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Resumen 

Los páramos ecuatorianos son ecosistemas de alta montaña cuya biodiversidad es 

fundamental para la gestión de los recursos hídricos de la región. Sin embargo, las 

actividades antropogénicas y el cambio climático han provocado un deterioro del mismo. 

Por tal motivo, el objetivo del presente estudio es establecer un protocolo de desinfección e 

introducción de especies de la familia Asteraceae en Bosques Andinos del Ecuador. La 

especie seleccionada para el establecimiento in vitro debido a su importante rol ecológico 

para proyectos de reforestación, conservación y uso sostenible del suelo fue Diplostephium 

rupestre (Kunth) Weed. Los ensayos para el establecimiento in vitro de esta especie se 

realizaron a partir de semillas y yemas apicales o laterales. En la etapa de desinfección de 

las semillas se determinó que la concentración óptima de NaClO para eliminar los agentes 

contaminantes es del 3% durante 5 minutos. La obtención de brotes viables en la etapa de 

introducción se obtuvo en medio MS suplementado con 1mg/L de AG3 a los 30 días 

posteriores a la siembra con una efectividad del 93%. Por otra parte, la desinfección de 

yemas apicales o laterales tuvo el menor porcentaje de contaminación 47,5%, a una 

concentración del 3% de NaClO durante 5 minutos. El mejor control de oxidación en el 

establecimiento in vitro de yemas, se observó en el medio de cultivo suplementado con 

3mg/L de carbón activado. De tal manera, los protocolos de desinfección e introducción 

desarrollados en este estudio permiten tener una perspectiva para una reintroducción 

exitosa de material vegetal de D. rupestre (Kunth) Weed. en hábitats silvestres con objetivos 

de reforestación. 

Palabras clave: páramos, cultivo in vitro, Diplostephium rupestre (Kunth) Weed., 

protocolos de desinfección e introducción, reforestación.  
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Abstract 

Ecuadorian paramos are high mountain ecosystems whose biodiversity is fundamental for 

the region's water resources. However, anthropogenic activities and climate change have 

caused their deterioration. For this reason, the objective of this study is to establish a 

protocol for the disinfection and introduction of a species of the Asteraceae family in the 

Andean forests of Ecuador. Diplostephium rupestre (Kunth) Weed., was selected due to its 

important ecological role in reforestation and restoration projects, same as conservation and 

sustainable soil use. The trials for the in vitro establishment of this species were carried out 

from seeds and apical or lateral buds. In the seed disinfection stage, the optimum 

concentration of NaClO to eliminate contaminating agents was determined to be 3% for 5 

minutes. Viable sprouts were obtained at the introduction stage in MS medium 

supplemented with 1 mg/L AG3 30 days after sowing, with an effectiveness of 93%. On the 

other hand, disinfection of apical or lateral buds had the lowest percentage of contamination 

47.5%, at a concentration of 3% NaClO for 5 minutes. The best control of oxidation in the in 

vitro establishment of buds was observed in the culture medium supplemented with 3 mg/L 

of activated charcoal. In conclusion, the disinfection and introduction protocols developed in 

this study provide a baseline for a successful reintroduction of plant material of D. rupestre 

(Kunth) Weed. into wild habitats for reforestation and restoration purposes. 

Key words: paramo, in vitro culture, Diplostephium rupestre (Kunth) Weed., 

disinfection and introduction protocols, reforestation.   
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Capítulo I: Introducción 

Planteamiento del problema 

Los Bosques Andinos del Ecuador son ecosistemas ubicados en las faldas de las 

cordilleras andinas, su altitud varía entre los 700 a 4000 m.s.n.m (Bussmann, 2005). El 

notable rango altitudinal de este ecosistema lo convierte en una zona biodiversa y 

exuberante en relación a la flora y fauna endémica (García, 2005). 

La riqueza natural existente en estos ecosistemas tiene relación directa a su valor 

económico y ecológico como recurso hídrico. La producción de agua dulce en las cuencas 

de los Bosques Andinos, comprende el 67% de la producción total de agua dulce del país 

(Celleri & Feyen, 2009). El elevado porcentaje de producción de agua dulce está 

relacionado a las propiedades físico-químicas del suelo y la neblina característica de este 

lugar (Homeier & Leuschner, 2021). 

Sin embargo, son ecosistemas frágiles, por lo que, actividades como la 

deforestación, sobreexplotación de sus recursos y la minería, provoca la degradación de 

sus componentes (Aguirre-Mendoza, Loja, Solano, & Aguirre, 2015). Inclusive, muchas 

veces son ecosistemas menospreciados y con poca información bibliográfica, minimizando 

su relevancia ecológica, biológica y económica (García, 2005).  

La degradación continua de este ecosistema por actividades humanas requiere de 

técnicas de conservación y restauración para su recuperación y perpetuación (Grigoriadou, 

Sarropoulou, Krigas, Maloupa, & Tsoktouridis, 2020). La germinación convencional a partir 

de semillas y posterior introducción de especies con fines de recuperación es una técnica 

alternativa para la conservación de estas plantas, pero este proceso se dificulta por la baja 

tasa de germinación debido al bajo porcentaje de semillas con embrión maduro o la 

dificultad para romper la latencia (Pérez & Castañeda, 2017).  

Por lo tanto, la aplicación de técnicas de cultivo in vitro para aumentar la tasa de 

germinación a partir de semillas es un método eficiente en este proceso. La posibilidad de 
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utilizar diferentes tejidos como las yemas, para una obtención rápida de nuevas plantas libre 

de enfermedades, es necesaria, para la propagación y multiplicación de plantas con 

relevancia ecológica (Nowakowska, Pavlović, Nowicki, Boggess, & Trigiano, 2020). El uso 

de esta técnica puede ser empleado con éxito en la restauración o conservación de la 

taxonomía vegetal (Souza, Pinto, Bertolucci, & Correa, 2007). 

Por los motivos presentados anteriormente, el presente estudio tiene como 

propósito, el establecimiento de un protocolo de desinfección e introducción de especies de 

la familia Asteraceae presentes en los Bosques Andinos del Ecuador.  

Justificación del problema 

Los recursos hídricos provenientes de los Bosques Andinos representan un 

potencial recurso económico y ecológico en la zona de los Andes. Los Bosques Andinos del 

Ecuador comprenden el 34% del total del área del país (Celleri & Feyen, 2009). Los 

recursos naturales de estos bosques son únicos ya que proveen la mayor cantidad de agua 

dulce para el desarrollo sostenible de la sociedad (Homeier & Leuschner, 2021). Sin 

embargo, han sido poco estudiados, por lo que la información sobre este ecosistema y las 

especies que lo habitan es escasa (Bonnesoeur, et al., 2019). 

Los proyectos de investigación y conservación de material genético de las especies 

que se encuentran en estos ecosistemas se han convertido en una necesidad, ya que tener 

una base de datos sobre esta información permitirá solventar problemas a futuro (Posada, 

2014). La conservación ex situ efectiva a partir de técnicas de cultivo in vitro de especies en 

peligro de extinción o con interés ecológico es importante para la preservación del material 

genético ya que ofrece una alternativa para la restauración de los ecosistemas de páramo 

(Grigoriadou, Sarropoulou, Krigas, Maloupa, & Tsoktouridis, 2020). 

El estudio se realizará sobre la familia Asteraceae por ser la mayor familia, a nivel 

mundial, de plantas vasculares con un total de 25 037 especies. En el Ecuador existen 995 

especies distribuidas en la región andina, por lo que es considerada una familia 
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representativa (Panero & Crozier, 2016). La familia Asteraceae es importante, debido a que 

ha sido usada como modelo para estimar la riqueza total de la flora y fauna y como 

indicadora en la identificación de áreas con prioridad de conservación (Villaseñor & Ortiz, 

2012). Además, esta familia es relevante por sus usos en la agricultura, apicultura, industria 

farmacéutica y maderera. Sin embargo, a pesar de su predominancia en los Bosques 

Andinos del Ecuador, la familia Asteraceae está escasamente estudiada (Oliveira Amorim & 

Pousada Bautista, 2016).  

La presente investigación se enfocará en Diplostephium rupestre (Kunth) Weed., 

perteneciente a la familia Asteraceae, debido a que posee aplicaciones en la recuperación 

de suelos y ecosistemas que han sufrido erosión severa (Ávila, Baquero, Viña, & Murillo, 

2006). Adicionalmente esta especie se caracteriza por limitar el crecimiento de especies 

invasoras introducidas por actividades humanas como la agricultura, manteniendo de esta 

manera la flora nativa de los páramos del Ecuador (Pérez & Castañeda, 2017). La 

conservación de especies poco estudiadas como el caso de D. rupestre (Kunth) Weed. 

podría aportar inclusive a futuros enfoques biotecnológicos debido a las aplicaciones que 

posee. 

 El cultivo de células y tejidos vegetales es una alternativa para superar las 

limitaciones ambientales y obtener plantas con interés ecológico o de conservación, sin 

embargo, la introducción in vitro de cada especie es única, por lo que, se requiere de una 

metodología específica (Laguna, Cueva, Tamariz, & Olivera, 2019). Por lo tanto, el 

desarrollo de un protocolo de desinfección e introducción de especies de la familia 

Asteraceae es importante para la obtención de brotes y producción de plantas, para futuras 

aplicaciones de restauración de ecosistemas y reinserción de especies (Khan, Shah, & Ali, 

2021).  
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Objetivos 

Objetivo general 

Establecer un protocolo de desinfección e introducción de especies de la familia 

Asteraceae en Bosques Andinos del Ecuador. 

Objetivos específicos 

• Determinar el método de desinfección de semillas de especies de la familia 

Asteraceae. 

• Estandarizar el método de desinfección en yemas apicales/laterales de especies de 

la familia Asteraceae. 

• Determinar los mejores medios nutritivos y hormonales para el establecimiento e 

inducción de brotes de especies de la familia Asteraceae. 

Hipótesis 

El protocolo de desinfección e introducción permite el establecimiento in vitro de 

especies de la familia Asteraceae en Bosques Andinos del Ecuador.  
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Capítulo II: Marco Teórico 

Páramos de la región Andina 

Lm;n Características generales 

El páramo es un ecosistema que se encuentra ubicado entre los 3 200 y 4 700 

m.s.n.m, el cual se caracteriza por recibir altas precipitaciones de lluvia o neblina, tener una 

humedad relativa del 60% y ser uno de los mayores puntos de biodiversidad del mundo. Los 

páramos poseen una gran biodiversidad con respecto a flora y fauna endémica de la zona 

de los andes, con un 6,7 y 5,7% respectivamente (Chuncho Morocho & Chuncho, 2019). El 

páramo se encuentra distribuido en las tierras altas de Colombia, Venezuela, Perú y 

Ecuador. En el Ecuador esta área comprende el 7% del territorio total (Buytaert, et al., 

2006).  

Los páramos también son fuentes de recursos naturales y de relevancia ecológica 

ambiental. La capacidad de los suelos de captar, regular y mantener el agua, para su 

posterior distribución a los valles interandinos y ciudades aledañas, lo convierte en el 

principal gestor de los recursos hídricos a los países de Sudamérica (Buytaert, et al., 2006).  

La producción de agua dulce de esta zona, comprende el 67% del total que se 

almacenará en ríos y lagos para su posterior uso (Celleri & Feyen, 2009). La abundante 

producción de agua se debe a la propiedades físico-químicas del suelo, rol ecológico de 

ciertas especies vegetales, tasa de evo transpiración y estacionalidad de la precipitación 

(Homeier & Leuschner, 2021).  

Situación actual de los páramos 

Actualmente, el páramo se encuentra amenazado ante el deterioro de su suelo 

debido al aumento de actividades humanas. La conversión de estos ecosistemas naturales 

en tierras agrícolas o el uso desmedido de sus recursos naturales alteran el equilibrio 

ecológico, dañando los suelos y alterando los ciclos naturales como la producción de agua 

dulce (Meyfroidt & Lambin, 2011). Otra actividad que altera este ecosistema, es el cultivo de 
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pinos que reduce en aproximadamente un 50% la producción de agua dulce (Buytaert, 

Iñiguez, & De Bievre, 2007).  

Los páramos se catalogan como sitios de alta biodiversidad, albergan 

aproximadamente 3 400 especies vegetales vasculares y existe un alto nivel de endemismo. 

Sin embargo, la información científica sobre estos es escasa dada la dificultad de establecer 

colaboraciones científicas (Hofstede, Segarra, & Mena, 2003). El proyecto BIO-GEEC es 

una de las principales colaboraciones para el estudio y preservación de especies de 

ecosistemas altoandinos. 

Familia Asteraceae 

Características generales 

La familia Asteraceae es la mayor familia de plantas vasculares a nivel mundial, está 

conformada por más de 1 600 géneros y 25 037 especies. La diversidad de esta familia es 

usada como modelo para identificar las áreas prioritarias de conservación e identificar la 

riqueza total de plantas de la zona (Villaseñor & Ortiz, 2012).  

La distribución de especies de esta familia es cosmopolita, están presentes en todo 

el mundo. Generalmente se encuentran en zonas templadas, cálidas y semiáridas de los 

trópicos y subtrópicos (Nikolić & Stevović, 2015), aunque la abundancia de estas especies 

se concentra en los Andes de Sudamérica (Rivero-Guerra, 2020).  

La morfología de la familia Asteraceae es variada, algunas especies son árboles con 

alturas mayores a 30m, sin embargo, la mayoría de estas especies son arbustos o hierbas 

perennes (Rolnik & Olas, 2021). El tamaño de las hojas varía entre grandes y pequeñas 

dependiendo de la especie y están cubiertas por tricomas. En esta familia las 

inflorescencias toman el nombre de capítulos. Los capítulos son la combinación de múltiples 

flores en una sola estructura (Zhang & Elomaa, 2021).  

Se ha descrito que esta familia presenta múltiples aplicaciones. En la agricultura 

presenta propiedades insecticidas. En la apicultura son principalmente donadores de polen. 
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En la farmacéutica y alimentaria son importantes debido a su producción de metabolitos 

secundarios. En la industria maderera su importancia radica en los tallos leñosos que 

poseen (Oliveira Amorim & Pousada Bautista, 2016). 

Situación actual en el Ecuador 

El centro de diversidad de esta especie se encuentra en los Andes, por lo que esta 

familia se encuentra distribuida en todo el territorio ecuatoriano (León-Yánez, et al., 2019). 

Actualmente en el Ecuador se han identificado 217 géneros y 995 especies. Se conoce que, 

del total de especies presentes, 360 son endémicas. La tasa de especiación de la familia 

Asteraceae en el Ecuador representa el segundo lugar de especies endémicas (Aranguren, 

Morillo, & Fariñas, 2008).  

Lamentablemente, la poca investigación realizada en esta familia, ha dificultado su 

representación en los herbarios del Ecuador. El libro rojo de plantas endémicas reporta que 

el 60% de especies endémicas de asteráceas del Ecuador no han sido registradas en el 

SNAP (León-Yánez, et al., 2019).  

Género Diplostephium  

El género Displotephium consta de 111 especies, de las cuales se han registrado 21 

para el Ecuador (Vargas & Madriñán, 2006). Las especies de esta familia se caracterizan 

por tener un tallo leñoso, hojas alternas cubiertas por tricomas y capítulos con flores blancas 

y moradas. Diplostephium crece en el límite superior del bosque altoandino entre los 3 000 

a 4 500 m.s.n.m. (Ortiz, Vargas, & Simpson, 2017).  

Una especie nativa arbustiva del Ecuador cuya presencia es importante para 

proyectos de reforestación, conservación y uso sostenible del suelo es Diplostephium 

rupestre (Kunth) Weed. o mejor conocido como algodoncillo de páramo (Romoleroux, 

Cárate-Tandalla, Erler, & Navarrete, 2019). Esta especie crece en los bosques de Polylepis 

a una altura de 3 800 m.s.n.m. y es una de las especies más utilizadas en planes de 
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reforestación sobre todo en la recuperación de suelos y ecosistemas que han sufrido 

erosión severa (Ávila, Baquero, Viña, & Murillo, 2006). 

Iniciativas de conservación de especies vegetales 

El deterioro de los ecosistemas de páramo por actividades antropogénicas ha 

provocado una alarmante extinción de especies vegetales endémicas (Bussmann, 2005). La 

conservación ex situ es una alternativa para preservar la biodiversidad de este ecosistema. 

Esta técnica tiene la ventaja de proporcionar un suministro oportuno y continuo de material 

vegetal para la reforestación. Las técnicas más usadas son los jardines botánicos, herbarios 

y bancos de germoplasma (Abeli, et al., 2020).  

Los jardines botánicos son una colección de plantas vivas en peligro de extinción 

recolectadas de la naturaleza. La conservación de plantas en estos sitios permite tener una 

base de datos con información actualizada y proporcionan un recurso filogenético accesible 

para emplearlo en técnicas de reforestación (Perez, et al., 2018).  

Los herbarios son una colección de plantas completas previamente herborizadas, 

cuyo objetivo es tener una representación sistematizada de una especie en una región 

determinada. La investigación que se realiza en estos sitios relaciona las especies 

vegetales con aspectos botánicos, ecológicos y económicos (Marsico, et al., 2020).  

Los bancos de germoplasma son lugares con condiciones controladas de laboratorio 

para preservar material vegetal como semillas, tejidos o plantas in vitro. El objetivo de estos 

bancos es la conservación y multiplicación de especies en peligro de extinción. La 

capacidad de estos lugares de conservar una gran cantidad de especies vegetales, permite 

la investigación con fines de mejora genética o recuperación de ecosistemas (Guzzon, 

Gianella, Velazquez, Sanchez, & Costich, 2021).  

Técnica de conservación in vitro  

La conservación in vitro es la aplicación de técnicas de cultivo in vitro para evitar la 

pérdida de especies en peligro de extinción y mantener su diversidad genética. La 
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conservación de estos recursos genéticos se realiza en condiciones asépticas de laboratorio 

en espacios reducidos. El almacenamiento puede ser a partir de semillas o tejidos vegetales 

dependiendo del hábito de crecimiento in situ de la especie de interés (Abeli, et al., 2020). 

La conservación in vitro se divide en almacenamiento a corto y largo plazo (Garcia, 

Feria, & Acosta, 2007). El almacenamiento a corto plazo utiliza técnicas para retrasar el 

crecimiento de los explantes y aumentar su permanencia in vitro hasta 12 meses. Las 

condiciones de cultivo para el almacenamiento a corto plazo son reducir la temperatura de 

los cuartos de incubación y modificar el medio de cultivo. En cambio, el almacenamiento a 

largo plazo usa la técnica de crioconservación (Sánchez & Jiménez, 2010).  

Condiciones de cultivo 

La temperatura es uno de los principales factores para el almacenamiento a corto 

plazo. La disminución de la temperatura de cultivo reduce la actividad metabólica del 

explante y como consecuencia disminuye su crecimiento. La variación de este parámetro 

depende de los requerimientos de cada especie, ya que temperaturas muy bajas provoca 

daños fisiológicos y necrosamiento del tejido vegetal (Sánchez & Jiménez, 2010). 

El medio de cultivo es un factor importante que influye en el tiempo de conservación 

del material vegetal. La disminución de las sales minerales retrasa el desarrollo de la 

especie y disminuye los intervalos de subcultivo. La optimización de estos parámetros 

mejora la técnica de conservación in vitro, ya que se disminuye el estrés de la planta y 

aumenta su tiempo de conservación a un máximo de 6 meses (Bonilla, 2015). 

Los reguladores de crecimiento son otro factor para el almacenamiento a corto 

plazo. Estos reguladores intervienen en la obtención o protección de los explantes. Las 

giberelinas, por ejemplo, se usan para estimular la germinación ya que rompen la latencia 

de las semillas. El ácido abscísico, en cambio, tiene la función de inhibir el crecimiento y 

proteger los explantes (Bonilla, 2015).  
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Etapas de establecimiento in vitro 

El proceso de conservación in vitro inicia por la selección de un tejido vegetal a partir 

de una planta madre sana y vigorosa. El tejido vegetal puede ser semillas, hojas, yemas 

apicales o laterales, raíz y flores. La siguiente fase es la desinfección del material vegetal, 

en esta etapa se usa una combinación de bactericidas y fungicidas. El objetivo es la 

eliminación de los contaminantes del explante con un daño mínimo de las células vegetales 

(Leva & Rinaldi, 2012).  

A continuación, se procede con la etapa de introducción del material vegetal en un 

medio de cultivo nutritivo. La selección del medio de cultivo es importante ya que permite la 

adaptación del tejido y su desarrollo en un ambiente in vitro (Bonilla, 2015). En esta etapa el 

crecimiento de los explantes es influenciado por la concentración de sales minerales, 

nutrientes, vitaminas y reguladores de crecimiento. La variación de concentración de estos 

parámetros prolonga el tiempo de permanencia del explante en el medio de cultivo y 

posibilita la conservación sin subcultivos. La disminución de los subcultivos reduce los 

costos de conservación del material vegetal y evita la variación somaclonal por lo que 

permite una conservación del material genético (Garcia, Feria, & Acosta, 2007).  
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Capítulo III: Metodología 

Fase de campo 

Recolección y pretratamiento del material vegetal 

El material vegetal utilizado fueron las semillas y yemas apicales o laterales de la 

especie Diplostephium rupestre (Kunth) Weed. (Figura 1). El material vegetal se recolectó 

en el Parque Nacional Cayambe-Coca, en la zona denominada La Laguna o Plot 2 (Figura 

2), cuyas coordenadas son 17M 817994 9968088.  

Figura 1 

Ilustración fotográfica de D. rupestre (Kunth) Weed. y el material vegetal utilizado 

 

Nota. El gráfico muestra la especie D. rupestre (Kunth) Weed. y el material vegetal usado en 

este estudio: (A) Especie D. rupestre (Kunth) Weed., (B) Yemas apicales y laterales de D. 

rupestre (Kunth) Weed. y (C) Semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. en estado maduro 

observadas en el estereomicroscopio a 1x. 
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Figura 2 

Ubicación geográfica del área de muestreo 

 

Nota. El grafico representa el área de muestreo y ubicación del Parque Nacional Cayambe-

Coca (Pazmiño, 2021). 

Las semillas se recolectaron en fundas de papel y se trasladaron al Laboratorio de 

Cultivo de Tejidos de la Universidad de las Fuerzas Armadas ESPE. En el laboratorio, se 

separó las semillas del capítulo y se secaron a temperatura ambiente durante 3 a 5 días en 

papel toalla. Las semillas secas se almacenaron en cajas Petri a 5ºC y oscuridad (Khan, 

Shah, & Ali, 2021).  

Las yemas apicales o laterales se recolectaron en fundas ziploc, se almacenaron en 

una hielera y se transportaron inmediatamente al Laboratorio de Cultivo de Tejidos de la 

Universidad de las Fuerzas Armadas ESPE para su introducción.  
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Fase de Laboratorio 

Establecimiento in vitro de semillas de Diplostephium rupestre (Kunth) Weed.  

Etapa de desinfección de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. En el proceso 

de desinfección se recolectaron semillas en estado maduro, se dividieron en 3 microtubos 

con capacidad de 2mL y se colocaron 20 semillas en cada tubo. El protocolo de 

desinfección consistió en colocar una solución de detergente al 2% por 10 minutos, se 

mantuvo en constante agitación y se realizó el enjuague con agua destilada. Luego se puso 

alcohol al 70% por 1 minuto y se agitó constantemente. El lavado se realizó con agua 

destilada. Posteriormente se colocó hipoclorito de sodio y dos gotas de Tween 20 como se 

indica en la Tabla 1. Finalmente se enjuagó con agua destilada estéril dentro de la cámara 

de flujo laminar (Pérez & Castañeda, 2017).  

Tabla 1  

Diseño experimental del protocolo de desinfección 

Tratamiento Concentración de hipoclorito de sodio (%v/v) Tiempo (minutos) 

T1 0 0 

T2 1 

5 T3 3 

T4 5 

 

Nota. La tabla muestra los tratamientos de desinfección utilizados en el ensayo con sus 

respectivas concentraciones de hipoclorito de sodio y los diferentes tiempos de duración.  

Etapa de introducción de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. El 

establecimiento in vitro de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. se lo realizó en una 

cámara de flujo laminar en medio Murashige & Skoog (MS) que contiene 7% de Agar-Agar, 

3% de sacarosa, pH 5.8 y suplementado a diferentes concentraciones de Ácido giberélico 
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como se indica en la Tabla 2 (Khan, Shah, & Ali, 2021). La siembra se realizó en tubos de 

ensayo con 5mL de medio de cultivo cada uno. 

Tabla 2 

Medio de cultivo usado para el establecimiento in vitro de semillas de la familia Asteraceae 

Componentes TI1 TI2 TI3 

MS (mg/L) 4,43 4,43 4,43 

Sacarosa 3% 3% 3% 

Agar-Agar (g/L) 7 7 7 

Ácido giberélico (mg/L) 0 1 2 

pH 5,8 5,8 5,8 

 

Nota. La tabla muestra los tratamientos de establecimiento in vitro de Diplostephium 

rupestre (Kunth) Weed., composición del medio y la concentración de los reguladores de 

crecimiento.  

Establecimiento in vitro de yemas de Diplostephium rupestre (Kunth) Weed.  

Etapa de desinfección de yemas de D. rupestre (Kunth) Weed. Las muestras 

recolectadas de yemas apicales y laterales se lavaron con agua común para eliminar 

residuos de tierra. Las yemas se dividieron en 3 frascos de vidrio. En cada frasco se colocó 

solución de detergente al 2% durante 15 minutos y se agitó constantemente, finalizado el 

tiempo se enjuagó con agua común. Posteriormente, se añadió fungicida NATURAM al 4% 

y 3 gotas de Tween 20 durante 5 minutos. Se agitó constantemente y el lavado final se lo 

realizó con agua común. Posteriormente se colocó hipoclorito de sodio y dos gotas de 

Tween 20 como se indica en la Tabla 3. Finalmente se realizaron 3 lavados con agua 

destilada estéril dentro de la cámara de flujo laminar (Laguna, Cueva, Tamariz, & Olivera, 

2019).  
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Tabla 3 

Concentración de hipoclorito de sodio empleado en el tratamiento de desinfección de yemas 

de D. rupestre (Kunth) Weed.  

Tratamiento Concentración de hipoclorito de sodio (%v/v) Tiempo (minutos) 

TDY1 0 0 

TDY2 1 

5 TDY3 2 

TDY4 3 

 

Nota. La tabla muestra los tratamientos de desinfección utilizados en el ensayo con sus 

respectivas concentraciones de hipoclorito de sodio y los diferentes tiempos de duración.  

Etapa de introducción de yemas de D. rupestre (Kunth) Weed. La introducción 

del material vegetal se realizó en frascos de vidrio con 30 mL de medio de cultivo que 

contenía: ½ de Sales MS, 3% de sacarosa, 0,3% de phytagel y pH de 5.7. El medio de 

cultivo se suplementó con diferentes antioxidantes para evitar el daño del explante después 

del tratamiento de desinfección como se indica en la Tabla 4. La siembra se realizó en una 

cámara de flujo laminar. El crecimiento de los explantes se realizó con fotoperiodo de 16h 

luz y 8h de oscuridad a temperatura ambiente (Laguna, Cueva, Tamariz, & Olivera, 2019).  
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Tabla 4 

Antioxidantes utilizados para el protocolo de introducción de yemas de D. rupestre (Kunth) 

Weed.  

Tratamiento Carbón activado (mg/L) Ácido cítrico (mg/L) 

TY1 3 0 

TY2 0 100 

TY3 3 100 

 

Nota. La tabla muestra los antioxidantes utilizados para el protocolo de introducción de 

yemas de D. rupestre (Kunth) Weed.  

Análisis estadístico 

Establecimiento in vitro de semillas de Diplostephium rupestre (Kunth) Weed.  

Etapa de desinfección de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed.  

Unidad experimental. La unidad experimental fue una semilla colocada en un tubo 

de ensayo con 5mL de medio de cultivo MS.  

Tratamientos. Se realizaron 3 tratamientos como se indica en la Tabla 1 y un control 

negativo. 

Diseño experimental. Se aplicó un Diseño experimental completamente al azar 

(DCA), en el que se evaluó la concentración de hipoclorito de sodio en un tiempo fijo. Se 

utilizó un total de 150 semillas distribuidas en 45 semillas para cada tratamiento y 15 para el 

control. Para el análisis estadístico se realizaron 3 repeticiones con 15 semillas cada uno. 

Se observó el porcentaje de contaminación por hongo y bacteria, viabilidad de las semillas y 

porcentaje de oxidación. La observación se realizó a los 7 y 15 días posteriores a la 

siembra.  
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Etapa de introducción de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed.  

Unidad experimental. La unidad experimental fue una semilla colocada en un tubo 

de ensayo con 5mL de medio de cultivo.  

Tratamientos. Se realizaron 3 tratamientos como se indica en la Tabla 2 y un control 

negativo. 

Diseño experimental. Se aplicó un Diseño experimental completamente al azar 

(DCA), en el que se evaluó la concentración de ácido giberélico. Se utilizó un total de 100 

semillas distribuidas en 30 semillas para cada tratamiento y 10 para el control. Para el 

análisis estadístico se realizaron 3 repeticiones con 10 semillas cada uno. Se observó la 

formación de radícula, presencia de tallo y numero de hojas. La observación se realizó cada 

siete días durante un mes posterior a la siembra.  

Establecimiento in vitro de yemas de Diplostephium rupestre (Kunth) Weed.  

Etapa de desinfección de yemas de D. rupestre (Kunth) Weed.  

Unidad experimental. La unidad experimental fue un frasco de vidrio con 30mL de 

medio de cultivo MS con cuatro yemas sembradas.  

Tratamientos. Se realizaron 3 tratamientos como se indica en la Tabla 3 y un control 

negativo. 

Diseño experimental. Se aplicó un Diseño experimental completamente al azar 

(DCA), en el que se evaluó la concentración de hipoclorito de sodio en un tiempo fijo. Se 

utilizó un total de 240 yemas distribuidas en 80 yemas para cada tratamiento y 20 para el 

control. Para el análisis estadístico se realizaron 4 repeticiones con 60 yemas cada uno. Se 

observó el porcentaje de contaminación por hongo y bacteria, viabilidad de las semillas y 

porcentaje de oxidación. La observación se realizó a los 7 y 15 días posteriores a la 

siembra.  
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Etapa de introducción de yemas de D. rupestre (Kunth) Weed.  

Unidad experimental. La unidad experimental fue un frasco de vidrio con 30mL de 

medio de cultivo MS con cuatro yemas sembradas. 

Tratamientos. Se realizaron 3 tratamientos como se indica en la Tabla 4 y un control 

negativo. 

Diseño experimental. Se aplicó un Diseño experimental completamente al azar 

(DCA), en el que se evaluó la efectividad de diferentes antioxidantes. Se utilizó un total de 

120 yemas distribuidas en 20 yemas para cada tratamiento y 20 para el control. Para el 

análisis estadístico se realizaron 2 repeticiones con 60 yemas cada uno. Se observó la 

formación brotes. La observación se realizó a los 7 y 15 días posteriores a la siembra.  
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Capítulo IV: Resultados 

Desinfección de semillas de Diplostephium rupestre (Kunth) Weed.  

En el establecimiento del protocolo de desinfección es importante determinar la 

contaminación, la viabilidad y la oxidación que presentan las semillas en relación a 

diferentes tratamientos de desinfección, para determinar un protocolo eficiente que permita 

la germinación de las semillas.  

En el ensayo de desinfección de las semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. se evaluó 

diferentes concentraciones de hipoclorito de sodio (NaClO) al 1% (TD1), 3% (TD2) y 5% 

(TD3). En la Tabla 5 se presentan los resultados del porcentaje de contaminación, viabilidad 

y oxidación obtenidos en los diferentes tratamientos de desinfección de estas semillas. 

Tabla 5 

Porcentaje de contaminación, viabilidad y oxidación obtenidos en el tratamiento de 

desinfección de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed.  

Tratamiento Contaminación fúngica (%) Oxidación (%) Viabilidad (%) 

TD1 33,33 0,00 66,67 

TD2 6,60 0,00 93,40 

TD3 4,50 48,89 44,00 

 

Nota. La tabla muestra el porcentaje de contaminación fúngica, oxidación y viabilidad de los 

tratamientos de desinfección a diferentes concentraciones de hipoclorito de sodio. 

Tratamiento TD1 (NaClO al 1%), tratamiento TD2 (NaClO al 3%) y tratamiento TD3 (NaClO 

al 5%). 

El tratamiento TD1 con NaClO al 1% (v/v), presentó un porcentaje de contaminación 

fúngica del 33,33%. Los tratamientos TD2 y TD3 con NaClO al 3% (v/v) y 5% (v/v) tuvieron 

un porcentaje de contaminación fúngica del 6,60% y 4,50% respectivamente. 
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En la figura 3 se observan las semillas luego de la aplicación de los diferentes 

tratamientos de desinfección. En esta figura se observan semillas contaminadas por 

hongos, semillas viables y semillas oxidadas. La figura 3A muestra la contaminación fúngica 

luego de la aplicación del tratamiento con 1% de NaClO. En la figura 3B, semillas libres de 

contaminación y sin tejido necrosado luego de la aplicación del tratamiento con 3% de 

NaClO. Finalmente, en la figura 3C se observa semillas con tejido necrosado, con aquenios 

que presentaron una coloración café oscura o negra, mostrando oxidación del tejido. 

Figura 3 

Resultados obtenidos en el protocolo de desinfección de semillas de D. rupestre (Kunth) 

Weed.  

 

Nota. El gráfico muestra los resultados obtenidos en el protocolo de desinfección de semillas 

de D. rupestre (Kunth) Weed.: (A) Contaminación fúngica presentada en el tratamiento con 

1% de NaClO, (B) Semilla libre de contaminación y sin tejido necrosado en el tratamiento con 

3% de NaClO (C) Semilla de D. rupestre (Kunth) Weed. con presencia de tejido necrosado 

para el tratamiento de NaClO al 5%.  

Los datos obtenidos para los diferentes tratamientos de desinfección (Tabla 5), se 

analizaron con la prueba Shapiro-Wilks para determinar si tienen una distribución normal. El 
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valor-p obtenido en este análisis fue de 0.0892, el cual es mayor al nivel de significancia 

(α=0,05), por lo tanto, se concluye que estos datos siguen una distribución normal y se 

puede aplicar un análisis de varianza (ANOVA) para determinar si existe diferencia 

significativa entre los tratamientos utilizados. 

Al realizar el ANOVA (Tabla 6) se obtuvo un valor-p de 0,0016, el cual es menor al 

nivel de significancia (α=0,05). Por lo tanto, existe evidencia estadística suficiente para 

considerar una diferencia significativa entre las medias de al menos dos tratamientos 

utilizados para la desinfección de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. El ANOVA 

realizado se puede observar más a detalle a continuación.  

Tabla 6 

ANOVA realizado para los tratamientos de desinfección utilizados 

F.V S.C gl CM F Valor-p 

Modelo 0,15 2 0,08 22,83 0,0016 

Tratamientos 0,15 2 0,08 22,83 0,0016 

Error 0,02 6 3,4x10-3   

Total 0,17 8    

 

Nota. La tabla muestra el ANOVA realizado para determinar si existe diferencia significativa 

entre las medias de los diferentes tratamientos utilizados. 

Al observar la diferencia significativa entre las medias de los tratamientos, se realizó 

un test de Duncan para comprobar estos resultados. En la figura 4 se observa que no existe 

una diferencia significativa entre los tratamientos con NaClO al 3% (TD2) y NaClO al 5% 

(TD3), por lo que se agrupan en un mismo conjunto representado por la letra A. Sin 

embargo, para establecer el protocolo de desinfección se utilizó el TD2 debido a que 

presentó un menor porcentaje de oxidación. El tratamiento con NaClO al 1% (TD1) se 

clasificó en un grupo diferente representado por la letra B. Estos resultados sugieren que el 
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TD2 es el mejor tratamiento para realizar el protocolo de desinfección y continuar con la 

etapa de introducción de las semillas. 

Figura 4 

Test Duncan para los tratamientos utilizados en el protocolo de desinfección de semillas de 

D. rupestre (Kunth) Weed.  

  

Nota. El gráfico muestra el porcentaje de contaminación fúngica para cada tratamiento. El 

valor-p para los tratamientos TD2 y TD3 fue de 0.6745 por lo tanto no existe diferencia 

significativa entre los tratamientos y se agrupan en un mismo conjunto representado por la 

letra A. El valor-p obtenido entre la comparación de los tratamientos TD1, TD2 y TD3 fue 

0,0016 por lo que, el tratamiento TD1 tuvo diferencia significativa en comparación a los 

tratamientos TD2 y TD3. 

Introducción de semillas de Diplostephium rupestre (Kunth) Weed.  

En la introducción de semillas es importante determinar el medio de cultivo y los 

reguladores de crecimiento óptimos que disminuyan el tiempo de latencia de la semilla y 

permitan la obtención de brotes viables. La selección del mejor tratamiento de introducción 

además permite mejorar los niveles de germinación de las semillas.  
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En este ensayo se evaluó la aplicación de ácido giberélico (AG3) a diferentes 

concentraciones 0 mg/L (TI1), 1mg/L (TI2) y 2mg/L (TI3) en el medio de introducción de 

semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. En la Tabla 7 se presentan los porcentajes de 

germinación de cada uno de los tratamientos de aplicación de AG3. Estos resultados se 

obtuvieron a partir de los datos del Anexo 4. 

Tabla 7 

Porcentajes de germinación obtenidos en los tratamientos de introducción de semillas de D. 

rupestre (Kunth) Weed.  

Tratamiento Porcentaje de Germinación (%) 

TI1 20,00 

TI2 93,00 

TI3 78,00 

 

Nota. La tabla muestra los porcentajes de germinación obtenidos en los tratamientos de 

introducción de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. a diferentes concentraciones de 

Ácido giberélico. Tratamiento TI1 (0 mg/L de AG3), tratamiento TI2 (1mg/L de AG3) y 

tratamiento TI3 (2mg/l de AG3) 

El porcentaje de germinación obtenido para los tratamientos TI2 y TI3 fue del 93 y 

78% respectivamente, mientras que para el tratamiento TI1 fue del 20%. Estos resultados 

indican que concentraciones de 1 y 2 mg/L de AG3 aumentan el nivel de germinación de las 

semillas. 

La formación de radícula, hojas primarias y brotes a partir de la introducción de 

semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. es un indicativo del establecimiento de plantas in 

vitro. En la figura 5 se observa la formación de brotes a partir de la introducción de semillas 

en un periodo de cuatro semanas. El inicio de la germinación se observó a la segunda 

semana con la formación de radícula como se muestra en la figura 5A. En la figura 5B se 
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observa que a la tercera semana hay formación de hojas primarias. En la figura 5C se 

observa la formación de un brote conformado por radícula, hipocótilo y hojas primarias al 

final de la cuarta semana. 

Figura 5 

Formación de brotes a partir de la introducción de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed.  

 

Nota. El gráfico muestra el crecimiento de las semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. 

observado durante 4 semanas: (A) Formación de radícula a la segunda semana posterior a 

la siembra. (B) Formación de hojas primarias en la tercera semana posterior a la siembra. 

(C) Formación de un brote viable formado por radícula, hipocótilo, hojas primarias a la 

cuarta semana de observación. 

Los datos obtenidos para los diferentes tratamientos de introducción (Tabla 7), se 

analizaron con la prueba de Shapiro-Wilks, para determinar si los datos siguen una 

distribución normal. El valor-p obtenido fue de 0.0549, el cual es mayor al nivel de 

significancia (α=0.05), por lo que se realizó un ANOVA y test Duncan para determinar si 

existe una diferencia significativa entre los tratamientos utilizados.  

El valor-p obtenido en el ANOVA fue menor 0.0001 el cual es menor al nivel de 

significancia (α=0.05). Por lo tanto, existe evidencia estadística suficiente para considerar 

A B C 
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una diferencia significativa entre las medias de al menos dos tratamientos utilizados para la 

introducción de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed.  

Al observar la diferencia significativa entre las medias de los tratamientos se realizó 

un test de Duncan para comprobar estos resultados, los cuales se muestran en la figura 6. 

Figura 6 

Test Duncan para los tratamientos utilizados en el protocolo de introducción de semillas de 

D. rupestre (Kunth) Weed.  

  

Nota. El gráfico muestra el porcentaje de germinación para cada tratamiento. El valor-p para 

los tratamientos TI2 y TI3 fue de 0,0608 por lo tanto no existe diferencia significativa entre los 

tratamientos y se agrupan en un mismo conjunto representado por la letra B. El valor-p 

obtenido entre la comparación de los tratamientos TD1, TD2 y TD3 fue <0,0001 por lo que, el 

tratamiento TD1 tuvo diferencia significativa en comparación a los tratamientos TD2 y TD3. 

En esta figura se observa que no existe una diferencia significativa entre los 

tratamientos TI2 y TI3, por lo que los valores se agrupan en un mismo conjunto 

representado por la letra B. El tratamiento TI1 con 0 mg/L en cambio, se clasificó en un 
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grupo diferente representado por la letra A. Estos resultados sugieren que los tratamientos 

TI2 y TI3 con concentraciones de 1 y 2 mg/L son los mejores tratamientos para el 

establecimiento de un protocolo de introducción de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. 

ya que aumentan los niveles de germinación. 

Desinfección de yemas de Diplostephium rupestre (Kunth) Weed.  

Establecer un protocolo de desinfección es importante para evitar la contaminación, 

mantener la viabilidad y evitar la oxidación que presentan las yemas en relación a los 

diferentes tratamientos de desinfección empleados. 

En el ensayo de desinfección de yemas apicales y laterales de D. rupestre (Kunth) 

Weed. se evaluó diferentes concentraciones de hipoclorito de sodio (NaClO) al 1% (TDY1), 

2% (TDY2) y 3% (TDY3). En la Tabla 8 se presentan los resultados del porcentaje de 

contaminación, obtenidos en los diferentes tratamientos de desinfección de estas yemas. 

Tabla 8 

Porcentajes de contaminación y oxidación obtenidos en los tratamientos de desinfección de 

yemas apicales y laterales de D. rupestre (Kunth) Weed.  

Tratamiento Contaminación (%) Oxidación (%) 

TDY1 87,50 12,50 

TDY2 77,50 22,50 

TDY3 47,50 52,50 

 

Nota. La tabla muestra el porcentaje de contaminación fúngica y oxidación de los 

tratamientos de desinfección a diferentes concentraciones de hipoclorito de sodio. 

Tratamiento TDY1 (NaClO al 1%), tratamiento TDY2 (NaClO al 2%) y tratamiento TDY3 

(NaClO al 3%). 
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El tratamiento TDY1 presentó un porcentaje de contaminación del 87,50%. Los 

tratamientos TDY2 y TDY3 también presentaron contaminación con un porcentaje de 

77,50% y 47,50% respectivamente. 

La contaminación y la oxidación de las yemas apicales y laterales a partir del 

tratamiento de desinfección se puede observar en la figura 7. La figura 7A muestra la 

contaminación fúngica presente en todos los tratamientos con NaClO. En la figura 7B, se 

observa los explantes sin contaminación, sin embargo, se observa la presencia de tejido 

necrosado debido al estrés del protocolo de desinfección utilizado y posiblemente por el 

cambio de temperatura y condiciones entre el páramo y laboratorio.  

Figura 7 

Yemas apicales y laterales de D. rupestre (Kunth) Weed. con evidencia de contaminación y 

oxidación 

 

Nota. El gráfico muestra los resultados obtenidos en el protocolo de desinfección de yemas 

de D. rupestre (Kunth) Weed.: (A) Contaminación fúngica presentada en todos los 

tratamientos de NaClO. (B) Yema apical libre de contaminación y tejido necrosado en el 

tratamiento con 3% de NaClO. 
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Los datos obtenidos para los diferentes tratamientos de desinfección (Tabla 8), se 

analizaron con la prueba Shapiro-Wilks para determinar si tienen una distribución normal. El 

valor-p obtenido en este análisis fue de 0,4772, el cual es mayor al nivel de significancia 

(α=0,05), por lo tanto, se concluye que estos datos siguen una distribución normal y se 

puede aplicar un análisis de varianza (ANOVA) para determinar si existe diferencia 

significativa entre los tratamientos utilizados. 

Al realizar el ANOVA se obtuvo un valor-p de 0,0060, el cual es menor al nivel de 

significancia (α=0,05). Por lo tanto, existe evidencia estadística suficiente para considerar 

una diferencia significativa entre las medias de al menos dos tratamientos utilizados para la 

desinfección de yemas de D. rupestre (Kunth) Weed. El ANOVA realizado se puede 

observar más a detalle a continuación en la Tabla 9.  

Tabla 9 

ANOVA realizado para los tratamientos de desinfección utilizados 

F.V S.C gl CM F Valor-p 

Modelo 2600 2 1300 9,55 0,0060 

Tratamientos 2600 2 1300 9,55 0,0060 

Error 1225 9 136,11   

Total 3825 11    

 

Nota. La tabla muestra el ANOVA realizado para determinar si existe diferencia significativa 

entre las medias de los diferentes tratamientos utilizados. 

Al observar una diferencia significativa entre las medias de los tratamientos, se 

realizó un test de Duncan para verificar estos resultados. En la figura 8 se observa que no 

existe una diferencia significativa entre los tratamientos TDY1 y TDY2. Sin embargo, estos 

tratamientos se descartaron ya que presentaron una contaminación por hongo mayor al 

77%. El tratamiento con NaClO al 3% (TDY3) se clasificó en un grupo diferente 
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representado por la letra A. Estos resultados sugieren que el TDY3 es el mejor tratamiento 

para realizar el protocolo de desinfección y continuar con la etapa de introducción de 

yemas. 

Figura 8 

Test Duncan para los tratamientos utilizados en el protocolo de desinfección de yemas de 

D. rupestre (Kunth) Weed.  

 

Nota. El gráfico muestra el porcentaje de contaminación fúngica para cada tratamiento. El 

valor-p para los tratamientos TDY1 y TDY2 fue de 0.3040 por lo tanto no existe diferencia 

significativa entre los tratamientos y se agrupan en un mismo conjunto representado por la 

letra B. El valor-p obtenido entre la comparación de los tratamientos TDY1, TDY2 y TDY3 fue 

0,0060 por lo que, el tratamiento TDY3 tuvo diferencia significativa en comparación a los 

tratamientos TDY1 y TDY2. 

Introducción de yemas de Diplostephium rupestre (Kunth) Weed.  

En la introducción de yemas es importante tomar en cuenta la selección de un medio 

de cultivo óptimo que evite la oxidación de los explantes causada por el estrés del cambio 

de las condiciones climáticas in situ de la planta. 
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En el ensayo de introducción de yemas de D. rupestre (Kunth) Weed., para prevenir 

la oxidación de los explantes se evaluó la eficiencia de diferentes antioxidantes: Carbón 

activado 3mg/L (TY1), Ácido cítrico 100mg/L (TY2) y Carbón activado 3mg/L + Ácido cítrico 

100mg/L (TY3). En la Tabla 10 se presenta el porcentaje de obtención de brotes obtenido 

para cada tratamiento de introducción de yemas de D. rupestre (Kunth) Weed. Los 

resultados empleados para este análisis se encuentran en el Anexo 10 

Tabla 10 

Porcentaje de brotes obtenidos en los tratamientos de introducción de semillas de D. 

rupestre (Kunth) Weed.  

Tratamiento Brotes (%) 

TY1 17,50 

TY2 2,50 

TY3 7,50 

 

Nota. La tabla muestra el porcentaje de brotes obtenidos en los tratamientos de introducción 

de yemas de D. rupestre (Kunth) Weed. para cada uno de los antioxidantes utilizados. 

Tratamiento TY1 (Carbón activado 3mg/L), tratamiento TY2 (Ácido cítrico 100mg/L) y 

tratamiento TY3 (Carbón activado 3mg/L + Ácido cítrico 100mg/L). 

En este análisis se observó que los brotes presentaron un porcentaje de crecimiento 

del 17,50% para el tratamiento TY1. En cambio, para el tratamiento TY2 y TY3 se obtuvo un 

bajo porcentaje de crecimiento de brotes del 2,50 y 7,50% respectivamente. 

La formación de brotes a partir de la introducción de yemas de D. rupestre (Kunth) 

Weed. se puede observar en la figura 9. En esta figura se observa la formación de hipocótilo 

y hojas primarias. La figura 9A muestra la formación de hojas primarias después de una 

semana de crecimiento. La figura 9B representa el crecimiento del brote, en la cual se 

puede observar la formación de hipocótilo y el alargamiento de las hojas primarias.  
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Figura 9 

Brote obtenido a partir de yemas apicales de D. rupestre (Kunth) Weed.  

 

Nota. El gráfico muestra el crecimiento del brote obtenido a partir de yemas de D. rupestre 

(Kunth) Weed. observado durante dos semanas: (A) Formación de hojas primarias en la 

primera semana posterior a la siembra y (B) Elongación de hojas primarias y formación de 

hipocótilo en la segunda semana posterior a la siembra.  

Los datos obtenidos para los diferentes tratamientos de introducción (Tabla 10), se 

analizaron con la prueba de Shapiro-Wilks, para determinar si los datos siguen una 

distribución normal. El valor-p obtenido fue de 0.7643, el cual es mayor al nivel de 

significancia (α=0.05), por lo que se realizó un ANOVA y test Duncan para determinar si 

existe una diferencia significativa entre los tratamientos utilizados.  

El valor-p obtenido en el ANOVA fue de 0.05115 el cual es igual al nivel de 

significancia (α=0.05). Por lo tanto, existe incertidumbre para considerar una diferencia 

significativa entre las medias de los tratamientos utilizados para la introducción de yemas de 

D. rupestre (Kunth) Weed.  

Al observar la similitud entre el valor-p y el nivel de significancia, se realizó un test de 

Duncan para identificar la eficiencia de los tratamientos utilizados (Figura 10). 
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Figura 10 

Test Duncan para los tratamientos utilizados en el protocolo de introducción de yemas de D. 

rupestre (Kunth) Weed.  

 

Nota. El gráfico muestra el porcentaje de germinación para cada tratamiento. El valor-p para 

los tratamientos TY1 y TY2 fue de 0,0487 por lo tanto existe diferencia significativa entre los 

tratamientos y se agrupan en conjuntos diferentes representados por las letras A y B 

respectivamente. El valor-p obtenido entre la comparación de los tratamientos TY1, TY2 y 

TY3 fue 0.0513 por lo que, el tratamiento TY3 no tiene diferencia significativa en comparación 

a los tratamientos TY2 y TY3. 

En esta figura se observa que existe una diferencia significativa entre los 

tratamientos TY1 y TY2, por lo que se agrupan en conjuntos diferentes representados por 

las letras A y B respectivamente. El tratamiento TY3 demostró no tener diferencia 

significativa en relación a los tratamientos TY1 y TY2. Estos resultados sugieren que el 

tratamiento con carbón activado como antioxidante (TY1) es una alternativa eficiente para el 

establecimiento de un protocolo de introducción de yemas de D. rupestre (Kunth) Weed. y 
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pueden disminuir el nivel de oxidación provocado por el protocolo de desinfección y la 

recolección del material vegetal. 
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Capítulo V: Discusión 

Los páramos ecuatorianos son ecosistemas de alta montaña cuya biodiversidad es 

fundamental para la gestión de los recursos hídricos de la región. Sin embargo, las 

actividades antropogénicas y el cambio climático han provocado un deterioro del mismo 

(Avellaneda-Torres, León, & Torres, 2018). La degradación continua de la biodiversidad de 

este ecosistema convierte en imperativo el desarrollo de protocolos de establecimiento in 

vitro de especies amenazadas o con interés ecológico para actividades de reforestación o 

conservación ex situ (Bunn, Turner, & Dixon, 2011). 

El estudio actual se enfocó en el establecimiento de un protocolo de desinfección de 

D. rupestre (Kunth) Weed. a partir de semillas y yemas apicales o laterales. La selección de 

esta especie se enfocó en su rol ecológico para actividades de reforestación y uso 

sostenible del suelo, ya que es usada en la recuperación de suelos que han sufrido erosión 

severa (Romoleroux, Cárate-Tandalla, Erler, & Navarrete, 2019). El rol ecológico de esta 

especie está relacionada a su estrategia de supervivencia ecológica, ya que tiene la 

capacidad de producir un gran número de semillas (Supervivencia tipo R) con embriones 

viables (Supervivencia tipo K) (Pazmiño, 2021). 

Establecimiento in vitro de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed.  

El establecimiento in vitro de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. comienza por la 

estandarización de un protocolo de desinfección. La estandarización de este protocolo es 

importante ya que elimina los agentes contaminantes que pueden dañar el material vegetal 

y evitan su establecimiento in vitro (Gammoudi, Nagaz, & Ferchichi, 2022). El protocolo de 

desinfección utilizado en este estudio utilizó en primer lugar una solución de detergente al 

2% y dos gotas de Tween 20 para el primer lavado. La aplicación de tensioactivos no 

iónicos tiene el objetivo de disminuir la tensión superficial y facilitar la acción de los agentes 

desinfectantes, sobre todo en las especies de páramo para eliminar los hongos 

almacenados en los tricomas de estas especies (Samadi, Abadian, Bakhtiari, Fazeli, & 

Jamalifar, 2009). 
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En el protocolo de desinfección, el NaClO es uno de los agentes desinfectantes más 

utilizados por su capacidad fungicida y bactericida, además de poseer propiedades 

escarificantes que inducen la germinación de semillas (Pepe, Hesami, & Jones, 2021). En 

este estudio, se utilizó concentraciones de NaClO a 1, 3 y 5%, para evaluar el porcentaje de 

desinfección y oxidación de las semillas. Se obtuvo que el mejor tratamiento fue con NaClO 

al 3% ya que el porcentaje de desinfección obtenido fue del 93,40%, en comparación con el 

tratamiento de NaClO al 5% que presentó un porcentaje de desinfección del 95,5%. Sin 

embargo, para ese tratamiento se observó la oxidación del aquenio mediante una coloración 

café oscuro a negro. Los resultados obtenidos concuerdan con los reportados por Souza et 

al., (2007), el cual obtuvo un porcentaje de desinfección del 97% a una concentración de 

NaClO de 3%, para semillas de la especie Lychnophora pinaster, perteneciente a la familia 

Asteraceae. 

La eficiencia de la germinación de las semillas de algunas especies de la familia 

Asteraceae depende de los factores ambientales y de las condiciones de páramo. La 

temperatura es uno de los principales factores a considerar, en los estudios realizados por 

Grigoriadou et al., (2020) y Pazmiño (2021), en las especies Carlina diae y Diplostephium 

rupestre (Kunth) Weed., se mantuvo una temperatura entre 20 a 25°C y se observó la 

ruptura de latencia con la formación de radícula a los 14 días. Estos resultados fueron 

similares a los obtenidos en el presente estudio en el cual, la ruptura de latencia y formación 

de radícula se observó a los 15 días. 

Los tratamientos con reguladores de crecimiento como el ácido giberélico (AG3) son 

una alternativa para promover la germinación de las semillas y aumentar el porcentaje de 

obtención de brotes (Grigoriadou, et al., 2020). El protocolo de introducción usado en este 

estudio evaluó tres concentraciones diferentes de AG3 a 0, 1 y 2 mg/L. El tratamiento con 1 

mg/L de AG3 presentó una germinación del 93%, este valor es similar al reportado por 

Pazmiño (2021), en el que los porcentajes de germinación obtenidos para esta 

concentración estuvieron en un rango entre el 85 y 95%. Por lo que 1mg/L de AG3 se 
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considera la mejor concentración de este regulador de crecimiento, para aumentar los 

niveles de germinación de semillas en esta especie. 

Establecimiento in vitro de yemas de D. rupestre (Kunth) Weed.  

El protocolo de desinfección e introducción de yemas de D. rupestre (Kunth) Weed. 

se estableció a partir de explantes obtenidos de plantas jóvenes ubicadas en el Parque 

Nacional Cayambe-Coca. La abundante presencia de tricomas como medida de protección 

para las bajas temperaturas de los ecosistemas de páramo dificulta la acción de los agentes 

desinfectantes disminuyendo la efectividad de los mismos para la eliminación de hongos y 

bacterias en la superficie del tejido vegetal (Sharma, Kataria, & Shekhawat, 2017).  

Los estudios realizados por Villalobos & Pérez (1979), sugieren que en plantas que 

presentan pubescencia se debe realizar un primer lavado con una solución de detergente y 

Tween 20 para romper la tensión superficial y facilitar la acción de los agentes 

desinfectantes en la superficie del tejido. Por tal motivo, en el presente estudio, para 

eliminar el mayor porcentaje de hongos y bacterias se utilizó una solución de detergente al 

2% y cuatro gotas de Tween 20 por cada litro para el primer lavado. 

El uso de fungicida previo al lavado con hipoclorito de sodio ha demostrado que mejora 

los niveles de desinfección ya que disminuye la acción de los contaminantes endófitos, los 

cuales en plantas de páramo son muy comunes debido a las altas precipitaciones de estos 

ecosistemas y la presencia de tricomas para soportar las bajas temperaturas (Laguna, Cueva, 

Tamariz, & Olivera, 2019). En el inicio del ensayo de desinfección para las yemas de D. 

rupestre (Kunth) Weed., la aplicación aislada de NaClO a concentraciones de 1, 2 y 3%, 

presentó altos niveles de contaminación con hongos, por lo tanto, previo al lavado con 

hipoclorito de sodio se aplicó un lavado con fungicida (NATURAM al 4%) para aumentar los 

niveles de desinfección. El menor porcentaje de contaminación obtenido en este estudio 

posterior a la aplicación del protocolo de desinfección fue del 47,50%, lo cual se asemeja a 
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los resultados obtenidos por Jaramillo (2008), el cual obtuvo un porcentaje de contaminación 

del 40% para Polylepis microphylla.  

El uso de un agente desinfectante diferente al NaClO es una alternativa a tomar en 

cuenta para disminuir los niveles de contaminación de plantas de páramo (Gammoudi, 

Nagaz, & Ferchichi, 2022). Una alternativa, es el cloruro de mercurio (HgCl2), este es un 

compuesto químico utilizado para disminuir los niveles de contaminación en el cultivo in vitro 

de plantas. El estudio realizado por Laguna y sus colaboradores en el 2019, para la especie 

Senecio calvus perteneciente a la familia Asteraceae, en donde se usó una concentración 

de HgCl2 al 0,1% se obtuvo una desinfección del 97%. Sin embargo, en el presente ensayo, 

no se pudo evaluar la efectividad de HgCl2 ya que, al ser altamente contaminante, el control 

de residuos tóxicos requiere de protocolos altamente rigurosos, por lo tanto, el uso de este 

agente desinfectante es una alternativa para futuras investigaciones.  

En el protocolo de introducción de yemas apicales o laterales de especies de 

páramo uno de los principales problemas es el necrosamiento del tejido vegetal y el 

oscurecimiento del medio debido a la exudación fenólica de la sección cortada de los 

explantes (Gammoudi, Nagaz, & Ferchichi, 2022). Los antioxidantes más utilizados para 

evitar este problema, son el carbón activado, ácido cítrico y ácido ascórbico ya que 

controlan la acumulación de sustancias fenólicas que inhiben el crecimiento de los 

explantes (Ujjwala, 2006). 

El carbón activado es uno de los principales antioxidantes al momento de establecer 

yemas apicales o laterales de plantas leñosas, tiene la capacidad de adsorber los 

compuestos fenólicos y evitar la muerte del tejido (Margara, 1988). En estudios realizados 

por North y sus colaboradores en el 2002, se reporta la reducción del 53% en la producción 

de fenoles para la siembra de Strelitziareginae, en cambio en el presente estudio se obtuvo 

un control de oxidación por fenoles del 17,5%. La variación de los resultados obtenidos en 

comparación a estudios anteriores puede estar relacionada a una inhibición de crecimiento 

del material vegetal causada por la adsorción de los nutrientes del medio de cultivo. Esta 
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inhibición se produce ya que la actividad del carbón activado no está focalizada a la 

adsorción de fenoles, puede también adsorber los nutrientes del medio y afectar las 

condiciones de cultivo (Vega, Bermejo, & Villegas, 2007).  

El ácido cítrico es otro de los antioxidantes más utilizados para evitar el estrés al 

momento de introducir los explantes y evitar la oxidación del tejido (Aguirre, Jean, & Ligue, 

2010). A pesar de que el ácido cítrico es uno de los antioxidantes más utilizados y con altos 

niveles de efectividad, los resultados reportados por Jaramillo (2008) en la introducción de 

Polylepis microphylla, obtuvo una efectividad menor al 10%. Este porcentaje es similar al 

obtenido en el presente estudio, el cual fue del 2,5%. El bajo nivel de efectividad puede 

deberse a la alta producción de la enzima polifenol oxidasa (PPo) lo que dificulta el efecto 

inhibitorio del ácido cítrico, provocando una alta producción de quinonas, afectando el 

crecimiento y desarrollo de los explantes debido a su alto nivel oxidante (Ancasi, Montero, 

Ferreira, & Muñoz, 2016).  

La elevada formación de quinonas es uno de los principales problemas en el 

establecimiento in vitro de yemas de especies de páramo debido a que la oxidación de 

estos compuestos altera los procesos de crecimiento y desarrollo de los explantes 

(Jaramillo, 2008). La cisteína es una alternativa para evitar este inconveniente, este 

antioxidante elimina las quinonas que se hayan formado en la exudación de fenoles, 

además al ser un aminoácido tiene la capacidad de inducir un rápido desarrollo de los 

brotes ya que es una fuente de nitrógeno (Sanchez & Salaverría, 2004). En el estudio 

realizado por Jaramillo (2008), el uso de cisteína en la introducción de P. microphylla tuvo 

un porcentaje de supervivencia del 30%. Sin embargo, en el presente estudio no se pudo 

realizar este ensayo por lo que su uso en futuras investigaciones debe ser una alternativa a 

considerar.  

Los resultados obtenidos en este estudio demuestran que la propagación por 

semillas tiene mayor porcentaje de obtención de brotes en comparación a la propagación 

vegetativa por yemas apicales o laterales. La eficiencia de la propagación por semilla está 
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relacionada a la supervivencia R y K, ya que esta especie tiene la capacidad de formar un 

gran número de semillas con embriones viables (Pazmiño, 2021). En cambio, la 

propagación vegetativa tiene un menor porcentaje de efectividad debido a la abundante 

pubescencia presente en la yemas apicales o laterales y el necrosamiento del tejido vegetal 

causado por la exudación fenólica en las zonas de corte del explante (Gammoudi, Nagaz, & 

Ferchichi, 2022).  

La variabilidad genética que se obtuvo en este estudio es importante ya que permite 

planes de reforestación sin riesgo de una pérdida masiva de plantas causada por plagas o 

enfermedades al momento de su reinserción en la naturaleza (Loo, 2011). Una adecuada 

reforestación está relacionada a la cuantificación de la variabilidad genética y a la capacidad 

de adaptación de los factores bióticos y abióticos del ecosistema (Alía, et al., 2004). La 

variabilidad genética obtenida en este estudio está relacionada a la siembra de semillas de 

diferentes plantas ya que la recolección se realizó de manera aleatoria en diferentes puntos 

de muestreo.  

El establecimiento de un protocolo de desinfección e introducción de semillas y 

yemas es importante para eliminar los agentes patógenos que afectan en el desarrollo in 

vitro del material vegetal (Hesami, Naderi, & Tohidfar, 2019). Por lo tanto, el estudio 

realizado en las semillas y yemas de D. rupestre (Kunth) Weed. permitió estandarizar un 

protocolo de desinfección e introducción para el establecimiento in vitro de esta especie. 

Además, esta investigación es la fase inicial para la micropropagación y conservación de 

esta especie perteneciente a la familia Asteraceae que puede ser usada en la reforestación 

y restauración de los Bosques Andinos del Ecuador.  
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Capítulo VI: Conclusiones 

El presente estudio tuvo como objetivo establecer un protocolo de desinfección e 

introducción de especies de la familia Asteraceae en Bosques Andinos del Ecuador, en 

base a ello se realizaron ensayos de desinfección e introducción que permitieron el 

establecimiento in vitro de D. rupestre (Kunth) Weed. y se pudo concluir que:  

• El protocolo de desinfección estandarizado para las semillas de D. rupestre (Kunth) 

Weed. consta de la aplicación de una solución de detergente al 2% durante 10 

minutos, alcohol al 70% durante 1 minuto e hipoclorito de sodio (NaClO) al 3% 

durante 5 minutos, ya que se obtuvo un porcentaje de desinfección del 93%. 

• El medio de cultivo MS suplementado con ácido giberélico a una concentración de 

1mg/L, permitió el establecimiento in vitro de semillas de D. rupestre (Kunth) Weed. 

con un porcentaje de germinación del 93%. 

• El protocolo de desinfección estandarizado para las yemas de D. rupestre (Kunth) 

Weed. consta de la aplicación de una solución de detergente al 2% y 4 gotas de 

Tween 20 durante 15 minutos, NATURAM al 4% y 4 gotas de Tween 20 durante 1 

minuto e hipoclorito de sodio (NaClO) al 3% y 4 gotas de Tween 20 durante 5 

minutos, ya que se obtuvo un porcentaje de desinfección del 52.50%. 

• El control de la oxidación para el establecimiento in vitro de yemas de D. rupestre 

(Kunth) Weed. tuvo los mejores resultados en el medio de cultivo suplementado con 

3mg/L de carbón activado. Lo que permite disminuir la exudación fenólica de la 

sección cortada de los explantes.  

• En el presente estudio, se obtuvo que la propagación por semillas tiene mayor 

porcentaje de obtención de brotes en comparación a la propagación vegetativa por 

yemas apicales o laterales  

• El muestreo al azar de semillas realizado en la presente investigación permite 

mantener la variabilidad genética en el establecimiento in vitro de D. rupestre (Kunth) 
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Weed., lo que evita la pérdida masiva de plantas causada por plagas o 

enfermedades al momento de realizar planes de reforestación. 
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Capítulo VII: Recomendaciones 

En el establecimiento in vitro de yemas se recomienda realizar pruebas con otros 

antioxidantes como PVP, ácido ascórbico y el uso de aminoácidos como la glicina, arginina 

y glutamina para eliminar las quinonas y poder reducir el efecto oxidativo que provoca la 

exudación de fenoles. 

En el protocolo de desinfección de yemas de D. rupestre (Kunth) Weed. se 

recomienda el uso de agentes desinfectantes más fuertes como el Cloruro de Mercurio para 

eliminar la mayor cantidad de agentes patógenos como hongos y bacterias. 

Se recomienda realizar la recolección del material vegetal en diferentes épocas del 

año para analizar la variabilidad en los niveles de contaminación y oxidación de los 

explantes. 
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