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RESUMEN 

 

A pesar de la gran variedad de especies y diversidad de usos que tienen las 

cactáceas, muchas se encuentran amenazadas o en peligro de extinción 
debido a problemas ambientales como la deforestación y expansión agrícola 

que afectan directamente en sus procesos reproductivos. Los objetivos del 

presente estudio fueron evaluar los cambios morfológicos de Hylocereus 
ocamponis que se dan por causas del efecto residual; y también estudiar los 

cambios morfológicos e histológicos que suceden al formarse cladodios, callos 

y raíces al usar reguladores de crecimiento vegetal. Para el estudio sobre 

efecto residual, se repicaron cladodios desde medios con diez combinaciones 
de reguladores de crecimiento a medio MS base y se hizo el seguimiento de 

sus distintas respuestas, encontrándose que la mayor formación de cladodios 

y raíces fue en los explantos repicados del MS+1 µM BAP a MS base con 0,67 
brotes y 1,83 raíces por explanto, respectivamente; y la mejor formación de 

callos fue en los explantos repicados del medio MS+9µM 2,4-D+4,6µM KIN a 

medio MS base con 0,84 callos por explanto. Para el estudio de cambios 
morfológicos asociados a los histológicos se sembró la parte apical de 

cladodios en medio MS libre y con dos combinaciones de reguladores de 

crecimiento vegetal, teniendo que las mejores respuestas fueron en el MS 

base con3,60 raíces por explanto, en MS+TDZ 0,5 µM + 0,5 µM NAA con 2,67 
brotes por explanto y en MS+9 µM 2,4-D + 4,6 µM KIN con 2,87 callos por 

explanto; los explantos provenientes de estos tres tratamientos también se los 

analizó histológicamente a través de secciones longitudinales y transversales 
observándose células meristemáticas, formación de elementos de conducción, 

células mucilaginosas y la formación de raíces entre otras estructuras, las 

cuales se las pudo correlacionar con las respuestas antes mencionadas. 
 

Palabras claves: H. ocamponis, efecto residual, reguladores de crecimiento 
vegetal, análisis histológico, MS, 2,4-D; KIN; TDZ; NAA. 

 

Siglas: MS: Murashige y Skoog, 1962; 2,4-D: 2,4-Acido Dicloro-fenoxiacético; 

KIN: Kinetina; TDZ: Thidiazuron (1-fenil1-3-(1, 2, 3-tiadiazol-5il)-urea); NAA: 
Acidoα-Naftalenacético.
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1. INTRODUCCIÓN 

 

La familia Cactaceae es considerada un grupo monofilético que contiene unos 

120 géneros y 2.000 especies de plantas suculentas y perennes exclusivas de 
América (Anderson 2001). En Ecuador se han reportado 17 géneros de 

cactáceas con 41 especies que se encuentran distribuidas en zonas áridas de 

las cuales 6 son endémicas (Madsen 2002). La mayoría están ubicadas en el 
sur del país (Cerón 2003). Las cactáceas son plantas que cuentan con diversas 

adaptaciones morfológicas, estructurales y fisiológicas para condiciones de 

baja humedad, además presentan gran diversidad de formas que van desde 

cactus epifitos y arbustivos hasta especies con tallos suculentos globulares y 
columnares (Liogier 1994; Nyffeler 2002; Terrazas & Mauseth 2002). 

 

Un gran número de especies de cactus se encuentran actualmente 
amenazadas o en peligro de extinción. Es así como un total de 35 especies 

están incluidas en el Apéndice I de CITES, en el libro de las especies en peligro 

de extinción y el resto de la familia Cactaceae se incluye en el Apéndice II 
dentro de la cual encontramos a la pitaya roja, H. ocamponis. (CITES 2010; 

Godínez-Álvarez et al. 2003).  

 

La pitaya roja es una fruta considerada exótica, por su aspecto llamativo. Es 
originaria del continente americano, pero se ha difundido a diversos países de 

los cuatro continentes a partir de la conquista (Bravo-Hollis 1978). A pesar de 

ser de zonas tropicales puede adaptarse a medios de baja precipitación.  
 

El fruto de la pitaya contiene propiedades nutricionales semejantes a la 

naranja (Castillo & Calix 1996), además de consumirse como fruta fresca, se 
utiliza para obtener diversos alimentos como mermeladas y bebidas 

refrescantes, productos de repostería y en la fabricación de vinos (Argüello & 

Jiménez 1997; López 2004). Los tallos jóvenes pueden ser consumidos como 

vegetales y la planta completa puede ser utilizada como forraje para 
rumiantes. Se usa para formar cercos vivos en los linderos y las ramas secas 

son empleadas como leña.  

 
La situación actual de las cactáceas en el mundo obliga a pensar en 

alternativas de propagación y manejo que permitan su conservación a largo 

plazo, una de esas formas es utilizando las herramientas de cultivo in vitro. 

Con esa herramienta se puede evaluar el efecto residual de reguladores de 
crecimiento usados en explantos y se las puede propagar utilizando distintas 

combinaciones que induzcan diferentes respuestas. 

 
Aunque no se han encontrado reportes formales sobre el efecto residual de 

reguladores de crecimiento en cactáceas en condiciones in vitro, algunos 

estudios mencionan su alta capacidad de proliferación posterior a la aplicación 
de reguladores de crecimiento vegetal (Tisserat 1985; Mauseth 1979; 

Ramírez-Serrano & Soltero-Quintana 2007). Estos estudios a más de los 

conocimientos que se generen podrían tener una implicación muy importante 

en costos de propagación de la misma. 



3 
 

En cuanto a la propagación in vitro esta ha sido estudiada en muchas especies 

de cactáceas con formación de cladodios (Dávila-Figueroa et al. 2005), de 

raíces (Pérez-Molphe et al. 1998), de callos (Pelah et al. 2002), metabolitos 

(Morales-Rubio et al. 2010) entre otros, sin embargo no se han encontrado 
reportes en H. ocamponis que evalúen procesos morfológicos e histológicos.  

Con las herramientas histológicas podemos comprender un poco más de los 

diferentes procesos de desarrollo a nivel tisular y celular que se presentan en 
los tejidos y asociarlos con sus distintas respuestas de formación de órganos, 

al ser influidos por distintos tratamientos de hormonas vegetales. 
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1.1 OBJETIVOS 

 

1.1.1.OBJETIVO GENERAL: 

 
 Evaluar cambios morfológicos in vitro en cladodios de Hylocereus ocamponis. 

 

1.1.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS: 
 

 Evaluar el efecto residual de explantos transferidos a medio MS base 

previa exposición a reguladores de crecimiento vegetal 

 
 Estudiar los cambios morfológicos e histológicos de explantos sometidos 

a dos combinaciones de hormonas de crecimiento vegetal 
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2. REVISIÓN DE LITERATURA. 

 

2.1. Generalidades de la familia Cactaceae 

 
Las cactáceas o cactus presentan adaptaciones morfológicas y fisiológicas que 

les permiten acumular agua durante los meses de sequía y al mismo tiempo 

evitar la evapotranspiración (Bravo-Hollis & Scheinvar 1995; Glafiro et al 
2008) debido al medio desértico en el que crecen. En la evolución de sus 

estructuras han adaptado diferentes tendencias morfológicas como: reducción 

del tallo, modificaciones de las hojas y cambio de simetría de las flores, 

tendencias que en conjunto han llevado a establecer posibles líneas 
filogenéticas (Bravo-Hollis 1978). 

 

Dentro del grupo de las cactáceas existe una gran diversidad de tallos, éstos 
varían mucho en tamaño y forma según la especie. El tallo puede estar 

constituido por segmentos (cladodios) (Rodríguez & Apezteguía 1985; Ortiz et 

al., 2009). Existen tallos arbóreos grandes, bien definidos como en el caso de 
Hylocereus. En la mayoría de los cactus las hojas están ausentes o son 

caedizas y muy rudimentarias, reduciéndose a pequeñas escamas. Sus flores 

son de atractivos y brillantes colores. La mayoría de las veces las flores son 

abocinadas o campanuladas y con menos frecuencia presentan forma de copa. 
Todas las estructuras de las flores están determinadas por la sequía y por las 

modalidades de polinización (Bravo-Hollis & Scheinvar 1995). Las raíces de los 

cactus son originalmente terminales y fuertes. La raíz principal es de forma 
cónica se halla muy ramificada dando lugar a un sistema radicular esparcido y 

sirven de sostén al tutor donde se adhieren (Paniagua 1980; Bravo-Hollis & 

Scheinvar 1995; OIRSA 2000). 
 

2.1.1. Descripción de H. ocamponis 
 

 
 

Fig. 1: H. ocamponis a) Planta adulta; b) fruto. Catacocha–Loja 

 

Los tallos de H. ocamponis son suculentos, contienen fibra, mucha agua y 

nutrientes. Son triangulares lo cual es característico de especies en climas 
secos (Fig 1a). Presentan además espinas pequeñas en las areolas. Posee dos 
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tipos de raíces: las raíces primarias, penetran en el suelo y alimentan a la 

planta y las raíces secundarias o adventicias, nacen en la parte aérea de la 

planta y su función es de sostén, para eso se adhieren a la superficie de 

tutores como piedras o muros (INTA 1996; Ramírez 2006 en Gusmán 2005). 
Se ha comprobado que los tallos colgantes son los que más producen flores y 

frutos (Pietri 1993)  
 

El fruto es una baya de forma oblonga o redondeada con brácteas (Fig. 1b), 

cuyas características más apreciadas son: su peso, comúnmente de más de 

250 g; el color de su cáscara, que puede ser de varias tonalidades de rojo o 
amarillo; la pulpa blanquecina o de tonos rojizos; las semillas pequeñas, de 1-

2 mm; la carencia de espinas en la cáscara (Castillo & Calix 1996; OIRSA 

2000). Sus semillas son ovoides, cubiertas por una cutícula, aparecen lisas y 

con un brillo negro (Madsen 1989). 
 

2.1.2. Distribución geográfica. 

 
Las especies de la Familia Cactaceae son nativas del continente americano del 

litoral hasta los 4.000 m s.n.m, distribuidas desde México hasta el norte de 

Perú tanto en partes húmedas como calientes, cuyo centro de diversidad es en 
la Región Caribeña y América Central (Madsen, 1989; OIRSA 2000). La mayor 

variedad de cactus se encuentran en las regiones desérticas, semidesérticas a 

veces cubiertas de bosques secos, chaparrales o matorrales espinosos de 

América del Norte y de Centroamérica, y son capaces de llegar a dominar las 
asociaciones vegetales y determinar el paisaje (Ríha & Subik 1991; Anderson 

2001). Hay numerosas especies y variedades de las cuales algunas están 

localizadas en pequeñas áreas, mientras otras se distribuyen en regiones más 
bastas. (Paniagua 1980; Rodríguez 2000). 

 

2.1.3. Usos e importancia 

 
Aunque en Ecuador es poco conocida; se la ha usado para alimento humano y 

como forraje para ganado, esta fruta tiene demanda en el mercado 

internacional como fruta fresca y como pulpa congelada. Según López (2004) 
todas las partes de la planta se pueden utilizar en diversos fines, la pulpa 

contiene un aceite que evita los cólicos ayudando al funcionamiento del 

estomago e intestino, también contiene una sustancia llamada cactina que 
actúa como tonificante del corazón y como calmante de los nervios; la cáscara 

del fruto se puede usar como forraje para el ganado; del jugo concentrado de 

los tallos se puede extraer jabón (Fig. 2). 
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Fig. 2.- Diferentes usos de pitaya roja (H. ocamponis). Fuente: UNA/FAGRO 

 
2.2. Reguladores de crecimiento vegetal  

 

Los reguladores de crecimiento vegetal juegan un papel importante en el 

control del crecimiento, no únicamente dentro de las plantas como un 
universo, sino también a nivel del órgano, tejido y célula, pues actualmente se 

reconoce que la mayor actividad fisiológica de la planta está medida por los 

reguladores de crecimiento (Bidwell 1979). Estos procesos fisiológicos pueden 
ser afectados por más de un tipo de hormonas vegetales, puede ocurrir que en 

algunos casos los efectos fisiológicos de las hormonas se complementen, pero 

en otras se contrarresten. Por otra parte una misma hormona vegetal puede 
ejercer efectos completamente distintos, incluso opuestos, dependiendo de la 

concentración en que esté presente en los distintos tejidos vegetales (Pérez et 

al. 2003). Las hormonas de crecimiento son sustancias que siendo producidas 

en una parte de un organismo son transferidas a otra parte siendo el sitio 
donde ejercen un proceso fisiológico específico (Álvarez 1998). 

 

Dentro de estas hormonas vegetales tenemos las siguientes: 
 

 Auxinas: La palabra auxina deriva del término griego ―auxein‖, que significa 

―crecer‖, son sustancias químicamente relacionadas con el acido indolacético, 

el cual parece ser la auxina principal de muchas plantas (Pérez et al. 2003). 
En las células vegetales provocan efectos fisiológicos como el enraizamiento y 

la elongación, influyen en la dominancia apical, retrasan la senescencia de 
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hojas, crecimiento de los tallos y la maduración de frutos (Lira 2000; Pérez et 

al. 2003). Cuando a un tejido le suministran auxinas algunas respuestas se 

observan en periodos de tiempo cortos inferiores a 15 minutos, mientras que 

para observar otros hay que dejar que trascurran periodos de tiempos más 
largos (Barceló et al. 2007).  

 
Citoquininas: Las citoquininas afectan fundamentalmente el proceso de 
división celular, promueven la formación de yemas, rompen la dormición 

apical, induciendo por tanto la brotación de las yemas laterales y favoreciendo 

así la ramificación en la planta (Pérez et al. 2003). Las citoquininas son 

prácticamente inmóviles y son producidas continuamente en las raíces, sin 
embargo la presencia de citoquininas en el xilema y floema de la planta 

indican que estas hormonas se transportan a través de ambos tejidos (Barceló 

et al. 2007). A veces las citoquininas estimulan la formación de raíces laterales 
a las mismas concentraciones que inhiben el crecimiento de la raíz principal 

(Barceló et al. 2007). 

 
2.2.1. Combinación de reguladores de crecimiento. 
 

En el cultivo in vitro es necesario el suministro de reguladores de crecimiento 

exógenos, los cuales se pueden utilizar solos o combinados; y dependiendo de 
la especie y el tipo de tejido a inducir, se utilizará el tipo y concentración del 

regulador hormonal (Pierik 1990). Las combinaciones que se utilicen podrían 

depender de si son especies monocotiledóneas o dicotiledóneas ya que se ha 
encontrado patrones como que una alta concentración de auxinas con una 

baja de citoquininas genera formación de raíces en dicotiledóneas o callos en 

monocotiledóneas. El tipo de auxina o citoquinina que se utilice también 

determinará una respuesta. 

 
2.2.2. Efecto residual de hormonas vegetales. 

  
Según Barceló (2007), la concentración de auxinas en las plantas puede 

regularse no solo por su tasa de síntesis y la velocidad de transporte hacia y 

desde el órgano que se considere, sino por los mecanismos de inactivación. En 

las citoquininas la oxidación de la cadena lateral es lo más frecuente que 
puede sucederle a esta hormona aplicada exógenamente a un tejido, como 

consecuencia se pierde la actividad citoquinina y desaparecen rápidamente 

como citoquininas libres, sin embargo permanecen durante mucho tiempo los 
7, 9-glucósidos que son metabolitos muy estables y pueden ser formas de 

almacenamiento, aunque no se conoce exactamente su papel. 

  

Quintana et al. (1999) estudiaron el efecto residual en explantos de Crotalaria 
retusa los cuales fueron sometidos a enraizadores y no presentaron 

respuestas, sin embargo al ser sembrados en medio libre de hormonas se 

produjo un buen enraizamiento. Otro estudio sobre efecto residual de 
reguladores de crecimiento vegetal es el de Olivera et al. (2000) quienes 

evaluaron la respuesta organogénica de Gerbera jamesonii al aplicar 
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diferentes concentraciones de bencialminopurina, cinetina y tidiazuron, al 

aclimatar las plantas obtenidas se observó mejor sobrevivencia de las 

producidas con cinetina, aduciéndolo como un efecto residual. Yánez (2010) 

en banano encontraron formación de brotes aduciendo al uso previo de 
brasinolida en la fase de multiplicación pero según el autor al repicar los 

nuevos brotes estos pueden surgir por acción residual de la citoquinina a la 

que fueron expuestos mientras se encontraban en la fase de multiplicación o a 
la acción de los reguladores empleados en la fase de enraizamiento. 

 

Tisserat (1985) indica que cualquier planta que se desarrolle por efecto de 

reguladores de crecimiento residual será fácilmente adaptable a condiciones 
ambientales al transferirlas a un sustrato de suelo y materia orgánica.  

 

2.3. Evaluación de tejidos vegetales en procesos de crecimiento. 
 

Una de las maneras de evaluar los cambios morfológicos en los tejidos es 

utilizando técnicas histológicas que posibilitan su estudio en microscopio 
(Aimale & Gatti 2010), permitiendo interpretar la forma en que se relacionan 

estructural y funcionalmente los tejidos. Según Pierik (1990), la examinación 

por microscopía del tejido en diferentes etapas del cultivo puede contribuir a 

comprender la secuencia del desarrollo de la plántula.  
 

Para aplicar estas técnicas se siguen seis pasos que comprenden la fijación, 

deshidratación, inclusión, corte del tejido, montaje y coloración de la muestra.  
 

2.3.1 Estudios en cactáceas. 

 
A pesar de que los cactos han despertado curiosidad académica para su 

estudio in vitro, éstos no han sido objeto de investigación que redunden en 

resultados prácticos en un gran número de especies (Hubstenberger et al. 

1992). Los primeros estudios del cultivo in vitro en cactáceas analizan la 
formación de callo y su proliferación (Nitsch 1951; Colomas 1971; Minocha & 

Mehra 1974 citados por Hubstenberger et al. 1992). Kolar et al. (1976), 

trabajando con Mammillaria woodsi fueron los primeros en informar de la 
micropropagación de una Cactaceae in vitro. Algunos de los más importantes 

trabajos fueron mencionados en la introducción de este trabajo. 

 

Según Rubluo et al. (1996) más de 80 especies de esta familia han sido 
micropropagadas con diversos grados de éxito. Un ejemplo de éxito en la 

micropropagación de cactáceas es el de Rubluo et al. (1993), que evitaron la 

extinción Mammillaria san-angelensis especie de la cual existían solo cinco 
individuos en las poblaciones naturales. Las investigaciones efectuadas por 

estos autores permitieron no solo la propagación masiva de esta especie, sino 

su restablecimiento al sitio de origen (Rubluo et al. 1996). 
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3. METODOLOGÍA 

 

La presente tesis se realizó en el Laboratorio de Fisiología Vegetal del Instituto 

de Ecología de la UTPL. Se realizaron dos procesos distintos. Primero se vio el 
efecto residual haciendo un seguimiento de explantos expuestos a reguladores 

de crecimiento y repicados a medio MS libre de hormonas observando las 

distintas respuestas que generaban. La segunda manipulación fue con nuevas 
plantas, de explantos germinados, se sembró la parte apical de estos en 

medio MS base (control) y en MS con dos combinaciones de reguladores de 

crecimiento vegetal para evaluar sus cambios morfológicos e histológicos. 

 
3.1 Evaluación del efecto residual de explantos sometidos a distintas 

combinaciones de hormonas de crecimiento vegetal transplantados a 

MS base 
 

Para evaluar el efecto residual de las hormonas de crecimiento se partió de 

diez combinaciones de reguladores de crecimiento vegetal en medio MS 
(Murashige & Skoog 1962) realizadas por Moreira (datos no publicados) 

(Cuadro 1), en esos medios se mantuvieron por 3-4 meses y luego fueron 

repicados a medio MS base. Se evaluó la formación de cladodios, raíces y 

callos. Se tomaron datos a los 45, 90 y 135 días de ser sembrados. En cada 
frasco se sembraron cuatro individuos, constituyendo cada frasco una 

repetición. 
 

Cuadro1. Diferentes combinaciones de reguladores de crecimiento vegetal  
(Moreira, datos no publicados) 

Código Combinación 

 

T1 MS base 
T2 MS base + 0,5µM NAA 

T3 MS + TDZ 0,1 µ M 

T4 MS + TDZ 0,1 µ M + 0,5 µM NAA 
T5 MS + TDZ 0,5 µM 

T6 MS + TDZ 0,5 + 0,5 µM NAA 

T7 MS + BAP1 µM 
T8 MS + BAP 1 µM + 0,5 µM NAA 

T9 MS + BAP 5 µM 

T10 MS + 9 µM 2-4D + 4,6 µM KIN 

 

3.2 Estudios morfológicos e histológicos de explantos sometidos a dos 
combinaciones de hormonas de crecimiento vegetal 

 

De los tratamientos realizados por Moreira (datos sin publicar), se escogieron 

los mejores tratamientos inductores de callos, cladodios y el control (MS 
base), que produjo gran cantidad de raíces, (Cuadro2) para relacionarlos con 

los cambios a nivel histológico. 
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Efecto residual Combinación de reguladores In vitro 

T1 MS base T1 

T6 MS + TDZ 0,5 + 0,5 µM NAA T2 

T10 MS + 9 µM 2-4D + 4,6 µM KIN T3 
 

Cuadro2. Mejores combinaciones de reguladores de crecimiento vegetal para cladodios y callos 
(Moreira, datos no publicados) 

 

Estudios morfológicos 

 
El material de partida fueron yemas apicales de 0,5cm de plántulas 

germinadas in vitro alrededor de siete meses de cultivadas. Se tomaron datos 

de formación y crecimiento de cladodios, raíces y callos por explanto; a los 10, 
20 y 30 días de sembrados, para todo el ensayo se realizan tres repeticiones; 

cada una consta de cinco frascos, con cuatro explantos. El cultivo se mantiene 

a 23º C, con fotoperiodo de 12 horas luz. 
 

Se utilizó el medio MS solidificado con 7 gl-1 de agar. Como fuente de carbono, 

azúcar en una concentración de 20 gl-1, y se ajustaron a pH 5.8. El 

autoclavado se realiza a una presión de 1 kg/cm2 a 120ºC, durante 20 
minutos. 

 

Evaluación de cambios histológicos de los explantos 
 

Para el estudio histológico se utilizaron igualmente los explantos provenientes 

de los tres medios (inductores de callos, cladodios y el control) evaluando la 

porción apical de cada uno. Los cortes se realizaron antes de iniciar el cultivo y 
a los 10, 20 y 30 días de iniciado el cultivo siguiendo los pasos a continuación 

citados:  

 
1. Fijación, previo a la fijación de cada porción en FAA por 24 horas, se 

eliminó todas las raicillas. Las concentraciones del FAA son: Formaldehido 

40%, 5ml; Alcohol 50%, 90ml; Acido acético puro 5ml (D’ Ambrogio 1970). 
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2. Deshidratación del tejido, se realiza de la siguiente manera: 

 

Alcohol 25% 30 minutos 

Alcohol 50%             30 minutos 

Alcohol 70% 30 minutos 

Alcohol 95% 30 minutos 

Alcohol 100% 2 horas 

Alcohol 100% 3 horas 

Alcohol 100% 12 horas 

Clarificación 

Etanol: Xilol 

(1:1) 
3 horas 

Xilol 45 min 

Xilol 2horas 

Xilol 4horas 

 

3. Inclusión, los explantos se pasan a xilol puro agregando escamas de 

parafina (1/1) y son almacenados a 58 ºC por 24 horas. Transcurrido ese 
tiempo, al explanto se lo pasa a moldes con parafina pura (Paraplast Plus) 

derretida (Ramírez et al. 2005). Los explantos se colocaron en forma 

transversal y longitudinal y se dejaron solidificar. 
 

4. Corte del tejido, se realizaron cortes en micrótomo de 10 µm. Cada corte 

se coloca en baño maría para el estiramiento completo.  

 
5. Montaje, se lo pesca con un portaobjetos que pasa a una estufa o placa 

calentadora a 60ºC por media hora para eliminar la parafina y poder aplicar 

las tinciones.  
 

6. Coloración, se realizaron dos tinciones que se detallan a continuación: 

 
Tinción con Hematoxilina- Eosina: colorea de azul oscuro al núcleo en 

reposo, a las mitocondrias y a algunas estructuras del citoplasma; y lo colorea 

de rosa anaranjado al citoplasma, logrando un buen contraste con el núcleo. 

Ideal para meristemas apicales (D’ Ambrogio 1970). Se aplica de la siguiente 
manera: 
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COMPUESTO TIEMPO 

Xilol I  
1 

minuto 

Xilol II 
1 
minuto 

Alcohol 100% 
1 

minuto 

Alcohol 96% 
1 

minuto 

Alcohol 86% 
1 
minuto 

Lavado H20 

destilada 

1 

minuto 

Tinción 

Hematoxilina 
1 

minuto 
Lavado H20 de 

grifo 

1 

minuto 

Eosina 
1 

minuto 

Montaje  

Alcohol 86% 
1 
minuto 

Alcohol 96% 
1 

minuto 

Alcohol 100% 
1 

minuto 

 
Tinción con Azul de Toluidina: colorea al citoplasma de azul, a las 

lipoproteínas de color rojo, el núcleo se ve azul verdoso, los tubos cribosos y 

células acompañantes se observan color magneto, las paredes lignificadas se 
ven con color rosa o purpura (D’ Ambrogio 1970). Se aplica de la siguiente 

manera: 

 

COMPUESTO TIEMPO 

Xilol 5 minutos 

Etanol: Xilol (1:1) 5 minutos 

Etanol 100% 5 minutos 

Etanol 70% 5 minutos 
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Etanol l 25% 5 minutos 

Lavado H20 destilada 5 minutos 

Tinción 

Azul de Toluidina  A partir de 15 minutos 

Lavado H20 destilada  5 minuto 
Montaje  

Etanol l 25% 5 minutos 

Etanol 70% 5 minutos 

Alcohol 100% 5 minutos 

Etanol: Xilol (1:1) 5 minutos 

Xilol 5 minutos 

 

Finalmente se deja secar por unos minutos las placas y se añade Histofluid, 

sustancia pegante, se coloca el cubre objetos, y se deja secar por 1 a 3 
minutos. 

 

Los datos se tomaron en un microscopio óptico modelo Labomed Lx 400 y con 
aumentos de 10x y 20x. Las imágenes fueron capturadas con una cámara 

CANON G11. De cada corte se hicieron tres repeticiones. 

 
Análisis Estadístico 

 

Anova: Prueba de Duncan y Tukey con un intervalo de confianza de un 95%. 
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4. RESULTADOS Y DISCUSIONES 

 

4.1 Evaluación del efecto residual de explantos sometidos a distintas 

combinaciones de hormonas de crecimiento vegetal transplantados a 
MS base 

 

En muchos grupos de plantas existe un efecto residual de los reguladores de 
crecimiento utilizados, observándose que explantos expuestos a alguna 

combinación de reguladores de crecimiento y que al ser transplantados a 

medio libre de hormonas siguen generando nuevas estructuras como cuando 

estaban expuestos a esas combinaciones (Ramírez-Serrano & Soltero-
Quintana 2007), esto se cumple en algunas Cactáceas que incluso sin usar 

previamente hormonas vegetales generan brotes o raíces (Mauseth & 

Hampering 1975). Esto a más de permitir reducir costos de propagación nos 
permite conocer más sobre el comportamiento fisiológico de determinadas 

especies. 

 
Los explantos de H. ocamponis provenientes de diez tratamientos distintos 

(cuadro. 1) y transplantados a medio MS base generaron cladodios, raíces y 

callos desde los 45 a 135 días, observándose sobretodo poca variación 

pasados los 90 días, por eso se decidió escoger los datos obtenidos a los 90 
días para evaluar el efecto residual. Una de las posibles causas es que en el 

medio de cultivo, sustrato de los explantos, se haya dado la sedimentación o 

transformación de algunos de sus minerales por el paso del tiempo (Von 
Arnold et al. 2002); al respecto Salinas (2009) indica que es necesario el 

trasplante a otro medio de cultivo pasadas las 4 a 8 semanas. 

 
Aunque el efecto residual en las tasas de multiplicación es poco conocido 

(Barboza & Caldas 2001; Moreira et al. 2003), para su estudio recomiendan la 

transferencia desde medio con reguladores de crecimiento vegetal a medios 

sin hormonas, lo que es suficiente para estimular la diferenciación (Tisserat 
1985). Por ejemplo al usar el placobutrazol (PBZ) en medio de multiplicación 

liquido durante cinco sub cultivos de Musa sp., con una frecuencia de cinco 

semanas, no tuvieron un efecto residual, en la elongación de la raíz, ni 
mostraron variación en los estados de aclimatación (Albany et al. 2005). En 

cactáceas interesantes respuestas de formación de raíces han sido observadas 

al trasplantar a medios libres de hormonas (Rubluo et al. 1993, Choreño - 

Tapia et al. 2002).  
 

La mejor formación de cladodios se dio en los explantos repicados del T7 a 

medio MS base (Cuadro 2) con 0.67 cladodios por explanto, esto puede 
deberse a que las citoquininas solas pueden ser más beneficiosas que 

combinadas (George & Sherrington 1984). Sin embargo el T7 al ser evaluado 

en la aplicación directa de reguladores de crecimiento no generó gran cantidad 
de cladodios/explanto (0.15) siendo los más altos el T5 y T9 con 0.4 y 0.49 

respectivamente. El T6 al ser transferido a medio MS base se obtuvo 0.50 

brotes/explanto, en este tratamiento previo su trasferencia se pudo observar 

la presencia de macizos de proliferación de brotes. Aunque no se han 



16 
 

encontrado reportes de efecto residual con TDZ, las respuestas que se han 

obtenido al usar BAP sola o combinada con NAA son similares (Ojeda-Zacarías 

et al. 2006, Jacyna & Barnard 2008), o al usar GA con NAA (Duarte et al. 

2009) estos últimos indican que ese efecto residual puede deberse a la 
regulación de niveles endógenos de citoquininas, llevada a cabo por las 

auxinas.  

 
El TDZ es una de las sustancias conocidas por su alta acción citoquinina, 

siendo mayor su actividad a la zeatina, la bencilaminopurina y la kinetina; ello 

posiblemente porque el TDZ actúa estimulando la síntesis de citoquininas 

endógenas y de otros metabolitos afines a ellas (Mok et al. 1982). Además, el 
TDZ se reporta como altamente resistente a la degradación por acción de la 

enzima citoquinina oxidasa (Mok et al. 1987), y esa posiblemente es la causa 

de los efectos encontrados en esta investigación. 
 

Los cladodios provenientes de medio MS base (control del primer ensayo) con 

0.30 cladodios por explanto al ser repicados a MS base produjeron 0.62 
cladodios por explanto (Cuadro. 2), siendo significativamente diferentes de los 

otros tratamientos. Aunque Mauseth & Hampering (1975) ya indica que se 

pueden generar brotes o raíces sin usar previamente hormonas vegetales, no 

existe una clara definición porque al ser subcultivados aumenta la producción 
de los mismos, sin embargo podría ser una buena herramienta de 

multiplicación de este material. 

 
La mejor formación de raíces se presenta en los explantos repicados del T6 

y T7 a Medio base (Cuadro 2) con 2 y 1.83 raíces/explanto respectivamente; 

mostrando que la combinación de TDZ y NAA en concentraciones iguales son 
capaces de inducir mejor formación de raíces al trasplantarlos en medio MS 

base. Según Passey et al. (2003), el TDZ sólo y en altas concentraciones 

puede inhibir la formación de raíces, esto se observa en el T5 original y sus 

repicadas (Cuadro 2). Las raíces formadas por el T7, que es con BAP, eran 
fuertes y de gran tamaño, lo cual no concuerda con Mauseth & Hampering 

(1975), que señala que la BAP puede inducir la formación de raíces con mal 

formaciones y además tardíamente. Similares respuestas se han encontrado 
en cactáceas al utilizar NAA y BAP sin observar respuestas de formación de 

raíces y que al ser transplantados a medio MS base han obtenido buena 

producción de éstas (Ruvalcaba-Ruiz et al. 2010, Rodríguez 2006). Todas las 

raíces observadas fueron blancas, fibrosas y con numerosas raicillas. 
 

Al comparar las respuestas generadas en los tratamientos expuestos a 

reguladores de crecimiento vegetal con los explantos repicados a medio MS 
base, se observa que el T9 y T1 son los que mejor respondieron con 1.38 y 

1.17 raíces por explanto, respectivamente, pero al ser repicados a medio MS 

base disminuyó su producción (Cuadro.2). Esto no concuerda con Garcés 
(2003), que al cultivar brotes de Eriosyce aurata en medio MS base no tuvo 

enraizamiento, pero al repicarlos de nuevo a MS base se dio buen 

enraizamiento. La producción de raíces en cactáceas se da de forma 

espontánea (Clayton et al. 1990), posiblemente es un proceso adaptativo a los 



17 
 

ecosistemas áridos en los que se encuentran, además Rubluo et al. (2002) 

mencionan que estas poseen altas concentraciones endógenas de auxinas.  
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Cuadro 3. Formación de cladodios, raíces y callos en material expuesto a diferentes combinaciones de reguladores de 

crecimiento vegetal y de ese mismo material al trasplantarlo a medio MS base 

Combinaciones de reguladores de crecimiento 

Explantos expuestos a combinaciones de 

reguladores de crecimiento vegetal (Moreira, 
datos no publicados) 

 
Explantos sembrados en MS libre de hormonas 

de crecimiento vegetal  

  

 
TDZ BAP NAA 2,4-D KIN 

# 
frascos 

Formación de 
cladodios 

 Formación de 
raíces 

 Formación de 
callos 

 Formación de 
cladodios 

 Formación de 
raíces 

 Formación de 
callos 

Trat µM µM µM µM µM           

1 — — — — — 5 0.30±0.09ab 
 

1.18±0.26ab 
 

0±0c 
 

0.62±0.32ab 
 

0.86±0.06abc 
 

0.07±0.07b 

2 — — 0,5 — — 17 0.13±0.04bc 
 

0.78±0.11cd 
 

0.4±0.02c 
 

0.48±0.22ab 
 

1.45±0.08abc 
 

0.01±0.05b 

3 0,1 — — — — 32 0.21±0.05bc 
 

0.78±0.14cd 
 

0±0c 
 

0.47±0.20ab 
 

1.52±0.09ab 
 

0.00±0.00b 

4 0,1 — 0,5 — — 40 0.18±0.05bc 
 

0.88±0.14bcd 
 

0±0c 
 

0.20±0.19b 
 

1.10±0.10abc 
 

0.03±0.03b 

5 0,5 — — — — 25 0.40±0.09a 
 

0.65±0.13de 
 

0.01±0.01c 
 

0.09±0.20b 
 

0.32±0.08bc 
 

0.04±0.04b 

6 0,5 — 0,5 — — 42 0.14±0.07bc 
 

0.37±0.07e 
 

0.14±0.05b 
 

0.50±0.19ab 
 

2.00 ±0.10a 
 

0.02±0.02b 

7 — 1 — — — 59 0.15±0.09bc 
 

1.05±0.12abc 
 

0±0c 
 

0.67±0.18a 
 

1.83±0.11a 
 

0.00±0.00b 

8 — 1 0,5 — — 28 0.02±0.01c 
 

1.04±0.11abc 
 

0±0c 
 

0.19±0.20b 
 

1.49±0.09ab 
 

0.05±0.04b 

9 — 5 — — — 31 0.49±0.09a 
 

1.38±0.13a 
 

0±0c 
 

0.29±0.20ab 
 

0.96±0.09abc 
 

0.04±0.04b 

10 — — — 9 4,6 14 0.03±0.02c   0.01±0.01f   0.49±0.05a   0.04±0.04b   0.01±0.01c   0.84±0.00a 

Datos expresados como promedio ± error estándar. Media identificada por diferentes letras son significativamente diferentes 

(p ≤ 0.05) usando Duncan y Tukey 
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La mejor formación de callos se presenta en los explantos repicados del T10 

al MS base con 0.84 y 0.49 callos por explanto respectivamente (Cuadro 2), 

puesto que es un medio que se caracteriza por inducir la formación de callos, 

sin embargo en ninguno de los dos casos se ha podido observar una clara 
formación de brotes, a pesar de que se esperaba que los callos al ser 

trasferidos a MS base iniciaran la producción de brotes como ya ha sido 

reportado (Mata-Rosas et al. 2001, Cuellar 1997, Minocha & Mehra 1974). Con 
iguales concentraciones Bhau (1999), obtuvo la mejor proliferación de callos 

en Coryphantha elephantidens y su posterior formación de brotes. Es 

importante mencionar que en cactáceas, combinaciones de auxinas y 

citoquininas con fines de producción de raíces o brotes pueden también 
conducir a la regeneración de callos (Kolar et al. 1976; Johnson & Emino 

1979; Vyskot & Jara 1984). En otros estudios se ha observado que una alta 

concentración de TDZ promueve una producción masiva de callos (Huetteman 
& Preece 1993), sin embargo en este estudio se produjeron muy pocos antes y 

después de ser repicados a medio MS base. También en los tratamientos 

expuestos a NAA se desarrollaron pocos callos, similares respuestas han sido 
reportadas en otras especies de cactus (Ruvalcaba-Ruiz et al. 2010). 

 

El 2,4-D es más fuerte que el NAA, por lo que tiende a acumularse por más 

tiempo con un periodo activo prolongado y rápidamente forma callo (Mejía & 
Vittorelli 1988; Hurtado & Merino 1991), además su degradación es lenta 

(Arzarte et al. 1998). Esto posiblemente explica las elevadas respuestas de 

formación al ser repicados los explantos a MS base. 
 

La formación de callos en los explantos comenzó en las zonas de corte de los 

segmentos. Los callos formados cubrieron la totalidad del segmento foliar a los 
90 días de cultivo, donde se observó la presencia de un callo compacto, de 

color amarillo translúcido y algunas veces amarillo verdoso con características 

nodulares, similares respuestas fueron observadas en Anthurium andraeanum 

(Bautista et al. 2008).  
 

4.2 Respuestas morfológicas 

 
4.2.1. Explantos que presentan respuestas morfológicas 

 

A diferencia de las plantas C3, el crecimiento de cactáceas y en general de las 

plantas CAM, es por lo general muy lento en su medio natural, en condiciones 
in vitro se puede acelerar considerablemente, ya que aumentan los procesos 

de absorción de carbono al permanecer abiertos sus estomas todo el tiempo 

por la alta humedad (Malda et al. 1999). 
 

Las cactáceas presentan gran plasticidad en cuanto a sus procesos de 

desarrollo in vitro (Mauseth 1979; Vyzkot & Jara 1984; Malda et al. 1999), 
esto se observa con H. ocamponis (Fig. 3), que a los 10 días ya se encuentran 

distintas respuestas en los tres tratamientos aplicados. El T1 presenta mejor 

respuesta desde el inicio del ensayo hasta el final, siendo las raíces la principal 

estructura formada. En el T2 se observa principalmente la formación de 
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cladodios y también algunas raíces; y en el T3 se formaron solamente callos y 

se caracteriza por mostrar cambios lentos. Algunos autores indican que los 

mejores resultados se han logrado al utilizar ápices de brotes, ya que 

contienen grandes cantidades de areolas o yemas axilares, las cuales 
potencialmente darán origen a nuevos brotes (Starling & Doods 1983; Giusti 

et al. 2002). 

 
 

 

 

 
 

 

 
 

 

 
 

 

 

 
 

 

 
Fig. 3. Explantos de H. ocamponis que presentan respuesta (cladodios, raíces y/o callos). Evaluación a los 

10, 20 y 30 días de sembrados. Se utiliza Duncan y Tukey con un intervalo de confianza del 95%. 

 

La rápida formación de raíces, brotes y callos en explantos de cactáceas 

expuestos a medios con reguladores de crecimiento vegetal ha sido también 
reportada por varios autores (Mauseth 1978; Choreño et al. 2002; Ruvalcaba-

Ruiz et al. 2010)  

 

En el T2 con TDZ se observaron explantos con hiperhidricidad desde los 10 
días (Fig. 4a), similares respuestas han sido observadas al utilizar TDZ y otros 

reguladores en otras especies de cactáceas (Ordoñez 2003). La hiperhidricidad 

se genera por un desorden fisiológico causando un cambio en el metabolismo, 
que conduce a la alteración de la estructura y apariencia anormal de los 

tejidos observándolos como vítreos o acuosos (George 1996). Además las 

condiciones del cultivo in vitro como alta humedad, exceso de carbohidratos y 

minerales, altos niveles de reguladores de crecimiento, o condiciones más 
particulares de las cactáceas como su metabolismo CAM y la naturaleza 

suculenta de sus tejidos influyen para que se genere la hiperhidricidad (Ziv 

1991; Debergh & Read 1991; Oliveira et al. 1995; Pérez et al. 2002). 
También, desde el inicio del cultivo se observa en la parte apical de los 

explantos una capa vidriosa (Fig. 4b), la cual es constituida por polisacáridos y 

sirve de protección a los tejidos para que no se deshidraten (Machado 1999). 
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Fig. 4. Cultivos in vitro de H. ocamponis a) brote con hiperhidricidad b) formación de capa de polisacáridos  
 

 

4.2.2. Formación y crecimiento de cladodios, raíces y callos sometidos 

a diferentes combinaciones de reguladores de crecimiento vegetal  
 

La formación de cladodios en cactáceas cultivadas in vitro no es un 

problema, pues al estar en condiciones óptimas sus areolas se pueden 

multiplicar produciendo distintas estructuras que se desarrollen en plantas 
completas con cierta facilidad (Johnson & Emino 1979; Clayton et al. 1990; 

Bravo-Hollis 1978). La actividad de las citoquininas puede ser determinante 

para romper la dormancia de las areolas, porque promueve la formación de 
brotes en los tejidos de cactus (Fay & Gratton 1992). El T2 presenta la mejor 

formación de brotes, con una media de 0.13; 1.67; 2,67 brotes/explanto a los 

10, 20 y 30 días, respectivamente (Cuadro 4). Similares respuestas observó 

Ordoñez (2003) con TDZ en Mammillaria voburnensis, ya que a pesar de que 
sus explantos presentaban gran hiperhidricidad generaron proliferación de 

brotes. El TDZ induce la regeneración de brotes mostrando respuestas 

específicas que dependen del genotipo y del tipo del tejido; esta es la 
citoquinina más activa para plantas de tejidos leñosos (Huetteman & Preece 

1993; Passey et al. 2003). También es importante mencionar que el T2 

produjo formación de brotes múltiples o macizos de proliferación, similares 
respuestas fueron observadas por Pérez et al. (1998), en brotes de 

Mammillaria formosa y Mammillaria obscura en un medio MS con BAP y NAA. 

La formación de macizos fue observada en el anterior ensayo razón por la cual 

se escogió ese tratamiento para la presente investigación. 
 

El crecimiento de brotes de cactáceas en condiciones in vitro es más rápido 

que en condiciones naturales (Ault & Blackmon 1987; George 1993), por 
ejemplo Malda et al. (1999) en Coryphantha minima observaron un 

crecimiento de plantas 7 veces más grandes que en medio natural; la 

velocidad del crecimiento estará determinada por el balance entre auxinas y 

citoquininas (Johnson & Emino 1979). El T2 generó la mayor cantidad de 
individuos con crecimiento del cladodio de 0-1cm y en el único en que se 

observaron individuos de 1-2cm (Cuadro 4). Estas respuestas no coinciden con 

lo que mencionan algunos autores de que una de las desventajas del TDZ es 
que inhibe la elongación (Huetteman & Preece 1993; Marcotrigiano et al. 
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1996; Debnath & McRae 2005). Por otra parte Mauseth (1978) en explantos 

de Opuntia polyacantha logro un crecimiento de 5 a 6 cm de largo a los 21 

días de cultivados con BA, GA3 y NAA. 

 
Las respuestas de formación y crecimiento de brotes en los T1 y T3 fue baja 

(Cuadro 4), ya que el 2,4-D y la kinetina no actúan directamente en la 

formación de brotes sino más bien en formación de callos (Minocha & Mehra 
1974). Aunque en otras especies, en el medio libre de hormonas se ha 

observado rápidamente formación de cladodios (Pérez-Molphe et al. 1998), 

cabe mencionar que pasados los 30 días en el T1 se observó elevada 

proliferación de cladodios, lo cual es lo esperado en cactáceas (Mauseth 1975 
& Hampering; Rubluo et al. 2002). 
 

 

Días Trat 
# de brotes 

por 
explanto 

Longitud 
de brotes 

# de raíces 
por 

explanto 

Longitud 
de raíces 

# de callos 
por 

explanto 0-1cm 0-2cm 

10 T1 0±0a 0±0a 1.73±0.35a 2.00±0.36a 0±0a 

 
T2 0.13±0.13a 0.57±0.57a 0.60±0.21b 0.64±0.23b 0.27±0.15a 

  T3 0.13±0.13a 0.14±0.14a 0±0b 0±0b 0.33±0.21a 

20 T1 0±0b 0±0b 3.40±0.27a 5.00±0.61a 0±0b 

 
T2 1.67±0.36a 4.57±1.11a 1.07±0.30b 1.64±0.51b 0.93±0.33a 

  T3 0.13±0.13b 0.14±0.21b 0.20±0.15c 0.21±0.15b 1.27±0.37a 

30 T1 0.13±0.09b 0.14±0.10b 3.60±0.16a 6.57±0.78a 0±0c 

 
T2 2.67±0.35a 7.71±1.79a 1.53±0.27b 1.93±0.37b 1.33±0.19b 

  T3 0.07±0.13b 0.14±0.14b 0.33±0.16c 0.43±0.20c 2.87±0.38a 

 
Cuadro 4. Formación y crecimiento de cladodios raíces y callos sometidos a dos combinaciones 
de reguladores de crecimiento vegetal a los 10, 20 y 30 días de cultivados  
 

La producción de raíces en cactáceas se da espontáneamente y la 
exposición a reguladores no influye en gran proporción (Rubluo et al. 2002; 

Garcés 2003; Quiala et al. 2007), esta característica talvez se deba a un 

proceso natural de adaptación y aclimatación a los medios áridos en los que 

viven las cactáceas como respuesta al estrés hídrico (Mauseth & Halperin 
1975; Clayton et al. 1990). En los tres tratamientos se presentan raíces, 

siendo el T1 en donde se observa la mayor producción de raíces por explanto 

en todos los tiempos de observación (Cuadro 4). El T2 y T3 no pasaron de 
1.53 y 0.33 raíces por explanto respectivamente. En el medio con 2,4D y KIN 

parece ser lo esperado (Minocha & Mehra 1974; Marín et al. 1998). Según 

Mauseth & Halperin (1975), pocas cactáceas forman raíces exponencialmente 

antes de los 30 días, esto difiere con este estudio ya que se observaron desde 
los 10 días. 

 

El mayor crecimiento de raíces se dio en el T1 en todos sus tiempos 
(Cuadro 4), y solamente en este tratamiento se observaron raíces de 2-4 cm a 

los 30 días con 0,86 individuos por explanto. En todos los casos las raíces 
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presentaron gran cantidad de pelillos radicales. En T2 y T3 sus raíces no 

pasaron del rango de 0-2 cm presentando muy pocos individuos raíces 

(Cuadro. 4). En el T3 las raíces formadas fueron como pelillos radicales que 

salían de la parte aérea del callo formado.  
 

Generalmente la formación de callo es estimulada en función de la 

concentración exógena del regulador de crecimiento vegetal utilizado, sin 
embargo hay que tomar en cuenta la concentración endógena de auxinas en el 

explanto, el tipo de explanto y el estado fisiológico del mismo e incluso, la 

especie vegetal utilizada (Rout et al. 2000). El T3 respondió con 2.87 

callos/explanto a los 30 días siendo significativamente diferente de los otros 
tratamientos (Cuadro. 4). Se sabe que la Kinetina produce un rápido 

crecimiento de callos en los explantos (Wakhlu & Bhau 2000). Similares 

respuestas obtuvieron utilizando 2,4–D y KIN para la inducción de callo en 
explantos de cactácaes como Coryphantha elephantidens; Cephalocereus 

senilis; Cereus peruvianus; Mammillaria elongata (Bhau 1999; Nava-Esparza & 

Yánez 1984; Machado et al. 1995; Johnson & Emino 1979). El T2 también 
presentó formación de callos con una media de 1.33 callos/explanto (Cuadro 

4), esto se explica ya que el TDZ puede ser inductor de callos (George 1993; 

Wilhelm 1999). Según Pérez-Molphe et al. (1998) el NAA solo en diferentes 

concentraciones produjo escasa formación de callos en algunas cactáceas. 
También se ha observado que medios sin reguladores de crecimiento vegetal 

pueden producir callos como en la especie Mammillaria gracillis (Poljuha et al. 

2003) lo que no ocurrió en este estudio. 
 

La mayoría de los callos presentaban poca friabilidad lo cual no concuerda con 

Minocha & Mehra (1974) que obtuvieron callos friables en Neomammillaria 
prolifera al usar los mismos reguladores, pero al igual que en el presente 

estudio no hubo diferenciación de brotes. La ausencia de brotes tal vez se 

deba al corto tiempo del estudio (30 días). La forma de los callos en algunos 

casos fue uniforme y poco organizada. Los callos fueron de color verde 
amarillento o café claro, dando una apariencia, en algunos casos de tejido 

necrozado. 

 
4.2.3. Análisis histológico 

 

A continuación se hace una descripción de algunos de los procesos de 

desarrollo a nivel histológico en distintos tiempos (inicio del cultivo, 10, 20 y 
30 días), que se han dado en los explantos expuestos a los tres tratamientos 

(T1:control; T2:TDZ y NAA; T3:2,4-D y KIN). 

 
4.2.3.1. Observación: inicio del cultivo  

 

En los cladodios observados (Fig. 5A) previo a iniciar el cultivo los explantos 
presentan algunos tejidos diferenciados (Fig.5), con 1 o 2 capas de células que 

conforman la epidermis, encontrándose vasos conductores en formación y a su 

alrededor células acompañantes, y además las células parenquimáticas con 

núcleos grandes teñidos de color azul (Fig. 5 a1, a2, a3), similares respuestas 
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fueron observadas en tejidos de Stenocereus queretaroensis y Opuntia ficus-

indica (Loza et al. 2003; Gomes et al. 2006). 

 

 
 

 

 
 

 

 

 
 

 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
Fig. 5. Estado inicial del cladodio y de tejidos de H. ocamponis, 0 días. Los cortes histológicos 
fueron observados con aumento de 20X con excepción de a5 que es a 10X. A. Parte apical del 
cladodio. a1) Porción de vasos conductores, epidermis con una a dos capas de células; a2) 
Tejido diferenciado mostrando células parenquimáticas bien desarrolladas con núcleos; 
cloroplastos, vasos conductores y formación de la epidermis, a3) proceso de formación de vasos 
conductores rodeado por células parenquimáticas, a4) Irrigación de vasos conductores a zona 
meristemática, cubierta por tricoma, en el centro se observa la peridermis, a5) Células 
mucilaginosas, irrigadas por vasos conductores en formación, en el extremo se observa una 
zona meristemática. VC: vasos conductores, E: epidermis, CM: células maduras, N: núcleos 
grandes, CP: células parenquimáticas, Cl: cloroplastos, FE: epidermis en formación, FVC: vasos 
conductores en formación, M: meristema, Tr: Tricoma, Pe: peridermis, Mu: mucilago. 

 
En las cactáceas Las células parenquimáticas se diferencian fácilmente de las 

epidérmicas (Martín 1993). La epidermis aparentemente es simple, la forma 

de sus células cuadrada o rectangular, similares respuestas han sido 
encontradas en Stenocereus (Terrazas et al. 2005). Se observaron algunos 

cloroplastos, al respecto Nilsen (1995) menciona que algunas de las células 

del parénquima tienen a su alrededor cloroplastos cerca de la superficie, 
favoreciendo la movilización de productos de la fotosíntesis. 

 

En la areola (Fig. 5a4) las espinas son producidas por un meristema basal 

unidas por peridermis, pudiéndose observar una aglomeración de células 
meristemáticas. Según Cornejo et al. (2003), la formación de la peridermis 

comienza como parches pequeños en algunas partes del tallo en plántulas de 

9 meses de edad.  
 

Una de las estructuras más observadas fueron los tubos conductores, que se 

encontraron por todas partes irrigando los distintos tejidos. La Fig. 5a5 
muestra el proceso de formación de los vasos conductores que inician desde la 
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base hacia el ápice conectado desde un punto donde surge la espina, similares 

observaciones realizaron Salinas-Soto & Gómez-Sánchez (2007).  

 

Otra estructura común en todos los tratamientos fueron las células del 
mucilago, las cuales generalmente son redondeadas y de mayor tamaño que 

las células del parénquima (Fig. 5a5), esto es característico en la mayoría de 

cactáceas (Terrazas et al. 2005). Los mucilagos parecen aumentar la 
capacidad de las células para absorber y retener agua y pueden encontrarse 

en el protoplasto y en la membrana (Esaú 1985). También se pudo observar 

tricomas, los cuales son importantes en procesos de adaptación a condiciones 

ambientales (Mosco 2009). 
 

4.2.3.2 Observaciones en el T1 a los 10, 20 y 30 días 

 
Aunque con el tratamiento MS libre de reguladores de crecimiento se observó 

mejor formación de raíces desde los 10 días, a nivel histológico no se pudo 

apreciar la formación de las raíces. 
 

En todos los tiempos se observa presencia de células del parénquima, esto 

puede deberse a que estas células pueden especializarse, también, en el 

almacenamiento de agua (Esaú 1985), muchas plantas como las cactáceas, 
contienen en sus órganos fotosintéticos, células parenquimáticas desprovistas 

de clorofila pero llenas de agua; este tejido acuoso consta de células vivas de 

tamaño particularmente grande y con membranas casi siempre delgadas, las 
células se disponen a menudo en filas, pudiendo ser alargadas como las 

células en empalizada, en este estudio las células tenían una fina membrana y 

grandes núcleos, estás células muestran un arreglo organizado y compacto 
con células relativamente grandes (Fig.6 b1, c1, c2, c3). Según Poljuha et al. 

(2003) en tejidos de Mammilaria gracilis cultivados en medio MS base se 

encontró células de parénquima altamente vacuoladas con plástidos, y los 

espacios intercelulares estaban bien desarrollados, lo que no se observó en 
este estudio. 
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Fig. 6. Tejido apical de H. ocamponis en Medio MS base. Los cortes histológicos fueron 
observados con aumento de 20X con excepción de c2 que es a 10x. B): Parte media apical del 
cladodio a los 10 días de cultivo, aparentemente todavía no hay respuesta alguna, b1) células 
del parénquima con núcleos grandes, activación del meristema axilar, formación del 
protoderma, b2) activación del meristema axilar, células grandes con núcleos vistosos, porción 
de vasos conductores. C) 20 días de cultivo se observa ya la presencia de raíces pequeña, 
c1) detalle del xilema y el floema, con células parenquimáticas a su alrededor, c2) epidermis 
con una capa de células parenquimáticas a su alrededor y formación del meristemoide, c3) se 
observa una fina capa de la epidermis con células parenquimáticas, núcleos y vasos 
conductores. D) 30 días de cultivo presencia de raíces con gran tamaño. d1) formación de 
vasos conductores, se observa el xilema y el floema y células con sus respectivos núcleos. (N) 
núcleos, (CP) células parenquimáticas, (MA) meristema axilar, (Pr) protoderma, (VC) vasos 
conductores, (X) xilema, (Fl) floema, (E) epidermis, (Me) meristemoide, (FVC) formación de 
vasos conductores. 
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La Fig.6 (b1, b2) muestra el desarrollo de un brote desde un meristema axilar 

formando una protuberancia, similares respuestas han sido encontradas en el 

cultivo in vitro de otras cactáceas (Rubluo et al. 2002; Loza et al. 2003). Esta 

región, de formación de brotes, se caracteriza por poseer células de menor 
diámetro y un menor grado de diferenciación histológica, suelen estar 

formadas por varias capas de células parenquimáticas de pequeño tamaño con 

paredes muy delgadas (Pérez et al. 2003). 
 

En la Fig.6 (c2, c3) se observa una fina capa de células de la epidermis con 

células rectangulares, esta forma es usual en algunas especies de cactáceas 

(Terrazas et al. 2005). Según Esaú (1985), la epidermis del brote se origina a 
partir de una capa de células externas del meristemo apical, de células 

iníciales independientes; conjuntamente con las capas de células subyacentes.  

 
Se puede observar a detalle el xilema y el floema como el proceso de 

irrigación con el resto de vasos hacia las demás células parenquimáticas (Fig.6 

c1, c3, d1). Según Esaú (1985), un vaso se forma partir de una serie 
longitudinal de células meristemáticas, estas son células procambiales en el 

xilema primario y células derivadas del cambium en el secundario. En la Fig. 6 

(c2) se logra apreciar un meristemoide que es una gran masa de células 

pequeñas meristemáticas (Martin 1993).  
 

Al compararlo con los explantos antes de iniciar la manipulación, en los 

explantos sembrados en MS base se nota mayor presencia de células 
meristemáticas, posiblemente las yemas meristemáticas se activan al ser 

segmentados y sembrados los explantos en el medio nutritivo, generando su 

posterior crecimiento. También se observa un incremento en la cantidad de 
vasos conductores, lo cuales se relacionan con los procesos de desarrollo. 

 

4.2.3.3 Observaciones en el T2 a los 10 20 y 30 días 

 
El tratamiento con TDZ y NAA formó brotes y algunos callos. A nivel 

histológico se observaron células parenquimáticas con sus respectivos núcleos, 

células meristemáticas con una organización celular más definida formando 
hileras (Fig. 7e1), similares respuestas fueron reportadas por Cabrera et al. 

(2008). 

 

Según Weaver (1926), Guttenberg (1940), las raíces presentan diferencias 
morfológicas, estructurales y de desarrollo en correlación con sus 

especializaciones fisiológicas. Aunque este tratamiento presenta poca 

formación de raíces in vitro, en los cortes se pudo observar el proceso de 
formación de las mismas (Fig. 7e2), se aprecia la caliptra con células 

alargadas aparentemente muy apretadas entre sí y con membranas delgadas 

y células parenquimáticas y algunas colapsadas alrededor de estas. Según 
Guttenberg (1940), la caliptra es comúnmente considerada como una 

estructura que protege al meristemo radical y ayuda a la raíz en su 

penetración al sustrato durante el crecimiento. En algunas plantas las células 

de la caliptra son mecánicamente fuertes, contienen células parenquimáticas 
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vivas (Esaú 1985). En la Fig. 7 (e3) se distingue la formación de los vasos 

conductores a partir de las demás células de la raíz. Según Torrey (1957) el 

futuro xilema se distingue pronto del futuro floema por el aumento del tamaño 

y la vacualización de las células.  
 

 

 
 

 

 

 
 

 

 
 

 

 
 

 

 

 
 

 

 
 

 

 
 

 

 

 
 

 

 
 
 
 
Fig. 7. Tejido apical de H. ocamponis en Medio MS + TDZ 0,5 µM + 0,5 µM NAA. Los cortes 
histológicos fueron observados con aumento de 20X con excepción de e3 y g3 que es a 10X. E) 
10 días de cultivo, presencia de polisacáridos en su base, e1) células con núcleos grandes, 
cloroplastos y células meristemáticas. e2) formación de la raíz, se puede ver claramente la 
caliptra, con células parenquimáticas a su alrededor, e3) vista panorámica de la formación de la 
raíz con su caliptra y la formación de vasos conductores y algunas células del mucilago F) 20 
de cultivo, formación de callos y algunos brotes, f1) irrigación de los vasos conductores a 
células parenquimáticas con sus núcleos, f2) detalle del xilema y floema y formación de vasos 
conductores alrededor células parenquimáticas con sus núcleos. G) 30 días de cultivo, 
formación de callos en casi todo el tejido y presencia de polisacáridos en su base, g1) inicio de 
la conexión entre el nódulo vascular interior y el sistema vascular g2) células parenquimáticas 
con vasos conductores en forma espiral, g3) nódulo vascular con núcleos y a un extremo se 
observa una zona meristemática. (Cl) cloroplastos, (N) núcleos y (M) meristema, (FR) formación 
de la raíz, (Ca) caliptra, (CP) células parenquimáticas, (Mu) mucilago (R) raíz, , (FVC) formación 
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de los vasos conductores, (VC) vasos conductores, (X) xilema, (Fl) floema, (NV) nódulos 
vasculares, (CM) células meristemáticas, (MA) meristema axilar.  

A los 20 días se logra observar la presencia de brotes e iniciación el callo (Fig. 
7F). Logrando apreciar vasos conductores (Fig.f1), también se muestra a 

detalle el xilema y el floema (Fig.f2) y células parenquimáticas con grandes 

núcleos alrededor de estas, cabe recalcar que en este tratamiento en los tres 
tiempos se observaron gran cantidad de vasos conductores. 

 

En cambio a los 30 días en la Fig. 7G se aprecia la formación de callos y 

macizos de proliferación que ya comienzan a formar brotes. En la (Fig.7 g1, 
g3), se observa nódulos vasculares que no siguen un orden y que 

posiblemente se conectaran con los nuevos brotes; Fuentes et al. (2005), 

reporta la presencia de nódulos vasculares en el interior del callo, en los 
cuales posteriormente se desarrollaron en xilema y floema, que mantuvieron 

la misma orientación que en el tallo de una planta; lo cual no se observó en 

este estudio. Sin embargo Martin (1993), en explantos de Limonium dufourei 
manifiesta que el estímulo inductor no actúa por igual en todas las zonas del 

explanto y que se producen simultáneamente distintos modelos de 

diferenciación celular y morfogénesis, es por eso la aglomeración de vasos 

conductores en este tratamiento. Por su parte Fortes y Pais (2000) 
describieron la formación de tejido vascular a partir de divisiones tangenciales 

que sufrieron determinadas células corticales de los segmentos internodales 

utilizados como explantes.  
 

Los vasos conductores fueron circulares, rodeados de células parenquimáticas 

algunas con núcleos sobresalientes (Fig. 7g2), similares respuestas fueron 

encontradas por Terrazas et al. (2005) en tejidos de Stenocereus zopilotensis. 
En algunas familias como las cactáceas, la degeneración evolutiva de los 

miembros de los vasos trae consigo una disminución en diámetro de las 

células y la falta de desarrollo de algunas estructuras (Bailey 1957; Carlquist 
1961) 

 

Al comparar los cortes de los explantos de la fase inicial y del T1 con los del T2 
se observa gran cantidad de nódulos vasculares (aglomeración de vasos 

conductores), con células en proceso de división y diferenciación, esto se 

asocia con la formación de los nuevos brotes y su sistema de irrigación. La 

formación de raíces que es espontánea en todas cactáceas se la pudo observar 
en material de este tratamiento. 

 

4.2.3.4. Observaciones del T3 a los 10 20 y 30 días 
 

Este tratamiento formó callos. A los 10 días se observa en la Fig. 8H que inicia 

el proceso de formación de callos en la base del brote. A nivel histológico se 
pueden observar embriones globulares o la iniciación de un nuevo vástago con 

células pequeñas y núcleos que sobresalen, y células meristemáticas y del 

periciclo alrededor de este. También se puede observar células mucilaginosas. 

Además de que el tejido vascular ha iniciado la diferenciación hacia la periferia 
se observaron células colapsadas (Fig. 8 h1, h2, h3) Similares respuestas 
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fueron encontradas por (Cabrera et al. 2008). La morfología de las células es 

típica de estructuras en formación de callos (Gomes et al. 2006). 
 
 

 
 

 
 

 
 

 

 
 

 
 

 
 

 
 

 
 

 
 

 
 

 
 

 
 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig.8. Tejido apical de H. ocamponis en Medio MS + 9 µM 2,4-D + 4,6 µM KIN. Los cortes 
histológicos fueron observados con aumento de 20X con excepción de h2 y j1 que es a 10X. H) 
10 días de cultivo, comienza la formación del callo, h1) células con núcleos grandes, inicio de 
la formación de los vasos conductores y células del periciclo. h2) células del mucilago, 
formación de las células de periciclo y vasos conductores atravesando las células, h3) células 
meristemáticas en la parte inferior, células parenquimáticas con sus núcleos y células del 
periciclo. I) 20 días de cultivo, los callos ya recubren la mayor parte del tejido, i1) Formación 
de los vasos conductores, células parenquimáticas 2 a 3 capas de células de la epidermis, i2) 
detalle de las células parenquimáticas con grandes núcleos. J) 30 días de cultivo, formación 
de callos en casi todo el tejido y formación de algunos brotes, j1) Detalle del xilema y del 
floema, en el centro se observa células del metaxilema y células parenquimáticas con sus 
núcleos rodeándolos. (N) núcleos, (FVC) formación de los vasos conductores, (Per) periciclo, 
(Mu) mucilago, (VC) vasos conductores, (Me) meristema, (CP) células parenquimáticas, (E) 
epidermis, (X) xilema, (Fl) floema, (Mex) metaxilema. 
 

J 
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A los 20 días el callo se encuentra presente en la mayoría del explanto con 

algunas raíces adventicias (Fig. 8I). Fue posible observar una mayor 

proporción de células diferenciadas y la formación de vasos de conducción con 

células relativamente grandes e isodiamétricas, también se puede observar un 
grupo de células iníciales, 2 a 3 capas de células de la epidermis (Fig.i1), la 

epidermis no presenta cuerpos de sílice lo cual es característico en algunas 

cactáceas, como en el género Stenocereus (Terrazas & Loza-Cornejo 2002). La 
presencia de grupos celulares con cierto grado de organización y diferenciación 

celular en los callos es evidencia del inicio de la formación de estructuras 

(Ross et al. 1973; Asbell 1977). Similares respuestas obtuvo Cabrera et al. 

(2008) en tejidos vegetales de cicadas utilizando 2,4-D y KIN, en las primeras 
semanas del cultivo encontró células parenquimáticas que conformaron el 

callo, estas células fueron de forma isodiamétrica de tamaños relativamente 

grandes y con presencia de vacuolas. En la (Fig. 8 i2) se logra observar la 
típica forma de las células de las cactáceas deformes, grandes y largas que 

muestran un arreglo organizado y con núcleos grandes en algunas células.  

 
A los 30 días el segmento ya está cubriendo todo el callo, (Fig. 8 J, j1). A nivel 

histológico Rubluo et al (2002) aplicando 2-4D en Mammillaria san-angelensis 

después de 3-4 semanas observó haces vasculares, similares respuestas se 

encontró en este estudio lográndose distinguir el xilema y el floema y 
aparentemente el metaxilema variables en tamaño y células parenquimáticas 

con sus respectivos núcleos. Cabrera et al. (2008) utilizando 2-4D y Kin a los 

tres meses pudo observar una mayor proporción de células diferenciadas 
formando regiones meristemáticas con células pequeñas, rectangulares con 

citoplasma denso y núcleos notorios. A este nivel las células en división fueron 

frecuentes y en menor número se encontraron células alargadas. 
 

Al diferenciar los explantos del inicio del cultivo y del T1 y T2 con los del T3, 

en este último se aprecian células de mayor volumen que es característica 

propia de los callos, algunos de los vasos conductores encontrados presentan 
mayor grado de diferenciación, posiblemente es el inicio de estructuras. 

También se pudo observar células mucilaginosas al igual que en el T1, sin 

embargo las células mucilaginosas son comunes en esta especie. 
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5. CONCLUSIONES 

 

Efecto residual 

 
 En el análisis del efecto residual el tratamiento MS+ 1µM BAP es el que 

mejor respondió a la formación de cladodios con una media estimada de 

0.67 cladodios/explanto y de raíces con una media estimada de 1.83 
raíces/explanto. Es importante mencionar que se produjeron más brotes y 

raíces que en el medio inicial (con reguladores de crecimiento vegetal). En 

la formación de callos, al igual que con el MS + 9 µM 2,4-D + 4,6 µM KIN, 

fue mejor en los explantos repicados a MS y provenientes de ese 
tratamiento con una media estimada de 0.84 callos/explanto, mayor a la 

anterior manipulación 0.49 callos por explanto. 

 
Evaluación in vitro 

 

 De las respuestas in vitro observadas a los 30 días se obtuvo que el (T1) 
MS Base, fue el que mejor respondió en la formación de raíces con una 

media estimada de 1.73 raíces/explanto. En la formación de brotes es el 

(T2) MS + TDZ 0,5 µM + 0,5 µM NAA con 2.67 brotes/explanto y para 

formación de callos el medio (T3) MS + 9 µM 2,4-D + 4,6 µM KIN con una 
media estimada de 2.87 callos/explanto. 

 

Análisis histológico 
 

 En todos los tratamientos se observaron células meristemáticas y vasos 

conductores en distintos procesos de división y diferenciación, los cuales 
variaban en función del tratamiento aplicado, sobretodo en presencia-

ausencia; además las variaciones de los vasos conductores fueron más 

claras en T2 y T3 observándose, en T2 aglomeraciones de vasos por todas 

partes y desorganizados; y en T3 los vasos fueron más desarrollados y 
más grandes con células pequeñas y grandes núcleos. Además se pudieron 

observar estructuras como células epidérmicas y parenquimáticas, 

mucílagos, tricomas, formación de raíces indistintamente en los distintos 
tratamientos. 
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6. RECOMENDACIONES 

 

 Probar con otras concentraciones de auxinas (2-4D, NAA) y citoquininas 

(TDZ; Kinetina) para observar como estas responden en la formación de 
brotes, raíces y callos, y profundizar más en el estudio de macizos de 

proliferación de brotes. 

 
 Evaluar otras etapas de crecimiento in vitro de los brotes, trasplantándolos 

a medio MS libre de reguladores de crecimiento vegetal, probando 
diferentes concentraciones de medio MS (½ MS, ⅓ MS y ¼ MS) para 

analizar sus respuestas de formación de brotes y raíces.  

 
 Se recomienda utilizar el medio de cultivo MS + 9 µM 2,4-D + 4,6 µM KIN 

en otras concentraciones para la inducción de callo y evaluar el posterior 

desarrollo de los brotes. 
 

 Realizar más estudios acerca de las causas de la malformación de los 

brotes, debido a la hiperhidricidad o por diversos factores, como 
consecuencia de los reguladores del crecimiento vegetal utilizados. 

 

 Probar otros métodos y tiempos de fijación, inclusión, clarificación y de 

tinciones para observar mas estructuras celulares, teniendo presente el 
grosor de los cortes y la posición del material (Longitudinal y transversal). 

 

 Realizar más pruebas histológicas en H. ocamponis a nivel in vitro y 
también con plantas aclimatadas en el invernadero para poder observar 

sus posibles cambios. 
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