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Micropropagación y producción de Turbinicarpus 
knuthianus (Boed.) John & Riha cactácea ornamental del 

Desierto Chihuahuense 
 

Eulalia Edith Villavicencio Gutiérrez1 
Miguel A. Carranza Pérez2 
Sofía Comparan Sánchez2  

Areli González Cortes3 

Introducción 
México es el centro de diversificación de cactáceas más importante 

del Continente Americano, con un elevado índice de endemismos. La 
parte sureste del Desierto Chihuahuense, conformada por los estados de 
Coahuila, San Luis Potosí, Tamaulipas y Nuevo León México, es donde 
existe el mayor número de cactáceas con algún grado de amenaza de 
extinción (Guzmán et al., 2007 Arredondo et al., 2009; Guzmán et al., 
2007). 

Una de las especies que se distribuyen en esta área semidesértica es 
el  Turbinicarpus knuthianus, una cactácea que por su morfología y 
aspecto es apreciada por coleccionistas expertos y/o aficionados 
nacionales y extranjeros, quienes la utilizan como planta de ornato. 

Las poblaciones naturales de esta especie presentan un alto grado 
de deterioro, originado por el crecimiento de las zonas urbanas, 
industriales, agrícolas y ganaderas. El crecimiento acelerado de estas 
actividades ha originado un efecto negativo en la supervivencia de la 
especie T. knuthianus considerada como endémica y sujeta a protección 
especial (Pr), por lo que se ha hecho necesario propiciar su recuperación 
y conservación ex situ. El estatus de riesgo en el que se encuentran las 
poblaciones naturales de esta especie se ha establecido acuerdo a la 
Norma Oficial Mexicana que determina el estatus de la flora y  fauna 
nativas del territorio nacional (NOM-059-SEMARNAT, 2010), 
(SEMARNAT, 2010) (Figura 1).  

                                                         
1M. C. Investigadora del Programa Manejo Forestal Sustentable y Servicios Ambientales. Campo Experimental 

Saltillo. CIRNE-INIFAP. 
2Biol. Profesor-Investigador del Depto. Botánica. Universidad Autónoma Agraria Antonio Narro. 
3 M.C. Integrante de la Red Cactáceas del SINAREFI. 
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Figura 1. Planta de T. knuthianus (Boed.) John & Riha aclimatada en invernadero del 

INIFAP-CESAL-CIRNE.  

La conservación ex situ se basa en el mantenimiento de accesiones 
viables de especies amenazadas, asegurando a largo plazo la propagación 
de especies raras y en peligro de extinción. Entre las diferentes 
modalidades de conservación ex situ están los bancos de germoplasma 
(semillas ó in vitro) y colecciones de plantas en campo, viveros o jardines 
botánicos. Los bancos de germoplasma constituyen uno de los métodos 
más convenientes para la conservación de germoplasma ex situ, porque 
permiten almacenar una gran variabilidad genética en forma económica y 
práctica. Para el caso de especies en estatus de riesgo  como T. knuthianus 
que se caracterizan por presentar poblaciones naturales escasas, es 
necesario implementar métodos de conservación ex situ, en donde se 
apliquen las técnicas del Cultivo de Tejidos Vegetales (CTV) con el 
propósito de multiplicar este recurso fitogenético. 

En esta publicación se describe el proceso de micropropagación 
desarrollado en el Laboratorio de Cultivo de Tejidos Vegetales del Campo 
Experimental Saltillo CIRNE-INIFAP, para la conservación de la 
“biznaguita” o “biznaga cono invertido de Knuth” como comúnmente se 
le llama a esta especie, el cual fue generado de acuerdo con las etapas 
señaladas por Murashige (1974), Fay y Gratton (1992) y posteriormente 
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revisadas por Debergh y Maene (1981) y Giusti et al., (2002) abarcando, 
las cuatro etapas del proceso de cultivo de tejidos vegetales.  

Características de las cactáceas 
La palabra cactus proviene del griego káktos que se utilizaba para 

nombrar a una planta espinosa parecida al cardo del sur de Europa y norte 
de África (Nobel, 1998; Hunt, 2006). Las plantas de la familia Cactaceae 
son dicotiledóneas adaptadas para sobrevivir en climas áridos, debido a 
que tienen una cutícula rica en ceras que les sirve para prevenir la pérdida 
de agua y sus hojas han sido reducidas a espinas (Newland et al., 1980; 
Montaño et al., 1993; Hernández y Godínez, 1994).  

La familia de los cactus ha evolucionado hacia una multitud de 
formas, alejándose de la imagen clásica del vegetal para convertirse en 
“piedras”, “bolas” o “cirios”. Estas curiosas plantas pueden ser definidas 
de manera sencilla. Un cactus es una planta que ha evolucionado con el fin 
de poder, de un modo u otro, resistir ciertas condiciones de sequía. Esto se 
ha traducido en la desaparición de sus hojas y en la transformación del 
tallo, el cual es un órgano de almacenamiento de agua y de asimilación de 
clorofila. De esta forma, las cactáceas pueden permanecer fuera del suelo 
durante un largo periodo sin morir. Estas especies presentan un tallo 
carnoso que puede crecer en forma de órgano, globular, cilíndrico, 
candelabro y arbustivo, el cual funciona como elaborador de carbohidratos 
primarios siguiendo la ruta fotosintética del metabolismo ácido de las 
crasuláceas (MAC) (Anderson, 2001; Villavicencio et al., 2010). En él se 
distribuyen meristemos laterales frecuentemente latentes compuestos por 
dos yemas, que producen espinas y otros que producen brotes axilares o 
yemas florales (Seeni y Gnanam, 1980; Hubstenberger et al., 1992; 
Montaño et al., 1993).  Estas yemas están contenidas en las areolas y/o 
mamilas, una estructura única en las cactáceas que se distribuyen en 
algunas especies como Mammillaria sp. (Ordoñez, 2003), a lo largo de las 
costillas en  Astrophytum sp. (Trinidad, 2005), o en las yemas presentes 
en los tubérculos como en Leuchtenbergia sp. (Starling, 1985; Hunt, 
2006). 
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Esta estructura proporciona micro-ambientes de sombra y humedad 
al tallo, sus tejidos internos sirven de almacenaje de agua, éstos se 
contraen y expanden en función de la disponibilidad de agua (Mauseth, 
2000).  

Todas estas características reflejan una especialización general al 
hábitat de las zonas áridas y semi-áridas, que las ha llevado a tener 
transformaciones en respuesta a los cambios ambientales como aumento 
de temperatura y disminución en la disponibilidad de agua. Es bastante 
difícil precisar la edad de las cactáceas, ya que, contrariamente a los 
árboles, estas plantas no forman anillos concéntricos anuales. En 
Echinocactus grusonii existen ejemplares con más de 250 años, en 
comparación por su tamaño existen ejemplares de Echinocactus ingens 
que podría pensarse que son milenarios; sin embargo, esto no es así, su 
crecimiento depende de las condiciones climáticas, una misma planta 
puede no crecer ni un centímetro en diez años y después ganar diez en 
unos meses (López et al., 2008). 

Características del género Turbinicarpus  

Su nombre se origina del latín turbinatus, que significa trompo y del 
griego Karpós, haciendo referencia a la forma general que presentan estas 
plantas. Este género se ha relacionado estrechamente con los géneros 
Neolloydia y Thelocactus, e incluso se ha llegado a proponer que estas 
especies no son más que formas juveniles de Neolloydia con la capacidad 
de florecer y fructificar a una edad temprana. Esta idea no ha sido 
aceptada del todo por los estudiosos de las cactáceas y se ha decidió 
mantener este género independiente con 24 especies y un híbrido natural 
(Britton y Rose, 1963; Hunt, 2006). 

Existen unas 24 especies de este género que se distribuyen desde el 
suroeste de Estados Unidos hasta el noroeste de México (Bravo y 
Sánchez-Mejorada, 1991; Hunt, 2006). 

 



   

5 
 

Descripción morfológica de Turbinicarpus knuthianus 
(Boed.) John & Riha 1983 

Plantas pequeñas de 6 cm de diámetro, solitarias o en grupo. Tallos 
de forma esféricos, color verde oscuro. Espinas agrupadas en aréolas. 
Costillas divididas completamente en tubérculos de forma cónica con 9 
mm de largo; presenta pubescencia blanca en la parte apical; de 18 a 20 
espinas radiales blancas con 8 mm de longitud, lisas, rígidas, puntiagudas, 
extendidas horizontalmente; una sola espina central de 10 mm de largo. 
Flores muy numerosas de 25 mm de longitud y de ancho; pétalos 
oblongos, escasamente puntiagudos, de color carmín rosado brillante a 
carmín rojo. Fruto ovalado, de color verde brillante a café (Britton y Rose, 
1963; Hunt, 2006). 

Su hábitat natural son las zonas áridas. Es una especie rara poco usual 
en colecciones y en viveros productores de plantas de ornato (Cuadro 1). 

Cuadro 1. Clasificación taxonómica de T. knuthianus (Boed.) John & Riha  

REINO Plantae 

DIVISIÓN Magnoliophyta Cronquist, Takht. & W. Zimm. ex 
Reveal 

CLASE Magnoliopsida Brongn. 
SUBCLASE Caryophyllidae Takht. 
ORDEN Caryophyllales Benth. & Hook. f. 
FAMILIA CACTACEAE Juss. 
GENERO Turbinicarpus Back. 
ESPECIE knuthianus (Boed.) John & Riha 

Sinónimos  
Turbinicarpus saueri subsp. knuthianus (Boed.) Luthy, 2001. 
Echinocactus knuthianus Boed., 1930 
Neolloydia knuthiana (Boed.) F.M. Knuth in Backed., 1935. 
Thelocactus knuthianus (Boed.) Borg, 1937. 
Gymnocactus knuthianus (Boed.) Backeb., 1961. 
Pediocactus knuthianus (Boed.) Halda, 1998. 
 

Nombre Común: “Biznaguita” y “biznaga de cono invertido de 
knuth”. 
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Antecedentes del Cultivo de Tejidos Vegetales (CTV) 
El término de CTV se usa para describir diferentes técnicas de cultivo 

de células, tejidos u órganos en un medio nutritivo en condiciones 
asépticas y con la capacidad de generar individuos completos, los cuales se 
pueden desarrollar hasta la madurez. Las diferentes técnicas de CTV se 
han empleado para el estudio y propagación de una gran variedad de 
especies y en las últimas dos décadas el CTV ha demostrado su gran 
utilidad para propagar especies en peligro de extinción como la especie T. 
knuthianus, ya que ofrece la posibilidad de producir plantas a tasas más 
altas que las que se obtienen mediante procedimientos tradicionales de 
cultivo (Mata et al., 2006). Las técnicas de micropropagación ofrecen 
una alternativa para la conservación de los recursos genéticos y rescate de 
especies como este tipo de cactus con valor agregado que  puede aplicarse 
bajo el esquema de laboratorio-invernadero (Mata et al., 2001; Espinosa 
et al., 2003). 

El CTV in vitro o micropropagación se basa en el concepto de 
totipotencialidad de las células vegetales, es decir, a partir de diferentes 
explantes es posible desarrollar plantas normales y completas (Moebius-
Goldammer et al., 2003). Al respecto, Johnson y Emino (1979), 
Hubstenberger et al., (1992) y Giusti et al., (2002) propusieron la 
propagación clonal a través de la micropropagación, como una vía factible 
para las cactáceas, con la cual es posible contribuir al rescate y 
conservación de este recurso fitogenético. Este es un sistema en el que se 
utilizan como explantes tejidos u órganos que se toman de una o más 
plantas donadoras, las cuales tienen meristemos preexistentes y a partir de 
estos se pueden generar uno o más brotes (Murashige, 1974; Villalobos y 
Thorpe, 1985; Pierik, 1987). 

Propagación clonal de plantas por CTV  
El principio de la propagación clonal en plantas se basa en que toda 

célula vegetal tiene la información genética para regenerar un organismo 
completo si se le proporcionan las condiciones medio ambientales 
adecuadas, utilizando principalmente medios nutritivos de composición 
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definida en recipientes de vidrio o envases de polipropileno en condiciones 
asépticas en todas las etapas de propagación. 

Estas condiciones han sido agrupadas de la forma siguiente: 

a) Condiciones químicas o del medio de cultivo: compuestos 
inorgánicos como macro-nutrientes y micronutrientes; compuestos 
orgánicos como carbohidratos, vitaminas, aminoácidos reguladores del 
crecimiento, complejos orgánicos y sustancias de soporte físico (agar). 

b) Condiciones físicas: temperatura, iluminación, humedad relativa y 
gases atmosféricos. 

Métodos usados en la micropropagación de las especies 
vegetales 

a) Obtención de embriones somáticos a partir de callos o células en 
suspensión. 

b) Obtención de brotes adventicios a partir de callos o células en 
suspensión, para su  posterior enraizamiento. 

c) Formación de brotes adventicios directamente de tejido somático, 
sin pasar por la etapa de callo. Los brotes son posteriormente 
enraizados. 

d) Inducción de brotes a partir de ápices o yemas axilares, para su 
posterior enraizamiento. 

Generalmente, un medio que contenga altos niveles de auxinas 
inducirá la formación de callos. También la combinación de auxinas y 
citocininas puede promover la formación de callos, pero si se reduce la 
concentración de auxinas y se incrementa la concentración de citocininas 
se induce la formación de brotes (Dixon, 1985; Villavicencio et al., 
2006). 

Ventajas y desventajas de la micropropagación 

La aplicación de la micropropagación tiene ventajas sobre los 
sistemas convencionales de propagación; sin embargo, es importante 
mencionar que estas ventajas dependen fuertemente de la infraestructura 
con que se cuente, del valor agregado que tenga en el mercado la especie 
que desea propagar, el nivel de producción que pretenda generarse y de 
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factores inherentes al método, como la condición fitosanitaria de las 
plantas donadoras de inóculos o explantes (presencia de alguna 
enfermedad), la edad fisiológica (juvenil, maduro), deficiencias 
nutricionales, tamaño y tipo de tejido seleccionado como explante, los 
constituyentes del medio de cultivo, las condiciones de incubación, la 
interacción entre factores fisicoquímicos y eficiencia en el número de 
brotes generados/explante (Escobar, 1985; Villalobos y Thorpe, 1985). 

De este modo la micropropagación (cultivo de órganos o tejidos) se 
ha convertido en una opción para multiplicar rápidamente variedades o 
especies que cuentan con pocos individuos o que tienen dificultades para 
propagarse por métodos convencionales.  

Con la aplicación de esta técnica se puede obtener un mayor control 
fitosanitario, generar plantas libres de virus (cultivo de meristemos) y 
acelerar el mejoramiento genético proliferando en corto tiempo genotipos 
sobresalientes. 

Villalobos y Thorpe (1985) y Sagawa y Kunisaki (1990), señalan 
algunas ventajas del cultivo de tejidos con respecto a otros sistemas de 
propagación (Cuadro 2). 

Cuadro 2. Consideraciones del sistema de micropropagación.  

VENTAJAS DESVENTAJAS 

Con una pequeña cantidad de tejido, que 
constituye un explante inóculo, potencialmente se 
pueden regenerar millones de plantas. El explante 
es un fragmento de la planta que es establecido in 
vitro. 

La micropropagación requiere 
técnicas avanzadas e 
instalaciones y equipo 
especializados. 

Esta técnica permite multiplicar especies con 
dificultades para ser  propagadas por métodos 
convencionales. 

Se requiere desarrollar métodos 
específicos para obtener 
resultados óptimos con cada 
especie. 

El número de plantas del genotipo de interés 
puede incrementarse rápidamente y en un tiempo 
más corto que la propagación convencional. 

Las plántulas inicialmente son 
muy pequeñas. 

 
 



   

9 
 

(cont…) 
Cuadro 2. Consideraciones del sistema de micropropagación.  

VENTAJAS DESVENTAJAS 

Los niveles de nutrimentos, luz, temperatura y 
otros factores pueden ser fácilmente controlados 
para acelerar la multiplicación vegetativa y 
regeneración. 

Se pueden multiplicar grandes cantidades de 
plantas en un espacio reducido, a bajo costo y en 
tiempos económicamente costeables. 

Se puede controlar la sanidad del material 
propagado. 

Los materiales se pueden transportar bajo las 
condiciones in vitro a otros países con menos 
restricciones. 

Para que sea factible su aplicación 
se requiere que la propagación in 
vitro del genotipo de interés sea 
rápida, más eficiente y menos 
costosa que la propagación 
convencional o comercial que se 
tenga registrada, destacando sus 
diferencias  en cuanto a su 
volumen de producción, calidad y 
uniformidad. 

Etapas del Cultivo de Tejidos Vegetales 

Etapa 1. Establecimiento del inoculo en un cultivo aséptico 
El propósito de esta etapa es establecer in vitro un explante estéril en 

un medio de cultivo aséptico. Es la etapa más crítica y de gran importancia 
en el proceso de regeneración, porque interactúan diferentes factores que 
determinan su éxito, como la contaminación endógena o exógena causada 
por bacterias y hongos (Hubstenberger et al., 1992;  Papafotiou et al., 
2001). Este efecto puede evitarse si se realiza una buena desinfección en 
la que se involucran diferentes tipos y concentraciones de agentes 
desinfectantes, los cuales no deben ser tóxicos, ya que estos pueden 
inhibir la germinación o, la brotación de yemas. El protocolo de 
desinfección es muy importante, ya que de él depende el establecimiento 
in vitro del explante.  

El tiempo de inmersión utilizado, así como la concentración de 
hipoclorito de sodio, etanol y el uso de agua destilada estéril favorecen el 
proceso de desinfección de estas semillas, por lo que ambos factores  
tienen que considerarse en este proceso, como también han sido referidos 
por Mauseth (1979), Hernández y Godínez (1994) y Villegas(1996) .  
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Semillas como fuente de inóculo.- Preferentemente se utilizan 
semillas de cosecha reciente. Estructuralmente las semillas de la familia 
cactáceae están formadas por un embrión, material de reserva y tejidos de 
protección. Estos tegumentos forman una cubierta cerosa protectora 
llamada testa que es impermeable al paso del agua. Como ocurre con 
todas las especies de propagación sexual, la germinación de cactáceas 
consiste en la reanudación del crecimiento del embrión, el cual ha 
permanecido en estado latente (Araya et al., 2000; De La Rosa et al., 
1994;  Hernández y Godínez, 1994 y Ordoñez, 2003). 

Etapa 2. Multiplicación 
En esta etapa se promueve la inducción de brotes, misma que puede 

presentarse por tres diferentes vías: a partir de yemas axilares, 
organogénesis, que consiste en la formación de órganos como raíces, 
areolas, tallos y por embriogénesis somática a partir de células somáticas, 
que forman estructuras bipolares que tienen un eje apical-radical aislado 
por un tejido epidérmico que no tiene conexión vascular con el tejido 
materno (Jiménez, 1998). Para la organogénesis directa en cactáceas se 
pueden utilizar como explantes yemas axilares que están contenidas en las 
areolas o mamilas que se encuentran distribuidas en los tubérculos o 
costillas de la planta madre (Vyskot y Jara, 1984; Escobar, 1985; Puente 
y Bashan, 1993; Yassen et al., 1995, Clayton et al., 1990 y Villavicencio 
et al., 2009).  

Esta ruta morfogenéticas puede utilizarse en la especie de T. 
knuthianus porque presenta yemas axilares, que pueden activarse y 
generar brotes.  

La organogénesis y embriogénesis somática se puede dar de forma 
directa, cuando las estructuras se generan sobre el explante inicial o de 
forma indirecta cuando la formación de los órganos se da por la 
desorganización del explante en un tejido denominado callo. El callo, este 
se caracteriza porque presenta una división celular continua y forma un 
agregado irregular de células, que posteriormente es capaz de 
reorganizarse y formar los órganos.  
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Todos los eventos que se suscitan durante la etapa de callo, 
formación de diferentes órganos y/o embriones se denominan respuestas 
morfogenéticas, las cuales se expresan por la presencia de las hormonas 
endógenas del explante y de fitoreguladores adicionados al medio de 
cultivo. Las que más se emplean dentro del CTV son las citocininas, solas o 
en combinación con las auxinas en diferentes concentraciones (López et 
al., 2008). 

Etapa 3. Enraizamiento 
Los brotes obtenidos se individualizan y subcultivan en un medio de 

cultivo fresco para promover su elongación y posteriormente el desarrollo 
de raíces (enraizamiento), el cual puede llevarse a cabo en ausencia o en  
presencia de fitohormonas como las auxinas (George y Sherrington, 
1984). Para el enraizamiento in vitro se puede emplear el medio de 
cultivo MS (Murashige y Skoog, 1962) completo o al 50% de sus 
componentes, para que las nuevas vitroplantas generen su sistema 
radicular y posteriormente pueden aclimatarse en invernadero. 

Esta etapa es importante y es parte del proceso denominado 
aclimatación que consiste en "obligar a las vitroplantas ", a pasar de su 
condición heterótrofa a una condición autótrofa. Esto se logra 
modificando el contenido de sacarosa o reduciendo las sales en el medio 
de cultivo para que las vitroplantas activen su aparato fotosintético y 
puedan adaptarse a las condiciones ex vitro cuando se saquen del sus 
envases. En el caso de los embriones somáticos, estos pueden germinar y 
continuar su crecimiento; por su naturaleza bipolar no se requiere 
promover su enraizamiento, sino su maduración para que puedan 
establecerse como plántulas. 

Etapa 4. Aclimatación 
Es la trasferencia de las plántulas enraizadas a un sustrato previamente 

esterilizado para que continúen con el proceso de aclimatación en 
condiciones ex vitro en un invernadero. Esta etapa es la más crítica, pues 
define el éxito del método en cuanto a productividad. 

En invernaderos donde se producen plantas ornamentales se utiliza 
una gran variedad de materiales de tipo orgánico e inorgánico, como 
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sustratos solos o mezclados que proveen un medio para el crecimiento de 
la planta como: tezontle fino, “tepojal” (roca volcánica extrusiva de 
textura vesicular, burbujeada y porosa que guarda el calor), polvillo de 
coco, perlita, arena, tierra de hoja molida, “peat moss”, vermiculita, 
bagazo de caña de azúcar molido, cascarilla de arroz, arena y aserrín entre 
otros. 

En esta etapa (aclimatación) se puede dar un valor agregado al  utilizar 
un biofertilizante que contenga como ingrediente activo Azospirillum sp. 
que ayude al crecimiento radicular. Este microorganismo (Azospirillum 
sp.)se considera como uno de los géneros de rizobacterias promotoras del 
crecimiento vegetal, debido a su capacidad de mejorar significativamente 
el crecimiento y desarrollo de las plantas, así como el rendimiento de 
numerosas especies vegetales de interés agrícola y ornamental (Bashan et 
al., 2004). Uno de los principales mecanismos propuestos en la actualidad 
para explicar la promoción del crecimiento vegetal en plantas inoculadas 
con Azospirillum sp., se relaciona con su capacidad de producir y 
metabolizar compuestos reguladores del crecimiento vegetal o 
fitohormonas (Okon and Labandera, 1994), como el ácido indole-3-
acético (Cheryl and Glick, 1996). 

Cultivo de Tejidos Vegetales (CTV) en cactáceas 
Las especies pertenecientes a la familia Cactaceae que se propagan a 

nivel comercial generalmente tienen germinación baja y lento crecimiento, 
lo que origina una producción de plantas con tamaños diferentes dentro 
de un mismo lote, existiendo una reducida cantidad de brotes laterales. 
Con el propósito hacer mas eficiente el proceso de producción durante los 
últimos años el CTV se ha utilizado como una alternativa para la 
propagación de cactáceas (Ault y Blackmon, 1987; Hubstenberger et al., 
1992; Montaño et al., 1993; Papafotiou  et al., 2001; Ojeda et al., 
2008). 

La micropropagación representa una alternativa viable para la 
conservación ex situ de esta familia botánica, principalmente para las 
especies que se encuentran en estatus de riesgo. El CTV en cactáceas, se 
ha realizado en diversos países de Europa, Estados Unidos, Japón y 
México (Johnson  y  Emino, 1979, Mauseth,  1979; Vyskot y Jara, 1984;  
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Starling,  1985;  Ault  y  Blackmon,  1987; Machado et al., 1993; 
Papafotiou et al.,  2001; Giusti et al.,  2002). 

La propagación asexual o clonal tiene ventajas en cuanto a la 
segregación genética, al obtener individuos idénticos al de la planta 
donadora, por lo que Hubstenberger et al., (1992), Yassen et al., 1995 y 
Ordoñez (2003) coinciden en que la micropropagación es una ruta 
factible en cactáceas que puede satisfacer las necesidades de conservación 
en especies amenazadas, raras o vulnerables. 

Para el caso de la regeneración in vitro de la  “biznaguita” o “biznaga 
cono invertido de knuth”, el proceso de micropropagación depende de las 
variables siguientes: 

 Tipos y concentraciones de reguladores de crecimiento en el 
medio de cultivo. 

 Condiciones de crecimiento de la planta donadora. 

 Edad de la planta donadora. 

 Inóculo seleccionado. 

 Porción y edad del tejido donador. 

Los primeros estudios de cultivo in vitro en cactáceas fueron 
realizados por Minocha y Mehra (1974), para generar brotes adventicios 
de Mammillaria woodsii mediante la formación de callo a partir de yemas, 
plántulas y partes florales, sin obtener resultados positivos. Por otro lado, 
Mauseth y Halperin (1975) y Mauseth (1976), realizaron evaluaciones 
en Opuntia polyacantha, basadas en el control hormonal durante la 
diferenciación, demostrando que los brotes adventicios podían 
desarrollarse y crecer hasta formar una plántula. Villegas et al., (1989), 
evaluaron la formación de callo al colocar explantes de cladodio de nopal 
en medio MS adicionado con una combinación de picloram 1.5 mg·L-1 y 
BAP 0.2 mg·L-1. Así mismo, Ault y Blackmon (1985), utilizaron explantes 
de brotes de plantas germinadas in vitro de Echinocactus uncinatus, 
Echinocereus pectinatus, variedad neomexicanus, Mammillaria 
gummifera variedad meicantha, Ferocactus coviilei y F. WislizenH y los 
colocaron en el medio de cultivo de MS adicionado con 30 g·L-1 de 
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sacarosa, 9 mg·L-1 de agar, 150 mg·L-1 de NaH2P04.H20, 100 mg·L-1 de 
inositol, 30 mg·L-1de adenina, 1.0 mg·L-1 de ácido nicotínico, 1.0 mg·L-1 
de pirídoxina.HCI, 1.0 mg·L-1 de tiamina-HCI, la proliferación de callo se 
presentó en todas las especies con los reguladores de crecimiento 
aplicados.  

Bustamante y Tovar (1990), cultivaron in vitro varias especies de 
cactáceas con citocininas y auxinas. Los explantes que se obtuvieron 
fueron brotes y algunos segmentos de callos. Los explantes iniciales 
fueron tomados de cultivos procedentes de semillas germinadas in vitro de 
Pelecyphora pseudopectinata, Neolloydia lophophoroides, entre otras. 
Los explantes se pusieron en el medio MS con cinetina (K) o 
benciladenina (BA) en concentraciones de 0, 0.2, 0.4, 0.8 y 1.6 mg·L-1; y 
3.2 mg·L-1 de ácido indolacético (IAA). Coryphantha macromeris es otra 
especie de cactácea que fue cultivada en un medio MS, adicionando 0.4 
mg·L-1 de tiamina-HCI, 100 mg·L-1 de inositol, 20 g·L-1 de sacarosa, 44 
mM de N-(fénilmetil)-1H-purína-6-amino(BA), 0.5 mM de ácido 2,4-
Diclorofenoxiacético (2,4-D) con un pH de 5.7, lográndose 
satisfactoriamente la formación de callo. (Smith et al., 1991) 

Silos y Meléndez (1995), utilizaron Mammillaria bocasana, 
empleando las areolas espiníferas como explantes en un medio MS 
adicionado con hormonas 2,4-D y K en diferentes concentraciones. En 
todos los tratamientos se formó callo y solamente en uno de ellos hubo 
generación de brotes. El promedio general de brotación fue de 7.5%. 

En la etapa de multiplicación, existen diferentes factores que 
intervienen en la activación de areolas de los cuales depende el número de 
brotes que se genere por explante, por lo que Vyskot y Jara (1984), De 
La Rosa-Ibarra et al., (1994), Giusti et al., (2002) y Moebius-Goldammer 
et al., (2003), han encontrado diferencias en la eficiencia del método de 
micropropagación. 

El cultivo de tejidos no sólo se ha utilizado para micropropagar y 
estudiar el efecto de los reguladores de crecimiento durante la 
morfogénesis, sino también para eliminar enfermedades causadas por 
hongos y bacterias (Gratton y Fay, 1990), investigar la variación 
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somaclonal (Corneau et al., 1990) y la producción de fitoalexinas (Paré 
et al., 1991). 

Considerando la importancia de preservar y aprovechar de una 
manera sustentable el patrimonio florístico que representan las cactáceas 
como recurso fitogenético para las zonas semiáridas del Desierto 
Chihuahuense y para el sector ornamental, esta nueva tecnología de 
producción puede ser aplicada por los productores que conforman el 
Comité Nacional del Sistema Producto Ornamental (CNSPO, A.C).  

Protocolo para la micropropagación de la “biznaguita” o 
“biznaga cono invertido de knuth” 

En el Laboratorio de Cultivo de Tejidos Vegetales del Campo 
Experimental Saltillo CIRNE-INIFAP, se establecieron varios ensayos 
mediante un diseño experimental completamente al azar con arreglo 
factorial para determinar el protocolo de micropropagación de T. 
knuthianus. 

Como material genético, se utilizaron semillas de una colecta masal 
de poblaciones naturales de la especie T. knuthianus provenientes de los 
municipios de Guadalcazar, Cerritos y Villa Hidalgo en el estado de  San 
Luis Potosí, con 60 días de colecta. 

Etapa I. Establecimiento del inóculo en cultivo aséptico 
En esta etapa se desarrolló una técnica para la desinfección de 

semillas de T. knuthianus, siguiendo el protocolo descrito por Villavicencio 
et al., (2009), en el cual se establece el tiempo de inmersión y la 
concentración de los agentes desinfectantes (Cuadro 3). Esta etapa es de 
suma importancia pues de esta depende el establecimiento in vitro del 
explante. 
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Cuadro 3. Protocolo de desinfección optimizado para las semillas de T. knuthianus 
(Boed.) John & Riha utilizado en el Laboratorio de Cultivo de Tejidos 
Vegetales del CESAL-INIFAP. 

PROTOCOLO DE DESINFECCIÓN 

-Lavar con agua destilada estéril y detergente líquido por 5 min. 

-Sumergir en alcohol 70 % por 6 min. 

-Sumergir en Hipoclorito de sodio al 100 %(6% concentración comercial)  
más unas gotas de tween 20. por 5 min.  

-Enjuagar  cinco veces con agua destilada estéril dentro de la campana de 
flujo laminar. 

-Colocar las semillas en una caja petrí y dejar secar. 

 

Con la aplicación de la técnica de desinfección de las semillas se 
puede obtener una eficiencia en el establecimiento in vitro del 99% que 
equivale a obtener 1 tubo contaminado por bacterias u hongos por cada 
100 tubos establecidos.  

Este porcentaje de desinfección es satisfactorio porque elimina 
partículas de polvo y microorganismos, sin provocar un daño en la 
consistencia de la testa y necrosis del micrópilo, lo que puede llegar a 
impedir la emergencia de la radícula y en caso extremo matar al embrión. 

Medio de Cultivo para la germinación(MBG) in vitro de T. 
knuthianus 

Después de desinfectar las semillas de T. knuthianus y establecerlas 
en condiciones asépticas se promueve su germinación  in vitro, utilizando 
un medio base para la germinación (MBG) adicionado con el medio MS 
(Murashige y Skoog, 1962) al 50% o elaborado solo con 6% agar + 3% 
de sacarosa. Ambos tipos de medio se combinan con o sin aplicación de 
ácido giberélico adicionando 8.65 μM de AG3 por litro de medio de 
cultivo, como promotor de la germinación. De este modo se evaluaron en 
la germinación in vitro cuatro tipos de medio; T1= MBG elaborado con 
6% agar + 3% de sacarosa; T2= MBG utilizando los componentes del 
medio MS (Murashige y Skoog, 1962) al 50%; T3= MBG elaborado con 
6% de agar+ 3% de sacarosa + 8.65 μM de AG3; T4= MBG utilizando los 
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componentes del medio MS (Murashige y Skoog, 1962) al 50% + 8.65 
μM de AG3. 

Posteriormente, las semillas se establecen en tubos de ensaye con 5 
ml del medio MBG respectivo. Cada semana durante un periodo de 64 días 
se registra el porcentaje de germinación (PG) y la velocidad de 
emergencia (VG), con el fin de evaluar la influencia  que tienen los 
nutrientes y las fitohormonas (AG3) en el proceso de germinación de T. 
knuthianus. 

Procedimiento para la elaboración del MBG 
Los explantes requieren de un medio que suministre un balance 

nutricional adecuado para que a corto plazo se obtenga un crecimiento 
óptimo. 

El medio base que se ha utilizado para la producción de plántulas in 
vitro de T. knuthianus es el MS (Murashige y Skoog, 1962), el cual se 
complementa con diferentes dosis de fitohormonas, vitaminas y 
ajustadores osmóticos (Cuadro 4). 

Cuadro 4. Componentes de los medios de cultivo para la producción de plántulas in vitro 
de T. knuthianus (Boed.) John & Riha 

Composición 
Peso Molecular 

(g) 

Requerimiento para 
1 L de medio 

(mg·L-1) 

Macroelementos 
NH4NO3 80.40 1650 
KNO3 101.11 1900 
MgSO4.7H20 246.48 370 
KH2PO4 136.09 170 
Ca(NO3)2 236.15 332 
Microelementos 

IK 166.01 0.83 
H3BO3 61.83 6.2 
MnSO4.4H2O 228.00 16.9 
ZnSO4.7H2O 287.54 8.6 
Na2MoO4.2H2O 241.95 0.25 
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(cont…) 

Cuadro 4. Componentes de los medios de cultivo para la producción de plántulas in vitro 
de T. knuthianus (Boed.) John & Riha 

Composición 
Peso Molecular 

(g) 

Requerimiento para 
1 L de medio 

(mg·L-1) 

CuS04.5H2O 249.68 0.025 
CoCl.6H2O 239.93 0.025 

Quelatos 

Na2EDTA 372.24 37.3 
FeSO4.7H2O 278.28 27.8 
Vitaminas
Acido Nicotínico 123.10 1 
Piridoxina 205.60 1 
Tiamina 337.30 4 
Myoinositol 180.20 100 

Vitaminas 

Acido Nicotínico 123.10 1 
Piridoxina 205.60 1 
Tiamina 337.30 4 
Myoinositol 180.20 100 
Aminoácidos 

Glicina 75.07 2.5 
Acido nicotíco 238.30 12.5 
Medio de Cultivo 

Sacarosa 342.30 30 g·L-1 
Agar  6.0 g·L-1 

Preparación del MBG 
1) En un vaso de precipitado añadir la cuarta parte de agua destilada 

de la cantidad que se desea preparar de medio. 
2) Disolver la cantidad de sacarosa 30 g·L-1 
3) Añadir el volumen correcto de cada una de las soluciones de 

microelementos y macroelementos (Cuadro 5, Figuras 2b). 
4) Añadir el volumen determinado de quelatos, vitaminas, y 

aminoácidos (Cuadro 4). 
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Figura 2. Elaboración del medio nutritivo para la microprogación de la biznaguita o 
biznaga cono invertido de Knuth (T. knuthianus (Boed.) John & Riha. 
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5) Añadir las fitohormonas al medio nutritivo si se requiere acelerar o 
retardar el crecimiento de la planta. 

6) Mezclar estos componentes y aforar con agua destilada a la 
cantidad que se desea preparar del medio. 

7) Introducir el electrodo del potenciómetro en la muestra, esperar 
que el aparato tome la lectura y ajustar el pH a 5.7. Para bajarlo 
agregar algunas gotas de HCl 1N y para subirlo aplicar algunas 
gotas de NaOH (Figura 2c).  

8) Colocar el medio en una parrilla para calentar y agregar el agar, 
mezclar hasta diluirlo, antes de ebullición. 

9) Vaciar el medio en los recipientes, ya sean frascos, tubos o 
envases de polipropileno, tapar los recipientes y esterilizar por 20 
minutos en autoclave, considerando una temperatura de 120 °C y 
4 libras de presión (Figura 2d y e). 

10) Ya esterilizados, los recipientes se colocan en un lugar limpio 
(Figura 2f).  

Vida del medio.-Después de que el medio de cultivo se ha preparado 
se puede almacenar a temperatura ambiente por una semana. Si se 
requiere aumentar el tiempo de almacenamiento el medio de cultivo 
tendrá que refrigerarse. De preferencia debe usarse el medio fresco, 
siempre que sea posible. 

Porcentaje de germinación (PG).- La interacción del medio base 
para la germinación (MBG) con ácido giberélico (AG3), tiene un efecto 
positivo en proporciones diferentes. El medio MBG compuesto con las 
sales del medio MS (Murashige y Skoog, 1962) al 50% adicionado con 
8.65  μM de AG3 duplica la emergencia de las vitroplántulas, con respecto 
al medio sin AG3, obteniendo un porcentaje de germinación máximo de 
75%, porcentaje superior al que puede obtenerse en condiciones 
naturales.  

De acuerdo con Maiti et al., (1994) especies con semillas de este 
tipo tienen una testa delgada y sólo requieren de condiciones ambientales 
favorables para que su germinación, ya que existe una fuerte relación 
entre la ultraestructura de la semilla y el proceso germinativo, en donde 
los componentes del medio de cultivo son importantes, para que la 
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cubierta de la semilla se rompa y emerja una nueva vitroplántula (Malda 
et al., 1999; Kauth et al., 2006 y Dutra et al., 2008). 

Estos resultados muestran que la combinación de ambientes 
controlados (temperatura de 26 °C y un fotoperíodo de 16 h/luz) junto 
con un MBG adicionado con AG3 favorecen la germinación in vitro de esta 
especie, activando el metabolismo celular de la semilla, el crecimiento del 
embrión y la actividad enzimática de los tegumentos (Figura 3). 

 
Figura 3. Germinación in vitro y obtención de plántulas de T. knuthianus (Boed.) John & 

Riha después de 9 semanas de incubación. 
La reducción de la fuerza iónica del medio de cultivo al bajar la 

concentración de las sales al 50% se ha realizado en otras cactáceas 
(Mammillaria elongata DC., Selenicereus megalanthus (K. Schum. ex 
Vaupel) Moran y Hylocereus undatus (Haw.) Britton y Rose, para 
favorecer el metabolismo celular de la semilla, activar el crecimiento del 
embrión y el proceso enzimático de los tegumentos (Papafotiou et al., 
2001; Pelah et al., 2002). 

Velocidad de emergencia (VG).- De los cuatro medios de cultivo 
evaluados en la germinación se determinó que la velocidad de emergencia 
de las vitroplantas de T. knuthianus esta mediada por los componentes del 
medio de cultivo y la presencia ácido giberélico (AG3), ya que los niveles 
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endógenos de esta fitohormona no fueron suficientes para activar los 
procesos enzimáticos y eliminar los inhibidores de la germinación como se 
mostró con los MBG sin  la adición de fitohormonas (T1 y T2) (Figura 4). 
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Figura 4. Velocidad de germinación de T. knuthianus (Boed.) John & Riha. en diferentes 

medios de cultivo MBG (T1=  0.6% agar y 87.64 mM de sacarosa; T2= MS 
50X; T3= 0.6% agar + 87.64 mM de sacarosa + 8.65  μM de AG3; T4= MS 
50X+8.65  μM de AG3). 

 

En esta evaluación se observo que durante los primeros 14 días de 
incubación no existen diferencias significativas en el porcentaje de 
germinación en los diferentes medios de cultivo (MBG); sin embargo, a 
partir de los 21 días la velocidad de emergencia de las vitroplantas se 
incrementa con el MBG T4 (MS al 50% + 8.65  μM AG3), tendencia que 
se mantiene hasta los 64 días cuando el proceso de germinación termina. 

El mismo efecto también se ha reportado en Astrophytum capricorne, 
otra cactácea del Desierto Chihuahuense, en donde el PG fue de 70%. En 
salvia (Salvia splendens Sellow ex Roem. et Shult.) se estimó un 
PG=87%, con 100 y 150 mg·L-1 de AG3 y un PG=13%, cuando no se 
adicionó el promotor al medio (De la Rosa-Ibarra y García, 1994; De la 
Vega y Alizaga, 1987). Para Melocastus caesius, Stenocereus stellatus  y 
otras especies de Mammillaria se ha observado que las giberelinas no 
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promueven la germinación, si el proceso se realiza en la oscuridad (Araya 
et al., 2000; Rojas, 2008). 

Estos resultados muestran que en condiciones in vitro las semillas de T. 
knuthianus requieren de un MBG compuesto por nutrimentos y AG3 para 
promover la imbibición, absorción de oxigeno, activación de enzimas, 
procesos que se requieren durante la germinación para activar la división 
celular y emergencia de las vitroplántulas. 

Etapa 2. Multiplicación o inducción de brotes (MIB) 
En esta etapa se utiliza un medio para la inducción de brotes (MIB) 

elaborado con los componentes del medio MS (Murashige y Skoog, 
1962) adicionado con una relación citocinina-auxina 10:1 en diferentes 
niveles de concentración. Para el MIB se pueden utilizar dos tipos de 
citocininas: cinetina (Kin) y 6-bencil aminopurina (BA). Estas se pueden 
adicionar al medio en seis niveles de concentración; T1=0.46, T2=0.69, 
T3=1.16, T4=2.32, T5=3.48 y T6=4.64 mM de Kin y T7=0.44, 
T8=0.66, T9=1.10, T10=2.21, T11=3.30 y T12=4.40 mM de BA, 
combinadas con su proporción correspondiente de auxinas, en este caso 
ácido indolbutírico (AIB); (T1 y T7=0.41, T2 y T8= 0.61, T3 y T9 
=0.103, T4 y T10=0.207, T5 y T11=0.310, T6 y T12=0.413, x 10-1 μM 
de AIB). De este modo se evaluaron doce tratamientos en el MIB 
incluyendo un tratamiento sin fitohormonas (T0).  

En el medio base para la inducción de brotes (MIB) adicionado con el 
tratamiento de fitohormonas respectivo se establecieron segmentos de 
epicotilo como explante obtenidos de plántulas germinadas in vitro.  Estos 
explantes se colocan en frascos Gerber® de 70 mL de capacidad, con un 
volumen de 20 mL de medio de cultivo e incuban a una temperatura de 

26 ± 1°C,  considerando un fotoperíodo de 16 h luz.  

El periodo de incubación es de ocho semanas, tiempo en el que se 
obtienen brotes de las yemas axilares, mismos que se extraen y 
cuantifican previo al siguiente subcultivo, determinando el número de 
brotes por explante (NB) y altura (A) de los mismos en milímetros (mm). 
Los brotes obtenidos se subcultivan en medio sin fitohormonas.  
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Inducción de Brotes (IB).-De los diferentes tratamientos  
establecidos se determinó que existen diferencias significativas (P ≤ 
0.05) entre el tipo de fitohormonas que se utilice. Cuando se usa el MIB 
adicionado con cinetina (Kin) se obtiene mejor respuesta en la inducción 
de brotes, generando en promedio 6.0 brotes/explante con una altura (A) 
de 6.0 mm, a diferencia del MIB adicionado con BA, en donde se 
generaron alrededor de 4 brotes/explante con una altura de 5.0 mm en 
promedio (Cuadro 5). 

Cuadro 5. Influencia de las citocininas en el número (NB) y altura (AB) de brotes de T. 
knuthianus en laboratorio. 

Citocininas Número de Brotes 
Altura 

(mm) 

Kin 5.87 a 5.91 b 
BA 3.87 b 5.18 b 
Testigo 2.33 c 8.22 a 
DMS 1.23 1.42 
r2 0.71 0.65 
CV 23.61 21.12 
Media 4.43 5.40 
Kin = Cinetina; BA = Bencilaminopurina 
DMS= Diferencia minima significativa; CV= Coeficiente de variación. 
Valores con la misma letra dentro de columnas no difieren significativamente  (Tukey P   0.05). 

Al comparar este efecto con el tratamiento sin citocininas se 
comprobó T. knuthianus es capaz de producir brotes; sin embargo, su 
regeneración es baja (2.33 brotes por explante) (Cuadro 5). 

Al evaluar el MIB con la relación 10:1 de citocininas-auxinas como 
efectos independientes se determinó, que el tratamiento T12 tiene un 
efecto positivo en la inducción de brotes, generando hasta 10 brotes por 
explante, cuando al medio MIB se le adiciona con 4.40 mM de BA + 
0.413 μM de AIB (Cuadro 6). 

Lo anterior contrasta con el tratamiento T2, del cual se obtuvieron 9 
brotes por explante en el MIB adicionado con una baja concentración de 
cinetina (0.69 mM KIN + 0.061 μM de AIB). Estos resultados muestran 
que la concentración de citocinina-auxina en una relación 10:1 es positiva 
para la inducción de brotes; aunque su efecto depende del tipo de 
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fitohormona que se utilice. A diferencia de lo sucedido con el tratamiento 
sin fitohormona, en el que se tuvo el menor número de brotes (Cuadro 6). 

Cuadro 6. Tasa de multiplicación de T. knuthianus (Boed.) John & Riha.  

Concentración 
mM (μM) 

TRAT 
 

KIN BA AIB 
NB A 

0 0 0 0 2.33 h 8.22 a 
1 0.46  0.041 6.77 c 5.70 ab 
2 0.69  0.061 8.66 b 4.64 b 
3 1.16  0.103 6.24 cd 4.74 b 
4 2.32  0.207 5.77 cde 6.54 ab 
5 3.48  0.310 5.04 def 6.97 ab 
6 4.64  0.413 5.37 cdef 6.49 ab 
7  0.44 0.041 3.86 hg 6.82 ab 
8  0.66 0.061 3.36 hg 4.55 b 
9  1.10 0.103 3.4 hg 4.92 b 

10  2.21 0.207 4.29 fge 5.34 ab 
11  3.30 0.310 3.9 fg 6.09 ab 
12  4.40 0.413 10.87 a 3.35 c 

   DMS 1.23 1.10 
   r2 0.53 0.29 
   CV 23.61 21.12 
   media 4.43 5.40 

Valores con la misma letra dentro de columnas no difieren significativamente (Tukey P   0.05).  
NB= Número de brotes; A=Altura 
 

La interacción citocinina-auxina ha sido efectiva en la organogénesis 
directa de 21 especies de cactáceas mexicanas, como lo refieren Pérez et 
al., (1998) y Mata et al., (2001), entre ellas las del género Turbinicarpus, 
cuando se utiliza el medio MS (Murashige y Skoog, 1962) como MIB y se 
adiciona con un rango de 8.8 a 13.31 mM de BA combinado con 0 a2.6 
μM de ANA. 

Altura de brotes (A).-Al analizar la altura de los brotes  generados se 
determinó que está se reduce al aumentar el número de brotes que se 
producen en la etapa de multiplicación, como sucedió con los 
tratamientos T2 y T12, en donde se registro una altura (A) de brotes de 4 
y 3 mm, respectivamente (Cuadro 6 y Figura 5). 
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Figura 5. Brotes obtenidos en la etapa de multiplicación de T. knuthianus (Boed.) John & 

Riha. 

Al analizar el efecto de las citosina-auxina se encontró que al 
combinar el MIB con las fitohormonas BA-AIB el número de los brotes se 
incrementa conforme se aumenta la concentración de ambas 
fitohormonas en un rango de 0.66 a 3.3 mM de BA con 0.061 a 0.310 
μM de AIB, generándose hasta 4 brotes por explante con una altura 
superior a 5.0 mm. Esta cantidad de brotes se duplica cuando el MIB se 
adiciona con una mayor concentración de estas fitohormonas (4.40 mM 
de BA + 0.414 μM de AIB), pero la altura de los brotes disminuye 
registrando 11 brotes/explante con un tamaño de 3.0 mm en promedio 
(Cuadro 6). Este efecto es diferente cuando el MIB se combina con la 
interacción de fitohormonas KIN-AIB. El MIB adicionado con menores 
niveles de concentración (0.69 mM de Kin + 0.061 μM de AIB) se 
obtiene un mayor número de brotes (9 brotes/explante) con una altura 
promedio de 5 mm. 

Esto indica que el control hormonal influye en la diferenciación del 
explante de T. knuthianus tal como lo refiere Mauseth (1976; 1979), y 
demuestra que la regeneración de brotes in vitro de esta biznaguita es 
posible a partir de yemas axilares como también ha sido reportado para 



   

27 
 

otras especies de cactáceas por Dabekaussen et al., (1991), Pérez et al., 
(1998) y Mata et al., (2001). 

El efecto encontrado con la interacción citocinina-auxina en la 
inducción de brotes es similar al obtenido en otras cactáceas como  
Mammillaria san-angelensis en donde se utilizó una concentración alta de 
fitohormonas (4.4 mM de BAP + 0.53 μM de ANA), para generar hasta 
21 brotes por explante, con una altura menor a 3.0 mm (Martínez-
Vázquez y Rubluo, 1989), lo mismo ocurrió cuando se aplico 3.3 mM de 
BAP + 8.8 μM de 6DMAP en Turbinicarpus valdezianus y T. 
pseudopectinatus generando de  7.8 a 19.7 brotes (Dávila et al., 2005). 

La multiplicación in vitro de T. knuthianus es posible si al MIB se le 
agrega una relación 10:1 de citocininas-auxinas, esta interacción 
promueve la activación de las yemas axilares en letargo, las cuales 
presentan meristemos con potencial mitótico, determinando una tasa de 
multiplicación exponencial de 1:8:8:8 hasta 1:10:10:10 cuando el medio 
de cultivo (MIB) es adicionado con 0.69 mM de Kin + 0.061 μM de AIB o 
con 4.4 mM de BA+ 0.413 μM de AIB. 

Esta tasa de multiplicación es semejante a la registrada en especies 
de los géneros: Coryphantha, Echinocereus y Mammillaria (Clayton et al., 
1990) y en Astrophytum myriostigma Lem. (Villavicencio et al., 2009), 
pero supera a la registrada en otras especies de cactáceas mexicanas como 
Mammillaria voburnensis Scheer y Mammillaria elongata DC. (Ordoñez, 
2003; Papafotiou et al., 2001) y a la reportada por Clayton et al., 
(1990) y Dávila et al., (2005) en Escobaria missouriensis (Sweet) D. R. 
Hunt, Pediocactus paradinei B. W. Benson y Toumeya papyracantha 
(Engelm) Britton et Rose, quienes  registraron una tasa de multiplicación 
máxima de 6.0 brotes por explante. 

Los brotes obtenidos posteriormente se subcultivan en medio fresco 
en envases de polipropileno de 500 mL con un volumen de 50 mL en el 
mismo MIB pero sin fitohormonas (Figura 6). 
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Figura 6. Brotes subcultivados en la etapa de multiplicación de T. knuthianus (Boed.) 
John & Riha. 

Etapa 3 Elongación de brotes 

Los brotes de T. knuthianus obtenidos en la etapa de multiplicación 
se subcultivan en medio de cultivo MS al 100%, por cuatro semanas para 
promover su elongación, posteriormente pasan a la etapa de 
enraizamiento in vivo. 

Etapa 4 Enraizamiento in vivo y aclimatación  

En esta etapa se seleccionan vitroplantas con 10 mm de altura, las 
cuales se sacan del envase y lavan con agua corriente para eliminar los 
restos de agar. Estas vitroplantas se pueden establecer en diferentes tipos 
de sustratos (S1=arena, S2= peat moss, S3= negra y S4= mezcla 
homogénea de las tres anteriores) previamente esterilizados. 

Para promover el enraizamiento in vivo se utiliza un biofertilizante que 
contiene como ingrediente activo Azospirillum sp. el cual ayuda al 
crecimiento radicular de las vitroplantas.  

Este producto orgánico se aplica en forma líquida en el riego, dos veces 
por semana durante las primeras 12 semanas de establecimiento en 
invernadero. 
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Este biofertilizante se puede aplicar en Unidades Formadoras de 
Colonias (UFC) o su equivalente en gramos/litro. Para el enraizamiento 
de T. knuthianus se utilizaron dos tipos de concentración de Unidades 
Formadoras de Colonias (UFC) C1= 1.5x106 UFC/ml-1 y C2= 
3x106UFC/ml-1 que equivalen aplicar 2.9 g/L y 5.8 g/L de producto 
respectivamente.  

De este modo se evaluaron cuatro sustratos combinados con dos 
concentraciones de biofertilizante y sus homólogos sin la inoculación de la 
cepa, en los siguientes tratamientos T1=Arena + 1.5x106 UFC/ ml-1 cepa, 
T2=Peat moss + 1.5x106 UFC/ ml-1 cepa, T3=Tierra de monte + 1.5x106 
UFC/ml-1 cepa, T4=Mezcla de sustratos + 1.5x106 UFC/ml-1 cepa, 
T5=Arena + 3x106 UFC/ ml-1 cepa, T6=Peat moss + 3x106 UFC/ ml-1 
cepa, T7=Tierra de monte + 3x106 UFC/ ml-1 cepa, T8=Mezcla de 
sustratos + 3x106 UFC/ ml-1 cepa, T9=Arena (Testigo), T10=Peat  moss 
(Testigo), T11=Tierra de monte (Testigo), T12=Mezcla de sustratos 
(Testigo). 

Preparación de la concentración 
Se necesita pesar el biofertilizante de acuerdo al siguiente cuadro y 

diluirlo en el agua de riego. Aplicando el producto por las mañanas y 
suspender después del periodo de aclimatación (Cuadro 7). 

 
Cuadro 7. Requerimientos de biofertilizante durante la aclimatación de plántulas de T. 

knuthianus (Boed.) John & Riha. 
 

Aplicaciones/Semana (g·L-1)          TRAT                            UFC 
1  2 

1 1.5x106 UFC/ mL-1 2.9 5.8 
2 3x106UFC/ mL-1 5.8 11.6 

*Concentración calculada utilizando un biofertilizante que contenga 500 millones de bacterias de 
Azospirillum/gr 
 

Número de raíces (NR).- La producción de raíces/planta es 
diferente entre sustratos, con el tratamiento T2=Peat moss + 1.5x106 
UFC/ ml-1 de cepa se generó el mayor número de raíces que el resto de 
los tratamientos evaluados (6 raíces/planta) (Cuadro 8).  
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Al utilizar los sustratos de arena y tierra de monte con ambas 
concentraciones de la cepa el NR fue estadísticamente igual generándose 
en promedio 5 raíces/planta. En los tratamientos T1, T3, T5 y T7 el NR 
fue superior al registrado en los sustratos sin la aplicación de la cepa 
(testigo), registrando un NR menor a 2 raíces/planta (Cuadro 8). 

Esto muestra que las plantas T. knuthianus tienen niveles endógenos 
de auxinas que le permiten inducir el proceso rizogénico; sin embargo, el 
número de raíces puede incrementarse si al sustrato se le aplica una baja 
concentración de la cepa (1.5x106 UFC/ ml-1) para promover este efecto. 

Cuadro 8. Comparación de medias de los tratamientos evaluados en el enraizamiento y 
aclimatación de T. knuthianus. (Boed.) John & Riha 

LR AFP 
Tratamientos 

(cm) 
NR 

(cm) 

Sobre 
vivencia 

(%) 
T1 Arena + 1.5x106 UFC/ ml-1 cepa 2.67 a 5.20 b 4.28 ab 90 b 
T2 Peat moss + 1.5x106 UFC/ ml-1 cepa 2.50 ab 5.90 a 7.6 a 100 a 
T3 Tierra de monte + 1.5x106 UFC/ ml-1 cepa 2.25 cd 5.20 b 5.35 ab 100 a 
T4 Mezcla de sustratos + 1.5x106 UFC/ ml-1 cepa 1.42 f 3.40 e 2.71 c 90 b 
T5 Arena + 3x106UFC/ ml-1 cepa 2.45 bc 5.26 b 6.46 a 90 b 
T6 Peat moss + 3x106 UFC/ ml-1 cepa 1.94 e 4.60 c 2.97 c 90 b 
T7 Tierra de monte + 3x106 UFC/ ml-1 cepa 2.53  ab 5.33 b 4.69 ab 80 c 
T8 Mezcla de sustratos + 3x106 UFC/ ml-1 cepa 2.06 de 4.00 d 2.4 cd 90 b 
T9 Arena (Testigo) 1.76 cd 2.50 f 2.35 cd 80 c 

T10 Peat  moss (Testigo) 1.42 f 1.86 g 1.8 d 60 c 
T11 Tierra de monte (Testigo) 1.36 g 2.20 fg 1.5 d 70 c 
T12 Mezcla de sustratos (Testigo) 1.34 g 2.10 fg 1.25 e 80 c 

 DMS 0.15 0.34 4.28 
 Media 1.97 3.96 3.61 

 CV 10.34 13.18 5.35 

85 

Medias con letras iguales entre columnas, no son estadísticamente diferentes (Tukey, ≤0.05). IAT = 
incremento en altura de tallo; NR = número de raíces; LR =  longitud de raíz; AFP = Altura final planta. 

 

Longitud de raíces (LR).- Entre sustratos no se encontró un patrón 
definido en la longitud de raíces/planta. Con los sustratos arena y peat 
moss con baja concentración de la cepa (T1 y T2) se obtiene una LR de 
2.50 cm, este efecto es estadísticamente igual con el sustrato tierra de 
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monte con una concentración alta de la cepa (T7), mientras que el resto 
de los sustratos con la cepa registraron una LR menor a 2.0 cm. 

Los sustratos sin la inoculación de la cepa  generaron una LR menor a 
1.7 cm (Cuadro 8), Figura 7). 

 

Figura 7. Efecto de Azospirillum sp. en el proceso rizogénico de T. knuthianus (Boed.) 
John & Riha. Invernadero del Campo Experimental Saltillo CIRNE-INIFAP. 

Esto muestra que el enraizamiento y aclimatación de T. knuthianus, 
puede realizarse en arena o peat moss como sustrato con una 
concentración baja del biofertilizante (1.5x106 UFC/ ml-1), ya que la 
interacción entre planta y bacteria favorecen la producción de hormonas 
de crecimiento, generando cambios morfológicos y fisiológicos en las 
plantas, mismas que a su vez promueven, en menor tiempo, el desarrollo 
de raíces con mayor crecimiento, lo que influye en la toma de agua y sales 
minerales como lo refieren Okon et al., (1994) y Burdman et al., (2000). 

De acuerdo a Kapulnik et al., (1985), la aplicación de 107 UFC mL-1 
incide en el número y longitud total de raíz, en tanto que la inoculación de 
108 UFC mL-1 causa la inhibición de desarrollo. El efecto rizogénico de la 
cepa inoculada a este tipo de suelo en concentración de 1.5 x106 UFC L-1 
de Azospirillum spp, es similar al reportado para otras especies 
(Pachycereus pringlei (S. Watson) Britton et Rose). Con P. pringlei la 
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inoculación de la cepa en un suelo pobre de áreas desérticas, incrementó la 
materia vegetativa hasta un 60% y el largo de las raíces en un 100%. 
Para el caso de T. knuthianus se determinó que la bacteria invadió el 
sistema radical del cactus, durante los primeras 12 semanas de 
aclimatación considerando este tiempo como un período de adaptación  

Sobrevivencia.- El crecimiento ex vitro es autotrófico, y no 
heterotrófico como en condiciones in vitro, por lo que es necesario 
reconstruir y desarrollar procesos y estructuras adaptativas como: 
lignificación, cubiertas cuticulares, estomas y órganos fotosintéticos para 
que las plantas tengan un desarrollo autónomo, mismo que ocurre durante 
la aclimatación (Pacovsky, 1985; Puente y Bashan, 1993). Al respecto, 
se obtuvieron diferencias significativas entre sustratos con y sin 
inoculación de la cepa; las plantas que fueron aclimatadas con la 
interacción de la cepa registraron un porcentaje de supervivencia superior 
al 91 %, independientemente del tipo de sustrato, mientras que sus 
homólogos sin la cepa presentaron un valor promedio de 72 %. Con el 
sustrato con alta capacidad de retención de humedad como el peat moss, 
(T10) se incrementó la pudrición de las plantas, efecto similar al 
reportado por Trinidad (2005) para la misma especie registrando en 
ambos casos un bajo porcentaje de supervivencia (60%) (Cuadro 8). 

A pesar que este tipo de sustrato es estéril y comúnmente se usa en 
plantas ornamentales de tallo suculento, es poco recomendable para 
enraizar y aclimatar plantas de T. knuthianus ya que sus requerimientos de 
humedad son bajos por ser una planta propia de condiciones semiáridas, 
por lo que se propone utilizar un sustrato poroso como lo refieren Johnson 
y Emino (1979). Un sustrato poroso como el T1 tiene un efecto positivo 
en la aclimatación, si se inocula con una cepa rizogénica, registrando una 
sobrevivencia de 90%. 

El protocolo de micropropagación y aclimatación de T. knuthianus 
muestra que pueden producirse vitroplantas de esta especie y que estas se 
pueden adaptar a las condiciones hetero-mixotróficas a las que están 
expuestas durante este proceso como lo refieren Santamaría et al., 1993 
y 1995) (Figura 8). 
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Figura 8. Esquema de la micropropagación de T. knuthianus (Boed.) John & Riha 1983. 
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Conclusiones 
La selección del medio de cultivo es esencial en la etapa de 

establecimiento de T. knuthianus in vitro, porque del medio base de 
germinación (MBG) dependen las siguientes etapas de la 
micropropagación.  

En la etapa de multiplicación es necesario establecer la interacción de 
fitohormonas que promueve la inducción de brotes para asegurar una tasa 
de multiplicación. Estas nuevas vitroplantas pueden enraizarse in vivo si se 
aplica al sustrato una concentración de biofertilizante para promover el 
enraizamiento y aclimatación. 

El protocolo de micropropagación para esta especie abarca cuatro 
etapas (Establecimiento, Multiplicación, Enraizamiento y Aclimatación), 
mismas que en conjunto implican un período de ocho meses para 
obtención de vitroplantas y plantas aclimatadas en invernadero.  

La micropropagación es un método factible para regenerar esta 
especie ornamental, de la cual se pueden obtener plantas con tamaño 
uniforme y con buena calidad fitosanitaria, lo que representa una opción 
viable para incrementar la producción de esta cactácea bajo el esquema de 
laboratorio-invernadero. Este método puede ser usado por productores 
con infraestructura que se dediquen a la producción masiva de plantas 
ornamentales y a la comercialización legal de este tipo de especies. 
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