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RESUMEN 

El objetivo de esta investigación fue evaluar el efecto de la agregación de la lignina 

en hojas senescentes de Lolium perenne y Festuca arundinacea sobre la 

degradación in vitro de los componente celulares del tejido foliar realizada por 

bacterias ruminales adheridas a residuos de tejido celular. Tres etapas de 

senescencia foliar (0 %, 30 %, 60%) de los pastos fueron medidos en dos épocas de 

corte (verano, invierno). Los componentes estructurales de la pared celular de las 

dos gramíneas se describieron, valoraron y cuantificación mediante histoquímica, y 

además se realizó una prueba de degradación y fermentación in vitro. El diseño 

experimental fue de parcelas divididas y se usó el procedimiento MIXTO de SAS 

para evaluar el efecto de época, se realizaron contrastes ortogonales (ESTIMATES) 

y comparación de medias con la prueba de Tukey (P≤0.05; P≤0.01). La tinción de la 

lignina aumentó en las fibras de la extensión de la vaina del haz (VH) en las tres 

etapas de senescencia. La agregación de lignina en la VH fue mayor en la época de 

verano en los pastos con senescencia 0 %, pero permaneció constante para los 

pastos con 30 % y 60 % de tejido senescente. La lignina contenida en la nervadura 

central de la VH de los pastos con senescencia 60 % en verano fue mayor que en 
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invierno. La época de crecimiento y el grado de senescencia de los pastos tuvo 

efecto sobre la DIVMS. La producción total de AGV de los tratamientos Lolium 30 % 

y Festuca 30 % fueron menores en invierno, pero en verano fueron mayores que los 

tratamientos con 60 % de senescencia. Para esta investigación se concluye que el 

envejecimiento celular de las hojas de Lolium perenne y Festuca arundinacea fue 

diferente en el ciclo de vida, pero cuando alcanzaron la senescencia máxima 

mostraron similitudes en cada época de crecimiento. Las hojas de Festuca 

arundinacea con mayor vejez tuvieron un contenido mayor de FDN y FDA, lo cual 

afecta la respuesta in vitro y las variables fermentativas del inóculo ruminal. 

 

Palabras clave: Senescencia foliar, agregación de lignina, degradabilidad in vitro, 

microscopia electrónica de barrido, Festuca arundinacea, Lolium perenne. 
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SENESCENCE STAGES AND THE EFFECT ON IN VITRO ADHERENCE AND 

FERMENTATION BY RUMINAL MICROORGANISMS 

Daniel Trujillo Gutiérrez 

Colegio de Postgraduados, 2016 

ABSTRACT 

The objective of this research was to evaluate the effect of lignin aggregation in 

senescent leaves of Lolium perenne and Festuca arundinacea upon in vitro 

degradation of cell components of foliar tissues performed by ruminal bacterias 

adhered to cell tissue residues. Three stages of leaf senescence (0 %, 30 %, 60 %) 

were measured in cutting stages (summer, winter). Structural components of the cell 

wall of the two grasses were described, evaluated and quantified using 

histochemistry; besides, an in vitro degradation and fermentation test was carried out. 

The experimental design was split plot and MIXED procedure of SAS was used to 

evaluate the stage effect, orthogonal constrats were performed and means were 

compared with Tukey test (P≤0.05; P≤0.01). Lignin stain was increased in fibers of 

the sheath vascular bundles extension. Lignin aggregation in bundle sheath (BS) was 

higher in the summer season for grasses with 0 % senescense, but it remained 

constant for grasses with 30 % and 60 % of senescent tissue. Lignin content in BS 

central vein of grasses with 60 % senescence in summer was higher than in winter. 

Stage of growth and stage of senescence had an effect on IVDMD. Total VFA 

production of Lolium 30 % and Festuca 30 % treatments were lower in winter, but in 
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summer they were higher than treatments with 60 % senescence. For this research, it 

is concluded that leaves cell aging of Lolium perenne and Festuca arundinacea was 

different during the life cycle, but when the highest senescence was reached, there 

were similarities for each stage of growth. The oldest leaves of Festuca arundinacea 

showed higher NDF and ADF, which affect in vitro response and fermentative 

variables of the ruminal inoculum.   

Key words: Leaf senescence, lignin aggregation, in vitro degradation, Scanning 

Electron Microscopy, Festuca arundinacea, Lolium perenne. 
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CAPITULO 1.  INTRODUCCIÓN 

Los sistemas de producción semiintensivos y de traspatio de rumiantes predominan 

en países en desarrollo y se caracterizan por usar forrajes de mediana a baja calidad 

con distintas proporciones de componentes estructurales en la pared celular. En la 

mayoría de los vegetales la pared celular contiene 40-45 % de celulosa, 30-35 % de 

hemicelulosa y 20-23 % de lignina (Bhat y Hazlewood, 2003). La biomasa 

lignocelulósica de las plantas es una fuente potencial de energía para diversas 

especies pecuarias debido a su alto contenido de carbohidratos. Para incrementar la 

disponibilidad de nutrientes es necesario romper los enlaces entre la celulosa, 

hemicelulosa y lignina; así, la población de microorganismos adheridos a sólidos en 

el rumen es más activa durante la degradación de polisacáridos de la pared celular 

vegetal (Allen, 1997). Por lo tanto, la actividad enzimática bacteriana es un proceso 

importante en la liberación de fuentes de carbono. La senescencia foliar involucra 

una serie de reacciones bioquímicas y estructurales regulada por los genes 

asociados a la senescencia (Buchanan-Wollaston et al., 2003), y es promovida por 

factores ambientales extremos, edad, desarrollo reproductivo, niveles de 

fitohormonas y estrés oxidativo (McCarthy et al., 2001). Los factores endógenos más 

importantes que inducen la senescencia son la edad de las hojas y estado de 

desarrollo de la planta. En láminas foliares de gramíneas anuales después de la 

expansión completa, se presenta una disminución continua en la tasa de fotosíntesis, 

(Shusheng, 2007). En la diferenciación de los elementos traqueales, la pared celular 

se engrosa y lignifica, seguido por la muerte y rompimiento del protoplasma por 

autolisis. Los genes expresados durante esta fase incluyen a los codificantes de 
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fenilalanina amonio liasa (PAL), tirosina amonio liasa (TAL), acido cinámico 4-

hidrolasa (C4H), cinamil alcohol deshidrogenasa (CAD), y otras enzimas del 

metabolismo del fenilpropanoide (Russel et al., 2013); la lignina utiliza los 

monómeros de este metabolismo como iniciadores en la adición de unidades de 

acetato a su estructura (Petersen et al., 2010). Cambios en las condiciones 

ambientales tienden a aumentar los constituyentes de la pared celular en Festuca 

arundinacea, lo cual reduce la degradación in vitro (Deinum y Dirven, 1971). Según 

Jung y Engels (2002), la digestibilidad disminuye con la madurez de la planta debido 

al incremento de la proporción de la pared celular en tallo y hoja, lo cual tiene un 

efecto sobre la calidad de los pastos disponibles para los rumiantes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

3 

 

CAPÍTULO 2.  REVISIÓN DE LITERATURA 

2.1 Importancia de los carbohidratos estructurales  

Los forrajes y granos se usan en la alimentación de rumiantes y la biomasa 

lignocelulósica también es importante en usos industriales y para producción de 

biocombustibles como el etanol (Pinheiro y Policastro, 2012). A lo anterior se suma la 

creciente preocupación ambiental por la generación de residuos orgánicos 

contaminantes y la consecuente emisión de gases de efecto invernadero (Martínez et 

al., 2009). En los sistemas de producción pecuaria el precio de los alimentos es 

elevado y la viabilidad de la explotación depende de los costos relativos y valor 

nutritivo de los ingredientes. Si los alimentos no son digeridos de manera eficiente, 

ocurren pérdidas económicas para el productor y daños al ambiente. 

2.2 Utilización de carbohidratos estructurales de las plantas en la ganadería 

Todos los forrajes están compuestos de un conjunto heterogéneo de moléculas con 

características únicas que determinan la disponibilidad de los polisacáridos para los 

microorganismos del rumen (Jung y Allen, 1995). La disminución de la digestibilidad 

de los forrajes está asociada al incremento de la pared celular y lignificación de los 

tejidos a medida que maduran (Terashima et al., 1993). La utilización en sistemas 

pecuarios de biomasa vegetal para la generación de alimento de origen animal, 

demanda el empleo de nuevas tecnologías que permitan procesos eficientes de 

transformación y uso de los recursos naturales (Gasser et al., 2003).  
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2.3 Componentes de la pared celular de las gramíneas 

2.3.1 Pared primaria  

La pared celular primaria está compuesta de microfibrillas de celulosa, hemicelulosa, 

glucoarabinoxilanos, β-D glucanos, xiloglucanos (pared Tipo I), glucomananos, 

proteínas ricas en hidroxiprolina (HRGPs), en prolina (PRPs) y en glicina (GRPs: 

Cassab, 1998), además de compuestos aromáticos, sílice (Carpita, 1996) y pectinas 

(Bidlack et al., 1992), los cuales forman una matriz viscosa que cementa a las 

paredes celulares adyacentes. Las microfibrillas de celulosa están compuestas de 

cadenas lineales de D-glucosa unidas por enlaces β-(1→4) formando un largo 

arreglo cristalino, alrededor de cada célula. La pared primaria de células adyacentes 

está separada por la lámina media y ambas estructuras no se lignifican (Wilson, 

1993). La composición molecular precisa varía entre tipos de células, tejidos y 

especies de plantas, con un estimado aproximado de 30 % celulosa, 25 % 

hemicelulosa, 35 % pectina y 10 % proteína (Gadd, 2001).  

2.3.2 Pared secundaria  

La pared secundaria se produce cuando la célula ha terminado de crecer y su 

principal característica es la presencia de lignina en la pared. Está formada por tres 

capas (S1, S2, y S3) diferenciadas por la orientación de las microfibrillas de celulosa, 

está ubicada en el lado interno de la pared primaria y se sintetiza cuando la 

expansión celular termina (Himmel, 2008; Figura). Las microfibrillas de celulosa se 

orientan en diferentes ángulos, en cada nivel de las tres capas secundarias de la 

pared, lo cual proporciona mayor longitud y está relacionado de manera particular 
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con la orientación de las microfibrillas de celulosa cristalina (Gadd, 2001). Las 

paredes celulares con engrosamiento secundario están constituidas por 35 % 

celulosa, 25 % hemicelulosa incluyendo pectina y más de 35 % de lignina, lo cual 

depende de la especie de planta. Los xilanos son los polisacáridos más abundantes 

no celulósicos de la pared secundaria en angiospermas (Awano et al., 2002).  

 

Figura 1. Modelo de la pared celular de plantas y orientación de microfibrillas en la 

pared primaria y capas de una célula de xilema (Modificado de Himmel, 2008).  

2.4 Sistemas de tejidos en plantas con semilla 

Las plantas vasculares están compuestoas principalmente por tres sistemas de 

tejidos: epidermal, vascular y fundamental. La epidermis proviene de la protodermis, 

meristemo primario presente en el embrión, este tejido es la capa más externa de la 

planta y le da protección al medio mediante con una capa cerosa llamada cutícula 

(Esau, 1977; Evert, 2006) El tejido vascular proviene del procambium, meristemo 
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primario presente en el embrión y está formado por el floema y xilema. El tejido 

fundamental proviene del meristemo fundamental y constituye el tejido de relleno, 

como el mesófilo de las hojas, corteza de tallos, raíces y médula de tallos. La 

distribución de estos tejidos depende del grupo taxonómico, parte vegetal y tipo de 

fotosíntesis en hoja (C3 o C4). El tejido vascular se encuentra dentro del fundamental 

y la epidermis forma la cubierta más externa. La principal variación depende de la 

distribución y proporción de tejido vascular y fundamental, tanto en tallo como en 

hoja (Esau, 1977). 

2.5 Morfología y estructura del tallo de gramíneas forrajeras  

Las gramíneas constan de un tallo, caña o culmo cilíndrico y está articulado en 

ciertos puntos llamados nudos, en los cuales se insertan las hojas a lo largo del tallo, 

en posición alterna y opuesta (Posada, 2005; Figura 2). El tallo de las gramíneas 

tiene una estructura rígida en la cual hay grandes proporciones de tejidos lignificados 

(Akin, 1989). Mediante un corte transversal se observa que los tallos contienen 

haces vasculares dispersos que forman un cilindro continuo de esclerénquima, 

hebras fibrosas entre haces pequeños y epidermis, y hebras de clorénquima 

alternadas con las de fibra (Esau, 1977). Las células del parénquima ocupan 50 a 60 

% del área transversal y varían en digestibilidad e histología de la lignina, lo cual 

depende de la especie y edad de la planta. La epidermis, anillo de esclerénquima y 

xilema vascular ocupan 28 a 34 % del área transversal, reaccionan con floroglucinol-

HCl (F-HCl) para tinción de lignina y es resistente a la biodegradación (Akin, 1989; 

Akin, 2007).   
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2.6 Morfología y estructura de la hoja de gramíneas forrajeras 

Las hojas de los pastos consisten de una lámina estrecha y una vaina rodeando el 

tallo. Las hojas de pastos de zonas templadas tienen vía fotosintética C3, se 

caracterizan por haces vasculares espaciados y mesófilo con un arreglo determinado 

esponjoso (Wilson et al., 1983; Akin, 1989), que determinarán el grado de 

degradación realizada por bacterias y enzimas ruminales. Esta estructura tiende a 

ser degradada de manera rápida, dado que sólo el esclerénquima, tejido vascular y 

cutícula pueden afectar la degradación (Akin, 1989). 

 

 

Figura 2. Morfología de una gramínea típica (Modificado de Ruiz, 1988). 
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2.6.1 Epidermis 

La epidermis está unida al cuerpo de la hoja a través de células del mesófilo (Figura 

4), pero en pastos de zonas tropicales y en algunos de zonas templadas, está unida 

al haz vascular a través de células de esclerénquima, lo cual dificulta su 

desdoblamiento. El desarrollo de la epidermis se caracteriza por un engrosamiento 

tangencial de la pared y presencia de una cubierta cerosa en la capa más externa de 

sus células, llamada cutícula, que inhibe la penetración y digestión microbiana 

(Essau, 1977). 

2.6.2 Tejido vascular 

El xilema y floema constituyen el sistema vascular encontrado en hoja, raíz y tallo. El 

xilema provee el soporte estructural de las plantas (Park, 2009) y está compuesto por 

miembros de vaso en angiospermas con distinto engrosamiento de la pared celular y 

traqueidas, mientras que el floema está constituido por miembros de tubo criboso 

con células acompañantes (Essau, 1977; Evert, 2006). El tejido vascular del tallo a lo 

largo del pecíolo y hoja a menudo forman una vena, con algunas protuberancias 

conspicuas debajo de la superficie de la hoja. En plantas con anatomía Kranz, la 

vaina del haz en la periferia de los haces vasculares está modificada como tejido de 

reducción fotosintética de carbono (RFC). Las células del haz vascular (Figura 3) son 

largas en comparación con sus contrapartes en especies C3, tienen gran número de 

cloroplastos, almidón y un arreglo asimétrico de componentes citoplásmicos (Carolin 

et al., 1973). Las células del mesófilo son similares a sus homologas en especies C3 

pero son alargadas en dirección radial, un arreglo que permite estar en contacto con 
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el tejido RFC (Brown, 1975). El volumen intercelular de espacios de aire es más bajo 

en plantas C4 que en algunas especies C3 y en ambos la forma de las células de la 

vaina del haz (CVH) y el arreglo de las células del mesófilo reduce el contacto entre 

la superficie de las células y el espacio de aire intercelular (Rowan y Russell, 1998; 

Byott, 1976).  

 

Figura 3. Diagrama de anatomía Kranz en pasto C4 (Panicum capillare). Modificado 

de Rowan y Russell (1998). 

2.6.3 Mesófilo 

Las células del mesófilo (colénquima) se localizan entre la epidermis adaxial y 

abaxial, son fácilmente digestibles, constituyen el principal volumen de tejido en la 

hoja y es casi totalmente digestible (Essau, 1977). El espacio intercelular en hoja de 

pastos C3 es mayor que en pastos C4, lo cual se relaciona con una mayor 

penetración de bacterias y por lo tanto, una mejor digestibilidad; sus células están 

vaina del haz 



 

 

10 

 

rodeadas por aire que permite el movimiento de gases (Figura 4); además 

representa el tejido fotosintético de la hoja. En este se encuentran el xilema y floema 

(Evert, 2006).  

 

Figura 4. Estructura anatómica de la hoja C3 de Lolium perenne (Trujillo, 2015). ead, 

epidermis adaxial; eab, epidermis abaxial; me, mesófilo; vhv, vaina del haz 

vascular; hvma, haz vascular mayor; hvme, haz vascular menor; f, floema; x, 

xilema; cb, células bisagra; es, esclerénquima de la extensión de la vaina del 

haz. Imagen tomada en Laboratorio de Histoquímica y Anatomía Vegetal, 

Colegio de Postgraduados.  

2.7 Composición química de los carbohidratos y polímeros estructurales en 

plantas 

2.7.1 Celulosa  

Este componente de la pared celular vegetal está formado por polimerización de 
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moléculas D-glucosa unidas con enlaces de hidrogeno en posición (1→4) β-D-

glucano en cadenas lineales formada por unidades de celobiosa en cadenas 

paralelas (Figura 5), formando microfibrillas de 3 nm aproximado de diámetro por 25 

nm de largo (Evert, 2006). Estas microfibrillas cristalinas están colocadas bajo 

diferentes orientaciones dentro de la pared primaria y dan soporte estructural a la 

pared. Las moléculas de celulosa tienen una fuerza de 50-160 kg mm-2, que evita su 

rompimiento (Frey-Wyssling, 1976). 

 

Figura 5. Estructura detallada de la pared celular. A, hebra de fibras; B, sección 

transversal de fibras, mostrando engrosamiento de capas: una capa de pared 
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primaria y tres capas de pared secundaria; C, fragmento de la capa media de 

la pared secundaria mostrando microfibrillas; D, fragmento de una macrofibrilla 

mostrando. E, estructura de microfibrillas: moléculas unidas a la cadena de 

celulosa en el cual algunas partes de las microfibrillas son arregladas 

ordenadamente (micelas). F, fragmento de una micela mostrando partes de 

una cadena de celulosa unida a moléculas. G, dos moléculas de glucosa 

unidas por un átomo de oxígeno (Modificado de Essau, 1977). 

2.7.2 Hemicelulosa y xilanos  

La hemicelulosa es un grupo heterogéneo de glucanos no cristalinos unidos 

estrechamente en la pared celular y cuya proporción varía entre especies. Dentro de 

la pared celular esta mezcla de polímeros de diferentes polisacáridos, en su fase 

neutra o ácida, está adherida a la superficie de las microfibrillas de celulosa, a través 

de enlaces de hidrógeno unidos en los grupos OH de los azúcares, lo cual mejora la 

fuerza de la pared celular (Rose, 2003). Los polisacáridos pécticos están unidos 

covalentemente a la hemicelulosa (Gadd, 2001). Los xiloglucanos son las 

hemicelulosas principales de la pared celular primaria de dicotiledóneas y en cerca 

de la mitad de las monocotiledóneas consiste en cadenas cortas lineales de (1→4) 

β-D-glucano como en la celulosa, con cadenas cortas de xilosa, galactosa y a 

menudo fucosa (Carpita y McCann, 2000). Muchos xiloglucanos estarían unidos de 

manera estrecha con las microfibrillas de celulosa y tienen una función importante en 

la regulación del alargamiento de la célula. Las principales hemicelulosas en las 

paredes celulares de las monocotiledóneas (Poales, Zingiberales, Commelinales y 

Arecales) son los glucuronoarabinoxilanos, los cuales se caracterizan por tener una 
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columna de (1→4) β-D-xilosa y pueden unirse por enlaces de hidrógeno a la 

celulosa. La pared primaria de los pastos se distingue de otras monocotiledóneas por 

la presencia de enlaces mezclados (1→3), (1→4) β-D-glucanos (Carpita, 1996), y 

estas células de la pared primaria se llaman pared Tipo II (Darley et al., 2001). 

El xilano es el componente mayoritario de la hemicelulosa (Ulvskov, 2011), la cual 

consiste de polímeros de pentosas (xilosa, arabinosa), hexosas (glucosa, manosa, 

galactosa), o ácidos urónicos (glucurónico, galacturónico), y la cadena consta de 30-

100 unidades de β-D-xilopiranosa con enlaces 1,4-glicosídicos. La hemicelulosa es 

abundante en las paredes celulares de los cereales (Poaceae) y en plantas 

maderables, y es un componente menor en las paredes celulares de dicotiledóneas y 

monocotiledóneas no gramináceas (Darvill et al., 1980; Ebringerova y Hienze, 2000). 

Los xilanos se encuentran en cereales y son sustituidos en una alta proporción con 

residuos simples o cadenas cortas de enlaces α-1,2- o α-1,3- enlazados a residuos 

de I-arabinofuranosa y, por lo tanto, son conocidos como arabinoxilanos (Izydorczyk 

y Biliaderis, 1995). Los residuos de I- arabinosa pueden ser esterificados con 

residuos O-5 con ferulil o p-cumaril.  

2.7.3 Lignina 

La lignina es un polímero fenólico, el más abundante después de la celulosa y tiene 

una función importante en el soporte estructural de las plantas (Run-Cang, 2010; 

Whetten y Sederoff, 1995). Es un polímero aromático tridimensional del cual hay 

muchos polímeros aromáticos (Ralph et al., 2004; Figura 6) y está unido 

covalentemente a la hemicelulosa. Este compuesto es sintetizado mediante tres tipos 
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de monolignoles: alcohol p-cumaril, alcohol coniferil, y alcohol sinapil; además 

contiene coniferil aldehído, sinapil aldehído, alcohol dihidroxiconiferil, ferulato 

tiramina, alcohol 5-hidroxiconiferil, p-hidroxi-3-metoxibenzaldehído, p-

hidroxibenzoato, p-cumarato y acetato (Vanholme et al., 2010). Después de la 

polimerización, las subunidades de lignina se denominan p-hidroxifenil (H), guayacil 

(G) y siringil (S), lo cual depende de sí estos fueron originadas por los alcoholes p-

cumaril, coniferil y sinapil, respectivamente (Novo Uzal et al., 2009). Los ácidos 

cinámicos (ácido p-cumárico, ácido ferúlico y ácido sinápico), también forman 

puentes entre lignina y carbohidratos (Martínez et al., 2009). Todos estos 

componentes se agregan en diferentes proporciones, las cuales dependen de la 

especie, etapa fenológica y medio ambiente. 

2.7.4 Biosíntesis de monolignoles en pastos 

El primer paso en la biosíntesis de monolignoles es la desaminación de la L- fenil 

alanina o tirosina por la fenil amonio liasa (PAL, enzima clave en el metabolismo 

secundario) o por tirosina amonio liasa (TAL) y producen ácido cinámico o ácido p- 

cumárico (p-CA), respectivamente (Sun, 2010). Las subunidades de PAL son 

típicamente codificadas por familias multigénicas en angiospermas. La hidroxilación 

a la posición C4 del ácido cinámico a p-CA es catalizada por ácido cinámico 4-

hidrolasa (C4H), una monooxigenasa citocromo P450 perteneciente a la subfamilia 

CYP73 (Teutsch, 1993). La formación de ésteres cinamil-CoA están involucrados en 

la biosíntesis de una variedad amplia de fenólicos, catalizados por 4-cumarato: ligasa 

CoA (4CL). La reducción de los tioesteres hidroxicinamil-CoA a los correspondientes 

hidroxicinamil aldheídos es catalizada por cinamil-CoA reductasa (CCR). La cinamil 
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alcohol deshidrogenasa (CAD) cataliza el último paso en la biosíntesis de los 

precursores de la lignina, el cual es la reducción de cinamil aldehídos a cinamil 

alcoholes.  

 

Figura 6. Representación de un polímero de lignina (Modificado de Palonen, 2004). 
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Según Sun (2010), la enzima p-Cumarato 3-hidrolasa (C3H) catalizaba la 

hidroxilación en el C3 de p-CA a la forma de ácido cafeico. Sin embargo, C3H fue 

clonada de Arabidopsis y se mostró que es una monooxigenasa dependiente del 

citocromo P450 (Teutsch, 1993). 

En experimentos enzimáticos se encontró que los ésteres de quinato y shiquimato de 

p-CA son los sustratos preferidos para C3H. Por lo tanto, solo en la ruta de la 

biosíntesis de monolignoles de Arabidopsis, p-cumarato debería ser primero 

convertido a p-cumaril-CoA por 4CL seguido por una conversión aciltransferasa-

catalizada a p-cumaril shiquimato o cafeil quinato (ácido clorogénico) dentro de 

cafeil-CoA, el sustrato para CCoAOMT (Hoffman et al., 2003). Sun (2010) purificó p-

hidroxicinamil-CoA: quinato shikimato p-hidroxicinamiltransferasa (HTC), una 

reversible aciltransferasa, y clonó sus genes clonados. La función predominante de 

CCR es para catalizar la reducción de hidroxicinal-CoA tioesters a sus 

correspondientes aldehídos.  

Con CCoAOMT se metila cafeil-CoA para producir feruril-CoA. La ferulato 5-

hidroxilasa (F5H) fue primero usada para catalizar la hidroxilación a la posición del 

C5 de ácido ferúlico a ácido 5-OH ferúlico. Pero, el sustrato preferencial para F5H no 

fue ácido ferúlico, sino alcohol coniferil aldehído y alcohol coniferil (Humpheys et al., 

1999; Osakabe et al., 1999). De manera similar, se planteó usar ácido cafeico O-

metiltransferasa (COMT) para la metilación de ácido caféico/ácido 5-OH ferúlico 

dentro de ácido ferúlico/ácido cinámico, usando S-adenosil metionina como grupo 

donador de metilo. Los productos de la hidroxilación catalizada de F5H, 5-

hidroxiconiferaldehído y alcohol 5-hidroxiconiferil son buenos sustratos para COMT, 
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no así el ácido cafeico (Humpheys et al., 1999). La COMT cataliza la O-metilación 

sobre la posición de C5 de 5–hidroxiconiferaldehído/ (alcohol coniferil) y puede 

actuar sobre la posición del C3 de cafeil-aldehído/alcohol (Do et al., 2007). 

 

Figura 7. Precursores de ligninas que producen nuevas ligninas en los pastos. MAL, 

coniferil aldehído; MSA, sinapil aldehído; MFA, ácido ferulico; MSH, alcohol 5-

hidroxifenil; MGE, esteres de coniferil; MSE, esteres de sinapil; MFE, ferulato; R, 

acetato, p-hidroxibenzoato, p-cumarato; Ps, polisacáridos. Adaptado de Lu y 

Ralph (2010). 

Lu y Ralph (2010) mostraron que las ligninas de los pastos derivan no solo de los 

tres monolignoles tradicionales, sino también de acetilados de alcoholes 

sinapil/coniferil (Figura 7), por lo cual se considera a los ferulatos precursores de las 

ligninas de los pastos (Lu y Ralph, 2008; Lu y Ralph, 2005; Vanholme et al., 2008). 
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Esos monolignoles acilados y ferulatos rápidamente copolimerizan con los alcoholes 

p-cumaril, coniferil y sinapil para producir ligninas de los pastos con características 

únicas (Figura 8). 

 

Figura 8. Ruta biosintética a monolignoles en pastos. PAL, fenilalanina amonio liasa; 

TAL, tirosina amonio liasa; C4H, cinamato 4-hidroxilasa; 4CL, 4-cumarato: 

CoA ligasa; HCT, p-hidroxicimil-CoA: quinato shiquimato p-

Lignina 
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hidroxicinaltransferasa; C3H, p-cumarato 3-hidroxilasa; CCoACOMT, cafeil-

CoA O-metiltransferasa; CCR, cinamil-CoA reductasa; COMT, ácido cafeico/5-

hidroxiconiferaldehído O-metil transferasa; CAD, cinamil alcohol 

deshidrogenasa; F5H, ferulato 5-hidroxilasa; Acyl-T, acetil transferasa; Ps, 

polisacáridos; R1, ácido shiquimico o ácido quinico; R2, acetato, p-

hidroxibenzoato, p-cumarato. Adaptado de Vanholme et al. (2008). 

El lugar donde sucede la lignificación es la matriz de la lámina media y las paredes 

secundarias. Las nanopartículas de lignina (10-70 nm) están probablemente 

dispersas en principio y se juntan para formar el polímero de lignina (Lairez et al., 

2005; Inomata et al., 1992). Además, la pared secundaria se puede distingur por las 

capas que la constituyen S1, S2 y S3, donde las microfibrillas de celulosa se orientan 

de forma distinta y la composición de la lignina varía. La lignina rara vez se 

encuentra en la capa S3, en la lámina media está enriquecida con alcoholes cumaril, 

mientras que el alcohol coniferil es dirigido a la lignina de las paredes primaria y 

secundaria en las capas S1 y S2 (Achyuthan et al., 2010). El alcohol sinapil se 

encuentra en las paredes celulares formando fibras (Davin y Lewis, 2005; Sticklen, 

2008). La distribución de la masa molecular de la lignina depende de la especie y 

difiere en cantidad entre las distintas partes de la planta. Además, la organización 

supramolecular de la lignina varía dependiendo de su localización específica dentro 

de la estructura de la planta como raíz, tallo u hojas, así como estado de desarrollo, 

factores bióticos y abióticos y ambiente químico bajo el cual se forman los polímeros 

de lignina (Moura et al., 2010). 
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2.8 Muerte celular programada y senescencia en plantas 

La muerte celular programada (MCP) son procesos mediante los cuales el 

protoplasma de las plantas, y algunas veces la pared celular asociada, es eliminada 

selectivamente como parte de eventos determinados genéticamente (Buchanan-

Wollaston, 2003). Es un proceso activo en el cual el metabolismo procede de manera 

ordenada y depende de fuentes biológicas de energía. La MCP está bajo control de 

genes específicos que se pueden mostrar en procesos de mutación (Buchanan-

Wollaston, 1997), modificación transgénicas o intervención química o por ser 

necesarios en el metabolismo terminal y eventos celulares en un tiempo y espacio 

determinado (Russel et al., 2013). La MCP provoca cascadas de actividades 

bioquímicas en las cuales el encendido de un paso específico desencadena la 

activación de otras acciones, que propaga la respuesta a través de toda la célula 

(Gepstein et al., 2003).  

La senescencia de la hoja es el último estado de desarrollo que precede a la muerte 

y es un proceso genéticamente programado (Buchanan-Wollaston et al., 2003; 

Yoshida, 2003). La expresión de muchos genes asociados con actividad fotosintética 

y otros procesos anabólicos disminuyen durante la senescencia foliar (Gepstein, 

1988), mientras que otros se expresan, como los genes asociados a la senescencia 

(SAGs). La predicción de la función de los SAGs puede dar pistas de las rutas 

bioquímicas, reguladoras o celulares de la senescencia.  La activación de SAGs 

responsables de la ejecución del síndrome de senescencia codifica enzimas líticas: 

proteinasas (Dangl et al., 2000; Lohman et al., 1994; Thompson et al., 1998), lipasas 

(Thompson et al., 2000), nucleasas (Lers et al., 2001; Rubinstein, 2000), clorofilasas 
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(Jacob-Wilk et al., 1999), y enzimas para el reciclaje de nutrientes como glutamato 

sintetasa (Watanabe et al., 1994). Algunos genes reguladores asociados a la 

senescencia se definieron como codificantes para factores de transcripción (Eulgem 

et al., 2000; Hinderhofer y Zentgraf, 2001), receptores para la percepción de la 

senescencia (Hajouj et al., 2000), y componentes de tráfico de proteínas 

intracelulares (Guterman et al., 2003). La cantidad de genes expresados durante la 

senescencia foliar son algunos cuyos niveles de transcriptos se acumulan bajo estrés 

abiótico y biótico (Binyamin et al., 2001; Hanfrey et al., 1996; John et al., 1997; 

Quirino et al., 1999). 

2.9 Degradación enzimática de carbohidratos y polímeros estructurales de la 

pared celular  

La liberación de carbohidratos estructurales del forraje en ambientes con presencia o 

ausencia de oxígeno, es determinada por factores per se de los organismos 

encargados de esta degradación; el pH en el cual las enzimas son activadas e 

inactivadas, la presión osmótica ausente en medios aerobios, el potencial de óxido-

reducción y la temperatura definirán el grado de degradación de la pared celular, así 

como la especificidad del sustrato (Moore y Jung, 2001). 

2.10 Degradación enzimática por hongos   

El rompimiento eficiente de la pared celular de las plantas por hongos está ligado al 

crecimiento de hifas, el cual provee poder de penetración y un sistema extracelular 

enzimático altamente especializado en la degradación de la pared celular (Gadd, 

2001). La descomposición enzimática de las paredes celulares de las plantas es 
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sinergista: las enzimas individuales altamente especializadas operan como 

componentes de sistemas multienzimáticos para degradar eficientemente polímeros 

específicos (Kuhad et al., 1997). La degradación ocurre de manera extracelular, los 

sustratos son grandes polímeros y son insolubles o cristalinos. Los dos principales 

sistemas enzimáticos extracelulares para la degradación de la fracción polimérica 

son el Sistema Hidrolítico que degrada a los polisacáridos por , y el único Sistema 

Lignolítico Oxidativo que degrada al polímero de la lignina. Las clases de enzimas 

son: 1) enzimas con exoacción que liberan monómeros y dímeros de los extremos de 

la cadena polimérica, 2) enzimas con endoacción que rompen la cadena de azúcares 

a la mitad y, 3) enzimas (a menudo con exoacción) especializadas en romper los 

oligosacáridos para liberar sus monómeros (Gamauf et al., 2007). Los polisacáridos 

sustituidos requieren un conjunto adicional de enzimas para completar sus hidrólisis 

(Gadd, 2001); en contraste, los componentes de la lignina son un heteropolímero 

complejo con irregularidad estereoquímica, requieren mecanismos inespecíficos y no 

estéreo selectivos para su degradación.  

2.11 Degradación de carbohidratos por microrganismos ruminales 

Hay grandes poblaciones de microorganismos en el tubo gastrointestinal de todos los 

animales y están estrechamente integrados como una unidad ecológica en el 

hospedero. Esta población microbiana compleja y mixta comprende bacterias, 

protozoarios ciliados y flagelados, hongos anaeróbicos y bacteriófagos (Morrison y 

Nelson, 2005). Las especies celulolíticas predominantes en el rumen son Fibrobacter 

succinogenes, Ruminococcus albus y R. flavefaciens, mientras que las especies 

predominantemente xilanolíticas son Prevotella ruminicola y Butyrivibrio fibrisolvens 
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(Kuhad et al., 1997). Esas bacterias se adhieren fuertemente a la superficie de las 

plantas, poseen complejos enzimáticos y muestran selectividad en la adhesión a 

diferentes sustratos (Dodd et al., 2009; Mackie y White, 1997). Existen diversos tipos 

de bacterias (Cuadro 1) que interactúan de manera sinérgica en el rumen de 

herbívoros, tienen especificidad de sustratos alimenticios y producen enzimas para 

desdoblar los carbohidratos solubles, estructurales y proteínas del alimento. Las 

bacterias celulolíticas del rumen son las degradadoras primarias de la fibra y en 

acción sinérgica, los hongos anaeróbicos pueden colonizar los fragmentos de las 

plantas (Hespell y Bryant, 1981) penetrando a través de la cutícula y pared celular de 

tejidos lignificados en el rumen de bovinos y ovinos, alimentados con dietas fibrosas 

(Bauchop, 1981). Los hongos también tienen una función sinérgica importante en la 

digestión ruminal de la fibra, por el rompimiento del tejido lignificado en tallos, lo cual 

permite que otros microorganismos, como las bacterias, se adhieran fácilmente a las 

porciones digestibles de las plantas (Chen et al., 2008).  

Cuadro 1. Microorganismos ruminales de mayor importancia en la degradación de 

ingredientes en la dieta. 

Especies Función* Productos ** 

Fibrobacter (Bacteroides) succinogenes C,A F,A,S 

Ruminococcus albus C,X F,A,E,E,H,C 

Ruminococcus flavefancies C,X F,A,S,H 

Butyrivibrio fibrisolvens C,X,PR F,A,L,B,E,H,C 

Clostridium locheadii C,PR F,A,B,E,H,C 
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Streptococcus bovis A,S,SS,PR L,A,F 

Ruminobacter (Bacteroides) amylophilus A,P,PR F,A,S 

Prevotella (Bacteroides) ruminicola A,X,P,PR F,A,P,S 

Succinimonas amylolytica A,D A,S 

Selenomonas ruminantium A,SS,GU,LU,PR A,L,P,H,C 

Lachnospira multiparus P,PR,A F,A,E,L,H,C 

Succinivibrio dextrinosolvens P,D F,A,L,S 

Methanobrevibacter ruminantium M,HU M 

Methanosarcina barkeri M,HU MC 

Treponema byrantii P,SS F,A,L,S,E 

Megasphaera elsdenii SS,LU A,P,B,V,CP,H,C 

Lactobacillus sp.  SS L 

Anaerovibrio lipolítica L,GU A,P,S 

Eubacterium ruminantium SS F,A,B,C 

Oxalobacter formigenes O F,C 

Wolinella succinogenes HU S,C 

* C= celulolítica; X= xilanolítica; A= amilolítica; D= dextrinolítica; P= pectinolítica; 

PR= proteolítica; L= lipolítica; M= metanogénica; GU= utilizadoras de glicerol; 

LU=utilizadoras de lactato; SS= mayormente fermentadoras de azucares 

solubles; HU= utilizadoras de hidrogeno; O= degradadoras de lactato. ** F= 

formato; A=acetato; E=etanol; P= propionato; L=lactato; B=butirato; S= succinato; 

V= valerato; CP= caproato; H= hidrógeno; C= dióxido de carbono; M= metano. 

Modificado de Dehority 1993, Wang y McAllister (2002), Kuhad et al. (1997), 
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Hespell y Bryant (1981), Mackie y White (1997), Hobson y Stewart (1997), 

Church et al. (2002). 

2.12 Enzimas ruminales relacionadas a la degradación de polímeros de la pared 

celular vegetal 

Las enzimas más importantes involucradas en la hidrólisis de celulosa son 

endoglucanasas, exoglucanasas y β–glucosidasas (Bhat y Hazelewood, 2003). Las 

endoglucanasas hidrolizan cadenas de celulosa al azar para producir oligómeros de 

celulosa, las exoglucanasas hidrolizan las cadenas de celulosa de las cadenas no 

reducidas y producen celobiosa, y las β–glucosidasas liberan glucosa de celobiosa e 

hidrolizan cadenas cortas de celulosa de sus extremos reducidos y no reducidos 

(Hobson y Stewart, 1997). Las tres enzimas son necesarias para completar la 

hidrólisis de celulosa.  

Las principales enzimas involucradas en la degradación de los xilanos desdoblados 

de la hemicelulosa a azúcares solubles son los endo β-1,4-xilanasa y β-1,4-

xilosidasa, los cuales producen cadenas cortas de xilanos y xilosa (Bhat y 

Hazelewood, 2003). Otras enzimas actúan sobre la hemicelulosa están involucradas 

en la digestión de cadenas cortas, como la manosidasa, arabinofuranosidasa, 

glucoronidasa, galactosidasa, acetil-xilano esterasa y ácido ferúlico esterasa (Wang y 

McAllister, 2002). En el Cuadro 2 está una lista de enzimas y el sustrato que 

hidrolizan, así como el enlace molecular donde ocurre la hidrólisis. 
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Cuadro 2. Enzimas ruminales degradadoras de carbohidratos y polímeros de la 

pared celular vegetal. 

Sustrato Enlace objetivo de hidrólisis Enzima  

Celulosa β- 1, 4-glucosa Endo-β- 1, 4-glucanasa 

Celulosa (no reducida) β- 1, 4-glucosa Exo-β- 1, 4-glucanasa 

Celobiosa  β- 1, 4-glucosa β- 1, 4-glucosidasa 

Celobiooligómeros 

solubles 

β- 1, 4-glucosa Celulodextrinasa 

Celulosa o xilano β- 1, 4-glucosa o β- 1, 4-

xilosa 

Xilocelulasa 

Xilano  β- 1, 4-xilosa Endo-β- 1, 4-xilanasa 

Xilobiosa β- 1, 4-xilosa β- 1, 4-xilosidasa 

Arabinoxilano α-1,3- α-L-arabinofuranosidasa 

Glucuronoxilano α-1,3- o α-1,2- α-Glucuronosidasa 

Acetilxilano  Acetil ester O-acetil xilano esterasa 

Ácido ferúlico  Ferulil ester Ácido ferúlico esterasa 

Ácido p-cumárico  p-cumaril ester Ácido p-cumárico 

esterasa 

Laminarina β- 1, 3-glucanasa β- 1, 3-hexosa 

Liquenina  β-1, 3- y β-1, 4-hexosa Enlaces mezclados β- 1, 

3- y β-1, 4-glucanasa 

Poligalacturano  α- 1, 4-galacturonido Pectato liasa 

Pectina   α- 1, 3-galacturonido Pectina liasa 
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Pectina Metil ester Pectina metil esterasa 

Modificado de Wang y McAllister (2002), Mackie y White (1997), Hobson y 

Stewart (1997). 

2.12.1 Mecanismo de degradación de celulosa  

La hidrólisis de la celulosa a D-glucosa requiere un conjunto mínimo de tres enzimas 

con acción sinérgica:.1) Las celobiohidrolasas (celobiohidrolasas 1,4-β-D-glucanasa; 

Zang et al., 2011) actúan en los extremos de la cadena de celulosa para generar 

principalmente celobiosa (disacárido de glucosa); con base en su secuencia primaria 

las celobiosahidrolasas de la familia GH6, muestran un mecanismo de intervención y 

rompimiento de la celulosa del extremo no reducido, pero los miembros de la familia 

GH7 rompen celobiosa de los extremos reducidos por un mecanismo de retención 

(Gamauf et al., 2007).  

 

Figura 9. Mecanismo de degradación enzimática de celulosa. CBH, 

celobiohidrolasas; EG, endoglucanasas; BGL, β-glucosidasas; SWO, celulosa 

amorfa (Modificado de Beguin, 1990; Teeri, 1997). 
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2). Las endoglucanasas (1,4-β-D-glucano 4-glucanohidrolasa) atacan internamente 

las cadenas de celulosa en las regiones amorfas y, por lo tanto, generan sitios 

adicionales para la función de las celobiohidrolasas (Sukumaran et al., 2005). 3) Las 

β-glucosidasas degradan oligosacáridos y celobiosa a D-glucosa (Figura 9). 

2.12.2 Mecanismo de degradación de hemicelulosas y xilanos  

Las hemicelulosas son polímeros heterogéneos de la pared celular, tienen una 

columna de residuos con enlaces 1,4-, β-D-piranosil, con excepción de 

arabinogalactanos, y son solubilizados por solución acuosa (O’Neill y Selvendran, 

1985; O’Neill y York, 2003). La columna de polisacáridos puede consistir de residuos 

de xilosil-, glucosil-, arabinosil- o manosil y dependiendo del azúcar dominante son 

xilanos o arabinogalactanos. La diversidad química de las hemicelulosas de las 

plantas requiere un gran conjunto de enzimas, las cuales actúan sobre las cadenas 

principales o los costados de la cadena. Para la degradación de hemicelulosas, la 

cadena principal es hidrolizada por enzimas con endoacción, mientras enzimas con 

exoacción liberan los monómeros respectivos (Figura 10). Con un patrón de 

degradación sinergista, enzimas adicionales hidrolizan los costados de las cadenas 

de polisacáridos, liberando varios monómeros y disacáridos; en esta ruta la cadena 

principal se convierte en la más accesible para las enzimas con endo acción. La 

degradación enzimática de xilanos, la más estudiada, involucra endoxilanasas- β-

xilosidasas y enzimas accesorias. La hidrolisis de la columna del xilano involucra a 

endo-1,4-β-xilanasas (endo-1,4-β-d-xilano xilanohidrolasas) y β-xilosidasas (1,4-β-d-

xilano xilohidrolasa). Las endoxilanasas rompen la cadena principal de azúcares, 

dependiendo del tipo de xilanos, el grado de ramificación y la presencia de sustitutos 
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diferentes (Polizeli et al., 2005). Los principales productos de la hidrólisis son 

oligómeros sustituidos o no sustituidos, los cuales son además convertidos por β-

xilosidasas a trimonómeros, dimonómeros y monómeros (Gamauf et al., 2007). Las 

endoxilanasas se clasifican de acuerdo con sus productos finales y habilidad para 

liberar I-arabinosa de arabinoxilanos (Wong et al., 1988). Algunas enzimas cortan 

aleatoriamente residuos no sustituidos de D-xilosa, mientras el sitio de rompimiento 

de algunas endoxilanasas depende de los sustituyentes cercanos de los extremos de 

la cadena. Las β-xilosidasas pueden ser clasificadas de acuerdo a su afinidad 

relativa para xilobiosa o xilo oligosacáridos, y liberar β-D-xilopiranos por un 

mecanismo de retención de extremos no reducidos (Esser, 2007).  

 

Figura 10. Degradación enzimática de hemicelulosas. EXY, endo-1,4-β-xilanasas; 

XYL, β-xilosidasas; GLU, xilano- α-1,2-glucuronosidasa, FES; feruril esterasa; 

AXE, acetil xilano esterasa; ABF, arabinoxilano arabinoxfuranohidrolasa 

(Gamauf et al., 2007).  

Las β-xilosidasas son muy específicas para pequeños oligosacáridos no sustituidos 

de D-xilosa y su actividad disminuye al aumentar la polimerización de los sustratos. 
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La acumulación de oligosacáridos cortos podría inhibir la acción de endoxilanasas, 

pero la hidrólisis de esos productos por β-xilosidasas remueve la posible causa de 

inhibición, y se puede incrementar la eficiencia de hidrólisis de xilanos (Andrade et 

al., 2004). 
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CAPÍTULO 3. Estructura y lignificación de las hojas de Lolium perenne L. y 

Festuca arundinacea Schreb., en tres etapas de senescencia foliar (0,  30  y  60 

%) y dos estaciones de crecimiento (verano e invierno). 

3.1 Justificación 

La agregación de lignina es probablemente el paso final en la diferenciación de la 

pared secundaria y sucede después de que muchos polisacáridos se han depositado 

en la pared. Para especies de pastos como Lolium perenne o Festuca arundinacea, 

los tejidos foliares son producidos secuencialmente como una cadena de fitómeros a 

nivel de macollos individuales, cada uno siguiendo una serie programada de estados 

de desarrollo y senescencia. Al respecto, la longitud de la hoja disminuye de otoño a 

invierno debido a la reducción del área verde y senescencia progresiva de la punta 

hacia la base. Con el avance de la senescencia la proporción de los componentes de 

la pared celular de los pastos (celulosa, hemicelulosa y lignina) incrementan, 

mientras la proporción del contenido celular disminuye. El valor nutritivo es afectado 

principalmente por el estado fenológico, frecuencia de la severidad de la defoliación 

y factores secundarios como temperatura, germoplasma y disponibilidad de agua y 

nutrientes en la pradera.  Poco se conoce acerca de la forma en que los tejidos 

envejecen en la hoja y los tejidos lignican y como estos afectan en la adherencia de 

la microbiota ruminal, y la relación con el grado de degradación de la pared celular 

en el conjunto de acción de la enzimas fibroliticas.  
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3.2 Objetivos 

3.2.1 Conocer la estructura histológica de la hoja de Lolium perenne L. y Festuca 

arundinacea Schreb., e identificar los tejidos lignificados en tres etapas de 

senescencia en invierno. 

3.2.2 Evaluar la el área relativa de los tejidos lignificados en la hoja Lolium perenne 

L. y Festuca arundinacea Schreb., en tres etapas de senescencia foliar y dos 

estaciones de crecimiento.  

3.3 Hipótesis 

 El proceso de senescencia y agregación de lignina en el tejido foliar de Lolium 

perenne L. y Festuca arundinacea Schreb., no es afectado por la época de 

crecimiento.  

3.4 Material y métodos  

3.4.1 Localización del sitio experimental vegetal 

Este experimento se realizó en parcelas establecidas en el ejido de Llano Grande, 

Jiquipilco, Estado de México (99°42’40” O; 19°38’12" N); altitud 2545 m; precipitación 

anual promedio 800-1300 mm; clima templado subhúmedo con lluvias en verano de 

mayor humedad C(w2) (García, 2004). 



 

 

33 

 

 

Figura 11. Condiciones climatológicas del período de medición agosto 2012 – marzo 

2013; temperatura, precipitación y evaporación, en el ejido de Llano Grande, 

Jiquipilco, Estado de México. Información proporcionada por Comisión 

Nacional del Agua, Dirección Local del Estado de México, 2015. 

El tipo de suelo es pronasol con dos subtipos eútrico y mólico (IUSS Grupo de 

Trabajo WRB, 2007). El promedio de las condiciones climáticas de los períodos de 

medición, verano e invierno se muestra en las Figuras 11 y 12.  
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Figura 12. Condiciones climatológicas del período de medición mayo 2013– 

septiembre 2013; temperatura, precipitación y evaporación, en el ejido de 

Llano Grande, Jiquipilco, Estado de México. Información proporcionada por 

Comisión Nacional del Agua, Dirección Local del Estado de México, 2015. 

 

En los Cuadros 3 y 4 se muestran los eventos meteorológicos durante la medición de 

senescencia foliar. 
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Cuadro 3. Eventos meteorológicos durante el período de medición de crecimiento 

y senescencia en la época de invierno. 

Concepto 

2012  2013 

Octubre Noviembre Diciembre  Enero Febrero 

Helada 0 16 31  24 25 

Despejado 27 28 23  23 27 

Nublado 3 1 8  7 1 

Lluvia  1 1 0  0 0 

La información contenida en los Cuadros 3 y 4 fue proporcionada por Comisión 

Nacional del Agua, Dirección Local del Estado de México, 2015. 

Cuadro 4. Eventos meteorológicos durante el período de medición de crecimiento 

y senescencia en la época de verano.  

 

2013 

Mayo Junio Julio Agosto Septiembre 

Helada 0 0 0 0 0 

Despejado 29 27 25 17 20 

Nublado 1 9 6 14 10 

Lluvia  1 7 6 24 10 

3.4.2 Obtención del material biológico y establecimiento del experimento  

El material biológico de Lolium perenne L. y Festuca arundinacea Schreb., se obtuvo 

de parcelas con cinco años de edad, en las cuales se realizó un corte de 



 

 

36 

 

homogenización a 3 cm del suelo. La fertilización se efectuó con UREA (46-0-0), 150 

kg ha-1 de N y se dieron riegos ligeros cada 15 d solo en la época de invierno.   

3.4.3 Crecimiento y senescencia foliar 

En un área de 500 m2 se establecieron al azar los 12 cuadrantes (1 m2 área), dos por 

tratamiento (0, 30 y 60% de senescencia foliar, los tratamientos sin envejecimiento 

celular fueron considerados los testigos) para cada época de medición (verano e 

invierno). En cada uno se seleccionaron 10 tallos y se marcaron con anillos de 

colores según la metodología descrita por Birchman y Hodgson (1983). De los tallos 

marcados, cada 15 o 30 d se midió la longitud total de cada hoja (lámina) y la 

longitud de la parte verde con una regla de 1 mm de precisión, y se tuvo en cuenta 

que la longitud total es la distancia entre la lígula y el ápice de la hoja. La 

senescencia foliar se calculó como la longitud relativa de la lámina senescente con 

respecto a la longitud de la hoja total. 

3.4.4 Materia seca y componentes botánicos 

El corte del material biológico se realizó cuando los tallos marcados alcanzaron 0 

(verde con lígula expuesta), 30 y 60 % de senescencia foliar. El total del material 

vegetativo por cuadrante, se cortó, se pesó con báscula digital Torrey® L-EQ 

SERIES con precisión de 1 g y se guardó en bolsas de papel. Después, las muestras 

se deshidrataron en horno de aire forzado (Thermolab®) a 55 °C por 48 h en el 

laboratorio de Bromatología de la Facultad de Medicina, Veterinaria y Zootecnia de la 

Universidad Autónoma del Estado de México, donde se determinó el contenido de 

materia seca (MS). En las muestras secas se separaron los componentes 
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morfológicos (hoja, tallo y material muerto) para determinar la proporción hoja: tallo, 

que se calculó al dividir el peso promedio de la masa total de las hojas entre el peso 

promedio total de los tallos obtenidos en los cortes selectivos y destructivos. De igual 

manera se estimó la relación hoja: no hoja, mediante el cálculo del cociente del peso 

promedio de la masa total de hojas de los cortes destructivos entre el peso promedio 

total de tallos más el material muerto. 

3.4.5 Contenido químico de los forrajes 

Las variables evaluadas fueron contenido de materia seca (MS) y orgánica (MO) y 

cenizas de los forrajes (AOAC, 1990) y fibra detergente neutro (FDN) y fibra 

detergente ácido (FDA) (Van Soest et al., 1991). Este análisis se realizó en el 

Laboratorio de Nutrición Animal, del Colegio de Postgraduados, Campus Montecillo. 

3.4.6 Medición histoquímica de lignina 

Este estudio se realizó en el laboratorio de Anatomía e Histoquímica Vegetal del 

Postgrado en Botánica, Colegio de Postgraduados, Campus Montecillo, Estado de 

México. De cada etapa de senescencia foliar (0 % verde con lígula expuesta, 30 % y 

60 %) y de cada cuadrante para cada período estacional (verano e invierno). Se 

muestraron al azar 10 hojas de las cuales se obtuvieron 5 cm de la parte media. Los 

fragmentos fueron fijados en solución FAA (10 % formaldehido al 37 %, 5 % ácido 

acético glacial, 50 % etanol 96 % y 35 % agua) según Ruzin (1999), por al menos 

48h y luego se lavaron y colocaron en etanol 50 %. De cada fragmento se obtuvieron 

tres cortes transversales (100 µm) con un micrótomo manual (R. Jung, AG-

Heidelberg, Alemania). La tinción de lignina se efectuó con floroglucinol al 2 % en 



 

 

38 

 

etanol (96 %), y HCl al 50 % según Krishnamurthy (1999) y el color rojo indicó la 

presencia de lignina. Los tejidos se observaron en un fotomicroscopio Axiostar Plus 

(Carl Zeiss, Alemania) y se capturaron imágenes de la nervadura central hacia el 

borde de la lámina con una cámara digital (DSC-S85, CyberShoot 4.1 MP SONY).  El 

área relativa del tejido lignificado se calculó segmentando primero la imagen con el el 

programa GIMP ver 2.8.10 (GNU Image Manipulation Program, Public License), y 

finalmente se analizaron con el software Image Tool 3.0 (UTHSCSA ImageTool 

Version 3.0 UTHSCSA).  

3.5 Análisis estadísticos y diseños experimentales 

3.5.1 Efecto de la estacionalidad del año sobre el crecimiento y senescencia 

Para este análisis el diseño experimental fue de parcelas divididas en el cual la 

parcela mayor fue la época de crecimiento de los forrajes (verano e invierno) y las 

parcelas menores fueron los tiempos de senescencia (0 %, 30 % y 60 %). Los datos 

se analizaron con el procedimiento MIXTO (SAS, 2002) con estructura de covarianza 

AR(1), método de estimación REML1 y se hicieron contrastes ortogonales de las 

diferencias de los estimadores de los tratamientos de invierno - tratamientos de 

verano (P≤0.01). El modelo estadístico fue (Steel et al., 1997): 

Yijk = µ + αi + γk + (αγ)ik + ξijk 

Dónde: Yij(k) = Medición de la variable de respuesta en la etapa de senescencia k 

sobre la parcela jth asignada al forraje i; µ = Media general;  αi= Efecto del factor 

época; verano e invierno; γk= Efecto de los niveles de senescencia j: 0, 30 y 60 %; 
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(αγ)= Interacción de los factores α y γ; ξijk = Error aleatorio asociado con la parcela 

jth asignada en la época del año i en la edad de senescencia k. 

3.5.2 Diferencias en época de crecimiento 

El diseño experimental fue completamente al azar por época de crecimiento para 

evaluar la composición química de los pastos estudiados (Steel y Torrie, 1988), 

empleando el procedimiento GML de SAS (2002). La comparación de medias se 

realizó con la prueba de Tukey (Steel et al., 1997). El modelo estadístico utilizado fue 

el propuesto por Martínez (1988): 

Yij = µ+ Ti + ξij 

Dónde: Yij = Variable de respuesta en la j-ésima repetición, i-ésimo tratamiento;      µ 

= Media general; Ti = Efecto de tratamientos; ξij =Error experimental, ξij  ̴ N(0,σ2). 

3.6 Resultados y discusión 

3.6.1 Crecimiento y senescencia 

El crecimiento de las primeras tres hojas hasta la exposición de la lígula se prolongó 

más allá de 30 d después del corte. El porcentaje de senescencia foliar para las 

gramíneas estudiadas alcanzó su nivel máximo a los 140 d en verano y 120 d en 

invierno (Cuadro 5). Para la época de invierno la temperatura y precipitación 

mostraron un descenso hasta alcanzar puntos mínimos (Figura 11) en febrero y 

marzo de 2013, y hubo heladas constantes desde noviembre 2012 hasta febrero 

2013 (Cuadro 3). En el verano la temperatura máxima fue superior a 21 °C en 
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promedio y la mínima fue 3 °C. La precipitación aumentó de manera evidente desde 

junio 2013 alcanzando 349 mm en septiembre (Figura 12), y en este período no se 

presentaron heladas. Además se observó que con el decremento de la temperatura 

la evaporación disminuyó. 

Cuadro 5. Comportamiento promedio de senescencia foliar de Lolium perenne L. y 

Festuca arundinacea  Schreb., durante de los períodos de crecimiento. 

Gramínea 

Días después del corte 

15  30 45 75 90 120 

Invierno (% de senescencia) 

Lolium perenne 0.00 0.0 7.15 28.17 35.74 58.53 

Festuca arundinacea 0.00 0.13 9.11 22.49 38.49 58.50 

Verano  

Lolium perenne 0.00 0.00 3.21 26.59 30.47 59.07 

Festuca arundinacea 0.00 0.26 11.57 20.07 38.13 58.47 

El promedio de senescencia de los forrajes se muestra en el Cuadro 5. Para el 

período de invierno Festuca arundinacea mostró mayor grado de agregación que 

Lolium perenne, pero tuvieron comportamiento similar cuando alcanzaron los niveles 

máximos de envejecimiento celular (Cuadro 6).  

Las hojas con 0 % y 30 % de senescencia tuvieron una mejor relación hoja:tallo con 

valores inferiores o cercanos a 1, comparado con forrajes con 60 % de 

envejecimiento celular, donde la proporción se invirtió. Para invierno hubo un 

comportamiento similar a lo acontecido en verano respecto a los procesos de 

envejecimiento de la planta. Sin embargo, la relación hoja:tallo no fue favorable para 
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Lolium perenne, al acumular mayor cantidad de tallo.  

Cuadro 6. Promedio de senescencia foliar y componentes botánicos de Lolium 

perenne L. y Festuca arundinacea en invierno y verano. 

Gramínea 

Senescencia (%) 

0 30 60 

 

Invierno 

Lolium perenne 0.00±0.00 28.17±7.42 58.53±4.13 

Relación toja:tallo 1.33 0.99 0.80 

Festuca arundinacea 0.13±0.31 35.34±2.27 58.50±1.71 

Relación toja:tallo 1.72 0.70 0.53 

 

Verano 

Lolium perenne 0.00±0.00 30.47±4.36 59.07±5.34 

Relación toja:tallo 1.64 0.48 0.43 

Festuca arundinacea 0.00±0.00 34.04±3.90 58.47±2.48 

Relación toja:tallo 2.51 1.87 0.65 

3.6.2 Contenido químico  

El análisis realizado con el procedimiento MIXTO evidenció que no hubo efecto 

(P>0.05) de la época de medición sobre la MS (p>0.01). Pero Scheneiter et al. 

(2014) reportaron que la cantidad de MS producida por hectárea cambió entre el 

régimen de irrigación (natural vs riego; 96-160 mm primavera y 32-40 mm otoño), 

con el período y año de cosecha de Festuca arundinacea. El análisis estadístico de 

los datos de la época de crecimiento mostró que el contenido de MS fue mayor 
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(p≤0.01) para Lolium-60 y Festuca-60 en invierno (Cuadro 7). Para verano el 

tratamiento Festuca-60 acumuló más MS (p≤0.01) que el resto de los tratamientos. 

La cantidad de MO para invierno fue mayor (p≤0.01) para Lolium-0 comparado con 

los demás tratamientos con diferente envejecimiento. Festuca-60 tuvo más (p≤0.01) 

FDN, pero no se encontraron diferencias (p>0.05) en el contenido de FDA. En el 

período de verano Festuca-0 mostró el contenido más alto de MO (p≤0.01). Los 

tratamientos Festuca-60, Lolium-60 y Lolium-30 tuvieron un contenido mayor de FDN 

(p≤0.01) respecto a los demás tratamientos, mientras que Festuca-60 obtuvo el 

contenido más alto de FDA. King et al. (2012) reportaron que para Lolium perenne y 

Festuca arundinacea, los contenidos de FDN, FDA y LDA aumentaron con la edad 

de corte y el contenido mayor de FDN fue para Festuca. Scheneiter et al. (2014) 

concluyeron que el valor nutritivo de Festuca arundinacea en el año no está 

relacionado con la cantidad de materia seca producida en la parcela. Los cambios en 

las concentraciones de FDN, FDA y MO reflejan el avance del envejecimiento celular 

y agregación de lignina en estructuras celulares de hojas de las dos especies en 

estudio. 
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Cuadro 7. Contenido químico (g kg-1) de tejido foliar en tres etapas de 

senescencia foliar. 

Invierno 

Tratamiento MS MO Cenizas  FDN FDA 

Lolium-0 177.4c 913.73a 86.27b 209.62c 165.43a 

Lolium-30 241.2b 909.43ab 90.57ab 231.84b 169.16a 

Lolium-60 400.4a 895.29b 104.71a 233.20b 170.77a 

Festuca-0 266.9b 907.94ab 92.06ab 185.05d 165.07a 

Festuca-30 255.4b 898.07ab 101.93ab 202.31c 176.73a 

Festuca-60 397.0a 895.33b 104.67a 264.22a 179.07a 

EE† 0.712 3.63 3.63 2.82 3.24 

Verano 

Lolium-0 163.4e 889.80b 110.19c 198.81c 162.05c 

Lolium-30 234.3c 883.19cbd 116.81abc 246.63a 171.70b 

Lolium-60 251.3cb 879.48cd 120.52ab 250.24a 176.68b 

Festuca-0 201.1d 912.74a 87.26d 193.54c 165.05c 

Festuca-30 260.1b 889.02b 110.98bc 216.77b 174.20b 

Festuca-60 434.5a 876.03d 123.97a 248.40a 187.79a 

EE† 0.592 2.14 2.14 1.81 1.29 

MS: Materia seca, MO: materia orgánica, FDN: Fibra detergente neutro, FDA: 

Fibra detergente ácido. †Error estándar de la media. Medias con distinta letra en 

una columna son estadísticamente diferentes (Tukey, p≤0.05). 
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Los contrastes mostraron que el contenido de MS de los forrajes de invierno para las 

tres etapas de senescencia (0 %, 30 % y 60 %) fue superior a los forrajes crecidos 

en verano con 0 % y 30 % de senescencia (Cuadro 8), pero la cantidad de MS, en 

verano fue mayor en forrajes con senescencia 60% Esto pudo deberse a una mayor 

temperatura y radiación solar en la época de verano, asociada a una mayor tasa de 

fotosíntesis y crecimiento (Ohlsson, 1991). Macadam y Nelson (2002) concluyeron 

que a medida que la hoja se alarga el contenido de MS es mayor debido a la 

agregación de lignina y engrosamiento radial de células del xilema en Festuca 

arundinacea. Scheneiter et al. (2014) mencionaron a medida que el fotoperíodo es 

más largo se acumula una cantidad más alta de FDN. En nuestro estudio, los meses 

de medición de invierno presentaron mayor número de días soleados (Cuadro 3) y 

hubo numéricamente mayor contenido de FDN que en verano (Cuadro 7). Allinson 

(1971) encontró que el fotoperiodo y la temperatura afecta la composición de la 

pared celular de Festuca arundinacea.   

Cuadro 8. Contrastes ortogonales para el contenido de MS en Lolium perenne y 

Festuca arundinacea entre épocas de crecimiento.  

Época  

 

Verano 

Contraste  Senescencia (%) 0 30 60 

Invierno 

0 0.91 0.45 -12.07 

30 3.53 3.06 -9.46 

60 18.57 18.10 5.58 

Hubo una disminución en el contenido de MS de la época de invierno a verano para 



 

 

45 

 

los tratamientos con senescencia 30 y 60% (Figura 13), pero aquellos tratamientos 

no senescentes tuvieron comportamiento similar en las dos épocas de crecimiento. 

 

Figura 13. Efecto de la época de crecimiento sobre el contenido de MS de Lolium 

perenne y Festuca arundinacea. 

3.6.3 Anatomía foliar de Lolium perenne con crecimiento en verano en tres etapas de 

senescencia foliar   

La epidermis en esta especie no presenta cloroplastos y tiene una cutícula delgada. 

La epidermis adaxial está formada por células pequeñas, isodiamétricas, sin 

cloroplastos, intercaladas por células buliformes de dimensiones 3-4 veces mayores 

que las epidérmicas en los valles formados entre las costillas de las nervaduras. La 

epidermis abaxial está formada por células isodiamétricas, cuyo tamaño es dos 

veces el de las epidérmicas adaxiales.  



 

 

46 

 

El tejido vascular está constituido por un conjunto de haces paralelos asociados a 

nervaduras, orientados hacia el envés de la lámina de tres tamaños: 1) grandes 

(central), 2) medianos, y 3) chicos. Estos haces se distribuyen en las nervaduras 

como sigue: 1) una nervadura central con un haz mayor y dos pequeños, 2) 

nervaduras secundarias con haces medianos, y 3) nervaduras terciarias con haces 

vasculares pequeños los cuales alternan de manera regular en el siguiente orden: 

nervadura central, luego nervadura secundarias, seguido de nervaduras terciarias, 

seguida de nervaduras terciarias hacia el borde de la lamina. Todos los haces, 

excepto los haces menores del haz central mayor, forman crestas o costillas que 

forman las nervaduras. Al respecto: 

1) El haz vascular mayor se encuentra en la nervadura central, xilema abaxial 

formado por laguna de protoxilema, metaxilema con fibras y floema en sentido 

abaxial. La vaina del haz vascular no lignificada se lignifica con la senescencia. 

Presenta extensión de la vaina del haz hacia el envés la cual se lignifica con la 

senescencia (Figura 14 C, I).  

 2) Los haces medianos de las nervaduras medianas, tienen una anatomía similar al 

haz mayor, pero son menores y no tienen laguna de protoxilema y la extensión de la 

vaina del haz está formada por pocas células que se lignifican poco durante la 

senescencia.  

3) Los haces menores no presentan extensión de la vaina del haz vascular en 

dirección abaxial, solo se desarrolla la adaxial, con 3 a 4 estratos subepidérmicos 

abaxiales que con la senescencia se engosan y lignifican. 

4) El mesófilo se forma por células de un solo tipo, no están diferenciadas en 
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empalizada y parénquima esponjoso, las células tienen abundantes cloroplastos. 

 

Figura 14. Anatomía foliar de Lolium perenne L. en verano con senescnecia 0 % (A, 

B, C; verde, con lígula expuesta y pre senescente), 30 % (D, E, F) y 60% (G, 

H, I) de senescencia. cb, células buliformes bisagra; ed, epidermis adaxial; eb, 

epidermis abaxial; evb, extensión de la vaina del haz abaxial; evd, extensión 

de la vaina del haz adaxial; f, floema; hv, haz vascular; m, mesófilo; t, tricoma; 

vhv, vaina del haz vascular; x, xilema. Barras: A, D, G (100 µm); B, E, H (50 

µm); C, F, I (25 µm). Lignina en rojo. 
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3.6.4 Anatomía foliar de Lolium perenne con crecimiento en invierno en tres etapas 

de senescencia  

La epidermis de Lolium cultivada en invierno es similar a la que presentan las hojas 

de verano descritas en el apartado anterior. Las principales diferencias entre épocas 

de crecimiento se observaron en la nervadura central. Las hojas   presenescentes (0 

% senescencia) tienen un mayor numero de celulas, en la extensión de la vaina del 

haz abaxial, y parcialmente lignificadas (tinción rojo palido) (Figura 15 A-C). Al 30 % 

de senescencia el xilema del haz central mostró mayor lignificación que en verano 

(Figura 15 D-F). Al 60 % de senescencia todo el haz vascular presentó una fuerte 

lignificación incluyendo un paquete de fibras que rodea al xilema y floema y todas las 

celulas de la extensión de la vaina del haz abaxialpresentaron una marcada 

lignificación con paredes muy engrosadas (Figura 15 G-I).  

Otra diferencia importante entre Lolium de verano e invierno es el aumento en el 

tejido lignificado subepidermico adaxial (haz), en especial en la nervadura central y 

en la extensión de la vaina de los haces medianos. Esta lignificación no se presenta 

en este pasto en la misma etapa de senescencia pero de verano (Figura 15 G-1).   
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Figura 15. Anatomía foliar de Lolium perenne L. en invierno con senescencia 0 % (A, 

B, C; verde, con lígula expuesta y pre senescente), 30 % (D, E, F) y 60 % (G, 

H, I). cb, células buliformes bisagra; eb, epidermis abaxial; ed, epidermis 

adaxial; evb, extensión de la vaina del haz abaxial; evd, extensión de la vaina 

del haz adaxial: f, floema; hv, haz vascular; m, mesófilo; t, tricoma; vhv, vaina 

del haz vascular; x, xilema. Barras: A, D, G (100 µm); B, E, H (50 µm); C, F, I 

(25 µm). Lignina tiñe en rojo.  
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3.6.4 Anatómia foliar de Festuca arundinacea en tres etapas de senescencia foliar y 

dos estaciones de crecimiento. 

Crecimiento en verano 

La epidermis adaxial está formada por células pequeñas, isodiamétricas, sin 

cloroplastos, intercaladas por células buliformes de dimensiones 3-4 veces mayores 

que las epidérmicas en los valles entre las costillas de las nervaduras. La epidermis 

abaxial está formada por células isodiamétricas, del doble de tamaño que las 

epidérmicas adaxiales, con presencia de tricomas.  

El tejido vascular está constituido por un conjunto de haces asociados a nervaduras 

paralelas con crestas más pronunciadas las de Lolium. El haz vascular de las 

nervaduras están orientados hacia el envés de la lámina en tres tamaños: 1) grande 

(nervadura central), 2) medianos (nervaduras secundarias), y 3) chicos (nervaduras 

terciarias). Estos haces se alternan de manera regular en el siguiente orden: haz 

mayor central acompañado de dos haces menores, luego los haces medianos y 

chicos se alternan predominando los chicos hacia el margen. Todos los haces con 

excepción de los haces menores del haz central mayor, forman las nervaduras con 

crestas rectangulares y pronunciadas. 

1) Paquete mayor en la nervadura central, el xilema es abaxial con una laguna de 

protoxilema, metaxilema con fibras y floema Este tejido no cambia con la 

senescencia (Figura 16 A-C). En contraste, la vaina del haz vascular abaxial cambia, 

las paredes engrosan y lignifican, y en 60 % de senescencia presenta fibras gruesas 

y muy lignificadas (Figura 16 I). La extensión de la vaina del haz, la forman células 

grandes sin cloroplastos y no lignificadas, pero con la senescencia las células sub 
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epidérmicas se lignifican (Figura 16). Los haces medianos presentan menos 

lignificación, en la extención de la vaina abaxial y adaxial (2-3 células 

subepidérmicas). Los haces menores y más jóvenes que los anteriores no presentan 

extensión de la vaina abaxial y tampoco laguna de protoxilema. 

2) El mesófilo está formado por un solo tipo celular, con abundantes cloroplastos el 

cual rellena las crestas de las nervaduras. Este tejido no se lignifica con el 

envejecimiento (Figura 16). 

 

Figura 16. Anatomía foliar  de Festuca arundinacea Scherb. en verano, senescencia  

0 % (A, B, C; verde, con lígula expuesta y presenescente),    30 % (D, E, F) y 

60 % (G, H, I): cb, células buliformes bisagra; ed, epidermis adaxial; eb, 
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epidermis abaxial; evb, extensión de la vaina del haz abaxial; evd, extensión 

de la vaina del haz adaxial: f, floema; hv, haz vascular; m, mesófilo; t, tricoma; 

vhv, vaina del haz vascular; x, xilema. Tamaño de barra: A, D, G (100 µm); B, 

E, H (50 µm); C, F, I (25 µm). Lignina tiñe rojo. 

 

Crecimiento en invierno 

La epidermis adaxial y abaxial de la hoja de Festuca en invierno fue similar a la que 

presenta durante el crecimiento de verano pero con cuticula más gruesa.  

El tejido vascular presentó una estructura similar que en verano y durante la 

senescencia el pasto se lignificó con un patrón similar al presentado por las hojas de 

verano (Figura 17). Los haces de Festuca de invierno no lignifican las células 

externas del haz vascular como lo hacen los haces de Lolium en invierno. Festuca 

presentó menos cambios celulares atribuidos a la época de crecimiento comparado 

con Lolium.   

El mesófilo de las hojas de invierno mostró una estructura similar al mesófilo de las 

hojas de verano, aunque su verdor fue menos intenso. En resumen, Lolium fue más 

afectado por la época de crecimiento; las hojas de invierno lignifican más sus tejidos 

con la senescencia, respecto a las hojas de Festuca en el mismo periodo.  En verano 

los dos pastos se comportaron de manera similar durante la senescencia, pero 

Lolium, por su genotipo, presentó una mayor proporción de tejido digestible. 



 

 

53 

 

 

Figura 17. Anatomía foliar de Festuca arundinacea Scherb. en invierno con  

senescencia 0 % (A, B, C; verde, con lígula expuesta y presenescente),     30 

%  (D, E, F) y 60 % (G, H, I): cb, células buliformes bisagra; ed, epidermis 

adaxial; eb, epidermis abaxial; evb, extensión de la vaina del haz abaxial; evd, 

extensión de la vaina del haz adaxial: f, floema; hv, haz vascular; m, mesófilo; 

t, tricoma; vhv, vaina del haz vascular; x, xilema. Barras: A, D, G (100 µm); B, 

E, H (50 µm); C, F, I (25µm). Tinción de lignina en rojo. 

La tinción con floroglucinol-HCl proporciona información sobre la proporción de 

cinamil aldehídos presentes en xilema, fibras y traqueidas (Adler, 1977), y se puede 
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diferenciar entre los cinamil aldehídos y otros compuestos fenólicos. En la presente 

investigación el empleo de esta prueba mostró que las células de la extensión de la 

vaina orientadas hacia el haz se ensancharon y aumentó el número de las células 

subepidérmicas con engrosamiento y lignificación de la pared secundaria, conforme 

avanza senescencia de Lolium y Festuca. Hibino et al. (1995) reportaron que una 

tinción rojo intensa es indicador de una mayor abundancia de grupos de cinamil 

aldehídos en la lignina. Cuando floroglucinol-HCl reacciona con coniferil aldehído, 

sinapil aldehído, vanillina y siringil aldehídos, se producen pigmentación rosa (Pomar 

et al., 2002). Los resultados de la presente investigación indicaron una mayor 

abundancia de grupos cinamil aldehídos en el xilema y en las fibras del floena. En 

contraste, el tejido lignificado de las extensiones de la vaina del haz presentaron 

tonalidades de rosadas tenues (0 % y 30 % senescencia) a tonalidades más intensas 

(senescencia 60 %) con una mayor abundancia de grupos coniferil aldehído, sinapil 

aldehído y siringil aldehído. La transición de estados de desarrollo vegetativo a 

reproductivos en monocotiledóneas se caracteriza por el incremento en contenido de 

subunidades siringil y disminución de unidades guayacil (Chen et al., 2004). Una 

excepción fue el tratamiento de Lolium en invierno, cuyos tejidos lignificados por 

envejecimiento (senescencia 60 %) de la extensión de la vaina del haz abaxial, 

fueron más rojas y acumularon más cinamil aldehídos que Festuca. Nuestros 

hallazgos concuerdan con lo descrito por (Macadam y Nelson, 2002) acerca de que 

después de 75 mm de elongación de la lámina foliar de Festuca arundinacea, se 

hace evidente la expansión radial de los elementos del metaxilema, vaina del haz 

vascular, haces de fibras abaxiales y disminuye el área del haz vascular mayor. King 
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et al. (2012) determinaron que el área transversal promedio, área total del haz 

vascular y haces de esclerénquima fue mayor en Festuca que en Lolium.   

En el tejido estudiado, las lagunas del protoxilema aumentaron en tamaño y número 

conforme aumentó el grado de senescencia en los dos pastos en dos épocas de 

crecimiento (Figura 14-17). Groover y Jones (1999) mencionaron que la síntesis de 

la pared secundaria está coordinada con los procesos de muerte celular programada 

y diferenciación de los elementos traqueales del xilema (Bollhöner et al., 2012), así 

como su lignificación (Ros Barceló, 2005). Pruebas histoquímicas han mostrado que 

el aldehído coniferil ligado a O-4 es ensamblado durante estados tempranos de 

lignificación del xilema, y sinapil aldehído es incorporado en estados tardíos de 

desarrollo, fungiendo éstos como puntos de nucleación del proceso de lignificación 

(Pomar et al., 2002). Hay evidencia (Moghaddam y Wilman, 1998) que Festuca 

arundinacea contiene un número mayor de células engrosadas en el área total 

transversal de la hoja y en células del epidermis que Lolium perenne. 

3.6.5 Área relativa de tejido lignificado de Lolium perenne L. y Festuca arundinacea 

Schreb. en invierno y verano en tres etapas de senescencia.  

3.6.5.1 Área relativa de tejido lignificado en corte transversal de la hoja. 

Al comparar las épocas de crecimiento con el procedimiento MIXTO se encontró una 

interacción (P≤0.05) de la época de corte con la senescencia foliar sobre la 

lignificación del HVNC, pero no hubo efecto (P>0.05) de la época sobre ATH. Los 

resultados de ATH indicaron que Festuca arundinacea acumuló más estructuras 

lignificadas en invierno que durante el verano (Cuadro 9), lo cual confirma que la 
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aparición de lignina en plantas aumenta con la madurez (Brink y Fairbrother, 1984). 

En las épocas de crecimiento inverno y verano Festuca-30 y Festuca-60 presentaron 

mayor grado de agregación de lignina en ATH. Para invierno y verano las hojas no 

senescentes mostraron un grado menor de tejido lignificado. El área relativa (%) de 

tejido lignificado en ATH de Lolium perenne aumentó con la senescencia; en Lolium-

60 el área relativa de tejido lignificado aumentó 67.55 % respecto al estado no 

senescente. En contraste, durante el verano el ATH de Lolium acumuló menos 

lignina con un aumento de 55.10 % cuando la hoja alcanzó 60 % de envejecimiento 

celular.  

Cuadro 9. Área relativa (%) de tejido lignificado en corte tansversal de la hoja entera 

y en nervadura central de Festuca arundinacea y Lolium perenne medidas en 

verano e invierno.  

  Hoja entera Nervadura central 

Tratamiento Invierno Verano Invierno Verano 

Lolium-0 5.62c 6.82c 7.23c 9.01bc 

Lolium-30 6.17c 7.54c 7.74bc 7.88c 

Lolium-60 9.40c 10.58b 12.59a 13.48a 

Festuca-0 7.54cb 11.68b 11.63b 14.73a 

Festuca-30 14.78a 10.80b 15.87a 14.71a 

Festuca-60 12.91a 12.95a 12.54a 12.01ab 

EE† 0.564 0.489 0.987 0.965 

Medias con distinta letra en una columna son estadísticamente diferentes (Tukey, 

p≤0.05). †Error estándar de la media. 
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Las hojas en verano con 60 % de senescencia acumularon 10.87 % de tejido 

lignificado con respecto al estado no senescente (0 %); en contraste. en invierno 

aumentó el tejido lignificado 71.22 %. Los contrastes ortogonales (Cuadro 10) 

mostraron que los forrajes de verano en las tres etapas de senescencia tuvieron 

mayor (P≤0.05) agregación de lignina en la hoja entera que los forrajes de invierno 

con senescencia 0 % (Cuadro 9). Esta respuesta se observó de manera clara en 

Lolium en el cual hubo una lignificación evidente de la extensión de la vaina del haz 

en invierno. En verano, al contar con temperatura y precipitación óptimas, es 

probable que los forrajes crecen y maduran más rápido y alcanzan el período de 

floración, comparado con el crecimiento en temperaturas frías (Buxton y Fales, 

1994). Moura et al. (2010) mencionaron cambios en los niveles de lignina y sus 

precursores, los cuales aumentan en condiciones de estres por temperaturas bajas.  

Según El Kayal et al. (2006), temperaturas bajas aumenta la actividad en la 

expresión genética del gen codificante para cinamato 3-hidroxilasa (C3H), una 

monooxigenasa dependiente del citocromo P450 involucrado en la biosíntesis de 

fenilpropanoides y lignina en la aclimatación de Rhododendrum a bajas 

temperaturas. Esto puede explicar la mayor acumulación de lignina en invierno, y 

particularmente en Lolium.  
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Cuadro 10. Contrastes ortogonales para el porcentaje relativo de agregación de 

lignina en la vaina del haz de las especies Lolium perenne y Festuca arundinacea. 

Época 

 

Verano 

Contraste Senescencia (%) 0 30 60 

Invierno 

0 -2.67 -3.66 -4.12 

30 1.23 0.23 -0.22 

60 1.91 0.92 0.46 

 

La agregación de lignina en la hoja total incrementó en la época de verano para los 

pastos con senescencia 0 % (Cuadro 10), pero en los forrajes con 30 % y 60 % de 

tejido senescente se mantiene constante entre épocas de crecimiento (Figura 18).  

 

Figura 18. Comportamiento a través de las épocas de medición de la agregación de 

lignina en el área total de la hoja de Lolium perenne y Festuca arundinacea. 
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3.6.5.2 Agregación de lignina en el haz vascular de la nervadura central de la hoja 

(HVNC). 

La agregación de lignina en HVNC en la época de invierno fue mayor (P≤0.05) en 

Festuca-30, Festuca-60 y Lolium-60, en cambio en verano el tratamiento de Lolium-

30 fue menor (P≤0.05) al resto (Cuadro 9). Los contrastes (Cuadro 11) mostraron 

mayor agregación de lignina en HVNC de los forrajes de verano que en invierno para 

aquellos con senescencia 60 %, mientras que el contenido de lignina para los 

forrajes con 30 % de senescencia foliar fue mayor en invierno. 

 

Cuadro 11. Contrastes ortogonales para el porcentaje relativo de agregación de 

lignina en el haz vascular de la nervadura central de las especies Lolium perenne y 

Festuca arundinacea. 

Época 

 

Verano 

Contraste  Senescencia (%) 0 30 60 

Invierno 

0 -2.44 -1.67 -3.32 

30 -0.06 0.70 -0.94 

60 0.69 1.47 -0.18 

La Figura 19 corrobora lo hallado con los contrastes, donde la agregación de lignina 

para HVNC de los tratamientos con 30 % de senescencia resultó marginalmente 

mayor en verano que en invierno. 
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Figura 19. Agregación promedio de lignina en HVNC de las especies Lolium perenne 

y Festuca arundinacea entre las épocas de medición. 
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CAPITULO 4. Fermentación in vitro y adherencia bacteriana evaluada en tejido 

foliar de Lolium perenne L. y Festuca arundinacea Schreb. con distinta 

madurez 

4.1 Justificación 

Las características morfológicas, químicas y digestibilidad de una planta dependen 

de la especie, ciclo de crecimiento, estado de desarrollo y ambiente. La edad de 

corte de los pastos tiene un impacto considerable sobre la composición química e 

influye sobre la anatomía de la anatomía de los tejidos. En pastos tropicales, la 

humedad y temperaturas altas tienden a acelerar los procesos de muerte celular 

programada comparados con forrajes de clima templado. Los procesos de 

senescencia en la hoja provocan engrosamiento y lignificación de las paredes 

celulares. En forrajes, las características estructurales que limitan la degradación de 

los nutrientes son principalmente tejidos de soporte con alta lignificación localizados 

en el esclerénquima y xilema; además, la presencia de componentes fenólicos con 

densidad alta y baja en el haz de la vaina en parénquima y epidermis, disminuye el 

acceso y acción de los microorganismos ruminales. La digestibilidad de los nutrientes 

de las plantas es alta durante estados tempranos de desarrollo y está correlacionada 

negativamente con la madurez. Aunque la edad de corte y composición química de 

los forrajes se estudiado, en la literatura revisada no hay información sobre el efecto 

de la época de crecimiento y el grado de agregación de la lignina en los 

componentes celulares de hoja de Lolium perenne y Festuca arundinacea, y como 

cambia la adherencia de microorganismos ruminales y las variables de fermentación 
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in vitro de estos tejidos.  

4.2 Objetivos 

 
Evaluar la fermentación y degradación in vitro de los componentes de tejido foliar de 

Lolium perenne L. y Festuca arundinacea Schreb., en tres etapas de 

senescencia, inoculados con extracto total de bacterias ruminales. 

Identificar y describir la adherencia de bacterias ruminales a las estructuras de tejido 

celular en residuos sólidos de hojas degradadas in vitro.  

4.3 Hipótesis 

La fermentación y degradación de los componentes celulares de tejido de hoja de 

Lolium perenne y Festuca arundinacea no es afectado por el estado de 

madurez y época de crecimiento de estos pastos. 

La adhesión bacteriana a estructuras residuales de la fermentación in vitro de tejido 

de hoja con distinta senescencia no es afectada por la agregación de lignina.  

4.4 Material y métodos  

Para evaluar el efecto del grado de madurez de los forrajes sobre variables 

fermentativas de bacterias ruminales in vitro, se empleó la técnica de degradación in 

vitro de la materia seca (DIVMS) y producción de biogás en el Laboratorio de 

Microbiología Ruminal y Genética Microbiana del Colegio de Postgraduados, 

Campus, Montecillo. 
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4.4.1 Homogenización y esterilización del material biológico 

La homogenización de las muestras de los dos pastos se realizó por tratamiento, 

considerando que cada tratamiento (0 %, 30 % y 60% de senescencia; el testigo fue 

0 %, sin envejecimiento celular) tuvo dos repeticiones biológicas (cuadrantes), por lo 

cual se obtuvieron 12 muestras, una por cada tratamiento en estudio en las dos 

épocas de crecimiento (verano e invierno). Las muestras de los pastos fueron 

trituradas en un molino Wiley (malla 2x2 mm), se pesaron aproximadamente 0.0500 

g de muestra por repetición analítica (siete repeticiones) y se pusieron en tubos de 

cultivo de 18x150 ml con tapón de caucho. Enseguida se agregaron 500 μL de agua 

destilada por tubo, para evitar que la muestra se quemara en la autoclave, previo a la 

esterilización en el equipo TUTTNAWER, 2540 E, programado a 121 °C con 084 

k/20 PSI. 

4.4.2 Clarificado de fluido ruminal  

Para la obtención de fluido ruminal clarificado se utilizó contenido ruminal de una 

vaca adulta Holstein con cánula en rumen, peso aproximado de 600 kg, alimentada 

con alfalfa, heno de avena y concentrado. El contenido ruminal se extrajo a las 0830 

h y se puso en una cubeta de plástico para separar con tela de manta la parte líquida 

y sólida. El residuo sólido de contenido ruminal se reintegró al rumen de la vaca. 

Después el fluido ruminal se trasladó al laboratorio, donde se midió el pH con un 

potenciómetro ORION 720A+ y potencial de óxido-reducción (REDOX) con un 

equipo ORION, 710 A pH /15 E meter, ambos equipos ya calibrados. Enseguida, el 

fluido ruminal se centrifugó 10 min en Eppendorf, Centrifugue 5810 R 15 AMP a 
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10000 rpm, se separó el sobrenadante y se almacenó en matraces de bola de 500 

mL, y este procedimiento se repitió hasta centrifugar todo el fluido ruminal 

recolectado. Después, el sobrenadante se esterilizó en un autoclave TUTTNAWER, 

2540 E, programado a 121 °C con 084 k/20 PSI, durante 54 min. Los matraces se 

taparon y sellaron con papel aluminio y cinta adhesiva para evitar su contaminación. 

Una vez terminada la esterilización se repitió el procedimiento y finalmente el fluido 

ruminal clarificado se dejó enfriar y se almacenó en refrigeración para su 

conservación. 

4.4.3 Recuperación de inóculo de bacterias totales 

El fluido ruminal se obtuvo a las 0800 h de una vaca Holstein con cánula en el 

rumen, peso aproximado de 600 kg, alimentada con alfalfa, heno de avena y 

concentrado. El fluido se filtró a través de tela de manta con el fin de separar las 

partículas de alimento, y se centrifugó 3 min a 3000 rpm para separar los 

protozoarios de las bacterias. Enseguida las bacterias fueron vertidas en un vaso de 

precipitado de 500 mL con flujo constante de CO2 y en baño de agua a 38°C, hasta 

ser utilizadas. 

4.4.4 Preparación del medio de cultivo 

El medio de cultivo utilizado en este experimento tuvo como componentes principales 

glucosa y fluido ruminal (G-FR). La composición del medio de cultivo se describe en 

el Cuadro 12. La preparación se realizó con la técnica de Hungate (1950) en 

matraces de bola de 500 mL con flujo constante de CO2, y se taparon con papel 

aluminio sellados con cinta adhesiva, después se vertieron 9 mL del medio en tubos 
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de cultivo 18X150 con 0.0500 g de sustrato esterilizado y fue secado a peso 

constante en ambiente estricto de anaerobiosis. Enseguida los tubos de cultivo se 

colocaron72 h en una incubadora a 39 °C para comprobar condiciones de esterilidad. 

Después de inocularon sietetubos por tratamiento con 1 mL del extracto de bacterias 

en condiciones anaeróbicas, se sellaron con tapón de hule y se pusieron en una 

incubadora a 39 °C.; desde ese momento el tiempo de fermentación se midió has las 

72 h. A las 24 y 48h se hicieron dos revisiones de viales para extraer el gas 

acumulado. Una vez detenida la fermentación se midió el pH, potencial REDOX y se 

determinó la degradación de la materia seca (MS) por diferencia de peso. 

Cuadro 12. Composición del medio de cultivo G-FR utilizado para evaluar variables 

fermentativas y degradación in vitro de la materia seca de las gramíneas en estudio. 

Compuesto Cantidad en 100 mL de medio 

Agua destilada 52.6 

Liquido ruminal clarificado 30.00 

Solución mineral I 5.00 

Solución mineral II 5.00 

Resarzurina 0.1, (mL) 0.10 

Solución de carbonato de sodio 8 %, (mL) 5.00 

Solución de cisteína sulfito de sodio (mL) 2.00 

Peptona de soya (g) 0.20 

Extracto de levadura (g) 0.01 

Glucosa (g) 0.02 
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Peptona de soya, BDBioxon código 211811 (nitrógeno total, 8.5% o más; pérdida en 

el secado, 5 % o menos; residuo de ignición 15 % o menos; proteína coagulante, 

trazas o negativo; pH [solución al 2 %], 6.5 a 7.5 a 25 + 1°C). Extracto de levadura. 

Solución mineral I: 6g de K2HPO4 por 1000 mL de H2O. Solución mineral II: 6 g de 

KH2PO4; 6 g (NH4)2SO4; 12 g NaCl; 2.45 g MgSO4 y 1.6 g de CaCl. H2O por 1000 mL 

de H2O (Bryant y Robinson, 1962). Resarzurina 0.1, modo de preparación: Agregar 

0.1 mL de solución al 1 % en agua y aforar a 100 mL de agua destilada. Carbonato 

de sodio, sol. 8 %, contiene 8 g de carbonato de sodio en 100 mL de agua destilada. 

Solución de cisteína sulfito de sodio, contiene 2.5 g de L-cisteína (disuelta en 15 mL 

de 2N de NaOH); 2.5 g de Na2S-9H2O y 0.1 mL de resarzurina en volumen final de 

100 mL.  

4.4.5 Medición de pH a las 72 h fermentación del medio de cultivo inoculado con 

bacterias ruminales 

Al cabo de las 72 h después de la incubación se extrajo una alícuota por vial (3 

repeticiones por tratamiento) en un vaso de precipitado de 50 mL y se midió el pH 

con el potenciómetro ORION 720A+, ya calibrado con las soluciones amortiguadoras 

7.0 y 4.0. Para este procedimiento el electrodo se enjuagó con agua destilada y fue 

secado con papel absorbente entre cada medición. 

4.4.6 Medición del potencial REDOX del medio de cultivo inoculado con fluido 

ruminal a las 72 h después de la incubación 

La muestra usada fue la utilizada para medir pH, y la medición se hizo con el equipo 

ORION, Model 710 A pH /15 E meter, ya calibrado a +220 mV Rel. Para este 
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procedimiento el electrodo se enjuagó con agua destilada y fue secado con papel 

absorbente entre mediciones. 

4.4.7 Preparación de la muestra y medición de los AGV 

Las muestras para medición de los AGV se preparon con 1.5 mL del contenido de los 

viales después de la incubación, se agregaron 0.25 mL de ácido metafosfórico al 25 

% en tubos de plástico Eppendorf, para microcentrífuga. Enseguida los viales se 

centrifugaron 10 min a 12000 rpm, y el sobrenadante se transfirió a viales de cristal 

para cromatografía de gases. Las muestras fueron leídas en el Cromatógrafo de 

Gases Clarus 500, Perkin Elmer con detector de ionización de flama (FID). Las 

condiciones de trabajo para el cromatógrafo fueron: 1 µL de volumen de inyección; 

columna 15 m x 0.32 mm (Elite FFAP; temperatura de horno (130 °C); inyector (250 

°C); columna (250 °C), se utilizó nitrógeno como gas acarreador (flujo 8 mL min-1), H2 

y O2 como gases para generar flama (flujo 45 y 450 mL min-1), los tiempos de 

retención (minutos) fueron 1.26 acetato (1.26), propionato (1.60) y butirato (2.09). 

4.4.8 Filtración y secado del material degradado in vitro  

Para este proceso se usó un soporte de crisoles conectado a una bomba de vacío, 

las muestras se pusieron en papel filtro (Whatman No. 541) y se lavaron con agua 

destilada caliente hasta eliminar todo el contenido líquido en el crisol. Después se 

colocaron 72 h en estufa de aire forzado a 60 °C, se pesó el papel filtro más la 

muestra y se calculó la degradabilidad de la MS por diferencia de peso. 

 

 



 

 

68 

 

4.4.9 Preparación y observación mediante microscopía electrónica de barrido (MEB) 

Este estudio se realizó en la Unidad de Microscopía Electrónica del Colegio de 

Postgraduados, Campus Montecillo, Estado de México, para evaluar las estructuras 

intactas de los tejidos de Lolium perenne L. y Festuca arundinacea Schreb., y la 

adherencia bacteriana a residuos sólidos. Dos tubos de cultivo se tomaron de la 

prueba de degradación in vitro, y se agregaron 4 mL de glutaraldehído al 2 % en 

amortiguador de fosfatos Sørensens 0.1 M y pH 7.2 (Ruzin, 1999), para fijar las 

bacterias ruminales y los residuos de los tejidos. Después de 48 h los tejidos se 

deshidrataron gradualmente en etanol:agua (50:50, 70:30, 80:20, 100:0 y 100:0) con 

10 min entre cambio. Previo a la deshidratación, las muestras no se enjuagaron, con 

el propósito de mantener imperturbable el ambiente en los tubos. Después los tejidos 

intactos y los residuos sólidos se deshidrataron a punto crítico con CO2 líquido en 

una secadora Samdri-780, Tousimis. Luego, los tejidos intactos y los residuos sólidos 

de la fermentación se montaron en portamuestras de cobre cubiertos con cinta 

adhesiva de cobre y se cubrieron por 10 min con oro:paladio (80:20) en la ionizadora 

(Ion Sputter JFC-1100, JEOL Fine Coat, Japón). Cada tratamiento tuvo cuatro 

repeticiones. Las muestras se observaron en el microscopio electrónico de barrido 

(JEOL JSM 6390) operado a 20 kV, magnificaciones X1000 y X2000. La observación 

hizo énfasis en las estructuras de los haces vasculares en la región de la vista 

transversal de la hoja. 
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4.5 Análisis estadísticos y diseños experimentales 

4.5.1 Efecto de época de crecimiento 

Para el estudio del efecto de la época de crecimiento sobre las variables 

fermentativas de degradación de componentes foliares de Lolium perenne y Festuca 

arundinacea, el diseño experimental fue de parcelas divididas donde la parcela 

mayor fue la época de crecimiento de los forrajes (verano e invierno) y las parcelas 

menores fueron las etapas de senescencia (0 %, 30 % y 60%). Los datos se 

analizaron con el procedimiento MIXTO (SAS, 2002) con estructura de covarianza 

AR (1), método de estimación REML1 y se hicieron contrastes ortogonales de las 

diferencias de los estimadores de los tratamientos de invierno - tratamientos de 

verano (P≤0.01). El modelo estadístico fue (Steel et al., 1997): 

Yijk = µ + αi + γk + (αγ)ik + ξijk 

Dónde: Yij(k) = Medición de la variable respuesta en la etapa de senescencia k sobre 

la parcela jth asignada al forraje i; µ = Media general; αi= Efecto del factor época; 

verano e invierno; γk= Efecto de las etapas de senescencia j: 0 %, 30 % y 60%; (αγ)= 

Interacción de los factores α y γ; ξijk = Error aleatorio asociado con la parcela jth 

asignada en la época del año i en la etapa de senescencia k 

4.5.2 Diferencias en época de crecimiento 

El diseño experimental fue completamente al azar por época de crecimiento para 

evaluar el comportamiento de las variables fermentativas (Steel y Torrie, 1988) y se 

usó el procedimiento de GML (SAS, 2002). La comparación de medias se realizó con 
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la prueba de Tukey (Steel et al., 1997). El modelo estadístico utilizado fue el 

propuesto por Martínez (1988): 

Yij = µ+ Ti + ξij 

Dónde: Yij = Variable de respuesta en la j-ésima repetición, i-ésimo tratamiento; µ = 

Media general; Ti = Efecto del tiempo i; ξij =Error experimental, ξij  ̴ N(0,σ2) 

 

4.6 Resultados y discusión 

4.6.1 Degradación in vitro de tejido foliar de Lolium perenne y Festuca arundinacea 

inoculado con poblaciones microbianas totales de rumen 

El análisis con el procedimiento mixto mostró un efecto de la época de crecimiento 

(P≤0.05) y grado de senescencia (P≤0.01) de los forrajes sobre la DIVMS. Ohlsson 

(1991) reporta que un incremento en temperatura de 10 a 20 °C entre épocas de 

crecimiento con forrajes con la misma madurez, reduce la digestibilidad hasta 0.7 

unidades por 1 °C de aumento en la temperatura e hipotetizó que los pastos 

producidos en latitudes y altitudes altas tienden a ser de mejor calidad que los 

producidos en latitudes y altitudes bajas, lo cual es un comportamiento similar a lo 

encontrado en nuestra investigación.   

La comparación de medias mostró que la DIVMS de Lolium-0 y Festuca-60 fue 

diferente (P≤0.05) en las épocas de invierno y verano, debido probablemente a la 

mayor agregación de lignina en el ATH y HVNC de Festuca-60 en verano e invierno 

(Cuadro 13); además, con estos tratamientos hubo una relación hoja:tallo menor 
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(Cuadro 6) y contenido de FDN y FDA mayor (Cuadro 7). Según Akin (1989), las 

células de la vaina del haz y epidermis se degradan parcialmente de manera lenta o 

permanecen intactas en estructuras del xilema. Hartley y Jones (1977) reportaron 

que en la lámina de hoja senescente de Lolium mutiflorum el contenido de paredes 

celulares en hoja y vaina fue 611.0 g kg-1 MS, compuestos fenólicos (4.9 mg g-1), y la 

degradación por celulasas del tejido fue 529 g kg-1 MS. Los intervalos de pH en 

nuestro experimento fueron similares a los reportados por Sutton et al. (2003) en 

fluido ruminal de vacas lecheras alimentadas con una dieta compuesta por 385 g 

FDN kg-1 MS, 216 g FDA kg-1 MS, y 307 g almidón kg-1 MS.  

El pH del proceso de fermentación fue similar (P>0.05) para los tratamientos de 

invierno, pero en verano Lolium-0 y Festuca-0 fueron diferentes (P≤0.01; Cuadro 13), 

probablemente por el mayor depósito de azúcares y contenido celular debido a la 

menor lignificación del tejido celular. El potencial redox de Lolium-30 y Festuca-30 

fue distinto (P≤0.05) en invierno, y en verano Festuca-30 fue menor (P≤0.05) al resto. 

Según Dijkstra (1994), el pH afecta el metabolismo bacteriano debido a la 

disponibilidad de nutrientes del sustrato y es necesario mantener el balance redox 

mediante la reducción y reoxidación del NAD para controlar las reacciones de 

fermentación; la falta de control causa cambios en la producción de AGV debido  a la 

composición del sustrato, tasa de despolimerización, disponibilidad de sustrato, 

preferencias del sustrato y estrategias de fermentación de especies bacterianas. 
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Cuadro 13. Variables de degradación in vitro de tejido foliar de las gramíneas 

inoculadas con poblaciones totales de rumen. 

 DIVMS (g kg-1 MS) pH Potencial REDOX 

 

Invierno Verano Invierno Verano Invierno Verano 

Tratamiento Media 

Lolium-0 740.60a 767.80a 6.80a 6.84a -262.13b -278.93a 

Lolium-30 673.90bc 705.50abc 6.77a 6.79ab -258.30b -266.00abc 

Lolium-60 677.80bc 677.60bc 6.77a 6.75ab -270.86ab -274.50ab 

Festuca-0 713.70ab 752.80ab 6.82a 6.71b -269.80ab -261.83bc 

Festuca-30 689.90abc  737.20abc 6.79a  6.77ab  -288.53a  -257.93c  

Festuca-60 640.20c 658.80c 6.75a 6.76ab -277.06ab -276.66a 

EE† 1.191 1.884 0.024 0.027 5.004 2.834 

† Error estándar de la media. Medias con distinta letra en una columna son 

estadísticamente diferentes (Tukey, P≤0.05).  

 

La Figura 20 muestra que los forrajes de verano con 0 %, 30 % y 60 % de 

senescencia tienen mayor DIVMS que aquellos crecidos en invierno, pero al ser 

analizados con contrastes ortogonales, los forrajes con 60 % de senescencia foliar 

muestran una variación marginal sobre la DIVMS en ambas épocas de crecimiento 

(Cuadro 14). 
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Cuadro 14. Contrastes ortogonales de la DIVMS de Lolium perenne y Festuca 

arundinacea. 

Época 

 

Verano 

Contraste Senescencia (%) 0 30 60 

Invierno 

0 -3.31 0.57 5.89 

30 -7.84 -3.95 1.37 

60 -10.13 -6.23 -0.91 

 

 

 

 

Figura 20. Degradación in vitro de la materia seca de tejido foliar de Lolium perenne 

y Festuca arundinacea.  
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4.6.2 Perfil de ácidos grasos volátiles producidos por la degradación de tejido vegetal 

de los forrajes 

De acuerdo con l análisis de procedimiento MIXTO hubo un efecto (P≤0.05) de la 

etapa de senescencia del tejido foliar sobre la respuesta fermentativa y producción 

de AGV. El perfil de AGV producto de la fermentación in vitro del tejido foliar obtenido 

en verano (Cuadro 13), no muestra diferencias (P>0.05) entre tratamientos para el 

promedio total y el porcentaje de ácido butírico, consecuencia de la fermentación de 

los componentes de la pared celular. 

La comparación de medias en épocas de crecimiento no mostró diferencias (P>0.05) 

en la producción total de AGV para los tratamientos de verano, pero en invierno 

Lolium-30 fue menor (P≤0.05) a Lolium-0, Festuca-30 y Festuca-60. El porcentaje de 

acetato fue distinto (P≤0.05) entre Lolium-0 y Festuca-0, así como el mayor 

porcentaje de propionato (P≤0.05) fue para Festuca-0 y Festuca-60 en verano 

(Cuadro 15). En invierno la producción total de AGV fue mayor (P≤0.05) en Lolium-0, 

Festuca-30 y Festuca-60, mientras que el porcentaje de acetato fue mayor (P≤0.05) 

en Festuca-0 y Festuca-60 para la época de invierno, debido probablemente al 

mayor contenido de FDN (Cuadro 7). Los tratamientos Lolium-30 y Festuca-0 fueron 

diferentes (P≤0.05) en butirato para el tejido foliar de invierno. La concentración 

molar total en este estudio fue cerca de la mitad de la concentración de AGV 

reportada por Sutton et al. (2003) en fluido ruminal de vacas lecheras alimentadas 

con una dieta heno de Lolium (600 g kg-1) y concentrado (400 g kg-1; concentración 

total, 85 mmol L-1; acetato; 68, propionato, 19; butirato, 13% molar). Según Gordon et 

al. (1985), la composición de carbohidratos en hoja de Lolium perenne con diferente 
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madurez fue glucosa (43.51-46.57 % MS), xilosa (21.35-25.01 % MS), compuestos 

fenólicos totales (5.31-5.01 % MS) en rebrote y corte temprano, respectivamente, y 

estos carbohidratos son fermentados por bacterias ruminales y contribuyen de 

manera directa a la mayor producción de AGV, pero la suma total de compuestos 

fenólicos y lignina en hoja fue 5.38-6.02 % MS, valores similares a nuestros 

hallazgos de lignina y compuestos fenólicos agregados a las estructuras celulares 

del ATH (Cuadro 9). 

Cuadro 15. Perfil de ácidos grasos volátiles (AGV) de la degradación in vitro de 

tejido foliar de Lolium perenne y Festuca arundinacea. 

 

Ácidos grasos volátiles (AGV % molar) 

Verano 

Tratamiento Total (mM L-1) Acetato   Propionato Butirato 

Lolium-0 41.32a 36.34a 37.01b 26.64a 

Lolium-30 40.28a 35.92ab 37.52b 26.54a 

Lolium-60 38.44a 33.53abc 38.79b 27.66a 

Festuca-0 38.03a 31.23c 42.80a 25.96a 

Festuca-30 36.97a  34.20abc  38.06b  27.72a  

Festuca-60 36.48a 31.94bc 42.15a 25.90a 

EE† 1.855 0.938 0.658 0.442 

Invierno 

Lolium- 0 43.42a 34.74ab 39.03a 26.22ab 

Lolium- 30 31.72b 31.20b 40.81a 27.97a 
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Lolium- 60 33.93ab 32.99ab 40.73a 26.27ab 

Festuca- 0 38.41ab 36.87a 39.19a 23.92c 

Festuca- 30 42.02a  35.64ab  38.36a  25.98abc  

Festuca- 60 41.52a 35.83a 39.93a 24.22bc 

EE† 2.240 1.051 0.686 0.518 

† Error estándar de la media. Medias con distinta letra en una columna son 

estadísticamente diferentes (Tukey, P≤0.05).  

La tasa acetato: propionato es cercana a 0.5, debido probablemente a la exclusión 

de protozoarios del inóculo ruminal. Jouany et al. (1988) mencionan que la 

desfaunación tiende a incrementar las proporciones molares de propionato a 

expensas de butirato, producto de cambios en pH, fermentación de almidón, y 

azúcares (Dijkstra, 1994), y el potencial de reducción generado durante la conversión 

de hexosa a acetato o butirato se usa en parte para la formación de propionato, pero 

de manera principal para la conversión a metano (France y Dijkstra, 2005).  

El cambio en las proporciones molares de ácido acético y ácido propiónico en la 

presente investigación se puede deber a la mayor disponibilida de contenido celular 

en los pastos en la época de verano. Al respecto, Dijkstra (1994) menciona que esto 

ocurre por una mayor tasa de despolimerización de los nutrientes y está relacionado 

con el exceso de poder de reducción en el medio. 
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Cuadro 16. Contrastes ortogonales de la concentración total de ácidos grasos 

volátiles (AGV) de la fermentación in vitro de Lolium perenne y Festuca 

arundinacea. 

Concentración total de AGV 

Época 

 

Verano 

 Senescencia (%) 0 30 60 

Invierno 

0 1.24 2.27 3.45 

30 -2.80 -1.75 -0.59 

60 -1.95 -0.90 0.26 

Acetato 

  0 30 60 

Invierno 

0 2.02 0.74 3.07 

30 -0.36 -1.63 0.69 

60 0.63 -0.65 1.68 

Propionato 

  0 30 60 

Invierno 

0 -0.79 1.32 -1.36 

30 -0.32 1.79 -0.89 

60 0.42 2.54 -0.14 

Butirato 

  0 30 60 

Invierno 

0 -1.23 -2.06 -1.70 

30 0.68 -0.15 0.20 

60 -1.05 -1.89 -1.53 

El análisis mediante contrastes ortogonales (Cuadro 16) muestra que la producción 

total de AGV de los tratamientos con 30 % de senescencia fueron menores en el 

invierno, respecto a los tratamientos de verano, lo cual es corroborado de manera 
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gráfica en la Figura 21. Los pastos sin envejecimiento celular en invierno produjeron 

mayor concentración total de AGV y acetato, comparado con los tratamientos de 

verano. El propionato producido por la fermentación de tejido foliar con 60 % de 

senescencia fue mayor en verano, y el butirato producido fue menor en pastos con 0 

% y 60 % de senescencia en invierno. 

 

Figura 21. Perfil de ácidos grasos volatiles producido por la fermentación in vitro de 

tejido foliar de Lolium perenne y Festuca arundinacea. 

4.6.3 Adherencia de bacterias ruminales a residuos sólidos de tejido foliar 

degradados in vitro 

El tejido foliar de Lolium perenne y Festuca arundinacea medidos en ambas épocas 

de crecimiento (Figura 22 y 23) carecieron de adherencia microbiana, previo a la 
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fermentación y degradación in vitro. El efecto de maceración a tamaño de partícula 2 

mm, destruyó gran parte del mesófilo y epidermis de las muestras, lo cual causó la 

observación directa de los haces vasculares. Las estructuras presentes fueron 

proporciones mínimas de células del mesófilo, elementos de vaso, elementos 

traqueales, engrosamiento de paredes de elementos del floema (Figura 22B, 23F; 

Essau, 1977), epidermis adaxial (Figura 22A, 22E) y abaxial (Figura 22F,23A y 23B). 

Los tejidos con mayor envejecimiento celular tuvieron expuestos trazas de elementos 

traqueales con engrosamiento helicoidal y elementos de vaso con punteaduras 

simples. En los tejidos degradados por accion microbiana, se observaron conjuntos 

“cluster” de bacterias adheridas con extructuras extracelulares fibrosas a tejido foliar 

(Figura 24 y 25), y presentaron una biofilm de textura esponjosa, con canales y 

agujeros abiertos. Los cluster de bacterias estuvieron intactos y revelaron que 

pueden aglutinarse de manera indistinta sobre las estructuras celulares de la hoja. El 

tipo de bacterias observadas adheridas a las paredes celulares del tejido por 

identificación de forma fueron cocos, bacilos, estafilococos y estreptococos. Las 

bacterias adheridas a los resíduos de xilema tienen forma de coco y bacilos, y según 

Akin (1980) las poblaciones de cocos se adhieren más a las estructuras del 

esclerénquima que a otros tejidos en Festuca. En nuestro estudio predominaron 

especies de Ruminococcus albus, Ruminococcus flavefanciens y Bacteroides 

succinogenes. Akin (1976) menciona que alrededor de 37 % de bacterias adheridas 

a la pared celular de hoja de Cynodon dactylon L. Pers. mediante estructuras 

extracelulares fueron bacilos gram negativos. En nuestro estudio se observó que la 

cantidad de clusters disminuyó debido a la decreciente disponibiliad de carbohidratos 
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en tejidos con mayor contenido de lignina y por el tipo de tejido celular presente. Akin 

y Amos (1975) concluyen que el anclaje de bacteria a tejido de la pared celular es 

mediado por componentes extracelulares y la adherencia a estos depende de la 

presencia y tipo del tejido presente. Las biofilm presentes en el proceso de 

degradación in vitro fueron clase IV y V, caracterizadas por una alta divesidad en 

ecosistemas microbianos como respuesta a las condiciones ruminales. Estos 

ecosistemas son complejos debido al grado de interacción entre bacterias en 

respuesta a competencia por nutrientes, fluidos hidrodinámicos, pH, potencial redox 

y gradientes de formación intraplaca (Sissons et al., 2000). Estas interacciones 

incluyen relaciones de adhesion bacteriana, nutrientes de alimentación cruzada, 

rompimiento de macromoléculas complementarias, factores de defensa 

antimicrobiano, competición por nutrientes y espacio, antagonismo directo por 

metabolitos y enzimas (Christensen y Characklis, 1990). Además, el sinergismo entre 

bacterias está involucrado en la digestión de la pared celular, especialmente en los 

estados tardíos despues del inicio de la disgestión (Akin, 1980). Por lo tanto, las 

diferencias entre conjuntos y especies microbianas reflejan patrones distintos de 

fermentación por preferencia de sustratos (Dijkstra, 1994), lo cual se refleja en las 

diferencias encontradas en la DIVMS y producción de ácidos grasos volatiles para 

ambas épocas de medición en nuestra investigación.  
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Figura 22. Microestructura observada con MEB de tejido foliar de verano previo 

degradacion in vitro, de Lolium perenne (A; 0 %, B; 30 %, C; 60 % 

senescencia) y Festuca arundinacea (D; 0 %, E; 30 %, F; 60 % de 

senescencia): ea, epidermis adaxial; es, esclerénquima de la extensión de la 

vaina del haz; f, floema; m, mesófilo; x, xilema; ec, engrosamiento secundario. 
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Figura 23. Microestructura observada con MEB de tejido foliar de invierno, previo a 

incubación in vitro, de Lolium perenne (A; 0 %, B; 30 %, C; 60 % senescencia) 

y Festuca arundinacea (D; 0 %, E; 30 %, F; 60 % senescencia): ea, epidermis 

adaxial; es, esclerénquima de la extensión de la vaina del haz; f, floema; m, 

mesófilo; vhv, vaina del haz vascular; x, xilema; e, elemento de vaso; ec, 

engrosamiento secundario. 
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Figura 24. Microestructura observada con MEB de tejido foliar de verano, degradado 

in vitro, de Lolium perenne (A; 0 %, B; 30 %, C; 60 % senescencia) y Festuca 

arundinacea (D; 0 %, E; 30 %, F; 60 % senescencia): cl, colonias de 

microbiota; e, elemento de vaso; etr, elemento vaso con engrosamiento 

helicoidal. 
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Figura 25. Microestructura observada con MEB de tejido foliar de invierno  

degradado in vitro, de Lolium perenne (A; 0 %, B; 30 %, C; 60 % senescencia) 

y Festuca arundinacea (D; 0 %, E; 30 %, F; 60 % senescencia). cl, colonias de 

microbiota; e, elemento de vaso con punteaduras simples; et, elemento 

traqueal con engrosamiento helicoidal. 
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CAPITULO 5. CONCLUSIONES 

De acuerdo con el análisis de los resultados se concluye: 

 

 El tiempo requerido por ambos pastos para alcanzar el mayor grado de 

senescencia foliar fue menor en invierno y coincidió con el descenso de la 

temperatura y precipitación, pero no afectó el contenido de materia seca para 

Lolium perenne y Festuca arundinacea. 

 

 El envejecimiento celular de las hojas de Lolium perenne y Festuca 

arundinacea fue diferente a lo largo del ciclo de vida, pero cuando alcanzaron 

los grados máximos de senescencia mostraron similitudes en cada una de las 

épocas de crecimiento; las hojas de Festuca con mayor vejez tuvieron más 

contenido de FDN y FDA. 

 

 La agregación de lignina en las estructuras celulares de tejido foliar fue 

evidente en las células de la extensión de la vaina del haz vascular y células 

subepidérmicas de la nervadura central en Lolium perenne y Festuca 

arundinacea conforme aumentó el grado de senescencia, pero Lolium tuvo 

mayor lignificación en invierno.  

 

 La época de crecimiento y envejecimiento celular tuvieron efecto sobre el 

grado de lignificación de la vaina del haz vascular y su extensión 

subepidérmica, pero no en los elementos de conducción y otros componentes 
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de la nervadura central, ni tampoco sobre los demás tejidos de la hoja.   

 

 La época de crecimiento y envejecimiento celular de estos pastos afecta la 

degradación in vitro de la materia seca, así como las condiciones de 

fermentación por microorganismos ruminales y producción de ácidos grasos 

volátiles, pero la diferencia fue mínima en el envejecimiento celular máximo. 

 

 Las bacterias ruminales agregadas en clúster permanecieron adheridas a 

células con engrosamiento secundario, residuos de epidermis y a los 

elementos de vaso del xilema después de 72 h de fermentación, mediante 

estructuras extracelulares fibrosas. 

 

 La evaluación del porcentaje relativo de lignina por este método evidencia la 

importancia de conocer la relación entre senescencia y engrosamiento 

secundario de las células que conforman los haces vasculares y 

esclerénquima en tejido de hoja, para así determinar el alcance de la 

degradación de los componentes de la pared celular. 
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