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COMPOSICIÓN QUÍMICA DEL XILEMA PRIMARIO Y SECUNDARIO DE 

CACTACEAE 

Agustín Maceda Rodríguez, Dr. 

Colegio de Postgraduados, 2019 

RESUMEN 

La familia Cactaceae tiene aproximadamente 2000 especies distribuidas en cuatro subfamilias que 

presentan diversidad de formas, tamaños y anatomía. La anatomía del xilema y la composición 

química del xilema secundario principalmente de especies fibrosas se han estudiado. La 

composición química del xilema secundario y primario de Cactaceae, el uso potencial de Opuntia 

en la industria y el flujo de agua a través del xilema aún no se han investigado en las especies no 

fibrosas. La composición química del xilema secundario de especies no fibrosas y xilema primario 

de Cactaceae, el uso potencial de Opuntia en la industria y el flujo de agua a través del xilema de 

Cactaceae no se han analizado. Se utilizaron ocho especies de plántulas, el cilindro vascular de 25 

especies adultas y cladodios maduros de tres especies de Opuntia. Las muestras se secaron, 

molieron y extrajeron secuencialmente con disolvente con base en la norma TAPPI T-222 om-02. 

Lignina Klason, celulosa y hemicelulosa se cuantificaron. Espectros de infrarrojo por 

Transformada de Fourier se obtuvieron para calcular índices de celulosa cristalina y relación 

siringilo/guayacilo de lignina. Oxidación con nitrobenceno se utilizó para cuantificar la relación 

siringilo/guayacilo con HPLC. Mediante microscopía de fluorescencia con tres bandas de 

excitación se determinó la distribución de celulosa y lignina en tejidos vegetales teñidos con 

safranina O/verde rápido. En dos especies no fibrosas se dividió la raíz, mediante absorción por 

raíz se agregó fucsina ácida al 0.2 % y comparó el flujo de agua con microscopía de campo claro. 

La composición química de xilema primario y secundario tuvieron diferencias significativas en las 

variables de extraíbles y compuestos lignocelulósicos (p < 0.05). Mediante componentes 

principales se obtuvo que la lignina fue la variable que separa los grupos de xilema secundario y 

en xilema primario fueron la variable de tejido sin extraíbles y extraíbles en agua caliente. En 

xilema primario la proporción siringilo/guayacilo fue homogénea, en xilema secundario fue 

heterogénea y correspondió con la fluorescencia del tejido analizado. Los índices de cristalinidad 

variaron entre 60 y 93 %. El flujo de agua fue diferente entre las especies, los resultados reflejaron 

la heterogeneidad de Cactaceae, sus adaptaciones y uso potencial en la industria. 

Palabras clave: Cactaceae, lignina, celulosa, Opuntia, flujo de agua. 
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CHEMICAL COMPOSITION OF PRIMARY AND SECONDARY XYLEM OF 

CACTACEAE 

Agustín Maceda Rodríguez, Dr. 

Colegio de Postgraduados, 2019 

ABSTRACT 

Cactaceae family has about 2000 species distributed in four subfamilies with different forms, sizes 

and anatomy. Mainly secondary xylem anatomy and chemical composition of fibrous species have 

been studied. Chemical composition of xylem of non-fibrous species and primary xylem of 

Cactaceae, the potential use of Opuntia in industry and the flow of water of Cactaceae have not 

been analyzed. The objectives of this study were to determine the chemical composition and 

anatomy of primary and secondary xylem of Cactaceae, chemical composition of Opuntia cladodes 

and study the water flow of two species of Cactaceae. Eight seedling species, the vascular cylinder 

of 25 adult plants and mature cladode species of three Opuntia species were used. The samples 

were dried, grounded and extracted sequentially with solvent based on the TAPPI T-222 om-02 

standard. Lignin Klason, cellulose and hemicellulose were quantified. Fourier Transform Infrared 

spectra were obtained to calculate cellulose crystallinity index and lignin syringyl/guaiacyl ratio. 

Nitrobenzene oxidation was used to quantify the syringyl/guayacil ratio by HPLC. Fluorescence 

microscopy with three excitation bands determined the distribution of cellulose and lignin in plant 

tissues stained with safranine O/fast green. Two non-fibrous species with divided root, acid fuchsin 

0.2% was added with absorption root and compared the water flow with light field microscopy. 

The chemical composition of primary and secondary xylem had significant differences in the 

variables of extractives and lignocellulosic compounds (p < 0.05). Through Principal Components 

Analysis it was obtained that lignin was the variable that separates the groups of secondary xylem 

and in primary xylem it was the free-extractive sample and extractives in hot water. In primary 

xylem the syringyl/guayacil ratio was homogeneous, in secondary xylem it was heterogeneous and 

corresponded to the fluorescence of the tissue analyzed. Crystallinity index varied between 60 to 

93 %. The water flow was different among the species. Results reflected the heterogeneity of 

Cactaceae, their adaptations and potential use in the industry. 

Keywords: Cactaceae, lignin, cellulose, Opuntia, water flow. 
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INTRODUCCIÓN GENERAL 

El estudio de la composición química del xilema de las plantas se debe al uso potencial industrial 

[1,2], medicinal [3], en la producción de combustibles [4,5] y a las implicaciones biológicas en el tejido 

vascular [6–8]. La lignina, celulosa y hemicelulosas se han analizado por su importancia estructural 

de la pared celular de plantas [9–11]. La lignina es el heteropolímero que provee rigidez estructural 

al tejido vascular para soportar las variaciones de tensión y presión hídrica [12]. Su acumulación se 

da en fibras, esclereidas, parénquima y elementos conductores [13]. La celulosa y hemicelulosas 

son polisacáridos estructurales que conforman la lámina media, la pared primaria y secundaria y 

le confieren resistencia, soporte y porosidad para el intercambio de gases, nutrientes y señales 

intercelulares [14,15]. 

La molécula de lignina se compone por tres monómeros principales: p-hidroxifenilos, 

guayacilos y siringilos. La variación en la acumulación de éstos monómeros se ha estudiado por 

las implicaciones evolutivas en las plantas [8], en gimnospermas se ha detectado la presencia de 

lignina de tipo guayacilo y pocos monómeros de p-hidroxifenilo [16]. En angiospermas se ha 

reportado heterogeneidad en la composición, algunas especies acumulan porcentaje mayor de 

monómeros de siringilo mientras que otras tienen porcentaje mayor de guayacilo [17,18].  

La cuantificación de la proporción de siringilo/guayacilo (S/G) se ha realizado con técnicas 

como espectroscopía de infrarrojo por transformada de Fourier (FTIR) [19,20], cromatografía líquida 

de alta resolución (HPLC) [20,21], pirólisis con cromatografía de gases y espectrometría de masas 

(Py-GC/MS) [22] y resonancia magnética nuclear (NMR)[23]. La proporción S/G se ha utilizado 

como indicador para identificar especies aprovechables en la industria papelera, proporción menor 

a 1 de S/G indica acumulación mayor al 50 % de guayacilo. Proporción mayor a 1 de S/G indica 

acumulación mayor al 50 % de siringilo [24,25]. Las especies que acumulan porcentajes mayores de 

siringilo son las más utilizadas en la producción de papel [26]. Las especies estudiadas han sido 

arbóreas, herbáceas y algunas suculentas como Agave tequilana [27] y Opuntia ficus-indica [28], ésta 

última perteneciente a la familia Cactaceae.  

La familia Cactaceae tiene aproximadamente 2000 especies en total [29] y se dividen en 

cuatro subfamilias: Pereskioideae, Mahuinoideae, Opuntioideae y Cactoideae [30,31]. Las cactáceas 

se distinguen por la anatomía del xilema de las especies que se relaciona con las formas de vida 

que presentan: especies con forma globosa o globosa deprimida, presentan matrices celulares con 
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abundantes elementos de vaso y traqueidas de banda ancha con engrosamientos de la pared 

secundaria de tipo helicoidal o anular y parénquima no lignificado [32,33]. Especies con forma 

columnar, arbustiforme o arbórea, presentan elementos de vaso, fibras y parénquima con paredes 

lignificadas [33–35]. Las especies de porte mediano y forma columnar o cilíndrica, tienen una 

transición de matriz celular, en etapas juveniles el xilema es de tipo no fibroso mientras que en 

etapa adulta, la anatomía es de tipo fibroso [36,37].  

1. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

La composición química de las cactáceas ha sido estudiada en 13 especies por Reyes-Rivera et al. 

[20,38], quienes obtuvieron que hay una heterogeneidad en la composición química del xilema 

secundario mediante FTIR y acumulación mayor de monómeros de siringilo mediante HPLC en 

las especies no fibrosas y dimorfas. En especies fibrosas obtuvieron que su composición es 

homogénea y acumulan mayores porcentajes de guayacilo. Las 13 especies analizadas, dos fueron 

no fibrosas, por lo que estudiar un mayor número de especies no fibrosas permitiría identificar si 

la heterogeneidad en la composición química se mantiene. 

La utilización de métodos cuantitativos se debe acompañar con métodos cualitativos como 

microscopía de campo claro[39,40] y microscopía de fluorescencia[41,42], permiten comprender 

visualmente la distribución, diferencias y topoquímica de los componentes estructurales como la 

lignina y celulosa de la pared celular del tejido vascular[41,43,44]. La tinción de safranina O/verde 

rápido en conjunto con microscopía de campo claro y de fluorescencia permiten identificar las 

diferencias en la distribución de la lignina del tejido vascular[11,45], por lo tanto, es necesario su uso 

en el análisis del xilema de Cactaceae. 

La composición química de Opuntia ficus-indica ha sido estudiada y se ha propuesto su uso 

potencial en la industria papelera y de biocombustibles[46,47], sin embargo, en México existen 

aproximadamente 83 especies[48] de las cuales O. streptacantha y O. robusta se consumen los 

frutos[49,50], pero no se han utilizado industrialmente. 

Con respecto al papel que tienen las traqueidas de banda ancha en la conducción de agua se 

ha mencionado que mueven el agua acropetamente de manera similar a los vasos, además de ser 

reservorios de agua[51,52]. El estudio del flujo de agua en Cactaceae no se ha analizado 
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experimentalmente por lo que encontrar una técnica adecuada para marcar el flujo de agua 

permitiría delimitar las regiones conductivas de las no conductivas. 

2. OBJETIVOS 

Objetivo general 

Analizar la composición química y anatomía del xilema primario y secundario de Cactaceae. 

Objetivos particulares 

Realizar una revisión de las técnicas utilizadas para el estudio de la lignina, su biosíntesis, 

polimerización e hipótesis evolutivas del proceso de lignificación. 

Determinar la composición química de la matriz celular de 25 especies de cactáceas e identificar 

diferencias entre las mismas. 

Determinar los índices de cristalinidad de la celulosa, la proporción siringilo/guayacilo e 

identificar la distribución de celulosa y lignina en el xilema secundario de 25 especies de 

Cactaceae. 

Determinar la composición química del xilema primario en plántulas de 8 especies de Cactaceae, 

calcular la proporción siringilo/guayacilo y compararla con el xilema secundario, así como 

describir el tejido vascular con microscopía de fluorescencia. 

Cuantificar la composición química de los cladodios, la proporción siringilo/guayacilo, calcular el 

porcentaje de celulosa cristalina de tres especies de Opuntia con potencial industrial y de 

biocombustibles. 

Evaluar las técnicas de tinción del xilema in vivo, caracterizar el flujo de agua a través del xilema 

secundario e identificar las diferencias en el flujo de agua y relacionarlas con las medidas de EV, 

TBA y conductividad hidráulica relativa de Cactaceae. 
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3. HIPÓTESIS 

Hipótesis general 

Las especies de Cactaceae difieren en la composición química y anatómica del xilema primario y 

secundario. 

Hipótesis particulares 

Entre las 25 especies de Cactaceae hay diferencias significativas en la composición química.  

La proporción de siringilo/guayacilo, el porcentaje de celulosa cristalina y la distribución de la 

celulosa y lignina en el xilema es diferente en las 25 especies de Cactaceae. 

La proporción de siringilo/guayacilo y su distribución anatómica en las 8 especies de plántulas de 

Cactaceae es diferente entre las especies y entre xilema primario y secundario. 

Los cladodios de las tres especies de Opuntia tienen diferencias en la composición química. 

El flujo de agua es diferente entre las especies no fibrosas. 
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REVISIÓN DE LITERATURA. LIGNINA: COMPOSICIÓN, SÍNTESIS Y EVOLUCIÓN 

1 RESUMEN 

La lignina forma parte y da resistencia a la pared celular. La estructura de la lignina es compleja y 

con diferentes monómeros en su estructura que varían con respecto a los grupos taxonómicos de 

las plantas. El objetivo de este estudio fue revisar las técnicas que se utilizan para su estudio, la 

composición de la lignina, las propuestas evolutivas de su variación y el proceso de lignificación 

en las plantas. En cada objetivo se revisó la literatura existente y las principales hipótesis 

evolutivas. Un análisis y explicación de cada tema se llevó a cabo para finalizar con una propuesta 

de hipótesis evolutiva del proceso de lignificación en angiospermas. Las técnicas para el análisis 

de la composición de lignina abarcan métodos cuantitativos y métodos cualitativos. El 

conocimiento de la diversidad de monómeros de la lignina fue por la estandarización de las 

técnicas. La biosíntesis de la lignina ocurre en los plastidios y retículo endoplasmático, varias 

enzimas participan en la polimerización de la lignina en la pared celular donde se forman dos 

monómeros principales: siringilo y guayacilo. Durante la evolución de las plantas se desarrollaron 

los sistemas de genéticos y enzimáticos para la biosíntesis de los monómeros. El guayacilo se 

acumula en los elementos conductores de helechos y gimnospermas; en angiospermas se presenta 

la acumulación de siringilo y guayacilo. La presencia de siringilo en especies de Isoetes, 

Selaginella, Lycophyta y algas por convergencia evolutiva confirió resistencia a patógenos y rayos 

UV. La presencia de enzimas promiscuas catalíticamente funcionales propició la aparición de 

lignina, suberina y cutina. La diversificación anatómica y química de la pared celular en 

angiospermas permitió su distribución y adaptación a diferentes condiciones ambientales. 

Palabras clave: Lignina, convergencia, siringilo, guayacilo, diversificación. 

2 ABSTRACT 

Lignin is part and gives resistance to the cell wall. The structure of lignin is complex and with 

different monomers in its structure that vary with respect to taxonomic groups of plants. The 

objective of this study was to review the techniques used for its study, the composition of lignin, 

the evolutionary proposals of its variation and the lignification process in plants. In each objective, 

the existing literature and the main evolutionary hypotheses were reviewed. An analysis and 

explanation of each topic was carried out to conclude with a proposal of evolutionary hypothesis 
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of the lignification process in angiosperms. The techniques for the analysis of the composition of 

lignin encompass quantitative methods and qualitative methods. The knowledge of the diversity 

of lignin monomers was by standardization of techniques. The biosynthesis of lignin occurs in 

plastids and endoplasmic reticulum; several enzymes participate in the polymerization of lignin in 

the cell wall where two main monomers are formed: syringyl and guaiacyl. During the evolution 

of the plants, the genetic and enzymatic systems for the biosynthesis of the monomers were 

developed. The guaiacyl accumulates in the conductive elements of ferns and gymnosperms; in 

angiosperms the accumulation of syringyl and guaiacyl is presented. The presence of syringyl in 

Isoetes, Selaginella, Lycophyta and algae species due to evolutionary convergence conferred 

resistance to pathogens and UV rays. The presence of catalytically functional promiscual enzymes 

led to the appearance of lignin, suberine and cutin.  The anatomical and chemical diversification 

of the cell wall in angiosperms allowed its distribution and adaptation to different environmental 

conditions.  

Keywords: Lignin, convergence, syringyl, guayacilo, diversification. 

3 INTRODUCCIÓN 

La lignina es un heteropolímero que es parte de la pared celular del tejido vascular de las plantas 

[1] y provee rigidez estructural con la que soporta las variaciones de tensión y presión hídricas del 

tejido vascular [2]. La lignina se ha detectado también en células especializadas en sostén y 

almacenamiento (fibras, esclerénquima y parénquima) [3] y en la corteza en conjunto con la 

suberina y la cutina [4,5]. 

El estudio de la lignina y de la pared celular se ha enfocado en aspectos económicos en la 

producción de papel [6,7] y biocombustibles [8,9], principalmente en especies arbóreas y herbáceas 

[10–12]; además se han evaluado los procesos evolutivos [13–16], que permiten entender la forma en 

que las plantas modificaron anatómica y químicamente los tejidos conductores [17]. La composición 

de la lignina se conoce y también su papel fundamental en la conformación de las paredes 

celulares, los tipos de lignina de los grupos taxonómicos y la complejidad en las enzimas y genes 

que participan en su síntesis y polimerización. 

La composición de la lignina varía entre especies y entre tejidos [18], de manera general se 

consideran dos principales grupos de plantas, uno que presenta lignina de tipo guayacilo e 

hidroxifenilo [19], y el que presenta lignina de tipo siringilo, guayacilo e hidroxifenilo [17]. El primer 
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grupo se ha detectado principalmente en briofitas, licofitas y gimnospermas; el segundo grupo se 

observa principalmente en angiospermas [20,21]; sin embargo, actualmente se consideran a los 

ferulatos y ésteres como componentes monoméricos de la lignina además de precursores [19].  

La variación en la composición de la lignina resulta de las adaptaciones de cada especie al 

ambiente en el que se desarrolla [22] y por la historia evolutiva de las traqueofitas; así, su 

composición es variada entre los grupos taxonómicos [17]. La lignina es un polímero fenólico 

natural cuya composición puede ser variada y estar unida por enlaces diversos [23], con enzimas 

diversas que participan en su biosíntesis [21,24] durante la polimerización en la pared celular [13], y 

en formación de los tipos de enlaces que unen a los monolignoles, dilignoles y oligolignoles entre 

sí [13,23]. 

Por lo anterior, los estudios integrales permiten entender cada aspecto relacionado con la 

composición, síntesis de la lignina y la evolución del proceso de lignificación de las plantas; desde 

antes del surgimiento de los elementos traqueales, hasta la presencia de las angiospermas, que son 

el grupo de plantas más diverso y distribuido actualmente. Esta revisión se realizó sin cometer el 

error que menciona Olson [25], que consiste en “generar una tendencia y considerar la evolución 

química de las plantas de manera lineal y pretender que las angiospermas son las especies más 

evolucionadas”. El objetivo de esta revisión fue documentar las técnicas para el estudio de la 

lignina, las características sobresalientes de la molécula de lignina, su biosíntesis y polimerización 

en la pared celular, así como las hipótesis en el desarrollo evolutivo del proceso de lignificación. 

4 TÉCNICAS PARA EL ESTUDIO DE LA LIGNINA 

El estudio de la composición de la lignina se ha realizado desde hace varias décadas, mediante 

técnicas analíticas cualitativas y cuantitativas; esto ha permitido avanzar en el conocimiento del 

polímero, su biosíntesis y acumulación en la pared celular de las plantas. La conformación de la 

lignina se califica como compleja [26] por la cantidad de monómeros posibles presentes en el 

polímero, los diferentes enlaces que unen estos monómeros, las diferencias en composición entre 

células [27] dentro de un individuo [28], entre individuos [13] y entre las especies [17]. Lo anterior ha 

permitido concluir que la conformación de la molécula de lignina no es única [29], ya que varía con 

el tipo de tejido del que forma parte, las características propias de la planta, los ritmos circadianos  

y las condiciones ambientales en las que se desarrolla [18,30–32]. Por su gran variabilidad, la selección 

de las muestras debe ser representativa, pues algunos compuestos pueden distribuirse 
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asimétricamente en la planta [28]; esto incluye, el muestreo adecuado del individuo completo y 

técnicas específicas para identificar los compuestos [22,33]. Lu y Ralph [23] documentaron los 

métodos para purificar y cuantificar los monómeros de lignina. De tal manera, que aquí 

describimos únicamente las técnicas que parecen tener mayor relevancia y uso actual de análisis 

directo. 

4.1 Técnicas analíticas 

Los métodos para el análisis de lignina permiten reconocer, por su composición, las facetas de la 

síntesis del polímero. La lignina de madera molida (MWL) es una de las técnicas más utilizadas 

porque permite separar la lignina de las paredes celulares y el uso de disolventes para eliminar los 

extraíbles, lo que, a la vez, permite aislar los compuestos lignocelulósicos [23]. La lignina que se 

extrae es componente de la pared secundaria y con la preparación de la muestra, como el molido, 

afecta su composición [34,35]. La molienda, del material a analizar, con vibración y balines de metal 

no altera la estructura de la lignina; en contraste, con la presencia de nitrógeno en el ambiente de 

extracción [36]. En general, el método MWL, aunque se modifique durante el proceso, es el más 

confiable para preparar el tejido, extraer y purificar la lignina [23]. 

Los métodos de Klason y Acetilbromuro (AcBr) se utilizan para obtener el porcentaje de 

lignina [15,37–39]. El método de tioacidólisis y el de óxido cúprico permiten cuantificar los 

monómeros, los valores pueden ser similares, aunque cada uno tiene restricciones. El método 

Klason puede subestimar los valores; en contraste AcBr los sobreestima [37]. También se utiliza la 

oxidación mediante óxido cúprico (CuO); sin embargo, con este método, los fenoles siringilo y 

cinamilo son propensos a oxidarse, por lo que las concentraciones de los fenoles de la lignina 

podrían subestimarse [40].  

El método de tioacidólisis extrae principalmente monómeros conectados por enlaces β-O-

4, que representan solo el 20 a 40% de la lignina [41,42]. Con oxidación por nitrobenceno se obtienen 

unidades de p-hidroxibencilo, similar al método de tioacidolisis [15]. Esta última técnica, aunque 

no es un método exhaustivo para identificar la huella dactilar de la lignina [43], permite identificar 

los componentes fenólicos inusuales en la molécula, principalmente en las unidades con terminales 

O-4 [13,44]. En cualquiera de las técnicas debe evitarse usar acetatos para evitar acetilar los 

monómeros de lignina y sobrestimar los monómeros acetilados [45–47], ya que así están 

naturalmente en la molécula de lignina [46]. 
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El espectro de infrarrojo por transformada de Fourier (FTIR) se ha utilizado para determinar 

en forma semicuantitativa y cualitativa [48,49]. FTIR permite conocer la pureza de la lignina extraída 

mediante los patrones en las bandas de los espectros y espectros y la cantidad de muestra para el 

análisis pueden ser unos miligramos [50]. No obstante, otras técnicas analíticas, como resonancia 

magnética nuclear (RMN) y pirolisis acoplada a cromatografía de gases y espectro de masas (Py-

GC/MS) muestran resultados similares a FTIR y entre ellas [51]. La técnica FTIR permite 

cuantificar en unos minutos las proporciones de los monómeros de siringilo y guayacilo, mediante 

las bandas a 1270 cm-1 y 1325 cm-1 que permiten conocer el porcentaje de guayacilo y de siringilo 

[52]. 

La técnica más precisa y recomendada para el análisis e identificación de los monómeros 

de lignina es la de RMN, la cual permite identificar los componentes con precisión [53–55], 

específicamente si se utiliza el análisis 2D y la espectroscopía de coherencia cuántica simple 

heteronuclear (HSQC) [51,56]. Esta técnica ha permitido identificar los monómeros de alcohol 

catequilo (C) en la testa de semillas de vainilla y de cactáceas [57,58]. Ralph y Landucci [59] revisaron 

exhaustivamente el uso de la técnica RMN y expusieron las ventajas del uso de esta técnica. 

El uso de Py-GC/MS permite identificar los monómeros de guayacilo y siringilo mediante 

su separación a temperaturas altas [60–62]. Py-GC/MS produce una mezcla de fenoles simples, que 

se forman de la ruptura de ciertos enlaces C-C y éteres [61]. Con cromatografía de gases se 

determina la masa de los componentes detectados. Este método se ha utilizado para identificar los 

componentes de diversas especies [51,62,63]. Algunas desventajas, es que con esta técnica se pueden 

subestimar los resultados debido a la reacción de descarboxilación durante el proceso [64]. Por ello 

se recomienda utilizar Py-GC/MS en conjunto con otras técnicas, como la termoquemolisis, que 

es procedimiento mixto y analiza reacciones hidrolíticas, metiolíticas y pirolíticas (TMAH/Py-

GC/MS) [65]. 

Otro método menos utilizado para estudiar la lignina es la cromatografía líquida de alta 

eficacia (HPLC), cuyo funcionamiento deriva en la separación de los monómeros de la lignina 

mediante una columna analítica y una fase móvil que es principalmente acetonitrilo y agua (14:86 

v/v), ajustado el pH con un amortiguador de pH de ácido trifluoroacético [38]. La proporción de 

siringilo y guayacilo se determina con una curva de calibración estándar de vainillina y 

siringaldehído; los cálculos se basan en el valor teórico de transformación de 30 % de las unidades 
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de guayacilo a vainillina y 90 % de siringilo (S) a siringaldehído. Este método se utiliza después 

de la oxidación por nitrobenceno y los resultados concuerdan con los que se obtienen mediante 

Py-GC/MS [66]. 

4.2 Métodos de detección de lignina por microscopía 

Existen diferentes métodos que se han desarrollado para la detección y presencia de la lignina tanto 

en el tejido vascular como en residuos del procesamiento del papel, cuya finalidad es detectar su 

presencia, composición y distribución. Los principales métodos son microscopía de absorción de 

UV, microscopía de fluorescencia, tinción de permanganato de potasio asociado a microscopia de 

transmisión electrónica, inmunohistoquímica, espectrometría de dispersión de energía de rayos X, 

microscopía Raman, espectrometría de masas de iones secundarios de tiempo de vuelo (TOF-

SIMS), además de técnicas de tinción con reactivos de fluoroglucinol [15,28], reactivo de Maule 

[67,68] y la tinción safranina-verde rápido [69,70]. 

La tinción con safranina-verde rápido es el método ampliamente utilizado para diferenciar 

tejido vascular lignificado del no lignificado el primero se identifica por sus tonalidades rojizas y 

el segundo tendrá tonalidades verde-azuladas, las observaciones se hacen directamente en 

microscopio de campo claro [69,70]. Otro método se basa en la tinción de Maule, que permite 

discernir, microscopio de campo claro, entre lignina siringilo (S) y lignina guayacilo (G), ya que 

la primera tiene tonalidad roja y la segunda presenta tonalidad castaño [67,68]. También, se ha 

empleado el método de fluoroglucinol para detectar la presencia de lignina, mediante su unión con 

los enlaces terminales 4-O de los p-hidroxi-cinamaldehídos y p-hidroxi-benzaldehídos [15,28,71]. Las 

tinciones también se utilizan para detectar la actividad de peroxidasas con tetrametilbencidina 

(TMB) [15,72]. 

La microscopía de fluorescencia es otro método que se utiliza frecuentemente ya que la 

lignina puede emitir autofluorescencia [73,74]. La emisión de fluorescencia la presenta 

aproximadamente a los 360 nm cuando se excita entre los 240 a 320 nm, debido a la presencia de 

cromóforos, en menor medida de fenilcumarona, y a la presencia de grupos carbonilo aril-

conjugados dentro de la molécula de lignina con emisión de fluorescencia de 370-465 nm [75,76]. 

La emisión de fluorescencia de la lignina con tinciones se da entre los 500 a 570 nm, con una 

coloración apreciable en tonalidades de azuladas a verdosas [77,78], aunque también se pueden 

emplear tinciones como acriflavina, safranina y sulfato de berberina [79–81]. En cambio, la celulosa 
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también pueda detectarse mediante fluorescencia con tinciones con rojo Congo (emisión entre 570-

620 nm) y enzimas Dylight (emisión entre 560-750 nm) [77].  

Para la microscopía de UV la muestra debe cubrirse con oro y posteriormente obtener los 

cortes con cuchillo de diamante [82]; aunque este procedimiento puede tomar cierto tiempo, permite 

determinar la composición y topoquímica de los elementos traqueales [83]. También, para 

identificar variaciones en la acumulación de lignina de tipo guayacilo se ha utilizado 

espectrometría de masas de iones secundarios de tiempo de vuelo (TOF-SIMS) [84]. Con estas 

técnicas analíticas y de detección en tejido fijado se produce una imagen sobre la composición de 

la lignina y su diversificación entre los taxones. 

5 CARACTERÍSTICAS DE LA LIGNINA 

5.1 Molécula 

La lignina es un heteropolímero, compuesto principalmente por tres monómeros: alcohol p-

cumarílico, coniferílico y sinapílico [47,85]. Una vez son polimerizados dentro de la molécula de 

lignina, se denominan como p-hidroxifenilo, guayacilo y siringilo [23]. Algunos compuestos 

intermediarios en la biosíntesis de los monómeros de la lignina también son parte estructural de la 

misma, por lo que debe considerarse como monómeros de lignina a los monolignoles acetilados 

(esteres de coniferilo y esteres de sinapilo), a los hidroxicinamatos (ácido p-cumárico, ferulato y 

sinapato) y también a coniferaldehído, sinapaldehído, ácido ferúlico y alcohol 5-

hidroxiconiferaldehído [19,23,86]. Una vez que los monómeros se activan dentro de la pared celular, 

mediante la acción de fenoloxidasas, la carga radical es desplazada a la región insaturada 

conjugada; esto permite formas diferentes de resonancia mesomérica, que pueden ir acumulando 

lateralmente nuevos monómeros (Figura 1). Esto genera polímeros de la molécula de lignina con 

composición distinta [23]. 

Los monolignoles de lignina se unen principalmente por enlaces de éteres y carbón-carbón, 

lo que conforma a las estructuras de guayacilglicerol-β aril éter, fenilcumaranos, diarilpropanos, 

resinol, bifenil y difenil éter [87]. El principal enlace que se presenta en la lignina es β-O-4, aunque 

es más débil en comparación de los enlaces β-5, β-1, β-β, 5-5, y 5-O-4 (Figura 2), que son más 

resistentes a la degradación [13,23]. 
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Los hidroxicinamatos presentes durante la lignificación son copolimerizados dentro del 

polímero de la lignina, y en el caso de los pastos, pueden acetilar a los arabinoxilanos [88]. En 

cambio, los ferulatos, cumplen la función principal de unir lo monómeros de la lignina (siringilo 

y guayacilo) con los polisacáridos estructurales mediante enlaces de tipo 8-O-4’, 5-β, 4-O-β’, β-

5’, 5-5’ y 8-β’ [89] (Figura 2). La unión de estos incluye principalmente enlaces covalentes, 

principalmente entre xilanos y pectinas [90]. Los ferulatos por lo tanto, sirven como sitios de 

nucleación de los cuales la lignina se va acumulando, situación documentada para pastos [19] y 

gimnospermas [89,91,92]. Los ferulatos se unen activamente a la lignina, por lo que se mantienen 

unidos incluso aún después de separar los monómeros de lignina; por esto son componentes 

relevantes en la organización de la lignina [19]. 

Los enlaces de tipo éster, principalmente entre monolignoles ferulados (F-MG o MS), 

facilita la separación de los monómeros, ya que son enlaces débiles. La lignina de tipo siringilo-

guayacilo presenta mayor número de enlaces ésteres de tipo β-O-4 (Figura 3), en comparación con 

la lignina de tipo guayacilo, por lo que muestra resistencia menor a la hidrólisis que la lignina de 

las gimnospermas, la que solo tienen guayacilo [19]. 

La lignina de tipo C (alcohol catequilo) se ha detectado en la cubierta de las semillas de 

especies como vainilla y en cactáceas [58,93]. La lignina de tipo C confiere dureza y resistencia a la 

cubierta de las semillas; sin embargo, no se ha confirmado la presencia de alcohol catequilo en el 

tejido vascular. Además, en plantas mutantes, en las que se acumula lignina de tipo C, el desarrollo 

se atrofia y el xilema se desarrolla anormalmente [94]. 
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Figura 1. Ruta biosintética de la lignina. PAL: fenilalanina amonia liasa, TAL: tirosina amonia 

liasa, C4H: cinamato 4-hidroxilasa, 4CL: 4-cumarato, CoA ligasa, HCT: p-hidroxicinamoil-CoA, 

quinato shikimato p-hidroxicinamoiltransferasa, C3H: p-cumarato 3-hidroxilasa, CCoACOMT: 

cafeoil-CoA O-metiltransferasa, CCR: cinamoil-CoA reductasa, COMT: ácido caféico / 5-

hidroxiconiferaldehído O-metiltransferasa, CAD: alcohol cinamílico dehidrogenasa, F5H: ferulato 

5-hidrolasa, Acyl-T, aciltransferasa, Px: peroxidasas y Lac: lacasas (Modificado de Lu y Ralph 
[23]). 

Los dilignoles, trilignoles y otros compuestos fenólicos presentes en el medio extracelular 

pueden ser intermediarios en la biosíntesis de lignina; en caso contrario, falta explicar su función, 

ya que son tóxicos para la planta. Esos compuestos son poco solubles en agua [85,95,96]. Los 

monolignoles glucósidos son introducidos por transportadores dependientes de ATP al tejido 

vascular; sin embargo, para su incorporación en el proceso de lignificación, es necesaria la catálisis 

por la enzima β-glucosidasa [97–99]), relacionada con el crecimiento radial en coníferas [100]. 
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Figura 2. Principales enlaces que se presentan durante la polimerización de la lignina. Se presenta 

la unión entre monómeros de guayacilo y siringilo con los ferulatos y estos a su vez con los 

polisacáridos de la pared celular. S: siringilo. G: Guayacilo. F: ferulato (Modificado de Lu [23]. 

5.2 Biosíntesis de la lignina 

El principal precursor de la lignina es la fenilalanina, aunque en algunas monocotiledóneas, 

también se utiliza como precursor a la tirosina [101–103]. En la ruta metabólica del ácido shikímico 

(ruta de los fenilpropanoides) [104] se producen los monómeros de la lignina y el proceso ocurre en 

los plastidios [105]. En la ruta de los fenilpropanoides, para la biosíntesis de la lignina (Figura 1) la 

fenilalanina se transforma en ácido cinámico, luego en ácido p-cumárico y después en p-cumaril 

CoA. Esta molécula es sustrato en dos rutas, la que formará al alcohol p-cumarílico (o monómero 

H) y la más compleja que producirá los monómeros de la lignina: ácido ferúlico (ferulatos), ácido 

sinápico, alcohol catequilo (lignina C), alcohol coniferílico (lignina G) y alcohol sinapílico (lignina 

S) (Figura 1) [21]. 

La composición de la lignina puede variar por la presencia de ciertas enzimas en la ruta 

metabólica de la lignina [106]. Las principales enzimas durante la formación de los monómeros son 
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la fenilalanina amonia liasa (PAL), cinamato 4-hidroxilasa (C4H), 4-cumarato coenzima A ligasa 

(4CL), p-cumarato 3-hidroxilasa (C3H), quinato p-hidroxicinamil-CoA (HCT), cinamil-CoA 

reductasa (CCR), alcohol cinamílico deshidrogenasa (CAD), cafeoil-CoA O-metiltransferasa 

(CCoAOMT) y ácido caféico O-metiltransferasa (COMT) [21,24,107,108]. Dos principales factores en 

la diferenciación de los monolignoles, se dan por la presencia de la enzima F5H (sintetiza siringilo) 

y de los subsecuentes pasos catalizados por las enzimas OMT, 4CL, CCR y CAD [106]. La expresión 

enzimática va a depender de diversos factores como de los ciclos circadianos, condiciones 

estresantes tanto bióticas como abióticas [109,110] y de la estacionalidad (época de lluvia o sequía) 

[111]. 

El proceso de lignificación comienza en los plastidios y posteriormente se desarrolla tanto 

en el retículo endoplasmático (donde la citocromo P450 oxidoreductasa cumple su función), 

mientras que en el citoplasma actúan las demás enzimas como PAL, 4CL, CCoAOMT, CCR, CAD 

y COMT [21,112,113]. La actividad de las enzimas oxidoreductasas P450 está ligada con la actividad 

de algunas enzimas del citoplasma [57,114–116]. Los monolignoles sintetizados son trasportados a la 

pared celular mediante tres posibles sistemas de transporte: difusión pasiva, exocitosis asociada a 

vesículas y transporte activo dependiente de ATP con transportadores ABC y/o antiportadores 

asociados a protones [21]. El primer tipo de transporte se ha considerado como el menos probable, 

pero se consideraba debido a las observaciones que se hicieron en la movilización de monómeros 

de lignina mediante bicapas lipídicas, lo que es poco factible que ocurra de manera natural [117,118]. 

La exocitosis se demostró in vitro, mediante este proceso las vesículas transportan los 

monómeros a la pared celular; cuando se eliminó este medio de transporte en algunos 

experimentos, el proceso de lignificación se mantuvo en menor medida, lo que sugirió que existen 

otros medios para el transporte de los monómeros [119–121]. El transporte activo ocurre 

principalmente para alcohol p-cumarílico y en algunas especies, su inhibición experimental, no 

afecta la polimerización de la lignina [99,118,122]. Además, algunos autores consideran que las 

diferencias en los transportadores ABC sería uno de los factores que permitiría la acumulación de 

cierto monómero dependiente del tipo de célula en el que se localiza [122,123], aunque aún se discute 

sobre este tipo de transporte [124]; por lo que posiblemente los mecanismos de transporte de 

monómeros se den por varios medios.  
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6 CONFORMACIÓN DE LOS COMPONENTES DE LA PARED CELULAR 

6.1 Polimerización de polisacáridos 

La polimerización de la celulosa y las hemicelulosas es diferente a lo que ocurre con la lignina, en 

el caso de las celulosas, ésta se sintetiza en la membrana plasmática donde se traslada la UDP-

glucosa, la cual se une al citosol dextrina, posteriormente un complejo enzimático de seis unidades 

en forma de roseta (con seis unidades de celulosa sintasa), unen los monómeros de glucosa para 

formar las 36 cadenas de celulosa simultáneamente y obtener las microfibrillas de celulosa [125,126] 

mediante enlaces (1→3), (1→4)-β-D-glucano (MLG) [127] y posteriormente son extruidas 

directamente en la pared celular [128]. Las diferencias en la conformación de las microfibrillas, 

depende del tipo de enzimas del complejo celulasa sintasa y de las interacciones con los demás 

polisacáridos como hemicelulosas, las cuales, al quedar inmersas, provocan la aparición de 

celulosa desordenada y no de tipo cristalina [129]. El aumento de boro puede provocar la inhibición 

de celulosa y un incremento en la lignificación [130]. Una vez finalizada la formación de celulosa, 

el complejo enzimático es reintroducido dentro de la membrana plasmática durante la acumulación 

de la celulosa en la pared celular [131].  

Las hemicelulosas y pectinas son sintetizadas en el retículo endoplasmático y el aparato de 

Golgi, posteriormente son secretadas a la vía del apoplasto mediante el tráfico de vesículas hacia 

la pared celular [129,131]. La síntesis de los compuestos se da en las regiones cis-Golgi donde se 

localizan los complejos enzimáticos CSL, después se modifican en las regiones trans-Golgi, donde 

las hemicelulosas son trasladadas en las vesículas que se fusionan hasta formar la placa celular 

[132,133]. Las moléculas peptídicas, como galactanos peptídicos, se acumulan en la pared estriada de 

las vesículas del aparato de Golgi, las cuales se reúnen en el citoplasma y posteriormente se 

fusionan con la membrana plasmática para dejar los contenidos por la vía del apoplasto. Este tipo 

de secreción mediante la acumulación de galactanos permite llenar los largos espacios del 

periplasma, lo que facilita el contacto entre los galactanos y las microfibrillas de celulosa cuando 

están en proceso de ensamblaje, lo que evita la interacción de la celulosa con otros compuestos y 

acumular galactanos peptídicos dentro de la matriz de celulosa [134,135]. La gran heterogeneidad de 

enlaces entre pectinas y hemicelulosas dentro de la pared celular se atribuye a un gran número de 

genes de glicocil-transferasas, los cuales, mediante una diversidad de donadores de azúcares 

activados, forman varios enlaces glicocídicos [136–138]. 
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6.2 Polimerización de lignina 

El proceso de polimerización de la lignina se da directamente en la pared celular mediante la 

polimerización oxidativa de los monómeros secretados. Los radicales de los monómeros de 

lignina, se unen entre sí y forman enlaces condensados C-C de tipo 5-5’, β-5’, β-β y β-1’ (Figura 

2) y no condensados C-O-C como β-O-4’ [139]. La polimerización de la lignina es de tipo 

“endwise”, debido a que los nuevos monómeros se acumulan y entrelazan con los dímeros, 

trímeros y oligómeros que se formaron primero, por lo que se obtiene una molécula lineal que en 

ocasiones se ramifica por la presencia de enlaces de tipo 5-5 o 4-O-5 [23,95]. Esto ocurre 

independientemente de las enzimas, las cuales son de dos tipos, las lacasas dependientes de O2 

(Figura 3) y las peroxidasas dependientes de H2O2 
[140–144]. 

Las enzimas lacasas actúan directamente en todos los monolignoles de la lignina, mediante 

la oxido-reducción de los p-difenoles al utilizar el O2 
[145,146]. La presencia de lacasas se ha 

detectado no solo en plantas, sino que también está presente en bacterias y hongos [147,148], aunque 

las funciones que cumplen son diferentes, ya que, en plantas su actividad está enfocada en la 

polimerización (Figura 3), mientras que en hongos y bacterias se utilizan en la separación de los 

monómeros [149–152]. Se encontró que estas enzimas formaban parte de la polimerización de la 

lignina, debido a que se detectó su actividad durante la lignificación del xilema, además de que la 

transcripción de lacasa está regulada de manera similar a la de los monómeros [153–156]. La presencia 

de diferentes isoformas de las lacasas se relaciona con el tipo celular donde se encuentran, incluso 

durante la polimerización de la lignina [155,157], se puede observar la actividad de dos o más lacasas 

al mismo tiempo [158]. 

Las peroxidasas son una familia multigénica [159], el número de isoformas de esta enzima es 

mucho mayor que las lacasas, y durante la evolución de las plantas se han incrementado hasta tener 

un aproximado de 138 enzimas de peroxidasa en las angiospermas [17]. Las peroxidasas son afines 

principalmente al alcohol coniferilo [37,160,161], aunque también se ha observado afinidad con el 

alcohol sinapílico [162,163] debido a que es propenso a la oxidación [164]. Sin embargo, pocas enzimas 

son capaces de oxidar al alcohol sinapílico debido al impedimento estérico que se forma entre el 

sitio de unión y los metoxilos del alcohol sinapílico [165–167] (Figura 3). Las enzimas capaces de 

oxidar los monómeros de siringilo, se presentan en las gimnospermas y plantas ancestrales [13]. La 

actividad de las peroxidasas en la unión de alcohol coniferilo da origen a neolignanos, pinoresinol, 
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alcohol dehidrodiconiferilo y al éter etílico guaiacilglicerol-β-O-coniferilo [168,169]. Su presencia se 

da en el tejido vascular y su actividad se detectó al inhibir la formación de peroxidasas, al 

observarse una disminución en el proceso de lignificación sin afectar el tamaño de la planta [170–

172].  

Una tercera enzima que se ha detectado durante el proceso de lignificación es la NADPH 

oxidasa, la cual forma parte de una familia multigenética de enzimas, que se presentan en el 

desarrollo y defensa de las plantas [171,174,175]. Su participación dentro de la lignificación es 

principalmente de proveer a las plantas de oxígeno reactivo durante la lignificación. NADPH oxida 

funciona como enzima complementaria al proceso de polimerización de la lignina [176,177]. Trabaja 

en conjunto con tres dismutasas superoxidasas (CuZn-SOD, Fe-SOD y Mn-SOD), las cuales 

utilizan los radicales producidos por NADPH oxidasa y los transforman en O2 y H2O2, que 

funcionan como substrato para las lacasas y peroxidasas [178–180]. 

Lacasas y peroxidasas pueden tener especificidad en algunas células como la banda de 

Caspary (peroxidasas) y elementos traqueales (lacasas) durante la polimerización de la lignina [158], 

mientras que en algunas especies, ambas enzimas pueden actuar durante el proceso de lignificación 

de los elementos traqueales [140], por lo que se proponen tres posibles modelos para la acción de 

las enzimas: El primero, donde hay una diferencia secuencial en la intervención debido a la 

especificidad del substrato, donde las lacasas producen primero oligolignoles y posteriormente las 

peroxidasas los ocuparían para seguir con la unión de más monómeros [21,181]. El segundo modelo 

menciona que hay una intervención secuencial debido a una expresión espacio-temporal diferente, 

donde ambas enzimas actuarían en diferentes sitios y en diferente momento, no solo en el tejido 

lignificado si no en las células cooperativas de la lignificación como el parénquima no lignificado 

[182]. El último modelo menciona que hay formación de diferentes complejos proteínicos, donde 

los monolignoles se unen a otros complejos proteínicos lo que restringe los sitios de unión 

[21,183,184]. Además, algunos factores de transcripción de tipo KNOX controlan la transcripción, 

abundancia y actividad enzimática durante la formación y polimerización de la lignina [185], así 

como la sobreexpresión de ciertos genes como AmMYB308 o AmMYB330 que disminuyen la 

acumulación de lignina [31]. 
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Figura 3. A) Representación de una molécula de lignina de madera de gimnospermas. B) Molécula 

típica de lignina de madera de angiospermas. C) Representación de la polimerización de 

monómeros de lignina mediante lacasas y peroxidasas. Lac: lacasa. Px: Peroxidasa. H: 

Hidroxifenilo. G: Guayacilo. S: Siringilo. F: ferulato. (Modificado de Ros Barceló et al. [13]; Liu 

et al. [131]; Hilgers et al. [173]). 
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7 LIGNIFICACIÓN DE LA PARED CELULAR 

7.1 Pared celular 

La formación de la pared celular comienza con la acumulación de los polisacáridos estructurales, 

posteriormente se acumula la lignina [186] debido a que la biosíntesis de lignina es energéticamente 

más costosa que la de celulosas y hemicelulosas [187]. Además, las plantas no tienen la capacidad 

de degradar la lignina, por lo que su síntesis está regulada y funciona como un reservorio de carbón 

[3,188]. La interacción entre lignina, hemicelulosas y celulosa, permite la distribución del estrés 

mecánico a lo largo de las fibras [189] además de soportar la tensión de compresión [190]. La molécula 

de la lignina tiene menor resistencia mecánica que la celulosa; sin embargo, su acumulación y 

adhesión entre la celulosa y las hemicelulosas, refuerza la estructura de la pared celular al proveer 

mayor fuerza de tensión (de 25 a 75 MPa) y un aumento en el módulo de Young (de 2.5 a 3.7 GPa) 

[191]. Adicionalmente, la lignina funciona como barrera física y química que separa la celulosa del 

agua; permite que la fuerza de tensión sea mayor debido a que la celulosa hidratada es más débil 

que la seca [192,193]. Debido a que la pared celular primaria está compuesta principalmente de 

microfibrillas de celulosa, hemicelulosas (xilanos, mananos y glucanos) y polisacáridos pépticos 

(homogalacturonanos, rhamnogalacturonanos I, rhamnogalacturonanos II y xilogalacturonanos), 

la acumulación de lignina en la pared primaria le confiere resistencia y permite soportar las 

diferencias en la presión de turgencia [194–196].  

El tipo de lignina presente en las células, el tiempo de lignificación, las enzimas y substratos 

que ocupan y la forma en la deposición de la lignina, dependen principalmente de las funciones 

que presentan [21,27,197]. Las células donde se acumula la lignina son aquellas que necesitan reforzar 

las paredes celulares para soportar las diferentes presiones [198–200]. Por ejemplo, las células del 

tejido vascular conformadas por los elementos traqueales (elementos de vaso y traqueidas) deben 

soportar las diferencias en la presión hídrica y el ascenso de la savia [201–204]; las fibras y esclereidas 

acumulan lignina debido a que su principal función es la de conferir soporte y resistencia en los 

diferentes órganos de la planta donde se presentan (tallo, raíz, hojas, frutos) [21,205–207]; además de 

otras células que también acumulan lignina como las células de la endodermis presentes en la raíz 

y las células de la testa en la semilla, que funcionan como protección de ambos órganos [58,93,208]. 

La presencia de lignina de tipo G en los elementos de vaso se atribuye principalmente a la 

presencia de las enzimas de tipo CCoAOMT, mientras que las fibras presentan lignina 



25 

 

principalmente de tipo siringilo [21,42], la cual hipotéticamente se ha considerado que da mayor 

resistencia y soporte a la pared celular [112]. Otros autores sugieren que la lignina de tipo guayacilo 

es más dura debido a la metoxilación y unión entre guayacilo y enlaces β-β, por lo que el proceso 

químico de separación es difícil comparado con la lignina rica en siringilo [209]. 

La lignificación de la pared celular inicia en las esquinas [210], donde la lignina comienza a 

acumularse y conforme madura la célula se acumula en la pared secundaria de la misma [186,211] 

(Figura 4). Los ferulatos fungen como sitios de nucleación y la lignina comenzará su acumulación 

en las paredes celulares [212]. La unión entre lignina y polisacáridos mediante ferulatos se da por 

un mecanismo activo donde se forman enlaces de tipo β-O-4, 8-β, β-5 y 8-5 [19,23], permite que las 

células tengan una mayor rigidez y estabilidad [64]. En las monocotiledóneas se ha detectado la 

presencia de ferulatos en la lámina media y en las esquinas de la pared celular [213], para cactáceas 

Reyes-Rivera et al. [51] han propuesto que los ferulatos funcionan como enlaces entre la lignina de 

la pared primaria de las traqueidas de banda ancha y los polisacáridos de la pared primaria de las 

fibras. Sin embargo, hacen falta más investigaciones para entender mejor la posición de la unión 

entre ferulatos y lignina.  

Durante el desarrollo del xilema primario, la acumulación de la lignina se da principalmente 

en la pared secundaria [214–216] y está compuesta principalmente de monómeros de guayacilo [112]. 

Mientras que durante la lignificación del xilema secundario, los guayacilos se presentan 

principalmente en pared primaria, aunque también se acumulan en pared secundaria 

principalmente en los elementos de vaso [217,218]. Los guayacilos se acumulan al inicio del proceso 

de lignificación de los elementos traqueales, ya que la madera rica en guayacilo engrosa más rápido 

pero lignifica lento aunque está fuertemente unida [219–221], por lo que los elementos conductores 

acumulan principalmente guayacilo ya que para ser funcionales, debe ocurrir la muerte celular 

programada [222], mientras que la lignina siringilo (S) engrosa y lignifica lento, por lo que su 

acumulación en las paredes secundarias, tarda más en desarrollarse [92,186,221]. 
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Figura 4. Representación esquemática de los sitios de nucleación de la lignina y los tipos de lignina 

comúnmente presentes en la pared primaria y pared secundaria de traqueidas, elementos de vaso 

y fibras. PP: pared primaria. PS: pared secundaria. Lu: lúmen celular. T: traqueida. F: fibra. Ev: 

elemento de vaso. 

Las fibras comienzan su lignificación en la lámina media y se acumula gradualmente a 

través de la pared primaria y la secundaria [92]. Sin embargo, para este proceso no es necesaria la 

muerte celular como ocurre con los elementos traqueales. La acumulación de lignina de tipo S, es 

la que predomina en la pared celular y su polimerización se da por lacasas y peroxidasas 

[155,158,170,172]. A pesar de evolucionar de una célula meristemática primitiva (fusiforme inicial) que 

dio origen a los elementos traqueales y a las fibras, existen diferencias en la composición y en la 

especialización del trabajo, ya que las fibras funcionan para dar sostén al tallo de la planta 

principalmente, mientras que los elementos traqueales se especializan en la conducción [223–225].  

7.2 Lignificación cooperativa 

Durante el proceso de lignificación de los elementos traqueales (ET), ocurre la muerte celular 

programada, que permite la conducción del agua a través del lumen celular [201,226,227]; sin embargo, 

el proceso de lignificación puede continuar incluso después de la muerte celular de los ET, debido 

a que durante el desarrollo de la planta, la presión puede aumentar dentro del tallo y es necesario 

el refuerzo del tejido vascular [228], por lo que la lignificación cooperativa, juega un papel 

fundamental [176,229].  
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La lignificación se presenta en las células que lignifican su pared celular y también ocurre 

en células que no contienen paredes lignificadas, a este evento se le conoce como lignificación 

cooperativa, o hipótesis del buen vecino y se presenta cuando las células parenquimáticas que 

rodean al tejido vascular, sintetizan monómeros de lignina y son transportados a los elementos 

traqueales, donde se acumularan en las paredes secundarias [176,230,231] (Figura 5). 

 
Figura 5. Representación de la lignificación cooperativa y semicooperativa en el tejido vascular. 

A) Después de la diferenciación celular empieza a producirse, transportarse y polimerizarse la 

lignina en la pared primaria y secundaria de ET y F. B) termina de acumularse la lignina por parte 

de los ET y F ayudado por el parénquima que los rodea. C) ocurre la muerte celular programada 

de ET, conforme madura la planta, el parénquima puede proporcionar monolignoles que se 

acumulen en las paredes de los ET para reforzar su pared y D) una vez reforzada la pared se detiene 

el proceso de lignificación en esta zona. ET: Elementos traqueales. F: Fibras. Mn: Monómeros. P: 

Parénquima. Las flechas indican el transporte de monómeros del sitio de biosíntesis al sitio de 

polimerización. 

La cooperación en la lignificación puede variar en cada tejido, en el caso de los elementos 

traqueales es de tipo cooperativa, donde la cooperación se da entre elementos traqueales y fibras 
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y/o parénquima [232,233]. Además, las fibras pueden presentar una relación semiautónoma con el 

parénquima adyacente, esto se observó al silenciar algunos genes que producían la lignina en las 

fibras y que aun así acumulaban lignina en su pared celular [231,234]; mientras que en el caso de las 

células de la banda de Caspary presentan autonomía en el proceso de lignificación [122]. 

El proceso de cooperación se detectó mediante la inhibición de la lignificación y 

reactivación posterior a la muerte de los ET, por lo que se observó que se acumulaba lignina en las 

paredes celulares de los ET, debido a la actividad de las células no lignificadas que rodeaban estos 

elementos [96,176,230]. Es por eso, que se ha llegado a la conclusión que las fibras que rodean a los 

ET no vivos y el parénquima (radial y axial), están relacionadas con la lignificación de los ET y 

que el parénquima es el principal responsable de la lignificación de las paredes celulares. Este 

proceso de lignificación cooperativa podría ser un carácter reciente en la evolución de las plantas, 

principalmente en las angiospermas, donde la presencia de fibras y parénquima, pudo beneficiar y 

contribuir a la lignificación de los ET [216,222,235]. 

8 EVOLUCIÓN DE LA LIGNIFICACIÓN 

La presencia de lignina en el tejido vascular de las plantas tuvo diferentes facetas evolutivas, su 

formación como ya se ha mencionado deriva de la ruta del ácido shikímico [185], la cual da origen 

a diferentes moléculas estructurales. La suberina, cutina y lignina, son compuestos que tienen 

similitudes en las funciones que realizan: resistencia a sequía y rigidez estructural, por lo que 

posiblemente comparten una ruta biosintética ancestral (Figura 6) [16,193,236].  

Durante el desarrollo de los microorganismos fotosintetizadores, los genes involucrados en 

la ruta del shikimato, tuvieron varias mutaciones que permitieron la diversificación de la misma, 

además de que las enzimas funcionaron como enzimas promiscuas catalíticamente funcionales 

(MPEs), lo que permitió el surgimiento de diferentes polímeros fenólicos estructurales [2,193]. Por 

lo tanto se propuso la hipótesis que un polímero aromático de la cutícula de musgos fue el 

predecesor de la biosíntesis de suberina, lignina y cutina, debido a la similitud entre rutas 

metabólicas ya que la ruta de hidroxicinamoil-treonato (musgo) presenta como intermediario a 

hidroxicumaríl-CoA, que es un precursor de la biosíntesis de lignina [2,16].  

En algunos microorganismos, algas rojas y carófitas se ha descubierto que presentan amonia 

liasas derivadas de fenilalanina y tirosina, además de monómeros similares a la lignina [237,238]. La 



29 

 

suberina presenta una similitud estructural con la lignina (Figura 6) debido a que el dominio 

aromático es similar [239–241], las peroxidasas involucradas en la polimerización son muy parecidas 

entre lignina y suberina [166,242,243] y los ferulatos se unen a la suberina de manera similar a la lignina 

[5,244,245].  

 
Figura 6. Productos derivados de la ruta metabólica del ácido shikímico y como precursor la 

fenilalanina. 

La aparición del tejido vascular y los procesos de lignificación tuvieron consecuencias 

fisiológicas y anatómicas durante el desarrollo de las plantas, la teoría de la tensión-cohesión 

propuesta por Dixon y Joly en 1895, refiere que la pérdida de agua en las plantas se da por la 

transpiración debido a la demanda de agua por la atmósfera lo cual provoca una tensión 

(estiramiento) en la columna de agua en los conductos y la cual es soportada por la cohesión que 

es resultado de los puentes de hidrógeno entre las moléculas de agua [230,246], tiene costo energético 

bajo y es eficiente en el transporte interno del agua [247] por lo que se generan diferenciales en el 

potencial hídrico negativo en condiciones normales y estresantes, como sequía o incendios [248–

250]. Este transporte genera una tensión xilemática, la cual, sin la presencia de una estructura firme 

y resistente en el tejido vascular provocaría el colapso de los elementos traqueales [251,252]. 
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La resistencia y firmeza que le agregó la lignina a la pared celular, permitió el desarrollo de 

elementos de vaso con diámetros de lumen mayores, lo que incrementó el paso del agua [227]; como 

lo propone la ley de Hagen-Poiseuille, que menciona que el flujo a través del “tubo” es 

directamente proporcional a la presión y a la cuarta potencia del radio del “tubo” e inversamente 

proporcional al largo del “tubo” y a la viscosidad del líquido [253–255]. La pared secundaria 

lignificada en los elementos traqueales, en conjunto con la aparición de la cutícula y los estomas 

presentaron una ventaja adaptativa que promovió una diversificación de especies y la generación 

de nuevos estratos en la vegetación terrestre [230,256].  

Durante el proceso de formación de los elementos traqueales intervinieron procesos 

principalmente hormonales. Se sugiere que, en este proceso, las células del mesófilo y del 

procambium se modificaran por efecto de las auxinas, brasinosteroides, xilógenos y citoquinina. 

Esto conllevó a una expansión y elongación celular, deposición de celulosa en la pared secundaria, 

muerte programada y digestión de la parte final de las células, además de la formación de un 

conducto vascular con flujo de agua [202,257–259]. La rigidez de la pared celular derivada de la 

acumulación de polifenoles, posiblemente surgió antes de la formación de las células conductoras, 

ya que se ha encontrado presencia de compuestos similares a la lignina (lignanos) [260]. Varios 

autores sugieren que el proceso de lignificación surgió en sus inicios con fines biomecánicos [15,261], 

contra patógenos [262] y protección contra rayos UV [17,263,264].  

Durante las primeras etapas evolutivas del tejido vascular de plantas basales se observa un 

incremento en la complejidad y robustez mecánica de la pared celular de los elementos traqueales 

[265,266]. Se desarrollan las traqueidas de los helechos que en sus paredes celulares se acumula 

lignina de tipo guayacilo [267] y esta característica se mantiene en los grupos derivados como las 

gimnospermas, pero no en las Gnetales que presentan elementos de vaso (los cuales deben ser 

analizados a detalle para conocer su composición química) [268]. Es importante señalar que para 

Selaginella se presenta lignina de tipo S que es similar a la detectada en angiospermas [269]. La 

lignina S es derivada de una convergencia evolutiva ya que las enzimas que participan en la 

biosíntesis son diferentes entre ambos grupos [17,20,270].  

Otra hipótesis indica que la acumulación abundante de lignina en el tejido vascular se derivó 

del aumento de O2 durante el periodo Devónico Medio [271]. Además de que su presencia permitió 

que las plantas tuvieran mayores tallas (arbóreas) en longitud durante la evolución de las mismas 
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[272,273]. Posteriormente se mantuvo la presencia de lignina de tipo guayacilo durante el desarrollo 

de las gimnospermas; sin embargo, algunas especies de angiospermas primitivas y gimnospermas 

compartieron características en la proporción de guayacilo y de siringilo en los elementos 

traqueales [54]. Las enzimas involucradas en la formación de alcohol p-cumarilo se han detectado 

en diferentes especies fotosintéticas de las eucariotas, por lo que los genes involucrados en la 

formación de este precursor de lignina surgieron en las etapas basales de los microorganismos 

fotosintéticos posiblemente para dar rigidez y muy probablemente como defensa bioquímica [193].  

Con el surgimiento de las angiospermas, la especialización de las células del tejido vascular 

(fibras, elementos de vaso, parénquima) [274,275] permitió que este grupo abarcara nuevos nichos 

ecológicos a lo largo del tiempo, ya que las primeras especies de angiospermas no presentaban 

elementos de vaso, solo traqueidas [276,277]. La especialización del tejido vascular en este grupo de 

plantas favoreció la aparición de estrategias para mitigar problemas de embolismos y cavitaciones 

(mucilago, gomas, traqueidas de banda ancha) [278–280], la diversificación en los engrosamientos de 

la pared celular secundaria (anulares, helicoidales, reticulares) [247] que permitieron una mayor 

humectabilidad y eficiencia en el ascenso del agua [281], la diversificación de las punteaduras que 

evitan embolismos [282,283] y cuya composición química es hidrofílica al interior e hidrófoba 

alrededor [284], la diversificación de las placas de perforación [285,286], así como la diversificación 

en la composición de las moléculas de lignina de la pared celular [15,17]. 

El cambio evolutivo en las angiospermas de traqueidas a elementos de vaso, no 

necesariamente fue una ventaja adaptativa en un inicio, ya que se comprometió la resistencia a 

sequía de las angiospermas y este fue a través de transiciones de la membrana de la punteadura 

[287]. Varios autores señalan que los primeros cambios pudieron surgir en la venación de las hojas, 

donde se desarrolló el tejido conductor con elementos de vasos [288,289]. Además de que estos 

cambios se dieron en condiciones ambientales estables que no comprometieron a las angiospermas 

[290], pero con el tiempo, la diversificación de los elementos de vaso, junto con la diversificación 

de la estructura de las plantas permitió que las angiospermas prevalecieran y abarcaran diferentes 

ambientes y nichos ecológicos [289,291]. 

La diversidad no solo fue anatómica, ya que también se presentó una diversificación en la 

composición química y en los complejos enzimáticos tanto de la lignina, como de otros 

compuestos, tal es el caso de las pectinas que ocupan aproximadamente 67 enzimas además de 
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glicociltransferasas [292]. El tipo de lignina presente en las plantas se modificó, Lycopodium, 

Monilophyta y Gimnospermas presentaron principalmente lignina de tipo guayacilo e 

hidroxifenilo, mientras que la lignina de tipo S/G se acumuló en angiospermas, y en el caso de las 

monocotiledóneas la lignina de tipo H se depositó de manera abundante en la pared celular [20,21]. 

La presencia de peroxidasas se da con el surgimiento de las plantas en la tierra y prevalece 

durante su evolución ya que les confiere rasgos adaptativos [293,294]. En el caso de las peroxidasas 

que oxidan a los monómeros de siringaldehído se han conservado a lo largo de la evolución de las 

plantas, mientras que las peroxidasas afines a guayacilo constituirían al estado más derivado de la 

familia de las peroxidasas [14]. La presencia de peroxidasas afines a siringilo surgió temprano en la 

evolución, pero fue hasta el surgimiento de las angiospermas, y a la propia diversificación de la 

composición de lignina en los elementos traqueales que permitió que estas enzimas prevalecieran, 

como ocurre con las proteínas altamente expresadas que evolucionan lento [14]. Por lo tanto, la 

diversificación genética y enzimática de las peroxidasas permitió que se conformara la molécula 

de lignina de una manera más compleja que la detectada en Gimnospermas y otros grupos basales 

de plantas [295], debido a que su composición no solo se basó en monómeros de guayacilo e 

hidroxifenol, sino que también se presentaron monómeros de siringilo, por lo que aparecieron 

nuevos enlaces, monómeros, dímeros y oligómeros lo que permitió que la molécula de la lignina, 

funcionara como una barrera física y química [296], ya que la especificidad de enzimas degradadoras 

de la madera de bacterias y hongos disminuyó al existir una aletoriedad en la polimerización de la 

lignina [297]. Adicionalmente, la presencia de grandes acumulaciones de lignina de tipo S ayudó en 

la defensa contra bacterias y hongos [51,298,299], similar a lo que ocurre con los monómeros de 

guayacilo, cuya actividad no solo se restringe a la parte estructural de los elementos traqueales 

[300]; por lo que esta diversidad permitió que las angiospermas pudieran establecerse exitosamente 

en diferentes condiciones ambientales [289,301]. 

Durante la divergencia de angiospermas con respecto a las gimnospermas hubo cambios 

genéticos. Surgió un control maestro para la síntesis de lignina S asociado a la presencia de los 

genes F5H y NST, que solo se encuentran en las angiospermas [302] y posiblemente evolucionaron 

como método de defensa ante diferentes tipos de patógenos [303–305] y que incluso se ha preservado 

en angiospermas marinas, donde su acumulación se da para proteger los tejidos de patógenos a 

pesar del costo energético que conlleva [306]. En helechos y algunas especies con presencia de 
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monolignoles de siringilo presentan genes ortólogos de F5H, similar a lo que presenta Selaginella 

moellenodorffii, ya que el gen F5H ha tenido una evolución independiente [270].  

Algunos estudios muestran que los monómeros de siringilo están presentes en una gran 

cantidad de grupos taxonómicos como Isoetes, Selaginella, Lycophyta, helechos acuáticos y 

gnetofitas [56,269,270], que como anteriormente se mencionó, la ruta metabólica del alcohol sinapílico 

sea resultado de una convergencia evolutiva, por lo que ha evolucionado independientemente 

varias veces durante la evolución de las plantas [15,307]. La biosíntesis de alcohol sinapílico puede 

ser una característica basal, pero pudo haberse suprimido durante la diversificación de las especies 

que presentan solo lignina de tipo guayacilo e hidroxifenilo [264,308]. Además, la lignificación no 

inició en el tejido vascular, si no que comenzó en los tejidos periféricos de las protraqueofitas 

[14,309–311]. Durante el devenir evolutivo se generaron mecanismos para mantener la lignificación 

en el xilema y evitar su proliferación en los tejidos periféricos [312–314], lo que sería un fenómeno 

de exaptación [315–317]. 

La diversificación en la composición química de las angiospermas va de la mano con los 

porcentajes de lignina que se acumulan en las plantas, por lo tanto, la proporción de S/G/H, varían 

de manera intraespecífica (posición en el tallo, tipo de célula, xilema o floema) [13,28] e 

interespecífica (tamaño de la planta, forma de crecimiento) [13,41]; además de que las diferencias 

pueden ser derivadas de los efectos ambientales en las que se desarrollan [18]. Esta hipótesis de 

diversificación anatómica y química de la pared celular, aún está en discusión, pero podría abrir la 

posibilidad para entender el por qué de la diversidad de las angiospermas. 

9 CONSIDERACIONES FINALES 

La lignina es un heteropolímero complejo en su estructura y evolución. Algunas conclusiones 

derivadas de los estudios en los que el tema central fue la evolución de la lignina son las siguientes: 

Las técnicas analíticas deben acompañarse de métodos que permitan identificar la 

distribución y composición de la lignina en el tejido vascular, principalmente cuando el objetivo 

es conocer el funcionamiento del xilema de determinada especie. En enfoques industriales los 

métodos analíticos tienen otra dimensión. 

Una visión integral de la molécula de la lignina debe incluir a los monolignoles acetilados, 

hidroxicinamatos, coniferaldehídos, sinapaldehídos, ácido ferúlico y alcohol 5-
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hidroxiconiferaldehído, debido a que además de ser intermediarios de la ruta biosintética de la 

lignina son parte de la molécula. Durante la biosíntesis de la lignina participan complejos 

enzimáticos y genéticos, el gen F5H es el que determina la presencia del monómero de siringilo y 

únicamente se presenta en las angiospermas, aunque algunos genes ortólogos de F5H surgieron 

por convergencia evolutiva en Selaginella. 

La polimerización de la lignina en la pared celular se da por la acción de dos grupos 

enzimáticos principales, las peroxidasas y las lacasas, cuya actividad es esencial en la formación 

de enlaces que unen los monómeros de la lignina, ellas pueden trabajar en conjunto o 

secuencialmente. El número de peroxidasas es mayor que el de lacasas y su diversificación fue 

mayor con el surgimiento de las angiospermas. 

La pared celular del tejido vascular es reforzada con la presencia de la lignina al evitar el 

contacto de la celulosa con el agua, lo que permite soportar los cambios de tensión o presión 

hídrica. La lignina de tipo G es la que inicia a acumularse en paredes primarias al unirse a los 

ferulatos que funcionan como sitios de nucleación y unen la lignina con los polisacáridos 

estructurales. La lignina de tipo S/G se va a acumular en la pared secundaria conforme madura la 

célula. 

El proceso de lignificación continúa después de la muerte celular de los elementos 

traqueales mediante la lignificación cooperativa, donde las células adyacentes como parénquima 

o fibras mantiene la biosíntesis de lignina la cual se va a acumular en las paredes de los elementos 

traqueales, para conferir resistencia a lo largo del desarrollo y maduración de la planta. 

Durante la evolución del proceso de lignificación surgieron cambios importantes para las 

plantas, ya que permitieron la adaptación a diversidad de condiciones ambientales, principalmente 

terrestres. La aparición de la ruta biosintética de los monómeros de la lignina, surgió inicialmente 

como método de defensa contra patógenos y como protección contra rayos UV, posteriormente se 

acumuló en los elementos traqueales y permitió el desarrollo del xilema de las plantas. Las enzimas 

promiscuas catalíticamente funcionales (MPEs), permitieron el surgimiento de nuevos polímeros 

estructurales, lo que dio origen a la lignina, la suberina y la cutina. 

La aparición de monómeros de siringilo a lo largo de la historia evolutiva de las plantas, 

nos muestra la convergencia evolutiva de los procesos biosintéticos; por lo que la diversificación 
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anatómica y química de la pared celular, fue una de las ventajas adaptativas de las angiospermas 

para distribuirse y adaptarse exitosamente a diferentes condiciones ambientales. 
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CAPÍTULO I. CHEMICAL COMPOSITION OF CACTI WOOD AND COMPARISON 

WITH THE WOOD OF OTHER TAXONOMIC GROUPS1 

1.1 RESUMEN 

El objetivo de esta parte del estudio fue determinar la composición química de la madera de 25 

especies de Cactaceae y relacionar la composición con su diversidad anatómica. La hipótesis fue 

que los componentes químicos de la madera difieren en relación con las características anatómicas 

de la madera. Los resultados mostraron diferencias significativas en los compuestos químicos de 

la madera entre especies y géneros (p < 0.05). Pereskia tuvo el porcentaje mayor de lignina, 

mientras que las especies de Coryphantha tuvieron el menor; los compuestos extractivos en agua 

fueron más altos para Echinocereus, Mammillaria y Opuntia. El análisis de componentes 

principales mostró que la proporción de lignina separaba los grupos fibrosos; además, las 

diferencias dentro de cada tipo de madera se produjeron debido a la lignificación del tejido vascular 

y el tipo de engrosamiento de la pared celular. En comparación con otros grupos de especies, las 

especies de Cactáceas con madera fibrosa y dimórfica tuvieron un mayor porcentaje de lignina que 

las gimnospermas y las especies de Acer. La lignina puede conferir rigidez especial a los elementos 

traqueales para soportar la desecación sin daños durante condiciones climáticas adversas.  

Palabras clave: diversidad molecular, biología estructural, Cactaceae, lignina, holocelulosa. 

1.2 ABSTRACT 

The aims of this study were to determine the wood chemical composition of 25 species of 

Cactaceae and to relate the composition to their anatomical diversity. The hypothesis was that 

wood chemical components differ in relationship to their wood features. The results showed 

significant differences in wood chemical compounds across species and genera (p < 0.05). 

Pereskia had the highest percentage of lignin, whereas species of Coryphantha had the lowest; 

extractive compounds in water were highest for Echinocereus, Mammillaria and Opuntia. 

Principal component analysis showed that lignin proportion separated the fibrous, dimorphic and 

non-fibrous groups; additionally, the differences within each type of wood occurred because of the 

lignification of the vascular tissue and the type of wall thickening. Compared with other groups of 

                                                           
1 A. Maceda, M. Soto-Hernández, C. B. Peña-Valdivia. T. Terrazas. Chem. Biodiversity 2018, 15(4), e1700574. doi: 
10.1002/cbdv.201700574 
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species, the Cactaceae species with fibrous and dimorphic wood had a higher lignin percentage 

than did gymnosperms and Acer species. Lignin may confer special rigidity to tracheary elements 

to withstand desiccation without damage during adverse climatic conditions. 

Keywords: Molecular diversity, structural biology, Cactaceae, lignin, holocellulose 

1.3 INTRODUCTION 

The study of wood chemical composition is important for wood use in industry, primarily in energy 

[1-3], paper production [4,5] and food for livestock [6]. Additionally, wood chemical composition 

studies are important to identify extractive compounds with potential for industrial [7] or medicinal 

[8] purposes and to provide references for the structural chemical composition of wild species [9]. 

A variety of studies have focused primarily on tree species [10], herbaceous species [11] and even 

succulents [12,13] to complement the knowledge of the chemical diversity and structural 

composition of their tissues and their possible uses. 

The Cactaceae family is distinctive because many species are adapted to diverse 

environmental conditions, primarily xeric ones, and the members have highly diverse 

morphological, physiological and anatomical characteristics [14]. Among the anatomical 

characteristics, the Cactaceae show great variations in wood [15-17], specifically in the type of cells 

that form the matrix [fiber (F), parenchyma (P) or wide-band tracheids (WBTs)] in which the 

vessels (Vs) are embedded. Based on these matrix features, Cactaceae woods are classified as 

fibrous, non-fibrous and dimorphic [14,18]. 

Studies of the wood chemical compositions of Cactaceae are scarce. Reyes-Rivera et al. [19] 

documented the differences among 13 species of Cactaceae that had fibrous, non-fibrous and 

dimorphic woods. They highlighted that the eight species with fibrous wood had a very 

homogeneous pattern similar to that of other Eudicotyledonous and gymnosperm species, but the 

heterogeneity was greater in the five species studied with non-fibrous or dimorphic wood. These 

authors suggest that the differences are associated with plant size and type of wood. Additionally, 

the wood of the non-fibrous species was distinguished by the absence of F and low lignin content, 

in contrast to the dimorphic woods that only possessed F in the adult stage and had a greater 

proportion of lignin than that in some fibrous woods. Reyes-Rivera et al. [19] noted the lack of 

studies of other species of the Cactaceae that are necessary to support their findings, particularly 
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in species with non-fibrous or dimorphic wood, because their chemical composition is highly 

diverse compared with that of fibrous woods. 

WBTs are important to avoid V embolisms and cavitations [20-24]. Most species of the 

Cactaceae at some stage of their development have WBTs [16,25,26], particularly those in the 

subfamily Cactoideae [17,27]. Therefore, analyzing and comparing the chemical composition of the 

non-fibrous woods in which WBTs predominate are relevant. In Mexico, non-fibrous woods are 

well represented in the genera of the Cacteae tribe [17,27] and in the genus Echinocereus, which is 

relevant because Echinocereus is a monophyletic genus and differs from the other genera of the 

Echinocereeae tribe that have fibrous wood [28-30]. 

The aims of this study were to determine the wood chemical composition and wood type of 

the cellular matrix of 25 species of Cactaceae, evaluate whether significant differences existed 

across these species and compare these species with the data reported in the literature for Cactaceae 

and other species in different taxonomic groups. Our primary hypothesis in this study was that 

significant differences in the wood chemical composition were related to the different types of cell 

matrices in the Cactaceae. 

1.4 RESULTS 

Wood chemical composition. The Kruskal-Wallis analysis showed significant differences (p < 

0.046) and highly significant differences (p < 0.0001) in cellulose, lignin and hemicellulose 

contents at the species and genus levels (Table 1.1). Tables 1.2 and 1.3 show the mean values for 

each variable analyzed of the different species. Duncan’s multiple range tests showed differences 

among the seven genera, primarily between the non-fibrous and fibrous ones (Table 1.4).  

 Extractives in ethanol (96%): The lowest percentages of these compounds were in 

Cylindropuntia and Pereskia (7.45 and 7.17%, respectively), with the highest percentage 

corresponding to the Coryphantha species (8.20 to 9.08%; Table 1.2). 

Extractives in water at 90 °C: The species of Coryphantha, Echinocereus, Mammillaria, 

Neolloydia and Opuntia had the highest percentages (15.35 to 18.67%) of extractive compounds 

soluble in hot water, in contrast to Cylindropuntia and Pereskia, with the lowest values (8.24 to 

9.10%; Table 1.2). 
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Table 1.1. Kruskal-Wallis analysis for chemical composition variables to species and genera. 

 

Ethanol-

benzene 

Ethanol 

96% 

Water 

90 °C 

Total 

extractives 

Extractive-

free wood Cellulose Lignin Hemicellulose 

Species 

Median 2.57 8.33 16.56 25.94 74.05 31.84 20.08 20.32 

χ-square 38 43.33 40.66 46 46 51.33 72.66 54 

Df 25 25 25 25 25 25 25 25 

Significance 0.046 0.013 0.025 0.006 0.006 0.001 0.0001 0.001 

Genera 

Median 2.51 8.41 16.90 26.17 73.83 31.73 21.24 19.52 

χ-square 18.17 17.31 21.20 19.52 19.52 21.82 24.76 22.00 

Df 6 6 6 6 6 6 6 6 

Significance 0.006 0.008 0.002 0.003 0.003 0.001 0.0001 0.001 
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Table 1.2. Partial chemical composition (% of dry biomass) of 25 fibrous, non-fibrous and 

dimorphic species of Cactaceae. 

n=3, ±=Standard Deviation (SD) 

Total extractive compounds and extractive-free wood: For most of the species studied, the 

percentages of total extractive compounds were between 24.36 and 27.88%, with percentages of 

extractive-free wood between 72.12 and 75.64%. The exceptions were Cylindropuntia and 

Pereskia, which had the lowest values of total extractive compounds and the highest values for 

extractive-free wood of the species studied (Table 1.2). 

Cellulose: The cellulose content showed little variation across species. The maximum and 

minimum percentages corresponded to Coryphantha pallida (38.18%) and Pereskia lychnidiflora 

(27.17%; Table 1.3), respectively. 

Species 

Extractive compounds (%) Extractive-

free wood 

(%) 
Ethanol-

benzene 

Ethanol 

96% 
Water90°C 

Total 

extractives 

Coryphantha clavata 2.93±0.84 8.68±1.09 18.02±1.67 27.53±1.0 72.47±1.61 

C. cornifera 2.50±0.13 8.77±0.33 16.78±1.48 26.17±1.14 73.83±1.14 

C. delaetiana 2.50±0.62 8.60±0.60 15.90±1.66 25.25±0.78 74.75±0.78 

C. delicate 3.43±0.30 8.34±0.33 17.39±1.89 
27.11±1. 72.89±1.68 

C. hintoriori  2.40±0.46 8.46±0.18 15.87±0.76 
25.01±0.84 74.99±0.84 

C. macromeris 2.51±0.22 8.87±1.19 17.20±1.86 
26.63±2.28 73.37±2.29 

C. pallida 2.74±0.22 9.08±1.24 17.07±0.66 
26.88±0. 73.12±0.69 

C. pseudoechinus 2.83±0.18 8.25±2.02 17.18±1.13 
26.35±2.41 73.65±2.41 

C. ramillosa 3.02±0.48 8.89±0.18 16.98±1.45 
26.88±0.81 73.12±0.81 

C. retusa 3.16±0.45 8.20±0.07 17.55±1.22 
26.92±1.12 73.08±1.12 

Mammillaria carnea 2.90±0.28 8.73±0.32 17.92±1.65 27.47±1.07 72.53±1.08 

M. dixanthocentron 2.70±0.22 8.53±0.26 17.38±0.07 26.66±0.28 73.34±0.29 

M. magnifica 2.47±0.08 8.38±0.30 17.22±0.16 26.2±0.37 73.80±0.37 

M. myxtax 2.68±0.13 8.64±0.27 18.67±0.54 27.88±0.78 72.12±0.78 

Neolloydia conoidea 2.49±0.16 8.52±0.36 16.84±0.21 25.99±0.57 74.01±0.57 

Echinocereus cinerascens 2.68±0.29 8.57±0.33 16.91±0.87 
26.25±0.97 73.75±0.98 

E. dasyacanthus 2.56±0.36 8.41±0.18 16.54±0.20 25.7±0.25 74.30±0.25 

E. pectinatus 2.52±0.23 8.45±0.36 16.28±0.15 25.46±0.52 74.54±0.53 

E. pentalophus 2.95±0.20 8.65±0.04 17.17±0.13 
26.78±0.25 73.22±0.26 

Cylindropuntia imbricata 2.11±0.25 7.60±0.22 8.94±1.17 
17.78±0.80 82.22±0.80 

C. kleiniae 2.12±0.10 7.45±0.15 8.32±0.48 
17.1±0.57 82.90±0.58 

C. leptocaulis 2.34±0.09 7.79±0.33 9.10±0.8 
18.31±0.74 81.69±0.74 

Opuntia stenopetala 2.31±0.17 8.06±0.23 15.61±0.83 
24.36±0.77 75.64±0.78 

O. stricta 2.45±0.26 8.22±0.14 15.35±0.65 
24.37±0.36 75.63±0.37 

Pereskia lychnidiflora 2.03±0.34 7.17±0.11 8.24±1.33 
16.68±1.59 83.32±1.60 
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Figure 1.1. Wood of some Cactaceae. A–F, cross-sections, A’–F’, tangential sections. A, A’) 

Coryphantha delaetiana. B, B’) Mammillaria dixathocentron. C, C’) Echinocereus dasyacanthus. 

D, D’) Opuntia stenopetala. E, E’) O. stricta. F, F’) Cylindropuntia leptocaulis. Scale is A–F = 

300 µm. A’, B’, C’, F’ = 20 µm; D’ = 100 µm; E’ = 50 µm. 

Lignin: A gradient of lignin was observed, in which Pereskia had the highest percentage 

(42.52%), followed by Cylindropuntia (33.93 to 37.39%), and Coryphantha and Mammillaria had 

the lowest contents (15.76–21.24%; Table 1.3). 

Hemicelluloses: The hemicellulose content showed wide variation. Coryphantha delaetiana 

had the highest percentage (24.66%), and Pereskia lychnidiflora (13.63%) and Neolloydia 

conoidea (14.77%) had the lowest ones (Table 1.3). 
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Table 1.3. Content of cellulose, lignin and hemicellulose (% of dry biomass) of 25 fibrous, non-

fibrous and dimorphic species of Cactaceae. 

Species Cellulose Lignin Hemicellulose 

Coryphantha clavata 34.37±1.95 15.76±1.15 22.33±1.18 

C. cornifera 32.22±0.98 19.66±1.16 21.95±2.14 

C. delaetiana 31.73±1.56 18.36±0.72 24.66±0.42 

C. delicata 32.23±2.14 16.29±0.88 24.37±0.32 

C. hintoriori  31.06±1.82 21.24±0.61 22.68±1.69 

C. macromeris 33.84±1.67 16.66±1.06 22.87±0.60 

C. pallida 38.18±1.50 17.17±0.99 17.76±1.15 

C. pseudoechinus 33.25±1.45 17.77±2.03 22.63±4.09 

C. ramillosa 34.94±0.18 16.84±1.20 21.34±0.73 

C. retusa 36.55±2.3 17.58±1.33 18.95±4.92 

Mammillaria carnea 35.22±1.22 18.77±0.68 18.54±1.09 

M. dixanthocentron 33.02±1.94 18.42±1.36 21.90±1.96 

M. magnifica 33.98±0.83 18.40±0.9 21.42±0.29 

M. myxtax 34.08±1.11 17.33±0.48 20.72±0.77 

Neolloydia conoidea 32.31±0.85 26.93±2.13 14.77±2.42 

Echinocereus cinerascens 30.62±0.95 22.46±1.86 20.67±1.46 

E. dasyacanthus 29.03±1.47 23.88±0.18 21.40±1.43 

E. pectinatus 30.03±1.53 24.99±0.37 19.52±1.81 

E. pentalophus 31.26±1.72 20.32±1.11 21.64±2.83 

Cylindropuntia imbricata 27.91±005 37.39±1.49 16.92±0.70 

C. kleiniae 28.91±1.60 37.27±1.08 16.72±2.13 

C. leptocaulis 30.78±0.90 33.93±0.69 16.98±2.25 

Opuntia stenopetala 30.46±0.85 29.56±1.36 15.61±1.27 

O. stricta 31.31±1.40 28.11±1.49 16.20±3.07 

Pereskia lychnidiflora 27.17±1.05 42.52±2.60 13.63±3.42 

n=3, ±=Standard Deviation (SD) 

Wood anatomy. Four patterns were identified based on the cell-type matrix in which the 

conductive and supporting cells were embedded (Figure 1.1). 

1) WBT matrix: Most Vs were embedded in a matrix of WBT with both tracheary elements 

with helical and annular secondary walls. These WBT-Vs in some species alternated with bands 

of Vs and unlignified axial P; the rays were also unlignified. The species of Coryphantha, 

Mammillaria and Neolloydia had this wood pattern (Figure 1.1A, B). (2) WBT-F matrix: WBT 

and Vs were in the same proportion, the WBT had a helical secondary wall, and the V elements 

were helical and reticulate. In some species, narrow bands of unlignified axial P with Vs and 

occasional small patches of F were observed; the rays were narrow and unlignified with abundant 

mucilage cells. 
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Table 1.4. Mean, standard deviation and Duncan’s multiple range test of the seven genera of Cactaceae studied. Different letters in 

each line indicate significant differences (p < 0.05) 

 Coryphantha Cylindropuntia Echinocereus Mammillaria Nelloydia Opuntia Pereskia 

Ethanol-benzene 2.80±0.34b 2.19±0.13a 2.67±0.19b 2.68±0.18b 2.48±0.16ab 2.38±0.10ab 2.03±0.34a 

Etanol 96% 8.61±0.30d 7.61±0.17b 8.52±0.11c 8.57±0.15d 8.52±0.36cd 8.14±0.11c 7.17±0.11a 

Water 90°C 16.99±0.68c 8.78±0.41a 16.72±0.39c 17.79±0.65c 16.84±0.21c 15.48±0.18b 8.23±1.33a 

Total extractives 26.47±0.80c 17.73±0.61a 26.04±0.59c 27.05±0.76c 25.99±0.57c 24.36±0.01b 16.68±1.60a 

Extractive-free wood 73.52±0.80a 82.27±0.61c 73.95±0.59a 72.94±0.76a 74.01±0.57a 75.63±0.01b 83.32±1.60c 

Cellulose 33.83±2.25d 29.2±1.46ab 30.63±0.62bc 34.07±0.90d 32.31±0.85cd 30.88±0.60bc 27.16±1.05a 

Lignin 17.73±1.66a 36.19±1.96d 22.91±2.01b 18.23±0.62a 26.93±2.13c 28.83±1.03c 42.51±2.60e 

Hemicellulose 21.95±2.16b 16.87±0.14a 20.80±0.95b 20.64±1.48b 14.76±2.42a 15.90±0.42a 13.63±3.42a 

Coryphantha n=10; Cylindropuntia, Echinocereus, Mammillaria n=4; Neolloydia, Opuntia, Pereskia n=3, ±=Standar Deviation (SD) 

This wood was common among Echinocereus species (Figure 1.1C). (3) F-P matrix: The Vs were embedded in F or unlignified 

axial P. Vs had pseudoscalariform or alternate intervascular pits, and the rays were wide and unlignified. This wood pattern was found 

in some Opuntia species (Figure 1.1D, E). (4) F matrix: The Vs were embedded in F; the V elements had pseudoscalariform and alternate 

intervascular pits. Axial P was scarce, and the rays were wide and mostly lignified. The species of Cylindropuntia (Figure 1.1F) and 

Pereskia had this pattern. 

The most conspicuous difference was in the correlation of the matrices in which Vs were embedded with the accumulation of 

secondary tissue in their walls, grading from annular to alternate intervascular pits with the more lignified walls in all types of wood.  
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Principal components: The first three components explained 93.8% of the total variation 

among species (Table 1.5). The first component was mostly determined by the percentage of 

lignin, followed by that of extractive compounds with ethanol (96%). The variables that 

determined the second component were the ethanol-benzene extract and extractive-free wood, and 

the third component was determined by the percentage of cellulose. The ordination of these three 

components separated the fibrous and dimorphic species, which had the highest accumulation of 

lignin and the highest percentages of extractive-free wood (Figure 1.2). The species of other genera 

were located on the positive axes and corresponded to non-fibrous species with less lignin; notably, 

Ariocarpus retusus and Ferocactus hamatacanthus were distinct from the other species with non-

fibrous wood. 

Table 1.5. Vectors, eigenvalues and cumulative proportion of the variation explained by each 

variable.  

Variables PC1 PC2 PC3 

Ethanol-Benzene (1:2 v/v) -0.155 -0.628 0.497 

Ethanol 96 % 0.416 0.320 -0.227 

Water  90 °C 0.379 -0.352 -0.461 

Extractive-free wood -0.375 0.480 0.214 

Cellulose 0.381 0.157 0.568 

Lignin -0.451 0.209 -0.220 

Hemicellulose 0.412 0.285 0.268 

Eigen value 4.012 1.644 0.911 

Variance (%) 57.3 23.5 13.0 

Accumulative variance (%) 57.3 80.8 93.8 

1.5 DISCUSSION 

The results of this study confirmed that species with different types of wood show variations in 

their chemical composition (Tables 1.2-1.4). The variation within genera was high when more than 

three species represented a genus, e.g., Coryphantha, or when the samples came from different 

localities, e.g., Cylindropuntia imbricata and Pereskia lychnidiflora (compare the values of this 

work with those of Reyes-Rivera et al. [19]). Additionally, the contents of lignin, cellulose and 
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extractive compounds of Cactaceae were different from those of gymnosperms and other 

angiosperms reported in other studies (Appendix 2.1). 

 

Figure 1.2. Three-plot resulting of the principal component analysis of 25 species of Cactaceae 

based on wood chemical compounds. Black figures are fibrous species, grey figures are dimorphic 

wood and empty figures are non-fibrous species. 

Chemical composition. The chemical composition significantly differed between species 

with fibrous and non-fibrous wood. Among species with dimorphic wood, the differences 

compared with non-fibrous species, specifically in lignin content, were less notable. Additionally, 

the content of extractive compounds in water also showed differences between Cylindropuntia and 

Opuntia species because the genus Opuntia had unlignified P cells and wide rays with abundant 
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mucilaginous cells and druses, whereas in Cylindropuntia, the P cells were lignified, and the rays 

were narrow. 

The differences in wood composition were partially reflected in the contents of the 

extractive compounds, with different solvents with specific chemical characteristics extracting 

different compounds. The mixture of ethanol and benzene, because of lower polarity, solubilizes 

phenolic compounds [36], aldehydes, alcohols, paraffin, sulfones and some organic acids [37,38]. 

Ethanol at 96% has a higher polarity than that of the previous mixture but lower than that of water 

and extracts phenolic and polar compounds [39]. Water at 90 °C, with high polarity, solubilizes and 

extracts mineral salts, starch, gums and tannins [40,41]. Among the differences in composition 

among the studied genera were the presence and content of some compounds, such as mucilage 

and starch, which were the polysaccharides observed in the anatomical sections. None of the 

species showed phenolic compounds in their cell lumina. 

Wood anatomy. Four patterns of wood were identified based on differences in the cell-type 

matrix. In the fibrous species of Pereskia, Cylindropuntia and Opuntia, differences corresponded 

to variations in the axial and radial P. In Pereskia and Cylindropuntia, the P was mostly lignified, 

and the rays were narrow, whereas in Opuntia, both Ps were unlignified and the rays were very 

wide, with large mucilaginous cells, very similar to those reported by Conde [42] and Gibson [43,44] 

for other species of both genera. 

Among the non-fibrous species, the primary difference was the type of secondary wall 

pattern. In some species, such as Coryphantha delicata and C. hintoriorum, annular and helical 

wall thickenings were observed in WBT and V elements; in other species, such as C. delaetiana 

and C. macromeris, only helical wall thickenings were observed (Figure 1.1). In dimorphic 

species, the F and the change to reticulate or pseudoscalariform pits in the V elements and the 

absence of WBT were the primary differences. 

The similarity of non-fibrous wood in Coryphantha, Mammillaria and Neolloydia species 

was reported in Vázquez-Sánchez et al. [17]. Those authors showed that the anatomy and 

morphology of these genera are very similar, and their phylogenetic relationship is close. The 

anatomy described in the present study is congruent with that documented for species of the same 

genera or phylogenetically related genera [27,42,45-47]. In this study, we emphasized the matrix 
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differences in which the Vs were embedded and the secondary wall features of the tracheary 

elements that varied in relation to matrix composition. 

Chemical composition among cacti. The percentages of extractive-free wood differed from 

those reported by Seegmiller et al. [32], with their percentages lower than those obtained in this 

work. The differences might be because those authors analyzed the complete stem of Ferocactus 

sp., Mammillaria microcarpa and Cylindropuntia acanthocarpa (Appendix 2.2); therefore, the 

content of total extractive and hemicellulose compounds was higher because of the abundant 

cortical P and mucilage. The lignin and cellulose contents are lower when the complete stem is 

included in the analysis.  

For Opuntia ficus-indica, Nefzaoui and Salem [46] reported cellulose, hemicellulose and 

lignin contents of 11, 18 and 3.9%, respectively. By contrast, Mannai et al. [48] found that for the 

cladodes of the same species, the cellulose, hemicellulose and lignin contents were 53.6, 10.9 and 

4.8%, respectively (Appendix 2.2). The results of both studies differed significantly from our 

results; in this study, we specifically analyzed the wood of the Opuntia species, and the abundant 

cortical tissue was not included. 

Our results are consistent with those of Reyes-Rivera et al. [19]. As revealed by the principal 

components analysis (PCA) (Table 1.5), the species grouping was based primarily on the lignin 

percentage because the species with fibrous wood and several dimorphic species had a greater 

accumulation of lignin than the non-fibrous wood species and the species of Echinocereus with 

dimorphic wood. Lignin is one of the most important variables of Cactaceae based on the cell type 

in the wood. For example, in the fibrous species, such as Pereskia [47] and Cylindropuntia, F 

predominated, and most cells were completely lignified, except for a few unlignified ray cells. For 

Opuntia, although the Vs were immersed in F, the P was unlignified, with very wide rays and 

abundant mucilage; therefore, two of the species studied in this genus were close to non-fibrous 

or dimorphic species in PC1 and were short shrubs. 

For non-fibrous species, the accumulation of lignin depends on the types of the secondary 

walls of V elements and WBTs because reticular or helical secondary walls may be in Vs or helical 

and annular secondary walls in WBTs [16,27,49]. The abundance of any of these types of secondary 

wall thickening affects the lignin content of wood. Differences and similarities were observed in 

the anatomical sections (Figure 1.1), and some species of Coryphantha, Echinocereus and 
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Mammillaria were very similar in composition, whereas others differed significantly. In this 

regard, the similarity between Echinocereus and the other two non-fibrous genera was notable 

because the genus belongs to a different tribe. Echinocereus is part of the tribe of Echinocereeae 

in which most genera of North American columnar species with fibrous wood are classified. 

However, in Echinocereus, WBTs predominate, showing groups of F close to the vascular 

cambium only in a few species [30].  

The difference was large between genera with dimorphic wood, such as Echinocactus and 

Ferocactus, and Echinocereus because of differences in anatomy and lignin accumulation. For 

Echinocactus platyacanthus, the transition from non-fibrous to fibrous wood was rapid; thus, in 

the cell matrix, the Vs were immersed in F, and the V pitting was pseudoscalariform. For 

Ferocactus, the transition from non-fibrous to fibrous wood was gradual; thus, the cell matrix had 

similar proportions of WBT and F when the fibrous phase began, and the transition from helical 

to pseudoscalariform pits was distinctive. In the case of Echinocereus, as mentioned above, F was 

scarce, and therefore, WBTs predominated, and Vs maintained their helical cell walls (Figure 1.1E, 

F)  

The individuals of Coryphantha clavata, Cylindropuntia imbricata and Pereskia 

lychnidiflora that were analyzed in this study were not grouped with the individuals of the same 

species reported by Reyes-Rivera et al. [19]. This difference might be because in the two studies, 

different individuals from different localities were analyzed, and the results showed interspecific 

variation. Other species with fibrous wood or with abundant tracheids have similar behavior [34]. 

The total content of extractive compounds and extractive compounds in water at 90 °C also 

determined the variation within species, which may be related to the content of mucilage in the 

wood [50] because these polysaccharides are solubilized in hot water [51-53]. The amount of mucilage 

in vascular tissue affects the percentage of extractive compounds in hot water; therefore, species 

with large amounts of mucilage were in the genera Coryphantha and Echinocereus and were 

followed by the Opuntia species. The mucilage was observed primarily in the unlignified rays in 

which it was abundant. 

The extractive-free wood contains cellulose, hemicellulose and lignin, which remain 

attached and form the primary structures of the cell walls of the secondary xylem. These three 

components are called lignocellulosic compounds [54]. Lignin was the variable that had the greatest 



70 

 

effect on wood variation among the Cactaceae species. The aforementioned structures were in 

contrast to cellulose and hemicellulose, which showed less variation among taxa, but in some 

genera, this variation was greater, such as Coryphantha and Pilosocereus, according to Reyes et 

al. [19]. Among the other contents of extractive compounds, only those obtained with concentrated 

ethanol affected the variation across the species, whereas those corresponding to concentrated 

ethanol-benzene had minor influence according to the PCA (Table 1.5). 

Compared with other taxonomic groups, the percentages shown for the 25 species of 

Cactaceae are consistent with the values of extractives in ethanol-benzene but differed in water at 

90 °C by more than twofold, possibly due to the abundant mucilage in some of the cacti studied. 

The cellulose contents were in the range of those reported for grass species (Poaceae) but were 

low compared with those of other Eudicotyledons and gymnosperms (Table A1.7). The percentage 

of lignin in the non-fibrous species was similar to that in some hardwoods, such as Acer and 

Populus. Of the fibrous species, Opuntia was within the range reported for Gigantochloa 

(bamboo); Cylindropuntia was in the range of some gymnosperm species, particularly Tsuga 

(Table A1.7); and Pereskia lychnidiflora had the highest lignin values, even higher than those of 

the hardwood and softwood species. 

The high percentages of lignin obtained by Reyes-Rivera et al. [19] could be a unique 

characteristic of species with large stems, which have more lignin. Another possible explanation 

may be the overestimation of Klason lignin, as noted by Dence [55]. This author considered that 

factors such as the concentration, low or high, of sulfuric acid; the elevated temperature during 

hydrolysis; or a longer time in reflux might cause the structural modification of the celluloses, 

which prevents them from being solubilized with sulfuric acid. Therefore, these celluloses are 

added to lignin, leading to overestimation of the percentages of lignin. However, additional studies 

with other tree-like species of cacti are required to support the values reported by Reyes-Rivera et 

al. [19]. 

Based on the results of PCA, although marked differences were observed across the fibrous, 

non-fibrous and dimorphic species due to the Klason lignin percentage, variation also occurred 

among species of the same genus. This was the case for Coryphantha, Mammillaria and 

Echinocereus (Figure 1.1), which was primarily due to the differences in the type of wood and the 

different proportions and types of thickening of the secondary walls of WBTs, Vs and F. The 
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variation among species of the same genus is consistent with that described by Pettersen [33], 

Seegmiller et al. [32], Escamilla-Treviño [31] and Wahab et al. [34] in genera of other taxonomic 

groups (Table A1.7). Moreover, dimorphic woods grouped with fibrous ones in the case of 

Echinocactus and Ferocactus, whereas Ariocarpus, which is non-fibrous, was separated from the 

other non-fibrous species, which might be related to the very low content of lignin. 

1.6 CONCLUSIONS 

Among the chemical compounds that compose the secondary xylem structure, lignin is the primary 

component that differentiates among fibrous, non-fibrous and dimorphic wood types. The 

importance of lignin is due to the type of cells that form the primary matrix of wood (F, WBT) and 

the thickenings of the cell walls of WBT (helical or annular) and V elements (annular, helical, 

reticulate, pseudoscalariform or alternate pitting). The lignification of the vascular tissue plays an 

important role in the adaptation of a species to the climatic conditions of its habitat. The non-

fibrous species are notable because, despite their low lignin content, the limited accumulation of 

cell wall thickenings, helical and annular, confers rigidity to the cellular structure, which allows 

them to withstand adverse climatic conditions. 

1.7 EXPERIMENTAL SECTION 

Complete adult, healthy and reproductive plants of twenty-five species were collected in their 

natural distribution areas during 2015, except for Pereskia, whose sample was an old branch (Table 

1.6). Cacti were maintained at the Botanical Garden of the National Autonomous University of 

Mexico until the analyses were performed. For each species collected, a voucher was prepared and 

housed at the National Mexican Herbarium (MEXU). The selected species represented the three 

subfamilies (Pereskioideae, Opuntioideae and Cactoideae) of Cactaceae. Cactoideae is the 

subfamily with the most non-fibrous and dimorphic species. 

.
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Table 1.6. Species studied by subfamily and tribe with collection number, type of wood and growth form. Growth form follows 

Vázquez-Sánchez et al.’s (56) proposal. The vouchers were deposited at MEXU and the initial collectors were BV = Balbina 

Vázquez; SA = Salvador Arias; HSM = Hernando Sánchez-Mejorada; UG = Ulises Guzmán; DA = David Aquino; CPNL = Carmen 

P. Novoa. Species identification was verified by SA.  

Subfamily (tribe) – Species Collector number  Type of wood Stem* Size category 

Cactoideae (Cacteae)     

Coryphantha clavata (Scheidw.) Backeb. BV2535 Non-fibrous Cylindric Small 

C. cornifera (DC.) Lem. BV2534 Dimorphic Cylindric Small 

C. delaetiana (Quehl) A.Berger BV2542 Non-fibrous Globose Small 

C. delicata L.Bremer SA1927 Non-fibrous Cylindric Small 

C. hintoniorum Dicht & A.Lüthy BV2539 Non-fibrous Cylindric Small 

C. macromeris (Engelmann) Lemaire BV2600 Non-fibrous Globose Small 

C. pallida Britton & Rose SA860 Non-fibrous Globose Small 

C. pseudoechinus Boed. BV2543 Non-fibrous Cylindric Small 

C. ramillosa Cutak HSM3775 Non-fibrous Globose Small 

C. retusa Britton & Rose SG 55 Non-fibrous Globose Small 

Mammillaria carnea DA 241 Non-fibrous Cylindric Small 

M. dixanthocentron  Backeb. ex Mottram CPNL133 Non-fibrous Cylindric Small 

M. magnifica Buchenau UG1411 Non-fibrous Columnar Small 

M. mystax Mart. DA238 Non-fibrous Cylindric Small 

Neolloydia conoidea (DC.) Britton & Rose BV2595 Non-fibrous Cylindric Small 

Cactoideae (Echinocereeae)     

Echinocereus cinerascens (DC.) Lem. subsp. tulensis SA1744 Dimorphic Cylindric Small 

E. dasyacanthus Engelm. SA2077 Dimorphic Cylindric Small 

E. pectinatus (Scheidw.) Engelm. SA1918 Dimorphic Cylindric Small 

E. pentalophus (DC.) Lem. SA1740 Non-fibrous Cylindric Small 

Opuntioideae     

Cylindropuntia imbricata (Haw.) F.M.Knuth TT990 Fibrous Tree Medium 

C. kleiniae (DC.) F.M.Knuth TT1000 Fibrous Shrub Medium 

C. leptocaulis (DC.) F.M.Knuth TT994 Fibrous Shrub Medium 

Opuntia stenopetala Lem. TT997 Fibrous Shrub Medium 
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O. stricta (Haw.) Haw. TT998 Fibrous Shrub Medium 

Pereskioideae     

Pereskia lychnidiflora DC. TT967 Fibrous Tree Tall 

Wood anatomy. Most of the wood samples were fixed and embedded in paraffin according to the procedure of Loza-Cornejo and 

Terrazas [57], except for Cylindropuntia and Pereskia, for which we used the sliding microtome and followed the standard protocols [58]. 

Both cross and tangential sections 12–20 μm thick were prepared and stained with safranin-fast green to confirm the cell types. 

Additionally, the species studied were grouped based on their anatomical features, which we related to their chemical composition. 

 

Depending on the size of the plant, the portion used for chemical analysis varied. For small species (< 50 cm in height), we 

removed the epidermis and cortical tissue of the stems, and the complete vascular cylinder and the pith were maintained because small 

species develop little wood. For medium species (0.5–1.5 m in height) and large species (> 1.5 m in height), only the wood of the basal 

part of the plant was used as reported by Reyes-Rivera et al. [19]. From the isolated wood, a small portion was separated for the anatomical 

evaluation, and the rest was used for chemical analysis 

Drying of the wood. The wood samples were dehydrated at 50 °C for 72 h; the dry wood was ground in a Wiley mill and passed 

through a mesh with a pore size of 400 to 600 μm to produce sawdust. This particle size resulted in the highest extraction of cellular 

contents [34,59]. Sawdust samples were stored in a desiccator until chemical analyses were performed. 

Extractable compounds of wood. The extractive compounds were obtained with the method indicated in the standard T204 cm-

97 [34,59,60]. Each sawdust sample was kept at 60 °C for 4 h; then, 2 g was placed in filter paper cartridges and dried for 12 h, and the 

weight of each sample was recorded. Each cartridge was subjected to sequential Soxhlet extraction with ethanol-benzene (v/v, 1:2) and 

ethanol (96%) for 6 h in each case. The cartridges were dried for 12 h, and their weight was recorded. The sample was removed from 

the cartridge and refluxed with distilled water at 95 °C for 1 h, filtered on a Büchner filter with a medium pore, dehydrated at 105 °C 

for 12 h and weighed. The process was conducted in triplicate for each sample. The extractive-free fraction was used for the chemical 

analyses based on the method proposed by Reyes-Rivera et al. [19]. 
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The percentage of compounds soluble in ethanol-benzene (v/v, 1:2), soluble in 96% ethanol, 

and soluble in distilled water at 95 °C was quantified. The percentage of wood extractives was 

calculated according to the weight lost in each extraction with the following formula [59]: 

Extractable compounds (%) = [(A + B + C) / W0] x 100 

where A is the lost weight (g) after extraction with the ethanol-benzene mixture (2:1), B is the lost 

weight (g) after extraction with ethanol (96%), C is the lost weight (g) after extraction with hot 

water, and W0 is the initial weight of the sample (g). 

Klason Lignin. The Klason lignin was determined according to the TAPPI Standard T-222 

om-02 method [60], which has been used in other studies [34,55,61-63]. To 0.3 g of the extractive-free 

wood, a solution (3 mL) of 72% sulfuric acid in water was added, kept at 18 °C for 2 h and stirred 

every 30 min. With this procedure, the cellulose and hemicelluloses of the sample hydrolyze. Each 

sample was diluted with distilled water (84 mL) and kept boiling for 4 h at constant volume. The 

lignin was separated with a Büchner glass funnel of fine pore and dried at 105 °C for 12 h; the 

constant weight was recorded. The percentage of lignin was calculated with the following formula 

[59]: 

Lignin (%) = (WL / WW) x 100 

where WL is the weight (g) of the lignin, and WW is the weight (g) of the sample of extractive-

free wood. 

Cellulose and hemicelluloses. Cellulose was extracted with the Kûrshner-Höffer method, 

and hemicellulose was estimated by the difference between 100% and the sum of the cellulose and 

lignin percentages [61]. To 0.1 g of extractive-free wood, 2.5 mL of HNO3:ethanol (v/v, 1:4) was 

added and kept under reflux in a boiling water bath for 1 h. The sample was decanted to discard 

the HNO3-ethanol mixture. This extraction was performed three times; then, 2.5 mL of 1% KOH 

in water was added, the sample was kept in reflux for 30 min, and the cellulose was obtained by 

filtering with a Büchner filter. The cellulose was dried for 12 h at 50 °C, and the constant weight 

was recorded. The percentage of cellulose was calculated with the following formula [55]: 

Cellulose (%) = (WC / WW) x 100 
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where WC is the weight (g) of the cellulose, and WW is the weight (g) of the extractive-free wood 

sample. 

The hemicelluloses were calculated with the following formula: 

Hemicelluloses (%) = 100 – (cellulose (%) + lignin (%)) 

Statistical analyses. For each species used in the analysis, three repetitions were performed 

to provide the necessary data to perform the statistical tests. The Kolmogorov-Smirnov and 

Shapiro-Wilk analyses showed that the percentage data, transformed with the square root of the 

arch-sinus, did not show normality. Therefore, the nonparametric Kruskal-Wallis test was used to 

determine whether the differences among the species were significant. A second Kruskal-Wallis 

test was also used to determine differences among genera and was followed by Duncan’s multiple 

range tests to determine which pairs were different. The results of this study contrasted with those 

of other taxonomic groups in the literature. Through PCA, we identified the variables that best 

explained the differences among species. In this PCA, in addition to the 25 species studied here, 

the 13 reported by Reyes-Rivera et al. [19] were incorporated. 
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1.10 APPENDIX 

Table A1.7. Percentage of wood chemical components in species of different taxonomic groups 

available in the literature. 

Species 

Extractive 

in ethanol-

benzene 

Extractive 

in water 90 

°C  

Total 

extractive 

compounds 

Cellulose Lignin  

Hemi-

cellulos

e  

Referen-

ce 

Agave spp. - - 4-12 65-84 7-16 3-10 [31] 

Acacia greggii - - 57-67 20-27 6-9 1-6 [32] 

Acer spp. 2-3 2-4 - 56-61 21-30 - [33] 

Erigonum 

fasciculatum 
- - 49-59 8-30 9-13 3-20 [32] 

Fraxinus spp. 5 7 - 51-53 26 - [33] 

Gigantochloa brang - - 8-9.23 34-52 25-33 - [34] 

Hilaria rigida - - 23-30 31-38 8-9 22-29 [32] 

Populus spp. 2-5 2-4 - 64-67 16-23 - [33] 

Quercus spp. 3-7 5-11 - 48-57 18-28 - [33] 

Quercus turbinella - - 40-47 25-36 10-12 11-22 [32] 

Saccharum 

officinarum 
- - 2.14 35.28 25.2 33.28 [35] 

Abies spp. 2-3 2-5 - 58-61 29 - [33] 

Picea spp. 2-4 2-4 - 60-62 27-29 - [33] 

Pinus spp. 1-6 2-4 - 45-61 26-30 - [33] 

Tsuga spp. 3-5 4-5 - 55-58 27-38 - [33] 

Table A1.8. Percentage of wood chemical components in cacti species available in the literature. 

Species 
Total 

extractives 
Cellulose  Lignin  Hemicellulose  Reference 

Ariocarpus retusus 39.4 31 13.7 15.9 [19] 

Coryphantha clavata 22.7 41.7 14.2 21.4 [19] 

Echinocactus platyacanthus 15.7 22 51.8 10.5 [19] 

Ferocactus hamatacanthus 28.6 12.2 54.4 4.8 [19] 

Ferocactus pilosus 24.2 17.4 49.8 8.6 [19] 

Ferocactus sp. 44.4-56.8 16.6-29.6 3.4 -9.5 11.1-26.4 [32] 

Cylindropuntia acantocarpa 53.4-65.4 17.5-24.1 2.28-3.77 10.8-24.6 [32] 

Cylindropuntia imbricata 12.4 23.8 51.3 12.6 [19] 

Lophocereus marginatus 11.1 25.5 49.9 13.5 [19] 

Mammillaria microcarpa 35.2-45.8 17.4-22.0 4.8-7.8 25.2-32.9 [32] 

Myrtillocactus geometrizans 11.6 21 56.3 11.1 [19] 

Opuntia ficus-indica - 11-53.6 3.9-4.8 10.9-18 [46, 48] 

Opuntia streptacantha 28 17.6 45.1 9.3 [19] 

Pereskia lychnidiflora 11.4 34.4 36 18.2 [19] 

Pilosocereus alensis 20.6 17.2 53.1 9.1 [19] 

Pilosocereus chrysacanthus 7.7 23.2 56.8 12.3 [19] 
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Stenocereus dumortieri 24.6 23.6 39.4 12.5 [19] 
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CAPÍTULO II. DIFFERENCES IN THE STRUCTURAL CHEMICAL COMPOSITION 

OF THE PRIMARY XYLEM OF CACTACEAE: A TOPOCHEMICAL PERSPECTIVE2 

2.1 RESUMEN 

El xilema de Cactaceae es un Sistema complejo con diferentes tipos de células cuya función 

principal es conducir y almacenar agua, principalmente durante el desarrollo del xilema primario, 

que tiene elementos de vasos y traqueidas de banda ancha. La anatomía del xilema primario de 

Cactaceae ha sido ampliamente estudiada, pero se sabe poco sobre su composición química. El 

objetivo de este estudio fue determinar la composición química estructural del xilema primario de 

Cactaceae y compararlo con la anatomía del grupo. Se utilizaron semillas de ocho especies de 

cactus, que representan las subfamilias Pereskioideae, Opuntioideae y Cactoideae. Las semillas 

germinaron y crecieron durante ocho meses. Posteriormente, solo el tallo de la plántula fue 

seleccionado, secado, molido y procesado con base en la norma TAPPI T-222 om-02; la lignina 

se cuantificó con el método de Klason y la celulosa con el método de Kurshner-Höffer. Mediante 

el uso de microscopía de infrarrojo por transformada de Fourier se calculó el porcentaje de siringilo 

y guayacilo de lignina. Las plántulas de cada especie fueron fijadas, seccionadas y teñidas para su 

descripción anatómica y análisis de microscopía de fluorescencia para la topoquímica del xilema 

primario. Los resultados mostraron que hubo diferencias significativas entre especies (p < 0.05), 

excepto en las hemicelulosas. A través de un análisis de componentes principales, se descubrió 

que la cantidad de extraíbles solubles en agua y el tejido libre de extraíbles eran las variables que 

separaban las especies, seguidas de celulosa y hemicelulosas, ya que las plántulas desarrollaron 

principalmente células de parénquima y el tejido conductor mostró elementos de vaso y traqueidas 

de banda ancha, ambos con engrosamientos anulares y helicoidales en paredes secundarias. El tipo 

de lignina con el porcentaje más alto fue el de tipo guayacilo que se acumuló principalmente en 

los vasos y proporcionó rigidez. Mientras que en las traqueidas de banda ancha del metaxilema, la 

lignina de tipo siringilo se acumuló en las paredes secundarias S2 y S3 lo que permitió un flujo 

eficiente de agua y darle a la planta la capacidad de soportar condiciones difíciles durante el 

desarrollo de las plántulas. Solo una especie puede ser considerada con pedomorfosis, ya que los 

elementos conductores tenían una química similar en xilema primario y secundario. 

                                                           
2 A. Maceda, M. Soto-Hernández, C. B. Peña-Valdivia, C. Trejo, T. Terrazas. Front. Plant Sci. 2019, Artículo en 
prensa. doi: 10.3389/fpls.2019.01497 
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Palabras clave: FTIR, lignina, topoquímica, xilema primario, elementos de vaso. 

2.2 ABSTRACT 

The xylem of Cactaceae is a complex system with different types of cells whose main function is 

to conduct and store water, mostly during the development of primary xylem, which has vessel 

elements and wide-band tracheids. The anatomy of primary xylem of Cactaceae has been widely 

studied but little is known about its chemical composition. The aim of this study was to determine 

the structural chemical composition of the primary xylem of Cactaceae and to compare it with the 

anatomy in the group. Seeds from eight cacti species were used, representing the Pereskioideae, 

Opuntioideae, and Cactoideae subfamilies. Seeds were germinated and growth for eight months. 

Subsequently, only the stem of the seedling was selected, dried, milled and processed following 

the TAPPI T-222 om-02 norm; lignin was quantified using the Klason method and cellulose with 

the Kurshner-Höffer method. Using the Fourier Transform Infrared Spectroscopy, the percentage 

of syringyl and guaiacyl in lignin was calculated. Seedlings of each species were fixed, sectioned, 

and stained for its anatomical description and fluorescence microscopy analysis for the 

topochemistry of the primary xylem. The results showed that there were significant differences 

between species (p < 0.05), except in the hemicelluloses. Through a principal component analysis 

it was found that the amount of extractive-free stem and hot water soluble extractives were the 

variables that separated the species, followed by cellulose and hemicelluloses, since the seedlings 

developed mainly parenchyma cells and the conductive tissue showed vessel elements and wide 

band tracheids, both with annular and helical thickenings in secondary walls. The type of lignin 

with the highest percentage was guaiacyl-type which is accumulated mainly in the vessels, 

providing rigidity. Whereas in the wide band tracheids from metaxylem, syringyl lignin 

accumulated in the secondary walls S2 and S3, which permits an efficient flow of water and gives 

the plant the ability to endure difficult conditions during seedling development. Only one species 

can be considered to have paedomorphosis, since the conductive elements had a similar chemistry 

in primary and secondary xylem. 

Keywords: FTIR, lignin, guaiacyl, topochemistry, primary xylem, vessel elements. 
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2.3 INTRODUCTION 

Xylem is a complex plant tissue formed by cells that carry out different functions [1,2] such as water 

conduction, support, and storage [3–5]. Secondary xylem is the most studied structure mainly in tree 

species [6,7], industrial pulping processes [8,9] or timber-yielding production [10]. 

Seedlings of flowering plants have primary xylem, which is divided in protoxylem (initial 

stage) and metaxylem (stage previous to secondary growth), where vessel elements (VE) are 

predominant [11,12]; nevertheless, in some angiosperm families there are also tracheids [13] and wide-

band tracheids (WBT). The latter are imperforated elements with annular or helical thickenings of 

secondary wall [14,15]. The chemical composition of primary xylem has been described mainly in 

economically important herbaceous plants, that do not have any secondary growth [16,17], such as 

bamboo [18,19] and some forage species [20–23]. 

In Cactaceae family, the anatomical characteristics of the four subfamilies have been vastly 

studied [14,24,25], because their stem morphological diversity is wide (tree, shrub, columnar, or 

globose; [25]), their size is diverse (small depressed globose to large trees; [26]), and their types of 

cellular matrices in the wood differ (monomorphic, dimorphic, and polymorphic; [27,28]) and are 

related to growth form [29,30]. 

Chemical composition of secondary metabolites, analyzed by phytochemical profiling, has 

allowed the identification of the principal compounds in the stem [31], structural chemical 

composition of stem conductive tissue [32–34], and from other structures such as glochids and spines 

in several cacti species [35,36]. 

The structural chemical composition of the secondary xylem of Cactaceae has been studied 

in fibrous, nonfibrous, and dimorphic species. The lignin concentration is the main component to 

distinguish fibrous species from non-fibrous ones [33], also, the composition of lignin monomers is 

heterogeneous in nonfibrous and dimorphic species, but the occurrence of syringyl and guaiacyl is 

homogeneous in fibrous species [32,34]. In addition, cellulose and lignin percentages differ with 

other families and between Cactaceae genera [33]. 

In the case of primary xylem of Cactaceae, little is known about the chemical composition 

and proportion of the structural compounds of its cell elements. Several authors have suggested 

that Cactaceae wood is paedomorphic [14,37,38], related to the occurrence of WBT in adult age or 
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having WBT only in the juvenile stage [14,39,40] changing to fibers in the adult one [27,29]. Because 

of this, knowledge on the chemical composition of the primary xylem will allow us to establish 

similarity between primary and secondary xylem and to support the hypothesis of paedomorphism 

in the xylem tissue of this family. Therefore, in the present study we determine the chemical 

composition of the primary xylem in seedlings of eight Cactaceae species, we obtain infrared 

spectra of lignin to calculate the syringyl/guaiacyl proportion, describe the vascular tissue with 

fluorescence microscopy and compare the chemical composition of primary and secondary 

vascular tissue of the same species. 

2.4 RESULTS 

2.4.1 Structural chemical composition 

The modifications made to the TAPPI norm allowed the repeatability of extractives, cellulose, 

lignin, and hemicellulose percentages (Tables 2.2 and 2.3). The CV of the percentages of 

extractives was less than 5%, except for one O. streptacantha variable (water at 90°C), that had a 

CV above 5% (Table 2.2). Hemicelluloses showed CV values less than 5%. With respect to 

lignin, four species showed a CV slightly above 5%, but only one species showed this value for 

cellulose (Table 2.3). 

Table 2.1. Average of the extractives in seedlings of eight species of Cactaceae. 

Species 
Ethanol:benzene 

(%) 
CV 

Ethanol 

96% (%) 
CV 

Water 90°C 

(%) 
CV 

C. imbricata 7.8±0.2 2.6 3.8±0.2 4.2 7.6±0.2 3.1 

E. platyacanthus 8.5±0.3 3.4 4.4±0.1 3.2 10.4±0.1 1.1 

F. pilosus 9.7±0.4 3.9 5.2±0.2 4.3 9.7±0.1 0.6 

L. lychnidiflora 4.3±0.1 2.4 2.5±0.1 3.7 5±0.1 1.9 

L. marginatus  4.8±0.2 4.4 4.4±0.2 4.3 7.5±0.4 4.8 

M. carnea  8.2±0.4 4.7 5.7±0.2 3.5 9.8±0.1 0.9 

M. geometrizans 7±0.1 1.7 4.7±0.1 2.7 6.5±0.3 4.1 

O. streptacantha 7.5±0.3 3.6 5.1±0.2 3.7 9.1±0.8 8.6 

CV= Coefficient of variation 

The differences in the content of structural components were significant (p < 0.05) among 

the species—the only exception being hemicellulose (p = 0.09, Table S2.2). Furthermore, the 

post hoc Dunn's test showed that the differences among extractives of L. lychnidiflora (B) and 

the rest of the species were significant (Figure 2.1). Cellulose proportion varied significantly 
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between M. carnea (A) and L. lychnidiflora (B), and the lignin proportion of L. lychnidiflora (A) 

with E. platyacanthus and M. carnea (B) (Figure 2.2). 

Table 2.2. Average of the lignocellulose percentages in seedlings of eight Cactaceae species. 

Species 

Extractives 

free stem 

(%) 

CV 
Cellulose 

(%) 
CV 

Lignin 

(%) 
CV 

Hemicellulose 

(%) 
CV 

C. imbricata 80.7±0.6 0.7 53±2.2 4.1 10±0.5 4.8 19.5±0.2 1.3 

E. platyacanthus 76.8±0.5 0.7 52.8±3.2 6.1 7.8±0.2 2.7 19.2±0.4 1.8 

F. pilosus 75.4±0.7 0.9 52.9±0.7 1.4 7.7±0.3 3.4 18.3±0.4 2.4 

L. lychnidiflora 88.2±0.3 0.3 55.8±0.9 1.6 11.5±0.8 6.7 17.7±0.5 2.6 

L. marginatus  83.2±0.7 0.9 56.2±1.4 2.5 9.9±0.6 6.3 18.2±0.4 2.2 

M. carnea  76.5±0.7 0.9 54.5±0.7 1.3 7.4±0.6 7.5 19.5±0.3 2 

M. geometrizans 81.8±0.5 0.6 54.6±1.3 2.4 10.6±0.4 3.9 18±0.4 2.4 

O. streptacantha 78.4±1.2 1.6 51.3±1.8 3.4 9.8±0.7 6.7 19.1±0.4 2.2 

CV= Coefficient of variation 

2.4.2 Principal component analysis 

The PCA for seedlings showed that the first two principal components explain 85% of the total 

variation between species (Figure 2.3A). In the first component (PC1), the extractive-free stem 

and extractives in water at 90ºC showed the highest contribution (Table 2.4); this was the case 

for cellulose and hemicellulose in the second component (PC2). In the graphic representation L. 

lychnidiflora was separated from the other species (Figure 2.3A). 

In the PCA for seedlings and adults, lignin and cellulose had the strongest influence in total 

variation in the PC1 (Table 2.4), while extractives in water at 90°C (PC2) and ethanol-benzene 

extractives (PC3) also contributed with variability, but in a smaller proportion. The graphic 

representation of the three components showed the separation between seedlings and adult plants 

(Figure 2.3B). 
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Figure 2.1. Mean of the percentages for each type of extractive in eight Cactaceae species. 

Different letters indicate significant differences between means based on the Pairwise Multiple 

Comparison Dunn's test (p ≤ 0.05). Bars represent standard deviation. 

 

Figure 2.2. Mean of the percentages for each lignocellulosic compound in eight Cactaceae species. 

Different letters indicate significant differences between means based on the Pairwise Multiple 

Comparison Dunn's test (p ≤ 0.05). Bars represent standard deviation. 
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Table 2.3. Eigenvectors, eigenvalues and accumulated proportion of the explained variation by 

each variable 

Variables 
Seedlings 

Seedlings and adult 

plants 

PC1 PC2 PC1 PC2 PC3 

Ethanol:benzene -0.41 -0.14 0.24 0.05 -0.75 

Ethanol 96° -0.36 -0.13 0.31 -0.35 0.53 

Water 90° C -0.42 0.04 0.19 -0.61 -0.06 

Extractives-free wood 0.44 0.07 -0.31 0.53 0.21 

Celullose 0.3 0.61 0.46 0.37 0.07 

Lignin 0.4 -0.29 -0.53 -0.18 0.13 

Hemicellulose -0.27 0.71 0.46 0.23 0.29 

Eigenvalues 5.08 0.89 3.01 2.26 1.38 

Proportion variance 

(%) 
72.5 12.8 43 32.3 19.7 

Accumulated variance 

(%) 
72.5 85.3 43 75.3 95 

 

 

Figure 2.3. Principal components analysis. A. Graphic of the eight Cactaceae seedlings based on 

the first two principal components. The red dots represent the fibrous species, the green dots the 

dimorphic species, and the blue dot the nonfibrous species. B. Dispersion graphic in the eight 

species of seedlings and adults. Colors correspond to each distinct species. Sd=seedling. 1=Adult 

plant from Reyes-Rivera et al. [32]. 2=Adult plant from Maceda et al. [33] 
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2.4.3 Chemical composition of lignin of the primary xylem 

The results of FTIR-ATR spectrum (Figure 2.4) showed the fingerprints peaks for lignin (800–

1800 cm-1). The peak associated to 1501 cm-1 was the C=C aromatic ring vibration of guaiacyl-

syringyl. At 1325 cm-1 the syringyl ring breathing with C-O stretching was detected, whereas the 

peak at 1271 cm-1 detected the C-O and glucopyranosic cycle guaiacylic symmetric vibration. The 

peak at 1225 cm-1 detected C-O and glucopyranosic cycle syringylic symmetric vibration and the 

peak at 1030 cm-1 detected the C-H in-plane deformation in guaiacyl and C-O deformation in 

primary alcohol. The last peak at 913 cm-1 was the =CH out-of-plane deformation in aromatic ring 

(guaiacylic-syringylic). 

With peaks at 1325 and 1271 cm-1, the primary xylem ratio S/G from the stem were 

calculated (Table 2.5). The syringyl proportion was different among the species, M. geometrizans 

showed the lowest percentage (20.67 %) and L. lychnidiflora the highest one (41.87%) of the whole 

group. On the contrary, guaiacyl proportion had the lowest value in L. lychnidiflora (58.13%) and 

the highest one in M. geometrizans (79.33%). 

 

Figure 2.4. FTIR-ATR spectrum of lignin in the primary xylem of seedlings of eight Cactaceae 

species. 

By comparing syringyl and guaiacyl percentages of primary xylem with those in the 

secondary xylem (Table 2.5), it was notice that S/G proportion was similar in C. imbricata, E. 
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platyacanthus, and M. carnea. The S/G proportion differs in other species where the percentages 

of syringyl increased and the percentages of guaiacyl decreased. For example, in F. pilosus, 

primary xylem S/G ratio was 0.55 and in secondary xylem was 3.5, due to the percentage of 

syringyl that went from 35% to 72%. In the other species studied syringyl percentages increased 

between 3 and 22% (Table 2.5). 

Table 2.4. Syringyl and guaiacyl values for primary xylem compared to secondary xylem of eight 

Cactaceae species. 

Species 
S (%) G (%) S/G ratio S (%) G (%) S/G ratio 

Seedlings (Primary xylem)  Adult plants (Secondary xylem)*  

C. imbricata 30 70 0.43 30 70 0.4 

E. platyacanthus 41 59 0.68 40 60 0.7 

F. pilosus 35 65 0.55 72 22 3.5 

L. lychnidiflora 42 58 0.72 48/62** 52/38** 0.9/1.6 

L. marginatus 32 68 0.47 51 49 1.1 

M. carnea 39 61 0.63 42 58 0.72 

M. geometrizans 21 79 0.26 38 62 0.6 

O. streptacantha 31 69 0.45 53/69** 47/31** 1.1/2.2 

* = values taken from Reyes-Rivera et al. [32], except M. carnea, whose value was obtained from 

samples derived from Maceda et al. [33] and read by FTIR. ** = values taken from Reyes-Rivera 

et al. [34] 

2.4.4 Topochemistry of primary xylem 

Proto and metaxylem were found in the eight species, and in the 8-months-old seedlings the 

vascular cambium was visible. Vessel element of the protoxylem showed helical type secondary 

walls and their lignin chemical composition differed from metaxylem. The use of safranin O / fast 

green staining with microscopy fluorescence made it possible to identify differences in 

fluorescence emission intensity in the stem of the seedlings (Figure 2.5). With bright field 

microscope, VE and WBT had the characteristic red lignin staining while parenchyma had green 

cellulose staining (Figure 2.5A, C, E, G). With fluorescence excitation, xylem in the vascular 

bundles had green tonalities, parenchyma from pith and cortex had just red tonalities as well as the 

epidermis (Figure 2.5B, D, F, H). 
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Figure 2.5. Comparison of brightfield illumination and fluorescence microscopy with triple band 

excitation of seedling stems. A, C, E, G: Brightfield illumination. B, D, F, H: Fluorescence 

emission. A, B: Lophocereus marginatus, transverse sections. C, D. Lophocereus marginatus, 

longitudinal sections. E, F: Leuenbergeria lychnidiflora, transverse sections. G, H: O. 

streptacantha, transverse sections. Scale: A, B, E, F, G, H; 100 µm. C, D: 50 µm. c=cortex, 

e=epidermis, p=pith, vb= vascular bundle 
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Figure 2.6. Image seedlings stems of fibrous species with triple band excitation fluorescence. A, 

C, E, G: Longitudinal sections. B, D, F, H: Transverse sections. A-B: Cylindropuntia imbricata. 

C-D: Lophocereus marginatus. E-F: Myrtillocactus geometrizans. G-H: Leuenbergeria 

lychnidiflora. Bar is 50 µm in A, B, D, E, G, H; 100 µm in C; 20 µm in F. p=parenchyma, ve=vessel 

element, wbt=wide band tracheid. 
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Figure 2.7. Image seedlings stems of fibrous, non-fibrous, and dimorphic species with triple band 

excitation fluorescence. A, C, E, G: Longitudinal sections. B, D, F, H: Transverse sections. A, B: 

Opuntia streptacantha. C, D: Echinocactus platyacanthus. E-F: Ferocactus pilosus. G-H: 

Mammillaria carnea. Bar is 50 µm in A, D-H; 100 µm in B; 20 µm in C. p=parenchyma, ve=vessel 

element, wbt=wide band tracheid. 
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The fluorescence intensity was lower in the protoxylem with green-blue tones, while in the 

metaxylem the colors were lime green (Figure 2.6). Most species had VE of metaxylem with 

helical type secondary walls (Figure 2.6A, C, E), but L. lychnidiflora had reticulate type secondary 

wall (Figure 2.6G). The fluorescence of lignin in all seedlings had an emission green to blue, the 

hollocelulose and proteins of the middle lamella and part of the primary cell wall were reddish in 

VE, WBT, and parenchyma. The primary xylem was limited by parenchyma cells of the pith. 

These parenchyma cells were isodiametric, with 10 to 50 µm in diameter. In the protoxylem of L. 

lychnidiflora, the primary wall of the parenchyma cells was not lignified with abundant starch 

grains (Figure 2.6G, H). The former can be deduced by fluorescence intensity (green-blue), which 

is similar to the one found in the VEs of the protoxylem. With the development of metaxylem, the 

parenchyma in contact to the VEs was narrower. 

C. imbricata and O. streptacantha showed WBT in the interfascicular region. These WBTs 

had annular type secondary walls. The fluorescent emission intensity of lignin in each thickening 

of the secondary wall in the WBT was weaker than the one found in VEs (Figure 2A, B and Figure 

2.7A, B). The presence of WBT was scarce in F. pilosus and M. carnea, but its location was within 

the vascular bundles. The fluorescent emission intensity of lignin also showed variation between 

VEs (a higher intensity and lime green coloring) and WBTs (green-blue coloring and a weaker 

intensity) (Figure 2.7E-H). The parenchyma in E. platyacanthus and M. carnea had the highest 

values of size, with a mean of 34.35 μm and 29.35 μm respectively (Figure 2.7C, D, G, H), and 

23.5 µm in F. pilosus (Figure 2.7E, F). 

2.5 DISCUSSION 

2.5.1 Chemical composition 

The species that were significantly different in the percentages of seedling extractives and 

structural components of the cell wall (cellulose and lignin) were the dimorphic ones and the 

nonfibrous ones compared with the fibrous L. lychnidiflora and L. marginatus. These results 

showed that differences exist between the fibrous species and the nonfibrous and dimorphic 

species since the seedling stage. However, C. imbricata and O. streptacantha, that are fibrous 

wood species, not show significant differences with the dimorphic and nonfibrous wood species 

during the seedling stage. The lack of differences was probably related to the abundance of 



95 

 

parenchyma and the annular and helical type secondary walls in VEs and WBTs of both 

Opuntioideae (Figures 2.6A and 2.7A). 

When comparing the results of the percentages of seedling extractives with those reported 

by Maceda et al. [33] and Reyes-Rivera et al. [32], a similarity was found between the developmental 

stages of C. imbricata, F. pilosus, L. lychnidiflora, and M. carnea. Moreover, significant 

differences existed between the four mentioned species with E. platyacanthus, L. marginatus, M. 

geometrizans, and O. streptacantha. The chemical characterization and quantification of the 

compounds in the extractives is little known, most of the studies have been focused on the analysis 

of extractives in alcohol [41,42]. In this study, the use of solvents with different polarity allowed the 

removal of different extractives. For example with ethanol:benzene the phenolic compounds, 

aldehydes, alcohols, waxes and some organic acids were solubilized and extracted [43–45]. With 

ethanol at 96% more phenolic and polar compounds were extracted [46], and with hot water (90º 

C), starch, gums and pectin were extracted [47,48].  

Cellulose percentages in seedlings were higher than 50% and exceeded those of adult plants 

[32,33]. High cellulose percentages were related to the abundance of non-lignified parenchyma and 

to the helical type of secondary walls in most of the conductive elements, VE and WBT, thus non-

lignified primary walls were more abundant (Figures 2.6 and 2.7). On the contrary, the presence 

of lignin showed percentages lower than 10% (Table 2.3), while fibrous and dimorphic adult plants 

had VEs and fibers with cell walls that had accumulated abundant lignin [32]. 

With the quantification method of Li et al., [49], the total amount of hemicellulose could be 

obtained, in contrast with other methods that only quantify one type of hemicellulose such as xylan, 

for example. In seedlings, hemicellulose percentages were also high; this was mainly due to 

abundance of parenchyma in seedlings, which is congruent with the results by Maceda et al. [33] in 

nonfibrous species of Coryphantha, Echinocereus, and Mammillaria. 

Most of the studies on the chemical structure of primary xylem focused on the lignocellulose 

compounds, because of the importance of forage species in animal nutrition. In the species reported 

in the literature, lignocellulose compounds percentages were different even within the same family 

(Table S2.1). Therefore, the percentages of Cactaceae extractives were similar to some of the 

species in the Poaceae, possibly because of the accumulation of non-structural carbohydrates and 

other soluble compounds [50,51]. Regarding the lignocellulose compounds, only three species 
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showed similar cellulose values to those found in the seedlings of Cactaceae. This means that cacti 

accumulated a higher quantity of cellulose in their cell walls of the stem, while the other species 

with primary xylem accumulated lower percentages (<47%, Table S2.6). 

The percentage of hemicellulose in the Cactaceae seedlings was similar to that reported in 

the Fabaceae family, which were mainly galactomannans, while in the Poaceae family the 

percentages of hemicellulose were usually higher (>23%) but of the beta-glucan type [52] (Table 

S2.6). Future research in Cactaceae will focus on the type of hemicellulose present. Regarding 

lignin, the percentages for Cannabis sativa (Cannabaceae) and Pennisetum purpureum (Poaceae) 

were similar to those found in Cactaceae seedlings. It is interesting that in the primary xylem of 

Cactaceae, the percentages of lignin were closer to those in herbaceous species, in contrast to the 

reports by Maceda et al. [33], where the values of the secondary xylem of nonfibrous and some 

fibrous Cactaceae species were similar to those of hardwood and softwood species 

(gymnosperms). Only the secondary xylem of Opuntia species had similarities with the bamboo 

G. brang (Table S2.6) [33]. 

Therefore, during the seedling stage of Cactaceae, a larger quantity of cellulose was 

accumulated, while in the development of the secondary xylem, the accumulation of lignin was 

higher in the secondary cell walls of VEs and fibers, especially in fibrous species, while in 

nonfibrous species lignin occurred in WBTs and VEs. The results for fibrous wood supported what 

happens in other groups of woody plants [53,54]. 

The principal component analysis on seedling composition showed that the variable with 

the highest impact for group separation was the percentage of extractive-free stem (Table 2.3). 

This was related to what has been reported in the literature, where it was mentioned that during 

the development of primary xylem, plant biomass increases mainly acropetally, due to 

procambium activity, originating protoxylem and metaxylem, which can be distinguished 

anatomically by diameter and lignification types of the secondary wall [2,55] The water percentages 

at 90°C, also had a high contribution in the first component which would entail that there was a 

large accumulation of water-soluble compounds, that could be related mainly to some compounds 

such as mucilage [56,57] and non-structural carbohydrates [58]. Because principal component analysis 

indicated the importance of the extractives in seedlings and adult plants, is important quantify and 

identify each compound present in the different types of extraction in future research. 
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In the second component, hemicelluloses and celluloses had the greatest importance to 

separate the species. Unlike what happens in the secondary xylem of cacti, where lignin 

accumulation was the most important one, cellulose in seedlings acquired a greater relevance 

because the lignification is a high-cost metabolic process [53,59,60]. During early development stages 

of plant growth there was a larger accumulation of holocellulose in cell walls of parenchyma, VEs 

and WBTs [61], allowing the elongation to a lower metabolic investment. 

During the development of primary xylem, the predominance of helical type secondary wall 

in VEs and annular type in WBT in proto and metaxylem, as well as reticular type in secondary 

walls in the metaxylem of Leuenbergeria, agrees with the type of cell walls described for many 

other taxa [11,62,63]. The limited secondary wall and the high proportion of unlignified primary wall 

in these tracheary elements (VEs, WBTs) were the major characteristics that allow us to understand 

why cellulose was the main chemical compound of primary xylem in Cacteae (Table 2.3). 

Moreover, for secondary xylem, the lignin was the most important variable, which contributes to 

group separation (Figure 2.3B). Species with fibrous wood had VEs with a higher lignin 

accumulation and pseudoscalariform or alternate pits; in addition to the presence of fibers and 

lignified axial and radial parenchyma, except for O. streptacantha that had unlignified 

parenchyma. In the case of M. carnea —a nonfibrous species— secondary xylem had VEs with 

mainly helical thickenings embedded in a matrix of WBTs with similar secondary wall thickenings 

[32,33]. 

During seedling stage, to withstand droughts, cacti bets on the presence of abundant 

parenchyma cells and mucilage, such as it occurs in nonfibrous species of adult Cactaceae [33]. In 

addition, the occurrence of helical type secondary walls and the inclination degrees of the helixes 

allow the VE to have a higher wettability and efficiency in water ascent [64,65]. These helical and 

annular types of secondary wall, provide VEs with resistance to endure the tensions generated in 

the water column by changes in water potential in the seedling. Both types of thickenings of the 

secondary wall, function as supports or rings that "hold" the cell walls joined, preventing them 

from collapsing or breaking during changes in water potential [66], and represent an adaptive 

biomechanical advantage to endure drought conditions, by allowing VEs and WBTs to bend 

without lumen closure [67]. 
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This trait of VE and WBT with helical thickenings happen in the primary xylem of 

Cactaceae seedlings and continue during the first years of life of most Cactoideae species, and in 

the adult stage of most Cacteae species [25,40]. However, in the case of L. lychnidiflora, VEs change 

during metaxylem development from helical to reticular type secondary wall, a phenomenon that 

had not been observed in other species of Cactaceae. Several authors interpret the presence of 

annular or helical type secondary wall as a retention of juvenile traits [38,68,69]. The retention of this 

type of secondary walls in the water conductive cells in the adult plants is considered an adaptive 

trait and happens mainly in small-sized plants, which have to endure adverse conditions especially 

of hydric stress [25]. 

2.5.2 Topochemistry of lignin 

The innovation of lignin in xylem cell walls allowed the development of tracheary elements and 

the establishment of plants in various terrestrial environments and diverse ecological niches [70–72]. 

The success in the distribution of Angiosperms is due to xylem diversity and lignin (different 

proportions of lignin S/G) [73–75]. The results in the lignin structure of primary xylem of Cactaceae 

were consistent among the different species, because the guaiacyl monomer predominates in proto 

and metaxylem. In secondary xylem of most of the adult plants (except for C. imbricata, E. 

platyacanthus, and M. carnea) the syringyl monomer predominates as for F. pilosus (Table 2.4). 

The use of fluorescence microscopy with triple band excitation and the safranine O / fast 

green staining, allowed to identify the differences in the chemical composition of cell wall from 

VE and WBT mainly, similar to the results of Frank et al.[76] and Bond et al. [77] with the same 

staining and fluorescence microscopy. The band of wavelengths used were in the range of the 

reports from different authors: 488 y 514 nm [78], 450-490 nm [79], 488/568 nm [77], with sequential 

excitation (355, 488, and 633 nm) or two bands at the same time (488 and 561 nm) [80], and 

especially with the bands used by Angeles et al. [81] who used the same fluorescence emission band 

for lignin (505-530) that the band used in this work. Therefore, with the three bands of excitation 

(385-400, 475-490, 545-565), blue and green characteristic tonalities of lignin were observed 

[77,78,82–84], in addition, fluorescence intensity reflects the concentration of lignin, higher intensity 

represent a higher accumulation of lignin [85] (Figure 2.5). 

The fluorescence observations of the primary xylem in the seedlings showed that VEs had 

a higher fluorescence intensity, while WBTs intensity was higher in the S1 layer of the secondary 
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wall, than in the S2 and S3 layers of the same wall (Figure 2.8). This would explain the values 

shown in Table 2.5, since syringyl levels were lower than those for guaiacyl, because of a 

predominance of VE, whose composition was mainly G-type lignin [86,87], while WBTs 

accumulated mainly S-type lignin, but the G-type in the S1 layer of the secondary wall was also 

be observed (Figure 2.8). The predominance of guaiacyl in the primary xylem was in agreement 

with that reported by Li et al. [88] for Angiosperms. The middle lamella and part of the primary cell 

wall in VEs, WBTs, and parenchyma showed red intense color due to hollocelulose [89,90] and 

proteins or enzymes [91]. 

 
Figure 2.8. WBT and VEs of Opuntia streptacantha, where differences in fluorescence intensity 

were be observed with the triple band excitation. The layers 2 and 3 of the secondary wall have a 

green-blue color, while part of layer 1 of secondary wall has a lime green color, similar to the one 

found in the secondary wall thickenings in VEs. Bar is 10 µm. p=parenchyma, pw=primary wall, 

sw1=secondary wall 1, sw2=secondary wall 2, sw3=secondary wall 3, ml=middle lamella, 

ve=vessel element, wbt=wide band tracheid. 

Comparisons of syringyl and guaiacyl percentages in the primary xylem with those in 

secondary xylem reported by Reyes-Rivera et al. [32,34] indicated that syringyl percentages were 

much higher in adult plants than those present in seedlings. This is possibly due to the fact that 

some species in the adult stage have fibers and the cell wall of VEs are completely lignified with 

pseudoscalariform pits, which influence syringyl and guaiacyl percentages. Moreover, fibers have 

a higher syringyl percentage [92–94]. In the case of the nonfibrous species M. carnea, guaiacyl 
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proportion was very similar in seedlings and in adult plants, due to the presence of VEs and WBTs 

with annular and helical type secondary walls both in the primary (Figure 2.7) and secondary 

xylem [33]. The occurrence of these tracheary elements and their chemical composition could be 

related to the paedomorphosis process reported for Cactaceae [14,38,95]. 

The accumulation of syringyl-type lignin can vary within the same plant due to stressing 

environmental factors [96–98], mainly between early and latewood, where syringyl accumulation is 

higher in earlywood, while in latewood the syringyl percentage is lower and the guaiacyl 

percentage is higher. According to various authors, this change in lignin type allows drought 

conditions to be better tolerated [87,93,94]. Thus, the presence of high quantity of guaiacyl in the 

seedlings of Cactaceae would be similar to what occurs in latewood of secondary xylem, which 

would give VEs in primary xylem a higher resistance to drought conditions. 

The layered accumulation of the secondary wall observed in the WBT in Figure 2.8 was 

similar to what has been reported for other species [99,100]. Guaiacyl accumulated in the primary 

wall and the first layer of secondary wall (swS1) and later in the second layer (swS2) [54,101–103], 

where syringyl monomers also accumulated in a gradual manner [84,104,105]. The presence of 

guaiacyl in primary wall and S1 layer of the secondary wall in WBTs and VEs provides high 

resistance to compression and also gives more rigidity and support to VEs [60,105–107]. 

The presence of syringyl lignin in the inner layers of the secondary wall of the WBTs could 

occur because lignin with syringyl/guaiacyl is less condensed and more hydrophilic, which allows 

water to flow in a more efficient way [61]. Thus, efficiency in water transport would allow the 

seedling to efficiently prevent the presence of embolisms and to avoid cavitation of VEs, by 

allowing the flow of water through the WBT lumen and later through the non-lignified primary 

wall into the adjacent VE, as it has been suggested by several authors [108,109]. Therefore, 

differences in lignin composition in Cactaceae seedlings, along with other factor such as 

succulence [110,111], WBTs presence [14,39,109], and helical type secondary wall in VEs [66] would 

allow to better endure drought conditions during their early stages, by accumulating more 

guaiacyl-type lignin. This situation is modified during the development of the secondary xylem in 

most species of Cactaceae, where syringyl-type lignin prevails in the tracheary elements, not only 

as a structural component [32,34], but also as a protection against oxidative agents of fungi [112,113] 

or other pathogenic organisms [114]. The use of other complementary methods such as the Time-



101 

 

of-Flight Secondary Ion Mass Spectrometry (TOF-SIMS) [87], UV microspectrophotometry [115], 

along with precise measuring techniques like Nuclear Magnetic Resonance (NMR) and Py-GC/MS 

[34], will allow for a better understanding of the structural chemical composition of the primary 

xylem of Cactaceae species. 

2.6 CONCLUSIONS 

The principal components of the primary xylem of Cactaceae were extractive-free stem, water-

soluble compounds and holocellulose, which foster a quick growth at a low energetic expense. The 

retention of annular and helical type secondary walls in secondary xylem, along with the similarity 

in the type of lignin present in the primary and secondary xylem of M. carnea supported the 

paedomorphism for this non-fibrous species of Cactaceae, but not for the other species. 

The efficiency in the accumulation and ascent of water was due to the presence of abundant 

parenchyma cells and annular and helical type secondary wall in VEs and WBTs. The syringyl-

type lignin in S2 and S3 layers of secondary walls of WBTs make the flow of water easier and 

prevent embolism and cavitation in VEs, whereas the guaiacyl lignin in primary and secondary 

walls (S1) contribute to the rigidity and support of WBTs. The resistance and flexibility of VEs 

occur because of the homogeneous accumulation of guaiacyl lignin in the cell wall and its helical 

thickenings.  

The use of different techniques and methods in the study of the anatomy and the structural 

chemical composition of tracheary elements, both in the primary and secondary xylem, has 

allowed us to further understand the adaptations and strategies that Cactaceae species use to 

survive and adapt to the different conditions of the environments where they live and thrive. 

2.7 EXPERIMENTAL SECTION 

2.7.1 Plant material 

Ripe fruits from eight Cactaceae species were collected in several regions of Mexico, which 

represent the different types of wood and growth forms (Table 2.5). The fruits were dissected to 

obtain seeds. Echinocactus platyacanthus, Ferocactus pilosus, Leuenbergeria lychnidiflora, 

Lophocereus marginatus, Mammillaria carnea, and Myrtillocactus geometrizans seeds were 

disinfected by immersion in 10% sodium hypochlorite for 5 min, placed on filter-paper saturated 
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with distilled water in sterile Petri dishes [116,117] and kept at 25°C under a light/darkness 

photoperiod of 12 h in a germination chamber [118–120]. Cylindropuntia imbricata and Opuntia 

streptacantha seeds were scarified with 98% sulfuric acid for 90 min, washed 5 times with distilled 

water, disinfected by immersion in 10% sodium hypochlorite for 5 min, and placed on filter-paper 

saturated with distilled water in sterile Petri dishes [121,122]. Seeds of both Opuntioideae and L. 

lychnidiflora were also kept in a germination chamber at 30°C and under a light/darkness 

photoperiod of 12 h [123]. 

Table 2.5. Morphology and stem characteristics of eight Cactaceae species. 

Species 
Wood type 

(adult stage) 
Stem Plant size 

Echinocactus platyacanthus Link & Otto Dimorphic Columnar Medium 

Ferocactus pilosus Britton & Rose Dimorphic  Columnar Medium 

Cylindropuntia imbricata (Haw.) F.M. Knuth Fibrous Tree Tall 

Leuenbergeria lychnidiflora (DC.) Lodé Fibrous Tree Tall 

Lophocereus marginatus (DC.) S. Arias & Terrazas Fibrous Tree Tall 

Mammillaria carnea Zucc. ex Pfeiff. Nonfibrous Globose Small 

Myrtillocactus geometrizans (Mart. ex Pfeiff.) Console Fibrous Tree Tall 

Opuntia streptacantha Lem. Fibrous Tree Tall 

After 30 days of germination, the seedlings were transplanted to trays with a 1:1:1 mixture 

of perlite-tezontle-potting soil and kept in the conditions previously described for germination, 

under a two-times-per-week water regime [40,124]. From 2 to 8 months of age, we selected the 

seedlings (classified as such because they maintained cotyledons (Figure S2.9) and showed 

abundant primary vascular tissue) [40] for evaluations. 

2.7.2 Standardization of the method 

For each collected seedling, the spines were eliminated to avoid their lignin interfering with the 

vascular tissue analysis, then, seedlings were desiccated at 50°C for 48 h and milled using a mortar 

until their particle size allowed them to go through a 0.4 to 0.6 mm mesh. The extractive-free 

ligno-cellulose was obtained from these samples [125,126]. 

The amount of sample required to extract and quantify extractives, Klason-lignin, cellulose, 

and hemicellulose was adapted from the methodology of the TAPPI T-222 om-02 norm. This 

method has been used in studies of wood [125,127], fibers [128] including adult plants of Cactaceae 

[32,33]. Each analysis was carried out in triplicate, mean and standard deviation were obtained [32]. 
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For each one of the eight species, 75 seedlings were dried, milled and the material was 

homogenized. We used 25 seedlings per replication and three replications per species to perform 

the extraction and quantification procedure. 

Stem extractives: 0.2 g of each milled stem sample was placed in a filter-paper cartridge, 

kept for 12 h at 60°C and its weight was registered. The extractives-free stem samples were 

obtained by successive extractions in Soxhlet [126], with ethanol:benzene (v/v 1:2) and 96% 

ethanol; each of the extractions took 24 cycles, which were five hours approximately. The 

cartridges were left to dry for 12 h to obtain constant weight [33]. The samples were removed from 

the cartridges and they were extracted in distilled water for an hour at 95ºC, filtered through a 

medium-pore Büchner filter, and kept at 105ºC for 12 h and their constant weight was recorded 

[33]. With the weights of the residues after each extraction, the percentage of stem extractives was 

calculated according to the following formula: 

% = [(𝐀 + 𝐁 + 𝐂)/𝐖𝟎] ∗ 𝟏𝟎𝟎 

where A: weight (g) after the ethanol/benzene extraction, B: lost weight (g) after the ethanol 

extraction, C: lost weight (g) after the warm water extraction and W0: weight of the initial sample 

(g). 

Klason lignin: It was quantified by the method of the TAPPI T-222 om-02 norm [129–131] 

with some modifications. 0.5 mL of 72% sulfuric acid (in water v/v) were added to 0.05 g of the 

extractive-free sample, and kept at 18°C for 2 h and shake every 30 min. This allowed the sample 

to completely soak in the solution. After this, 14 mL of distilled water were added and it was kept 

at boiling point and at a constant volume for 4 h. The residue, which includes lignin, was filtered 

through a Büchner crystal funnel with fine pore, dried at 105ºC for 12 h, and the constant weight 

of the sample was recorded [33]. Lignin percentage was determined according to the following 

formula: 

% 𝐥𝐢𝐠𝐧𝐢𝐧 = (𝐖𝐋/𝐖𝐖) ∗ 𝟏𝟎𝟎 

where WL: weight (g) of the resultant lignin, and WW: weight (g) of the extractive-free stem 

sample. 
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Cellulose and hemicellulose: Kûrshner-Höffer's method [129] was modified to quantify 

cellulose. From extractive-free stem, 0.05 g were weighted and 1.25 mL of HNO3-ethanol (v/v 

1:4) were added, a boiling-reflux system was mounted in a water bath for 1 h. The HNO3-ethanol 

reactive solution was eliminated by decantation and 1.25 mL of HNO3-ethanol was added again. 

The extraction was made three times and in the last decantation, 1.25 mL of aqueous 1% KOH 

solution was added, the reflux was kept for 30 min and it was finally filtered out through a Büchner 

filter. The residue was left to dry for 12 h at 50ºC and the cellulose constant weight was recorded 

[33,129]. Cellulose percentage was obtained according to the following formula:  

% 𝐜𝐞𝐥𝐥𝐮𝐥𝐨𝐬𝐞 = (
𝐖𝐂

𝐖𝐖
) ∗ 𝟏𝟎𝟎 

where WC: cellulose weight (g); WW: extractive-free stem sample weight (g). 

Hemicellulose percentage was determined with the gravimetric method proposed by Li et 

al. [49] with few modifications. From extractive-free stem, 0.5 g were weighted and extracted with 

a reflux system with 10 mL of hot water for 3 h (solid to liquid ratio 1:20 mL). The reaction system 

was cooled to room temperature and filtrated. The filtrated was concentrated to 1.25 mL and was 

poured into 3.75 mL of 95% ethanol with stirring. The mixture was placed for 1 h, hemicellulose 

precipitate and was obtained by centrifugation (4500 g for 4 min) and freeze drying. The constant 

weight was recorded (H0). The water insoluble solid residue was dried at 60ºC for 16 h in an oven, 

after that, the solid residue was stepwise extracted with different concentrations of KOH (0.6, 1.0, 

1.5, 2.0 and 2.5%) at 75ºC for 3 h under a ratio of 1:20 (g/mL). In final step (2.5% of KOH), the 

solution of 2.5% of KOH was mixed with ethanol (99.7%) in a ratio 2:3. The five mixtures were 

filtered and then the filtrates were acidified to pH 5.5 with glacial acetic acid and concentrated to 

1.25 mL. The mixtures were poured in 3.75 mL of 95% ethanol with vigorously stirring, then, the 

mixture was placed for 1 h to precipitate the hemicellulose and was finally obtained by 

centrifugation (4500 g for 4 min) and freeze drying. The constant weight was recorded in each step 

(H0.6, H1.0, H1.5, H2.0, H2.5). Total hemicellulose was obtained by the following formula:  

% 𝐡𝐞𝐦𝐢𝐜𝐞𝐥𝐥𝐮𝐥𝐨𝐬𝐞 = (
𝐖𝐇

𝐖𝐖
) ∗ 𝟏𝟎𝟎 
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2.7.3 Syringyl/Guaiacyl ratio lignin 

The estimation of lignin composition has been made through different methods, Pyrolysis–Gas 

Chromatography–Mass Spectrometry (Py-GC/MS) [132], Nuclear Magnetic Resonance (NMR) 

[34,133–135], Fourier Transform Infrared (FTIR) [32,34,136], and High-Performance Liquid 

Chromatography (HPLC) [32,137,138]. For this reason, in this paper Klason lignin is used directly to 

perform infrared (FTIR) spectrum readings, due Reyes-Rivera et al. [34] find consistent values when 

comparing these with other methods such as Py-GC/MS and NMR. Therefore, after the Klason 

lignin was obtained from the seedlings, the samples were kept in a desiccator and FTIR-ATR 

spectra were obtained using an Agilent, Cary 630 FTIR-ATR equipment. Ten spectra were 

obtained for each sample, their average was calculated and then the baseline and ATR corrections 

were performed to diminish spectrum noise [34,139,140]. After that, the 1269 to 1272 cm-1 peak were 

used to measure guaiacyl values and the 1328 to 1330 cm-1 peak to measure syringyl values 

[141,142]. The measurement was made following Pandey's method [143], in which, after baseline 

correction, the values of the peaks are measured by creating a line that connects the lower and the 

higher values of the peak, a vertical line is drawn from the base of the x axis to the top of the peak. 

The portion of the line between the top of the peak and the baseline is the correct value for each 

peak. Once the values of every syringyl and guaiacyl peaks were obtained, the percentages of each 

monomer were divided to obtain the ratio S/G. 

2.7.4 Statistical analysis 

Coefficient of variation (CV) was used as a measure to quantify the method’s repeatability [22] 

because values smaller than the TAPPI norm were used. The CV was obtained with the following 

formula: 

𝐂𝐕(%) = (
𝐒𝐃

𝛍
) ∗ 𝟏𝟎𝟎 

where: SD = sample standard deviation, and µ = repetition average of each sample 

Once the mean, standard deviation, and CV were obtained, normality was determined by 

the Kolmogorov-Smirnov test and the Shapiro-Wilk analysis, which showed that there was no 

normality in the data, even after using the arcsine square root. Therefore, the non-parametric 

Kruskal-Wallis test was applied, as well as the Dunn test as post hoc which compares multiple 
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pairs between each species and determines if the differences in the variables among the eight 

species were significant [144]. The results were compared with those reported by Reyes-Rivera et 

al. [32], Maceda et al. [33], and with studies that include primary xylem data (Table S2.6). 

Then, two principal component analysis (PCA) were performed—the first one to define the 

variables that determined the differences between seedlings, and the second one with the variables 

of the seedlings and the adult plants of each species using the values of Reyes-Rivera et al. [32] and 

Maceda et al. [33]. 

2.7.5 Anatomical and topochemical description of lignin 

Two to four seedlings per species were used for the anatomical description to obtain transverse 

and longitudinal sections. The tissues were fixed in formaldehyde, acetic acid, and alcohol and 

kept in a vacuum chamber for 24 h. This procedure facilitates the infiltration of the fixer and avoids 

vascular tissue collapse [145]. The tissues were embedded in paraffin, sections cut 10-12 µm thick 

using a rotary microtome, dewaxed and stained with safranin O / fast green [146]. 

Microscopy fluorescence combined with safranin O/fast green can be useful to identify 

differences in vascular tissue composition [76,147,148], because safranin O contributes to highlighting 

the fluorophores present in the lignin molecule [77,81,84,100]. This combination has a greater 

sensitivity to identify variations in the composition of vascular tissue compared with Maüle and 

Wiesner techniques [149–151]. Lignin fluorescence has been characterized by a wide range of 

excitation and emission wavelengths [84,100,152]. It has been proposed to use different wavelengths 

to identify variations in the intensity and tonalities of fluorescence lignin [80,81,85,153]. Therefore, the 

observations were made on a fluorescence microscope with the DAPI-FITC-TRITC band 

excitation, which has three types of waves: violet (385 to 400 nm), blue (475 to 490 nm), and green 

(545 to 565 nm) with an emission filter of 430, 510 and 570 nm respectively. For this, each sample 

was kept for one minute under exposure to observe the autofluorescence of lignin [80] highlighted 

by safranin O [77,81,154]. 
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2.11 APPENDIX 

 

 
Figure S2.9. Seedlings of Cactaceae. A. Leuenbergeria lychnidiflora, eight months. B. 

Echinocactus platyacanthus, 1-8 months. C. Cylindropuntia imbricata, eight months. D. 

Ferocactus pilosus, eight months. E. Opuntia streptacantha, eight months. F. Mammillaria 

carnea, 2-8 months. Bar is 1 cm in A-E; 5 mm in F.
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Table S2.6. Percentages of the extractives and lignocellulosic compounds of species with primary xylem. 

Species 
Extractives 

% 
Cellulose % Hemicellulose % Lignin % References 

Bambusa vulgaris 6.79 47.51 24.44 21.26 [16] 

Bromus inermis - 30 28.2 34.7 [155] 

Cannabis sativa - 53.86 10.6 8.76 [23] 

Dactylis glomerata 39.2-56.9 23.6-52.3 23.5 21.3 [155] 

Dendrocalamus giganteus 7.1 44.4 25-35 22 [18] 

D. oldhami 3.3-3.9 34.1-47.1 25.1-34.5 20.9-25.2 [17] 

Eleusine indica - 26.1 32.51 4.14 [156] 

Festuca arundinacea 33.7-36.2 26.7-28.4 30.3-31.9 43-49 [21] 

Gigantochloa brang 8-9.23 34-52 - 25-33 [125] 

Helianthus annuus - 34.06 5.18 7.72 [23] 

H. tuberosus - 20.95 5.48 5.05 [23] 

Lotus corniculatus 49.7-54.5 22.7-28.7 13.4-25.5 9.2-30 [21,155]. 

Medicago sativa 48.9-55.2 14.7-23.9 13-15.1 8.2-17.4 [21,155]. 

Miscanthus saccharifloris - 42 30.15 9.65 [23] 

Neosinocalamus affinis 4.5 - 62.4 24.3 [157] 

Panicum maximum - 32.71 42.57 3.09 [156] 

P. virgatum 24.9-27.1 32.2-43 33.6-36.4 46.1-68 [21,155] 

Pennisetum purpureum - 34.04-46.58 34.14-39.31 5.62-22.25 [156,158] 

Phalaris arundinacea 33.3-38.1 25.5-27 30.3-33.1 45-48 [21] 

Phyllostachys edulis - 44.63 23.65 20.35 [136] 

Secale cereale 26.4-28.6 34.4-34.8 28.2-30.2 6.4-6.9 [21] 

Sorghum bicolor 38.2-43.4 25.6-28.5 26.4-27.7 4.6-5.3 [21] 

Trifolium pratense - 25 20.6 34 [155] 

Zea mays 6.6 39.27 25.96-64.2 9.02-19.9 [23,159] 
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Table S2.7. Kruskal-Wallis values for each variable. 

Variables Chi-cuadrado 
Degrees of 

freedom 

Probability>Chi-

square 

Ethanol-benzene 25.69 7 0.001*** 

Ethanol 24.36 7 0.001*** 

Water 90 °C 25.29 7 0.001*** 

Total extractives 25.84 7 0.001*** 

Extractives-free 

wood 
25.84 7 0.001*** 

Celullose 15.95 7 0.026* 

Lignin 22.36 7 0.002*** 

Hemicellulose 12.04 7 0.099 

***= highly significant differences; *=significant differences. 
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CAPÍTULO III. CARACTERIZACIÓN QUÍMICA, CUANTIFICACIÓN DE 

LIGNOCELULÓSICOS E ÍNDICES DE CRISTALINIDAD EN TRES ESPECIES 

DE Opuntia CON POTENCIAL INDUSTRIAL Y BIOCOMBUSTIBLES 

3.1 RESUMEN 

El género Opuntia se cultiva en México por sus frutos y cladodios jóvenes y maduros. En la 

industria del papel y la energética se ha investigado poco sobre su uso. Los objetivos de este 

estudio fueron cuantificar extraíbles en diferentes disolventes orgánicos y agua, cuantificar 

compuestos lignocelulósicos, comparar la proporción de sirinigilo/guayacilo de la lignina y 

calcular los índices de cristalinidad de la celulosa. La hipótesis fue que hubo diferencias entre 

las especies. Cladodios maduros de tres especies de Opuntia se deshidrataron y trituraron; 

con la harina se hicieron extracciones en secuencia con disolventes con base en la norma 

TAPPI T-222 om-02. La lignina Klason, celulosa y hemicelulosas se cuantificaron. De 

muestras de celulosa y lignina se obtuvieron los espectros de infrarrojo por Transformada de 

Fourier para calcular la relación de sirinigilo/guayacilo de lignina y los índices de celulosa 

cristalina. Los porcentajes de agua variaron de 89 a 92 %; con el análisis de Kruskal-Wallis 

se obtuvo diferencias significativas (p > 0.05) en extraíbles con etanol: benceno, celulosa y 

hemicelulosas. Opuntia ficus-indica tuvo la mayor cantidad de celulosa (32.6 %) y 

hemicelulosas (13.5 %) y O. streptacantha presentó menor porcentaje de celulosas (28.1 %) 

y hemicelulosas (9.8 %). La relación de sirinigilo/guayacilo fue de 1.59 a 2.12, por la 

presencia de más de 60 % de siringilo. Los índices de cristalinidad revelaron porcentajes 

mayores a 60 % de celulosa cristalina. Los porcentajes de lignocelulósicos y composición 

química de lignina y celulosa posibilita el uso de las especies de Opuntia en la producción 

de nanofibras de celulosa y biocombustibles. 

Palabras clave: Opuntia, proporción S/G, celulosa cristalina, FTIR, biocombustibles 

3.2 ABSTRACT 

The Opuntia genus is grown in Mexico for its young and mature fruits and cladodes. In the 

paper and energy industry little research has been done on its use. The objectives of this study 

were to quantify extractives in different organic solvents and water, to quantify 

lignocellulosic compounds, to compare the ratio of syringyl/guaiacyl of lignin and to 
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calculate the crystallinity index of cellulose. The hypothesis was that there were differences 

between species. Mature cladodes of three Opuntia species were dehydrated and milled; with 

the flour, extractions were made in sequence with solvents based on the TAPPI standard T-

222 om-02. Lignin Klason, cellulose and hemicellulose were quantified. From cellulose and 

lignin samples Fourier transform infrared spectra were obtained to calculate the 

syringyl/guaiacyl ratio and the crystalline cellulose index. Water percentages varied from 89 

to 92 %; Kruskal-Wallis analysis showed significant differences (p > 0.05) in extractives 

with ethanol:benzene, cellulose and hemicelluloses. Opuntia ficus-indica had the highest 

amount of cellulose (32.6 %) and hemicelluloses (9.8 %). The syringyl/guaiacyl ratio was 

from 1.59 to 2.12, due to the presence of 60 % of syringyl. Crystallinity index revealed 

percentages greater than 60 % of crystalline cellulose. The percentages of lignocellulosics 

and chemical composition of lignin and cellulose make it possible to use Opuntia species in 

the production of cellulose nanofibers and biofuels. 

Keywords: Opuntia, ratio S/G, crystalline cellulose, FTIR, biofuels. 

3.3 INTRODUCCIÓN 

La producción de biocombustibles permite reducir la utilización de combustibles fósiles [1]. 

La posibilidad de desertificación debido al cambio climático ha propiciado el uso de plantas 

que habitan en zonas desérticas para la producción de biocombustibles [2,3]; además de la 

reducción en el uso de especies prioritarias para consumo humano como maíz y caña de 

azúcar [4]. Las especies con metabolismo ácido de las crasuláceas (MAC) son potenciales 

productoras de biocombustibles [5,6], especialmente Agave tequilana [7–9] y Opuntia ficus-

indica [10–12]. 

Opuntia ficus-indica es la especie más estudiada por su cultivo y por ser considerada 

especie invasora en algunos países [13] y es la de mayor importancia global [14,15]. Se han 

propuesto alternativas de aprovechamiento y se ha investigado la composición química de la 

celulosa de diferentes partes de la planta: glóquidas y espinas [16–19], cáscara de frutos [20], 

cladodios [21–23], epidermis de cladodios [24], tronco principal [25] y semillas [26]; para utilizarse 

en biocombustibles [27] e industria del papel [25]. 
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El género Opuntia es importante en México histórica y culturalmente por el 

aprovechado de sus cladodios como verdura (nopalitos) [28], frutos (tunas) [29] y forraje [30]. 

En México existen 65000 ha de cultivo de nopal [31] y anualmente se obtiene un aproximado 

de 10.5 a 11.8 toneladas por ha [32,33], en Zacatecas, Aguascalientes, San Luis Potosí, 

Guanajuato, Jalisco y Estado de México principalmente [28].  

Ochenta y tres especies de Opuntia son reconocidas en México con potencial de 

aprovechamiento [32]; la mayoría de estudios de O. robusta y O. streptacantha se han 

enfocado en la calidad nutricional de frutos [34,35]. La composición de celulosa cristalina, 

porcentajes de hemicelulosas y la relación de sirinigilo/guayacilo de cladodios maduros de 

O. robusta y O. streptacantha no ha sido estudiada. 

Por lo que los objetivos de este estudio fueron cuantificar la composición química de 

cladodios, evaluar la proporción de sirinigilo/guayacilo, calcular el porcentaje de celulosa 

cristalina y comparar los resultados de Opuntia ficus-indica, O. robusta y O. streptacantha 

con la literatura. La hipótesis fue que hubo diferencias en la composición de celulosa entre 

las especies de Opuntia. 

3.4 RESULTADOS 

3.4.1 Composición química de cladodios  

El promedio del tamaño de los cladodios difirió entre las especies con excepción de su 

longitud (p = 0.064). Los cladodios de O. robusta fueron los más anchos (24.32 cm), gruesos 

(2.1 cm) y pesados (2.78 kg) en comparación con las otras especies (14.28-15.32 cm, 0.88-

1.46 cm, 0.70-0.98 kg respectivamente). O. ficus-indica (92.1 %) y O. robusta (92 %) 

tuvieron diferencias significativas (p < 0.05) en el contenido de agua con respecto a O. 

streptacantha (89.7 %) (Cuadro 3.1). 

O. robusta tuvo diferencias significativas (p < 0.05) en el porcentaje de extraíbles con 

etanol:benceno (4.22%) (Figura 3.1), con respecto a O. ficus-indica (3.1 %) y O. 

streptacantha (2.9 %). Los porcentajes de extraíbles en etanol (96 %), agua a 90 °C, extraíbles 

totales y madera libre de extraíbles, no tuvieron significativas (p > 0.05). Sin embargo, O. 

streptacantha tuvo el mayor porcentaje en extraíbles en etanol (1.76 %), agua (44.52 %) y 
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extraíbles totales (49.20 %); mientras que O. ficus-indica presentó la mayor cantidad de 

madera libre de extraíbles (56.7 %) (Figura 3.1). 

Cuadro 3.1. Media, desviación estándar y comparación de medias de los tamaños de cladodio 

de las tres especies de Opuntia. Las letras mayúsculas diferentes indican diferencias 

significativas en cada línea (Tukey, p < 0.05) 

Especie O. ficus-indica O. robusta O. streptacantha 

Largo (cm) 42.72±6.95A 42.5±3.34A 34.84±5.24A 

Ancho (cm) 14.28±1.74A 24.32±3.64B 15.32±2.22A 

Grosor (cm) 1.46±0.6AB 2.1±0.46B 0.88±0.04A 

Peso fresco (kg) 0.98±0.09B 2.78±0.22C 0.70±0.09A 

Peso seco (kg) 0.08±0.01A 0.22±0.03B 0.07±0.01A 

Contenido de agua (%) 92.1±0.4B 92.0±0.58B 89.7±0.87A 
 

 

Figura 3.1. Media de los porcentajes de cada tipo de extraíble y madera libre de extraíble 

para las tres especies de Opuntia. Las barras indican la desviación estándar. Las letras 

mayúsculas diferentes indican diferencias significativas (Tukey, p ≤ 0.05).  

Las diferencias en celulosa fueron significativas (p < 0.05) entre O. ficus-indica 

(32.629 %) y O. streptacantha (28.122 %). En hemicelulosas, las diferencias significativas 

(p < 0.05) fueron entre O. ficus-indica (13.55 %) y O. streptacantha (11.49 %) con respecto 

a O. robusta (9.86 %). Lignina no tuvo diferencias significativas (p > 0.05) (Figura 3.2). 
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Figura 3.2. Media de los porcentajes de cada tipo de compuesto lignocelulósico para las tres 

especies de Opuntia. Letras distintas indican diferencias significativas entre medias (Dunn y 

Tukey, p ≤ 0.05) 

3.4.2 Relación S/G  

Los espectros FTIR de Opuntia reflejaron las bandas asociadas a lignina. La banda 1501 cm-

1 mostró la vibración del anillo aromático C=C de guayacilo-siringilo; 1325 cm-1 

correspondió con la expansión-contracción del anillo de siringilo y estiramiento de C-O; 

1271 cm-1 reflejó la vibración simétrica de C-O y del ciclo glucopiranósico de guayacilo; la 

1225 cm-1 mostró la vibración simétrica de C-O y del ciclo glucopiranósico de siringilo; 1030 

cm-1 reflejó la deformación del plano C-H de guayacilo y deformación del alcohol primario 

C-O y la 913 cm-1 mostró la deformación =CH fuera del plano del anillo aromático de 

guayacilo y siringilo (Figura 3.3). 
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Figura 3.3. Espectro FTIR de la huella dactilar de tres especies de Opuntia 

Cuadro 3.2. Porcentajes de siringilo, guayacilo y proporción de S/G 

Especie Siringilo Guayacilo S/G 

O. ficus-indica 61.4 38.6 1.59 

O. robusta 64.7 35.3 1.83 

O. streptacantha 67.9 32.1 2.12 

La proporción de siringilo y guayacilo (S/G) se obtuvo con las bandas 1325 y 1271 

cm-1. El porcentaje de siringilo fue mayor que el de guayacilo (Cuadro 3.2); O. streptacantha 

tuvo una proporción mayor de S/G (2.12) mientras que O. ficus-indica presentó la menor 

proporción (1.59). 

3.4.3 Cristalinidad de la celulosa 

Los espectros de FTIR reflejaron las bandas de la celulosa purificada (Figura 3.4). La banda 

de 3000 a 3600 cm-1 correspondió con el estiramiento de OH (enlaces de hidrógeno); 2900 

cm-1 reflejó el estiramiento de CH; 1430 cm-1 el doblamiento de CH2 (celulosa cristalina y 

amorfa); 1372 cm-1 representó el doblamiento de CH; 1336 cm-1 el doblamiento en plano de 

OH (celulosa amorfa). La banda 1317 cm-1 reflejó la agitación de CH2 (celulosa cristalina I); 
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1163 cm-1 la unión asimétrica del estiramiento del oxígeno de C-O-C; 893 cm-1 correspondió 

con la asimetría del estiramiento y deformación de C-O-C, C-C-O y C-C-H; 670 cm-1 mostró 

el estiramiento C-O-H fuera del plano. La pureza de celulosa se determinó con la ausencia 

de respuesta de las bandas 1735 cm-1 que corresponde a la presencia de xilanos y 

hemicelulosas. La ausencia de las bandas 1595 cm-1, 1512 cm-1 y 1463 cm-1 indica ausencia 

de lignina. La ausencia de respuesta de la banda 1269 cm-1 reflejó la ausencia de lignina y 

hemicelulosa (Figura 3.4). 

 

Figura 3.4. Espectro FTIR para la obtención de los índices de cristalinidad de celulosa para 

las tres especies de Opuntia. 

Los índices de cristalinidad TCI, LOI e IA se presentan en el Cuadro 3.3. El índice 

TCI presentó porcentajes elevados de celulosa cristalina en O. ficus-indica (79 %), O. robusta 

(74 %) y O. streptacantha (76 %). El índice LOI reflejó la cristalinidad empírica de la 

celulosa, los porcentajes de celulosa cristalina variaron de 61 a 68 % en las tres especies de 

Opuntia. O. ficus-indica presentó el mayor porcentaje de celulosa cristalina (77 %) con el 

índice IA, O. robusta y O. streptacantha tuvieron un porcentaje del 70 % (Cuadro 3.3). Los 

tres índices mostraron que las tres especies de Opuntia tuvieron porcentajes de celulosa 

cristalina por encima del 60 %, para celulosa amorfa el porcentaje fue menor al 40 %. 
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Cuadro 3.3. Índices de cristalinidad para determinar la celulosa cristalina de las tres 

especies de Opuntia 
 TCI (%) LOI (%) IA (%) 

O. ficus-indica 79 68 77 

O. robusta 74 61 70 

O. streptacantha 76 68 70 

3.5 DISCUSIÓN 

3.5.1 Composición química de cladodios 

El tamaño de los cladodios de O. ficus-indica y O. streptacantha estuvieron dentro de los 

valores reportados por Reyes-Agüero et al. [32]; la longitud, anchura y grosor de los cladodios 

corresponde a los valores registrados por Pérez-Sánchez et al. [36]. Estas características 

morfológicas son resultado de las condiciones de cultivo y domesticación y no a la expresión 

genética de las plantas [37,38]. Los porcentajes de agua en los cladodios corresponden con los 

porcentajes de 85 % [11], 88 % [10,39] y 95 % [40,41] reportados en la literatura. Comparado con 

los frutos, estos presentan porcentajes de agua entre 59 % a 90 % [42,43]. La acumulación de 

90 % de agua en tejido parenquimático de los cladodios en las tres Opuntias estudiadas y las 

reportadas en literatura, es importante debido a que se pueden descomponer rápidamente [27] 

y se pueden utilizar en la producción de etanol [10,30,44] y biocombustibles [45], con 

rendimientos mayores que los que se obtienen en Agave tequilana [46]. 

Opuntia ficus-indica es la especie que más se ha reportado la composición química de 

diferentes partes de la planta (Cuadro 3.4). Los porcentajes de extraíbles en etanol:benceno, 

fueron similares a los reportados para el tallo O. stenopetala y O. stricta [47] y diferente al 

tallo de O. ficus-indica [25]. Las diferencias fueron debido a la utilización de tolueno por 

dichos autores. Sin embargo, la mezcla de disolventes de baja polaridad permite la extracción 

de fenólicos, aldehídos, ceras y ácidos orgánicos [48,49]. Para su aprovechamiento en otras 

áreas y estudios de metabolitos secundarios, la mezcla de etanol:tolueno obtuvo mayores 

rendimientos [25]. 

La extracción con etanol 96 %, permite la separación de compuestos de mayor 

polaridad como fenoles y compuestos polares [50]. Los porcentajes que se obtuvieron para las 

tres especies de Opuntia (1.0-1.8 %) fueron menores respecto a los de la epidermis de 

cladodios de O. ficus-indica (27.6 %) [26] y para tallos de O. stenopetala (8.1 %) y O. stricta 
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(8.2 %) [47]. En semillas de O. ficus-indica, los porcentajes de extraíbles en etanol 96 % son 

similares (1.6 %) (Cuadro 3.4).  

Los porcentajes de extraíbles en agua caliente de las tres especies de Opuntia (38.8-

44.5 %) son cercanos al porcentaje del tallo de O. ficus-indica (36.3 %) [25] y difieren con el 

porcentaje que presentan cladodios (63.1 %) [41] y tallos de O. stenopetala (15.6 %) y O. 

stricta (15.35 %) [47]. La variación de dichos porcentajes se debe a las células parenquimáticas 

y mucilaginosas en xilema [47] y región cortical [51] que acumulan almidones, gomas y otros 

compuestos solubles en agua caliente [52,53]. 

Los cladodios de O. basiliaris (40.33 %) tuvieron concentración de extraíbles totales 

cercanos a los que se obtuvieron en O. ficus-indica (43.3 %), O. robusta (49.1 %) y O. 

streptacantha (49.2 %). El Kossori et al. [26] reportaron valores de 62.3 % para O. ficus-indica 

comparado con otros estudios donde los valores de extraíbles totales son de 17.7 a 28 % 

(Cuadro 3.4). La variación en los porcentajes es debido a factores ambientales [53] y a la parte 

de la planta que se analiza [54,55]. 

Los porcentajes de celulosa de O. robusta (29.1 %) y O. streptacantha (28.1 %) son 

similares a lo reportado en el Cuadro 3.4 para cladodios de O. ficus-indica (8.4-29.1 %). En 

O. ficus-indica (32.62 %) los valores fueron parecidos a O. basilaris (33.7 %). La 

acumulación de celulosa en O. ficus-indica varía en los diferentes órganos de la planta. Las 

semillas tienen valores entre 35 % [20] y 45.1 % [26]; los frutos van de 10 a 27 % [42,56]; el tallo 

presenta 53 % [25,57] y las espinas tienen 50 % [19]. La variación en la acumulación de celulosa 

en el mismo órgano de la planta se debe a condiciones ambientales y al cultivo de la planta 

[58,59]. 

El porcentaje de lignina de las tres especies estudiadas corresponde a lo reportado por 

Yang et al. [11] y Santos et al. [60] (Cuadro 3.4). La acumulación de lignina varía en O. ficus-

indica debido a que se reportan valores que van de 2.7-7.95 % a 16 % (Cuadro 3.4). El tallo 

de O. ficus-indica presenta valores bajos (4.8 %; [25,57]) que difiere con lo reportado para otras 

plantas que, al madurar acumulan un mayor porcentaje de lignina [63,64], como se observa para 

O. stenopetala, O. streptacantha y O. stricta [47,62]. 
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Cuadro 3.4. Porcentajes de extraíbles y compuestos lignocelulósicos de O. ficus-indica y 

otras especies de Opuntia reportados en la literatura.  

a Extraíbles en etanol. b Extraíbles en agua fría. c Extraíbles en agua caliente. d Extraíbles en 

solución de hidróxido de sodio. e Extraíbles en etanol-tolueno o etanol benceno. *Porcentaje 

de holocelulosa. Ec = epidermis cladodio, C = cladodio, G = glóquidas, Ef = epidermis fruto, 

Es = espina,F = fruto, Ps = pericarpo semilla; S = semilla, T = tallo. 1 = [24], 2 = [75], 3 [16], 4 

= [10], 5 = [76], 6 = [21], 7 = [11], 8 = [23], 9 = [57], 10 = [26], 11 = [71], 12 = [58], 13 = [26], 14 = [25], 

15 = [72], 16 = [39], 17 = [77] 

Especie 

Órgano 

de la 

planta 

Lignina 

(%) 

Celulosa 

(%) 

Hemicelulosa 

(%) 

Extraíbles 

(%) 

Extraíbles 

totales 

(%) 

Cita 

Opuntia basilaris Ec 7.5 33.72 21.48 - ± 40.33 1 

O. cochenillifera C 6.8 - 51.5 - - 2 

O. compressa G - 95 - - - 3 

O. ficus-indica C 7.95 - 42 - 24.3 4 

O. ficus-indica C 16 - 26.7 - 17.7 5 

O. ficus-indica C 3.6 21.6 48 - - 6 

O. ficus-indica C 
13.7-

13.8 
- 39.9-40.1 - - 2 

O. ficus-indica C 12.3 13.1 18.5  25 7 

O. ficus-indica C - 8.4 - - - 8 

O. ficus-indica C 2.7 18.9* - 63.1c - 9 

O. ficus-indica E 0.02 29.1 8.47 27.6a ± 62.23 10 

O. ficus-indica Ef 2.4 27 35 - - 11 

O. ficus-indica Es 1.2 47.9 48.4 - - 6 

O. ficus-indica F - 10-15.4 3.2 - - 12 

O. ficus-indica Ps 20 35 27 - - 11 

O. ficus-indica S 0.1 45.1 5.39 1.59a ± 49.41 13 

O. ficus-indica T 4.8 53.6 - 
24b, 36.3c, 

29.6d, 9.8e 
- 14 

O. ficus-indica T 4.8 53 11 25c - 15 

O. stenopetala T 29.56 30.46 15.61 
8.06a, 15.6c, 

2.31e 
24.36 16 

O. streptacantha T 45.1 17.6 9.3 - 28 17 

O. stricta T 28.11 31.31 16.2 
8.22a, 15.35c, 

2.45e 
24.37 16 
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La acumulación de hemicelulosas en las especies analizadas fue bajo (9.10-11.05 %; 

Figura 3.2) comparado con la literatura para cladodios (Cuadro 3.4); debido a que los 

porcentajes van de 18.5 % [11] a 48 % [21]. Los porcentajes fueron similares al de tallos (9.3-

16.2 %) [47,57,62]. En O. cochenillifera se registra una mayor acumulación de hemicelulosas 

(51.5 %) [60] comparado con O. ficus-indica y O. basilaris (Cuadro 3.4). Las variaciones en 

porcentajes de lignina y hemicelulosas se deben principalmente a factores ambientales que 

influyen en su acumulación [59,65]. 

3.5.2 Proporción S/G de lignina e índices de celulosa cristalina 

La proporción de siringilo y guayacilo mediante el uso de ATR-FTIR, permite la 

identificación cuantitativa de los monómeros siringilo y guayacilo de la lignina [66,67]. Los 

resultados difieren a lo reportado por Reyes-Rivera et al. [62] que obtuvieron una proporción 

S/G (1.1) con oxidación por nitrobenceno y HPLC para O. streptacantha. Al utilizar lignina-

dioxano (DL), Reyes-Rivera et al. [68] obtienen mediante Py-GC/MS, 2D-NMR y ATR-FTIR 

las proporciones 2.1, 2.2 y 1.8 respectivamente para O. streptacantha. Los dos primeros 

valores son similares a la proporción que se obtuvo con lignina Klason en este estudio (2.1), 

debido a que posiblemente, presenta valores similares a la lignina obtenida con el método 

DL. Para las especies de O. robusta y O. ficus-indica, no se ha reportado en la literatura las 

proporciones de S/G. 

La presencia de mayor porcentaje de siringilo en el polímero de lignina, indica si una 

especie se deslignifica eficientemente en procesos de producción de papel (proceso de Kraft) 

[69,70]. Además es un indicador de que la lignina se puede desnaturalizar para utilizarse como 

materia prima en la producción de biocombustibles. Las especies con proporciones S/G 

elevadas son candidatas adecuadas para su uso en la producción de papel [71,72]. Eucalyptus 

spp. son ejemplo de especies con proporciones de 1.4 a 3.8 y que han sido utilizadas en la 

producción de papel [73,74]. Las especies con mayor porcentaje de guayacilo, el proceso de 

deslignificación es complicado de realizar como ocurre con Panicum virgatum (0.75) [75]. 

Las especies analizadas tuvieron mayor porcentaje de siringilo (61.4-67.9 %) y de 

proporción S/G (1.59-2.12). Estos valores revelan que la lignina es menos condensada [76] y 

presentan un mayor número de enlaces β-O-4 [77] que pueden hidrolizarse con el proceso de 

Kraft [78,79], sin utilizar procesos que utilizan un mayor consumo de insumos como 
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temperatura, mayor alcalinidad y tiempo de retención [70]. Las especies con mayor proporción 

de guayacilo deben someterse a procesos enzimáticos para aumentar la cantidad de siringilo 

[80]. Con base en lo anterior, las tres especies de Opuntia pueden ser utilizadas como materia 

prima para la producción de papel y en la producción de biocombustibles derivado de la 

desnaturalización de la lignina.  

Los índices de cristalinidad con FTIR permitieron cuantificar los porcentajes de 

celulosa cristalina y amorfa [81–83], sin necesidad de realizar procesos destructivos de la 

muestra [84,85]. Debido a la ausencia de respuesta de bandas de hemicelulosa [86] y lignina [87–

89], los índices de cristalinidad se pudieron calcular. Por lo tanto, el método de extracción 

utilizado para celulosa fue eficiente en la obtención de una muestra pura. 

El índice LOI muestra el orden de la celulosa [90–92], este índice se ha considerado 

como método empírico y menos sensible [93,94]. Sin embargo, tuvo valores acordes al índice 

TCI. Este índice refleja con mayor sensibilidad el porcentaje de celulosa cristalina [87,90,92]. 

Ambos índices han sido ampliamente utilizados como indicadores para cuantificar la 

proporción de celulosa cristalina y amorfa [94–97]. Para las especies estudiadas, los dos índices 

mostraron que tuvieron mayor cristalinidad y orden en la celulosa. 

El índice IA permitió confirmar los valores del índice TCI debido a que reflejan la 

proporción de celulosa cristalina con respecto a la celulosa amorfa [87]. En O. ficus-indica, el 

porcentaje de celulosa cristalina (77 %) fue mayor que O. robusta y O. streptacantha (70 %). 

Estos resultados difieren con lo reportado por Yang et al. (2015), que obtuvieron valores de 

55.9 % de celulosa amorfa y 27.2 % de celulosa cristalina para O. ficus-indica. Greco y 

Maffezzoli [98] reportan valores bajos de celulosa cristalina (22-28%) pero solo analizan el 

tejido vascular de los cladodios. También se ha reportado el porcentaje de celulosa cristalina 

en semillas de O. ficus-indica (60 %) [20] y en la epidermis de los frutos (38 %) [56]. En el caso 

de las espinas, éstas presentan entre 33.8 % [18] y 70 % de celulosa cristalina [17]. 

La presencia de una mayor cristalinidad en la celulosa de la pared primaria confiere 

resistencia al ataque de patógenos [99]. La presencia de mayor empaquetamiento de 

microfibrillas de celulosa cristalina, provoca que la pared primaria sea menos susceptible a 

la acción enzimática [100]. La presencia de celulosa cristalina aumenta la resistencia física y 

mecánica, la fuerza de tensión, químicamente es menos reactiva y tiene menor humectación 
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[101,102]. Debido a esta propiedad se ha utilizado en la elaboración de componentes de 

nanofibras de celulosa o celulosa microfibrilada [103,104], en cosméticos y equipo médico 

[105,106]; además de que puede ser mezclada con fibra de celulosa reciclada para la 

estructuración de nuevo papel [101,107]. 

La celulosa amorfa puede utilizarse en la producción de etanol, debido a que es 

fácilmente hidrolizada y fermentada [11,108] mediante el uso de enzimas celulasas [109]. Los 

índices de cristalinidad en conjunto con la proporción S/G demostraron que O. ficus-indica, 

O. robusta y O. streptacantha tienen potencial de uso en la producción de papel [25] y 

biocombustibles [10,27,33]. 

3.6 CONCLUSIONES 

Las tres especies de Opuntia presentaron contenidos de agua cercanos a 90 % y pueden ser 

utilizadas en la producción de biocombustibles. Las variables que presentaron variación 

significativa fueron el porcentaje de extraíbles en etanol:benceno, celulosa y hemicelulosas. 

Las tres especies presentaron mayores porcentajes de siringilo y valor de S/G elevado por lo 

que son aptas para deslignificar con el proceso de Kraft en la producción de papel. Los índices 

de cristalinidad mostraron que las tres especies tuvieron porcentajes de celulosa cristalina 

arriba del 60%, por lo que pueden ser aprovechadas en la obtención de materiales celulósicos 

y en biocombustibles. 

3.7 SECCIÓN EXPERIMENTAL 

Cladodios maduros, saludables, de plantas adultas elegidas al azar se colectaron en terrenos 

de cultivo en la localidad de Montecillo, municipio de Texcoco, Estado de México, México. 

Las especies recolectadas fueron Opuntia ficus-indica (L.) Mill., O. robusta H. L. Wendl. ex. 

Pfeiff y O. streptacantha Lem. Espinas y glóquidas se eliminaron de los cladodios para evitar 

interferencia con los resultados de lignina y celulosa. Largo, ancho y grosor de cada cladodio 

se midió, el peso fresco y seco se obtuvieron para calcular el contenido de agua. Los cladodios 

se cortaron en fragmentos y secaron a 50° C para registrar peso constante. 

El análisis de la composición química se apegó a la norma TAPPI T-222 om-02. Cada 

muestra se molió hasta un tamaño de partícula de 0.4 mm para extraer y purificar la lignina 

y celulosa [110] con base en el método reportado por Reyes-Rivera y Terrazas [111]. De cada 
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especie se pesaron 2 mg de muestra y se colocaron en cartuchos de papel filtro para realizar 

extracciones sucesivas por 6 h en Soxhlet con etanol-benceno (1:2 v/v) y posteriormente 

etanol al 96%. Las muestras de cada extracción se secaron a 60° C por 24 h para registrar 

peso constante.  

Los cartuchos se desecharon, las muestras se mantuvieron en un sistema de reflujo con 

agua a 90 °C durante 1 h. Cada muestra se filtró con un filtro Büchner de poro medio y se 

secó a 105º C por 24 h hasta obtener peso constante. Para cuantificar porcentaje de extraíbles 

totales se utilizó la fórmula siguiente: 

Extraíbles totales: (%) = [(A + B + C) / W0] x 100 

Donde A es el peso perdido (g) después de extraer con etanol:benceno, B es el peso perdido 

(g) después de extraer con etanol a 96 % y C es el peso perdido (g) después de extraer en 

agua a 90º C; W0 es el peso inicial de la muestra. Para obtener el porcentaje de madera libre 

de extraíbles se restó del 100 % del peso inicial, el porcentaje de extraíbles totales. 

Lignina Klason: A 1 g de madera libre de extraíbles de cada especie se adicionaron 15 

mL de ácido sulfúrico al 72% a 2º C. La preparación se mantuvo en agitación y a temperatura 

ambiente (18º C) por 2 h. 560 mL de agua destilada se agregaron para realizar la hidrolisis 

de la holocelulosa, durante 4 h se mantuvo en un sistema de reflujo y la muestra se filtró a 

través de un filtro Büchner de poro fino. La muestra se lavó con 100 mL de agua destilada y 

se dejó secar a 105º C durante 24 h hasta obtener peso constante. La lignina Klason se 

cuantificó con la siguiente fórmula: 

Lignina (%) = (WL / WW) x 100 

Donde WL es el peso (g) de la lignina, y Ww es el peso (g) de la madera libre de extraíbles. 

El porcentaje de celulosa se cuantificó con el método de Kûshner-Höffer [47,112]. A 1 g 

de madera libre de extraíbles se agregaron 25 mL de HNO3:etanol (1:4 v/v) se agregaron a 1 

g de madera libre de extraíbles de cada muestra. En un sistema de reflujo se mantuvo la 

mezcla en ebullición por una hora. La muestra se decantó para descartar la solución de 

HNO3:etanol y agregar nuevamente 25 mL de HNO3:etanol (1:4 v/v) para repetir el ciclo tres 

veces más. En la última decantación se adicionaron 25 mL de solución acuosa de KOH al 

1%, en reflujo se mantuvo por 30 min y se filtró en un filtro Büchner de poro fino. El residuo 
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(celulosa) se secó a 50º C por 12 h para obtener peso constante. La fórmula utilizada fue la 

siguiente: 

Celulosa (%) = (WC / WW) x 100 

Donde WC es el peso (g) de la celulosa, y WW es el peso (g) de la madera libre de extraíbles. 

Las hemicelulosas se cuantificaron con base al método propuesto por Li et al. [113]. De 

la madera libre de extraíbles se tomaron 0.5 g y colocaron en un sistema de reflujo con 10 

mL de agua caliente por 3 h (proporción solido a líquido 1:20 mL). El sistema se enfrío a 

temperatura ambiente y se filtró. El filtrado se concentró a 1.25 mL y se vertió dentro de 3.75 

mL de etanol al 95% con agitación. La mezcla se mantuvo por 1 h sin agitación para que la 

hemicelulosa se precipitara. Para obtener el peso seco (H0) la muestra se centrifugó (4500 g 

por 4 min) y liofilizó. El residuo insoluble en agua se secó a 60º C por 16 h, extracciones 

sucesivas se realizaron con diferentes concentraciones de KOH (0.6, 1.0, 1.5, 2.0 y 2.5%) en 

una proporción 1:20 (g/mL) a 75º C por 3 h. En la etapa final, la solución de 2.5% de KOH 

se mezcló con etanol (99.7%) en una proporción 2:3. Las cinco mezclas se filtraron; los 

filtrados fueron acidificados a un pH de 5.5 con ácido acético glacial y concentrados a 1.25 

mL. Las mezclas se vertieron en 3.75 mL de etanol al 95 % con agitación vigorosa, la mezcla 

se mantuvo 1 h para que la hemicelulosa precipitara, finalmente se centrifugó (4500 g por 4 

min) y liofilizó. El peso constate se registró en cada etapa de extracción (H0.6, H1.0, H1.5, H2.0, 

H2.5). Las hemicelulosas totales se obtuvieron con la siguiente fórmula: 

Hemicelulosa (%) = (WH/WW)*100 

La cuantificación de la proporción de siringilo/guayacilo (S/G) se obtuvo mediante 

espectroscopía infrarroja con transformada de Fourier (FTIR). De lignina-Klason se tomaron 

0.5 g de muestra y se mantuvieron durante 12 h a 90º C para eliminar la humedad e 

interferencia en los espectros. 10 lecturas en FTIR (Agilent Cary 630 FTIR) se realizaron; la 

corrección de línea base y el procedimiento de deconvolución para la separación de las 

bandas ocultas se aplicaron a cada espectro [114].  

Los espectros se promediaron y se obtuvo la huella dactilar de 800-1800 cm-1 de 

longitud de onda. Las bandas 1269 a 1272 cm-1 y 1328 a 1330-1 se utilizaron para cuantificar 

la proporción de guayacilo (G) y siringilo (S) respectivamente, mediante el método de 
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Pandey [115]. El valor de cada banda se obtuvo al trazar una línea que conectó los valores más 

bajos y otra similar para los valores más altos de cada banda, una línea vertical es trazada de 

la base del eje X a la punta de la banda, la porción de la línea entre la punta y la base, es el 

valor de cada banda. Con estos valores se obtuvo la proporción S/G; mientras más baja es la 

proporción, la lignina está compuesta por un mayor número de guayacilos; si la proporción 

es elevada, la presencia de siringilos es mayor y el proceso de deslignificación es eficiente 

durante el proceso de producción de papel [69]. 

El porcentaje de celulosa cristalina de cada muestra se obtuvo con 10 espectros de 

FTIR. La corrección de la línea base se realizó y los espectros de 650-4000 cm-1 de longitud 

de onda se promediaron [116]. Los índices de cristalinidad permitieron identificar la presencia 

de celulosa cristalina y celulosa amorfa [83,85,117]. Los índices de cristalinidad utilizados 

fueron: 

-Proporción de cristalinidad (Cr.R.1) de Ciolacu et al. [87] o cristalinidad total (TCI) 

[90]. El área bajo la curva de las absorbancias 1372 cm-1 (A1372) y 2900 cm-1 (A2900) se midió 

y la proporción de estas bandas: TCI=A1372/ A2900 se obtuvo. El resultado se multiplicó por 

100 para obtener el porcentaje de celulosa cristalina. Mientras mayor cantidad de celulosa 

cristalina, el valor fue más cercano a 100%. 

-Índice de orden lateral (LOI) de Poletto et al. [90] o segunda proporción de cristalinidad 

(Cr.R.2) de Ciolacu et al. [87]. El área bajo la curva de las absorbancias 1430 cm-1 (A1430) y 

893 cm-1 (A893) se obtuvo para obtener la proporción de las bandas A1430/A893. Este índice 

calcula el orden y la relación entre celulosa cristalina y celulosa amorfa, mientras más 

cercano esté a 100%, mayor orden y porcentaje de celulosa cristalina hay en la muestra [87,118]. 

-Índice asimétrico a/b (IA). Es la proporción entre el ancho de los segmentos a la mitad 

de la altura máxima de la banda de absorción de OH. Reflejó la relación entre celulosa 

cristalina y amorfa. Si es cercano a 100%, hay mayor cantidad de celulosa cristalina en la 

muestra [87]. 

El tamaño de cladodios, porcentaje de cada extracción y porcentaje de lignocelulósicos 

se promedió. Los análisis estadísticos utilizados fueron desviación estándar, análisis de 

varianza y prueba post hoc de Tukey aplicado a las medidas del tamaño, peso de cladodio y 
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contenido de agua. Los valores de este último se transformaron con la raíz cuadrada del arco 

seno. A los porcentajes de extraíbles en agua y celulosa se les aplicó la prueba no paramétrica 

de Kruskal-Wallis y la prueba post-hoc test de Dunn [119], debido a que no hubo normalidad 

en los datos con base en los resultados de Kolmogorov-Smirnov y Shapiro-Wilk, incluso 

después de la transformación de los valores con la raíz cuadrada del arco seno. Las demás 

variables tuvieron normalidad con la transformación con la raíz cuadrada del arco seno por 

lo que se hicieron análisis de varianza y prueba post hoc de Tukey.  
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CAPÍTULO IV. DISTRIBUCIÓN Y COMPOSICIÓN DE LA LIGNINA Y 

CELULOSA EN EL XILEMA SECUNDARIO DE CACTACEAE 

4.1 RESUMEN 

La familia Cactaceae es diversa en formas, tamaños y anatomía, presenta heterogeneidad en 

la acumulación de lignocelulosa en pared celular, lo que se relaciona con su anatomía. La 

variación en la composición de la lignina se ha estudiado principalmente en especies fibrosas 

y algunas dimorfas, pero la de especies no fibrosas se conoce poco junto con la composición 

de su celulosa. El objetivo de este estudio fue analizar la composición y distribución de 

celulosa y lignina en el tejido vascular del xilema secundario en especies no fibrosas. De 25 

especies de Cactaceae se extrajo y purificó la celulosa. Los espectros de infrarrojo por 

Transformada de Fourier de la celulosa se obtuvieron para calcular los índices de 

cristalinidad. Con nitrobenceno se realizó una oxidación, en la madera extraída con 

etanol:benceno (1:2), etanol (96 %) y agua, para cuantificar la vainillina y siringaldehído 

mediante HPLC y obtener la relación siringilo/guayacilo. Mediante microscopía de 

fluorescencia con tres bandas de excitación se determinó la distribución de la celulosa y 

lignina en los tejidos vegetales teñidos con safranina O/verde rápido. Los índices de 

cristalinidad variaron entre 63 y 93 % en la mayoría de las especies, las excepciones fueron 

las especies fibrosas de Cylindropuntia y Opuntia. La relación S/G fue heterogénea en las 

cactáceas y mostró mayor acumulación de siringilo en la mayoría de especies no fibrosas y 

de guayacilo en las especies fibrosas. La emisión de fluorescencia correspondió con las 

proporciones S/G y la tonalidad de las fibras varió notablemente. La presencia de más 

celulosa cristalina y de siringilo en el xilema secundario de especies no fibrosas se relaciona 

con la suculencia de las plantas y podría ser parte del sistema de protección celular contra 

patógenos. 

Palabras clave: xilema secundario, Cactaceae, fluorescencia, HPLC, proporción S/G 

4.2 ABSTRACT 

The Cactaceae family is diverse in shapes, sizes and anatomy and it has heterogeneity in the 

accumulation of lignocellulose in the cell wall, which is related to its anatomy. The variation 

in the composition of lignin has been studied mainly in fibrous species and some dimorphs, 
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but that non-fibrous species is little known along with the composition of its cellulose. The 

objective of this study was to analyze the composition and distribution of cellulose and lignin 

in the vascular tissue of the secondary xylem in non-fibrous species. Plants of 25 species of 

Cactaceae, cellulose was extracted and purified. The Fourier transform infrared spectra of 

the cellulose were obtained to calculate the crystallinity index. With nitrobenzene, oxidation 

was performed on the wood extracted with ethanol:benzene (1:2), ethanol (96 %) and water, 

to quantify vanillin and syringaldehyde by HPLC and obtain the syringyl/guaiacyl ratio. 

Fluorescence microscopy with three excitation bands determined the distribution of cellulose 

and lignin in plant tissues stained with safranine O/fast green. Crystallinity index varied 

between 63 and 93 % in most species, the exceptions were the fibrous species of 

Cylindropuntia and Opuntia. The S/G ratio was heterogeneous in cacti and showed greater 

accumulation of syringyl in the majority of non-fibrous species and guaiacyl in fibrous 

species. The fluorescence emission corresponded to the S/G ratios and the fiber tonality 

varied markedly. The presence of more crystalline and syringyl cellulose in the secondary 

xylem of non-fibrous species is related to the succulence of plants and could be part of the 

cellular protection system against pathogens. 

Kewords: secondary xylem, Cactaceae, fluorescence, HPLC; S/G ratio 

4.3 INTRODUCCIÓN 

Las cactáceas son plantas adaptadas a condiciones ambientales diversas, entre las que 

prevalecen la sequía y las temperaturas extremas [1–4]. La familia Cactaceae se compone por 

las subfamilias Pereskioideae, Mahuinoideae, Opuntioideae y Cactoideae [5–7], ésta última 

con 1222 especies documentadas [8–10].  

Cactaceae presenta especies con forma de crecimiento globosa, columnar, 

arbustiforme y arbórea que se relacionan con la anatomía que presentan [11–13]; se han 

clasificado anatómicamente con base en el tipo de matriz celular predominante en el xilema 

secundario. Esos tipos de matriz son parenquimatosas, no fibrosas y fibrosas [14–16]. La 

presencia de uno o varios tipos de matriz celular ha permitido que también se clasifiquen en 

especies monomorfas, dimorfas y polimorfas [17,18]. Así, de manera general se clasifican en: 

no fibrosas, especies con traqueidas de banda ancha (TBA) y elementos de vaso (EV) [12,13], 

fibrosas (F), presentan fibras (F) asociadas a EV [19–21], y dimorfas, la planta presenta TBA 
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asociadas a EV durante las primeras etapas del desarrollo, y la planta adulta sustituye las 

TBA por fibras en conjunto con EV [22–24]. 

La composición química de Opuntia ficus-indica, integrante de Cactaceae, es una de 

las más conocidas debido a su importancia en el consumo de cladodios y frutos por humanos 

[25–27], como forraje [28,29] y por el potencial que tiene en la industria papelera [30–33] y de 

biocombustibles [34–37]. Otras especies, pertenecientes a las principales subfamilias 

(Pereskioideae, Opuntioideae y Cactoideae) también se han estudiado y reportado la 

concentración de compuestos extraíbles (etanol:benceno 1:2, etanol 96%, agua a 90 °C), y 

lignocelulósicos [13,38,39]. Al respecto, la lignina es uno de los principales componentes 

estructurales relacionado con las diferencias entre especies fibrosas y no fibrosas y que, a la 

vez, derivan de la presencia del xilema secundario y del tipo de engrosamiento de la pared 

secundaria (anular, helicoidal, reticular y punteado [13]).  

Reyes-Rivera et al. [21,39] registraron heterogeneidad en la relación siringilo/guayacilo 

de 13 especies de Cactaceae, documentaron un porcentaje mayor de monómeros de siringilo 

que de guayacilo en Coryphantha clavata, Ferocactus hamatacanthus y F. pilosus, y 

propusieron que una de sus funciones es de soporte estructural al interaccionar los 

monómeros de siringilo de las TBA con los ferulatos unidos a la celulosa de las fibras, 

además de que siringilo es un posible oxidante e inhibidor de patógenos [39]. De las 13 

especies que analizaron dichos autores, solo dos fueron no fibrosas, las demás especies fueron 

fibrosas y dimorfas; por lo que, la proporción de siringilo y guayacilo relacionada con la 

anatomía de especies no fibrosas se ha analizado escasamente. Tampoco se ha reportado la 

proporción de su celulosa cristalina y amorfa y su posible relación estructural y fisiológica 

en las paredes celulares del xilema secundario. 

Los objetivos de este estudio fueron determinar los índices de cristalinidad de la 

celulosa, la proporción siringilo/guayacilo en la lignina e identificar la distribución de la 

celulosa y la lignina en el xilema secundario de 25 especies de Cactaceae. La hipótesis fue 

que hubo diferencias en la composición de celulosa y lignina entre las especies de Cactaceae. 
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4.4 RESULTADOS 

4.4.1 Celulosa cristalina 

El espectro FTIR mostró las principales bandas relacionadas con la pureza de celulosa 

(Figura 4.1). La banda de 3000 a 3600 cm-1 muestra el estiramiento de OH (enlaces de 

hidrógeno), la de 2900 cm-1 muestra el de CH, la de 1430 cm-1 es el doblamiento de CH2 que 

revelan la presencia de celulosa cristalina y amorfa. La banda 1372 cm-1 muestra el 

doblamiento de CH, 1336 cm-1 representa la celulosa amorfa mediante el doblamiento en 

plano de OH, la de 1317 cm-1 refleja la celulosa cristalina I con la agitación de CH2, la de 

1163 cm-1 refleja la unión asimétrica del estiramiento del oxígeno de C-O-C, la de 893 cm-1 

muestra la asimetría del estiramiento y deformación de C-O-C, C-C-O y C-C-H de celulosa 

y la de 670 cm-1 representa el estiramiento C-O-H fuera del plano.  

 

Figura 4.1. Espectro FTIR utilizados para calcular los índices de cristalinidad de celulosa de 

25 especies de Cactaceae 
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Cuadro 4.1. Índices de cristalinidad para determinar la celulosa cristalina de las 25 especies 

de Cactaceae 

Especie TCI (%) LOI (%) 

C. clavata 70 69 

C. cornifera 86 52 

C. delaetiana 50 56 

C. delicata 76 62 

C. hintoriorum 66 64 

C. macromeris 71 66 

C. pallida 62 59 

C. pseudoechinus 83 65 

C. ramillosa 80 53 

C. retusa 79 45 

E. cinerascens 77 44 

E. dasyacanthus 51 52 

E. pectinatus 71 77 

E. pentalophus 63 70 

M. carnea 58 74 

M. dixathocentron 75 81 

M. magnifica 75 75 

M. mystax 93 93 

N. conoidea 69 72 

C. imbricata 69 50 

C. kleiniae 53 48 

C. leptocaulis 58 43 

O. stenopetala 57 58 

O. stricta 47 73 

L. lychnidiflora 80 83 

El índice TCI de 18 especies fue cercano a 1. Esto indicó que la cantidad de celulosa 

cristalina es mayor que la amorfa. Sin embargo, casi todas las especies de Cylindropuntia 

(con excepción de C. imbricata), Opuntia, y las especies no fibrosas C. delaetiana, E. 

dasyacanthus y M. carnea presentaron valores casi similares entre celulosa cristalina y 

amorfa. 

El índice LOI reflejó el orden de la estructura de la celulosa, los valores variaron entre 

43 y 93 % para las 25 especies. Las especies con desorden mayor en la estructura fueron C. 

retusa, E. cinerascens, C. kleiniae y C. leptocaulis; en las demás especies predominó el orden 

en la estructura de celulosa (52-93 %). 
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Los dos índices de cristalinidad que se obtuvieron mediante los espectros de FTIR, 

mostraron que fueron elevados en la mayoría de las especies de Cactaceae, excepto en 

algunas especies fibrosas (C. kleiniae, C. leptocaulis, O. stenopetala y O. stricta) y no 

fibrosas cuyo índice TCI fue menor (C. delaetiana, E. dasyacanthus y M. carnea). La 

proporción de celulosa cristalina se relacionó con el ordenamiento de la celulosa (LOI), por 

lo que las especies antes mencionadas, presentaron índices bajos de cristalinidad y una 

celulosa más desordenada, excepto O. stricta, que presentó un mayor orden en la celulosa 

(Cuadro 5.1). 

Las especies con índice mayor de cristalinidad variaron en el índice de ordenamiento 

de la celulosa (LOI), debido a que algunas especies presentaron un ordenamiento bajo, como 

el caso de C. cornifera, C. ramillosa, C. retusa, E. cinerascens y C. imbricata. Estas especies 

tuvieron índices de cristalinidad altos, pero un desorden mayor de la celulosa (Cuadro 5.1). 

4.4.2 Proporción S/G 

La proporción S/G de las 25 especies de cactáceas indicó que en la subfamilia Cactoideae, 

hubo heterogeneidad en la composición de la lignina en las especies consideradas como no 

fibrosas (Cuadro 5.2). Para Coryphantha, la proporción S/G tuvo un rango que va de 0.3 a 

6.6, debido a que C. clavata presentó un mayor porcentaje de siringilo (86.9 %) que de 

guayacilo (13.1 %), contrario de lo que se obtuvo para C. macromeris y C. pallida, cuyos 

porcentajes de siringilo son 22.5 y 21.2 % mientras que los de guayacilo son 77.5 y 78.8 % 

respectivamente (Cuadro 5.2). Comparado con las especies no fibrosas de la subfamilia 

Cactoideae reportadas por Reyes-Rivera et al. [21] (Cuadro 5.3) se pudo observar que C. 

clavata presentó una proporción de 3.9, lo que confirma que esta especie presentó una gran 

acumulación de siringilo en el polímero de la lignina (80-86.9 %). A. retusus, otra especie no 

fibrosa, tuvo una proporción de 1.1, ya que acumuló 52 % de siringilo y 48 % de guayacilo, 

similar a C. cornifera (Cuadro 5.2). 

Para Echinocereus, la proporción varió entre 2.2 y 2.8, excepto para E. pentalophus 

(5.9) debido a la acumulación de siringilo (85.5 %) con respecto a guayacilo (14.5 %). En el 

género Mammillaria, las proporciones presentaron un intervalo de 0.8 a 4.1, el porcentaje de 

siringilo en la mayoría de las especies fue mayor con respecto a guayacilo, como M. carnea 

que tuvo una cantidad mayor de siringilo (80.3 %) que de guayacilo (19.7 %), mientras que 
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M. dixathocentron la cantidad de guayacilo (54.6 %) fue mayor que la de siringilo (45.4 %). 

Neolloydia conoidea tuvo valores similares a los que se observaron en Echinocereus, con 

una proporción de S/G de 2 (Cuadro 5.2). De manera general, las especies no fibrosas 

presentaron una mayor acumulación de siringilo que de guayacilo (Cuadros 5.2 y 5.3). 

Cuadro 4.2. Porcentajes de siringilo, guayacilo y la proporción S/G para las 25 especies de 

Cactaceae 

Especie S G S/G 

Coryphantha    

C. clavata 86.9 13.1 6.6 

C. cornifera  51.7 48.3 1.1 

C. delaetiana 40.4 59.6 0.7 

C. delicata 28.3 71.7 0.4 

C. hintoriorum 58.7 41.3 1.4 

C. macromeris 22.5 77.5 0.3 

C. pallida 21.1 78.8 0.3 

C. pseudoechinus 44.4 55.6 0.8 

C. ramillosa 61 39 1.6 

C. retusa 41.1 58.9 0.7 

Echinocereus    

E. cinerascens 69 31 2.2 

E. dasyacanthus 73.3 26.7 2.8 

E. pectinatus 68.8 31.2 2.2 

E. pentalophus 85.5 14.5 5.9 

Mammillaria    

M. carnea 80.3 19.7 4.1 

M. dixatochentron 45.4 54.6 0.8 

M. magnifica 78.8 21.2 3.7 

M. mystax 68.2 31.8 2.1 

Neolloydia    

N. conoidea 67.1 32.9 2 

Cylindropuntia    

C. imbricata 24.8 75.2 0.3 

C. kleiniae 22.9 77.1 0.3 

C. leptocaulis 31.4 68.3 0.5 

Opuntia    

O. stenopetala 51.3 48.7 1.1 

O. stricta 52.4 47.6 1.1 

Leuenbergeria    

L. lychnidiflora 63.5 36.5 1.7 
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En el caso de las especies fibrosas, el género Cylindropuntia presentó valores similares 

en la proporción S/G (0.3-0.5) debido a que las especies acumularon porcentaje mayor de 

guayacilo (68.3-77.1 %) que de siringilo (22.9-31.4 %); en Opuntia se observó lo contrario, 

ya que presentaron acumulaciones mayores de siringilo (51.3-52.4 %) que guayacilo (47.6-

48.7 %). Leuenbergeria lychnidiflora mostró una cantidad mayor de siringilo (63.5 %) que 

de guayacilo (36.5 %) (Cuadro 5.2). 

Cuadro 4.3. Porcentajes de siringilo, guayacilo y proporción S/G de 13 especies reportadas 

por Reyes-Rivera et al. [21,39] 

Especies Guayacilo Siringilo S/G 

Ariocarpus retusus 48 52 1.1 

Coryphantha clavata 20 80 3.9 

Echynocactus platyacanthus 60 40 0.7 

Ferocactus hamatacanthus 8; 6-11* 92; 89-94*  11.7; 8.5-16.4* 

Ferocactus pilosus 22 78 3.5 

Cylindropuntia imbricata 70 30 0.4 

Lophocereus marginatus 49 51 1.1 

Myrtillocactus geometrizans 62 38 0.6 

Opuntia streptacantha 47; 31-33* 53, 67-69* 1.1; 2.1-2.2* 

Leuenbergeria lychnidiflora 52; 37-38* 48; 62-63* 0.9; 1.6-1.7* 

Pilosocereus alensis 43 57 1.3 

Pilosocereus chrysacanthus 70; 54-61* 30; 39-46* 0.4; 0.7-0.9* 

Stenocereus dumortieri 75 25 0.3 
*Valores de Reyes-Rivera et al. [39] 

Los valores que se obtuvieron para Cylindropuntia (0.3-0.5) corresponden con los que 

obtuvieron Reyes-Rivera et al. [21] para C. imbricata (0.4 Cuadro 5.3). En Opuntia los valores 

(1.1) fueron similares a lo que menciona Reyes-Rivera et al. [21] mediante el proceso de 

oxidación por nitrobenceno (1.1); sin embargo, la proporción es diferente a la que reporta 

Reyes-Rivera et al. [39] con la cuantificación de lignina-dioxano (DL) (2.1-2.2). L. 

lychnidiflora (1.7) tuvo valores similares a lo que reportó Reyes-Rivera et al. [39] con el 

procedimiento de DL (1.6-1.7) y diferente a lo que obtuvieron con el procedimiento de 

oxidación con nitrobenceno (0.9) [21] (Cuadro 5.3). 

En especies columnares y consideradas como especies fibrosas reportadas por Reyes-

Rivera et al. [21,39], M. geometrizans, P. chrysacanthus y S. dumortieri presentaron una 

proporción menor a 1, debido a que acumularon principalmente guayacilo (Cuadro 5.3); L. 
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marginatus y P. arensis tuvieron ligeramente mayor acumulación de siringilo (51 y 57 % 

respectivamente) que de guayacilo (49 y 43 % respectivamente, Cuadro 5.3). 

4.4.3 Microscopía de fluorescencia 

La microscopía de fluorescencia con tres bandas de excitación mostró la emisión de 

fluorescencia de lignina y otros compuestos como holocelulosa y proteínas (Figuras 4.2, 4.3). 

Para estandarizar la intensidad de la fluorescencia y las diferencias en la coloración de la 

misma se hicieron observaciones a dos especies de gimnospermas: Pinus y Cupressus (Figura 

4.2). La emisión de fluorescencia de la lignina reveló que las traqueidas de ambas especies 

presentaron tonalidades verdes como se observó en los cortes longitudinales, mientras que, 

en los transversales, la tonalidad fue verdosa-amarilla y de mayor intensidad. Además, la 

presencia de holocelulosa y proteínas se detectó por la emisión de fluorescencia roja 

principalmente en la lámina media y en las punteaduras de las traqueidas. Los espacios en 

negro o casi negro, son regiones sin fluorescencia como el lúmen celular (Figura 4.2). En 

comparación con las imágenes de microscopía en campo claro, la tonalidad roja resultado de 

la tinción por safranina O, con microscopía de fluorescencia resaltó en tonalidades verdosas 

derivado de la presencia de lignina (Figura 4.2). 

Entre angiospermas, la fluorescencia de la lignina presentó tonalidad e intensidad 

diferentes (Figura 4.3). En F. hamatacanthus, la presencia de fibras mostró fluorescencia 

azul. Esta correspondió a la presencia de mayor acumulación de lignina de tipo siringilo. Los 

elementos de vaso aledaños mostraron coloración verdosa, típica de la presencia de 

acumulación de guayacilo como se observó en las traqueidas de ambas gimnospermas 

(Figura 4.2). Con la imagen en campo claro y la tinción de safranina O/verde rápido se nota 

poco la coloración de las fibras (Figura 4.3A), mientras que el elemento de vaso muestra 

claramente las paredes teñidas y las punteaduras bordeadas escalariformes (Figura 4.3C). 

Pilosocereus chrysacanthus mostró tonalidades verdes para los elementos de vaso de 

manera transversal y tangencial, en las fibras las tonalidades fueron verde claro a amarillosas 

especialmente en los cortes transversales (Figura 4.3F, H). La holocelulosa y las proteínas en 

la lámina media y en las paredes del parénquima no lignificado mostraron tonalidades rojas. 

En el parénquima radial, algunas células acumularon gránulos de almidón de diferentes 

tamaños, los cuales tuvieron una fluorescencia intensa de color turquesa (Figura 4.3F, H).  
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 Figura 4.2. Comparación de imágenes en campo claro con imágenes de fluorescencia con 

triple banda excitación. A, C, E, G: Campo claro. B, D, F, H: emisión de fluorescencia. A, 

B, E, F: vistas transversales. C, D, G, H: vistas longitudinales. A, B, C, D: Cupressus lindleyi. 
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E, F, G, H: Pinus douglasiana. T: Traqueidas. Escala A, E, F: 20 µm. B: 10 µm. C, D, G, H: 

50 µm. 

 
Figura 4.3. Comparación de imágenes en campo claro con imágenes de fluorescencia con 

triple banda excitación. A, C, E, G: Campo claro. B, D, F, H: emisión de fluorescencia. A, 

B, E, F: vistas transversales. C, D, G, H: vistas longitudinales. A, B, C, D: Ferocactus 
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hamatacanthus. E, F, G, H: Pilosocereus crysacanthus. EV: Elementos de vaso. F: Fibras. 

P: Parénquima. Al: Almidón. Escala A, B, C, D: 10 µm. E, F, G, H: 50 µm. 

Las partes negras mostraron la ausencia de fluorescencia y fueron representativos de 

los lúmenes y partes de parénquima sin contenidos.La comparación de estas imágenes con 

las de campo claro mostró que los elementos de vaso y algunas fibras se tiñeron de color rojo 

por la presencia de lignina, mientras que las paredes no lignificadas, presentaron tonalidades 

azules; además, los gránulos de almidón se detectaron en tonalidades azul claro (Figura 4.3E, 

G). 

Después de estandarizar las tonalidades, se obtuvieron las emisiones de fluorescencia 

del xilema secundario. Las especies fibrosas mostraron variación en las tonalidades 

principalmente en las fibras (Figura 4.4). En contraste, los EV emitieron tonalidad verde claro 

similar entre las especies. En el género Cylindropuntia, las fibras presentaron fluorescencia 

verde claro intensa, los EV fueron de color verde obscuro (C. imbricata) a verde claro (C. 

kleiniae), similar al parénquima lignificado que se detectó en las tres especies analizadas, 

mientras que el parénquima no lignificado tuvo tonalidades rojizas (Figura 4.4A-C). Para 

Opuntia, los EV presentaron colores similares, en cambio las fibras, tuvieron mayor variación 

en la fluorescencia, ya que se observaron tonalidades de verde claro y verde aguamarina (O. 

stenopetala y O. streptacantha) a tonalidades amarillas y azules (O. stricta) (Figura 4.4D-F). 

Las especies de tipo columnar pertenecientes a Cactaceae emitieron fluorescencia de 

tonalidades amarillas en las fibras, mientras que en los EV la intensidad es menor y abarcaron 

tonalidades verdosas amarillas (Figura 4.4G-I), con excepción de P. crysacanthus cuyas 

fibras fueron de color verde claro y presentó acumulación de almidón de tonalidad turquesa 

(Figura 4.4J). En L. lychnidiflora, los EV y el parénquima reflejaron fluorescencia verde 

obscura, mientras que en las fibras se detectó fluorescencia verde claro y amarilla en algunas 

partes (Figura 4.4K, L). En todas las especies, se detectó la presencia de holocelulosa y 

proteínas con una emisión de fluorescencia roja. 
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Figura 4.4. Emisión de fluorescencia del xilema secundario de especies fibrosas de 

Cactaceae. A: Cylindropuntia imbricata. B: Cylindropuntia kleiniae. C: Cylindropuntia  

leptocaulis. D: Opuntia stenopetala. E: Opuntia streptacantha. F: Opuntia stricta. G: 

Lophocereus marginatus. H: Myrtillocactus geometrizans. I: Stenocereus dumortieri. J: 

Pilosocereus crysacanthus. K y L: Leuenbergeria lychnidiflora. En cada imagen se muestran 

las proporciones de S/G. F: Fibras. EV: Elemento de vaso. P: Parénquima. Al: Almidón. 

Barra es 20 µm en A-D, F, K; 50 µm en E, G-I, L; 100 µm en J. 

 

Entre las especies dimorfas, E. platyacanthus mostró predominio de EV en su xilema 

y su emisión de fluorescencia fue de color verde claro (Figura 4.5A, B); mientras que para 

F. hamatacanthus predominaron las traqueidas de banda ancha (TBA) con tonalidades verdes 

en pared primaria y las regiones S1 y S2 de la pared secundaria, mientras que en la región S3 

S/G: 0.30 
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de la pared secundaria la tonalidad fue verde azulada. Además, en la parte cercana al 

cambium vascular, se observó la presencia de fibras con paredes que fluorecieron de color 

azul violáceo (Figura 4.5C, D). En F. pilosus, los EV presentaron fluorescencia verde 

obscuro a verde claro, con algunas acumulaciones de holocelulosa en la pared secundaria; 

también se observaron fibras de color azul y amarillo cercanas al cambium vascular (Figura 

4.5E, F). 

 Figura 4.5. Emisión de fluorescencia del xilema secundario de especies dimorfas de 

Cactaceae. A y B: Echinocactus platyacanthus en vista transversal y longitudinal 

respectivamente. C y D: Ferocactus hamatacanthus. E y F: Ferocactus pilosus. En cada 

imagen se muestran las proporciones de S/G.  F: Fibras. EV: Elemento de vaso. P: 

Parénquima. TBA: Traqueida de banda ancha. Barra es 20 µm en A, D, F; 50 µm en B, E y 

100 µm en C. 

 

La ausencia de fibras se confirmó en todas las especies no fibrosas y se presentaron 

TBA, EV y parénquima no lignificado. En A. retusus abundaron las TBA que presentaron 

tonalidad verde claro a verde obscuro, similar a las tonalidades observadas en los EV (Figura 

4.6A). Para las especies del género Coryphantha, las tonalidades fueron muy similares entre 

las especies, tanto los EV como las TBA presentaron fluorescencia de color verde obscuro a 

verde claro, además de que se observó en algunas TBA mayor intensidad de la fluorescencia 

de lignina en la región S3 de la pared secundaria (C. clavata y C. macromeris) (Figura 4.6B, 

E). Para C. delaetiana, C. macromeris y C. pallida abundó la presencia de EV en el xilema 
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secundario (Figura 4.6C, E-G), mientras que en C. clavata, C. hintoriorum y C. ramillosa, 

las TBA predominaron. 

En Echinocereus se observó la presencia mayoritaria de TBA en el xilema secundario 

(Figura 4.6I-K), con tonalidades fluorescentes de color verde obscuro a verde aguamarina; 

además se observaron pocos EV rodeados de TBA y su fluorescencia fue verde obscuro, 

verde claro y verde aguamarina, este último especialmente en E. pentalophus (Figura 4.6K). 

El género Mammillaria se caracterizó por que las TBA y EV presentaron emisiones 

de fluorescencia similares, en M. dixathocentron abundaron los EV con tonalidades verde 

claro (Figura 4.6L). En M. magnifica hubo más TBA de tonalidad verde obscuro (Figura 

4.6M), similar a los escasos EV que se observaron. En N. conoidea, fueron pocos los EV 

presentes en el tejido vascular y mayor abundancia de TBA, la fluorescencia de los EV y 

TBA fue de tipo verde obscuro a claro (Figura 4.6N, O). Con base en la tonalidad de la 

emisión de fluorescencia de las células del xilema y las proporciones S/G en las especies de 

Cactaceae (Cuadros 5.2 y 5.3) se sugiere la hipótesis sobre la relación de emisión fluorescente 

de los elementos traqueales con la composición de lignina (Cuadro 5.4). 

Con base en lo anterior, la baja acumulación de siringilo en las especies de 

Cylindropuntia fue debido a la presencia de EV, parénquima lignificado y fibras cuya 

composición es similar al presentar emisiones de fluorescencia verde claro (Figura 4.4; 

Cuadro 5.4). En M. geometrizans y S. dumortieri, las fibras con fluorescencia amarilla 

tuvieron proporciones mayores de guayacilo que de siringilo (Cuadro 5.4) y por lo tanto las 

proporciones fueron menores (Cuadro 5.3). Opuntia presentó una mayor proporción de S/G 

(1.05-1.1) con respecto a Cylindropuntia por la presencia de fibras con tonalidades verde 

aguamarina y algunas de verde claro, además de que su parénquima no estuvo lignificado. 

La proporción S/G en L. lychnidiflora reflejó que la acumulación de guayacilo en su tejido 

vascular es variable (0.9-1.74), además de que se observó que las fibras presentaron 

tonalidades verde claras, mientras que el parénquima y EV tuvieron tonalidades verde 

obscuro principalmente (Figura 4.4 K; Cuadro 4.4). 
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Figura 4.6. Emisión de fluorescencia del xilema secundario de especies no fibrosas de 

Cactaceae. A: Ariocarpus retusus. B-H: Coyphantha, C. clavata. C: C. delaetiana. D: C. 

hintoriorum. E: C. macromeris. F y G: C. pallida. H: C. ramillosa. I: Echinocereus 

cinerascens. J: Echinocereus dasyacanthus. K: Echinocereus pentalophus. L: Mammillaria 

dixathocentron. M: Mammillaria magnifica. N y O: Nelloydia conoidea. En cada imagen se 

muestran las proporciones de S/G. EV: Elemento de vaso. P: Parénquima. TBA: Traqueida 

de banda ancha. Barra es 50 µm A-D, F-I, L-N; 10 µm en E; 20 µm en I y O.  
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Cuadro 4.4. Emisión de fluorescencia de las paredes de los elementos traqueales y su posible 

proporción de S/G 

 

Azul-

violáceo 

Verde 

aguamarina 

Verde 

 obscuro 

Verde 

claro 

Verde 

 amarillo Amarillo 

EV - - G / + S - G / + S + G / -S + G / - S - 

TBA -G/+ S - G / + S - G / + S + G / -S - - 

F -G/+ S - G / + S - + G / -S - + G / - S 

P - - - G / + S + G / -S + G / - S - 

EV= Elemento de vaso. TBA= Traqueida de banda ancha. F= fibra. P= Parénquima.  S= 

siringilo. G= Guayacilo. Valores negativos indican menor acumulación del monómero, 

valores positivos, indican mayor acumulación. 

 

Lophocereus marginatus presentó fluorescencia similar a la de otras especies 

columnares, sin embargo, el parénquima tuvo tonalidades de verde obscuro, por lo que 

acumuló una mayor cantidad de siringilo (51%) (Cuadro 5.3). Pilosocereus chrysacanthus 

mostró abundantes fibras de tonalidad verde claro y amarillo (Figuras 4.3F, 4.4J), los EV 

tuvieron tonalidades verdes obscuro, por lo que su proporción S/G fue baja (0.4) debido a las 

fibras. 

En especies dimorfas, E. platyacanthus tuvo menor porcentaje de siringilo (Cuadro 

5.3), debido a que presentó un mayor número de EV con tonalidad verde claro (Figura 4.5A, 

B; Cuadro 4.4). Ferocactus hamatacanthus acumuló más siringilo en el xilema (Cuadro 4.3), 

por lo que en la emisión de fluorescencia se observó mayor presencia de TBA de color verde 

obscuro, con las paredes S3 con ligeras tonalidades azules en algunas células, los EV fueron 

de color verde claro, además de que las fibras tuvieron una coloración violácea azulada, por 

la presencia de una mayor cantidad de siringilos. En F. pilosus la situación fue similar, las 

fibras presentaron fluorescencia amarilla y azulada, con EV de tonalidad verde obscuro y 

claro (Figura 4.5E, F), por lo que acumula mayor porcentaje de siringilos en el xilema 

(Cuadro 4.3). 

En las especies no fibrosas, C. delaetiana, C. macromeris, C. pallida y M. 

dixathocentron presentaron abundancia de EV de tonalidad verde claro y tuvieron 

proporciones S/G menores (Figura 4.6C, E-G, L). En las especies C. clavata, M. magnifica, 

N. conoidea y varias especies de Echinocereus, hubo mayor presencia de TBA en el xilema 

y se observaron pocos EV intercalados con fluorescencia similar entre ambos elementos 

traqueales (verde obscuro) (Figura 4.6 B, I-K, M-O). 
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4.5 DISCUSIÓN 

4.5.1 Celulosa cristalina  

Los índices de cristalinidad entre 47 y 58 % en algunas de las especies fueron similares a los 

de la mayoría de gimnospermas y de algunas angiospermas como Pinus banksiana, P. 

resinosa, Picea sitchensis, Populus spp. y Ulmus americana [40]. Las especies con índices de 

cristalinidad mayor a 60% (como C. pallida y E. pentalophus) son similares a angiospermas 

como Acer rubrum, Arbutus menziesii, Eucalyptus spp. y Boehmeria nivea reportadas por 

Agarwal et al. [40]. De las especies incluidas en este estudio, únicamente en O ficus-indica se 

ha documentado el porcentaje de celulosa cristalina. El contenido en semillas 60 % [41], 

epidermis de frutos 38 % [42] y espinas 33.81-70 % [32,43] es mayor que en cladodios 27.2 % 

[35] y tejido vascular 22-28 % [44]. 

Los porcentajes de celulosa cristalina entre 60 y 93 % en la mayoría de las cactáceas 

estudiadas, principalmente especies no fibrosas, puede relacionarse con el abundante 

parénquima no lignificado y la acumulación menor de lignina en el xilema, debido a que la 

celulosa funcionaría como método de sostén principalmente de la pared primaria sin perder 

flexibilidad de la misma [45–47]. Permite al xilema soportar y mantener la estructura celular 

durante los períodos de estrés hídrico y de lluvia [48,49]. 

En estos taxones la mayor cantidad de celulosa cristalina no solo tiene implicaciones 

estructurales, sino que también protege contra patógenos [50]. Una cantidad mayor de celulosa 

cristalina y ordenada significa un empaquetamiento mayor de celulosa en la pared primaria, 

por lo que funciona como una barrera primaria de defensa de la pared celular [51]. La celulosa 

cristalina está formada por cadenas de β-(1→4)-D-Glcp, que a su vez forman microfibrillas 

unidas inter e intra molecularmente por enlaces de hidrógeno y fuerzas de Van de Waals 

[52,53]. Esta estructuración proporciona resistencia a la degradación por enzimas glucosidasas 

[50] y enzimas producidas por hongos patógenos [54]; por lo que, las especies de cactáceas no 

fibrosas acumularían una cantidad mayor de celulosa cristalina como defensa primaria en el 

xilema ante posibles ataques de patógenos. 

En las especies fibrosas de Cylindropuntia y Opuntia, los porcentajes de celulosa 

cristalina son similares a los de celulosa amorfa debido a que el xilema presenta una 
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acumulación mayor de lignina en las paredes celulares de los EV, fibras y parénquima [13], 

que funciona como barrera física contra patógenos [55]; en las especies no fibrosas al tener 

menor acumulación de lignina en el xilema, la celulosa cristalina se acumularía en las paredes 

primarias para dar mayor soporte [56,57]. 

La acumulación de celulosa cristalina (80 %) y ordenamiento de celulosa (83 %) en L. 

lychnidiflora fue similar al de especies no fibrosas y contrario al de especies fibrosas. Su 

distribución es en zonas de mayor humedad [58] comparado con Cylindropuntia y Opuntia 

cuya distribución se da en climas áridos y semiáridos [59–61]. Sin embargo, sería necesario 

realizar más análisis para determinar si prevalece este porcentaje de celulosa cristalina en 

otras especies.  

4.5.2 Proporción S/G 

La mayor concentración de siringilo en la mayoría de especies no fibrosas y dimorfas 

(excepto para E. platyacanthus Cuadro 5.3) de porte pequeño, globulares y columnares de 

mediano tamaño, contrasta con aquellas especies consideradas como fibrosas, de estructura 

arbustiva o columnar (excepto L. lychnidiflora, Opuntia y P. alensis). Con base en lo que se 

reporta en la literatura, las fibras presentan una mayor acumulación de siringilo que de 

guayacilo [62,63], por lo que se esperaría que la proporción fuera diferente; como propuso Li 

et al. [64], la acumulación de siringilo en las fibras confiere mayor resistencia y soporte a la 

pared celular. 

Los resultados del presente estudio y los de Reyes-Rivera et al. [21,39] revelan que la 

función de la acumulación de siringilo en el xilema secundario de las cactáceas no fibrosas, 

no sería para soporte estructural de las plantas, sino que podrían formar parte del sistema de 

defensa contra patógenos como se ha reportado en la literatura para Isoetes, Selaginella, 

Lycophyta y gnetofitas [65–69], en gimnospermas [70] y en angiospermas [71–74]. Incluso en 

cactáceas como Reyes-Rivera et al., [39] proponen para Ferocactus hamatacanthus, en esta 

especie la acumulación de siringilo funciona como agente antioxidante o contra patógenos. 

Por lo tanto, la presencia de siringilo en el xilema secundario en la mayoría de especies 

no fibrosas y dimorfas se debe a la suculencia presente en las especies con abundante 

parénquima no lignificado y con engrosamientos de la pared secundaria de tipo helicoidal y 
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anular en los elementos traqueales. La principal función sería como método de defensa contra 

patógenos y no como soporte estructural del tejido vascular como propusieron Li et al. [64] y 

Reyes-Rivera et al., [21]. La presencia de abundante siriginilo en el xilema de las especies de 

los géneros Coryphantha, Echinocereus, Mammillaria y Neolloydia muestran que su 

acumulación no depende de la presencia de fibras ni de la interacción entre fibras y TBA 

como propusieron Reyes-Rivera et al., [21], debido a que, en las especies no fibrosas, las TBA 

estuvieron asociadas a EV y no se detectó presencia de fibras, por lo tanto, la acumulación 

de los monómeros de siringilo se daría principalmente en las paredes secundarias de las TBA. 

4.5.3 Distribución de la lignina 

Las imágenes de fluorescencia con las de campo claro (Figura 4.2 y 4.3) mostraron que las 

primeras permitieron identificar claramente las diferencias en la composición de las células 

del xilema; lo que concuerda con lo reportado por otros autores [75–77] y contrasta con otras 

técnicas de tinción (Maüle y Wiesner) [78–80]. Las tonalidades que se observaron en las 

muestras son derivadas del uso de las tres bandas de excitación. Su uso, en conjunto, permitió 

observar los colores verdaderos de la fluorescencia del xilema [75,81,82], aunque otros autores 

solo utilizan dos bandas [83–86] e incluso una para obtener imágenes monocromáticas e 

identificar las variaciones por las diferencias en la intensidad y tonalidad de grises [87–89]. 

La presencia de fluoróforos en la molécula de lignina permiten la autofluorescencia y 

detección sin tinción, en longitudes de onda entre 240 y 320 nm [90]. En contraste, la lignina 

teñida con safranina O/verde rápido, a los 488 nm se excita (Bond et al., 2008) y su emisión 

se detecta entre 505 y 530 nm [75], similar a la banda FITC empleada en este estudio. Además, 

la tinción con safranina evita el fotoblanqueo [91], permite que los fluoroforos tengan mayor 

tiempo de vida y se obtengan imágenes de mejor calidad [92–94], como las que se presentan en 

las Figuras 4.2-4.6. Las tonalidades que comúnmente se han detectado en la emisión de 

fluorescencia de lignina van de azul [81,83,95] a verde [84,96–98]. Sin embargo, se debe tener 

cuidado con los tiempos de exposición, el pH del medio y los procedimientos de preparación 

del tejido que pueden afectar la intensidad y tiempo de fluorescencia [99,100]. 

Los polisacáridos son moléculas que no fluorescen [101]; sin embargo, mediante el uso 

de diferentes tinciones para la detección de celulosa, las regiones de emisión se localizan 

entre 570-620 nm [95], para holocelulosa también se ha detectado que la longitud de excitación 
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abarca la región roja (600 nm de excitación) [87]. En este estudio, con la tinción de safranina 

O/verde rápido, las tonalidades rojas se localizaron en las células parenquimáticas no 

lignificadas y en la lámina media de los elementos traqueales, con una longitud de emisión 

de 570-620 nm, que corresponde a la banda TRITC y a la detección de compuestos 

holocelulósicos, proteínas y enzimas [95]. 

Las traqueidas en las dos gimnospermas analizadas tuvieron tonalidades verdes claro 

intensas (Figura 4.2), correspondientes a la presencia de lignina de tipo guayacilo [63,102]. Esta 

tonalidad fue similar a lo que se observó en los EV debido a que acumula monómeros de 

guayacilo y pequeñas cantidades de siringilo [62,63]. En cambio, las fibras presentes en las 

angiospermas (Figura 4.3B, D, F) revelaron que la emisión de fluorescencia varió de 

tonalidades azules, verde aguamarina, verde obscuro, verde claro y amarillo, que refleja la 

variación en la acumulación de siringilo en las paredes secundarias de las fibras. Esta 

variación se ha estudiado en Betula pendula. La acumulación de siringaldehído, 

acetosiringona y ácido siríngico en esta especie es muy variable y depende de la posición en 

la que se localizan las fibras, mientras que los componentes de guayacilo como vainillina y 

acetovanillona son similares en los EV independiente de su acumulación, y solo el ácido 

vainíllico puede variar [103]. Por lo que como se propuso en el Cuadro 5.5, la emisión de 

fluorescencia de la lignina se relaciona con la proporción de monómeros de guayacilo y 

siringilo; sin embargo, ésta sería una propuesta cualitativa y es necesario corroborar con 

técnicas precisas como microscopía de UV [104] o espectrometría de masas de iones 

secundarios de tiempo de vuelo (TOF-SIMS) [105]. 

La abundancia de TBA en las especies no fibrosas corresponde con lo reportado por 

Maceda et al. [13]. Sin embargo, mediante el uso de microscopía de fluorescencia, se 

determinó que en Echinocereus no se detecta la presencia de fibras, como anteriormente 

habían propuesto dichos autores. Por lo que el uso de microscopía de fluorescencia permite 

una descripción fidedigna del xilema. En las especies fibrosas, los resultados de presencia de 

fibras en ambos grupos, fueron similares a lo que menciona Reyes-Rivera et al. [21,39]. Las 

diferencias se detectaron en las especies dimorfas de Ferocactus, debido a que solo se 

observaron unas cuantas fibras cercanas al cambium vascular, mientras que dichos autores 
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mostraron una mayor abundancia de fibras, lo que posiblemente se relacione con la 

proporción de S/G de 11.7.  

Por lo que, la diversidad en la composición química es reflejo de la adaptabilidad que 

tiene el xilema no solo en Cactaceae, si no en diferentes familias de plantas, para variar de 

forma interespecífica [106,107] e intraespecífica [107,108]. La acumulación de siringilo en las TBA 

y EV de las especies no fibrosas, sería parte del mecanismo de defensa contra patógenos 

[73,109]. Además, una mayor acumulación de siringilo en las paredes internas de los elementos 

traqueales, permite una mayor eficiencia en el transporte de agua debido a la afinidad que 

tiene con los monómeros de siringilo (Pereira et al., 2018). La acumulación de guayacilo 

permite el soporte de las paredes primarias y secundarias en EV y posiblemente en fibras 

[107,110–112]. 

La diversidad en la composición de la celulosa, lignina y su distribución en el xilema 

de Cactaceae permitió entender que las diferencias en su acumulación pueden tener 

implicaciones en el sistema de defensa contra patógenos. Además, las características como 

suculencia [113–115], abundante mucílago [116,117], reducción de hojas [58,118] y metabolismo 

ácido de las crasuláceas (MAC) [119,120], favorecen su supervivencia en condiciones 

estresantes. 

4.6 CONCLUSIONES 

Las especies no fibrosas de Cactaceae presentaron heterogeneidad en la composición de 

celulosa y lignina. La acumulación de más del 60 % de celulosa cristalina tiene implicaciones 

en la estructura y rigidez de la pared primaria en las especies no fibrosas. El porcentaje mayor 

al 70 % de siringilo en especies no fibrosas confiere a la pared secundaria de las TBA 

resistencia al ataque de patógenos además de mayor eficiencia en el flujo de agua. La 

microscopía de fluorescencia junto con el análisis cuantitativo de la lignina, permitió la 

identificación de diferencias en la distribución de la lignina y es un método que permite 

calcular la proporción de siringilo/guayacilo directamente en el xilema. 
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4.7 SECCIÓN EXPERIMENTAL 

4.7.1 Celulosa cristalina 

Durante 2015 se recolectaron plantas adultas, saludables, de 25 especies de Cactaceae 

(Cuadro 5.5). Los tallos se utilizaron para cuantificar la proporción de siringilo/guayacilo, la 

cristalinidad de la celulosa y la distribución de la lignina en el xilema secundario.  

Celulosa cristalina: Para analizar cada especie se pesaron 2 g de material secado y 

molido, el procedimiento para la obtención de madera libre de extraíbles (madera que se 

sometió a un proceso de eliminación de compuestos solubles en disolventes de diferente 

polaridad), se realizó mediante la extracción con disolventes: etanol:benceno (1:2), etanol 96 

% y agua caliente a 90 ºC, mediante la técnica propuesta por Reyes-Rivera y Terrazas [121].  

La celulosa se purificó del material libre de extraíbles mediante el procedimiento 

documentado por Maceda et al. [13] y basado en el método de Kûshner-Höffer [122]. A 0.5 g 

de la madera libre de extraíbles, se agregaron 12.5 mL de HNO3/etanol (1:4, v/v), se mantuvo 

en un sistema con reflujo, durante 1 h, la muestra a temperatura ambiente se decantó, se 

agregaron 12.5 mL de la mezcla HNO3:etanol y se mantuvo en reflujo; el ciclo completo se 

repitió dos veces. En la última decantación se agregaron 12.5 mL de solución acuosa de KOH 

al 1 % y se mantuvo en reflujo por 30 min más, se filtró a través de un filtro Büchner de poro 

fino. El residuo (celulosa) se secó a 50 °C por 12 h. 

Para confirmar la presencia de celulosa cristalina y amorfa se utilizó la espectroscopía 

infrarroja con transformada de Fourier (FTIR). Para esto, algunos miligramos de muestra 

seca se utilizaron y se realizaron 10 lecturas en FTIR, después de la corrección de la línea 

base se promediaron los espectros [40]. Mediante los índices de cristalinidad calculados de los 

espectros de FTIR se obtuvieron los porcentajes de celulosa cristalina y celulosa amorfa 

[123,124]. Los índices que se utilizaron fueron los siguientes: 

-Proporción de cristalinidad (Cr.R.1) 
[125], también denominada cristalinidad total 

(TCI) [126]: el área bajo la curva correspondiente a las absorbancias 1372 cm-1 (A1372) y 2900 

cm-1 (A2900) se midió. La proporción de las bandas TCI = A1372/ A2900 se obtuvo. El resultado 

se multiplicó por 100 para obtener el porcentaje de celulosa cristalina, mientras más cercano 

a 100%, mayor cantidad de celulosa cristalina hay en la muestra. 
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Cuadro 4.5. Especies de las 25 especies de Cactaceae y sus características anatómicas y del 

tallo incluidas en el presente estudio. 

Especie 

Número 

de colecta 

Tipo de 

madera Tallo 

Coryphantha clavata (Scheidw.) Backeb. BV2535 No fibrosa Cilíndrico 

C. cornifera (DC.) Lem. BV2534 No fibrosa Cilíndrico 

C. delaetiana (Quehl) A. Berger BV2542 No fibrosa Globoso 

C. delicata L. Bremer SA1927 No fibrosa Cilíndrico 

C. hintoriorum Dicht & A. Lüthy BV2539 No fibrosa Cilíndrico 

C. macromeris (Engelmann) Lemaire BV2600 No fibrosa Globoso 

C. pallida Britton & Rose SA860 No fibrosa Globoso 

C. pseudoechinus Boed. BV2543 No fibrosa Cilíndrico 

C. ramillosa Cutak HSM3775 No fibrosa Globoso 

C. retusa Britton & Rose SG55 No fibrosa Globoso 

Echinocereus cinerascens (DC.) Lem. subsp. 

tulensis SA1744 No fibrosa Cilíndrico 

E. dasyacanthus Engelm.  SA2077 No fibrosa Cilíndrico 

E. pectinatus (Scheidw.) Engelm. SA1918 No fibrosa Cilíndrico 

E. pentalophus (DC.) Lem. SA1740 No fibrosa Cilíndrico 

Mammillaria carnea Zucc. Ex Pfeiff. DA241 No fibrosa Cilíndrico 

M. dixathocentron Backeb. Ex Mottram CPNL133 No fibrosa Cilíndrico 

M. magnifica Buchenau UG1411 No fibrosa Columnar 

M. mystax Mart. DA238 No fibrosa Cilíndrico 

Neolloydia conoidea (DC.) Britton & Rose BV2595 No fibrosa Cilíndrico 

Cylindropuntia imbricata (Haw.) F. M. Knuth TT990 Fibrosa Arbóreo 

C. kleiniae (DC.) F. M. Knuth TT1000 Fibrosa Arbustivo 

C. leptocaulis (DC.) F. M. Knuth TT994 Fibrosa Arbustivo 

Opuntia stenopetala Lem. TT997 Fibrosa Arbustivo 

O. stricta (Haw.) Haw. TT998 Fibrosa Arbustivo 

Leuenbergeria lychnidiflora (DC.) Lodé TT967 Fibrosa Arbóreo 

-Índice de orden lateral (LOI) [126] o segunda proporción de cristalinidad (Cr.R.2) 
[125], 

con el área bajo la curva de las absorbancias 1430 cm-1 (A1430) y 893 cm-1 (A893) se calculó 

para obtener la proporción LOI = A1430/ A893, el resultado se multiplicó por 100 para obtener 

el porcentaje que permitió identificar la relación entre celulosa cristalina y celulosa amorfa, 

si el valor es cercano a 100, hay mayor celulosa cristalina ordenada [125,127]. 

4.7.2 Proporción S/G 

Para calcular la proporción de Sirinigilo/guayacilo (S/G) se utilizó el método propuesto por 

Reyes-Rivera et al. [21] con ligeros cambios en el proceso de oxidación por nitrobenceno. De 

la madera libre de extraíbles se pesaron 0.2 g que se colocaron en un vial con 7 mL de olución 
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acuosa 2 M de NaOH y 0.5 mL de nitrobenceno en agitación. Posteriormente se colocó la 

mezcla en un sistema de digestión por microondas de alto desempeño (ETHOS UP, 

Milestone), donde se sometió a un tratamiento de digestión presurizada por 20 min a 170 °C. 

Después, la mezcla resultante se filtró a través de un filtro Büchner de poro fino, el filtrado 

se transfirió a un embudo de separación de 50 mL y se realizaron tres extracciones sucesivas 

con 30 mL de cloroformo, posteriormente se acidificó el filtrado a pH 1 con una solución 4 

M de HCl, y se realizaron tres extracciones más cada una con 30 mL de cloroformo. 

Las seis fases orgánicas se mezclaron y se concentró en un evaporador rotatorio a 40 

°C a presión reducida, la muestra concentrada se aforo a 50 mL con acetonitrilo:agua (1:1 

v/v) grado HPLC, se acidificó la muestra a pH 2.6 con ácido trifluoroacético, a través de una 

membrana de celulosa regenerada con un tamaño de poro de 0.45 μm se filtró, finalmente se 

tomó un mililitro para colocarlo en un vial de capacidad de 1.5 mL para su análisis por HPLC. 

El sistema de HPLC estuvo equipado con un detector de longitud de onda variable 

UV-VIS, una columna analítica de fase reversa tipo RP-18 (250x4.6 mm, 5 μm), y una celda 

de flujo estándar, a una longitud de onda de 280 nm con una elución isocrática. Como fase 

móvil se empleó una mezcla de acetonitrilo/agua (1:6, v/v) con pH ajustado a 2.6 con ácido 

trifluoroacético. Para cuantificar los valores se realizó una curva de calibración mediante el 

uso de estándares de vainilla y siringaldehído (Merck, Schuchardt OHG, Hohenbrunn, 

Alemania), con las mismas condiciones empleadas para el análisis de cada muestra. Las 

curvas de calibración se obtuvieron con las concentraciones de 0.623, 1.9, 3.8 y 7.6 mmol L-

1 para vainillina y 0.746, 2.27, 4.55 y 9.1 mmol L-1 para siringaldehído. La proporción S/G 

se calculó mediante el ajuste del rendimiento propuesto por Ohra-ahoa et al. (2013), donde 

se asume que aproximadamente el 30% de unidades condensadas de guayacilo se convierten 

a vainillina mientras que el 90% de unidades de siringilo se convierten a siringaldehído. 

4.7.3 Microscopía de fluorescencia 

La distribución de la lignina en el xilema secundario de Cactaceae se reconoció en muestras 

representativas de los géneros de Cactaceae, después de fijarlas, deshidratarlas y teñirlas con 

Safranina O y verde rápido mediante el método propuesto por Loza-Cornejo y Terrazas [128]. 

Las especies de madera no fibrosa se embebieron en parafina y se cortaron con micrótomo 

rotatorio, mientras que especies fibrosas como Cylindropuntia y Leuenbergeria, se empleó 
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el micrótomo de deslizamiento y el procedimiento de fijación-tinción fue directo [13]. Se 

obtuvieron cortes de 12-20 μm de grosor longitudinal y transversal principalmente. 

La tinción conjunta de safranina O/verde rápido es común en microscopía de 

fluorescencia [75,76,84,93], por lo que se ha propuesto como un método para la detección de 

diferencias en la composición del tejido vascular, más eficiente que otras técnicas como 

tinción de Maüle y Wiesner [76,79,80]. El colorante safranina O resalta y aumenta la intensidad 

de fluorescencia en comparación con la autofluorescencia propia de la lignina, además de 

que prolonga la excitación de los fluoróforos, evita el fotoblanqueo del tejido y se obtienen 

imágenes de gran calidad [88,91–93]. 

Debido a que la lignina tiene amplia variabilidad de excitación y emisión, se ha 

propuesto utilizar diferentes longitudes de onda para identificar las variaciones en la 

intensidad y tonalidades de la fluorescencia de la lignina [75,81,82,99]. Para identificar las 

diferencias en la distribución de lignina en el xilema secundario de Cactaceae, se empleó un 

microscopio de fluorescencia con una banda de excitación DAPI-FITC-TRITC que presenta 

tres tipos de longitud de onda: violeta (385-400 nm), azul (475-490 nm) y verde (545 a 565 

nm), con un filtro de emisión de 430, 510 y 570 nm respectivamente. Cada muestra se excitó 

por máximo un minuto para detectar la emisión de fluorescencia de la lignina [82,84]. Además, 

se obtuvieron preparaciones permanentes analizadas por Reyes-Rivera et al. [21] para observar 

con microscopía de fluorescencia, similar a lo descrito arriba y comparar con las de este 

estudio. 

Con la finalidad de estandarizar cualitativamente la fluorescencia de lignina y 

determinar las diferencias en la composición de los elementos traqueales, se utilizaron dos 

especies representativas de las gimnospermas que acumulan guayacilo en su pared celular 

(Pinus douglasiana Martínez; Cupressus lindleyi Klotzsch ex. Endl.) [129–131] y dos especies 

de cactáceas que se han estudiado por la mayor cantidad de siringilo en el tejido vascular 

(Ferocactus hamatacanthus (Muehlenpf.) Britton & Rose) o de guayacilo (Pilosocereus 

chrysacanthus (F. A. C. Weber ex K. Schum.) Byles & G. D. Rowley) [21,39]. Los análisis 

fueron cualitativos y se compararon con los resultados obtenidos por la cuantificación de la 

proporción S/G mediante HPLC. 
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CAPÍTULO V. VISUALIZACIÓN Y COMPARACIÓN DEL FLUJO DE AGUA 

ENTRE Mammillaria bocasana Y Echinocereus reinchenbachii var. fitchii 

5.1 RESUMEN 

Las cactáceas presentan adaptaciones a condiciones estresantes de sequía. Las características 

anatómicas, estructurales y fisiológicas derivadas del estrés hídrico se han estudiado en estas 

plantas. El flujo de agua a través del xilema es hipotético y no demostrado 

experimentalmente. El objetivo del estudio fue analizar el flujo de agua en el xilema de dos 

especies no fibrosas de Cactaceae en un sistema de raíz dividida utilizando dos técnicas 

diferentes. La hipótesis fue que hubo diferencias en el flujo de agua. Plantas de Mammillaria 

bocasana y Echinocereus reichenbachii var. fitchii de un año de edad se mantuvieron en 

condiciones controladas de cámara de crecimiento con su raíz dividida en contenedores 

separados y se aplicó fucsina ácida al 0.2 % con dos técnicas diferentes. Con microscopía de 

campo claro, se hicieron observaciones en cortes transversales y longitudinales 24 h después 

de aplicar el colorante. El diseño experimental fue completamente al azar, 6 tratamientos con 

5 plantas como unidades experimentales. La técnica de absorción fue adecuada para la 

marcación del flujo de agua. Los elementos conductores cercanos a cambium vascular se 

tiñeron de color violeta en ambas especies. En Mammillaria la mitad del xilema se tiñó por 

el flujo de agua con colorante; en contraste, en Echinocereus se tiñó el cilindro completo. 

Las diferencias se deben a la conductividad hidráulica teórica relativa y las medidas de los 

elementos conductores mayores en la primera especie, además de que se relaciona con el 

tamaño de la planta. El estudio demostró que las traqueidas de banda ancha teñidas participan 

en el transporte de agua. 

Palabras clave: fucsina ácida, flujo de agua, raíz dividida, Cactaceae, conductividad 

hidráulica teórica relativa 

5.2 ABSTRACT 

The cacti show adaptations to stressful drought conditions. The anatomical, structural and 

physiological characteristics derived from water stress have been studied in these plants. 

Water flow through the xylem is hypothetical and not experimentally demonstrated. The 

objective of the study was to analyze the flow of water in the xylem of two non-fibrous 
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species of Cactaceae in a split root system using two different techniques. The hypothesis 

was that there were differences in water flow. Mammillaria bocasana and Echinocereus 

reichenbachii var. fitchii one-year-old plants were remained in controlled growth chamber 

conditions with their root divided into separate containers and 0.2 % acid fuchsin was applied 

with two different techniques. With light field microscopy, observations were made on 

transerve and longitudinal sections 24 h later. The experimental design was completely 

randomized, 6 treatments with 5 plants as experimental units. The absorption technique was 

suitable for water flow marking. The conductive elements near vascular cambium stained 

violet in both species. In Mammillaria half of the xylem was stained by the flow of water 

with dye, in contrast, in Echinocereus the entire cylinder was stained. The differences are 

due to the relative theoretical hydraulic conductivity and the measurements of the major 

conductive elements in the first species, in addition to being related to the size of the plant. 

The study showed that stained wide band tracheids participate in water transport. 

Keywords: acid fuchsin, water flow, split root, Cactaceae, relative theoretical hydraulic 

conductivity 

5.3 INTRODUCCIÓN 

La familia Cactaceae presenta diversidad de formas de crecimiento [1] y adaptaciones a 

ambientes diversos [2–4]. La mayoría de las especies se ha adaptado a regiones áridas y 

semiáridas [5] donde los factores limitantes para el desarrollo de las plantas son la falta de 

agua y las temperaturas superiores a 30 ºC [6–8]. Las cactáceas se adaptaron a dichas 

condiciones mediante modificaciones en sus estructuras [9,10], fisiología [11,12] y anatomía del 

xilema [13,14]. 

Las cactáceas presentan diversidad de matrices celulares que corresponde con su 

forma de vida [15]. Especies columnares, arbóreas y arbustiformes, presentan elementos de 

vaso (EV) y fibras (F) en xilema secundario [16,17]. Especies dimorfas tienen transición de 

traqueidas de banda ancha (TBA) y EV, a EV y F [18–20]. Las especies no fibrosas presentan 

EV-TBA [21,22] y solo algunas exclusivamente parénquima (P) [23,24]. 

Estudios de fisiología de cactáceas se han enfocado en la conductividad hidráulica 

teórica en Opuntia [25] y Ferocactus acanthodes [26]; en analizar el estrés hídrico en 
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Hylocereus [27], Opuntia [28,29], Carnegia gigantea, Ferocactus acanthodes y Opuntia 

basilaris [30] además de las diferencias en la conducción de agua en O. microdasys [4]. 

Además, las cactáceas han modificado su fisiología en respuesta al estrés hídrico y 

mediante el desarrollo del metabolismo ácido de las crasuláceas aprovechan eficientemente 

el agua [12,31]. Además, pueden mantener los estomas abiertos por 40 días sin disponibilidad 

de agua [26]. Entre las características estructurales adaptativas están la presencia de raíces 

largas [10], asociación con micorrizas que aceleran la captación de agua [32] y el desarrollo de 

raíces nuevas inmediatamente después de la presencia de agua [33,34]. Además de la absorción 

del agua a través de tricomas [35], la condensación de la neblina con las espinas [36] y 

redirección de la misma hacia las raíces por las costillas de las plantas [37], permiten captar y 

dirigir el agua a las raíces.  

Entre los cambios anatómicos desarrollados por las cactáceas como adaptación al 

estrés hídrico están la reducción de diámetro de lumen de EV [38,39], la acumulación de 

mucopolisacáridos en células de parénquima [40] y la aparición de TBA en el tejido vascular 

en especies no fibrosas y en etapas juveniles de especies fibrosas [15,41,42]. Mauseth et al. [43] 

propusieron que las TBA almacenan y transfieren agua a los EV con lo que evitan la 

cavitación y embolismo, sin embargo, no se ha demostrado experimentalmente el flujo de 

agua a través de las TBA. 

El flujo del agua en el xilema con colorantes como safranina, fucsina ácida y básica 

se ha realizado en coníferas [44,45], algunas monocotiledóneas [46,47] y dicotiledóneas [48–51]. 

Los objetivos de este estudio fueron evaluar las técnicas de tinción del xilema in vivo, 

caracterizar el flujo de agua a través del xilema secundario e identificar las diferencias en el 

flujo del agua y relacionarlas con las medidas de EV y TBA y conductividad hidráulica 

teórica de dos especies no fibrosas de Cactaceae. La hipótesis fue que hubo diferencias en el 

flujo de agua de las dos especies no fibrosas de Cactaceae. 

5.4 RESULTADOS 

5.4.1 Técnica de tinción 

La prueba preliminar mostró que fucsina ácida al 0.2 % inyectada fue ineficiente para marcar 

el flujo de agua en las plantas de cactáceas. La presión de la inyección provocó que el 
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colorante se dispersara a través del parénquima cortical y abarcara todo el cilindro vascular 

(Figura 5.1A). El colorante ascendió de esta forma a lo largo del cilindro hasta el ápice de la 

planta independiente de la división de raíz. Esta técnica no mostró diferencias en el flujo del 

agua en ninguno de los tratamientos. La absorción de fucsina a través de las raíces (Figura 

5.1B) mostró que la tinción fue únicamente en las raíces donde se aplicó. El pigmento no se 

detectó en el parénquima, a lo largo del tallo, similar a como sucedió con la inyección del 

colorante. En contraste con la inyección, esta técnica permitió detectar el flujo del agua en 

todos los tratamientos. 

 

Figura 5.1. Comparación de las técnicas para marcar el flujo de agua. A. Echinocereus. B. 

Mammillaria. A. Técnica de inyección. B. Técnica de absorción por raíz. 

5.4.2 Análisis del flujo de agua 

Ambas especies absorbieron la fucsina por las raíces que marcó de diferente forma el flujo 

del agua a través del cilindro vascular. En Echinocereus se observó que en los tres 

tratamientos (Er, Es1 y Es2), el agua ascendió a través de las dos o tres primeras hileras 

cercanas al cambium vascular (Figura 5.2). Por lo que, las paredes de los engrosamientos 

secundarios se tiñeron de morado cuando la fucsina ácida ascendió a través del lumen de los 

elementos conductores. Los EV y TBA subsecuentes y cercanos a la médula no tiñeron las 

paredes con excepción de uno o dos vasos (Figura 5.2B). El tratamiento Er mostró algunos 
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fascículos sin tinción debido a que en ambos lados de la raíz hubo absorción de agua 

constantemente y no hubo estrés hídrico (Figura 5.2A, D, G, J). En los tratamientos Es1 y 

Es2, las primeras hileras de los fascículos del cilindro vascular se tiñeron con el colorante 

(Figura 5.2B, C, E, F, H, I, K, L).  

En los tres tratamientos de Mammillaria, los fascículos del lado donde se aplicó el 

colorante se tiñeron los engrosamientos de las paredes secundarias de los EV y TBA. Los 

fascículos sobre la región de las raíces donde solo se aplicó agua, en Mr y Ms1, y las regiones 

sin agua de Ms2, no se tiñeron (Figura 5.3). 

En ambas especies los engrosamientos de la pared secundaria fueron de tipo helicoidal 

para EV, y de tipo anular y helicoidal para TBA. Al comparar las medias entre EV de ambas 

especies se obtuvo que hubo diferencias significativas (p < 0.05) en todas las variables 

(Cuadro 5.1). Los EV de Mammillaria tuvieron valores de diámetro de lúmen (27.3 µm) y 

conductividad hidráulica teórica relativa (1.5E-17 m4 MPa-1 s-1) mayor que Echinocereus. En 

las TBA las diferencias fueron significativas entre ambas especies y Mammillaria tuvo los 

valores de diámetro total, diámetro de lumen y conductividad hidráulica teórica relativa con 

valor mayor (Cuadro 5.1). 

Al comparar para cada especie entre EV y TBA, ambas especies tuvieron diferencias 

significativas (p < 0.05). Las TBA de Echinocereus tuvieron valores de diámetro totales de 

22.5 µm mayor que los EV (17.4 µm); el diámetro de lumen también tuvo valores mayores. 

La conductividad hidráulica teórica relativa de las TBA fue de 1.2E-18 m4 MPa-1 s-1 mayor 

que la obtenida en los EV (9.6E-19 m4 MPa-1 s-1). En Mammillaria los EV tuvieron 

conductividad hidráulica teórica relativa mayor que las TBA (Cuadro 5.1). 

Las diferencias en la conductividad hidráulica de elementos conductores teñidos y no 

teñidos de Echinocereus fueron significativas (ANDEVA p < 0.05) en los EV del tratamiento 

Es1, el valor mayor correspondió a los EV teñidos (1.4E-18 m4 MPa-1 s-1) con respecto de 

las no teñidas (6.9E-19 m4 MPa-1 s-1). En los demás tratamientos no hubo diferencias 

significativas. En Mammillaria hubo diferencias significativas en los EV del tratamiento Mr 

y en las TBA del tratamiento Ms1 no tuvieron diferencias significativas (Cuadro 5.2). 
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Figura 5.2. Imágenes del tejido fresco de Echinocereus. A, D, G, J: plantas con riego 

constante y aplicación de colorante de un lado de la raíz (Er). B, E, H, K: plantas con periodo 

de sequía y aplicación de agua de un lado de la raíz y del otro lado colorante (Es1). C, F, I, 

L: plantas con periodo de sequía y aplicación de colorante de un lado de la raíz (Es2). EV: 

Elementos de vaso. TBA: Traqueidas de banda ancha. P: Parénquima. C: Elementos 

conductores. NC: Elementos no conductores. Escala A, C, E, H, K: 100 µm. B, D, F, G, I, J, 

L: 50 µm. 



189 

 

 
Figura 5.3. Imágenes del tejido fresco de Mammillaria. A, D, G, J: plantas con riego 

constante y aplicación de colorante de un lado de la raíz (Mr). B, E, H, K: plantas con periodo 

de sequía y aplicación de agua de un lado de la raíz y del otro lado colorante (Ms1). C, F, I, 

L: plantas con periodo de sequía y aplicación de colorante de un lado de la raíz (Ms2). EV: 

Elementos de vaso. TBA: Traqueidas de banda ancha. P: Parénquima. C: elementos 

conductores. NC: elementos no conductores.  Escala A, C-G, K, 100 µm. B, H-J, L: 50 µm. 
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Cuadro 5.1. Comparación de medias con U de Mann-Whitney de diámetro total, diámetro 

lumen y conductividad hidráulica teórica relativa entre cada elemento conductor y entre EV 

y TBA en Echinocereus y Mammillaria. 

Especie Célula 
Diámetro 

total (µm) 

Diámetro 

lumen (µm) 

Conductividad 

hidráulica 

Echinocereus EV 17.4±2.5Ab 13.6±2.0Aa 9.6E-19±5.4E-19Aa 

Mammillaria EV 32.3±3.5Aa 27.3±3.7Aa 1.5E-17±8.9E-18Aa 

Echinocereus TBA 22.5±2.0Ab 14.5±1.9Aa 1.2E-18±5.1E-19Aa 

Mammillaria TBA 27.6±3.6Aa 19.1±3.5Aa 4.0E-18±3.0E-18Aa 

Letras en mayúsculas muestran comparación entre Echinocereus y Mammillaria. Letras en 

minúsculas muestran comparación entre EV y TBA para cada especie. A y a: Diferencias 

significativas (p < 0.05). 
 

Cuadro 5.2. Comparación de la conductividad hidráulica teórica entre elementos 

conductores teñidos y no teñidos para cada tratamiento de dos especies de Cactaceae 

Especie 
Elemento 

conductor 
Tratamiento 

Conductividad hidráulica teórica 

(m4 MPa-1 s-1) 

Teñido No teñido 

Echinocereus 

EV 

Er 9.0E-19±3.9E-19 6.6E-19±3.8E-19B 

Es1 1.4E-18±6.8E-19 6.9E-19±3.3E-19a 

Es2 8.7E-19±5.5E-19 10.0E-19±5.8E-19b 

TBA 

Er 1.1E-18±6.5E-19 6.2E-19±1.3E-19b 

Es1 8.6E-15±1.0E-15 5.7E-15±5.0E-15b 

Es2 1.7E-18±1.1E-19 1.3E-18±1.1E-19b 

Mammillaria 

 

EV 

Mr 1.9E-17±8.3E-18 1.2E-17±6.0E-18a 

Ms1 1.9E-17±1.7E-17 1.5E-17±5.3E-18b 

Ms2 1.5E-17±6.8E-18 1.12E-17±5.4E-18B 

TBA 

Mr 7.4E-18±3.7E-18 4.4E-18±1.4E-18B 

Ms1 5.4E-18±3.3E-18 1.8E-18±7.3E-19a 

Ms2 2.5E-18±1.3E-18 1.4E-18±7.6E-19B 

Letras mayúsculas corresponden a ANDEVA. Letras minúsculas corresponden a U de 

Mann-Whitney. a: diferencias significativas (p < 0.05). B y b: Sin diferencias significativas 

(p > 0.05). 
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5.5 DISCUSIÓN 

5.5.1 Técnica de tinción 

La tinción con fucsina ácida con la técnica de absorción de raíz marcó el flujo de agua a 

través del xilema de ambas especies. La fucsina ácida se ha utilizado en estudios histológicos 

[52] e in vivo para el marcar el flujo del agua a través del tejido vascular y entre elementos 

conductores con las células parenquimáticas radiales y axiales [53–55]. El uso de fucsina como 

marcador de flujo de agua se debe a su solubilidad en agua y a que se distribuye junto con el 

agua en comparación a tinciones básicas como safranina o fucsina básica [49]; por su 

solubilidad en agua recorre toda la distancia de ascenso del agua a través del tejido vascular 

[51]. La solución acuosa de fucsina ácida recomendada es de 0.1 % a 5 % para experimentos 

de flujo de agua [56], ya que en concentraciones mayores el ascenso es lento y en 

concentración menor a 0.1 % la calidad de tinción es baja [51]. 

Para marcar el flujo de agua, en árboles se ha utilizado la técnica de inyección del 

colorante y medición del flujo un metro posterior al sitio de inyección [49–51]. Esta técnica se 

probó en este estudio en las plantas de cactáceas; sin embargo, la inyección con jeringa 

ejerció presión al tejido parenquimatoso no lignificado y a los elementos conductores con 

engrosamientos helicoidales y anulares, el colorante se dispersó en parénquima y cilindro 

vascular. Esto indicó que la tinción fue inadecuada pues no reflejó el flujo del agua. Esto 

concuerda con diversos autores que mencionan que las técnicas de inyección no se pueden 

comparar ni probar en diferentes tratamientos que muestren el flujo de agua de una especie 

[57], es una técnica invasiva que genera un flujo artificial en el tejido conductor [58], y se puede 

mal interpretar la conducción del agua si los procedimientos no son bien definidos ni 

estandarizados [51,58]. 

La segunda técnica empleada se ha propuesto para plantas con altura máxima de 10 

cm y consiste en quitar el sustrato de una raíz, cortarla bajo el agua para evitar embolismos 

y agregar el colorante [59]. Esta técnica se implementó en este estudio con la diferencia 

principal que no se realizó el corte de raíz y el colorante se agregó directamente y marcó el 

flujo del agua a través del xilema que permitió realizar comparaciones entre tratamientos 

como propone Geitmann [57]. 
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5.5.2 Análisis del flujo de agua 

En las especies estudiadas, los tres tratamientos reflejaron tres condiciones posibles: 

disponibilidad de agua constante, ausencia de riego en ambos lados y riego solo en un lado. 

La ausencia de agua fue de 30 d debido a que las cactáceas pueden soportar hasta un 81 % 

de pérdida de agua [30] y algunas especies como F. acanthodes soporta condiciones de 

ausencia de agua hasta por 40 d [26]. En este estudio no se produjo estrés por más de 30 d 

debido a que algunas raíces pueden morir después de 35 d [34] e interferir con la absorción 

del colorante. 

En las dos especies la absorción del agua fue detectada en los tres tratamientos. En 

Cactaceae no se ha propuesto los límites de albura y duramen. Sin embargo, la tinción de las 

primeras dos o tres hileras de EV y TBA cercanas al cambium vascular representan la región 

activa de conducción (transporte de agua y nutrientes) y se puede interpretar como albura 

con base en la definición propuesta por Longui et al. [60] y Díaz-Maroto et al. [61]. Las regiones 

no teñidas revelaron los elementos no conductores y podrían asociarse al duramen de la 

planta que Meerts [62], Taylor et al. [63] y Latorraca et al. [64] definen como la región 

caracterizada por vasos no conductores, de acumulación de reservas y compuestos 

secundarios. El estudio de otras especies no fibrosas, dimorfas y fibrosas con la técnica de 

absorción de agua y otras técnicas como la tomografía de resistividad eléctrica (ERT) [65], 

permitirán delimitar ambas regiones en Cactaceae.  

En ambas especies, los EV tuvieron diámetros de 17.3-32.9 µm, valores bajos 

comparados con el diámetro de otras angiospermas como Paxistima myrsinites con diámetro 

de 17 o de Poureria montana con diámetro de 150 µm [66]. Algunos autores sugieren que 

existe relación entre largo y diámetro de vasos [67], por lo que el largo de los vasos puede ser 

100 a 10000 veces más largo que su diámetro [68]. Sin embargo, la variabilidad en el tamaño 

de los vasos es muy amplia en las angiospermas y algunas especies presentan vasos cortos y 

amplios [69].  

Las dos especies difirieron en el flujo del agua entre los tratamientos Es1-Es2 y Ms1-

Ms2, según los resultados de los elementos conductores y la conductividad hidráulica teórica 

relativa. En Mammillaria, los EV tuvieron valores mayores de diámetro y conductividad 

hidráulica (Cuadro 5.1) con respecto a Echinocereus. El lumen con diámetro amplio aumenta 
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la conductividad hidráulica de acuerdo a la ecuación de Hagen-Poiseuille [66,70], por lo tanto, 

son susceptibles a cavitación [71]. Sin embargo, el tamaño de la planta in situ de M. bocasana 

es de máximo 10 cm de altura [72] mientras que E. reichenbachii var. fitchii alcanza una altura 

de 40 cm in situ [73]; además de que ambas especies presentan parénquima cortical y medular 

donde acumulan agua para soportar el estrés hídrico [14,74–76]. 

Debido a que la conductividad hidráulica teórica en EV de Echinocereus es menor con 

respecto a Mammillaria (Cuadro 5.1), los haces corticales cumplen la función de distribuir 

el agua en el tejido cortical y en las regiones del cilindro vascular sin disponibilidad de agua 

[77,78]. En Mammillaria también se observó tinción de algunos haces corticales, pero fueron 

escasos (Figura 5.4). Los haces corticales se presentan en la subfamilia Cactoideae [79] y su 

desarrollo facilita el almacenaje de agua a lo largo del parénquima cortical del tallo [80,81]. 

 
Figura 5.4. Comparación de la tinción del xilema y haces corticales entre Echinocereus (A) 

y Mammillaria (B). CV: cilindro vascular. HC: Haces corticales. 

 

En ambas especies, algunos tratamientos presentaron diferencias en conductividad 

hidráulica entre EV y TBA teñidos de los no teñidos. Sin embargo, estas no se observaron en 

todos los tratamientos por lo que pueden ser producto de la variación propia de los elementos 

conductores [82] y no derivado de condiciones ambientales como mencionan Pande et al. [83] 

y Qaderi et al. [84]. 

La presencia de TBA en Echinocereus y Mammillaria (Cuadro 5.1) evita que los EV 

caviten al impedir la dispersión de embolismos y transferir eficientemente el agua a través 

A B 
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de la pared primaria [43,80,85]. En ambas especies, las TBA presentes en las primeras filas del 

fascículo también se tiñeron con fucsina, lo que permitió confirmar la hipótesis propuesta por 

Mauseth et al. [43] que indica que las TBA participan en el flujo de agua y en su 

almacenamiento. 

En Cactaceae, con excepción de Pereskioideae [81], las TBA están presentes en casi 

todas las especies [85] y su función es similar [86]. Se presentan en etapas juveniles en especies 

fibrosas [42,87] y en especies adultas [22]. Tienen dos tamaños principalmente relacionados con 

las células fusiformes iniciales y radiales [82]. El desarrollo de las TBA con paredes 

secundarias de tipo anular y helicoidal permite a las plantas deshidratarse sin dañar el tejido 

vascular [88], además que pueden ser resultado de adaptaciones a condiciones de luz intensa 

y temperaturas altas [89], por lo que tanto en Cactaceae, como en otras familias relacionadas 

(Portulacaceae y Azoiaceae), han aparecido evolutivamente varias veces de forma 

independiente [78,85,90–92]. El estudio experimental de la conducción de agua, por primera vez 

mostró que hay diferencias en el flujo de agua entre especies no fibrosas, por lo tanto, es 

necesario realizar estudios comparativos con otras no fibrosas, dimorfas y fibrosas que 

permitan comprender la forma en que el flujo de agua ocurre entre las diferentes especies.  

5.6 CONCLUSIONES 

La técnica de absorción de fucsina ácida al 0.2 % a través de la raíz fue adecuada para marcar 

el flujo de agua en las dos especies de cactáceas por lo que puede ser empleada para delimitar 

las regiones conductivas y las no conductivas de Cactaceae. El flujo a través del xilema 

secundario en Echinocereus fue diferente al de Mammillaria y posiblemente se relaciona con 

el tamaño y conductividad hidráulica teórica relativa de ambas especies. La tinción de las 

paredes secundarias de las TBA confirma la hipótesis de que participan en la conducción del 

flujo de agua además de su almacenamiento.  

5.7 SECCIÓN EXPERIMENTAL 

5.7.1 Técnica de tinción 

Plantas de un año de edad de Mammillaria bocasana Poselg. (Mammillaria) y Echinocereus 

reichenbachii var. fitchii (Britton & Rose) (Echinocereus) se obtuvieron del Jardín Botánico 

de la UNAM. El flujo de agua a través del tejido vascular se evaluó con la técnica de raíz 
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dividida basado en Kassaw y Frugoli [93] con algunas modificaciones. El procedimiento 

consistió en seleccionar al azar 15 individuos de cada especie. Un corte en la base de la raíz 

y el tallo se realizó con una navaja previamente esterilizada. Para evitar la infección por 

hongos se aplicó un fungicida y se dejó cicatrizar durante dos semanas sin riego. 

Las plantas se trasplantaron a macetas especiales divididas a la mitad y separadas con 

un plástico, el cual permitió mantener las raíces separadas. El sustrato utilizado fue tezontle 

con tres tamaños de partícula 0.45 mm, 1 mm y 1.4 mm, en proporciones similares. Las 

plantas se mantuvieron durante tres meses en cámaras con ambiente controlado, a 25 °C con 

fotoperiodo de 12 h luz/12 h obscuridad y riegos cada tres semanas. A los tres meses se 

observaron raíces nuevas y se hicieron las observaciones anatómicas (Figura 5.5). 

 
Figura 5.5. Representación del proceso de división y tinción de xilema de Mammillaria y 

Echinocereus. Paso 1. División de la raíz y cicatrización. Paso 2. Trasplante y separación 

entre tratamientos con riego y sequía. Paso 3. Aplicación de colorante en cada tratamiento y 

toma de muestras.  Mr o Ms = Mammillaria riego o sequía, Er o Es = Echinocereus riego o 

sequía. 

 

El diseño experimental fue al azar, seis tratamientos, dos especies y tres condiciones 

hídricas, con cinco unidades experimentales (plantas). Durante dos meses se mantuvieron 

condiciones de un solo riego a la semana. Al tercer mes, el primer tratamiento de cada especie 
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Mammillaria riego y Echinocereus riego (Mr y Er) se mantuvo por un mes con un riego a la 

semana en ambas raíces. El segundo Mammillaria sequía 1 y Echinocereus sequía 1 (Ms1 y 

Es1) y tercer tratamiento Mammillaria sequía 2 y Echinocereus sequía 2 (Ms2 y Es2) se 

mantuvieron durante 30 días sin agua para provocar estrés hídrico como proponen Huang y 

Nobel [34] y Nerd y Neumann [27] (Figura 5.5). 

Siete días después del último riego, los tratamientos Mr y Er se regaron con agua 

destilada de un lado de la raíz y del otro lado se agregó el colorante. A los 31 días de estrés 

hídrico, un lado de la raíz de los tratamientos Ms1 y Es1 se mantuvo sin agua y el otro lado 

se agregó el colorante. A los tratamientos Ms2 y Es2 se agregó agua destilada de un lado de 

la raíz y del otro lado colorante a los 31 días (Figura 5.5). 

El colorante empleado fue el propuesto por Kitin et al. [53]. Una solución acuosa de 

fucsina ácida al 0.2 % se filtró a través de una membrana de nylon de con poros de diámetro 

de 0.45 µm. Una prueba preliminar se realizó para determinar la técnica adecuada para el 

marcado del flujo del agua. La técnica de inyección de Sano et al. [49] se comparó con la 

técnica de Salguero-Gómez y Casper [59]; ambas técnicas se probaron con algunas 

modificaciones. La primera técnica consistió en inyectar con jeringa 0.1 mL de colorante en 

un lado de la raíz y las observaciones se realizaron 3 h después. La segunda técnica, consistió 

en que las raíces de un lado se descubrieron cuidadosamente para agregar lentamente 5 mL 

del colorante; las raíces se cubrieron nuevamente con el sustrato y se agregaron 20 mL de 

agua destilada. Las observaciones se hicieron 24 h después. La prueba mostró que la segunda 

técnica fue efectiva para marcar el flujo de agua por lo que se aplicó a cada tratamiento de 

ambas especies. 

5.7.2 Análisis del flujo de agua 

Después de 24 h de aplicar el colorante, se quitó cuidadosamente el sustrato; la corteza y el 

parénquima cortical se eliminaron y se dejó únicamente el tejido vascular. Los cortes se 

realizaron en el material fresco sin ningún tipo de preparación; los cortes longitudinales y 

transversales tuvieron grosores de más de 50 µm. Las imágenes se tomaron con un 

microscopio de campo claro para realizar las descripciones anatómicas. Con el programa 

ImageJ se tomaron aleatoriamente 10 fotografías para cuantificar las medidas de los 
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elementos de vaso y traqueidas de banda ancha y calcular la conductividad hidráulica teórica 

relativa con base en la fórmula propuesta por Gibson et al. [94] y Ewers y Fisher [95]. 

𝐾𝑣𝑡,𝑖 =
𝜋𝐷𝑣𝑡,𝑖

4

128µ
 

Donde Kvt,i es la conductividad hidráulica teórica de los vasos y TBA i con diámetro 

de lumen Dvt,i, µ es la viscosidad del agua a 1 atm y 20 °C (0.001 Pa·s) [96].  

Para las medidas de diámetro interno de los vasos, longitud de vasos y conductividad 

hidráulica se calculó la media y desviación estándar. Los análisis estadísticos utilizados para 

comparar entre especies fueron la prueba U de Mann-Whitney y ANDEVA con base en la 

normalidad de cada variable. Las comparaciones se realizaron entre elementos conductores 

de cada especie, entre especies y entre elementos conductores teñidos con los no teñidos. 
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CONCLUSIONES GENERALES 

La lignina es el polímero que refuerza la pared celular del tejido vascular y evita el contacto 

de la celulosa con el agua. Tiene una estructura heterogénea compuesta por monolignoles 

acetilados, hidroxicinamatos, coniferaldeídos, sinapaldehídos, ácido ferúlico y alcohol 5-

hidroxiconiferaldehído. El estudio de la misma debe incluir métodos analíticos y cualitativos 

que permiten caracterizar la composición de la molécula y determinar la distribución en 

xilema de las plantas. De esta forma, se ha identificado el proceso de biosíntesis, la 

polimerización en la pared celular, la lignificación cooperativa entre las células del tejido 

vascular y la evolución de la ruta biosintética de los monómeros de lignina. 

 En Cactaceae, la composición química del xilema secundario mostró que la 

acumulación de lignina es el componente principal que permite la separación de las especies 

con madera no fibrosa, fibrosa y dimorfa. Además, se relaciona con el tipo de matriz celular 

y el engrosamiento de la pared secundaria de las especies; la lignificación es importante en 

la adaptación de las especies a las condiciones climáticas y de su hábitat. La proporción de 

siringilo/guayacilo en el tejido vascular de especies con madera no fibrosa mostró la 

presencia de mayor acumulación de monómeros de siringilo que confieren a la pared celular 

resistencia al ataque de patógenos. Los porcentajes de celulosa cristalina mayores al 60 % 

dan rigidez estructural a la pared primaria en especies no fibrosas. 

 En xilema primario, el porcentaje de tejido libre de extraíbles, compuestos solubles 

en agua y holocelulosa son los principales compuestos que se acumulan debido al bajo costo 

energético comparado con el proceso de lignificación. La presencia de engrosamientos 

helicoidales y anulares se observó en la mayoría de plántulas, en M. carnea la presencia de 

este tipo de engrosamientos en xilema primario y secundario confirma el proceso de 

paedomorfosis en especies no fibrosas. El porcentaje mayor de guayacilo confiere resistencia 

y flexibilidad a los vasos del xilema primario de Cactaceae, la presencia de siringilo en las 

regiones s2 y s3 de la pared secundaria de las TBA, permite un eficiente flujo de agua a través 

del lumen celular. 

 Los cladodios de las tres especies de Opuntia tuvieron porcentajes del 90 % de agua 

por lo que pueden ser fermentadas para producir biocombustibles. La proporción de 

siringilo/guayacilo mayor a 1.5 y los porcentajes de celulosa cristalina mayor al 60 % muestra 
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el potencial aprovechamiento en la deslignificación durante el proceso Kraft y en la 

utilización de la celulosa cristalina en materiales de nanofibras de celulosa. 

 En cuanto el estudio del flujo de agua, la técnica de absorción de fucsina ácida al 0.2 

% permitió identificar el flujo de agua a través del xilema secundario. Esta técnica puede ser 

utilizada para delimitar las regiones conductivas de las no conductivas, además de las 

diferencias en el flujo de agua por medio de la tinción de los engrosamientos de la pared 

secundaria. La tinción de las TBA confirmó la hipótesis de que conducen agua además de 

almacenarla en el lumen celular. 
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