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RESUMEN 
 

 

El romerillo (Podocarpus oleifolius) es una conífera autóctona del Ecuador cuya 

madera es especialmente apreciada por la industria. La limitante que se tiene con 

la propagación de esta especie de forma natural o incluso mediante siembra de 

semillas o estacas, es el tiempo que demoran éstas en desarrollarse y crecer. Sin 

embrago, en los últimos años la propagación in vitro de especies forestales se ha 

desarrollado, otorgando una serie de técnicas modernas como la callogénesis y 

posterior embriogénesis somática, las cuales han demostrado ser efectivas en la 

multiplicación, mejoramiento y conservación de diferentes especies de coníferas. 

El objetivo de la presente investigación es establecer una metodología en el 

proceso de callogénesis a partir de meristemos apicales de romerillo, para brindar 

un aporte en el proceso de embriogénesis somática del mismo con el cual se 

puede aspirar a la obtención de plantas de alto rendimiento. El proyecto cuenta 

con cuatro etapas (desinfección de explantes, inducción, identificación y 

proliferación de callo embriogénico), en donde se evalúan diferentes agentes 

desinfectantes, medios de cultivo, reguladores de crecimiento y condiciones de 

incubación. Los resultados indican que los meristemos apicales de romerillo 

sometidos a un tratamiento de desinfección con hipoclorito de sodio a una 

concentración de 1% durante 10 minutos sobreviven en un 83% y de éstos un 

76% logran establecerse y continuar desarrollándose. En cuanto a la inducción de 

callo embriogénico, una concentración de 3 mg/L de 2,4-D combinado con 0.5 

mg/L de BAP forma el 75% de callo embriogénico. La identificación morfológica e 

histológica de los callos embriogénicos inducidos muestran las estructuras 

características de un tejido con capacidad embriogénica según la literatura 

consultada. Finalmente en la proliferación no se obtienen los resultados deseados 

debido a necrosamiento de las porciones callo sembradas. 
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ABSTRACT 
 
 

Romerillos (Podocarpus oleifolius) is a conifer tree, native to Ecuador, whose wood 

is highly appreciated by the industry. However, this tree requires quite a long time 

to achieve a commercial value, whichever way it is planted: using the seeds or the 

stakes.  Recently, in vitro propagation of forest tree species has advanced to put 

forward techniques like callogenesis and posterior somatic embryogenesis which 

have proven to be effective in multiplication, improvement and conservation of 

different conifer species. The objective of this research is establishing a 

methodology for the callogenesis process using apical meristem of romerillo, so 

that highly productive plants could be obtained, improving on its somatic 

embryogenesis process. The investigation has four stages (disinfection of explants, 

induction, identification and proliferation of embryogenic callus) in which the 

effectiveness of different disinfecting agents, cultivating media and growth 

regulators, as well as of different incubation conditions were evaluated. The results 

indicated that the apicals meristems of romerillo, when subjected to disinfection 

through 1% sodium hypochlorite for 10 minutes, 83% survived the process and of 

those 76% managed to germinate and grow.  In the process of induction, 3 mg/L 

concentration of 2,4-D combined with 0.5 mg/L of BAP, formed 75%. The 

morphologic and histologic identification of the embryogenic callus induced show 

the typical structures of a tissue with embryogenic capacity, as indicated by the 

consulted bibliography. In the proliferation stage, the desired results not obtained 

because of a cell death of the callus portions planted. 
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CAPITULO 1: INTRODUCCIÓN 

 

1.1 Formulación del problema 

 

El Ecuador sufre una de las tasas de deforestación más elevadas del mundo. 

Aproximadamente el 75% de las reservas forestales ya se han perdido y de seguir 

al ritmo actual, tanto los bosques secos como nubosos y las selvas vírgenes 

habrán prácticamente desaparecido dentro de 20 años (Global Reporter, 2008). 

 

El problema no radica solamente en la industria maderera, sino también 

en la estabilidad ambiental y la supervivencia del hombre, ya que gran parte de los 

bosques nativos andinos mantienen firme el suelo y constituyen una parte 

importante para la protección y permanencia de las cuencas hidrográficas (Castillo 

et al., 2007).  

 

Los recursos naturales son demandados en mayor cantidad conforme se 

desarrolla la población humana, lo que se traduce en una pérdida irreversible de la 

cubierta vegetal y de gran parte de la biodiversidad presente en los bosques 

impactados negativamente (Aguirre, 2005). 

 

En las últimas tres décadas la cosecha mundial de madera ha crecido a 

una tasa promedio del 1.8% anual, originada principalmente por el aumento 

exponencial de la población mundial y por el mejoramiento de las condiciones de 

vida en diferentes partes del globo (Gauchat et al., 2003). 

 

Podocarpus oleifolius es una conífera autóctona del Ecuador cuya madera 

es especialmente apreciada por la industria (Global Reporter, 2008) y debido a las 

dificultades para la reproducción y conservación in situ,  varios investigadores e 

instituciones han considerado a ésta especie en peligro de extinción como lo citan: 

Predesur (1975), Loján (1992), Ríos y Ríos (2000), Gálvez et al. (2003) y Vargas 
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(2002). Aún así, según la página oficial de “La Lista Roja de Especies 

Amenazadas” de la International Union for Conservation of Nature and Natural 

Resources (IUCN), Podocarpus oleifolius, desde el año 1998 se encuentra 

catalogada como una conífera en riesgo menor (LR)1, ya que habiendo sido 

evaluada no cumple con los criterios para ser catalogada en peligro de extinción, 

adicionalmente dentro de esta categoría se encuentra como una especie de 

preocupación menor (lc)2 por lo que no califica para ser Dependiente de 

Conservación (IUCN, 2010). Esta información coincide con las últimas 

publicaciones del MECN3, 2010, en donde, Podocarpus oleifolius aparece como 

una especie no amenazada dentro de las áreas naturales del Distrito 

Metropolitano de Quito, sin embargo, siendo una especie de gran importancia 

ecológica y económica, existe la preocupación por una acelerada eliminación de la 

misma, ya sea por procesos naturales o por la acción humana (Vargas, 2002). 

 

Según Marín, 1998, los bosques de romerillo (Podocarpus oleifolius) han 

sufrido explotaciones continuas desde hace más de un siglo, hasta el punto que 

actualmente solo se conservan pequeños relictos localizados en remanentes de 

bosques con alguna categoría de protección, especialmente en sitios donde por su 

limitado acceso y fuertes pendientes es casi imposible desarrollar actividades 

agrícolas y ganaderas o por encontrarse en áreas protegidas, privadas o estatales 

(Castillo et al., 2007). 

 

Los bosques de podocarpáceas en el Ecuador según Castillo et al., 2007, 

son selectivamente extraídos por campesinos y comercializadores con preferencia 

sobre las demás especies por el valor que representa su madera, provocando un 

fuerte impacto en la presencia de éstas especies y en consecuencia la 

disminución de la diversidad y funcionalidad de éstos ecosistemas.  

 

                                                           
1 LR: Lower Risk 
2 lc: Least Concern 
3 MECN: Museo Ecuatoriano de Ciencias Naturales, 2010. 
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El desconocimiento del hábitat natural del romerillo, la inexistencia de 

estudios tendientes a la restauración de este capital natural, así como la baja 

densidad de individuos y el amplio espaciamiento entre poblaciones, ha 

influenciado directamente en los procesos naturales de conservación y 

recuperación de ésta y otras importantes especies en los bosques del Ecuador 

(Castillo et al., 2007). 

 

Investigaciones realizadas en el país muestran resultados poco 

satisfactorios sobre la propagación sexual y asexual de los Podocarpus sp. 

(Castillo et al., 2007) ya que tradicionalmente las coníferas son propagadas a 

partir de semillas, estacas, injertos y fascículos enraizados. Sin embrago, en los 

últimos años la propagación in vitro de especies forestales se ha desarrollado, 

otorgando una serie de técnicas modernas, las cuales han demostrado ser 

efectivas en la multiplicación, mejoramiento y conservación de las plantas (Ojeda, 

1996). 

 

Dentro del Distrito Metropolitano de Quito Podocarpus oleifolius se 

encuentra presente dentro de uno de los siete ecosistemas ecológicos 

identificados por el Plan Integral de Gestión de la Biodiversidad del DMQ4, así 

pues ha sido reconocido como parte de los bosques montanos pluviales de los 

Andes del Norte y según lo expuesto anteriormente se hace necesario incrementar 

y conservar ésta valiosa especie forestal autóctona del Ecuador por su 

importancia, tanto en el orden ecológico como en el maderable (Atlas Ambiental 

del DMQ, 2008). 

 

 

 

 

 

                                                           
4 DMQ: Distrito Metropolitano de Quito. 
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1.2 Justificación del problema 

 

El grupo de las coníferas, donde se incluye el romerillo (Podocarpus oleifolius) 

están entre los árboles de mayor importancia para asegurar una fuente 

sustentable y renovable de material fresco para la producción de diversos 

productos relacionados con la madera, la reforestación y la regeneración 

controlada de bosques. Se han realizado investigaciones para aumentar su 

número y poder desplegar trabajos de manejo sustentables, sin embargo, existen 

pocos conocimientos sobre la propagación de dichas especies (Cantillo et al., 

2006). 

 

Hay varias razones por las que se hace necesario encontrar un método de 

propagación in vitro efectivo para especies forestales. Según Jara & Ordóñez, 

2000, todas las especies tienen una importancia única, ya sea por su uso 

maderero, ornamental, conservación natural, forraje, medicina, frutos, alimentos, 

etc. Si en un futuro no muy lejano esta especie en el Ecuador tiende a extinguirse 

afectaría principalmente a los bosques nativos andinos, que forman parte de áreas 

protegidas, así como al sector maderero industrial, con lo cual se hace importante 

desarrollar técnicas que permitan propagar masivamente especies con 

poblaciones limitadas y al mismo tiempo mantener la diversidad genética de las 

mismas. 

 

Las técnicas de cultivo de tejidos vegetales in vitro son muy útiles para la 

rápida propagación clonal de genotipos superiores en un período más corto 

(Chesick et al., 1991) y de manera masiva. Por lo tanto, representan una 

alternativa para los problemas conocidos en las especies forestales, puesto que 

contribuyen en gran medida a la propagación masiva de especies de importancia 

económica y ecológica, así como la propagación clonal de árboles élite que 

presenten características de calidad adecuadas a las condiciones ambientales 

contemporáneas, asegurando además una elevada producción y la conservación 

del recurso forestal (Rebolledo et al., 2006). 
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El romerillo (Podocarpus oleifolius) siendo la única conífera andina que se 

encuentra en el Distrito Metropolitano de Quito, es mucho más difícil de integrar en 

la repoblación. La limitante que se tiene con la propagación de especies forestales 

de forma natural o incluso mediante siembra de semillas o estacas, es el tiempo 

que demoran éstas en desarrollarse y crecer, esto implica tiempo invertido sin 

ganancia hasta poder cosechar, por lo cual se necesita buscar medios de 

propagación a mayor escala que acorten el tiempo de producción para poder 

propagar especies de interés comercial, así como para disminuir la extinción de 

especies importantes. En este sentido la embriogénesis somática indirecta puede 

ser una alternativa factible para resolver dicho problema (Freire, 2003). 

 

La embriogénesis somática como sistema de propagación de plantas 

presenta una serie de ventajas frente a otros sistemas, como la enorme capacidad 

de multiplicación aplicable a la industria con el uso de bioreactores, con lo que se 

obtiene en un solo proceso estructuras completas con ápice y raíz que pueden ser 

almacenadas y encapsuladas perfectamente por un largo periodo de tiempo 

(Martínez et al., 2004) y cuyo fenómeno no es observado cuando las plántulas se 

forman por la vía organogénica, donde el crecimiento de brotes y raíces se 

excluye entre sí (Darias, 1993). Además, presenta un gran potencial para generar 

semillas artificiales y eventualmente utilizarlas en sistemas automatizados y 

sistemas de suspensiones que pueden proveer protoplastos embriogénicos y ser 

usados para ingeniería genética (ICTA, 2003). 

 

Uno de los métodos más eficientes para poder reproducir masivamente 

material vegetal in vitro es a través de la inducción a callogénesis, a partir de la 

cual se puede obtener una organogénesis indirecta o una embriogénesis somática 

indirecta. Mediante callogénesis se genera tejido de callo a partir de un explante, 

de preferencia juvenil, debido a que éste es morfo genéticamente más viable 

(Acuña, 2004) y eventualmente como lo cita Freire, 2003, con la ayuda de 

reguladores de crecimiento se estimula la formación de órganos (organogénesis 

indirecta) o  de embriones somáticos (embriogénesis somática indirecta). 
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En las fuentes bibliográficas consultadas no existe información acerca de 

la ocurrencia de este proceso en la especie Podocarpus oleifolius, por lo que el 

objetivo de este trabajo es conseguir un procedimiento que permita la obtención 

de callo embriogénico a partir de meristemos apicales, como una herramienta 

futura en el proceso de embriogénesis somática indirecta en el  romerillo, con lo 

cual se pueda construir uno de los pasos preliminares para poder emplear ésta 

técnica como una alternativa accesible para iniciar la propagación y conservación 

de la especie Podocarpus oleifolius, debido a su importancia económica, ecológica 

e incluso ornamental en parques y jardines por el aspecto siempre verde que 

presenta (Loján, 1992). 

 

El presente proyecto de investigación, brindará un aporte técnico – 

científico referente a la embriogénesis somática del romerillo, ya que el estudio de 

los callos obtenidos podrán servir en futuras investigaciones de suspensiones 

celulares, identificación de marcadores histológicos relacionados con el proceso 

embriogénico de Podocarpus oleifolius, desde la fase inicial de callogénesis hasta 

la obtención de embriones somáticos, lo que llevaría a la posterior búsqueda de 

genes de interés del proceso embrionario (Cevallos et al., 2002). 
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1.3 Objetivos de la investigación 

 

1.3.1 Objetivo general 

 

� Desarrollar un método para el establecimiento y la inducción a callo 

embriogénico in vitro a partir de meristemos apicales de árboles jóvenes de 

Podocarpus oleifolius, como una estrategia de conservación de la especie 

en el Distrito Metropolitano de Quito. 

 

1.3.2 Objetivos específicos 

 

� Implementar un procedimiento de desinfección adecuado para el 

establecimiento in vitro de meristemos apicales de árboles jóvenes de 

Podocarpus oleifolius.  

 

� Evaluar la mejor formulación nutritiva para el establecimiento e inducción a 

callogénesis in vitro de meristemos apicales de árboles jóvenes de 

Podocarpus oleifolius. 

 

� Determinar  el efecto de diferentes combinaciones y dosis de fitohormonas 

y reguladores de crecimiento en la inducción a callogénesis in vitro de 

meristemos apicales de árboles jóvenes de Podocarpus oleifolius. 

 

� Identificar morfológica e histológicamente los callos obtenidos en la etapa 

de inducción. 

 

� Evaluar el efecto en la proliferación de callos embriogénicos en condiciones 

de luz y oscuridad. 
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1.4 Marco teórico 
 

 

1.4.1 Características generales de la especie  

 

Los árboles de esta especie alcanzan alturas de hasta 45 metros, un DAP5 de 

alrededor de 1.5 metros y su masa maderable puede exceder los 20 m3. La 

palabra Podocarpus proviene del Griego podos que significa “pie” y karpos que 

significa “fruto”, lo que hace referencia a un fruto con apariencia de pie (Padilla & 

Asanza, 2002).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1.1: Árbol de romerillo (Podocarpus oleifolius) 
Fuente: The Gymnosperm Database, 2010. 

 

 

                                                           
5 DAP: Diámetro a la altura del pecho. Es medido a 1.30 metros sobre el nivel medio del suelo, sobre la 
corteza. 
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1.4.2 Taxonomía de Podocarpus oleifolius. 

  

REINO: PLANTAE 

PHYLUM: TRACHEOPHYTA 

CLASE: CONIFEROSPSIDA 

ORDEN: CONIFERALES 

FAMILIA: PODOCARPACEAE 

NOMBRE ESPECÍFICO: Podocarpus oleifolius 

DESCUBRIDOR DE LA ESPECIE: D. DON 

Fuente: IUCN, 2010 

 

1.4.3 Nombres comunes  

 

Los nombres comunes que se da a esta especie en los diferentes países son: 

“pino colombiano”, “chaquiro” y “pino romerón” en Colombia, “romerillo”, 

“guavisay”, “olivo” y “sisín” en Ecuador, “ulcumanu”, “diablo fuerte” y “romerillo” en 

Perú, y “pino del cerro” en Bolivia (Jara, 2000). 

 

1.4.4 Descripción botánica 

 

Podocarpus oleifolius es un árbol o arbusto dioico, densamente ramificado. La 

corteza es agrietada longitudinalmente, las hojas lanceoladas con una inserción 

alterna y terminan en punta espinosa, de 2.5 a 7.5 cm de largo, con un canal sobre 

el nervio central. Presentan conos masculinos laterales en ramas foliosas, 

solitarias o agrupadas, sésiles o pedunculadas. Conos femeninos en pedúnculos 

axilares con uno o dos óvulos invertidos rodeados por el epimacio y brácteas a 

menudo incluidas en él (Loján, 1992). 
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1.4.5 Distribución geográfica de Podocarpus sp. 

 

1.4.5.1 A nivel sudamericano 

 

El P. rospingliosii se ha identificado en Colombia con el sinónimo de 

Decussocarpus rospingliosii que crece desde los 1700 a los 2900 m.s.n.m. 

Además de esta especie, también  se encuentra el P. montanus entre 1900 a 3000 

m.s.n.m. (Parent, 1990). 

 

En el Perú el P. glomeratus forma parte de la vegetación de la cuenca del 

río Mantaro. Esta misma especie se cita para el Ecuador con una distribución 

entre 2600 a 3500 m.s.n.m. (Parent, 1990). 

 

En la zona de Oxapampa en el Perú, el P. utilior casi se ha extinguido por 

la tala para extraer la madera. En otra zona, Chirinos, se estima que los bosques 

de Podocarpus contienen unos 28 árboles por hectárea con un volumen de 71 

m3/ha. En Bolivia se encuentra el P. parlatorei con ejemplares de 25 m de alto y 

diámetros de 60 cm. Esta especie se la localiza en la provincia de Cercado, Tarija 

(Jara & Ordóñez, 2000). 

 

Podocarpus oleifolius ha sido identificado en otros países como Costa 

Rica, El Salvador, Guatemala, Honduras, México, Panamá y Venezuela (IUCN, 

2010).  

 

1.4.5.2 A nivel nacional 

 

En el Ecuador, en Tungurahua, se encuentra el P. sprucei en un rango altitudinal 

de 1800 a 2600 m.s.n.m. y en Azuay es una especie con ejemplares dominantes 

en bosques naturales a 3500 m.s.n.m. (Jara & Ordóñez, 2000). 
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En las provincias de la sierra ecuatoriana crece el P. oleifolius desde los 

1800 a los 3000 m.s.n.m. y en Azuay, en Mazán, el P. pendifolia. En algunos 

lugares crece asociado con Polylepis y con Weinmannia (Jara & Ordóñez, 2000). 

Según, Cuamacás & Tipaz, 1995, y de acuerdo a colecciones del Herbario 

Nacional, esta especie también ha sido localizada en Carchi, Imbabura, Pichincha, 

Napo, Sucumbíos y Zamora Chinchipe. 

 

1.4.5.3 En el Distrito Metropolitano de Quito 

 

Según las últimas publicaciones del MECN6, 2010, dentro del Distrito 

Metropolitano de Quito, Podocarpus oleifolius se localiza en las estribaciones del 

Volcán Guagua Pichincha en los predios de la Hacienda Las Palmas - Lloa, 

Bosque Tandacato, Cordillera de Saloya y la Unión - Río Cinto. También ha sido 

identificado en  las parroquias de Nono y Nanegal y, en menor proporción, está 

presente en Nanegalito, San José de Minas, Calacalí y Gualea (Atlas Ambiental 

del DMQ, 2008). 

 

1.4.5.4 Bosques montanos pluviales de los Andes del Norte dentro del 

Distrito Metropolitano de Quito. 

 

Éstos bosques se encuentran bajando las vertientes de la cordillera occidental 

aproximadamente desde los 1700 m.s.n.m. hasta 2200 m.s.n.m. Presentan  

árboles cargados de abundante musgo cuya altura varía entre los 15 a 25 m, 

tienen una gran presencia de epífitas, especialmente orquídeas, helechos y 

bromelias. Se ubican en laderas y crestas montañosas, con suelos bien húmedos 

y drenados sobre sustratos diversos. Según la orientación de la pendiente, pueden 

estar rodeados diariamente de una capa de niebla que incide en su 

funcionamiento y estructura. Algunas de las especies presentes en este 

ecosistema, corresponden a los géneros Weinmannia, Clusia, Prunus, Clethra, 

Hedyosmum, Ocotea, y Podocarpus oleifolius (Atlas Ambiental del DMQ, 2008). 

                                                           
6 MECN: Museo Ecuatoriano de Ciencias Naturales. 2010. 
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1.4.6 Requerimientos ambientales 

 

El romerillo (Podocarpus oleifolius) es un árbol siempre verde con fuste recto que 

crece naturalmente en los bosques húmedos (selvas nubladas) de los Andes, en 

una faja altitudinal entre 1500 y 3000 m.s.n.m. (Calvez et al., 2003), con 

temperaturas entre 10°C y 18°C aproximadamente y con una precipitación 

promedio de 2000 mm por año. Se desarrolla mejor en los terrenos suavemente 

inclinados, vegas de ríos, mesetas y pequeñas depresiones sobre suelos 

húmedos, arcillosos, relativamente fértiles en donde vive asociado con otras 

especies (Jara & Ordóñez, 2000). 

 

1.4.7 Aspectos reproductivos 

 

1.4.7.1 Reproducción sexual de Podocarpus oleifolius 

 

Para la reproducción sexual en estas especies se recomienda someter sus 

semillas a un tratamiento pre-germinativo, el cual consiste en lavarlas con 

abundante agua, sacar las impurezas y clasificarlas, dejar secar a la sombra 

durante cuatro días, y posteriormente dejar en remojo de 48 a 72 horas 

(Benavides, 1999).  

 

La germinación comienza a los 40 días, y alcanza un 30% de éxito. Otro 

tratamiento pre-germinativo utilizado consiste en la eliminación de la testa a 

través de la escarificación en arena de río. La siembra se realiza en línea a 1 cm 

de profundidad, entre 100-120 semillas por hilera de 1 m de largo y la distancia 

entre hileras de 10 cm (Jara & Ordóñez, 2000). 

 

Para acelerar la germinación se coloca un plástico de invernadero en 

forma de túnel en el semillero. Con este procedimiento la germinación se 
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inicia a los 20 días y termina a los 35 días, alcanzando hasta el 60% de 

germinación (Sánchez, 2000). 

 

El trasplante se debe realizar cuando las plántulas alcancen 5 - 8 cm de 

altura (al año alcanzan 25 cm de altura). En el bosque natural, el romerillo 

presenta una buena regeneración natural, siempre que existan las condiciones 

adecuadas para la germinación (Jara & Ordóñez, 2000). 

 

1.4.7.2 Reproducción asexual de Podocarpus oleifolius 

 

El P. oleifolius se propaga por estacas y acodos de raíz y ramas. Con material 

recolectado de árboles jóvenes de 8 a 12 m de altura en el Parque Nacional 

Podocarpus (ramillas de 15 cm de largo y 1 – 1.5 cm de diámetro) y con 

estimulantes de enraizamiento, se ha obtenido porcentajes de prendimiento 

del 35% (Benavides, 1999). 

 

1.4.8 Importancia de la especie 

 

El producto principal de estos árboles es la madera, muy apreciada por su calidad 

para la construcción de mueblería fina, tallados, puertas y ventanas. El árbol de 

romerillo contiene ácido podocárpico y se encuentra con frecuencia en viveros 

forestales para ser utilizado en distintos planes de reforestación (Padilla & Asanza, 

2002). En los estudios realizados por PREDESUR (1979), se da información sobre 

las propiedades de la madera de  Podocarpus oleifolius, como se indica en la tabla 

1.1. 
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Tabla 1.1: Propiedades de la madera de Podocarpus oleifolius. 

Característica P. oleifolius 

Color de albura Castaño amarillento 
Color del duramen Castaño uniforme 
Madera Liviana 
Resistencia mecánica Baja 
Secado al aire Rápido: 45 días 
Peso específico secado al aire 0.48-0.60 gf/cm3 
Humedad de estabilización 14% 
Impregnación Fácil 
Desenrollado Fácil 

 

Fuente: Loján, 1992. 

 

1.4.9 Fenología de Podocarpus oleifolius 

 

El romerillo produce sus pseudofrutos en el PNP7 entre mayo y julio. Los 

pseudofrutos carnosos germinan a los dos o tres meses después de caer al suelo. 

Jara, 2000, señala un rango germinativo en estado natural que oscila entre el 50% 

al 60%. El fruto es una drupa ovoide de color verde caña cuando está 

completamente desarrollada y posee una semilla de color crema (Prado & 

Valdebenito, 2000). La recolección de los frutos de Podocarpus oleifolius se debe 

realizar directamente del árbol cuando los frutos están de color verde oscuro - 

cafés o cuando ya no tienen látex (Jara & Ordóñez, 2000).   

 

 

 

 

 

 

 

 

                                                           
7 PNP: Parque Nacional Podocarpus, Loja. 
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Tabla 21.2: Calendario fenológico de Podocarpus oleifolius. 

 

Nombre 

científico 

Nombre 

común 

 

Sitio 

 

Cantón 

 

Provincia 

 

Fructificación 

 

P
o
d
o
c
a
rp
u
s
 o
le
if
o
liu

s
 

 

Romerillo 

Curi Urdu Cañar Cañar 

marzo - junio y 

sept. –

noviembre 

Shayac Rumi Cañar Cañar 

marzo - junio y 

sept. –

noviembre 

Cerro Azul Sigchos Cotopaxi 

 

julio y agosto 

 

 

Bosque de 

Mazán 

  

Azuay 

 

abril y mayo 

Parque 

Nacional 

Podocarpus 

Loja-

Zamora 
Loja mayo y julio 

 

Fuente: Jara, 2000. 

 

1.4.10 Conceptos en el cultivo de meristemos y callogénesis 

 

1.4.10.1 Totipotencia  

 

El término totipotencia enunciado por Haberlandt a principios del siglo veinte, 

postula que toda célula vegetal individual es capaz de regenerar una planta entera 

a partir de un cultivo in vitro sin importar el grado de diferenciación alcanzado 

(Rivero, 2011). La totipontecialidad de las células vegetales se debe a la 
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particularidad de éstas de perder su diferenciación, es decir, tener la capacidad de 

des diferenciarse (Abdelnour & Vincent, 1994). 

 

1.4.10.2 Morfogénesis 

 

La morfogénesis es el resultado de una organizada división y diferenciación celular 

con patrones definidos y que dependen básicamente de la actividad y expresión 

de ciertos genes (Santana, 1993). El proceso de morfogénesis puede conducir a la 

embriogénesis somática regulando la incorporación exógena de compuestos 

hormonales y otros elementos nutricionales (Doménech, 2008). 

 

1.4.10.3 Células meristemáticas 

 

Son células morfológicamente indiferenciadas, pequeñas e isodiamétricas 

(excepto cambium vascular), pero especializadas en la función de dividirse 

ordenadamente, forman tejidos compactos, sin espacios intercelulares, poseen un 

gran núcleo (difuso) y poco citoplasma, su pared celular es delgada y está 

constituida de pared primaria y lamela media. No poseen inclusiones 

citoplasmáticas y contienen pocos orgánulos (Mosquera, 2007). 

 

1.4.10.4 Diferenciación 

 

Proceso en el cual las células se especializan para ser estructural y 

funcionalmente diferentes unas de otras (Afanador, 2005).  

 

1.4.10.5 Des diferenciación  

 

La des diferenciación consiste en la transformación y pérdida de las características 

de especialización de un grupo de células para dar lugar a células de tipo 

meristemático (Rivero, 2011).  
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1.4.10.6 Cultivo de tejido desorganizado 

 

Son aquellos cultivos en los que las células o tejidos aislados se des diferencian 

ingresando en un ciclo de división y crecimiento de duración indefinida, lo que 

ocasiona una de las principales desventajas de estos cultivos, que se refiere a la 

inestabilidad genética produciéndose frecuentemente poliploidía. Ejemplos de este 

tipo de cultivos son: cultivo de callo, suspensiones celulares, microsporas, 

protoplastos y orgánulos celulares (Abdelnour & Vincent, 1994). 

 

1.4.10.7 Cultivo de tejido organizado 

 

Es un tipo de cultivo que se inicia con una parte organizada de la planta que 

mantiene sus características de organización estructural. La progenie presenta 

idénticas propiedades que el material original, aplicándose también este tipo de 

cultivo, según Abdelnour & Vincent, 1994, cuando se desarrolla una estructura a 

partir de un tejido desorganizado (organogénesis y embriogénesis). Ejemplos de 

este tipo de cultivo son: cultivo de semillas, órganos o tejidos, cultivo de ápices 

meristemáticos, de ápices del vástago, de raíces y cultivo de anteras. 

 

1.4.10.8 Cultivos organizados – no organizados 

 

Son aquellos cultivos que se originan a partir de cultivos indiferenciados, es decir, 

no organizados y que  dan origen a callos y agregados celulares, con cierto grado 

de diferenciación, o bien a órganos o embriones somáticos. En este tipo de 

cultivos también se presenta la desventaja del aparecimiento de cultivos 

potencialmente poliploides (Rivero, 2011). 

 

1.4.10.9 Meristemos 

 

Los meristemos son grupos de células indiferenciadas, consideradas estructuras 

dinámicas donde continuamente se está produciendo crecimiento y división 
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celular, los cuales presentan una gran proporción de células totipotentes 

(Afanador, 2005).   

 

Algunas de las características de los meristemos son el hecho de que 

determinan el crecimiento de la planta y dan origen a sus diferentes órganos, 

posibilitan la micropropagación de diferentes especies vegetales y además son 

ampliamente utilizados como explantes para la crio preservación y conservación 

de germoplasma (Rivero, 2011).  

 

Como lo cita Cubero, 2003, en su libro “Introducción a la Mejora Genética 

Vegetal”, “La regeneración partiendo de meristemos no debería presentar 

dificultades, ya que si hubiera muchos meristemos por planta individual, el 

problema de la regeneración estaría resuelto, pero desgraciadamente su número 

es muy limitado.”  

 

Los meristemos se clasifican por su origen, posición y la estructura que 

originan:  

 

1. Los meristemos apicales del tallo y de la raíz (primarios) conducen al 

desarrollo del cuerpo primario (raíz, tallos y hojas) de la planta y se forman 

durante la embriogénesis.  

2. Los meristemos secundarios como los axilares son similares a los primarios 

en estructura y desarrollo, aunque dan origen a raíces o tallos secundarios 

(Randall & Hake, 1997).  

3. Los meristemos florales derivan de la transformación de meristemos 

apicales y se limitan a la producción de órganos florales (Rivero, 2011). 
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Según Afanador, 2005, el meristemo apical se divide en tres regiones o zonas: 

 

1. Zona central (ZC): ubicada en el extremo distal, se caracteriza por 

presentar células vacuoladas y núcleos prominentes, en esta zona ocurren 

menos divisiones celulares que en el resto. 

2. Zona periférica (ZP): rodea a la zona central y se caracteriza por presentar 

índices más elevados de división celular, su función principal es la 

formación de órganos laterales. 

3. Zona medular (ZM): está situada en la base del meristemo, las células que 

origina esta zona son la parte central del tallo y los tejidos vasculares. 

 

1.4.10.10 Callos 

 

El callo se define como una masa de células des diferenciadas las cuales 

presentan un crecimiento continuo y acelerado (Alemán, 2000b), obtenidas a partir 

de un determinado tejido o explante (Rivero, 2011).    

 

El callo proporciona una gran cantidad de células totipotentes, de las 

cuales pueden regenerase plantas enteras, ya sea a través de la organogénesis o 

embriogénesis somática (Evans et al., 2003). 

 

La variación del callo en su aspecto general y en otras características 

físicas depende del tejido madre, la edad del callo y las condiciones de 

crecimiento a las que se mantenga (González, 2000).  

 

1.4.10.11 Callos embriogénicos 

 

La evolución del explante hasta la aparición de callos embriogénicos se manifiesta 

a través de una secuencia de eventos: 
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1. Oxidación del tejido y engrosamiento del explante durante el primer 

mes de cultivo. 

2. Desarrollo de callos no embriogénicos de apariencia nodular, los 

cuales no son utilizados para el establecimiento de suspensiones 

celulares o formación de callos compactos de color blanco cristalino no 

embriogénicos. 

3. Dependiendo del cultivar se da el desarrollo de callo embriogénico de 

naturaleza friable, llamado “callo ideal”, debido a que es el ideal para 

formar una suspensión celular embriogénica. Este callo está 

conformado por masas proembriogénicas de color blanco-translúcido 

(Aguilar et al., 2008). 

1.4.11 Procesos involucrados 

 

1.4.11.1 Cultivo de meristemos 

 

El cultivo de meristemos consiste en la colección y cultivo del tejido no 

diferenciado de las yemas para posteriormente ser cultivado en un medio 

adecuado (Alemán, 2000a).  

 

El término "cultivo de meristemos" es utilizado para designar a fragmentos 

de tejidos en un rango de 0.1 mm hasta 1 cm. Sin embargo, para el cultivo 

aséptico y el saneamiento éste término implica el aislamiento del domo 

meristemático mas el primer primordio foliar en un rango de 0.1 - 0.5 mm. A partir 

de este tamaño se considera cultivo de ápice meristemático (Alemán, 2000a). 

 

Este tipo de cultivo es empleado para la limpieza de virus y bacterias, es 

decir, obtener plantas libres de estos patógenos. Esto se debe a que las células 

meristemáticas se multiplican a mayor velocidad que los virus y bacterias que 

infectan la planta, obteniendo de esta manera plantas “limpias” y así eliminando 

costosos tratamientos como por ejemplo el choque térmico (Cubero, 2003). 
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1.4.11.2 Callogénesis 

 

La formación de callos utilizando las técnicas “in vitro”, se ha incluido en muchos 

tejidos vegetales y órganos en los que normalmente no era costumbre observar 

callos, aún con lesión según lo citado por Street, 1979. 

 

La callogénesis es uno de los métodos más eficientes para poder 

reproducir masivamente material vegetal in vitro. A partir de la inducción a 

callogénesis y con la ayuda de reguladores de crecimiento se puede obtener la 

formación de órganos mediante organogénesis indirecta o de embriones 

somáticos mediante embriogénesis somática indirecta (González, 2000). 

 

La más importante característica de los callos, desde el punto de vista 

funcional, es su crecimiento para formar raíces, tallos y embriones capaces de 

regenerar plantas completas. El gran problema en el uso del callo es la 

inestabilidad genética que da como resultado variaciones fenotípicas en las 

células. Dichos cambios fenotípicos pudieran atribuirse a una base genética o 

epigenética (Dodds, 1985). 
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Figura 1.2: Esquema general del cultivo de meristemos, inducción a callogénesis 
y posterior proceso de embriogénesis somática indirecta, adaptado y traducido de 
Lindsey & Jones, 1989, Plant Biotechnology in Agriculture (Jácome, 2011). 
 

1.4.11.3 Origen de los callos 

 

La formación de los callos que poseen células con características totipotentes se 

debe a que el tejido sufre una des diferenciación in vitro. Este proceso de des 

diferenciación es caracterizado por cambios en la actividad metabólica, la 

disminución de productos de reserva y la rápida división celular, lo cual conlleva a 

una no diferenciación de las células parenquimáticas. Al no poseer estructuras 

organizadas durante el cultivo de callo, se crea una masa homogénea que está 

formada principalmente por células parenquimáticas tanto esponjosas como 

empalizadas donde se va a producir actividad meristemática la cual no tiene un 

patrón definido de iniciación (Evans et al., 2003).  

 

En zonas del cambium se produce la diferenciación de regiones 

vasculares formándose y proliferando algunos centros de actividad 

meristemáticas, los cuales son precursores de raíz, primordios y embriones, que 
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en un medio de cultivo adecuado son capaces de desarrollarse (Evans et al., 

2003). 

 

Según Hartmann & Kester, 1997, una vez incubados los explantes in vitro, 

el callo es producido como resultado de las lesiones y en respuesta a hormonas 

ya sea endógenas o proporcionadas en el medio de cultivo. Aunque exteriormente 

los cultivos de masas de callos pueden aparecer como masas de células 

uniformes, en realidad su estructura es relativamente compleja con variaciones 

morfológicas, fisiológicas y genéticas dentro del callo. 

 

El crecimiento y desarrollo del tejido calloso sigue un patrón:  

a. Período lento de inducción de división celular  

b. Fase de división celular rápida que implica síntesis de ADN, ARN y proteína  

c. Cesación gradual de la división celular 

d. Diferenciación en células de parénquima más grandes y en células de tipo 

vascular.  

 

Durante su desarrollo, algunas partes del callo se mantienen 

meristemáticas mientras otras se esclarifican, lo que lleva a la muerte de una parte 

del tejido (Hartmann & Kester, 1997).  

 

1.4.11.4 Cultivo de callos 

 

El cultivo de callo es aquel en el cual una porción de tejido se des diferencia in 

vitro, originando un callo (Pierik, 1990). Este tipo de cultivo se puede emplear para 

la regeneración de plantas a través de la organogénesis o la embriogénesis, lo 

cual permite su utilización para la propagación masiva y mejoramiento de plantas, 

también para la obtención de metabolitos secundarios, investigaciones en 

fisiología vegetal, fitotoxicología y estudios de estructura celular (Alemán, 2000b). 
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1.4.11.5 Organogénesis indirecta 

 

Es la iniciación de tallos y raíces adventicias dentro de masas de células de callo. 

Estos callos contienen células muy vacuoladas y por lo general parenquimatosas 

que pueden desarrollar meristemoides, mismos que eventualmente darán inicio a 

órganos (Hartmann & Kester, 1997).  

 

1.4.11.6 Embriogénesis somática 

 

La embriogénesis somática es la formación de un embrión a partir de una célula, 

sin la necesidad de la fusión de gametos (Freire, 2003). Los embriones son 

estructuras bipolares con un eje radial-apical que no poseen conexión vascular 

con el tejido madre, el cual es capaz de crecer y formar individuos totalmente 

normales (Roca & Mroginski, 1991).  

 

1.4.11.6.1 Ventajas 

 

La embriogénesis somática es el método más eficiente para la producción masiva 

de plantas in vitro debido a la naturaleza bipolar del embrión, la posibilidad de ser 

automatizado todo el proceso productivo, los altos coeficientes de multiplicación 

en cortos períodos de tiempo al poder aplicarse los principios de la cinética 

microbiana y la posibilidad de encapsular estas estructuras y obtener semillas 

artificiales (Freire, 2003). 

 

Empleando este sistema se puede obtener cantidades virtualmente 

ilimitadas de plantas, ya que todo hace suponer que por cada célula se podrá 

obtener una planta (Roca & Mroginski, 1991). 
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1.4.11.6.2 Desventajas 

 

Las desventajas que radican en la embriogénesis somática, como lo cita Freire, 

2003, es principalmente el desconocimiento que existe sobre los parámetros que 

regulan este proceso, siendo aún limitado el número de especies en los cuales se 

describe una embriogénesis somática eficiente que permita un uso productivo del 

método. 

 

Otro inconveniente es la variación epigenética que puede existir en la 

mayoría de embriones somáticos ya que tienen su origen a partir de callos los 

cuales son muy inestables (Roca & Mroginski, 1991). 

 

1.4.11.7 Embriogénesis somática indirecta 

 

Se refiere a la formación de embriones somáticos o embrioides a partir de masas 

de células (Hartmann & Kester, 1997). En la práctica los explantes utilizados para 

inducir callo embriogénico son generalmente extraídos de órganos como óvulos 

cigóticos, embriones o partes de plántulas tiernas en donde la determinación 

embriónica todavía persiste (Gamborg, 1995). 

 

1.4.11.8 Suspensiones celulares 

 

Las suspensiones celulares consisten en células libres y agregados celulares 

puestos en un medio líquido en movimiento. Estas suspensiones pueden ser 

permanentes mediante el suministro continuo de nutrientes (Abdenour & Vincent, 

1994). 
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1.4.12 Factores que influyen en el cultivo de meristemos y la callogénesis 

 

1.4.12.1 Medios de cultivo 

 

Los medios de cultivo son combinaciones de macro y micro nutrientes, agua, 

fuentes de carbono, vitaminas, reguladores de crecimiento y ocasionalmente otras 

sustancias, que ayudarán a obtener en esta investigación un callo, en condiciones 

de asepsia. Pueden ser sólidos, semisólidos o líquidos, según el protocolo del 

sistema de cultivo (Guerra & Nodari, 2004). 

 

1.4.12.1.1 Composición 

 

La composición de los medios de cultivo incluye múltiples componentes 

nutricionales esenciales y opcionales, en la actualidad existen innumerables 

formulaciones, cada una de las cuales contiene entre 15 a 35 compuestos 

químicos que suministran carbono, nutrientes minerales, vitaminas, agente 

gelificante, sustancias reguladoras del crecimiento y otros compuestos (Guerra & 

Nodari, 2004; Roca & Mroginski, 1991). 

 

1.4.12.1.2 Sales inorgánicas 

 

Los elementos esenciales que todas las plantas requieren y que están presentes 

en los medios de cultivo son: nitrógeno, fósforo, azufre, calcio, potasio, magnesio y 

hierro (Pierik, 1990).  

 

Podemos encontrar elementos menores que también son esenciales pero 

que se requieren en cantidades extremadamente pequeñas como: boro, 

molibdeno, manganeso, cobalto, zinc, cobre, iodo y cloro (Abdenour & Vincent, 

1994). 
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1.4.12.1.3 Fuentes de carbono 

 

Pocos cultivos in vitro son autótrofos, así que es necesario agregar al medio una 

fuente de carbono. La sacarosa es la fuente de carbono más ampliamente usada y 

se emplea a una concentración de 2 a 3%, sin embargo,  en ciertas especies se 

emplean concentraciones de 5 a 12% y según Roca & Mroginski, 1991, las 

concentraciones altas de esta sustancia estimula la formación de callos 

embriogénicos. El mioinositol se ha utilizado ampliamente ya que da como 

resultado un mejor desarrollo de los callos y suspensiones celulares (King, 1984).  

 

1.4.12.1.4 Vitaminas  

 

Las vitaminas favorecen el crecimiento de los tejidos en cultivos in vitro y la falta 

de alguna de ellas puede ser un factor limitante de los fenómenos de 

organogénesis o embriogénesis (Alemán, 2000b). Entre la vitaminas más usadas 

en los medios de cultivo tenemos: la tiamina, la piridoxina y el acido nicotínico, 

otras vitaminas que son útiles pero no indispensables son: ácido pantoténico, 

biotina, riboflavina y colina. Hay que tener en cuenta su condición de termolábiles, 

para evitar su degradación (Roca & Mroginski, 1991).  

 

1.4.12.1.5 Hormonas 

 

Las fitohormonas son compuestos orgánicos sintetizados por las plantas 

superiores, que influyen en el crecimiento y desarrollo de la planta y que actúan 

generalmente en lugares diferentes a donde son producidas, se encuentran 

presentes y activas en muy pequeñas cantidades (Alemán, 2000b; Pierik, 1990).  

 

Además de estas sustancias naturales, existen numerosos productos de 

síntesis que pueden utilizarse como reguladores del crecimiento en el cultivo in 

vitro. Su efecto esta mediado por su presencia o ausencia, ya que en pequeñas 



28 
 

cantidades pueden estimular, inhibir o modificar de alguna manera cualquier 

proceso fisiológico en las plantas (Castillo & Davies, 1999). 

 

1.4.12.1.5.1 Auxinas 

 

Existen un grupo de auxinas denominado “naturales”, en el que se incluye el AIA 

(ácido indolacético), siendo el más utilizado. También existe un grupo de auxinas 

sintéticas que provocan un efecto fisiológico similar entre las cuales se encuentra 

el 2,4-D (ácido diclorofenoxiacético), ANA (ácido naftalenacético) y el IBA (ácido 

indol-3-butírico). Su uso depende mucho de los objetivos de la investigación, ya 

que no es posible establecer una concentración particular de auxina que siente 

bien en todos los cultivos (Roca & Mroginski, 1991). 

 

Las auxinas presentan un núcleo indólico, éste se sintetiza a partir del 

aminoácido triptófano por medio de la vía shikímica. Las propiedades de las 

distintas auxinas son diferentes, generalmente producen elongación celular, 

expansión de los tejidos, división celular (formación de callo), formación de raíces 

adventicias, inhibición de vástagos axilares y adventicios y frecuentemente 

embriogénesis en los cultivos en suspensión. Con una baja concentración de 

auxinas predomina la formación de raíces adventicias, mientras que con altas 

concentraciones de auxina se da lugar a la formación de callos (Pierik, 1990).  

 

El 2,4-D se utiliza en concentraciones que varía de 0.1 a 10 mg/L, con un 

punto óptimo de alrededor de 1 a 5 mg/L, el ANA generalmente se usa en 

concentraciones que van desde 1 a 10 mg/L con un punto óptimo de alrededor de 

2 mg/L (Roca & Mroginski, 1991). El 2,4-D es una auxina muy fuerte, tóxica a 

concentraciones elevadas, que es un fuerte activador de la actividad 

meristemática. Su empleo es amplio muchas veces ligado a citoquininas en 

trabajos de cultivos celulares, cultivos de tejidos y embriogénesis somática 

(Alemán, 2000b).  
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1.4.12.1.5.2 Citoquininas 

 

Las citoquininas son derivados purínicos, en especial derivados de la adenina, se 

utilizan frecuentemente para estimular el crecimiento y desarrollo siendo las más 

comunes la kinetina, 2iP (isopentenil-adenina) y el BAP (bencilaminopurina) 

(Alemán, 2000b). Generalmente estimulan la división celular, sobre todo si van en 

compañía de una auxina. 

 

Las citoquininas, como la kinetina o bencilaminopurina (BAP), son útiles 

para iniciar la formación de embriones somáticos de algunas especies leñosas. 

Por lo general, se suministra combinado con auxinas en el medio de inducción 

para obtener un mejor desarrollo de la embriogénesis somática (Kärkönen, 2001). 

 

1.4.12.1.6 Agua 

 

Es el componente que se encuentra en mayor cantidad en el medio de cultivo, 

constituye el 95% del medio, se recomienda usar agua destilada, bidestilada o 

desionizada. La utilización de agua de grifo o agua corriente puede poner en 

peligro el desarrollo del cultivo además de contener contaminantes orgánicos y 

microorganismos (Guerra & Nodari, 2004). 

 

1.4.12.1.7 Otros componentes 

 

Fuentes de nitrógeno reducido, factores de crecimiento y carbohidratos  suelen ser 

utilizados en los medios de cultivo, algunas sustancias utilizadas son: agua de 

coco (5 - 15 %, v/v), jugo de tomate, extracto de levadura y extracto de tubérculos 

de papa (Perla, 2007). 

 

Entre las sustancias antioxidantes más comunes tenemos: ácido 

ascórbico, L-cisteína y polivinilpirrolidona las cuales pueden ser de utilidad para el 
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cultivo de explantes con alto contenido de polifenoles, cuya oxidación produce 

oscurecimientos y eventual muerte de los explantes (Pierik, 1990). 

 

El carbón activado (0.1 al 5%), incorporado al medio, ha mostrado ser de 

utilidad en el cultivo de diferentes explantes, posiblemente por absorber 

metabolitos tóxicos (Perla, 2007). 

 

1.4.12.1.8 Thidiazurón 

 

El Thidiazurón (N-fenil-N’-1,2,3-thidiazol-5-ylurea) (TDZ) es un compuesto 

derivado de la fenil-úrea desarrollado originalmente para su utilización como 

defoliante de algodón, pero en los últimos años ha sido muy empleado para la 

inducción de procesos morfogénicos (Murthy et al., 1998). 

 

1.4.12.1.9 Agar 

 

El agar es un gelificante que al añadirse al medio de cultivo se disuelve por 

calentamiento cercano a los 100°C y hace que el medio adquiera la consistencia 

de gel al enfriarse a temperaturas menores. Al solidificarse el medio forma un 

complejo coloidal con débil poder de retención iónica (Pierik, 1990 & Roca, 1991). 

 

Es un polisacárido natural no ramificado, extraído de algas principalmente 

del género Gelidium. Entre sus principales características tenemos que no es 

asimilado por el explante, no interfiere en la absorción de los nutrientes del medio 

de cultivo y permanece estable durante el tiempo de cultivo (Pelacho et al., 2005). 

 

La gelificación del agar depende del pH del medio de cultivo, siendo 

óptima para pH 5.4 - 5.7. Los medios de cultivo para tejidos vegetales suelen 

ajustarse a pH 5.7 antes de añadir el agar, por lo que melifican bien, tras la 

gelificación el agar absorbe una cantidad de agua de hasta 200 - 300 veces su 

peso y forma un gel muy translúcido (Pelacho et al., 2005). 
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La concentración óptima de agar es variable con el origen comercial del 

agar utilizado y el objetivo del cultivo. Las concentraciones más utilizadas varían 

entre 6 – 10 g/L (Pierik, 1990 & Roca, 1991). 

 

1.4.12.2 Material vegetal 

 

1.4.12.2.1 Explante 

 

Según Roca & Mroginski, 1991, virtualmente todos los tejidos vegetales tienen la 

capacidad de formar callos in vitro, sin embargo, relativamente pocos explantes 

tienen la habilidad para producir callos embriogénicos. En este sentido la 

obtención del explante adecuado constituye el primer aspecto a tener en cuenta, 

según sean los objetivos de la investigación. 

 

Los meristemos tienen la ventaja de ser un material muy estable desde el 

punto de vista genético y además se los puede considerar libre de virus u otros 

patógenos. Aunque su manipulación resulta compleja por su tamaño, se reducen 

las posibilidades de contaminación (Afanador, 2005). 

 

La edad fisiológica de los explantes tiene gran influencia en la 

morfogénesis. Se sabe que mientras más joven y menos diferenciado esté el tejido 

que se va a cultivar, mejor será la respuesta in vitro (Villalobos, 1982). 

 

1.4.12.2.2 Asepsia 

 

La asociación entre el explante - medio y las condiciones físicas en que 

normalmente se incuban los cultivos conforman un ambiente propicio para la 

proliferación de microorganismos, ya sea bacterias u hongos, los cuales pueden 

destruir  los cultivos y competir con el explante por el medio de cultivo (Pierik, 

1990). 
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Para establecer cultivos asépticos es necesario: a) trabajar en ambientes 

adecuados, b) esterilizar los medios de cultivo, c) desinfectar superficialmente los 

explantes para liberarlos de microorganismos exógenos y d) Manejar 

adecuadamente las normas de asepsia (Perla, 2007). 

 

Es generalizado el uso de etanol (70% v/v) y de hipoclorito de sodio 

(NaClO) del 1 al 3%. Con menor frecuencia se usan el hipoclorito de calcio 

[Ca(OCl)]2, del 6 al 12% y el cloruro de mercurio (HgCl2) del 0.1 al 1.5%. En 

algunos casos es útil agregar algún agente tensoactivo como por ejemplo, Tween-

20, del 0.01 al 0.1% (Pierik, 1990). 

 

Posteriormente es necesario dar varios lavados con agua destilada estéril 

dentro de la cámara de flujo laminar y finalmente hay que tomar en cuenta que la 

desinfección debe eliminar los microorganismos con el menor daño al explante 

(Perla, 2007). 

 

1.4.12.3 Factores físicos 

 

1.4.12.3.1 pH 

 

En el caso del pH, el grado de acidez o alcalinidad, es importante y específico 

para cada tipo de especie vegetal. Al igual que ocurre en el suelo, el pH debe 

mantenerse en un rango de 5.6 a 5.8, con el fin de mantener un desarrollo 

vegetativo óptimo (Roca & Mroginski, 1991). 

 

El pH del medio se ajusta mediante soluciones normales de NaOH, KOH o 

HCl, pero desciende durante la esterilización, probablemente debido a reacciones 

entre los compuestos del medio al calentarlo. 
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1.4.12.3.2 Humedad 

 

La humedad relativa del recipiente puede ser cercana al 100% en condiciones in 

vitro, ya que por las paredes de vidrio y la cubierta plástica se crea un efecto 

invernadero (Chee, 1982).  

 

1.4.12.3.3 Luz 

 

Es un factor fundamental en la morfogénesis (Villalobos, 1982), la luz involucra 

varios componentes como la intensidad, el fotoperiodo y la calidad. Para la 

inducción de callo las condiciones de oscuridad son preferibles para su desarrollo, 

ya que se usa 2,4-D que es un compuesto fotosensible (Roca et al., 1991; 

Martínez et al., 2004). 

 

1.4.12.3.4 Temperatura 

 

Es un factor muy importante que influye sobre el desarrollo del explante in vitro.  

La temperatura generalmente fluctúa entre los 20 – 28 °C, ya que variando el 

régimen de temperatura, pocas especies se han visto beneficiadas (Chee, 1982). 

 

1.4.12.3.5 Intercambio gaseoso 

 

Los principales gases que se encuentran dentro del recipiente son: etileno, 

oxígeno, dióxido de carbono y acetaldehído. Estos gases pueden tener efectos en 

la morfogénesis, promoviendo crecimientos celulares anormales (Razdan, 2003). 
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1.4.13 Histología de los callos embriogénicos 

 

La histología vegetal es definida como el estudio de las estructuras microscópicas 

o caracterización de las células y su disposición en los tejidos y órganos 

vegetales. Dentro de las características más importantes en la histología de los 

callos embriogénicos se puede apreciar la formación del cono meristemático 

(Fuentes et al., 2005).  

 

Según plantearon Pierik, 1990 y Krikorian, 1995, la formación de vástagos 

se produce sobre el callo si existe una baja concentración de auxina y una alta 

concentración de citoquinina. Otra estructura histológica que se observa en los 

callos es una región periférica constituida por células con características similares 

a las hiperhídricas y zonas con células de citoplasma muy densas con 

características meristemáticas.  

 

Además se ha observado células parenquimatosas organizadas de forma 

compacta en algunas áreas y en otras de forma menos organizadas y la presencia 

de nódulos vasculares en el interior del callo, en los cuales posteriormente se 

desarrollarán el xilema y el floema (Fuentes et al., 2005). 

 

Se ha podido apreciar zonas de tejido meristemático organizado en forma 

de bandas desde el cono meristemático hacia el interior del callo, que sugieren la 

formación de pro cambium a partir del cual se formarán los futuros tejidos 

vasculares (Pierik, 1990). 
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1.5 Hipótesis 

 

La variación del medio de cultivo y las diferentes dosis de reguladores de 

crecimiento induce de manera directa la formación y proliferación de callo 

embriogénico in vitro de meristemos apicales de árboles juveniles de Podocarpus 

oleifolius. 
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CAPÍTULO 2: MATERIALES Y MÉTODOS 

 

2.1 Participantes 

 

Para el desarrollo de la presente investigación se contó con la participación de: 

 

Instituciones: 

 

• Centro de Investigación Ambiental de Cununyacu (CIAC), perteneciente a la 

EPMMOP (Empresa Pública Metropolitana de Movilidad y Obras Públicas). 

• Vivero Municipal de La Armenia-Conocoto. 

• Escuela Politécnica del Ejército (ESPE). 

 

Personal académico: 

 

• Ing. Grace Tatiana Páez, Directora. 

• Mat. Pedro Romero Saker, Codirector. 

 

Personal externo: 

 

• Ing. Cristian Reyes, Jefe del Laboratorio de Micropropagación. 

• Ing. Fabián Díaz, Jefe de Producción del Laboratorio. 

• Ing. Segundo Aguilar, Director del Banco de Semillas. 

• Taxónoma Aída Beatriz Álvarez, Docente de la Universidad Internacional 

del Ecuador (UIDE). 

• Andrea Gonzáles, Operaria del Laboratorio.  
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2.2 Zona de estudio 

 

2.2.1  Fase de campo 

 

2.2.1.1 Localización geográfica 

 

El material vegetal utilizado en la investigación fue proporcionado por el Vivero 

Municipal de la Armenia - Conocoto, con Latitud: 0°17´, Longitud: 78°27´, Altura: 

2550 m.s.n.m. y Temperatura: 15.7°C. 

2.2.2 Fase de laboratorio 

 

2.2.2.1 Localización geográfica 

 

El Laboratorio de Micropropagación y Cultivo de Tejidos Vegetales de la Empresa 

Pública Municipal de Movilidad y Obras Públicas de Quito (EPMMOP) se 

encuentra ubicado en la provincia de Pichincha, parroquia de Cumbayá, con 

Latitud 0°20´15”S y Longitud 78°30´24”W,  a una altura de 2200 m.s.n.m., 

precipitación media anual de alrededor de 1500 mm, con temperaturas medias 

anuales de 17.7 °C. 

2.3 Período de tiempo de investigación 

 

El proyecto de investigación inició en enero de 2011 y culminó en noviembre de 

2011. 
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2.4 Diseño estadístico 

 

2.4.1 Etapa de desinfección y establecimiento 

 

Los datos correspondientes a esta etapa se analizaron con tablas de frecuencia y 

contingencia y análisis de varianza ANOVA para determinar la existencia de 

diferencias significativas entre los tratamientos, en donde la presencia de 

contaminación se calificó con el valor de “1” y su ausencia con “0”. 

  

Las hipótesis planteadas en esta etapa fueron: 

 

H0: La contaminación y el tratamiento de desinfección son independientes. 

Ha: La contaminación y el tratamiento de desinfección no son independientes  

 

2.4.2 Etapa de inducción a callo embriogénico 

 

En esta etapa los datos obtenidos se analizaron con un diseño de bloques 

completamente al azar (DBCA), realizando un análisis de varianza con dos 

factores para una sola muestra, siendo los factores de estudio los tratamientos de 

inducción y los tiempos de evaluación.  

 

Las hipótesis planteadas en esta etapa fueron: 

 

H0: La formación de callo y el tratamiento de inducción son independientes. 

Ha: La formación de callo y el tratamiento de inducción no son independientes. 
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2.4.3 Etapa de proliferación de callo embriogénico 

 

En esta etapa los datos obtenidos se analizaron con una prueba estadística 

inferencial basada en una muestra, realizando un intervalo de confianza, para 

estimar el peso promedio en la población de callos, con un nivel de significancia 

de 95%. 

 

Todo el proceso se realizó a través del paquete estadístico Infostat y 

utilizando como herramienta complementaria Excel 2007. 

 

2.5 Procedimientos 

 

2.5.1 Selección y colecta del material vegetal 

 

El material vegetal seleccionado fue el que presentó las mejores características 

fenotípicas (follaje perenne, denso y numeroso renuevo de yemas apicales) y 

además, que no se encontraban en estado de floración (ver anexo A). La 

obtención de las muestras se realizó mediante colecta manual, a través del corte 

de ramas de 10 - 20 cm de longitud. 

 

2.5.2 Transporte del material vegetal 

 

Una vez recolectadas las muestras, se colocó papel toalla humedecido en la base 

del corte a fin de evitar la pérdida de humedad y reducir el proceso de deterioro 

fisiológico del material vegetal según lo descrito por Vega et al., 2007. 

Posteriormente se colocaron las muestras en bolsas negras de polietileno y se 

empacaron en un contenedor para evitar daños mecánicos durante su transporte 

al laboratorio.  
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2.5.3 Identificación de la especie 

 

El material vegetal colectado, fue identificado como Podocarpus oleifolius por 

especialistas del Vivero Cununyacu y por la taxónoma Aída Beatriz Álvarez, 

Docente de la UIDE. 

 

2.5.4 Manipulación del material vegetal 

 

A las ramas de 10 - 20 cm de longitud de árboles jóvenes de Podocarpus oleifolius 

se les retiró las hojas con ayuda de una tijera y posteriormente fueron cortadas a 

una longitud de 1 - 2 cm dejando la yema apical visible y accesible a su 

manipulación (ver anexo B). 

 

Posteriormente las yemas fueron colocadas en un frasco con agua 

destilada para conservar el material en buen estado e iniciar con la etapa de 

desinfección. 

 

2.5.5 Desinfección y establecimiento 

 

2.5.5.1 Medio de cultivo elaborado para el establecimiento en la etapa de 

desinfección. 

 

El medio de cultivo que se utilizó para la fase de establecimiento de los 

meristemos de Podocarpus oleifolius en las diferentes pruebas de desinfección fue 

el medio MS (Murashige & Skoog) (ver anexo C), en base a estudios realizados en 

otras coníferas como: Pinus cembroides (Ojeda, 1996) y Abies guatemalensis 

(ICTA, 2003). 
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a. Para la preparación del medio de cultivo se utilizó las siguientes 

concentraciones: 4.3 g/L de medio MS (reactivo en polvo, por lo que no fue 

necesario la preparación de soluciones madre), 30 g/L de sacarosa grado I 

y agua destilada acorde al volumen de medio a prepararse, los cuales 

fueron pesados en una balanza electrónica de precisión (ACCULAB), 

colocados en un vaso de precipitación (BOECO) y  mezclados en un 

hotplate (CIMAREC) con ayuda de un agitador magnético.  

b. Una vez disueltos los elementos principales se ajustó el pH del medio a 5.8 

± 0.02 con ayuda de soluciones de NaOH (1M y 0.1 M), HCl (1M y 0.1 M) y 

fue medido con un pH-metro (Jenway) antes de añadir el agente gelificante 

(agar Sigma, 6.5 g/L). 

c. Posteriormente el medio de cultivo fue calentado en horno microondas 

(Whirlpool) hasta alcanzar su punto de ebullición para ayudar a 

homogenizar la mezcla.  

d. A continuación se dispensó siete mL del medio en tubos de ensayo de 10 x 

1.5 cm y se los tapó con papel aluminio, para finalmente esterilizarlos a 127 

kg/cm2 durante 45 minutos en autoclave vertical (Trident Medical EA-632) 

bajo una temperatura de 120°C. 

e. Luego de la esterilización se colocó los tubos en las gradillas 

correspondientes y se los trasladó a las estanterías de almacenamiento a 

temperatura ambiente. 

 

2.5.5.2 Desinfección de los explantes  

 

Con el fin de disminuir la contaminación de los explantes (yemas), se procedió a 

lavarlos vigorosamente con una solución de agua mas tres gramos de detergente 

comercial por cada 20 yemas, en un volumen de 200 mL durante 40 minutos, 

agitándose constantemente en un shaker (Innova 2100) (ver anexo D), a 

continuación se realizaron lavados con agua corriente y un lavado con agua 

destilada para eliminar los restos de detergente. 
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Después de la aplicación general de detergente las yemas se sometieron 

a diferentes tratamientos de desinfección como se detalla en la tabla 2.1. 

 

Tabla 2.1: Tratamientos de desinfección aplicados a las yemas apicales de los 
árboles jóvenes de Podocarpus oleifolius, en el Laboratorio de Micropropagación 
de la EPMMOP-Q, Cumbayá, 2011. 

 

 
Tratamientos 

 
Alcohol 

 
Tiempo 

 
Hipoclorito de sodio 

(NaClO) (v/v) 

 
Tiempo 

1 - - 1.5% 15 minutos 
2 70% 1 minuto 1.5% 15 minutos 
3 - - 1% 10 minutos 

 

2.5.5.3 Introducción y establecimiento de los explantes 

 

La desinfección e introducción del material vegetal en los medios de cultivo se 

realizó en una cámara de flujo laminar (Streamline), la cual fue previamente 

esterilizada mediante la aplicación de radiación ultravioleta por 20 minutos.  

 

Tanto el material de vidrio como instrumental requeridos fueron envueltos 

en papel aluminio y esterilizados en autoclave horizontal (Tuttanauer 2540M) a 

240 bar por 45 minutos bajo una temperatura de 120°C. Este material fue abierto 

dentro de la cámara para evitar fuentes externas de contaminación y ubicados en 

frascos de vidrio que contenían alcohol al 96% para su desinfección constante. 

 

Los explantes sometidos a los diferentes tratamientos de desinfección 

fueron lavados tres veces con agua destilada estéril dentro de la cámara de flujo 

laminar (Streamline) (ver anexo D). 

 

Posteriormente con ayuda de un estereoscopio (Olympus), pinzas y 

jeringuillas estériles se diseccionaron las brácteas de la yema apical para extraer 

el meristemo de aproximadamente 0.1-0.5 mm, los cuales fueron sembrados en 

los tubos con el medio de cultivo MS (Murashige & Skoog) (ver anexo E). 



43 
 

Los tubos fueron sellados con plástico transparente para facilitar una 

iluminación directa sobre el material vegetal, posteriormente fueron trasladados al 

cuarto de cultivo in vitro donde se empleó un fotoperiodo de 16 horas luz y 8 horas 

de oscuridad con una intensidad lumínica de 2000 lux a una temperatura promedio 

registrada de 25º ± 2°C (Jiménez, 1997). 

 

2.5.5.4 Análisis de datos 

 

Cada tratamiento fue integrado por treinta meristemos sembrados. Se siguió un 

diseño completamente al azar, donde se empleó como fuente de variabilidad los 

tratamientos de desinfección. Se realizaron 10 observaciones por tratamiento con 

tres repeticiones, donde la unidad experimental correspondió a un tubo de ensayo 

con un meristemo en cada tubo. La variable de respuesta fue el porcentaje de 

sobrevivencia del explante después de 21 días. 

 

2.5.6 Inducción a callo embriogénico 

 

Una vez establecido el mejor método de desinfección y el establecimiento de los 

meristemos, se procedió a probar diferentes medios de cultivo con diferentes dosis 

y combinaciones de fitohormonas y reguladores de crecimiento para la inducción 

del callo embriogénico, según los métodos descritos por (ICTA, 2000), (ICTA, 

2003) y (Ojeda, 1996) con ciertas modificaciones, además se  probó el efecto del 

Thidiazurón (TDZ), un compuesto derivado de la fenil-urea, el cual en los últimos 

años ha sido empleado para la inducción de procesos morfo genéticos, tal como lo 

describe Martínez, 2004. 

 

2.5.6.1 Medios de cultivo elaborados para la etapa de inducción a callo 

embriogénico. 

 

a. Para la preparación del medio de cultivo se utilizó los siguientes 

componentes: medio MS (reactivo en polvo) en diferentes variaciones de su 
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concentración (completo y a la mitad), 30 g/L de sacarosa grado I y agua 

destilada acorde el volumen de medio a prepararse, los cuales fueron 

pesados en una balanza electrónica de precisión (ACCULAB), colocados en 

un vaso de precipitación (BOECO) y  mezclados en un hotplate (CIMAREC) 

con ayuda de un agitador magnético.  

b. Una vez disueltos los elementos principales se ajustó el pH del medio a 5.8 

± 0.02 con ayuda de soluciones de NaOH (1M y 0.1 M), HCl (1M y 0.1 M) y 

fue medido con pH-metro (Jenway) antes de añadir el agente gelificante 

(agar Sigma, 6.5 g/L). 

c. Posteriormente el medio de cultivo fue calentado en horno microondas 

(Whirlpool) hasta alcanzar su punto de ebullición para ayudar a 

homogenizar la mezcla.  

d. A continuación se procedió a suplementar con ayuda de micropipetas el 

volumen correspondiente de los diferentes reguladores de crecimiento 

como se detalla en la tabla 2.2. Las soluciones madre de los reguladores de 

crecimiento fueron preparados en relación 1:1 y a su vez almacenados en 

refrigeración. 

e. Finalmente se dispensó siete mL del medio en tubos de ensayo de 10 x 1.5 

cm y se los tapó con papel aluminio, para posteriormente esterilizarlos a 

127 kg/cm2  durante 45 minutos en autoclave vertical (Trident Medical EA-

632) bajo una temperatura de 120°C. 

f. Luego de la esterilización se colocó los tubos en las gradillas 

correspondientes y se los trasladó a las estanterías de almacenamiento a 

temperatura ambiente. 
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Tabla 2.2: Dosis de reguladores de crecimiento y medios utilizados para inducir la 
formación de callo a partir de meristemos apicales de árboles jóvenes de 
Podocarpus oleifolius  (primer ensayo), Laboratorio de Micropropagación de la 
EPMMOP-Q, Cumbayá, 2011. 

 

 
 

Para la siembra de los meristemos en la etapa de inducción se siguió la 

metodología anteriormente mencionada en la etapa de desinfección y 

establecimiento. 

 

Los meristemos establecidos en los diferentes medios de cultivo se 

trasladaron al cuarto de crecimiento in vitro en condiciones de absoluta oscuridad 

(ver anexo F) favoreciendo la formación del callo (Gómez et al., 1999). 

 

Una vez evaluados resultados parciales tales como la formación de callo a 

los 30, 40, 50 y 60 días mediante observación se procedió a realizar un segundo 

ensayo, con la misma concentración del regulador de crecimiento y el medio de 

cultivo que mejor estaba respondiendo, es decir, 2,4-D (3mg/L) y medio MS 

(Murashige & Skoog) respectivamente, adicionando en todos los tratamientos 10 

mg/L de mioinositol, variando la concentración de sacarosa y probando 0.5 mg/L 

de dos diferentes citoquininas según lo descrito por Roca, 1991. Los tratamientos 

se detallan en la tabla 2.3. 

 
Tratamiento 

 
Medio de 

cultivo 

 
Reguladores evaluados 
para cada medio (mg/L) 

 
Thidiazurón (mg/L) 

2,4-D BAP IAA 
Control 1 MS 0 0 0 0 

1 MS 1 0.1 0 0 
2 MS 0 0 0 0.1 
3 MS 3 0.5 0 0 
4 MS 0 1 2 0 

Control 2 MS/2 0 0 0 0 
5 MS/2 1 0.1 0 0 
6 MS/2 0 0 0 0.1 
7 MS/2 3 0.5 0 0 
8 MS/2 0 1 2 0 
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Tabla 2.3: Dosis de reguladores de crecimiento  y medios utilizados para inducir la 
formación de callo a partir de meristemos apicales de árboles jóvenes de 
Podocarpus oleifolius (segundo ensayo), en el Laboratorio de Micropropagación 
de la EPMMOP-Q, Cumbayá, 2011. 

 

2.5.6.2 Análisis de datos 

 

En el primer y segundo ensayo se sembraron veinte meristemos para cada 

tratamiento siguiendo un diseño de bloques completamente al azar (DBCA), con 

10 tratamientos y 20 repeticiones, dando un total de 200 unidades experimentales 

para el primer ensayo y con 8 tratamientos y 20 repeticiones, dando un total de 

160 unidades experimentales para el segundo ensayo. 

 

Las variables de respuesta en el primer ensayo fueron la formación de 

callos por explante y tiempo de formación de callo evaluándose a los 30, 40, 50 y 

60 días. 

 

Las variables de respuesta en el segundo ensayo fueron la formación de 

callos por explante y tiempo de formación de callo evaluándose a los 50 y 60 días, 

basándose en los resultados obtenidos en el primer ensayo.   

 

 
Tratamiento 

 
Medio de 

cultivo 

 
Reguladores 

evaluados para cada 
medio (mg/L) 

 
Sacarosa 

(g/L) 

 
Mioinositol 

(mg/L) 
2,4-D BAP KIN 

Control 1 MS 0 0 0 30 10 
1 MS 3 0.5 0 30 10 
2 MS 3 0 0.5 30 10 
3 MS 3 0 0 30 10 

Control 2 MS 0 0 0 45 10 
4 MS 3 0.5 0 45 10 
5 MS 3 0 0.5 45 10 
6 MS 3 0 0 45 10 
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2.5.7 Identificación de tejido embriogénico 

 

Una vez obtenidos los callos se realizó la identificación de los mismos en un 

estereoscopio (Olympus) permitiendo evaluar de mejor manera las características 

morfológicas (ver anexo G).  

 

2.5.7.1 Preparación de las placas 

 

Para el análisis histológico se realizó un frotis de porciones de callo de 

aproximadamente 0.5 mm sobre un portaobjetos dentro de la cámara de flujo 

laminar (Streamline). Las placas fueron teñidas con una solución de acetocarmín 

al  2% (p/v) por 15 segundos, luego se eliminó el exceso de colorante con agua 

destilada, finalmente con la ayuda de un microscopio óptico (Olympus CX31), se 

empezó a enfocar con el lente de menor aumento hasta llegar al de mayor 

aumento (100x), con lo que se pudo observar células embriogénicas (Vega et al., 

2005).  

 

2.5.8 Proliferación de callo embriogénico 

 

Los callos obtenidos en la fase de inducción identificados como embriogénicos, se 

establecieron en un medio de proliferación para aumentar el volumen inicial de 

callo e inducir la diferenciación celular según lo descrito por ICTA, 2003.  

 

2.5.8.1 Elaboración de los medios de cultivo para la etapa de proliferación de 

callo embriogénico 

 

a. Para la preparación del medio de cultivo se utilizó los siguientes 

componentes: medio MS (reactivo en polvo) dado los resultados en la etapa 

de inducción, 30 g/L de sacarosa grado reactivo y agua destilada acorde el 

volumen de medio a prepararse, los cuales fueron pesados en una balanza 
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electrónica de precisión (ACCULAB), colocados en un vaso de precipitación  

(BOECO) y mezclados en un hotplate (CIMAREC) con ayuda de un 

agitador magnético.  

b. Una vez disueltos los elementos principales se ajustó el pH del medio a 5.8 

± 0.02 con ayuda de soluciones de NaOH (1M y 0.1 M), HCl (1M y 0.1 M) y 

fue medido con pH-metro (Jenway) antes de añadir el agente gelificante 

(agar Sigma, 6.5 g/L). 

c. Posteriormente el medio de cultivo fue calentado en horno microondas 

(Whirlpool) hasta alcanzar su punto de ebullición para ayudar a 

homogenizar la mezcla.  

d. A continuación se procedió a suplementar con la ayuda de micropipetas los 

diferentes reguladores de crecimiento como se detalla en la tabla 2.4, 

según lo descrito por ICTA, 2003.  

e. Finalmente se dispensó 20 mL del medio en cajas Petri y se las esterilizó a 

240 bar durante 45 minutos en autoclave horizontal (Tuttanauer 2540M) 

bajo una temperatura de 120°C. 

f. Luego de la esterilización se colocó las cajas Petri en las estanterías de 

almacenamiento a temperatura ambiente. 

 

Los callos embriogénicos fueron divididos en tres partes con ayuda de un 

bisturí, para posteriormente pesarlos en la balanza electrónica analítica (Modelo 

ALC) dentro de la cámara de flujo laminar (Streamline), tomando la precaución de 

que no exista ningún flujo de aire que interfiera en el peso de las porciones del 

callo y finalmente colocarlos en las cajas Petri conteniendo el medio preparado 

para su proliferación (ver anexo H). 

 

En esta etapa se evaluó las condiciones de luz y oscuridad, como se 

indica en la tabla 2.4. 
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Tabla 2.4: Evaluación de la proliferación de callo embriogénico provenientes de 
meristemos de árboles jóvenes de Podocarpus oleifolius sometidos a diferentes 
estados de incubación, en el Laboratorio de Micropropagación de la EPMMOP-Q, 
Cumbayá, 2011. 

 

5.8.2 Análisis de datos 

 

Se sembraron tres porciones de callo embriogénico siguiendo un diseño 

completamente al azar, donde la variable de respuesta fue la diferencia de peso 

de cada callo después de 30 días. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Tratamiento 

 
Medio 

 
Reguladores de 

crecimiento (mg/L) 

 
Incubación 

2,4-D BAP 
Luz directa 

(L) 
Oscuridad 

(O) 
1 MS 2 1 L - 
2 MS 2 1 - O 
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CAPÍTULO 3: RESULTADOS 

 

3.1. Etapa de desinfección y establecimiento 

 

En esta etapa se evaluaron tres tratamientos de desinfección con el objetivo de 

eliminar microorganismos causantes de contaminación, evitar la oxidación y 

necrosamiento de los explantes y así poder garantizar la viabilidad  de los mismos 

en el  medio de cultivo y su posterior establecimiento. 

 

3.1.1 Desinfección de los explantes 

 

El porcentaje máximo de los explantes descartados por contaminación (bacteria u 

hongo), necrosamiento u oxidación se dio en el primer tratamiento (NaClO 1.5% 

por 15 minutos)  y fue de 66.7%, mientras que el porcentaje mínimo de los 

explantes descartados fue de un 16.7% en el tercer tratamiento (NaClO 1% por 10 

minutos). 

 

En la tabla 3.1 y figura 3.1 se muestra la frecuencia y porcentaje de 

mortalidad y sobrevivencia de los meristemos apicales de romerillo durante todo el 

proceso de desinfección en cada uno de los tratamientos aplicados. 
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Tabla 3.1: Datos de frecuencia y porcentaje de las variables: mortalidad y 
sobrevivencia de los meristemos apicales de romerillo, obtenidos en la fase de 
desinfección después de 21 días, Cumbayá 2011. 

Estado de los 
explantes 

Tratamientos de desinfección 
Total 1 2 3 

Mortalidad 
20 14 5 39 

66.7% 46.7% 16.7% 43.3% 

Sobrevivencia 
10 16 25 51 

33.3% 53.3% 83.3% 56.7% 

Total 
30 30 30 90 

100.0% 100.0% 100.0% 100.0% 
 

 

 
Figura 3.1: Porcentajes de las variables: sobrevivencia y mortalidad, evaluadas en 
la etapa de desinfección después de 21 días. 
 

 

Como se observa en la tabla y la figura 3.1 se tuvo diferentes resultados 

en cuanto a la evaluación del estado de los explantes durante la etapa de 
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desinfección, dando un mayor porcentaje de sobrevivencia (83.3%) cuando se 

utilizó el tercer tratamiento (NaClO 1% por 10 minutos). 

 

La tabla 3.2 muestra de manera detallada las frecuencias y porcentajes de 

los explantes descartados al final del proceso (a los 21 días), debido a los 

diferentes agentes causales en cada uno de los tratamientos. 

 

Tabla 3.2: Frecuencias y porcentajes de los diferentes agentes causales 
responsables del descarte de los meristemos apicales de romerillo durante la fase 
de desinfección después de 21 días, Cumbayá 2011. 
 
 

Agentes causales 
Tratamientos 

Total 
1 2 3 

Bacteria 
4 2 3 9 

13.3% 6.7% 10.0% 10.0% 

Hongo 
1 0 0 1 

3.3% 0% 0% 1.1% 

Necrosis 
11 8 1 20 

36.7% 26.7% 3.3% 22.2% 

Oxidados 
4 4 1 9 

13.3% 13.3% 3.3% 10.0% 

Vivos 
10 16 25 51 

33.3% 53.3% 83.3% 56.7% 

Total 
30 30 30 90 

100.0% 100.0% 100.0% 100.0% 

 

En la figura 3.2 se muestra una gráfica de barras del porcentaje de los 

explantes contaminados por tratamiento debido a sus principales agentes 

causales. 
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Figura 3.2: Porcentajes de los diferentes agentes causales responsables del 
descarte de los meristemos apicales de romerillo después de 21 días. 

 

En el anexo I se muestran fotografías de los explantes contaminados por 

hongos, bacterias y los explantes que se descartaron por necrosis. 

 

Del total de meristemos cultivados, el agente causal que se presentó con 

más frecuencia fue el descarte por necrosis (22.2 %), como segundo agente 

causal se tuvo el mismo porcentaje en cuanto a los meristemos descartados por 

oxidación y por bacteria (10 %) y en tercer lugar se encontró a los hongos como el 

agente causal que menor incidencia tuvo en el descarte de los explantes (1.1 %). 

 

El análisis de resultados mediante el ANOVA, tabla 3.3, nos muestra una 

F calculado (9.033) mayor a la F crítica (3.101) y un valor ρ = 0.00, lo que nos 

indica que se acepta nuestra hipótesis alternativa, es decir, que los tratamientos 

aplicados son diferentes. 
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Tabla 3.3: Análisis de varianza para los diferentes tratamientos de desinfección, 
Cumbayá, 2011. 
 

Fuente de 
variación 

Suma de 
cuadrados 

Gl 
Media 

cuadrática 
Valor F Valor ρ 

Tratamientos 3.8 2 1.9 9.033 0.00 
Error 18.3 87 0.21     
Total 22.1 89       

 

3.1.2 Establecimiento de los explantes 

 

Del porcentaje de sobrevivencia de los meristemos apicales de cada uno de los 

tratamientos se evaluó cuántos de estos fueron capaces de asimilar los nutrientes 

del medio de cultivo y ser viables en su crecimiento. En la tabla 3.4,  se muestra 

un resumen del número de meristemos que se establecieron en cada uno de los 

tratamientos. 

 

Tabla 3.4: Frecuencias y porcentajes de los meristemos establecidos a los 21 días 
después de ser aplicados los tratamientos de desinfección, Cumbayá, 2011. 
 

Estado de los explantes 
Tratamientos de 

desinfección Total 
1 2 3 

No establecido 
8 13 6 27 

80.0% 81.3% 24.0% 52.9% 

Establecido 
2 3 19 24 

20.0% 18.8% 76.0% 47.1% 

Total 
10 16 25 51 

100.0% 100.0% 100.0% 100.0% 
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Figura 3.3: Porcentaje de los meristemos establecidos y no establecidos en la 
etapa de desinfección después de 21 días. 
 

3.2 Etapa de inducción a callo embriogénico 

 

En esta etapa se realizaron dos ensayos para la inducción de callo embriogénico, 

en el primer ensayo se evaluaron diez tratamientos de inducción incluyendo dos 

controles, con el objetivo de formar callo embriogénico a partir de los meristemos 

apicales de romerillo, probando dos medios de cultivo y diferentes 

concentraciones de fitohormonas y reguladores de crecimiento y evaluándolos a 

los 30, 40, 50 y 60 días. 

 

3.2.1 Inducción a callo embriogénico – primer ensayo  

 

Los resultados del primer ensayo se muestran en la tabla 3.5 y se observa la 

frecuencia y el porcentaje de los callos formados en cada uno de los tratamientos 
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aplicados. Además se consideró los meristemos que no formaron callo debido al 

efecto de algún agente causal. 

 

Tabla 3.5: Frecuencias y porcentajes de formación de callo a partir de meristemos 
apicales de romerillo durante la fase de inducción – primer ensayo, después de 60 
días, Cumbayá 2011. 
 

 

 

Como se puede observar en la tabla 3.5, el mejor tratamiento en la 

inducción de callo fue el tercer tratamiento (MS + 3 mg/L 2,4-D + 0.5 mg/L BAP) ya 

que formó un 75% de callo en relación a los demás tratamientos (ver anexo J). 

Tratamientos de 
inducción 

Estado de los explantes 
Total Ausencia de 

callo 
Formación de 

callo 
Descartados 

C1 
18 0 2 20 

90.0% 0% 10.0% 100.0% 

T1 
15 4 1 20 

75% 20% 5.0% 100.0% 

T2 
18 2 0 20 

90% 10.0% 0% 100.0% 

T3 
5 15 0 20 

25.0% 75.0% 0% 100.0% 

T4 
16 2 2 20 

80% 10.0% 10.0% 100.0% 

C2 
20 0 0 20 

100.0% 0% 0% 100.0% 

T5 
17 2 1 20 

85.0% 10.0% 5.0% 100.0% 

T6 
18 0 2 20 

90.0% 0% 10.0% 100.0% 

T7 
16 4 0 20 

80.0% 20.0% 0% 100.0% 

T8 
20 0 0 20 

100.0% 0% 0% 100.0% 

Total 
163 29 8 200 

81.5% 14.5% 4.0% 100.0% 
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Figura 3.4: Número de callos formados en los diferentes tratamientos de 
inducción evaluados a los 60 días. 
 

 

Los resultados de formación de callo en cuanto al tiempo se muestran en 

la tabla 3.6 y se puede observar que a los 50 y 60 días se produce la mayor 

formación de callo por tratamiento. 
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Tabla 3.6: Frecuencias de la formación de callo a partir de meristemos durante la 
fase de inducción – primer ensayo, evaluados a los 30, 40, 50 y 60 días, Cumbayá 
2011. 
 

Tratamiento 30 días 40 días 50 días 60 días 
C1 0 0 0 0 
T1 0 1 3 0 
T2 0 0 0 2 
T3 0 1 4 10 
T4 0 0 0 2 
C2 0 0 0 0 
T5 0 0 0 2 
T6 0 0 0 0 
T7 0 0 0 4 
T8 0 0 0 0 

 

 

 
 
Figura 3.5: Número de callos formados a los 40, 50 y  60 días en los diferentes 
tratamientos de inducción. 
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Tras los resultados obtenidos de los tratamientos aplicados en el primer 

ensayo, se procedió a realizar un análisis morfológico a los callos formados en el 

tercer tratamiento (MS + 3mg/L 2,4-D + 0.5mg/L BAP), ya que en éste se presentó 

una mayor frecuencia en la formación de callo, con la finalidad de identificar la 

presencia de callos embriogénicos (tabla 3.7). 

 

Tabla 3.7: Identificación de callos embriogénicos presentes en el tercer 
tratamiento del primer ensayo de inducción, Cumbayá, 2011. 
 

“X”: Cumple con las características de los callos embriogénicos. 

 

De los 15 explantes que se establecieron y formaron callo, 10 (66.7%) 

presentaron las características morfológicas de un callo embriogénico y los 5 

(33.3%) restantes fueron considerados como callos no embriogénicos (tabla 3.8). 

 

 

 

 

 

Tratamiento 3 
(3 mg/L 2,4-D + 0.5 

mg/L BAP) 

Características de callos 
embriogénicos 

Callos no 
embriogénicos 

Friable 
Color amarillo 

a café 
Translúcido  

1    X 
2 X X X  
3 X X X  
4 X X X  
5 X X X  
6 X X X  
7    X 
8    X 
9    X 
10 X X X  
11 X X X  
12 X X X  
13 X X X  
14 X X X  
15    X 
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Tabla 3.8: Porcentajes de callos embriogénicos formados en el tercer tratamiento, 
del primer ensayo de inducción, Cumbayá 2011. 
 

Tratamiento 3 
Callos 

embriogénicos 

Callos no 

embriogénicos 
Total 

T3 
10 5 15 

66.7% 33.3% 100% 

Total 10 5 15 

 

 

Analizando tanto los resultados de los tratamientos y tiempo de inducción 

mediante el ANOVA de dos factores, tabla 3.9, nos muestra un valor ρ = 0.07 para 

los tratamientos, lo que nos indica que se rechaza nuestra hipótesis alternativa y 

se acepta nuestra hipótesis nula, es decir, los tratamientos aplicados no tiene 

diferencias significativas. En cuanto al tiempo, el valor ρ = 0.05 y teniendo en 

cuenta que la F calculada (2.95) es menor a la F crítica (2.96), se concluye que los 

días evaluados no tienen diferencias significativas en cuanto a la formación de 

callos embriogénicos. 

 

Tabla 3.9: Análisis de varianza para las variables: formación de callos y tiempo – 

primer ensayo, Cumbayá, 2011. 

 

 

 

 

 

 

Fuente de 
variación 

Suma de 
cuadrados 

Gl 
Media 

cuadrática 
Valor F Valor  ρ 

Valor crítico 
para F 

Tratamientos 66.40 9.00 7.37 2.00 0.07 2.25 
Días 32.60 3.00 10.86 2.95 0.05 2.96 
Error 99.40 27.00 3.68  

Total 198.40 39.00  
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3.2.2 Inducción a callo embriogénico – segundo ensayo  

 

Los resultados del segundo ensayo se muestran en la tabla 3.10 y figura 3.6 y se 

observa la frecuencia y el porcentaje de callo embriogénico formado en cada uno 

de los tratamientos aplicados. Además se consideró los meristemos que no 

formaron callo debido al efecto de algún agente causal. 

 

Tabla 3.10: Frecuencias y porcentajes de formación de callo embriogénico a partir 
de meristemos apicales de romerillo durante la fase de inducción – segundo 
ensayo, evaluados a los 60 días, Cumbayá 2011. 
 

Tratamientos de 
Inducción 

Estado de los explantes 
Total Ausencia de 

callo 
Formación de 

callo 
Descartados 

C1 
19 0 1 20 

95.0% 0% 5.0% 100.0% 

T1 
6 13 1 20 

30.0% 65.0% 5.0% 100.0% 

T2 
11 9 0 20 

55.0% 45.0% 0% 100.0% 

T3 
13 5 2 20 

65.0% 25.0% 10.0% 100.0% 

C2 
19 0 1 20 

95.0% 0% 5.0% 100.0% 

T4 
5 15 0 20 

25.0% 75.0% 0% 100.0% 

T5 
9 10 1 20 

45.0% 50.0% 5.0% 100.0% 

T6 
9 11 0 20 

45.0% 55.0% 0% 100.0% 

Total 
91 63 6 160 

56.9% 39.4% 3.7% 100.0% 
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Figura 3.6: Número de callos embriogénicos formados en los diferentes 
tratamientos de inducción – segundo ensayo, evaluados a los 60 días. 
 

 

Los resultados del segundo ensayo considerando el tiempo de inducción 

se muestran en la tabla 3.11 y se observa la frecuencia de la formación de callo 

embriogénico en cada uno de los tratamientos aplicados. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



63 
 

Tabla 3.11: Frecuencias y porcentajes de la formación de callo embriogénico a 
partir de meristemos apicales de romerillo, durante la fase de inducción – segundo 
ensayo, evaluados a los 50 y 60 días, Cumbayá 2011. 
 

 

 

 

 

Tratamiento 50 días 60 días 
Ausencia de 

callo 
Total 

C1 
0 0 20 20 

0% 0% 0% 100% 

T1 
3 10 7 20 

15% 50% 35% 100% 

T2 
3 6 11 20 

15% 30% 55% 100% 

T3 
1 4 15 20 

5% 20% 75% 100% 

C2 
0 0 20 20 

0% 0% 0% 100% 

T4 
3 12 5 20 

15% 60% 25% 100% 

T5 
3 7 10 20 

20% 35% 50% 100% 

T6 
2 9 9 20 

10% 45% 45% 100% 

Total 
15 48 97 160 

9.38% 30% 60.62% 100% 
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Figura 3.7: Número de callos embriogénicos formados en los diferentes 
tratamientos de inducción – segundo ensayo, evaluados a los 50 y 60 días. 
 

 

Analizando tanto los resultados de los tratamientos y tiempo de inducción 

mediante el ANOVA de dos factores, tabla 3.12, se observa un valor ρ = 0.09, lo 

que nos indica que se acepta nuestra hipótesis nula, es decir, que los tratamientos 

aplicados son iguales. En cuanto al tiempo el valor ρ = 0.00 por lo que se concluye 

que los días evaluados tienen diferencias significativas en cuanto a la formación 

de callo. 
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Tabla 3.12: Análisis de varianza para las variables: formación de callos y tiempo – 
segundo ensayo, Cumbayá, 2011. 
 

Fuente de 
variación 

Suma de 
cuadrados 

Gl 
Media 

cuadrática 
Valor F Valor ρ 

Valor 
crítico 
para F 

Tratamientos 112.44 7.00 16.06 2.92 0.09 3.78 
Días 68.06 1.00 68.06 12.39 0.00 5.59 
Error 38.44 7.00 5.49  

Total 218.94 15.00  
 

3.3 Identificación de tejido embriogénico 

 

3.3.1 Análisis morfológico – primer ensayo 

 

Después de 60 días del primer ensayo de inducción se observó que en el tercer 

tratamiento se obtuvo la presencia de callos translúcidos, friables y de color 

amarillento, para la totalidad de callos formados, lo que permitió comprobar 

morfológicamente que se trataba de callos con presencia de células 

embriogénicas (figura 3.8). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



66 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
Figura 3.8: A. Callo compacto de color blanco tomado del primer tratamiento, el 
cual no presenta características morfológicas de un callo embriogénico. B. 
Meristemo de romerillo tomado del octavo tratamiento que no formó callo. C. Callo 
translúcido, friable de color amarillo-verde, tomado del tercer tratamiento que dio 
los mejores resultados en la formación de callo embriogénico, Cumbayá 2011. 
 

 

3.3.2 Análisis morfológico e histológico – segundo ensayo 

 

Para el segundo ensayo de inducción a callo embriogénico se realizó el análisis 

morfológico, figura 3.9, de los callos formados en cada uno de los tratamientos. 

Posteriormente se realizó el análisis histológico de los callos del primer y cuarto, 

que fueron los que estadísticamente formaron un mayor porcentaje de callo 

embriogénico. Con la observación al microscopio óptico de las placas, se pudo 

visualizar agregados con células redondas, citoplasma denso y núcleo grande, 

características de tejidos embriogénicos, como se puede ver en la figura 3.10. 
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Figura 3.9: Callo translúcido, friable, visto al estereoscopio, tomado del cuarto 
tratamiento, Cumbayá 2011. 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3.10: Agregados de células redondas señaladas en un círculo rojo fueron 
las que el acetocarmín tiñó, conjuntamente con el núcleo y las glicoproteínas de la 
pared celular de las células embriogénicas (CE), mientras que las células no 
embriogénicas (CNE) no se tiñeron. 
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3.4 Proliferación de callo embriogénico 

 

En esta etapa los resultaos no fueron los esperados, ya que de las tres cajas Petri 

que se utilizaron para evaluar la proliferación de los callos con luz directa, todas 

presentaron necrosis, como se muestra en la tabla 3.13 y figura 3.11   

 

Tabla 3.13: Resultados del estado de los callos embriogénicos sometidos a 
proliferación con luz directa, evaluados después de 30 días, Cumbayá 2011.  
 

 
Estado de incubación: Luz 

Porciones de callo 
Peso inicial 

(g) 
Peso final   

(g) 
Diferencia 

(g) 

 
Observaciones 

 
1 0.054 0 0 Necrosados 
2 0.043 0 0 Necrosados 
3 0.070 0 0 Necrosados 
4 0.059 0 0 Necrosados 
5 0.076 0 0 Necrosados 
6 0.045 0 0 Necrosados 
7 0.080 0 0 Necrosados 
8 0.035 0 0 Necrosados 
9 0.070 0 0 Necrosados 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 3.11: Callos necrosados después de 30 días de evaluados en la etapa de 
proliferación, Cumbayá 2011. 
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Por otro lado, de las tres cajas Petri que se utilizaron para el estado de 

incubación en oscuridad, dos de ellas sufrieron necrosis y solo una dio resultados 

favorables a la proliferación, como se muestra la tabla 3.14  y figura 3.12. 

 

Tabla 3.14: Resultados del estado de los callos embriogénicos sometidos a 
proliferación con oscuridad, evaluados después de 30 días, Cumbayá 2011. 
 

 
Estado de incubación: Oscuridad 

 

Porciones de callo 
Peso inicial 

(g) 
Peso final 

(g) 
Diferencia 

(g) 
Observaciones 

1 0.078 0.159 0.081 
2 0.069 0.130 0.061 
3 0.075 0.155 0.08 
4 0.057 0 0 Necrosados 
5 0.041 0 0 Necrosados 
6 0.065 0 0 Necrosados 
7 0.059 0 0 Necrosados 
8 0.078 0 0 Necrosados 
9 0.068 0 0 Necrosados 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3.12: Proliferación de callos embriogénicos después de 30 días de 
evaluados. A. Zona del callo de color verde aún viable. B. Zona del callo 
embriogénico en proceso de necrosis.  
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Realizando una estadística inferencial basada en una muestra para las 

diferencias de peso de las tres porciones de callo, obtenemos los resultados que 

se muestran en la tabla 3.15. 

 

Tabla 3.15: Prueba inferencial - Intervalo de confianza de los pesos obtenidos en 
la proliferación de callo embriogénico, en estado de oscuridad, Cumbayá 2011. 
 

Variable Parámetro Estimación E.E. n LI (95%) LS (95%) 
Diferencia 
de pesos 

Media 0.07 0.01 3 0.05 0.10 

 

 

El límite inferior es 0.05 y el límite superior es 0.10, por lo que se puede 

concluir con un 95% de confianza que el intervalo [0.05;0.10] contiene el valor de 

la diferencia de peso promedio en la población desde la cual se extrajo la muestra. 
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CAPÍTULO 4: DISCUSIÓN 

 

4.1 Etapa de desinfección y establecimiento 

 

4.1.1 Desinfección de los explantes 

 
 

En la etapa de desinfección se presentan diferentes factores que limitan la 

sobrevivencia y viabilidad de los meristemos apicales de romerillo, entre ellos la 

contaminación bacteriana y fúngica, la oxidación y el necrosamiento de los 

explantes. 

 

Al analizar estadísticamente los resultados que presentan cada uno de los 

tratamientos de desinfección aplicados, se determina que la concentración de 

hipoclorito de sodio (NaClO) fue un punto crítico sobre la variable de sobrevivencia 

de los meristemos.  

 

Así pues, el necrosamiento de los meristemos, es decir, la muerte 

paulatina del tejido vegetal se da principalmente por el empleo de dosis elevadas 

de hipoclorito de sodio por un tiempo mayor a 10 minutos.  

 

El tiempo de inmersión de los explantes tanto en el primer tratamiento  

(NaClO 1.5% por 15 minutos) y el segundo tratamiento (alcohol 70% por 1 minuto 

+ NaClO por 15 minutos) evitan de manera eficaz la aparición de contaminación 

fúngica y bacteriana, pero causan la muerte del tejido. Dolberg, 2006, señala que 

la alta mortalidad de los explantes cuando se utiliza concentraciones altas de 

hipoclorito de sodio se debe principalmente a sus propiedades corrosivas, las 

cuales al entrar en contacto con las heridas abiertas de los explantes derivan en 

una necrosis del tejido. 
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El tercer tratamiento (NaClO 1% por 10 minutos) es considerado 

estadísticamente el mejor tratamiento de desinfección ya que se obtiene un 

porcentaje de sobrevivencia de 83.3% y no produce cifras significativas en cuanto 

a los agentes causales que se consideran para el descarte de los meristemos 

apicales, confirmando de esta manera que el hipoclorito de sodio es un buen 

compuesto para la desinfección de los explantes a una dosis adecuada y 

dependiendo la especie vegetal en estudio. 

 

La contaminación bacteriana y fúngica que se obtiene en los tratamientos 

aplicados se debe a que la asociación del explante con el medio de cultivo y las 

condiciones físicas de incubación fomentan un ambiente propicio para la 

proliferación de microorganismos (Roca & Mroginski, 1991), sin embargo, los 

porcentajes que presentan los diferentes tratamientos no son altos, ya que el 

porcentaje total de bacterias es de 10% y de hongos de 1.1%, esto se debe a que 

los meristemos al ser tomados del interior de las brácteas que los recubren se 

encuentran protegidos de la contaminación exterior y son menos propensos a 

contaminación fúngica y bacteriana. 

 

En cuanto a la oxidación de los meristemos apicales, los resultados 

indican que no fue un factor muy frecuente dentro del proceso de desinfección, ya 

que se descartaron muy pocos explantes por oxidación (10%), lo que nos hace 

pensar que no hubo una gran liberación de compuestos fenólicos por parte de los 

meristemos, ya que la oxidación fenólica es producida por los numerosos cortes 

que se realizan a los explantes para extraerlos, provocando así la inhibición del 

crecimiento y/o desarrollo de los explantes y la pérdida de su viabilidad (Ramírez, 

1998), lo que no ocurre en el caso de la extracción del meristemo ya que se  

despoja las brácteas y se realiza un único corte en la base. 
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4.1.2 Establecimiento de los explantes 

 

El establecimiento in vitro de los meristemos, es decir, la separación del explante y 

las operaciones relacionadas con su incubación (Roca & Mroginski, 1991), como 

la viabilidad de los mismos para crecer son evaluadas en base a los meristemos 

que sobrevivieron de los diferentes tratamientos de desinfección, que es un 

47.1%. 

 

En este sentido el tercer tratamiento (NaClO 1% por 10 minutos) presenta 

un porcentaje de 76% de meristemos establecidos de un total de 83.3% de 

meristemos que no se descartaron por contaminación. 

 

Evidentemente el primer y segundo tratamiento al presentar porcentajes 

de sobrevivencia menores, también presentan un porcentaje de meristemos 

establecidos menor, por lo que no influye de manera crítica en nuestro análisis. 

 
4.2 Etapa de inducción a callo embriogénico 
 
 

En la etapa de inducción se realizan dos ensayos, lo que ayuda a 

determinar de mejor manera los elementos óptimos que forman callo embriogénico 

a partir de meristemos apicales de romerillo. 

 

4.2.1 Inducción a callo embriogénico – primer ensayo  

 

4.2.1.1 Formación de callo embriogénico 

 

Se observa que el medio de cultivo conjuntamente con las concentraciones de los 

reguladores de crecimiento tienen una influencia significativa en la formación de 

callo, cuando se utiliza el medio MS a la mitad de su concentración la formación 

de callo es menor que cuando se utiliza el medio MS a su concentración completa. 

Estos resultados concuerdan con la literatura consultada, la cual nos indica que el 

tejido calloso se induce mediante la influencia de sustancias reguladoras de 



74 
 

crecimiento vegetal o fitohormonas adicionales al medio de cultivo (Calva et al., 

2005), lo que respalda el hecho de que no existe formación de callo en los 

controles utilizados en los dos ensayos. 

 

Como el medio MS provee los cinco nutrientes principales, hace suponer 

que el medio de cultivo es uno de los factores clave en la morfogénesis de células 

que crecen in vitro, de manera que una reducción en su concentración afecta el 

desarrollo en la morfogénesis, en este caso el proceso de callogénesis (Arzate et 

al., 2008). 

 

Con una concentración de 2,4-D (3 mg/L) + BAP (0.5 mg/L) y el medio de 

cultivo MS a su concentración completa, se obtiene el mayor número de callos 

embriogénicos por explante. Estos resultados concuerdan por lo establecido por 

Roca & Mroginski, 1991, que citan que la iniciación del callo embriogénico es 

altamente dependiente del 2,4-D. Esta auxina es la más usada para la inducción y 

mantenimiento de tejido calloso debido a que suprime severamente la 

organogénesis (Calva et al., 2005). 

 

Además, la formación de callo se atribuye al efecto de las auxinas en la 

estimulación de la división celular que en forma combinada con las citoquininas 

(BAP) promueven la disociación de tejidos en grupos celulares (Quintanilla, 2007). 

 

De acuerdo con algunos investigadores, las citoquininas parecen estar 

implicadas como un factor necesario para promover embriogénesis somática en 

algunas especies, particularmente en las coníferas (ICTA, 2003). 

 

Aún cuando el 2,4-D es una auxina que incrementa el crecimiento 

desordenado de las células lo que lleva a la formación de callos, además de 

intervenir en la  friabilidad de estos, no se obtienen callos embriogénicos cuando 

se aplica a una concentración de 1 mg/L conjuntamente con una concentración de  

BAP de 0.1 mg/L, lo que nos indica que las concentraciones de reguladores de 
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crecimiento establecidas para una especie en lo que se refiere a inducción de callo 

pueden variar según la especie en estudio, ya que los tejidos poseen 

fitohormonas, por lo cual un exceso o déficit de reguladores puede ocasionar 

inhibición del crecimiento, muerte del tejido o no cause callogénesis (Evans et al., 

2003) 

 

En cuanto al tratamiento que contiene medio MS + IAA (2 mg/L) + BAP (1 

mg/L) se observa que los meristemos tienen una respuesta distinta, ya que forman 

brotes adventicios, esto es debido a la capacidad de algunas células de responder 

a los reguladores de crecimiento aplicados y expresar nuevas vías de desarrollo a 

través de la diferenciación de centros meristemáticos (Larson et al., 2006). 

 

Por otro lado, en el tratamiento que se aplica TDZ, existe un mínimo 

número de formación de callo no embriogénico, lo que indica que el uso del TDZ, 

provoca diferentes respuestas de desarrollo que varían con el genotipo utilizado 

(Chanatásig, 2004). 

 

La utilización de meristemos apicales para la inducción de tejido calloso no 

es muy frecuente, sin embargo, para la inducción y establecimiento de cultivos de 

callos y en consecuencia la subsiguiente regeneración a tejidos y plantas,  se 

prefieren utilizar tejidos que contengan células meristemáticas (Calva et al., 2005). 

 

Los callos que se forman e identifican en esta etapa son de tipo 

embriogénico y no embriogénico, lo que nos indica que un tipo de callo no es 

exclusivo de un determinado explante o tratamiento. Similar observación fue 

realizada por Aguilar, 2008 quien identificó dos tipos de callo: el uno friable y 

cristalino distribuido en la superficie del explante considerado embriogénico y el 

otro compacto, localizado en las partes donde se realizó el corte del explante 

considerado como no embriogénico. 
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4.2.1.2 Tiempo de formación de callo – primer ensayo  

 

Los resultados obtenidos revelan que la formación de callo a partir de meristemos 

apicales de romerillo se produce a partir de los 40 días de introducido el 

meristemo en el medio de cultivo, pero desde los 50 a 60 días se tiene la mayor 

formación de callo, esto es debido a que partir de este periodo de tiempo la mayor 

parte del 2,4-D es metabolizado por el explante (Bronsema et al., 1996). 

 

A los 50 y 60 días se observa la presencia de callos translúcidos, de 

textura friable, de color amarillento y de apariencia homogénea, presentándose 

una total decoloración del explante cubierto por el callo en su totalidad, aunque a 

los 50 días existe un menor porcentaje de callos formados en relación a los 60 

días  (González et al., 2000). 

 

4.2.2 Inducción a callo embriogénico – segundo ensayo  

 

4.2.2.1 Formación de callo embriogénico 

 

En este ensayo se establece de mejor manera la formación de callo embriogénico, 

ya que el ensayo previo nos da como antecedente el medio de cultivo y la 

combinación y concentración de reguladores de crecimiento adecuados, por lo que 

se puede probar diferentes concentraciones de sacarosa para observar si tiene 

influencia en la formación de callo embriogénico, pero los resultados indican que 

no existe diferencia significativa en la formación de callo al usar 30 y 45 g/L de 

sacarosa y concentraciones iguales de dos diferentes citoquininas.  

 

López – Báez y colaboradores (2001) probaron la eficiencia de diferentes 

fuentes de carbono en la inducción de callo, donde la sacarosa se utiliza a 

concentraciones entre 60 y 80 g/L y las dos favorecen el desarrollo de callo 

embriogénico, el mismo efecto se obtiene en nuestros resultados, donde la 
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sacarosa se varia en concentración, pero no se observa diferencias significativas 

en la formación de callo embriogénico utilizando una u otra concentración. 

 

Al variar el tipo de citoquininas utilizadas, en los tratamientos con adición 

de BAP, se obtiene un leve incremento en la formación de callo embriogénico que 

en los tratamientos donde se utiliza Kinetina, estadísticamente no hubo  

diferencias significativas, pudiendo ser la causa que tanto el uso de BAP como 

Kinetina en bajas concentraciones en relación a la auxina (2,4-D), son necesarias 

para la inducción de callogénesis (Calva et al., 2005). 

 

Con una concentración de 2,4-D (3 mg/L) + BAP (0.5 mg/L) y el medio de 

cultivo MS, se obtiene el mayor número de callos embriogénicos por explante. Un 

análisis estadístico de los tratamientos utilizados en la inducción, muestra que el 

primer tratamiento (3 mg/L de 2,4-D + 0.5 mg/L de BAP + 30 g/L de sacarosa) y el 

cuarto tratamiento (3 mg/L de 2,4-D + 0.5 mg/L de BAP + 45 g/L de sacarosa) 

adicionado 10 mg/L de mioinositol, no tienen diferencias significativas entre ellos 

en la formación de callo embriogénico, pero a la vez son los tratamientos que 

mayor porcentaje de callos embriogénicos presentan. 

 

4.2.2.2 Tiempo de formación de callo – segundo ensayo  

 

Los resultados obtenidos revelan que la formación de callo embriogénico a partir 

de meristemos apicales de romerillo se produce a partir de los 50 y 60  días de 

introducido el meristemo en el medio de cultivo. 

 

A los 50 días se obtiene un porcentaje de 9.38%  de callos embriogénicos 

mientras que a los 60 días se obtiene un porcentaje de 30%, lo que confirma los 

resultados del primer ensayo, en donde se afirma que a los 60 días es el periodo 

de tiempo en donde se puede evidenciar notoriamente las estructuras 

morfológicas características de los callos embriogénicos. 
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4.3 Identificación del tejido embriogénico 

 

Previo a la identificación de tejido embriogénico, se realiza el análisis morfológico 

de los callos obtenidos en el primer ensayo, mediante simple observación y al 

estereoscopio, lo que permite identificar la presencia de callos translúcidos, 

friables y de color  amarillento, lo que indica que dichos callos son de tipo 

embriogénico, tal como lo cita Rodríguez et al., 2005, que observa callos de 

similares características los cuales se han atribuido a comportamiento 

embriogénico en especies leñosas.  

 

Así mismo se obtiene callos de tipo no embriogénico. En el aspecto 

morfológico, éstos callos se destacan por tener una consistencia compacta y poca 

o nula formación de lóbulos (Cevallos et al., 2002). 

 

En el segundo ensayo se visualiza que los callos que se obtienen en los 

diferentes tratamientos presentan las mismas estructuras morfológicas que los 

callos embriogénicos que se obtienen en el primer ensayo, por lo que se procede 

con el análisis histológico y se puede observar la presencia de agregados con 

células redondas e isodiamétricas, citoplasma denso y núcleo grande, 

características de tejidos embriogénicos, dichos componentes de éste tejido 

fueron observados en un estudio de embriogénesis somática realizado sobre una 

especie de conífera (Abies guatemalensis) (ICTA, 2003). 

 

Se observan células meristemáticas las cuales se distinguen de otras 

células por su tamaño relativamente pequeño, citoplasma denso, forma 

isodiamétrica, pared celular fina, mínima vacuolación y un gran núcleo tal como lo 

cita, Calva et al., 2005. 
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4.4 Proliferación de callo embriogénico 

 

La inducción de respuesta morfo génica cuando se utiliza 2,4-D es mejor en 

condiciones de oscuridad, ya que esta auxina sufre una degradación más rápida 

cuando se incuba en condiciones de luz (Arzate et al., 2008), con este 

antecedente se explica el necrosamiento que sufren las porciones de callo 

embriogénico que estuvieron expuestos a luz directa, por lo que se descarta el 

pesaje de los callos al final del proceso.  

 

La necrosis observada en las porciones de callo sembradas en las cajas 

Petri que se incuban en condiciones de oscuridad, se debe a que éstas 

presentaron problemas de oxidación por los cortes que se realizan previo el cultivo 

en las cajas Petri provocando la muerte de las células embriogénicas e impidiendo 

la proliferación y el crecimiento de las mismas (ICTA, 2003), por otro lado las tres 

porciones que proliferan y aumentan en peso, tienen un necrosamiento parcial, por 

lo que se consideran aptas y se procede a pesarlas (figura 3.12). 
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CAPÍTULO 5: CONCLUSIONES 

 

• El mejor tratamiento de desinfección para el establecimiento in vitro de 

meristemos apicales de árboles jóvenes de Podocarpus oleifolius es el 

tratamiento con hipoclorito de sodio (NaClO) a una concentración de 1% 

durante 10 minutos con un lavado previo de las yemas apicales en una 

solución de detergente durante 40 minutos.  

 

• La mejor formulación nutritiva evaluada para el establecimiento e inducción 

a callogénesis in vitro de meristemos apicales de árboles jóvenes de 

Podocarpus oleifolius es el medio MS a su concentración completa. 

 

• Con el  cuarto tratamiento (3 mg/L 2,4-D + 0.5 mg/L BAP + 45 g/L sacarosa 

+ 10 mg/L mioinositol) del segundo ensayo, se obtiene un porcentaje de 

23.8% callos embriogénicos de un total de 63 callos embriogénicos 

formados en todos los tratamientos, siendo el más óptimo para la inducción 

a callogénesis in vitro de meristemos apicales de árboles jóvenes de 

Podocarpus oleifolius.  

 

• Los callos embriogénicos formados a partir de los meristemos apicales de 

romerillo son callos translúcidos, friables y de color  amarillento. 

 

• Histológicamente el tejido embriogénico presenta agregados con células 

redondas e isodiamétricas, citoplasma denso, núcleo grande  y la presencia 

de células meristemáticas. 

 

• La proliferación de los callos embriogénicos se da en condiciones de 

oscuridad, pero se ve afectada por el necrosamiento del tejido siendo el 

medio MS + 2 mg/L 2,4-D + 1 mg/L BAP el adecuado para la proliferación 

del callo embriogénico evaluado. 
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CAPÍTULO 6: RECOMENDACIONES 

 

• Realizar más repeticiones en las diferentes etapas de la presente 

investigación a fin de poder encontrar mejores diferencias significativas. 

 

• Validar los supuestos de los diseños experimentales empleados, utilizar 

comparaciones o pruebas de rango múltiple para las medias de los 

tratamientos y emplear técnicas estadísticas no paramétricas y de regresión 

logística. 

 

• Probar diferentes concentraciones y combinaciones de Thidiazurón con 

otros reguladores de crecimiento en el proceso de callogénesis de 

meristemos apicales de romerillo para evaluar su respuesta. 

 

• Efectuar nuevos estudios utilizando diferentes combinaciones y dosis de 

reguladores de crecimiento, para evaluar el efecto de las mismas en el 

proceso de callogénesis de meristemos apicales de romerillo. 

 

• Realizar investigaciones de suspensiones celulares y embriogénesis 

somática a partir de los callos formados en el proceso de callogénesis 

establecido. 

 

• Investigar el proceso de callogénesis a partir de otros tipos de  explantes 

tomados de árboles jóvenes de romerillo. 
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