura, los componentes nutricionales (como azúcares, ácidos orgánicos y aminoácidos) y el color de la 

fruta (Ezura & Hiwasa-Tanase, 2010).  

Durante la maduración de los frutos carnosos, se produce un proceso oxidativo continuo. Este proceso lleva 

a la pérdida de clorofila y, en la mayoría de los casos, a la acumulación de carotenoides u otros pigmentos. 

Además, hay un ablandamiento del tejido, cambios en la acidez, conversión de almidón en azúcar y la 

volatilización del aroma. Estos cambios sincronizados están regulados por hormonas, factores de 

transcripción y otras moléculas. La producción de especies reactivas de oxígeno (ROS), es un proceso 

natural e inevitable durante el desarrollo del fruto (Wei et al., 2025a). 

Uno de los principales indicadores de maduración en los frutos es el cambio de color, que se debe a la 
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degradación de pigmentos existentes y al desarrollo de otros nuevos. En frutos como el tomate, se ha 

demostrado que la degradación de la clorofila ocurre en los cloroplastos a través de una compleja vía 

enzimática: 1) la clorofila b se transforma en clorofila a; 2) la enzima Mg-dechelatasa elimina el ion 

magnesio de la clorofila a, formando feofitina a; la feofitinasa (PPH) procesa la feofitina a para formar 

feofórbida a; 4) la feofórbida a es oxidada, lo que provoca la apertura del anillo de porfirina y la pérdida del 

pigmento verde; 5) finalmente, los catabolitos resultantes son transportados a la vacuola (Yang et al., 2025). 

Durante el crecimiento y a la maduración del fruto, se producen cambios tanto cuantitativos como 

cualitativos en su composición, lo cual afecta la calidad nutricional y el potencial antioxidante en cada etapa. 

Un estudio de Nour et al. (2014) evaluó diferentes compuestos y actividad antioxidantes, estos hallazgos 

revelaron que: el estado de maduración tuvo un impacto considerable en los niveles de todos los compuestos 

bioactivos. Por su parte,  López et al. (2010) analizaron ciertas actividades enzimáticas antioxidantes 

durante el desarrollo y la maduración de los frutos de fresa, la actividad de la catalasa alcanzó su punto más 

alto en los frutos verdes pequeños, disminuyó en los frutos verdes de tamaño medio y volvió aumentar 

durante la maduración. Las actividades más elevadas de superóxido dismutasa y peroxidasa se registraron 

en los frutos blancos.  

 

 

 

 

 

 

 Figura 2 Etapas del desarrollo de un fruto. Fuente: Modificado de (Ezura & Hiwasa-Tanase, 2010) 
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5. Materiales y métodos  

Material Vegetal  

El xoconostle (Opuntia leucotricha) se recolectó en una localidad llamada “La Cañada” en el municipio de 

Tulancingo, Hidalgo con coordenadas 20°06'20.1"N 98°21'03.9"W y altitud de 2270 msnm con un clima 

semiseco (presentó una temperatura media anual de 16°C y una precipitación media anual de 1140mm) 

(CONAGUA, 2024), se recolectaron 50 frutos de 5 plantas diferentes durante nueve etapas desde de la 

antesis hasta su madurez fisiológica, durante los meses de mayo a septiembre de 2024 (Figura 3).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

*DDA: Días después de antesis  

Estadío  Estadío  

Antesis  

 

75 DDA  

 

15 DDA 

 

90 DDA  

 

30 DDA 

 

105 DDA 

 

45 DDA 

 

120 DDA 

 

60 DDA 

 

Figura 3 Estados de desarrollo del fruto xoconostle (Opuntia leucotricha) durante 120 días después de antesis (Elaboración propia) 
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Propiedades fisicoquímicas  

Se midió la longitud del fruto colocando un vernier digital (Mitotoyo, Digimatic Caliper) de manera 

vertical, y el diámetro, de manera horizontal. Posteriormente, se pesó el fruto en una báscula digital (Ohaus 

Pro, modelo Scout Pro SP2001), se determinaron sólidos solubles utilizando un refractómetro digital 

(ATAGO, PR-101, CO LTD) el resultado se expresó en grados Brix, que se leyó directamente del equipo. 

(Hernández-Fuentes et al., 2015). La medición de pH se evaluó con un potenciómetro digital (Hanna 

Instruments, Modelo HI 2211, Romania). Los parámetros de color CIELAB “L* (luminosidad)” y las 

coordenadas “a*” y “b*” de los frutos se determinaron utilizando un espectrofotómetro manual (Minolta, 

CM-508d, Osaka, Japón). Con estos datos, se calcularon el ángulo hue y croma utilizando las ecuaciones 

1 y 2 (Irías-Mata et al., 2018): 

Ángulo hue  

ℎ° = 𝑡𝑎𝑛−1 𝑏∗

𝑎∗
                                                                               ( 1 ) 

Croma 

                                                                     𝑐 = √2𝑎 ∗ +2𝑏 ∗                                                   (  2 ) 

La acidez titulable se determinó por el método 942.15 descrito por AOAC en 1990, los resultados que se 

expresaron en porcentaje de ácido cítrico utilizando la siguiente ecuación (Ecuación 3) (Gutiérrez Tlahque 

et al., 2019):  

                                        % Á𝑐𝑖𝑑𝑜 𝐶í𝑡𝑟𝑖𝑐𝑜 =  
(𝑉 𝑁𝑎𝑂𝐻)(𝑁 𝑁𝑎𝑂𝐻)(𝑚𝑒𝑞)(𝑉𝑇)(100)

(𝑃 )(𝑉)
                         ( 3) 

Donde:  

VNaOH= Gasto de hidróxido de sodio (mL) 

NNaOH= Normalidad de hidróxido de sodio (0.1 N) 

Pmeq= Miliequivalente de ácido cítrico (0.064) 
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VTotal= Volumen de la muestra (mL) 

P= Peso de muestra  

V= Volumen de la alícuota  

Preparación de la muestra  

El xoconostle se cortó en pequeñas secciones para facilitar la liofilización. Luego se ultracongeló 

(Ultracongelador THERMO SCIENTIFIC ®, 303) a -75 °C y se almacenó durante una semana. 

Posteriormente, los frutos fueron liofilizados (LABCONCO ®, Modelo 79480, Kansas City, MO, EUA) en 

condiciones de vacío (presión 133 x 10-3 mBar) a -40 °C. Después, las muestras se molieron en un molino 

de cuchillas (Haan ®, Modelo RTSCH GM 200) a 9000 rpm durante 60 s. Finalmente, se empacaron en 

bolsas de polietileno herméticas y negras, y se almacenaron en un lugar fresco y sin luz (Sanchez-Gonzalez 

et al., 2013a).  

Azúcares totales, reductores y no reductores  

El contenido total de azúcar se cuantificó siguiendo el protocolo de Montaño-Herrera et al. (2022). Se 

mezcló una cantidad precisa de muestra con 10 mL de agua destilada y la sometió a ultrasonido (Ultrasonic 

Cleaner Mod. 32V118A, Freeport, IL, USA) durante 15 min a 30 °C y una frecuencia de 40kHz. 

Posteriormente, se centrifugó a 10 000 x g durante 10 min a 4 °C (Thermo Scientific Mod. ST 16R, 

Karlsruhe, Alemania). El sobrenadante resultante se mezcló con 5 mL de antrona y se colocó en agua 

hirviendo durante 10 min para después enfriarse. Finalmente, la absorbancia se midió a 625 nm en un 

espectrofotómetro (Mod. 6715 UV/visible, Jenway, Techne Inc., San Diego, EE. UU.). Los resultados se 

expresaron como miligramos de equivalente de glucosa por gramo de peso seco (mg EG g-1 PS).  

La concentración de azúcares reductores totales se determinó siguiendo el método de Ávila et al. (2012)  El 

reactivo DNS se preparó disolviendo 0.8 g de NaOH en agua destilada, y se agregaron 15 g de tartrato de 

sodio y potasio tetra hidratado y 0.5 g de DNS (ácido 3, 5-dinitrosalisílico), esto se aforó a 50 mL. Se mezcló 

muestra con 0.5 mL de reactivo DNS, se sometió a ebullición por 5 min. Después se detuvo la reacción en 

un baño de agua con hielo, y posteriormente se agregaron 5 mL de agua destilada. Se agitó y se mantuvo 
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en reposo por 15 min. Finalmente, se determinó la absorbancia a 540 nm. El cálculo de azúcares reductores 

de la muestra se determinó utilizando la interpolación en una curva patrón de un azúcar (absorbancia vs 

concentración). La cuantificación de azúcares no reductores se calculó por diferencia entre azúcares totales 

y azúcares reductores.  

Antioxidantes no enzimáticos 

Fenoles totales  

Los fenoles totales se determinaron por el método Folin-Ciocalteu descrito por Waterman & Mole (1994) 

con algunas modificaciones sugeridas por Joaquín-Ramos et al. (2020). Se midieron 100 mg de muestra 

seca, se mezclaron con 10 mL de etanol al 70% y luego se agitaron en un vortex (IKA, Staufen, Alemania). 

Posteriormente, se centrifugó a 10 000 x g (ST 16R, Thermo Fisher Scientific, Waltham, Massachusetts, 

EE. UU.) durante 10 min a 4 °C. Se recuperó el sobrenadante, se le agregó 5 mL de reactivo Folin-Ciocalteu 

diluido 1:10 con agua destilada y se dejó reposar por 7 min. Finalmente, se le añadió 4 mL de carbonato de 

sodio anhidro (7.5% p/v) y se dejó reaccionar durante 2 h. La absorbancia se midió a 760 nm en un 

espectrofotómetro UV/Vis (6715, Jenway, Cole-Parmer, Staffordshire, Reino Unido). Los resultados se 

expresaron en miligramos equivalente de ácido gálico por gramo de muestra en peso seco (mg GAE g-1 PS). 

Flavonoides  

El contenido total de flavonoides se estimó de acuerdo al método propuesto por Chang et al. (2002) con 

algunas modificaciones propuesta por Joaquín-Ramos et al. (2020). Se mezcló 2 mL de sobrenadante con 2 

mL de agua destilada y 0.15 mL de NaNO2 (5% p/v). Después de 5 min, se le adicionaron 0.15 mL de 

solución de tricloruro de aluminio AlCl3⋅6H2O (10% p/v) y se dejó reposar a temperatura ambiente durante 

5 min más. Posteriormente, se le añadió 1 mL de solución de NaOH (1M). La mezcla se dejó reposar 15 

min en la oscuridad. Finalmente, se midió la absorbancia a 415 nm.  Los resultados se expresaron en mg de 

equivalente de quercetina por gramo de muestra en peso seco (mg EQ g-1 PS).  
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Ácido ascórbico  

El contenido de ácido ascórbico total se determinó según el método de Klein & Perry (1982) con algunas 

modificaciones, basado en la reducción de 2.6 dicloroindolfenol. Se mezclaron 150 mg de muestra con 10 

mL de ácido metafosfórico al 1 % durante 45 min a temperatura ambiente y se filtra, después se midió 1 

mL de filtrado y se mezcló con 2,6-dicloroindofenol (9 mL) (Barros et al., 2010), después se dejó reaccionar 

durante 30 min. La cuantificación se realizó a 515 nm frente a una calibración lineal con estándares externos 

de ácido L-ascórbico en el rango de 10 a 100 mg L-1. Los resultados se expresarán en miligramo por g de 

muestra en peso seco (mg g-1 PS) (Kyriacou et al., 2016).  

Betalaínas  

La determinación de betalaínas se llevó a cabo de acuerdo con el procedimiento propuesto por Hernández-

Fuentes et al. (2015)  Se mezclaron 100 mg de muestra con 10 mL de metanol acuoso (50%) y se agitó 

durante 60 min a temperatura ambiente. Posteriormente, se centrifugó a 5 000 x g. El sobrenadante se extrajo 

nuevamente hasta que dejó de tener color. Los extractos se combinaron y se midió la absorbancia a 476, 

538 y 600 nm. El contenido total de betalaína (TBC) se calculó mediante la Ecuación 4 utilizada por Kugler 

et al. (2007) 

                                             𝐵𝑒𝑡𝑎𝑙𝑎𝑖𝑛𝑠 (
𝑚𝑔

𝐿
) =

(𝐴)(𝐹𝐷)(𝑃𝑀)(1000)

ɛ (𝑙)
                                             ( 4 ) 

Donde:  

A= valor de absorción en el máximo de absorción corregido por la absorción a 600 nm (máximo de 

absorción para la turbidez) 

FD = Factor de dilución  

PM: Peso molecular  

l= longitud del camino (1cm) de la cubeta 

ɛ= coeficiente de extinción molar 

Por otra parte, para la cuantificación de betacianinas y betaxantinas se utilizan los pesos moleculares (PM) 



34  

y los coeficientes de extinción molar (ɛ) de la betanina (PM=500 g/mol; ɛ=60 000 L mol-1 cm en H2O; 

absorción máxima= 537 nm) y para indicaxantina (PM= 308 g/mol; ɛ= 48 000 L mol-1 cm en H2O; absorción 

máxima= 476 nm). Los resultados se expresan en mg por g de muestra en peso seco (mg g-1 PS). 

Carotenoides  

Se cuantificó el contenido de carotenoides por el método descrito por Hernández-Fuentes, Arroyo-Aguilar, 

et al. (2023). Se mezcló una muestra liofilizada con 20 mL de acetona:etanol:hexano (1:1:2, v/v). Después, 

la mezcla se sometió en un baño ultrasónico (Ultrasonic Cleaner, Mod. 32V11A, Illinois, Estados Unidos 

de América) a una frecuencia de 40 kHz por 15 min a 30 °C. Posteriormente, se agregaron 5 mL de agua 

destilada y la mezcla se agitó vigorosamente durante 2 min con un vortex. Finalmente, la muestra se 

centrifugó a 10 000 x g durante 10 min (Thermo Electron LED GmbH, Mod. ST 16R, Osterode am Harz, 

Alemania) y se recuperó el sobrenadante. El contenido de carotenos se calculó según una curva estándar a 

478 nm. Los resultados se expresarán en microgramo por g de muestra en peso seco (µg g-1 PS).  

Clorofila  

El contenido de clorofila se midió según el método de (D. Li et al., 2019). Se mezcló la muestra de 

xoconostle con 3 mL de N,N-dimetilformamida (DMF). Después se centrifugó a 10 000 x g durante 15 min. 

Finalmente se recolectaron los sobrenadantes y se midió la absorbancia a 647nm y 664.5nm para la  clorofila 

a, y  clorofila b y clorofila total, se calcularon utilizando las ecuaciones 5, 6 y 7. Los resultados se expresan 

en miligramos por 100 g de muestra en peso seco (mg g-1 PS).  

                                                𝐶𝑙𝑜𝑟𝑜𝑓𝑖𝑙𝑎 𝑎 = 12.70 𝐴664.5 − 2.79𝐴647                                    ( 5 ) 

                                               𝐶𝑙𝑜𝑟𝑜𝑓𝑖𝑙𝑎 𝑏 = 20.70 𝐴647 − 4.62𝐴664.5                                     ( 6 ) 

                                               𝐶𝑙𝑜𝑟𝑜𝑓𝑖𝑙𝑎 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 = 17.90 𝐴647 − 8.08𝐴664.5                              ( 7 ) 
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Actividad antioxidante no enzimática  

DPPH •+ 

La actividad antioxidante se determinó mediante el método descrito por Brand-Williams et al. (1995) con 

algunas modificaciones. Se mezclaron 100 mg de muestra con 10 mL de metanol al 80% con HCl al 1% y 

la suspensión se agitó, los tubos se sonicaron en un baño ultrasónico (Ultrasonic Cleaner, Mod. 32V11A, 

Illinois, Estados Unidos de América) durante 15 min y se centrifugaron durante 15 min a 15 000 x g. 

Posteriormente, se mezclaron 10 µL del sobrenadante con 40 µL de MeOH y se agregaron 950 µL de 

solución DPPH+ (6x10-5 M), se colocó en la oscuridad durante 1 h. Finalmente, se midió la disminución de 

la absorbancia a 515 nm en un espectofotómetro UV-vis (6715, Jenway, Cole-Parmer, Staffordshire, Reino 

Unido). Los resultados se expresarán en micromoles de Trolox (ácido 6-hidroxi-2,5,7,8-tetrametilcroman-

2-carboxílico) por g de muestra en peso seco (µmol Trolox g -1) (Andreu et al., 2018).  

ABTS •+ 

El ensayo de actividad antioxidantes ABTS se realizó de acuerdo al método descrito por Re et al. (1999) 

con algunas modificaciones. El radical ABTS se elaboró mezclando ABTS (7.0 nM) con persulfato de 

potasio (2.45 mM), se midieron 100 µL de extracto etanoico de la muestra y se le adicionó el radical ABTS. 

La mezcla se dejó reposar 6 min. Finalmente, se midió la absorbancia a 734 nm. Los resultados se 

expresaron en micro moles de Trolox por g de peso seco (µmol Trolox g -1 PS)  (Hernández-Fuentes, 

Arroyo-Aguilar, et al., 2023). 

FRAP  

La actividad antioxidante se evaluó empleando la metodología propuesta por Monroy-Gutiérrez et al. 

(2017). La solución FRAP se preparó mezclando 25 mL de acetato como amortiguador (0.3 M, pH 3.6), 2.5 

mL de solución TPTZ (0.01 M) y 2.5 mL de una solución FECl3•6H2O (0.02 M) a 37 °C. Se tomaron 100 

µL de muestra (0.1 mg/mL) y se mezcló con 19 mL de solución FRAP, posteriormente, se agitó 

vigorosamente y después se dejó reposar durante 30 min en la oscuridad. Finalmente, se midió la 
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absorbancia a 593 nm. Los resultados se reportaron como micro moles de Trolox por g de muestra en peso 

seco (µmol Trolox g -1 PS).  

 Antioxidantes enzimáticos  

Superóxido dismutasa (SOD, EC 1.15.1.1) 

La actividad de la enzima superóxido dismutasa (SOD, EC 1.15.1.1) se determinó mediante el método 

propuesto por R. Balois-Morales et al. (2008) con algunas modificaciones propuestas por (Hernández-

Fuentes,y Montaño-Herrera, et al., 2023)(Hernández-Fuentes,y Montaño-Herrera, et al., 2023). Se tomó 

una muestra de xoconostle que posteriormente se mezcló con 5 mL de una solución de tampón fosfato 0.05 

M pH 7.8, que después se centrifugó a 10 000 x g durante 15 min a 4°C. La mezcla utilizada para la 

determinación consistió en 3 mL de solución amortiguadora de fosfatos 0.05M (con EDTA 0.01mM, L-

metionina, NBT y Triton X-100), a la cual se le añadió 0.5 mL de sobrenadante y 0.03 mL de riboflavina. 

Dicha mezcla se iluminó con una lámpara fluorescente de 20 watts Grolux durante 7min. Finalmente se 

leyó la absorbancia a una temperatura entre 20 y 22 ± 1 °C en 2.83 min a 560 nm. La actividad de SOD se 

evaluó a través de la inhibición de la reacción fotoquímica debido a la formación de nitro azul tetrazolio 

(NBT). Los resultados se expresaron en unidades internacionales por miligramo de proteína (U mg -1 de 

proteína).  

Catalasa (CAT, EC 1.11.1.6)  

La actividad de catalasa se evaluó mediante el método propuesto por R. Balois-Morales et al. (2008) con 

modificaciones propuestas por Hernández-Fuentes y, Montaño-Herrera, et al. (2023)Hernández-Fuentes y, 

Montaño-Herrera, et al. (2023) a una muestra de xoconostle se le adicionó 5 mL de solución de extracción 

Trizma HCl 10 mM (pH 8.5) y se le agregó 1% de polivinil porrolidona (PVP). Posteriormente se centrifugó 

durante 20 min a 10 000 x g a una temperatura de 4 °C. Después, se preparó una mezcla de amortiguador 

triz-HCL 10 mM (pH 8.5), 0.1 mL de peróxido de hidrógeno al 88% y sobrenadante. La actividad de catalasa 

se determinó mediante el cambio de absorbancia durante 3 min a 240 nm. Los resultados se expresaron en 

unidades internacionales por miligramo de proteína (U mg -1 de proteína).  
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Ascorbato peroxidasa (APX, EC 1.11.1.11) 

La evaluación de la actividad de ascorbato peroxidasa se realizó de acuerdo a la técnica propuesta por Jacek 

Patykowski et al. (2007). El proceso consistió en suspender una muestra con tampón fosfato potásico frío 

50 mM (pH 7.0) que contenía 10 mM de ascorbato, 1 M de NaCl, 1 mM de EDTa y 1% de 

polvinilpirrolidona, y se sometió la suspensión a centrifugación (20 000 x g, 15 min). Después se realizó 

una mezcla para la reacción que contiene 50 mM de tampón potásico pH 7.0, 5 mM de ácido ascórbico, 0.5 

mM de H2O2 y el extracto enzimático. Se determinó la actividad de APX tras la oxidación de ácido ascórbico 

a 265 nm (ɛ= 13.7 mM-1cm-1). Los resultados se expresaron en unidades internacionales por miligramo de 

proteína (U mg -1 de proteína).  

Polifenoloxidasa (PPO, E.C. 1.14.18.1 y E.C. 1.10.3.1) 

La actividad de polifenoloxidasa se determinó de acuerdo a lo indicado por  Vanegas Cano et al. (2022) con 

algunas modificaciones, se realizó un extracto de 200 mg de muestra buffer NaH2PO4 a pH 6.5 100 mM a 

4°C, después se centrifugó a 12 000 x g por 30 min. Posteriormente, se preparó la mezcla de reacción, a la 

cual se le añadieron 50 µLdel extracto y 400 µL de catecol 100 mM en tampón de extracción. La actividad 

de dicha enzima se siguió por la oxidación de catecol a o-diquidona a una longitud de onda de 475 nm 

durante 2 min. Los resultados se expresaron como unidades internacionales por miligramo de proteína (U 

mg-1 de proteína). 

Indicadores de daño oxidativo 

Peróxido de hidrógeno  

Para evaluar la cantidad de peróxido de hidrógeno en los xoconostles se utilizó le método descrito por 

Velikova et al. (2000) con algunas modificaciones. La muestra (100mg) se homogeneizó en un baño de 

hielo con 5 mL de tricloroacético (TCA) al 0.1 % (p/v). El homogeneizado se centrifugó a 12 000 x g durante 

15 min. Luego, se añadió 0.5 mL de sobrenadante, 0.5 mL de tampón fosfato potásico 10 mM (pH 7.0) y 1 

mL de KI a 1 M. La absorbancia se midió a 390nm. El contenido de H2O2 se determinará a través de una 

curva estándar. Los resultados se expresaron en nanomoles de H2O2 por gramo de peso seco (nmol g-1 PS) 



38  

Peroxidación lipídica  

La determinación de peroxidación lipídica se analizó siguiendo el método de Singh et al. (2018). Se mezcló 

una muestra de 250 mg con 5 mL de TCA al 0.1 % y se centrifugó a 10 000 rpm durante 10 min. Una 

alícuota de 1.0 mL de sobrenadante se mezcló con 4 mL de ácido tiobarbitúrico (TBA) y se calentó a 95°C 

durante 30 min. Después, se enfrió en un baño con hielo y se centrifugó nuevamente. El sobrenadante se 

utilizó para registrar la absorbancia a 532 nm y 600 nm. Los resultados se expresaron en micromoles de 

malondialdehído por gramo de muestra en peso (µg MDA g-1 PS). 

6. Análisis estadístico 

Se realizó un diseño experimental completamente al azar, considerando nueve estados de desarrollo, con 

tres repeticiones por estado. Los análisis estadísticos se realizaron mediante análisis de varianza (ANOVA) 

y prueba de comparación de medias de Fisher (LSD) con P≤0.05 para establecer diferencias significativas 

entre las muestras.  
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7. Resultados y Discusión   

7.1 Propiedades fisicoquímicas  

Longitud y diámetro  

La variación en la longitud (A) y el diámetro (B) en los diferentes estados de desarrollo del fruto de 

xoconoxtle se presenta en la Figura 4. Se observa que, durante los días 45 y 60 después de antesis (DDA), 

hay un aumento significativo en la longitud (Figura 4 A). Este incremento podría explicarse debido a la 

etapa de agrandamiento celular, la cual conduce a la obtención de la forma y el tamaño final del fruto 

(Gillaspy et al., 1993). A los 120 días después de antesis, el fruto alcanza una longitud de 51.95 mm, siendo 

un promedio menor al reportado por Gutiérrez-Rojas et al. (2022b), en variedades de Cuaresmeño y Burro 

Por otro lado,  Guzmán-Maldonado et al. (2010), en la variedad Cuaresmeño reporta una longitud del fruto 

de 4.33 mm. Las diferencias de longitud reportadas se deben a las variaciones entre variedades de 

xoconostles, así como a las condiciones agroclimáticas presentes durante el desarrollo. Respecto al 

diámetro, la tendencia en el agrandamiento sigue un patrón similar a la longitud, aumentando conforme 

transcurren los días después de antesis. Se observa un incremento constante del diámetro entre los días 30 

a 75 DDA después de antesis debido a la etapa del crecimiento del fruto en donde, las semilles emiten una 

señal (que probablemente involucra citoquinas y auxinas) que estimula a los tejidos a crecer mediante 

división y agrandamiento celular (Batista-Silva et al., 2018). Particularmente el fruto de xoconoxtle de este 

estudio es un fruto de menor longitud y con un mayor diámetro respecto a su longitud, por lo que se 

caracteriza por presentar una forma más ovalado con respecto a otras variedades de xoconoxtles.  
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Días después de antesis
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Figura 4 Longitud (A) y diámetro (B) en las diferentes etapas de desarrollo de xoconostle. Los resultados se presentan con promedio 

± desviación estándar (n=5). Los promedios con diferente letra indican diferencias estadísticamente significativas (Fisher LSD P≤ 

0.05). 
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Peso  

Los resultados obtenidos sobre el peso del fruto se presentan en la Figura 5, donde se observa un aumento 

de peso conforme transcurren los días después de antesis. Esta tendencia sigue el comportamiento de una 

curva sigmoide, característica del crecimiento de frutos como las bayas, que no son frutas con hueso, sino 

que contienen semillas en el endocarpio (Sarma et al., 2020).  

El aumento de peso es ligeramente constante, sin embargo, entre los 45 y 60 DDA, existen un mayor 

aumento significativo respecto a los otros días evaluados. Arena et al. (2021), menciona que la magnitud 

de estos incrementos está relacionada con las condiciones climáticas de la temporada. En este estudio, entre 

la recolección a los 45 DDA y 60 DDA se registró un aumento en las precipitaciones pluviales debido a un 

huracán y una tormenta tropical pasando de 10.2 mm a 164.3 mm de precipitación (Sistema Meteorológico 

Nacional, 2024) lo que favoreció un mayor crecimiento y un aumento de peso en el fruto debido a una 

mayor cantidad de agua disponible para planta (Prudent et al., 2009). De acuerdo con Ehret et al. (2012) 

menciona que el aumento de la precipitación puede conducir a un mayor tamaño en los frutos y en 

consecuencia mayores rendimientos. Por otro lado,  Azcón-Bieto & Talón, (2013), indican que, en la etapa 

de crecimiento celular, se reduce el potencial hídrico, facilitando la entrada de agua con un aumento el 

volumen, contribuyendo así al incremento del peso del fruto. A los 120 DDA, el fruto registró un peso 

promedio de 48.50 g, el cual es similar a lo reportado en la variedad Burro (Zavaleta-Beckler et al., 2001). 
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Sólidos solubles  

La Figura 6 muestra la dinámica de los sólidos solubles durante las distintas etapas de desarrollo del 

xoconostle. Dado que el crecimiento y desarrollo de los frutos dependen de los carbohidratos sintetizados a 

través de la fotosíntesis (Liu et al., 2024), se observa una disminución estadísticamente significativa en los 

sólidos solubles, expresados en grados Brix, entre los 45 y 60 días después de antesis (DDA). Este descenso 

coincide con la fase identificada como agrandamiento celular, caracterizada por un aumento sustancial en 

las dimensiones del fruto (X.-Y. Huang et al., 2021), una vez que termina el proceso de agrandamiento 

celular comienza los procesos de maduración, que conllevan cambios químicos que alteran el color, la 

textura, el aroma y el sabor de la fruta (Cao et al., 2025). Entre estos cambios, se observa un incremento en 

la concentración de sólidos solubles, particularmente a partir de los 75 DDA, lo que podría marcar el inicio 

del proceso de maduración del fruto de xoconostle ya que durante la maduración comienza la síntesis de 

sacarosa, a través de enzimas como la fosfato sintasa (SPS), y puede descomponerse en glucosa y fructosa 
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Figura 5 Peso de xoconostle expresado en gramos durante los diferentes estados de desarrollo. Los resultados se presentan con 

promedio ± desviación estándar (n=5). Los promedios con diferente letra indican diferencias estadísticamente significativas 

(Fisher LSD P≤ 0.05). 
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a través de enzimas invertasas de la pared celular (Kim et al., 2015). Este fenómeno puede estar relacionado 

con la hidrólisis del almidón del fruto, que promueve la acumulación de azúcares. Adicionalmente, debido 

a la naturaleza del fruto, es posible que el aumento en la concentración de sólidos solubles también esté 

influenciado por la acumulación de ácido cítrico en el fruto (Zhang et al., 2023). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

pH y acidez  

La Figura 7 presenta la variación en la concentración de ácido cítrico y el comportamiento del pH en el 

xoconostle a lo largo de su desarrollo. A partir de los 90 DDA, se observa un incremento significativo en el 

contenido de ácido cítrico. Este comportamiento es característico de la especie, ya que, en lugar de degradar 

los ácidos orgánicos como ocurre en la mayoría de los frutos, los xoconostles los sintetizan y acumulan 

activamente en la vacuola celular, un proceso determinado por el equilibrio entre la biosíntesis y la 

degradación de ácidos (X.-Y. Huang et al., 2021)  
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Figura 6 Sólidos solubles totales expresados en °Brix durante los diferentes estados de desarrollo. Los resultados se presentan con 

promedio ± desviación estándar (n=5). Los promedios con diferente letra indican diferencias estadísticamente significativas (Fisher 

LSD P≤ 0.05). 
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El aumento en la concentración de ácido cítrico está directamente relacionado con la disminución del pH, 

una tendencia distintiva de la fase de maduración, en la que predominan los ácidos orgánicos sobre los 

sólidos solubles (Bhatla & Lal, 2023). Este comportamiento fisiológico se encuentra estrechamente 

vinculado al metabolismo ácido crasuláceo (CAM), propio de las especies del género Opuntia, que 

presentan una alta eficiencia en el uso del agua. Estas plantas cierran sus estomas durante el día para 

minimizar la pérdida hídrica y los abren por la noche, cuando la temperatura ambiental es más baja.  

En el metabolismo CAM, el CO2 es fijado durante la noche y almacenado en forma de ácido málico, que 

posteriormente se convierte en CO2 para la fotosíntesis diurna (Ahmed et al., 2021). Además, la 

acumulación de ácido cítrico se encuentra relacionada con la actividad metabólica del ciclo de los ácidos 

tricarboxílicos (TCA), que regula la producción y almacenamiento de intermediarios esenciales para el 

metabolismo energético del fruto (Bhatla & Lal, 2023).  

Los valores obtenidos en este estudio son comparables con los reportados por (López-Palestina et al., 

(2023a)(López-Palestina et al., (2023a), quienes documentaron un pH de 3.04 y una concentración de ácido 

cítrico del 1.3 6% en xoconostles de la variedad Ulapa.  
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Color  

El color de la fruta es un rasgo genético, que es utilizado por las plantas para dispersar las semillas al atraer 

a los animales (Kapoor et al., 2022;Osorio et al., 2013). En la Figura 8A se presenta la luminosidad (L) de 

la cáscara del fruto xoconostle. La baja luminosidad en la antesis indica que el color del fruto es más oscuro, 

esto podría deberse que el fruto es más pequeño y las espinas se concentran en un área menor. A los 15 días 

posteriores a la antesis se observa un aumento significativo en la luminosidad, esto coincide con el inicio 

del aumento significativo del tamaño del fruto (Figura 4 y 5) y, por lo tanto, una mayor distribución de las 

espinas que oscurecen la apariencia del fruto. Posteriormente, entre los 15 y 45 DDA no se observan 

cambios significativos en la luminosidad con un valor máximo de 50.11 ± 0.26, sin embargo, a partir de los 

Figura 7 Acidez y pH de xoconostle durante los diferentes estados de desarrollo. Los resultados se presentan con promedio ± desviación 

estándar (n=5). Los promedios con diferente letra indican diferencias estadísticamente significativas (Fisher LSD P≤ 0.05). 
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60 DDA, se muestra un aumento constante de la luminosidad, esto coincide con la fase de agrandamiento 

celular del xoconostle, en donde el tamaño del fruto aumenta, lo que podría influir en los niveles de 

luminosidad. El mayor registro de luminosidad fue de 69.77 ± 0.39 a los 120 DDA, lo que sugiere que el 

fruto se encuentra en fase de maduración y le otorga finalmente un color más claro característico del fruto. 

De acuerdo con Bhatla & Lal (2023), durante el proceso de maduración se lleva a cabo la degradación de 

la clorofila dando paso a la síntesis de nuevos pigmentos, que en esta variedad de xoconostle podrían ser 

betalaínas, particularmente betaxantinas que presentan un color amarillo que pueden ser responsables del 

aumento en la luminosidad en estos frutos (Esatbeyoglu et al., 2015).  

Respecto al ángulo hue y el valor de croma se puede observar en la Figura 8 B. Iniciando en la antesis del 

fruto se registra un valor de 102.30 ± 1.11 °h, lo que indica un color verde con tendencia hacia el amarillo 

y con un valor de croma de 33.97 ± 1.90 que representa un color mediamente saturado. Como se indicó en 

la luminosidad esta tendencia hacia el amarillo se debe a la presencia de las espinas. Sin embargo, entre los 

días 15 a 45 DDA se registraron valores más altos de los grados hue con un máximo de 111.75 ± 0.54 °h y 

valores más bajos en croma hasta 19.34, lo que indica que los frutos presentaron tonalidades más cercanas 

al verde puro con una intensidad de color moderada esto se podría deber a la presencia de las clorofilas en 

los frutos  (Martins et al., 2023). A partir de los 75 DDA, comienza un desplazamiento progresivo hacia 

tonalidades amarillas, alcanzando 95.28 ± 1.11 °h y un valor de 39.12 ± 3.19 en croma, donde el fruto 

presenta un color amarillo característico del xoconostle (Opuntia leucotricha), este fenómeno se puede 

deber a que la degradación de la clorofila lo cual permite hacer visible la coloración de pigmentos como 

carotenoides y betalaínas presentes en el fruto (Ding et al., 2007). 

 

 

 

 

 

 



47  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

En cuanto a los parámetros de color de la semilla se muestran en la Figura 9. En cuanto a la luminosidad 

(Figura 9A) se observa que diferencia de la cascara en antesis se tiene una luminosidad alta con un valor 

máximo de 68.70 ± 2.51 y esta va disminuyendo hasta un valor de 34.69 ± 0.69 a los 45 DDA, visiblemente 

se puede observar en la Figura 3, donde se aprecia un color muy claro en el endocarpio, particularmente en 
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Figura 8 Color de cáscara expresado en luminosidad (A), ángulo hue y croma (B) durante los diferentes estados de desarrollo. 

Los resultados se presentan con promedio ± desviación estándar (n=5). Los promedios con diferente letra indican diferencias 

estadísticamente significativas (Fisher LSD  P≤ 0.05 
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los óvulos, donde se están formando las semilla. En semillas de uva Ristic & Iland (2005), reportan un 

cambio de color de marrón claro a marrón oscuro, que estuvo relacionado con el proceso de deshidratación 

de las semillas y su maduración. Posteriormente entre los 90 y 120 DDA se observa un incremento 

significativo en la luminosidad, esto podría atribuirse a una mayor heterogeneidad en el color de las semillas 

o a la presencia del mucílago que las rodea.  

Por otro lado, en la Figura 9 B se encuentran los resultados correspondientes al ángulo hue y croma; a partir 

de esta se observa que en la antesis parte de un ángulo hue de 99.59 ± 4.67 y un valor de croma de 29.95 ± 

2.77 lo que corresponde a un color amarillo verdoso, que además como se mencionaba anteriormente con 

la luminosidad reportada, es un color claro, posteriormente el ángulo hue y croma se desplaza a los 75 DDA 

a 86.61 ± 2.68  y 10.28 ± 1.73 respectivamente que es un verde-amarillo oscuro, sin embargo a simple vista 

puede parecer un color café, esto se puede a la percepción por el ojo humano, y el papel que juega la 

luminosidad, ya que al verse bajo una luz brillante un color café podría convertirse en amarillo (Buck & 

DeLawyer, 2012). 
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En la Figura 10 se representan la luminosidad (A) y los valores de ángulo hue y croma (B) de la pulpa del 

xoconostle. En antesis se observa una alta luminosidad inicial de 66.81 ± 1.80, la cual podría explicarse a 

que todavía no existe una diferenciación entre las diferentes estructuras del fruto. Posteriormente, la 

luminosidad disminuye a los 15 días después de antesis, debido al aumento en el tamaño del fruto, por lo 

cual las diferentes estructuras se hacen más evidentes, así como la presencia de clorofila en la pulpa hasta 

valores de 58.86 ± 2.06 de luminosidad. En cuanto el ángulo hue y al croma, se observa un color verde con 

tendencia hacia tonos amarillos muy similar a la cascara del fruto.  

Se observa a los 75 DDA un aumento significativo de la luminosidad pasando de 58.04 ± 0.57 a 66.59 ± 

1.16 esto puede tener relación con la degradación de la clorofila que coincide con el inicio del proceso de 

maduración del fruto (Bhatla & Lal, 2023). Esto se confirma con los valores de hue y croma que fueron de 

106.46 ± 1.07 y 25.71 ± 2.51 respectivamente lo que indica una tonalidad más cercana al amarillo. A partir 

del 75 DDA los valores del ángulo hue se van disminuyendo lo que indica un color de la pulpa más cercano 

Figura 9 Color expresado en luminosidad (A), ángulo hue y croma (B) durante los diferentes estados de desarrollo. Los resultados 

se presentan con promedio ± desviación estándar (n=5). Los promedios con diferente letra indican diferencias estadísticamente 

significativas (Fisher LSD  P≤ 0.05). 
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a tonalidades amarillas y al bajar nuevamente la luminosidad indica un amarillo más oscuro. En general a 

los 120 DDA se observa un color amarillento claro perceptible al ojo humano. 
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Azúcares totales, reductores, y no reductores  

El dulzor es un factor clave que determina la calidad y el sabor de las frutas. Esta característica sensorial 

depende significativamente del tipo, la composición y la concentración de los azúcares presentes en la 

matriz del fruto (Y. Li et al., 2017). Los azúcares de los frutos se originan en las hojas a través de la 

fotosíntesis. Posteriormente, son transportados por el sistema vascular de la planta, específicamente a través 

del floema, en forma de sacarosa y sorbitol hasta las células de almacenamiento. Finalmente, llegan a las 

células del fruto como sacarosa fructosa y glucosa, que son cruciales para el metabolismo del fruto (Libin 

et al., 2024). Como se muestra en la Figura 11, durante las primeras etapas de crecimiento del fruto no hay 

aumento significativo de azúcares. Sin embargo, en la etapa de maduración del xoconostle se observa un 

incremento exponencial. Este cambio comienza a los 90 DDA, cuando el fruto contenía 65.26 ± 4.72 mg 

glucosa g-1 PS y alcanza una concentración de 389.74 ± 2.36 mg glucosa g-1 PS a los 120 DDA. Este 

incremento se debe a diversos cambios fisiológicos, bioquímicos y organolépticos que ocurren durante la 

maduración (Prasanna et al., 2007b). Entre estos cambios, destacan la degradación de la clorofila y la 

biosíntesis de carotenoides, se cree que los azúcares pueden actuar como moléculas de señalización, 

vinculadas directamente con el proceso de cambio de color del fruto (Libin et al., 2024) Además, de que 

aumenta la actividad de las enzimas que degradan la pared celular. Así mismo, los azúcares se acumulan 

durante la maduración, esto puede deberse también a la pérdida de la firmeza que sufre el fruto, ya que por 

la naturaleza del xoconostle el pH del fruto disminuye durante esta etapa y puede conducir a la hidrólisis de 

la pectina de la pared celular. Adicionalmente, la acumulación de azúcares se asocia con la señalización 

hormonal del fruto (Libin et al., 2024). 

 

 

 

 

 



52  

Días después de antesis
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Figura 11 Azúcares totales, reductores y no reductores expresados en miligramos de glucosa por gramo de muestra durante los 

diferentes estados de desarrollo. Los resultados se presentan con promedio ± desviación estándar (n=5). Los promedios con 

diferente letra indican diferencias estadísticamente significativas (Fisher LSD  P≤ 0.05). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

7.2 Compuestos bioactivos 

Clorofila, carotenoides y betalaínas.  

El color externo de los frutos está determinado por la cantidad relativa de los diferentes pigmentos presentes 

en la cáscara. Las tonalidades verdes y amarilla que presentan los frutos son el resultado de la presencia de 

pigmentos como las clorofilas y los carotenoides. Durante el proceso de maduración, el cambio de color 

hacia el amarillo, conocido como desverdizado, ocurre principalmente por la degradación de la clorofila, 

mientras que los niveles de carotenoides suelen mantenerse o no tener crecimiento. En este proceso, las 

clorofilas se descomponen en un catabolito incoloro, que suele permitir que los colores amarillos 

subyacentes se vuelvan más visibles (Ding et al., 2007). Este comportamiento se presenta en la Figura 12, 
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en la cual se puede observar un decremento del contenido de clorofila con diferencias significativas desde 

la antesis hasta 120 DDA, en el que se puede observar que la concentración de la clorofila total comienza 

en la antesis con 5.059 ± 0.107 mg g-1 PS y a los 120 DDA se reduce significativamente la concentración 

de este pigmento hasta 0.316 ± 0.021 mg g-1 PS. Esto concuerda con la determinación de color de la cáscara 

y pulpa que se muestra en la Figura 8 y 9,  en donde se puede observar que en los primeros estadíos presenta 

un color verde con tendencia hacia el amarillo y después de la maduración el color es amarillo, en este 

proceso la clorofila comienza a degradarse involucrando enzimas como la clorofilasa, Mg-dechelatasa y 

feoforbida a oxigenasa, dando como resultado catabolitos incoloros, esto se puede deber a que la luz y las 

hormonas de crecimiento activan factores de transcripción que activan los genes catabólicos de clorofila, la 

auxina es la principal hormona encargada de la regulación del crecimiento y maduración en frutos no 

climatéricos  (L. Kapoor et al., 2022, Jia et al., 2013). Además de la auxina, el ácido abscísico (ABA) se 

identifica como un regulador positivo del desverdizado y de la senescencia en general, lo cual es relevante 

para la degradación de la clorofila en los frutos (Zhu et al., 2017). 

Por otro lado, un estudio realizado por Hornero-Méndez & Mínguez-Mosquera (2002) encontró una 

relación directa entre la tasa de crecimiento del fruto de Capsicum annuum L. y la desaparición de la 

clorofila. Los autores encontraron que, en las etapas iniciales de maduración, hubo pérdida del 40-60% de 

la clorofila en los frutos, lo cual sugiere que la tasa de crecimiento del fruto es superior a la de biosíntesis y 

renovación de la clorofila, lo que favorece su degradación. Este aumento en el catabolismo de la clorofila 

es clave para el proceso de maduración, como también se observó en este estudio, en el cual durante los 

primeros 90 días existe un aumento de tamaño en el fruto de xoconostle con respecto al tiempo (Figura 4) 

con la respectiva disminución en la concentración de la clorofila en los frutos. De manera similar, en el caso 

de la fruta de dragón de pulpa roja, que pertenece a la familia Cactaceae, también se observó la degradación 

de la clorofila. Sin embargo, en este caso se destacó un aumento en la cantidad de betacianina, un pigmento 

que le otorga el color rojo-violeta característico de esta fruta (Jamaludin et al., 2011).  

Respecto al contenido de carotenoides, reconocidos como los pigmentos principales en la mayoría de los 

frutos y responsables de proporcionar colores que van desde el amarillo y el rosa hasta el naranja intenso y 
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rojo, su concentración se ve influenciada tanto por la etapa de desarrollo como por las condiciones 

ambientales (Lado et al., 2016). En la Figura 12 B se observa un decremento en la concentración de 

carotenoides totales: en antesis, el contenido registrado fue de 122.43 ± 5.29 µg g-1, mientras que, en la 

madurez fisiológica, a los 120 DDA disminuyó a 16.45 ± 0.03 µg g-1. Esta reducción podría atribuirse a 

que, en algunos frutos, la mayor concentración de carotenoides se localiza en la cáscara (Fu et al., 2014). 

Esto se corrobora con la determinación de estos compuestos en las diferentes fracciones del xoconostle 

maduro (Velázque-López et al., 2025), donde se observó una mayor concentración de estos compuestos en 

la cáscara (43.67 ± 0.71 µg g-1 PS), la cual representa aproximadamente el 14.5% del fruto (Morales et al., 

2014) esto puede comprobar el decremento de carotenoides en el fruto completo de xoconostle durante el 

desarrollo. Este comportamiento es similar a lo reportado por Razungles et al. (1988) quienes al estudiar 

carotenoides en variedades de Vitis vinífera, encontraron mayores concentraciones en la piel del fruto en 

comparación con la pulpa, por lo que durante el desarrollo de los frutos también reportaron un decremento 

de estos compuestos. Cabe destacar que los carotenoides predominantes en el xoconostle son aquellos de 

tonalidad amarilla, lo cual se refleja en la coloración amarilla característica del fruto, de acuerdo a la 

metodología utilizada  

Las betalaínas son de igual manera pigmentos naturales, que son solubles en agua que tienen potente 

actividad antioxidante (Sanchez-Gonzalez et al., 2013b), como se puede observar en la Figura 12 C la 

concentración inicial en la antesis 0.17 ± 3.51 ×10-3 mg g-1 PS y culmina el desarrollo a los 120 días después 

de antesis en 0.05 ± 5.13 ×10-3 mg g-1 PS, este comportamiento fue similar a lo que se reportó en el 

comportamiento de carotenoides, donde la concentración tuvo un decremento durante los diferentes estadíos 

de desarrollo, este comportamiento se puede explicar también por la dilución que pudo existir al aumentar 

las dimensiones del fruto, también debido a que el color característico del fruto es presentado principalmente 

en la cáscara, y la cáscara como se puede comprobar con los resultados presentados en la Figura 8 en donde 

se puede observar un croma de 39.12 que implica mayor saturación que en la pulpa que presentó  un valor 

de 25.35 (Figura 9); así mismo, esta información puede comprobarse con indicado por (Velázque-López et 

al., 2025)  en donde se muestra que la cáscara del xoconostle contiene una mayor cantidad de betalaínas 
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este resultado concuerda con lo obtenido por Osorio-Esquivel et al. (2011) quien reportó una mayor 

concentración de compuestos bioactivos como las betalaínas en la cáscara del fruto (Opuntia joconostle). 

En el estadío final a los 120 DDA la concentración de betalaínas fue de 0.05 ± 5.13×10-3 mg g-1 PS, este 

valor es mayor a los resultados reportados por Morales-Tapia et al. (2022) en xoconostle Cuaresmeño 

(Opuntia matudae) la razón principal podría ser debido a que en este estudio se analizó únicamente la pulpa 

del xoconostle y en el presente estudio se realizó el análisis del fruto completo.  
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Figura 12 Contenido de clorofila (A) expresado en mg de clorofila g-1 PS y contenido de carotenoides (B) expresado en µg g-1 

PS y betalaínas (C) expresadas en mg de betalaínas g -1 PS durante los diferentes estados de desarrollo. Los resultados se 

presentan con promedio ± desviación estándar (n=5). Los promedios con diferente letra indican diferencias estadísticamente 

significativas (Fisher LSD  P≤ 0.05).  
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Ácido ascórbico  

Las frutas tienen concentraciones relativamente altas de ácido ascórbico, pero el contenido del mismo varía 

entre diferentes especies, el nivel de acumulación de este metabolito depende del equilibrio que haya entre 

la biosíntesis y la degradación y del equilibrio que exista entre su reducción y oxidación (M. Huang et al., 

2014). Como puede observarse en la Figura 13 durante los diferentes estadíos en el crecimiento del 

xoconostle existe un aumento en la cantidad de ácido ascórbico iniciando en 0.131 ± 0.010 mg g-1 PS 

teniendo una cantidad de ácido ascórbico final estadísticamente significativamente mayor (1.94 ± 0.07), lo 

que indica aproximadamente 15 veces mayor concentración de ácido ascórbico en el fruto maduro, respecto 

a la antesis. Este comportamiento es similar a lo reportado por Aloni et al. (2008), en pimiento morrón, 

mientras que  M. Huang et al. (2014) observó que en frutos rosa castaña el contenido de ácido ascórbico 

incrementa rápidamente en la segunda mitad del crecimiento del fruto este periodo comprende a la 

maduración de los frutos alcanzando así en esta etapa la concentración máxima de ácido ascórbico. En los 

frutos de xoconoxtle se observó un comportamiento similar en la síntesis de ácido ascórbico, pues a los 60 

días que corresponde a la mitad del desarrollo del fruto se observó un incremento significativo de este ácido 

orgánico, posteriormente en la etapa de maduración del xoconostle que podría iniciar a los 75 días después 

de antesis también se observa un incremento en la biosíntesis de este compuesto. Este aumento de ácido 

ascórbico también puede estar relacionado a la hidrólisis de la pectina que compone la pared celular de los 

frutos, esto también está relacionado con los procesos de desmetilesterificación (Prasanna et al., 2007b). 

Además, se ha demostrado que la actividad mejorada de enzimas como pectina metilesterasa (PME) y 

poligalacturonasa (PG) promueve la biosíntesis de ácido ascórbico en la vía del D-galacturonato, donde los 

productos de la degradación de la pectina sirven como precursores para la producción del mismo (Rigano 

et al., 2018). De acuerdo con Liang et al. (2017) el contenido de ácido ascórbico, y la cantidad de proteínas 

involucradas en la síntesis esta relacionando con los niveles de expresión de ARNm de GGP2m GalLDH, 

AO2, APX3, GR1 y DHAR1, debido a que son los puntos de control principales para producir ácido 

ascórbico. 
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El xoconostleꞋ en su estado maduro presentó una concentración de 1.94 ± 0.07 mg g-1 PS la cual es mayor 

a lo reportado por López-Martínez et al. (2015) en xoconostle ꞋCuaresmeño blancoꞋ (1.67 mg g-1 PS), este 

mismo autor menciona que la variación de ácido ascórbico en frutos de xoconoxtle se puede deber a los 

distintos genotipos, a la ubicación geográfica, condiciones ambientales, algunas prácticas postcosecha y el 

método con el que se pudo haber analizado.  
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Figura 13 Contenido de ácido ascórbico expresado en miligramos por gramo (peso seco) durante los diferentes estados de 

desarrollo. Los resultados se presentan con promedio ± desviación estándar (n=5). Los promedios con diferente letra indican 

diferencias estadísticamente significativas (Fisher LSD  P≤ 0.05). 
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Fenoles y flavonoides  

Diversos estudios han demostrado que los compuestos fenólicos son una buena fuente de antioxidantes 

naturales, sin embargo, existen diversos factores que juegan un papel en la determinación de la composición 

fenólica y la actividad de estos compuestos como pueden ser: climáticos, agronómicos, genómicos, 

condiciones previas y posteriores a la cosecha. La fase de maduración es también un factor importante que 

puede influir en concentración fenólica de las frutas (Sunila & Murugan, 2017). Como se puede observar 

en la Figura 14 A el contenido de compuestos fenólicos en la antesis presentó una concentración de 6.531 

± 0.089 mg EAG g-1 PS, posteriormente tuvo un ligero aumento estadísticamente significativo en el estadío 

3 a 30 días después de antesis teniendo una concentración máxima de 7.243 ± 0.251 mg EAG g -1 PS. La 

elevada concentración de compuestos fenólicos observada en los primeros días del desarrollo del fruto 

podría estar relacionada con sus funciones en el color, sabor y, particularmente, en la astringencia 

(Holderbaum et al., 2010). Una alta presencia de estos compuestos confiere al fruto un sabor más 

astringente, lo que puede actuar como mecanismo disuasivo para los animales encargados de la dispersión 

de semillas. Este sabor serviría como señal indicadora de que el fruto aún no está maduro, que las semillas 

no están desarrolladas, contribuyendo así a un control temporal de la depredación frugívora y asegurando 

una dispersión más eficaz en etapas posteriores (Lev-Yadun, 2013). Posteriormente, tuvo una disminución 

significativa hasta llegar a una concentración de 3.856 ± 0.115 mg EAG g-1 PS a los 120 DDA este 

comportamiento fue similar a lo reportado por Sunila & Murugan (2017)  en el fruto Pouteria Campechiana 

(Kunth) quienes mencionan que este comportamiento podría deberse al crecimiento de los tejidos del fruto, 

lo que conduce a un efecto de dilución de los compuestos fenólicos que contiene, esto se correlaciona con 

la Figura 4 y 5 en las que se puede observar un aumento de diámetro y peso estadísticamente significativo 

a partir del estadío 3 (30 días después de antesis) que puede corresponder al inicio de la etapa de 

agrandamiento celular. La concentración final de fenoles en el xoconostle es similar a lo reportado por 

Hernández-Fuentes et al. (2015) quien encontró una concentración en pulpa de xoconostle Matizado de 3.13 

mg EAG g-1 PS, las diferencias pueden radicar en el tiempo de madurez del fruto, zona geográfica de 

recolección y situaciones de estrés (López-Palestina et al., 2023b).  
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Los flavonoides son importantes metabolitos secundarios de las plantas que determinan la calidad de los 

frutos debido a su contribución esencial al color, la capacidad antioxidante y el valor nutritivo de los frutos, 

además son utilizados por las plantas para su crecimiento y defensa contra factores de estrés, como las 

plagas. Las principales fitohormonas de señalización para la síntesis y acumulación de flavonoides son el 

etileno, ácido abscísico y jasmonato (Jadhav, 2024) . En la Figura 14 B se puede observar que tiene un 

comportamiento similar a la Figura 14 A correspondiente a los fenoles totales, los flavonoides alcanzan un 

valor máximo de 2.67 ± 0.01 mg EQ g-1 PS y posteriormente disminuyen significativamente en lo que se 

ha identificado como el periodo de agrandamiento en la que se, esto se puede relacionar con el aumento de 

dimensiones y peso, en donde la concentración de flavonoides pudo haber sufrido una dilución. En la última 

etapa de desarrollo del fruto resultó una concentración de 0.445 ± 0.021 mg EQ g-1 PS la cual es muy similar 

a lo reportado por López-Martínez et al. (2015) el cual obtuvo una concentración de 0.480 mg EQ g-1 PS en 

el xoconostle Rojo sainero, las pequeñas diferencias pueden deberse a la madurez en la que pudo ser 

cosechado el xoconostle, zona geográfica de recolección y situaciones de estrés en las que pudo haber 

crecido (López-Palestina et al., 2023a).  

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 Días después de antesis

0 15 30 45 60 75 90 105 120

F
e
n
o
le

s
 (

m
g
 E

A
G

/g
 P

S
)

3

4

5

6

7

8

b
b

a

de cd
c

de
e

f

A 



61  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

7.3 Actividad antioxidante  

Los resultados obtenidos del potencial antioxidante que tienen los frutos para la inhibición del radical DPPH 

durante el crecimiento del fruto, se puede observar en la Figura 15 A. El valor del potencial antioxidante 

inicia en  9.02 ± 0.10 µmol Trolox g-1 PS teniendo un aumento estadísticamente significativo hasta llegar a 

una actividad antioxidante máxima de 22.78 ± 0.04 µmol Trolox g-1 PS en el estadío 3 (30 DDA). El 

aumento del potencial antioxidante se puede deber a la presencia de los compuestos fenólicos los cuales se 

han descrito que tienen propiedades antioxidantes (Lee et al., 2011). Particularmente los flavonoides 

demuestran fuertes capacidades de eliminación de radicales DPPH (Zheng et al., 2010).  Posteriormente al 

finalizar la maduración del fruto (Figura 15), se puede observar un aumento significativo en la actividad 

antioxidante de acuerdo al ensayo DPPH hasta llegar a 20.874 ± 0.349 µmol Trolox g-1 PS, esto puede deber 

a la presencia del ácido ascórbico que también es un compuesto antioxidante debido a que tiene la gran 

Figura 14 Contenido de fenoles (A) expresados en miligramos de equivalentes de ácido gálico por gramo (peso seco) y flavonoides 

expresados en miligramos equivalentes de quercetina (peso seco) (B) durante los diferentes estados de desarrollo. Los resultados 

se presentan con promedio ± desviación estándar (n=5). Los promedios con diferente letra indican diferencias estadísticamente 

significativas (Fisher LSD P≤ 0.05). 
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capacidad de donar un electrón y se ha demostrado que puede eliminar el radical DPPH in vitro (Ali M.A. 

Al-Kufaishi, 2020). Esto se confirma en la Figura 13, donde el ácido ascórbico tuvo una tendencia 

ascendente y por lo tanto, este pudo ser el compuesto que más influyó en la inhibición del radical DPPH en 

los estadíos a partir de los 45 días después de antesis.   

 

La actividad antioxidante mediante el ensayo ABTS se basa en la capacidad de los antioxidantes para 

decolorar el catión radical del ácido 2,2′-azinobis-3-etilbenzotiazolina-6-sulfónico (ABTS•+), que es azul en 

solución a una solución transparente (Walker & Everette, 2009). Los resultados se muestran en la Figura 

15 B, y se observa que tuvo un decremento estadísticamente significativo durante su desarrollo, pues en la 

antesis se obtuvo una actividad antioxidante de 51.32 ± 0.04 µmol Trolox g-1 PS y finalizó en la maduración 

fisiológica con 34.54 ± 0.06 µmol Trolox g-1 PS esto corresponde a la concentración de las betalaínas que 

también exhibe el mismo comportamiento debido a que estos compuestos tienen actividad antirradical 

significativa, particularmente contra el radical ABTS•+ (Gandía-Herrero et al., 2009). Así mismo, los 

compuestos fenólicos tienen el mismo comportamiento durante el crecimiento del xoconostle, por lo que 

esto podría atribuirle la actividad antioxidante que, durante los primeros treinta días aumenta a 68.25 ± 0.14 

µmol Trolox g-1 PS y posteriormente disminuye.  

 

Por otro lado, existen distintos métodos para determinar la capacidad antioxidante de los compuestos, 

debido a los distintos mecanismos de eliminación de radicales que se utilizan. Por tal motivo también se 

utilizó el ensayo FRAP, en donde se mide la capacidad del compuesto antioxidante de reducir el Fe+3 a Fe+2 

(Benzie & Strain, 1996). De acuerdo a los resultados obtenidos (Figura 15 C) se obtuvo un valor máximo 

de 12.16 ± 0.60 µmol Trolox g-1 PS  se presenta a los 30 DDA, lo cual coincide con lo obtenido en los 

ensayos DPPH y ABTS esto se puede deber a que en este estadío, resultó la mayor cantidad de compuestos 

como fenoles y flavonoides (Figura 14) y a su vez también en este estadío se puede observar una gran 

concentración de pigmentos como la clorofila, carotenos y betalaínas (Figura 12), además en este estadío 

se puede observar un aumento significativo en la concentración de ácido ascórbico, posteriormente se puede 
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observar una disminución de capacidad antioxidante que coincide también con el comportamiento de la 

concentración de fenoles y flavonoides, esto se puede deber a que como lo menciona Pulido et al. (2000), 

debido a la actividad antioxidante de los polifenoles, a que tienen mayor poder férrico-reductor que los 

carotenoides y ácido ascórbico. El valor de la capacidad antioxidante del xoconostle es de  
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7.4 Actividad antioxidante enzimática 

En las células vegetales, la producción de especies reactivas de oxígeno (ROS) como el superóxido, el 

peróxido de hidrógeno y el radical hidroxilo ocurre en diversos compartimentos, especialmente durante la 

fotosíntesis y bajo condiciones de estrés. Para neutralizar estos compuestos dañinos, las plantas cuentan con 

sistemas antioxidantes enzimáticos especializados (Meitha et al., 2020). Una de las enzimas del sistema 

antioxidante es el superóxido dismutasa, que es una metaloenzima, la secuencia de reacciones en las que 

interviene es la eliminación de un oxidante fuerte y la formación de uno débil (O 2
 •− a H 2 O 2), lo que 

requiere la participación de una segunda enzima. (Hornero-Méndez et al., 2002). En el presente estudio 

durante la antesis tiene un valor de 3.54 ± 0.06 U mg-1 de proteína PS y como se puede observar en la Figura 

16 A existe un aumento en la concentración a los 75 DDA en donde obtuvo un valor de 13.24 ± 1.71 U mg-

1 de proteína PS, esto se debe a que podría en este estadío haber iniciado la maduración lo que corresponde 

con la Figura 10, en donde se puede observar un cambio en la luminosidad de la pulpa, y en la Figura 8, en 

Días después de antesis

0 15 30 45 60 75 90 105 120

F
R

A
P

 (
µ

M
 T

ro
lo

x
 g

-1
P

S
)

2

4

6

8

10

12

14

f

c

a

fe

dfe
dfe

dc

dc

b

Figura 15 Actividad antioxidante por ensayo DPPH (A), ABTS (B) y FRAP (C) expresados en micro moles de Trolox por gramo 

(peso seco) durante los diferentes estados de desarrollo. Los resultados se presentan con promedio ± desviación estándar (n=5). 

Los promedios con diferente letra indican diferencias estadísticamente significativas (Fisher LSD  P≤ 0.05). 
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donde se puede observar que comienza el aumento estadísticamente significativo en la luminosidad de la 

cáscara, esto debido a que durante esta etapa se llevan a cabo algunos cambios en la composición química 

y alteraciones perceptibles en la textura, pigmentación, aroma y dulzor (Camejo et al., 2010), por lo que es 

un proceso estresante, provocando así el aumento de esta enzima, posteriormente durante los siguientes 

estadíos, tuvo una disminución estadísticamente significativa, este comportamiento es similar a lo reportado 

por Wang & Jiao (2001), que reportó una diminución de la enzima SOD durante el proceso de maduración 

de la mora, que es una fruta no climatérica, como el xoconostle, la similitud podría radicar en el proceso de 

maduración característico de este tipo de frutos.  

 

La enzima superóxido dismutasa trabaja en sincronía con la catalasa que es una enzima importante para 

descomponer el H2O2  (Sharma & Ahmad, 2014), como se puede observar en la Figura 16 B uno de los 

valores más altos (249.95 ± 28.08 U mg-1 de proteína PS) fue también en el estadío a 75 días después de 

antesis lo que coincide como se mencionaba anteriormente con el inicio de la maduración que implica estrés 

oxidativo en el desarrollo del fruto; en los estadíos posteriores tuvo un decremento hasta llegar a 40.48 ± 

3.12 U mg-1 de proteína PS, los resultados presentan similitud a lo reportado por González-Gordo et al. 

(2024) en pimiento, quien tuvo una disminución de la enzima catalasa a partir del fruto verde inmaduro al 

fruto maduro, la disminución es debido a la regulación genética que a su vez dependen de la fase de 

desarrollo y de la situación ambiental.  

 

Así mismo, la maduración está asociada a un metabolismo muy activo de especies reactivas de oxígeno en 

diferentes compartimentos subcelulares, implicando un “estrés oxidativo fisiológico” (Corpas et al., 2024). 

La APX desempeña un papel fundamental en la eliminación de H₂O₂, al igual que la catalasa, pero 

mostrando mayor afinidad; cabe destacar que utiliza como sustrato el ácido ascórbico. Por lo tanto, participa 

tanto en el ciclo hidro-agua del cloroplasto como en el ciclo Halliwell-Asada (Szőllősi, 2014). En el 

xoconostle se obtuvo un valor inicial de 4.10 ± 1.17 kU/ mg proteína PS, como se observa en la Figura 13 

C, teniendo un aumento en la actividad enzimática estadísticamente significativo a 10.22 ± 2.61 kU/ mg 
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proteína PS, este aumento concuerda con el aumento en compuestos bioactivos como fenoles y flavonoides, 

este comportamiento se puede deber a que podría iniciar el proceso de elongación celular que es un proceso 

estresante para el fruto, posteriormente resultó otro aumento estadísticamente significativo a los 75 días 

después de antesis (16.44 ± 0.98 kU/ mg proteína PS), este aumento como se mencionó anteriormente se 

puede deber al inicio de la maduración y finalmente disminuyó hasta llegar a los 120 días después de antesis 

en 1.51 ± 0.33 kU/ mg proteína PS, este comportamiento es similar a lo reportado por González-Gordo et 

al. (2019), quien reportó una disminución en la actividad enzimática de APX durante la maduración de 

pimiento, la concordancia entre ambos se puede deber, como en la enzima catalasa, a el tipo de fruto que 

ambos frutos son, frutos climatéricos. Este comportamiento podría estar relacionado con la respiración del 

fruto, puesto que se ha observado que, en frutos climatéricos como la cereza, donde la respiración del fruto 

es mayor durante la etapa verde, así como la producción de etileno, una vez que comienza la maduración la 

tasa de respiración disminuyen, esto puede estar asociado al aumento en la relación de la vacuola al 

citoplasma del pericarpio del fruto (Giné-Bordonaba et al., 2017).  

 

 La disminución de las actividades de GSH-POD y CAT a medida que la fruta madura da como resultado 

una menor capacidad de eliminación de H2 O2. Las bajas actividades enzimáticas y el bajo contenido de 

antioxidantes ocurren concomitantemente con aumentos en la saturación de ácidos grasos en lípidos polares 

y mayores proporciones de esteroles a fosfolípidos. Estos eventos pueden resultar en un aumento del estrés 

oxidativo y la peroxidación lipídica, además de acelerar muchos cambios metabólicos asociados con la 

maduración y el desarrollo de la fruta de mora (Wang & Jiao, 2001). 
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7.5 Indicadores de estrés oxidativo 

Peróxido de hidrógeno 

Durante el desarrollo y la maduración del fruto, se desencadenan diversos eventos oxidativos que provocan 

la acumulación de especies reactivas de oxígeno (ROS), como el peróxido de hidrógeno (H₂O₂) (Vall-llaura 

et al., 2022). En la Figura 17 se observa un incremento significativo en la concentración de H₂O₂, pasando 

de 32.62 ± 5.20 nmol g⁻¹ a los 15 días después de antesis a 106.85 ± 1.15 nmol g⁻¹ a los 30 días, lo cual 

podría estar vinculado al crecimiento del fruto (Figura 4). Cuando la concentración de H₂O₂ es inferior a 

5000 nmol g⁻¹ de peso fresco, esta molécula participa en mecanismos de señalización favoreciendo la 

tolerancia al estrés abiótico mediante su acción como mensajera adaptativa (Khandaker et al., 2012). En 
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Figura 16 Actividad antioxidante enzimática SOD(A), CAT (B) y APX (C) expresados en unidades por miligramo de proteína (peso 

seco) durante los diferentes estados de desarrollo. Los resultados se presentan con promedio ± desviación estándar (n=5). Los 

promedios con diferente letra indican diferencias estadísticamente significativas (Fisher LSD  P≤ 0.05). 
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esta etapa también podría iniciarse el agrandamiento celular (Figura 4), proceso en el cual el peróxido de 

hidrógeno desempeña funciones clave para el desarrollo del fruto (Xi et al., 2017).  

A partir de los 75 DDA se detecta otro incremento en la concentración de peróxido de hidrógeno como se 

muestra en la Figura 16, probablemente asociado con una diminución en la actividad de las enzimas catalasa 

y ascorbato peroxidasa (Wei et al., 2025b). En este periodo también se presentan cambios típicos de la 

maduración, como modificaciones en el color, reducción de clorofila, variaciones en la acidez, entre otros. 

Estos procesos ocurren de manera sincronizada y están regulados por hormonas, factores de transcripción 

y otros elementos moleculares. Dado que la concentración de peróxido de hidrógeno, se mantiene baja, se 

infiere que funciona como una señal intracelular en respuesta a diversos estímulos en las células vegetales 

(Niu & Liao, 2016). 
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Figura 17 Peróxido de hidrógeno expresado en nanomol por gramo de muestra (peso seco) durante los diferentes estados de 

desarrollo. Los resultados se presentan con promedio ± desviación estándar (n=5). Los promedios con diferente letra indican 

diferencias estadísticamente significativas (Fisher LSD  P≤ 0.05). 
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Peroxidación lipídica  

En los tejidos vegetales, se generan especies reactivas de oxígeno (ROS) como O2•-, H2O2 y OH- mediante 

diversas rutas metabólicas AQUE SE DEBE. Estas moléculas surgen principalmente de mitocondrias, 

glioxisomas y peroxisomas. Su exceso puede provocar daño oxidativo en componentes celulares como 

ácidos nucleicos, las proteínas y los lípidos (Mondal et al., 2009). Uno de los procesos más característicos 

del daño oxidativo es la peroxidación lipídica, que forma compuestos complejos, entre los que destacan 

compuestos carbonílicos reactivos, como el malondialdehído (MDA) (Suhartono et al., 2015). No obstante, 

las células vegetales cuentan con diversos mecanismos que las protegen frente a los efectos perjudiciales 

del estrés oxidativo. Estos incluyen enzimas antioxidantes, compuestos antioxidantes hidrosolubles y 

liposolubles. A pesar de contar con este sistema, las células pueden sufrir daño oxidativo por un exceso de 

especies reactivas de oxígeno o algún fallo en el sistema (Wang & Jiao, 2001). Como se puede observar en 

la Figura 18 hay un aumento en la peroxidación lipídica hasta llegar a una concentración 10.90 ± 1.28 µM 

MDA g-1 PS a los 30 DDA, esto se podría deber una baja actividad enzimática lo que podría afectar el 

equilibrio de ROS y antioxidantes permitiendo un daño en la membrana lipídica de las células a pesar de 

tener alto contenido de compuestos bioactivos con potencial antioxidante (Figura 15). Posteriormente la 

peroxidación presentó una disminución a los 60 DDA, para presentar nuevamente un aumento a partir de 

los 75 DDA, hasta llegar a un valor máximo de 11.75 ± 1.22 µM MDA g-1 PS. Durante este periodo se 

identificó el inicio de la maduración esto debido a que durante esta etapa existieron cambios en las 

propiedades fisicoquímicas y el sistema antioxidante, se puede mencionar principalmente un cambio de 

color en la cáscara del fruto debido a la diminución de la concentración de clorofila, así como un aumento 

de sólidos solubles totales, lo anterior característico de la maduración del fruto. Durante este proceso, se 

manifiesta estrés oxidativo, en donde pierde el equilibrio el sistema de defensa antioxidante, impidiendo 

que se eliminen los radicales libres (Chotikakham & Chumyam, 2014). Esto se confirmó con la disminución 

la actividad enzimática durante este periodo (Figura 17), lo que pudo permitir dicho desequilibrio.  
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Figura 18 Peroxidación lipídica expresada en micromolar de malondialdehído por gramo de muestra (peso seco) durante los 

diferentes estados de desarrollo. Los resultados se presentan con promedio ± desviación estándar (n=5). Los promedios con 

diferente letra indican diferencias estadísticamente significativas (Fisher LSD  P≤ 0.05). 
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Polifenoloxidasa  

La polifenoloxidasa (EC 1.10.3.1, PPO) es una enzima ubicada en los plástidos de las células vegetales que 

tiene un papel fundamental en el pardeamiento enzimático. Esta reacción ocurre cuando, tras un daño 

celular, la PPO entra en contacto con compuestos fenólicos, que se almacenan en las vacuolas, debido a un 

daño celular, catalizando su oxidación (Holderbaum et al., 2010). Como se muestra en la Figura 19, la 

concentración de polifenoloxidasa inicia con un valor máximo de 7.39 ± 0.39 U mg⁻¹ de proteína a los 15 

días después de antesis (DDA). Posteriormente, esta concentración disminuye. Este comportamiento es 

coherente con el hecho de que las primeras etapas de crecimiento del fruto presentan la mayor concentración 

de fenoles totales. Este fenómeno podría explicarse porque los fenoles, que son sustratos de la PPO, están 

inicialmente aislados en compartimentos celulares como las vacuolas. Sin embargo, una disrupción celular 

causada por patógenos o daños físicos permite que la enzima y el sustrato se mezclen. Esta reacción produce 

quinonas, compuestos que están asociados con la actividad antimicrobiana (Chisari et al., 2007,Fuerst et al., 

2014). Este mecanismo podría ser crucial para que el fruto se recupere de daños y continúe su desarrollo en 

una etapa vital para su supervivencia. Mas adelante, la actividad de la PPO aumenta nuevamente a los 45 

DDA, lo cual podría estar relacionado con la fase de agrandamiento celular. Es posible que el fruto 

experimente estrés durante este periodo, el fruto haya experimentado estrés, lo que activaría la enzima. 

Finalmente, la concentración de PPO vuelve a disminuir a los 75 DDA, probablemente debido al inicio de 

la maduración. Durante esta fase, la actividad de la enzima puede verse afectada por la disminución del pH 

del fruto, una característica propia de este fruto (Ayaz et al., 2008). Además, esta reducción podría estar 

relacionada con la menor concentración de fenoles totales que se registra en ese momento.  
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Figura 19 Peroxidación lipídica expresados en nanomol por gramo de muestra (peso seco) durante los diferentes estados de 

desarrollo. Los resultados se presentan con promedio ± desviación estándar (n=5). Los promedios con diferente letra indican 

diferencias estadísticamente significativas (Fisher LSD  P≤ 0.05). 
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8. Conclusiones  

En el presente se evaluaron los cambios fisicoquímicos, compuestos antioxidantes y actividad antioxidante 

enzimática y no enzimática durante el desarrollo de O. leucotricha. Se logró identificar algunas etapas en 

el desarrollo del fruto, entre ellas, la etapa de agradamiento celular, que se caracterizó por un crecimiento 

significativo en la longitud, el diámetro y el peso del fruto, especialmente entre los 45 y 60 DDA. Durante 

esta etapa se observó una disminución considerable en el contenido de sólidos solubles, ya que los azúcares 

se utilizan para el crecimiento del fruto. Adicionalmente se encontró que los compuestos fenólicos y 

flavonoides alcanzaron su concentración máxima en las primeras etapas de desarrollo del fruto 30 DDA, lo 

que coincidió con un pico en la actividad antioxidante de acuerdo a los ensayos DPPH, ABTS y FRAP. Este 

elevado contenido inicial podría indicar que es un mecanismo de defensa para persuadir a los depredadores 

de su consumo en esta esta del desarrollo.  La etapa de maduración del fruto se identificó a partir de los 75 

DDA, en donde se detiene el crecimiento del fruto y da paso los cambios químicos y de composición. En 

esta etapa se observó un incremento en los sólidos solubles y el contenido de ácido cítrico, con una 

correspondiente disminución del pH. Los pigmentos también cambian, la clorofila se degrada, y los 

pigmentos amarillos (betalaínas y carotenoides) se vuelven más visibles. Por otro lado, la concentración de 

ácido ascórbico (Vitamina C) aumenta a lo largo del desarrollo, alcanzando su valor más alto en la madurez, 

este incremento se correlacionó con el aumento de la actividad antioxidante en el ensayo DPPH, lo que 

podría indicar que el ácido ascórbico es el principal contribuyente a la capacidad antioxidante en la etapa 

de maduración. En esta etapa el fruto experimentó un estrés oxidativo fisiológico, lo que provocó un 

aumento en la actividad de enzimas antioxidantes como SOD, CAT y APX, aunque esta actividad 

disminuyó en las etapas finales. Este desequilibrio final fue identificado con una mayor peroxidación 

lipídica, lo que indicó una aceleración en la senescencia del fruto. Este estudio concluye que el desarrollo 

del xoconostle es un proceso dinámico, influenciado por las interacciones entre sus componentes químicos, 

y del estrés oxidativo, mediante la actividad enzimática y la cantidad de compuestos bioactivos, como factor 

crítico durante el desarrollo del fruto.  
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