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Resumen. 
El objetivo de este trabajo fue evaluar el efecto del factor genotipo–edad en la 

capacidad organogénica durante el establecimiento de líneas clónales de A. 

cupreata. Las edades de las plantas consideradas para este estudio fueron de 6, 

12, 18 y 24 meses aproximadamente, estas plantas provinieron de un semillero 

ubicado en Zitlala, Gro. Previo a la inducción se realizó una caracterización 

morfológica de todas las plantas, en donde se evaluaron parámetros como: la altura, 

número de hojas, largo y ancho de las hojas y diámetro del cogollo. La fase de 

inducción organogénica se llevó a cabo utilizando tejido meristemático del cogollo, 

cultivado en condiciones adecuadas por 12 semanas. Los brotes obtenidos fueron 

multiplicados hasta el tercer subcultivo durante 3 meses para el establecimiento de 

las clonas. En la fase de inducción, los resultados estadísticos, mostraron que la 

mayor producción de brotes fue obtenida en los explantes de las plantas de 12 

meses, con un promedio de 86.50±0.90 brotes por planta madre. Se realizó un 

análisis por genotipo para cada edad estudiada, y se observó que, aún en la edad 

con mayor respuesta, existen genotipos que presentan baja o nula respuesta a la 

inducción organogénica. En la fase de multiplicación, la mayor producción de brotes 

al final del 3 subcultivo la obtuvieron las edades de 24 meses y 12 meses con un 

promedio de 576.60±1.01 y 525.56±0.97 brotes por planta madre respectivamente. 

Con base en los análisis, se consideró a las plantas de 12 meses de edad como las 

óptimas para la micropropagación mediante organogénesis adventicia. Estos 

resultados sugieren que, existe una gran influencia de la relación edad – genotipo 

en el establecimiento de las líneas clonales de A. cupreata, por medio de la 

organogénesis. 
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Capitulo I. Introducción 

 Agave cupreata es una planta silvestre, endémica del estado de Guerrero y 

Michoacán, de gran importancia económica y cultural, ya que es aprovechada como 

materia prima para la producción de mezcal artesanal en diferentes regiones 

(Meneses, 2004, Illsley et al., 2007; Gottdiener, 2008; Martin et al., 2011; Martínez-

Palacios et al., 2011). A diferencia de otras especies de agaves que se pueden 

reproducir de forma asexual (mediante hijuelos), A. cupreata solo se reproduce 

exclusivamente mediante la producción de semillas (Illsley et al., 2007; Meneses, 

2004). Debido a la sobreexplotación y la cosecha de individuos en etapa de 

reproducción, las poblaciones naturales están siendo afectadas, lo que a su vez ha 

provocado que algunos maestros mezcaleros del estado de Guerrero, estén 

alarmados ante la disminución del tamaño de las poblaciones de A. cupreata (Martin 

et al., 2011). 

 Una solución biotecnológica a esta problemática, es el uso de Cultivo de 

Tejidos Vegetales (CTV) a través de la micropropagación de individuos 

seleccionados (Tamayo Torres y Monja Mio, 2021). Entre uno de los métodos de la 

micropropagación, se encuentra la organogénesis adventicia, que es un proceso 

morfogénico que permite la obtención de brotes a partir de tejidos somáticos, donde 

no había yemas pre-existentes (Goerge et al. 2008). Esto es posible gracias a la 

propiedad que tienen las células vegetales de regenerar una parte o una planta 

completa cuando están sujetas a los estímulos adecuados (Bidabadi & Mohan Jain, 

2020; Ikeuchi et al., 2016; Kareem et al., 2016). 

 Existen diversos factores que afectan la respuesta del explante al proceso 

morfogénico como: las condiciones físicas y químicas del medio, el explante 



   2 
 

seleccionado, la edad y el genotipo (Miri & Roughani, 2018; Pinto et al., 2017, 

Tamayo Torres y Monja Mio, 2021). La edad de la planta madre es uno de los 

factores principales que afecta la respuesta morfogénica de los explantes (Becerra 

et al., 2004; Levitus et al., 2010). Varios estudios mencionan que existe una mejor 

respuesta para los explantes provenientes de plantas juveniles (George et al., 2008; 

Hoque y Mansfield, 2004; Prakash y Gurumurthi, 2010).El genotipo es otro factor 

que puede ser determinante en la regeneración de plantas en todos los procesos 

morfogénicos, ya que involucra la capacidad del explante para establecerse y llevar 

a cabo el proceso de transdiferenciación de las células para formar nuevos órganos 

bajo ciertas condiciones (Kareem et al., 2016). 

 Debido a lo anterior, no es posible generalizar metodologías o protocolos de 

trabajo, por lo que los medios de cultivo, así como las condiciones de cultivo 

seleccionados, deben ser específicos para cada especie en particular. El presente 

estudio tiene como objetivo evaluar el efecto del genotipo y la edad en la capacidad 

organogénica durante el establecimiento de líneas clonales de A. cupreata. 
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1.1 Antecedentes 
 

 

                  Se han realizado algunos estudios acerca de diferentes factores del 

material parental y su influencia en la capacidad morfogénica en el cultivo in vitro de 

algunas especies del género Agave. 

                 Gómez Pérez (2014), estudió las características de materiales parentales 

de Agave fourcroydes Lem y su influencia en la respuesta organogénica in vitro 

durante la inducción. Utilizó plantas de 6 diferentes tallas (<10 cm; 11-19 cm; 20-29 

cm; 30–39 cm; 40-49 cm y 39-50 cm) cultivadas en campo y colectadas en 

diferentes meses del año (agosto y noviembre del año 2012, febrero y agosto del 

año 2013), así como plantas cultivadas in vitro de diferentes tallas (15-20 cm, 25-30 

cm, 30-35 cm, 35-40 cm y 45-50 cm) aclimatadas en vivero e invernadero. Encontró 

que el material parental proveniente de campo presentaba variabilidad fenológica 

en cuanto al número de hojas, diámetro y longitud del cogollo. Además, observaron 

que el promedio de brotes generados fue mayor en todas las plantas colectados en 

el mes de febrero, con un promedio de 14.29 ± 1.83 de brotes por explante. Para el 

caso de las plantas aclimatadas en invernadero, todas las tallas produjeron un 

mayor número de brotes por explante, siendo las plantas con una talla de 30-35 cm, 

las que presentaron mayor número de brotes por explante, en comparación de las 

aclimatadas en vivero. 

             Rescalvo-Morales et al., (2016) observaron los cambios en la longitud de 

los telómeros durante el proceso de inducción organogénica de A. fourcroydes y A. 

tequilana durante 8 semanas, utilizaron plantas cultivadas in vitro con 3 años de 

adaptación ex vitro. Previo a la inducción, evaluaron la longitud telomérica en los 
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tejidos del tallo, raíz y hojas (en este tejido a su vez tomaron hoja central, media y 

basal) del material donante de las dos especies estudiadas. Encontraron que la 

longitud telomérica fue mayor en el tallo, lo cual se puede deber a la presencia de 

regiones meristemáticas; un comportamiento similar fue observado en la hoja 

central, que es el tejido foliar más joven y de reciente formación; esto en 

comparación con los tejidos de la hoja media, basal y raíces, ya que estos son 

tejidos ya diferenciados y, en algunos casos senescentes. Estos autores sugieren 

que, la longitud de los telómeros es tejido especifico y depende en gran medida de 

la edad del mismo. En la inducción realizaron una comparación de la longitud de los 

telómeros al inicio y después de 8 semanas de inducción entre ambas especies (A. 

fourcroydes y A. tequilana); y encontraron un aumento de la longitud de los 

telómeros de manera gradual durante el proceso de organogénesis en ambas 

especies, además observaron que esta variación en la longitud se relacionan  con 

los cambios morfológicos observados del explante (escarchado, la formación de los 

primeros brotes y el desarrollo de múltiples brotes). Reportaron una mayor 

diferencia significativa de la longitud de los telómeros en la cuarta semana, la cual 

coincidió con la aparición de múltiples brotes. 

             Monja-Mio et al., (2018), evaluaron y caracterizaron las diferencias 

genéticas y epigenéticas de dos líneas clonales durante el proceso de inducción de 

la embriogénesis somática (ES) de A. fourcroydes, una altamente embriogénica y 

otra no embriogénica. En la línea clonal altamente embriogénica se encontraron 

cambios más dinámicos en los eventos de metilación-desmetilación, lo cual puede 

tener influencia sobre la regulación de varios genes implicados en la ES. Por otra 

parte, la línea clonal no embriogénica presentó un alto número de eventos de 
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hiperventilación a lo largo del proceso y de manera constante, pudiendo ser una de 

las posibles causas de la inhibición de la expresión génica durante la ES. Esta 

dinámica de metilación, puede ser el origen de que solo algunos materiales 

respondan durante la inducción de la ES.  

 

1.2   Planteamiento del problema 
 
 
         Actualmente las poblaciones silvestres del Maguey papalote, así como los 

cultivos de manejados por campesinos se han visto afectados por la  sobredemanda 

de materia prima derivada de la gran popularidad que ha tenido el mezcal artesanal 

en los últimos años. Por este motivo, se han buscado diferentes alternativas para 

satisfacer tal demanda. El uso del CTV podría ser una solución para la producción 

de plantas de Agave cupreata a través del proceso de micropropagación, utilizando 

las diferentes técnicas que este proceso nos ofrece, siendo así una de las 

propuestas que puede satisfacer la demanda existente sin afectar su reproducción 

natural y las poblaciones silvestres.  

      Sin embargo, la información acerca de las características del material vegetal y 

factores del medio de cultivo adecuados para llevar a cabo la propagación clonal de 

esta especie aún son poco conocidas, factores como la edad y el genotipo de la 

planta influyen de manera importante en el establecimiento del cultivo durante las 

etapas de inducción y multiplicación, lo que indica la gran necesidad de 

investigación de estos factores durante este proceso. 
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1.3    Objetivos 
 

 
1.3.1 Objetivo General 
 

     Evaluar el efecto del factor edad-genotipo en la capacidad organogénica, durante 

el establecimiento de líneas clonales de A. cupreata. 

 

1.3.2 Objetivos Específicos 
 

1. Evaluar las características morfológicas en relación con la edad en plantas 

juveniles de Agave cupreata con 6, 12, 18 y 24 meses de edad 

aproximadamente. 

 

2.  Evaluar el efecto del factor edad-genotipo en la fase de inducción 

organogénica adventicia de A. cupreata, mediante diferentes parámetros 

como el porcentaje de respuesta, número de brotes y el tamaño de los 

brotes.  

 

3. Evaluar el efecto del factor edad-genotipo en la fase de multiplicación de A. 

cupreata, mediante diferentes parámetros como la producción total de brotes 

por planta y el factor de multiplicación por subcultivo.  
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1.4    Justificación 

    
        Hasta el momento no existe un protocolo de micropropagación de Agave 

cupreata que nos brinde información de las condiciones óptimas del medio y el 

material parental. 

        Conocer la influencia del genotipo y la edad en la capacidad organogénica 

durante la inducción de plantas de A. cupreata, puede ser de gran importancia para 

futuras investigaciones enfocadas en el desarrollo de protocolos de 

micropropagación en esta especie de Agave, lo que permitiría a su vez potenciar la 

producción de este recurso vegetal de importancia económica  

        En este trabajo se pretende estudiar el efecto del genotipo y la edad en el 

establecimiento de líneas clonales de A. cupreata en la organogénesis adventicia, 

evaluando las características morfológicas de las plantas a micropropagar, la 

respuesta y producción de brotes durante el proceso de inducción organogénica de 

las clonas y la multiplicación de los brotes. 
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Capítulo II.  Marco teórico 
 

 

2.1    El género Agave 
 

               El género Agave pertenece a la familia Agavaceae, la cual cuenta con 

una gran diversidad de especies. Fue en el año 1753 cuando el naturalista 

Carlos Linneo le dio nombre a este género para reconocer aquellas plantas 

americanas con hojas suculentas, arregladas en espiral alrededor de un tallo 

corto, en cuyos bordes se encuentran espinas marginales y una terminal en el 

ápice (García-Mendoza, 2012). 

       García Mendoza (2012) reporta que se conocen un total 210 especies, de 

las cuales 159 crecen en territorio mexicano y 119 son endémicas del país. Su 

distribución en México es muy asimétrica, abarcando alrededor del 75% del 

territorio nacional, en altitudes que van desde el nivel del mar hasta por encima 

de los 3400 m.s.n.m. (García-Mendoza, 2012). 

       El género Agave es de gran importancia ecológica, económica y cultural 

para México (Gottdiener, 2008). Esto radica en los diversos usos que tienen 

estas plantas en los diferentes estados del país (Parson, 2018). Entre los usos 

tradicionales de este género se encuentra la elaboración de bebidas alcohólicas, 

como el pulque, mezcal y tequila; también se extraen fibras como el henequén 

para la elaboración de ropa u otros productos (Parson, 2018). Actualmente 

todavía se siguen encontrando nuevos usos en la industria alimentaria y 

farmacéutica, lo que pone de manifiesto la gran importancia de este género para 

la agricultura e industria en México (Parson, 2018). 
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2.1.1  Biología del género Agave 
 

          Las plantas del género Agave son semélparas, perennes, xerófitas y se 

clasifican en dos subgéneros Agave y Littaea, esto de acuerdo a el tipo de 

inflorescencia que presentan (Gottdiener, 2008).  Gentry (1982) menciona que el 

subgénero Littaea presenta inflorescencia espigada y flores en pares, mientras que 

el subgénero Agave tiene las inflorescencias paniculadas y las flores se presentan 

en grandes agregados umbelados sobre pedúnculos laterales. La inflorescencia que 

surge del meristemo apical del maguey suele ser desproporcionada en relación con 

el tamaño de la planta (Gottdiener, 2008). 

         Las hojas se disponen en espiral y arregladas en rosetas, casi siempre tiene 

una espina al final del ápice; el número de hojas varía de 5 hasta 200 dependiendo 

de la especie; por lo general son suculentas, fibrosas, con la base dilatada y 

carnosa, su forma varía de linear a lanceolada u ovada (Figura 1) (García Mendoza, 

2007). Las flores tienen diferentes grados de suculencia, son bisexuales, tubulares, 

con ovario ínfero, son protándricas, es decir, los estambres se desarrollan y 

maduran antes que los carpelos (García Mendoza, 2007). El fruto es una cápsula 

seca, trilocular, con semillas dispuestas en dos hileras por lóculo, negras, aplanadas 

y rodeadas por un ala corta en su parte distal redondeada (García Mendoza, 2007). 
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         Su reproducción puede ser de manera sexual y asexual. En el primer caso, la 

reproducción se logra mediante la polinización que efectúan algunos animales, 

principalmente murciélagos nectarívoros y, en menor grado, insectos diurnos y 

nocturnos (palomillas, abejas, abejorros) y aves (colibríes, aves percheras) (García 

Mendoza, 2007). La mayoría de los agaves se propaga de forma asexual, 

produciendo clones en diferentes partes de la roseta o la inflorescencia. Los hijuelos 

se desarrollan en la base de la planta o pueden generar estolones, los cuales 

emergen a cierta distancia de la planta madre, posteriormente producen raíces y, 

con el tiempo, crecen de manera independiente. (García Mendoza, 2007). 

Figura 1  

Anatomía general de una planta de Agave.                                                                           

 

 

 

 

 

 

 

 

Tomado de Esparza-Ibarra et al. (2015)
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2.1.2 Agave cupreata     

        A. cupreata es una de las plantas perteneciente al género Agave y de 

acuerdo con Gentry (1982) se clasifica dentro del subgénero Agave (por sus 

inflorescencias paniculadas)  

         Entre los nombres comunes con los que se le conoce se encuentra 

papalometl (maguey mariposa), yaabenisi (mixteco), maguey de mezcal, ancho, 

maguey papalote, maguey bravo, tuchi y el epíteto de la especie cupreata hace 

referencia al color cobre de sus espinas. (Gottdiener, 2008; Sierra, 2009). 

2.1.2.1 Biología y Distribución  
 

                A. cupreata es una planta tipo roseta, su tamaño puede variar según el 

sitio en el que crezca, por lo regular llegan a crecer hasta 1 metro  de alto y  80 

centímetros de ancho y su escapo floral puede medir hasta 6 metros de alto (Figura 

2) (Martin et al., 2011). Su floración se da en las épocas de secas de enero a marzo, 

dos meses antes de que inicien las lluvias entre mayo y noviembre (Gottdiener, 

2008).   Esta especie no produce vástagos vegetativos (reproducción asexual), por 

lo que su reproducción es únicamente mediante semillas (reproducción sexual) que 

puedan dispersarse y establecerse en un sitio dado, y depende totalmente de la 

polinización de murciélagos nocturnos, abejas, mariposas nocturnas, etc (Martin et 

al., 2011). García Meneses (2004) encontró que las semillas, dispersadas por 

viento, aunque tienen una tasa de germinación potencial del 90%, la depredación 

de éstas puede acabar hasta con más del 90% de las semillas (Meneses, 2004; 

Illsley et al., 2007). 
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Figura 2 

Morfología de una planta adulta de Agave Cupreata. 
 

A. Roseta   B. Hojas   C. Espina terminal   D. Flores    E. Fruto    F. Escapo Floral 

Tomado de: Tohue, (2020), Torres-García (2016), Conabio 

 

         A. cupreata crece generalmente en pendientes montañosas de bosques 

de pino-encino, pastizales, palmares o selvas bajas y se distribuye en su 

mayoría en la cuenca del Río Balsas en los estados de Guerrero y noreste de 

Michoacán, en altitudes de 1200 a 1850 m.s.n.m., con precipitaciones anuales 

de 73 a 86 mm (CONABIO, 2006).
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2.1.2.2 Usos e importancia  
           

        El uso principal de Agave cupreata es como materia prima para la producción 

de mezcal en varias comunidades de los estados de Guerrero y Michoacán ( Illsley 

et al., 2007); para  la elaboración del mezcal  las “fábricas” familiares siguen la 

tradición de sus antecesores, este proceso de elaboración ha adquirido 

Denominación de Origen Mezcal (DOM), la cual reconoce la identidad y calidad de 

dicho producto frente al mercado nacional e internacional (Barrientos-Rivera et al., 

2020).                                                                                                                                                       

             En el estado de Guerrero, según reportes de la Secretaría de Agricultura y 

Desarrollo Rural (SADER) en el año 2020 se contabilizaron 500 fábricas de mezcal 

(100 certificadas) y 7 envasadoras (5 certificadas) con capacidad de envasado de 

2,800,000 litros anuales. La producción de esta bebida alcohólica en el estado de 

Guerrero alcanza 1.5 millones de litros al año, lo que a su vez es equivalentes a 180 

millones de pesos. Existiendo en el mercado 20 marcas a la venta y exportando más 

de 100 mil litros a países como Nueva Zelanda, Australia, España, Italia, 

Madagascar, Republica Checa, Alemania y Estados Unidos (SADER, 2020). 

       Actualmente se está investigando en darle otros usos a esta especie de agave, 

dos claros ejemplos son:  Uc León, en 2017 reporto el uso del bagazo que se obtiene 

de la elaboración del mezcal, el cual puede ser utilizado como fuente de biomasa 

lignocelulósica para la producción de bioaceite, carbón y gas obtenidos mediante el 

proceso de pirolisis. 
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         Salazar Pineda, 2017 reportó la evaluación de extractos de hexano y 

diclorometano en hojas de A. cupreata, los cuales mostraron una repuesta 

antibacteriana tanto para cepas de Staphylococcus, así como una posible fuente 

importante de compuestos con acción antiinflamatoria. 

 
        Además A. cupreata tiene una gran importancia ecológica, ya que constituye 

una especie clave al proveer alimento y morada a múltiples organismos como 

insectos y aves, esto durante su etapa de floración en donde produce una gran 

cantidad de néctar durante los meses de enero a marzo. Por tal motivo, la 

disminución de sus poblaciones tiene un efecto negativo en el ecosistema                    

(Eguiarte et al.,  2003). 

 

Figura 3 

Jimado o labrado de piñas de Agave silvestre (izquierda) y obtención del mezcal (derecha). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  Foto: Eduardo Sánchez Jiménez
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2.1.1.1 Problemática del cultivo 
 

         La falta de conocimiento en su manejo y la colecta exhaustiva de plantas 

silvestres justo antes de la floración, ha traído como consecuencia que las 

poblaciones estén siendo reducidas y las poblaciones silvestres se estén 

extinguiendo (Martin et al., 2011). 

           Illsley et al. (2007) reportó que las poblaciones de A. cupreata disminuyen a 

una tasa del 2% anual en la región de Chilapa, con base a un muestreo que 

realizaron en tres sitios entre los años 2001 y 2003. Martin et al. (2011) menciona 

que sus poblaciones no son consistentes en densidad y estructura en toda la región, 

por lo que, el crecimiento de algunas poblaciones puede estar disminuyendo, 

mientras que otras se están regenerando eficazmente, sin embargo, la regeneración 

de una población de A. cupreata depende en gran medida de los sistemas de 

manejo y cosecha empleados. 

           Barrientos-Rivera et al. (2020) menciona que hace aproximadamente dos 

décadas, en Guerrero se dieron cambios en la producción agavera, lo que generó 

una mayor demanda de materia prima, sugiere que, en cinco u ocho años, esta 

práctica ocasionará una sobreproducción y una baja en los precios; por lo que, en 

un futuro, los costos de mano de obra serán más altos, lo cual generará escasez 

por la reducción en las poblaciones del Maguey papalote. 

        Ante la problemática que presenta esta especie de agave, pueden existir 

alternativas agrobiotecnológicas que puedan dar lugar a encontrar una solución 

viable sin afectaciones a las poblaciones naturales. 
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2.2 Alternativa Biotecnológica  
 

         La biotecnología vegetal nos ofrece técnicas como el cultivo de células y 

tejidos in vitro de plantas, que pueden implementarse en aspectos como la 

micropropagación de plantas de importancia agronómica, la preservación de 

germoplasma  silvestre, el mejoramiento genético de especies y en la industria para 

la producción de metabolitos (Roca y Ramírez, 2000). 

2.2.1 Cultivo de tejidos vegetales 
. 

          El cultivo de tejidos vegetales es un conjunto de técnicas que consiste en 

aislar una porción de una planta (tejido, órgano o célula), comúnmente llamado 

explante, para cultivarlo en un medio nutritivo en condiciones físicas y químicas 

controladas asépticamente (George et al., 2008; Prieto & Jordan, 2005a; Roca, 

2000). 

             EL CTV es una gran herramienta en  la preservación de la calidad vegetal 

y es de suma importancia en la producción agrícola (Roca, 2000). Uno de sus usos 

principales es la reproducción de plantas, gracias a la capacidad de las células que 

permiten el crecimiento y el desarrollo de un nuevo individuo completo, sin 

necesidad de un tipo de fusión de células sexuales (Rosales et al., 2008). 

        Al proceso de la obtención de plantas clonadas mediante el uso de CTV se 

denomina: micropropagación o propagación clonal.  
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2.2.2 Micropropagación 
 

       La micropropagación o propagación clonal  se define como el proceso de 

multiplicación vegetativa (asexual) in vitro, que tiene como principal objetivo la 

multiplicación masiva de plantas genéticamente idénticas (líneas clonales) en 

espacio y tiempo reducidos (Roca, 2000; Thorpe, 2007). 

 El proceso de micropropagación puede dividirse en cinco estadios:  

      Etapa 0: Selección de la planta madre y preparación del explante. Esta primera 

etapa se elige y prepara de manera correcta el explante, ya que esto incide 

directamente sobre la calidad del mismo y su respuesta frente a los principales 

problemas que afectan al establecimiento del cultivo (Levitus et al., 2010).  

    Etapa 1: Establecimiento del cultivo e inducción, en esta etapa principalmente se 

espera que los cultivos sean viables y axénicos, además de que se induce el 

desarrollo de órganos o embriones con la estimulación de reguladores de 

crecimiento (Valencia, 2004).  

     Etapa 2: Multiplicación, lo que se busca es mantener y aumentar la cantidad de 

brotes para los nuevos ciclos de multiplicación sucesivos (subcultivos) y poder 

destinar parte de ellos a la siguiente etapa (Levitus et al., 2010).   

       Etapa 3: Enraizamiento, las formas obtenidas en las etapas anteriores son 

ahora tratados para inducir la formación de raíces y producir plántulas completas 

(Valencia, 2004).  

        Etapa 4: Aclimatización, las plántulas salen del ambiente estéril y rico en 

nutrientes del tubo de ensaye para iniciar su desarrollo en tierra (Valencia, 2004). 
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         La micropropagación tiene una amplia aplicación en cultivos comerciales 

como plantas ornamentales, frutales, forestales y especies hortícolas comestibles, 

es recomendable para la multiplicación rápida de materiales en vía de extinción y 

materiales valiosos o de alto valor agregado para el comercio (Roca & Ramírez, 

2000) 

       Los métodos que están teóricamente disponibles para la propagación de 

plantas in vitro, son principalmente dos (George et al. 2008):  

     1. Multiplicación de meristemas apicales y axilares del tallo que ocurre como una 

continuación del crecimiento y desarrollo de estructuras organizadas.   

      2. Por la formación de brotes o embriones adventicios que resultan de un 

proceso de formación de novo, a partir de células donde no existía organización 

alguna. Este último método de propagación de plantas se denomina  morfogénesis 

(George et al., 2008). 
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2.3      Morfogénesis  
 

       La Morfogénesis puede definirse como el proceso de generación de nuevas 

formas y estructuras, como órganos (organogénesis) o embriones (embriogénesis) 

en tejidos vegetales que carecen de meristemas preexistentes (George et al., 2008; 

Prieto & Jordan, 2005). 

       Los procesos morfogénicos (organogénesis o embriogénesis somática) puede 

darse de forma directa o indirecta, el desarrollo de estas vías puede observarse en 

la figura 4.  De manera directa, los órganos u embriones se desarrollan directamente 

a partir de las células del explante, mientras que, de la forma indirecta se da 

mediante formación de una masa de células no diferenciadas denominada callo que 

precede a la formación de estas nuevas estructuras (George et al. 2008, Tamayo y 

Monja 2021). 

     La formación de estructuras de novo, es el resultado de la capacidad  de 

regeneración que tiene las células de los tejidos vegetales (George et al., 2008).  En 

este proceso las células diferenciadas revierten o convierten su destino de 

desarrollo y se reconstruyen a una nueva forma celular, permitiendo que las células 

adquieran competencia para formar un nuevo tejido de acuerdo con el estrés y las 

nuevas señales endógenas y exógenas a las que se expone el explante (Sugimoto 

et al., 2019)
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           En la primera fase, el explante adquiere competencia durante una etapa 

transitoria de desdiferenciación (Fehér, 2019).  En la segunda fase o fase de 

inducción, las células son receptivas al estímulo morfogénico y hay una relación 

directa con el tipo, concentración y combinación de reguladores del crecimiento 

agregados al medio de cultivo y el órgano a desarrollar (Levitus et al., 2010).  

      En la tercera fase o fase de realización, la célula sufre las sucesivas divisiones 

para formar el órgano determinado (Levitus et al., 2010). 

Figura 4 

Principales métodos de micropropagación.  

George et al., 2008. Citado y modificado por modificado por Monja Mio 2013.
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2.3.1 Organogénesis adventicia 
 

     
         La organogénesis es la capacidad que tienen las células vegetales del 

explante, para reprogramar su desarrollo hacia la formación de tejidos y órganos de 

novo que constituyen una planta (George et al., 2008). Esta formación es de 

carácter adventicio cuando la creación del nuevo órgano da un tejido donde antes 

no existía (George et al., 2008), en la figura 4 se visualiza la formación de brotes de 

manera directa. 

       En la organogénesis adventicia, el material de partida es tejido diferenciado 

(segmentos de tallo, hoja, raíz, o meristemas preexistentes), los cuales son 

inducidos a una etapa de reprogramación, provocando la  reversibilidad de las 

diferenciación de las células (Levitus et al., 2010; Sugimoto et al., 2019). El principal 

estímulo en la organogénesis de novo, podría atribuírsele a la herida, donde al hacer 

el corte del explante se provoca un aumento de la biosíntesis de citoquininas, que 

provoca la proliferación celular (Ikeuchi et al., 2016).  

       Durante este evento se lleva a cabo la  interacción auxina-citoquinina que juega 

un papel fundamental, despertando la expresión de genes reguladores de células 

madre en células competentes, siendo así que una alta proporción de 

auxina/citoquinina conduce a la regeneración de la raíz, pero una menor proporción 

de auxina/citoquinina desencadena la regeneración de brotes (Ikeuchi et al., 2019; 

Sang et al., 2018). 
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2.3.2 Factores que afectan la Morfogénesis 
           

          La formación de estructuras organogénicas y embriogénicas se ven 

influenciadas por diversos factores como los que se menciona en la figura 5, entre 

ellas el explante, donde influyen aspectos como la fuente de este, la edad, el 

tamaño, la orientación, la época de colecta y el genotipo (Miri &  Roughani, 2018; 

Valencia, 2004). 

       Otros factores que se deben considerar son los componentes químicos y 

aspectos fisicoquímicos del medio de cultivo. Un medio de cultivo es la formulación 

de sales inorgánicas y compuestos orgánicos de composición conocida requeridos 

para la nutrición y manipulación de los explantes; estos pueden utilizarse en forma 

sólida si se le añade un gelificante o liquida si se omite el gelificante (Cisne 

Contreras, 1988; Levitus et al., 2010). Generalmente la composición de un medio 

contiene compuestos como: una fuente de carbono (sacarosa, en concentraciones 

de 2 al 5%), nutrientes minerales (macro y micronutrientes) que son esenciales para 

el crecimiento de las plantas enteras, sustancias vitamínicas, sustancias 

reguladoras del crecimiento (auxinas: ANA, 2,4-D, AIA, AIB, NOA, Dicamba, 

Picloram y/o citocininas: BA,  2iP, Thidiazurón y las giberelinas, especialmente 

GA3), agente gelificante en el caso de medios sólidos (agar entre 0.6 y 1%), entre 

otras sustancias (carbón activados o suplementos) (Valencia, 2004). Otro aspecto 

a considerar en el medio de cultivo es el pH, el valor adecuado de pH es aquel que 

no dañe la función de la membrana celular o el citoplasma, un valor efectivo en el 

medio puede variar entre 4.5 y 6.5 (Cisne Contreras, 1988).   
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     La preparación de los medios de cultivo puede llevarse a cabo de diferentes 

maneras, y puedes existir un medio estandarizado según la especie o género que 

se desee propagar (Levitus et al., 2010).   

    Las condiciones de incubación como la temperatura, calidad e intensidad de luz, 

fotoperíodo, humedad atmosférica son otros factores para considerar. En general, 

los cultivos son incubados para micropropagación a temperaturas entre los 25-28 

ºC, con ciclo de luz/oscuridad de 16/8 horas; en el caso de la luz suele ser provista 

por lámparas fluorescentes del tipo «luz día» con una irradiancia de preferencia de 

entre 50 y 200μmol m-2s-1 y la humedad atmosférica debe ser elevada (80- 90%) 

procurando que se esté en las condiciones más asépticas posibles  (Levitus et al., 

2010). 

Figura 5 

Factores que desencadenan la morfogénesis in vitro vegetal. 

Fuente: Tamayo Torres & Monja Mio, 2021
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2.3.3 Factores del material parental que influyen la morfogénesis 
 

 

2.3.3.1 Influencia del lugar y época de colecta 

        Las variaciones de temperatura, humedad y precipitaciones a las que se ven 

expuestas las plantas madre, juegan un papel importante en la respuesta 

morfogénica del cultivo in vitro (Gómez Pérez, 2014;  Mazorra et al., 2005).  

 
     Al considerar estos factores desde las etapas tempranas del proceso de 

micropropagación, se contribuye a garantizar una mayor eficiencia en la 

multiplicación (Gonzalez et al., 2005). 

 
         Gonzalez et al., en 2005, evaluaron la influencia de la época del año en la 

respuesta in vitro de 3 diferentes genotipos de Coffea canephora Pierre ex Froehner 

variedad Robusta. Utilizaron como explante las hojas de plantas establecidas en 

campo de 2 años de edad. Las variables climáticas a las que estuvieron sujetas las 

plantas madre previo a la toma del explante fueron la Precipitación (mm), 

Temperatura máxima y media (OC), Humedad relativa y media (%). La mejor 

respuesta de los genotipos se presentó durante los meses de mayo – junio con 

porcentajes de entre el 79 al 97% de formación de callo, en donde se observó un 

considerable aumento de la temperatura en comparación con otros meses. Para los 

meses de abril, julio y agosto, la formación de callos resultó inferior al 43%, esto se 

presentó en la época con altas precipitaciones y humedad. 
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         En comparación con este estudio, Posada-Pérez et al., (2009)  estudiaron la 

formación de embriones somáticos a partir de  frutos inmaduros y embriones 

cigóticos en papaya var. Maradol, los cuales fueron colectados en la época de lluvia 

(marzo a junio) y en la época de seca (octubre-diciembre). A diferencia de los 

reportado en Coffea canephora, en papaya no se encontraron ninguna influencia de 

la época del año en la formación de embriones. Sin embargo, los autores mencionan 

que esto puede deberse al tratamiento de riego y fertilización a la que estuvo sujeta 

el material vegetal antes de la colecta, lo cual es independiente de la época y de las 

condiciones del clima. 

         
       Gómez Pérez, (2014) también reporto que existe una influencia del mes de 

colecta en la producción de brotes adventicios en Agave fourcroydes Lem, 

encontrando que la mayor producción de brotes por explante fue de 14.29±1.83 en 

plantas recolectadas en el mes de febrero 2013, en donde la precipitación total del 

mes fue de 1.4 mm y la temperatura media de 24 OC, en comparación con una 

menor producción (3.71±0.41 brotes por explante) en el mes de agosto 2012, en 

donde la precipitación total del mes fue de 87.6 mm y la temperatura media de 27.2 

OC, observándose una marcada influencia de la precipitación en la producción, ya 

que esta última disminuyó conforme aumento la precipitación.  
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2.3.3.2 Influencia de la edad 

 

          Otro aspecto que puede afectar la respuesta de la morfogénesis es la edad 

del explante, estudios previos han mostrado que  existe una menor capacidad 

morfogénica in vitro con respecto al incremento de la edad del material vegetal, 

siendo más difícil, en muchos casos, mantener el material adulto durante un número 

de subcultivos elevado, mientras que aquellos cultivos que se obtuvieron a partir de 

material que se encontraba en fase juvenil  presentan mayor tasas de supervivencia, 

proliferación y enraizamiento (George et al., 2008; Prieto y Jordan, 2005). 

 
       La importancia de conocer cómo influye la edad del material vegetal en la 

morfogénesis, recae en que la mayoría de las ocasiones se busca que el material a 

propagar tenga las características de mejor valor, por ello puede llegar ser frustrante 

el hecho de que el material vegetal maduro tenga menos posibilidades de 

establecerse y multiplicarse (George et al., 2008; Levitus et al., 2010). 

 
         George et al., (2008) mencionan que existen 5 formas de clasificar la edad del 

tejido u órgano, considerando la influencia en la capacidad morfogenica al momento 

de tomarlo como explante: 

1. La edad del órgano o de toda la planta madre. Son las  horas, días o meses que 

ha transcurrido desde el crecimiento de una planta a partir de una yema o 

embrión, o de la iniciación de un órgano o tejido en particular. 

2. Edad fisiológica. Es el tiempo necesario para llegar a una etapa en particular, 

como la madurez de ciertos tejidos y  está influenciado por factores ambientales, 

como por ejemplo la temperatura. 
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3. Edad de crecimiento ontogenética. En esto sentido un trozo de tejido se clasifica 

como "joven" o "anciano", según se derive de una parte de una planta en una 

fase juvenil o adulta en crecimiento.  

4. El grado de diferenciación. Las partes más jóvenes de una planta son 

indiferenciadas como las células meristemáticas, mientras que las células 

diferenciadas como los órganos pueden considerarse tejido adulto o maduro.  

5. Período del cultivo. Es el lapso de tiempo desde que el cultivo se inició por 

primera vez, es decir, cuando el material explantado se ha puesto en el medio 

de crecimiento.  

 
        La edad ontogenética y la edad de la planta madre, parecen ser los factores 

más importantes al momento de iniciar un CTV, aunque es primordial tomar en 

cuenta la parte de la planta de donde se tomará el explante y conocer el grado de 

diferenciación del tejido, ya que también este influirá de manera importante al 

momento de establecer el cultivo (George et al., 2008; Gómez Pérez, 2014).  

          Un ejemplo de la influencia de la edad del tejido durante la morfogenesis ha 

sido estudiada en plantas de Pelargonios durante la formación de callo en un medio 

modificado Linsmaier y Skoog (1965), en esta especie se  observó que los explantes 

de 2 semanas de edad, presentaba una respuesta favorable a una concentración 

de 5 mg/L de ácido naftalenacético y 5 mg/L de kinetina, esto en comparación con 

los explantes tomados de plantas con 2 años crecidas bajo las mismas condiciones, 

en donde se observó la inhibición de callo (Hammerschlag y Bottino, 1981 citado en 

George y et al., 2008).  



 

   28 
 

Para estudiar la influencia de la edad en Perilla frutescens, se tomaron discos 

foliares del segundo par desplegado de hojas con edades 9,14, 18 y 24 semanas 

de edad. Se observó una mayor producción de brotes en callos de explantes de 

hojas más jóvenes, mientras que en el caso de los callos producidos por las plantas 

de 24 meses de edad el crecimiento de brotes se vio inhibido (Tanimoto y Harada 

1980 citado en George et al., 2008).  

 
         En Eucalyptus camaldulensis se observó también la influencia de la edad en 

la embriogénesis somática indirecta. En este estudio, el callo se indujo en explantes 

de cotiledones obtenidos de plántulas cultivadas in vitro de 10, 15, 25 y 30 días de 

edad con diferentes concentraciones de ANA. Los resultados mostraron que los 

explantes con 10 días de edad obtuvieron el mayor porcentaje de producción de 

embriones (Prakash & Gurumurthi, 2010). 
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2.3.3.3 Influencia del genotipo y factores genético – moleculares 

  

       El genotipo  se define de manera general como la constitución genética de un 

individuo u organismo (Pierce, 2006). Principalmente refiriéndose a los genes que 

suelen presentarse en diferentes versiones, denominadas alelos (recesivo o 

dominante), los cuales están localizados en un locus particular de un cromosoma 

(Valencia, 2004).  

 
     El genotipo está relacionado con el fenotipo, este último se refiere a una 

característica de cualquier tipo: física, fisiológica, bioquímica o conductual del 

organismo (Pierce, 2006).  Además, es el genotipo el que determina el potencial 

para el desarrollo y establece ciertos límites o fronteras del desarrollo del fenotipo, 

por consecuencia cada fenotipo es el resultado de la expresión de su genotipo en 

un ambiente especifico (Pierce, 2006).  

 

        Si la respuesta morfogénica del explante dependiera únicamente de 

interacción con el medio ambiente, sería posible cultivar todas las plantas de un tipo 

similar con el mismo éxito, conociendo las condiciones específicas del medio. 

Desafortunadamente, los procesos a los que están sujetos los tejidos vegetales 

cultivados in vitro parecen estar bajo un control genético primordial, en comparación 

de otros factores, que ejercen solo un efecto menor (George et al., 2008).  

Los genes que codifican o regulan las citoquininas y las auxinas pueden influir 

claramente en la regeneración, ya que estas hormonas actúan de manera sinérgica 

para promover la división celular y de manera antagónica para promover la iniciación 
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de brotes y raíces (Trujillo-Moya et al., 2011). Estudios en  Arabidopsis, ha mostrado 

que un gen de la histidina (AHK) codifica un receptor de citoquinina (CRE1 /AHK4), 

el cual está involucrado en la división y regulación celular (Trujillo-Moya et al., 2011). 

Otros  genes, como WUS (WUSCHEL) intervienen en la identidad de órganos y 

juegan un papel fundamental en la organogénesis (Sultana y Gangopadhyay, 2018). 

         
         El genotipo es un factor involucrado en todos los procesos morfogénicos, 

desde la adquisición de competencia del explante para su establecimiento en 

condiciones in vitro, permitiendo la reversibilidad de la diferenciación celular y 

crecimiento de nuevos órganos. (George et al., 2008; Moya, 2013).   

 
      Los genotipos a diferentes niveles: género, especie e incluso variedades de la 

misma especie requieren sustratos y condiciones diferentes para llevar a cabo 

cualquier vía morfogénica (Levitus et al., 2010).   La mayoría de las investigaciones 

que se realizan para evaluar el efecto del genotipo en la morfogénesis, van 

enfocadas en la respuesta que tienen las variedades en una especie ante las 

mismas condiciones del cultivo. 

      En dos líneas puras de tomate ("Apedice" y "Porphyre"), se evaluó la capacidad 

de formación de brotes de manera directa e indirecta, utilizando diferentes 

concentraciones de reguladores de crecimiento y tomando como explante el 

hipocótilo. Se encontró que Porphyre siempre producía una mayor cantidad de 

brotes en comparación con la línea Apedice. En este mismo trabajo, generaron un 

hibrido de las dos variedades y se observó que este producía significativamente 

más brotes que los padres cuando fueron colocados en la combinación adecuada 

de auxinas y citoquininas (Bigot et al., 1977 citado en George et al., 2008). 
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       Andrade Rodríguez et al., (2005), evaluaron la capacidad organogénica durante 

la inducción de 10 variedades de tomate de cascara (Physalis ixocarpa Brot), de las 

cuales dos eran silvestres. Ellos observaron que la proporción de explantes con 

brotes varió de 0 a 70 %, con un número de brotes por explante que iba de 0 a 21.3, 

siendo las variedades cultivadas, las que tuvieron mayor número de regeneración 

de brotes.  

         Las investigaciones que se tienen hasta el momento han permitido entender 

los procesos genético – moleculares de la organogénesis, sin embargo, aún no hay 

suficiente información sobre que genes o factores pueden ser claves en la 

capacidad de regeneración baja o alta (Trujillo-Moya et al., 2011). En el cuadro 1, 

se pueden revisar algunos trabajos referentes a aspectos como la edad, el genotipo 

y genético – moleculares que influyen durante el proceso de la morfogénesis
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Cuadro 1 

Trabajos enfocados en el estudio de regeneración in vitro analizando la influencia de la 
edad, el genotipo y factores genético – moleculares. 
 

Especie 

reportada 

Vía de 

propagación 
Factor evaluado Referencia 

Agave 

fourcroydes 

Lem 

OD 
Genotipo, talla y factores ambientales a las que 

se vio expuesta la planta madre 
Gómez, 2013 

 

Agave 

fourcroydes 

ES 

Patrones genéticos y epigenéticos diferentes 

antes de iniciar el proceso de inducción de dos 

líneas clonales de A. fourcroydes 

(embriogénica y no embriogénica). 

Monja-Mio et al, 

2018 

 

A. 

fourcroydes 

Lem y A. 

tequilana 

Weber 

 

OD 

Dinámica de la longitud de los telómeros 

durante la inducción de brotes adventicios de 

explantes provenientes de plantas adaptadas 

a condiciones ex vitro durante 3 años 

Rescalvo-

Morales et al, 

2016 

Solanum 

lycopersicum 

CV. Micro-

Tom 

OD 

Variaciones alélicas en un loci dado y 

expresión de genes durante la adquisición de 

la competencia e inducción 

 

Pinto et al., 2017 

Passiflora 

edulis f. 

flavicarpa 

OD 
La fuente del explante y edad de la planta 

madre. 

 

Becerra et al., 

2004 

Rosa x 

hybrida 
OI 

 

Variación en la formación de callo en 96 

diferentes genotipos (variedades) de rosas. Se 

encontró un Locus de rasgo cuantitativo (QTL) 

importante asociado al tamaño del callo se 

localizó en el cromosoma 3. 

 

Nguyen et al., 

2020 
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OD: Organogénesis directa    OI: Organogénesis Indirecta     ES: Embriogénesis somática. 

Pinus pinea OD 

Contenido endógeno de diferentes 

reguladores del crecimiento vegetal y la 

expresión de genes supuestamente 

involucrados en la caulogénesis adventicia 

Alvarez et al., 

2020 

Eucalyptus 

camaldulensis 
ES 

Fuente de explante (embriones cigóticos 

maduros y cotiledones recolectados de 

plántulas de 10, 15, 25 y 30 días), la edad, los 

reguladores del crecimiento de las plantas y la 

fuerza media del medio. 

Prakash y 

Gurumurthi, 

2010 

Arabidopsis 

thaliana 
OI 

Marcas epigenéticas de metilación del ADN y 

modificaciones de histonas, a través de la 

modulación WUS en la expresión y 

señalización de auxinas. 

Li et al., 2011 

Nicotiana 

tabacum L. 

var. Jayasri y  

Beta palonga 

R.K. Basu & 

K.K. Mukh 

OD 

Expresión relativa del gen WUS (WUSCHEL) 

de una manera dependiente del tiempo y el 

papel de los reguladores del crecimiento. 

Sultana y 

Gangopadhyay, 

2018 

Helianthus 
annuus 

OD 

Alta variabilidad genética para los parámetros 

de organogénesis entre trece genotipos, efecto 

citoplásmico e interacción 

nucleocitoplasmática para algunos de los 

parámetros de regeneración 

Deglene et al., 

1997 

Physalis 
ixocarpa Brot 

OD 

Evaluación de la capacidad organogénica 

durante la inducción de 10 variedades (2 

variedades silvestres y 8 domesticadas). 

Andrade 

Rodríguez et al., 

2005 
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Capítulo III.  Metodología 
 
3.1 Diagrama experimental 
         

        El proceso experimental consistió de tres etapas como se resume en la figura 

6. En la primera etapa se realizó una caracterización morfológica de 4 edades 

juveniles de A. cupreata, seguido en la segunda etapa donde se realizó la obtención 

del tejido meristemático el cual se colocó en un medio de cultivo para la obtención 

de los brotes adventicios durante 12 semanas, en la tercera etapa los brotes 

obtenidos se multiplicaron hasta el 3er subcultivo.  
 

Figura 6 
 

Diagrama experimental. 
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3.2 Material Vegetal 
 

3.2.1 Caracterización morfológica del Material Vegetal  
 

        Se utilizaron plantas de A. cupreata provenientes de un semillero ubicado en 

el municipio de Zitlala, Guerrero a 1675 m.s.n.m., entre las coordenadas 17° 38' 25'' 

y 17° 54' 08'' de latitud norte, y los 99° 05' 25'' y 99° 16' 57'' de longitud oeste. Las 

plantas fueron clasificadas de acuerdo con su edad aproximada (6, 12, 18 y 24 

meses). Para cada edad, se tomaron un total de 25 plantas, procurando que 

estuvieran libres de daño mecánico o de algún microorganismo. 

      En la caracterización morfológica, para cada planta se realizaron las siguientes 

medidas: altura de la planta, número de hojas, ancho y largo de las cuatro hojas 

más jóvenes (cercanas a la hoja espada de la planta, la cual está localizada hacia 

la parte central), diámetro del cogollo (sin raíz) y peso del cogollo, adicionalmente 

se consideró el número de cubos obtenidos a partir del tejido meristemático por 

cada planta. 

 

3.2.2 Obtención y desinfección del cogollo de plantas  

      

         El proceso se llevó a cabo como lo describió Robert et al. 2006, con algunas 

modificaciones. Previo a la obtención del cogollo, las plantas fueron mantenidas en 

lugar fresco y libre de insectos. Para llevar a cabo el proceso, primero las plantas 

fueron separadas por edades como se observa en la figura 7-A, posteriormente se 

midió la altura de todas las plantas, y a continuación se procedió a retirar todas las 

hojas una por una desde la zona externa de la roseta de forma cuidadosa (evitando 

dañar la zona central), a las hojas cercanas a la hoja espada o central se les midió 
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el largo y ancho como referencia. Posteriormente se cortó la base de la planta, junto 

con las raíces y la punta de la hoja espada hasta obtener el cogollo, finalmente se 

pesó y midió el diámetro de este.        

       Una vez obtenido el cogollo, se procedió a lavarlo para eliminar el exceso de 

tierra y disminuir la carga microbiana. A continuación, se realizó un primer lavado 

con agua potable y un cepillo, este último fue utilizado para tallar de forma cuidadosa 

hasta eliminar toda la suciedad visible. Posteriormente se realizó una segunda 

lavada, para lo cual los cogollos fueron sumergieron en una solución de Extrán al 

2% por tres veces (una vez durante 10 minutos y dos más por 5 minutos cómo se 

observa en la figura 7-B). Posteriormente se hicieron tres lavados con agua 

destilada y por último los cogollos fueron mantenidos en agua destilada hasta pasar 

a la campana de flujo laminar. 

        Dentro de la campana de flujo laminar como se puede observar en la figura 7-

A, los cogollos se sacaron del agua destilada y fueron colocados en frascos 

estériles. A continuación, se les agregó una solución de hipoclorito de sodio al 40% 

y mantenidos allí por diferentes tiempos (15, 20 y 35 min) considerando su edad y 

talla, como se observa en el cuadro 2. Transcurrido el tiempo de inmersión en el 

cloro, se les retiró y se procedió a realizar tres enjuagues con agua destilada estéril, 

agitando manualmente durante aproximadamente un minuto en cada enjuague.  

       Posteriormente, el cogollo desinfectado se colocó en un nuevo frasco estéril 

conteniendo agua destilada estéril, en donde fue mantenidos hasta su posterior 

corte y obtención del tejido meristemático (Figura 8-A). 
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Cuadro 2 

Tiempo de inmersión de los diferentes cogollos utilizados en NaClO comercial al 40% (v/v) 
para la obtención del tejido meristemático. 
 

 

Figura 7 

Preparación de material vegetal ex vitro.   
 

 

 

 

     

 

A. Caracterización morfológica   B. Lavado y desinfección de los cogollos 

Figura 8 

Proceso de obtención e inducción del tejido meristemático. 
 

 

 

 

 

 

A. Lavado y desinfección de los cogollos en la cámara de flujo laminar B. Corte de hojas y 

tejido foliar para obtención del tejido meristemático.

Edad de la planta 
(meses) 

Diámetro del 
cogollo (cm) 

Peso del cogollo 
(g) 

Tiempo de 
inmersión en min 

6 0.6 - 1 0.5 - 2.3 15 
12 1.5 - 1 3.2 - 7 20 
18 1.5 - 2 5.9 - 12.5 20 

24 2.5 - 4 21.1- 61.1 35 
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3.3 Inducción Organogénica 

 

         La inducción de la organogénesis se llevó a cabo mediante el protocolo 

reportado por Robert et al., 2006  con ligeras modificaciones, el cual se describe a 

continuación 

3.3.1 Inducción de los explantes 

 

        Una vez desinfectado el cogollo y de manera aséptica, se procedió a realizar 

cortes con el bisturí para eliminar las hojas restantes, el tejido foliar y tejidos 

afectados por el cloro, así hasta obtener cubos de aproximadamente 1 cm3, 

procurando dejar solo el tejido meristemático del tallo (Fig. 8-B).  

      Posteriormente, los cubos se colocaron en frascos de vidrio (phytotechlab 

C1770) que contenían 20 mL de medio MSB, sales del medio MS (Murashige y 

Skoog, 1962) con nitrógeno reducido (10 mM KNO3 y 5 mM NH4NO3), adicionado 

con 0.113 μM de 2,4-D y 44μM de BA y 1.1% de agar (Sigma-Aldrich G1910), 

posteriormente el pH ajustado a 5.78, y finalmente los cubos fueron cultivados 

durante 12 semanas en condiciones de luz continua.  

       En la sexta semana de cultivo, el medio fue renovado y se cortaron partes del 

explante en donde había crecimiento de hoja, procurando solamente tener el tejido 

meristemático y los nuevos brotes. 

 

3.3.2 Evaluación de la inducción organogénica 
 

       Durante las 12 semanas de inducción, se realizó semanalmente una evaluación 

visual de todos los explantes. Dentro de las evaluaciones se determinaron aspectos 
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como: explantes contaminados, explantes responsivos a la fase de inducción, 

número de brotes en crecimiento en los explantes y longitud de los brotes.  

      La contaminación es tomada en cuenta tanto de bacterias o de hongos. Se 

considera que un explante responde cuando en él se observa al menos un brote en 

crecimiento. El número de brotes es considerado de acuerdo al total de brotes 

producidos por meristemo cortado en cubos de cada planta madre.  La longitud de 

los brotes se considera al tamaño de los brotes a partir de la base.  

3.4 Multiplicación de brotes 

 

        Finalizada la inducción, los brotes se colocaron en cajas Magenta (PTL-100™) 

con medio MSB, adicionado con 0.112 μM de 2,4-D y 44 μM de BA, 0.4 % de agar 

(Sigma-Aldrich G1910) y 0.4 % de Gelrite, con un pH ajustado a 5.78, y cultivado 

durante 12 semanas en condiciones de fotoperiodo. Cada 4 semanas se evaluó la 

cantidad de brotes multiplicados y después se renovó el medio, proceso que fue 

repetido hasta el tercer subcultivo.   

3.5 Análisis estadístico  

 

        Todos los datos obtenidos fueron analizados usando el software estadístico 

Minitab® 19. Los resultados son expresados como la media ± desviación estándar 

(DE). La variable número de brotes se transformó a log10(x) para cumplir con los 

supuestos de normalidad de varianza y homogeneidad.  El análisis de varianza 

(ANOVA) fue usado para determinar la significancia estadística y la comparación de 

medias fue de acuerdo a la prueba de Tukey a p ≤ 0.05. Las gráficas fueron creadas 

usando el software de GraphPad Prism.    
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Capítulo IV.  Resultados 
 
4.1   Caracterización morfológica del material vegetal 

  Previo a la inducción, se evaluaron diferentes parámetros (altura, número de 

hojas, largo y ancho de las hojas y el diámetro y peso del cogollo) para determinar 

la relación de las características morfológicas con respecto a la edad de las plantas 

madre consideradas en este estudio (6, 12, 18 y 24 meses). Los resultados 

mostraron de manera general un comportamiento proporcional muy marcado con el 

incremento de la edad en casi todos los parámetros analizados. 

En este sentido, los análisis estadísticos mostraron diferencias significativas en 

cuanto a la altura, en donde las plantas de 6 meses fueron las que presentaron 

menor tamaño, con una altura promedio de 9.77±1.04 cm; seguidas de las plantas 

de 12 y 18 meses con una altura promedio de 11.31±0.96 y 13.82±0.89 cm 

respectivamente, mientras que las plantas de mayor edad (24 meses) fueron las 

que presentaron la mayor altura, con un promedio de 24.84±3.26 cm (Fig. 9-A y Fig. 

10 A-D). 

En el parámetro de número de hojas, los resultados mostraron un 

comportamiento muy similar a la altura, ya que el menor número las obtuvieron las 

plantas de 6 meses de edad, las cuales presentaron un promedio de 5.15±0.83 

hojas por planta, y el mayor número se presentó en las plantas de 24 meses, con 

un promedio de 19.04± 3.4 de hojas por planta (Fig. 9-B y Fig. 10-A, D).  En el caso 

de las plantas de 12 y 18 meses los análisis estadísticos también mostraron 

diferencias significativas a pesar de tener promedios muy cercanos de12.15±1.38 y 

13.88±1.81 respectivamente (Fig. 9-B y Fig. 10-B, C).  
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Para los parámetros morfológicos del largo y ancho de las hojas, los resultados 

mostraron que solo las plantas de 24 meses presentaron diferencias significativas 

en cuanto a largo (21.44±4.65 cm), mientras que las plantas de 6, 12, y 18 meses 

fueron muy similares, con promedios de 7.72±1.66, 10.72±1.27 y 9.11±1.32 cm 

respectivamente (Fig. 9-C), sin observar diferencias significativas entre ellas. Sin 

embargo, en cuanto al ancho de la hoja los análisis estadísticos si revelaron 

diferencias significativas en todas las edades analizadas, con una tendencia muy 

similar a la observada en la altura y número de hojas, las cuales incrementaron con 

respecto de la edad, siendo las plantas de 24 meses las que presentaron el mayor 

ancho de la hoja (8.56±0.58 cm en promedio), mientras que las hojas con menor 

anchura las presentaron las plantas de 6 meses de edad (2.68±0.57 cm en 

promedio), para las hojas de las plantas de 18 y 12 meses de edad, se observó un 

ancho de 5.72±0.62 y 4.80±0.38 cm respectivamente (Fig. 9-D y Fig. 10-E-F). 

       En el caso del diámetro del cogollo, los análisis de los datos demostraron que 

el menor diámetro correspondió a la edad de 6 meses con una medida promedio de 

0.80±0.12 cm (p=0.05), seguida de las plantas de 12 meses con un diámetro 

promedio de 1.22±0.18 cm (p=0.05), en el caso de las plantas con la edad de 18 

meses obtuvieron un diámetro promedio de 1.80±0.24 cm, mientras que para las 

plantas de 24 meses se obtuvo un promedio de 2.90±0.40 cm (p=0.05) (Fig. 10-C). 

     En cuanto al peso del cogollo, se observaron también diferencias significativas 

en todas las edades analizadas (p=0.005), encontrando que el peso más bajo 

correspondió a las plantas de 6 meses, con un promedio del peso de 1.40±0.41 g, 

a diferencia del peso de las plantas de 24 meses, en las cuales se obtuvo un 
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promedio de 32.87±7.86 g. El peso del cogollo de las edades de 12 y 18 meses 

resultó con un promedio de 6.18±1 g y 9.13±1.75 g respectivamente (Fig. 10-E). 
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Figura 9 

Caracterización morfológica de plantas juveniles de 4 edades diferentes de Agave cupreata. 

 

A) Altura de la planta; B) Número de hojas; C) Largo de las hojas; D) Ancho de las hojas); E) Diámetro del 

cogollo; F) Peso del cogollo. Se presentan los promedios para cada parámetro evaluado con desviación 

estándar de cada edad analizada. Las letras arriba de las barras indican diferencias significativas p=0.05 según 

la prueba de Tukey, las medias que no comparten una letra son significativamente diferentes.  
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Figura 10 

Caracterización morfológica de plantas juveniles de Agave cupreata. 

 

 

A-D) Fotografías representativas mostrando el tamaño de las plantas seleccionadas para cada edad. 

E-H) Hoja espada y hojas de la roseta. I- L) Base de la planta (cogollo) sin raíz. M-P) Cubos de tejido 

meristemático (explante) obtenidos por cada edad de la panta
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4.2    Influencia de la edad y el genotipo en la fase de inducción 
organogénica de A. cupreata 

 

 
         Para analizar el efecto de la relación edad – genotipo en la capacidad 

organogénica se evaluó el porcentaje de contaminación, el porcentaje de respuesta, 

el número de brotes producidos y la longitud de los mismos, en los explantes de 

plantas juveniles de diferentes edades (6, 12, 18 y 24 meses). Además, se realizó 

una clasificación de 5 categorías en relación a la capacidad organogénica con 

respecto a la cantidad de brotes generados por cada planta madre agrupadas por 

edades. Los resultados obtenidos en la respuesta de la inducción de los explantes 

con respecto a la edad mostraron diferencias significativas al realizar los análisis 

estadísticos. 

         En cuanto a la contaminación se observó que los explantes obtenidos a partir 

de plantas de 24 meses presentaron el mayor porcentaje de contaminación de los 

cultivos (60%), en donde solamente el 40% sobrevivió a la contaminación 

microbiana (Cuadro 3). Los explantes con menor contaminación fueron aquellos 

provenientes de plantas de 6 meses de edad con un 20% (Cuadro 3). En general, 

observamos que la contaminación de los explantes está relacionada con el tamaño 

y la edad de la planta madre, siendo los explantes obtenidos de plantas de menor 

tamaño y edad, las que presentaron menos contaminación en comparación con los 

explantes obtenidos de las plantas de mayor edad (Cuadro 3), las cuales al tener 

un mayor tamaño y número de hojas resguardaban más cantidad de tierra entre el 

tallo y las hojas, por lo que posiblemente a pesar de lavar y tallar de manera 

cuidadosa los tejidos, no fue posible eliminar por completo la carga microbiana 
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presente. Cabe recalcar que la mayor parte de la contaminación observada fue de 

tipo bacteriana.  

        En cuanto al porcentaje de respuesta del explante a la inducción organogénica, 

se observó que las cuatro edades evaluadas presentaron porcentajes altos de 

respuesta, en un rango del 80 al 93%, siendo los explantes provenientes de las 

plantas de mayor edad (24 meses) los que presentaron el porcentaje más bajo de 

respuesta (80%), mientras que   el porcentaje más alto (93.33%) se presentó en los 

explantes de planta de 18 meses de edad (Cuadro 3), muy cercano al encontrado  

en los explantes provenientes de  plantas de 6 meses (90%). Finalmente, en los 

explantes de plantas de 12 meses se encontró un porcentaje de respuesta del 

88.24% (Cuadro 3). 

         Por otra parte, en cuanto a la producción de brotes, los análisis estadísticos 

mostraron que las edades con mayor producción se presentaron en los explantes 

de 12 y 24 meses, con un promedio de 86.50±0.90 y 85.75 ± 0.98 respectivamente, 

muy similar entre ambas, sin observar diferencias significativas (Cuadro 3); , 

seguido de la edad de 18 meses (63± 0.92) (p=0.05). En el caso de las plantas de 

6 meses de edad, estas fueron las que presentaron la producción más baja con un 

promedio de 33.27±1.05 (p=0.05) brotes por planta madre (Cuadro 3). 

       En los resultados de la evaluación del parámetro de longitud de brotes a las 12 

semanas de inducción, encontramos que las plantas con las edades de 12 y 18 

meses obtuvieron una longitud promedio similar entre ellas de 0.74±1.05  y 

0.73±1.30 respectivamente, en este caso los análisis estadísticos no mostraron 

diferencias significativas entre ellas (cuadro 3), este mismo comportamiento fue 

observado en la longitud de los brotes de las plantas de 6 y 24 meses de edad, las 
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cuales también fueron muy semejantes entre ellas, en las cuales encontramos una 

longitud de brotes de 0.33±1.11 (p=0.05) en los explantes de plantas de 6 meses 

de edad  y 0.38±0.99 (p=0.05) en los explantes de plantas de 24 meses de edad. 

       Para analizar más detalladamente la relación edad – genotipo, se consideró 

cada planta madre como un genotipo, todas las plantas se agruparon por edades y 

se clasificaron según su capacidad morfogénica, como se puede observar en la 

figura 13.  La clasificación se planteó de la siguiente manera:  una nula producción 

para los genotipos que contenían 0 brotes por planta madre, una baja producción 

para aquellos que contenían de 1 – 33 brotes, una producción media si producían 

de 34 – 66 brotes, una producción alta si generaban de 67 – 100 brotes y una super 

alta producción de brotes para aquellos genotipos con una producción mayor a 100 

brotes por planta madre (Figura 11).  

      En este sentido, se observó que el 60% de los genotipos de plantas de 6 meses 

de edad obtuvieron en su mayoría una baja producción de brotes (Fig.11-A y Fig. 

12-A) y solamente el 5% de los genotipos produjeron más 101 brotes por planta 

madre, es decir, una producción super alta (Fig. 11-A). En cuanto a los genotipos 

de 12 meses, estos obtuvieron la mejor respuesta de todas las edades analizadas 

(Fig.11-B y Fig. 12. B), en donde el 29.41% y 23.52% de los genotipos fueron alta y 

super altamente productivos en brotes, sin embargo, un porcentaje considerable del 

17.65% obtuvieron una nula producción de brotes. El 26.66% de los genotipos de 

18 meses de edad presentaron una baja producción de brotes, siendo este el 

porcentaje más alto dentro de esta edad (Fig.11-C y Fig. 12-C. C), seguido de un 

26.66% de los genotipos con una producción media de brotes y solo un 13.37% de 

los genotipos con una producción super alta (Fig. 11-C y Fig. 12-C. Los genotipos 
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de 24 meses, que fueron los de mayor edad (Fig.11-D y Fig. 12-D), tuvieron un 30% 

de alta producción de brotes, 30% de una baja producción, 20% una nula producción 

y el 20% restante presentó una producción media de brotes.  

 

Cuadro 3 

Resultado de la inducción organogénica directa de 4 diferentes edades de Agave cupreata 
a las 12 semanas 
 

Tamaño 

Edad del 
material 
vegetal 
(meses) 

  
% 

contaminación 
% 

respuesta 

No. de brotes 
por planta 

madre ± DE 
(dato 

transformado) 

Longitud de los 
brotes en (cm) 

Media±SD  Media±SD 

T1 6  20 90% 
33.27±1.05b       

(3.05) 
       0.33±1.11b 

T2 12  36 88.24% 
86.50±0.90a       

(4.18) 
0.74±1.05a 

T3 18  40 93.33% 
 63± 0.92ab       

(3.85) 0.73±1.30a 

T4 24   60 80% 
85.75 ± 0.98ab     

(4.03) 
0.38±0.99b 

Las medias en cada columna seguidas de las mismas letras no son significativamente diferentes 

según la prueba de Tukey (p = 0.05). 
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Figura 11 

Porcentajes de respuesta de acuerdo a la clasificación de la capacidad morfogénica de los 

genotipos generados a partir de plantas de diferentes edades de Agave cupreata. 

 

 

 

A) Genotipos de 6 meses de edad, B) Genotipos de 12 meses de edad, C) Genotipos de 18 meses 

de edad, D) Genotipos de 24 meses de edad. 
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Figura 12 

Genotipos responsivos y no responsivo a las 6 semanas de inducción organogénica.  

 

A y E) Explantes provenientes de plantas diferentes de 6 meses, B y C) Explantes provenientes de plantas 

diferentes de 12 meses, C y G) Explantes provenientes de plantas diferentes de 18 meses, D e I) Explantes 

provenientes de plantas diferentes de 24 meses. La línea blanca indica una escala  0.25 cm. 

 

Figura 13 

Genotipos responsivos y no responsivo a las 12 semanas de inducción organogénica.     

A y E) Explantes provenientes de plantas diferentes de 6 meses, B y C) Explantes provenientes de plantas 

diferentes de 12 meses, C y G) Explantes provenientes de plantas diferentes de 18 meses, D e I) Explantes 

provenientes de plantas diferentes de 24 meses. La línea blanca indica una escala de 1 cm.
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4.3 Influencia de la edad y el genotipo en la fase de multiplicación de A. 

cupreata  

 

       Para evaluar el efecto de la relación de la edad y el genotipo en la fase de 

multiplicación se analizó la producción de brotes totales por planta y el factor de 

multiplicación durante tres subcultivos. El comportamiento de la resiembra de los 

brotes es visible en la gráfica de la figura 14.  

       En el subcultivo 1, el número de brotes fue significativamente diferente entre 

los explantes de 6 y 12 meses de edad con 76.75±3.8 y 231.8±5.03 

respectivamente, para los explantes de 18 meses de edad el promedio brotes por 

planta madre fue de 146.33±4.30 y en los de 24 meses de edad fue de 173.3±4.91 

(Fig. 14). 

      Para el segundo subcultivo, el número de brotes por planta madre siguió siendo 

significativamente diferente entre los explantes de 6 y 12 meses de edad con 

133.3±4.48 y 344.8±5.51 respectivamente, mientras que en los explantes de 18 y 

24 meses de edad fueron similares con 183.3±4.84 y 295.6±5.41 respectivamente 

(Fig. 14). 

       Los resultados estadísticos mostraron que la mayor producción de brotes al 

final de la multiplicación (Subcultivo 3) se obtuvo para los subcultivos de plantas 

provenientes de 24 meses y 12 meses de edad con un promedio de 576.60±1.01 y 

525.56±0.97 brotes por planta madre respectivamente (Fig. 14). En el caso de las 

plantas de 18 meses, el número final de brotes fue de 443.13±0.96, mientras que el 

número de brotes de explantes provenientes de plantas de 6 meses de edad fue de 

234.89±1.01, siendo esta la cantidad promedio más baja (Fig. 14). 
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      En la longitud de los brotes se encontró que los explantes provenientes de las 

plantas con las edades de 12 y 18 meses obtuvieron una longitud promedio similar 

entre ellas  de  0.74±0.5 y 0.73±1.30  al inicio de la multiplicación, y de 2.75±0.25 y 

2.77±0.25 al final de multiplicación, respectivamente (Cuadro 4), de manera similar 

se encontró que la longitud de los brotes de explantes de plantas de 6 y 24 meses 

de edad también obtuvieron longitudes similares entre ellas al inicio de 0.33±1.1 (6 

meses) y 0.38± 0.99 (24 meses) y al final de la multiplicación 1.93±0.37 (6 meses)  

y 2.03±0.57 (24 meses) (Cuadro 4).  

      El factor de multiplicación por cada edad durante los 3 subcultivos tuvo un 

comportamiento similar en los primeros dos subcultivos, sin observar diferencias 

significativas entre ellas de acuerdo con los análisis estadísticos (Cuadro 4). En el 

primer subcultivo (Figura 15), el factor de multiplicación en los explantes de plantas 

6 meses de edad fue 2.33±1.44, seguido de la edad 12 meses con un factor de 

2.76±2.03, mientras que en la edad de 24 meses se encontró el factor de 3.05±2.86 

y de los explantes de 18 meses un factor de 3.18±3.73 (Cuadro 4). 

       En el segundo subcultivo (Figura 16), los factores de multiplicación se 

encontraron en un rango de 1.54 a 2.33, siendo similares entre ellos (sin diferencias 

significativas), pero observándose un decrecimiento de los valores, si comparamos 

el primer subcultivo con respecto al segundo subcultivo. El factor que se observó en 

los explantes de plantas con 18 meses fue de 1.54±1.22, mientras que los explantes 

provenientes de plantas de 6 meses de edad se encontró un factor más alto de 

2.33±1.74, el cual se mantuvo con respecto del primer subcultivo. Para las edades 

de 12 y 18 meses los factores tuvieron valores de 1.84±0.84 y 1.54±1.22 

respectivamente. Para el tercer subcultivo (Figura 17), los valores del factor de 
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multiplicación se mantuvieron cercanos a los encontrados en el segundo subcultivo, 

con un rango de 1.54 a 2.65, exceptuando que el factor de multiplicación para los 

explantes de 6 meses de edad fue significativamente diferente en comparación a 

las demás edades analizadas, teniendo un factor de 1.77±0.72.  El factor de 

multiplicación aumento para explantes de plantas con 18 meses de edad del 

segundo al tercer subcultivo, teniendo un valor de 2.65±1.27.  Para las edades de 

12 y 24 meses se encontraron factores de multiplicación de 1.54±0.47 y 1.92±0.63 

respectivamente. 

 

Figura 14 

Número de brotes por subcultivos obtenidos a partir de explantes provenientes de plantas 
de 4 edades diferentes en A. cupreata.  
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Cuadro 4 

 Efecto de la multiplicación de brotes en clonas provenientes de plantas de 4 diferentes 
edades en Agave cupreata. 
 

Las medias en cada columna seguidas de las mismas letras no son significativamente diferentes 

según la prueba de Tukey en (p =0.05). 

 

Figura 15 

Genotipos responsivos y no responsivo durante el primer mes de multiplicación 
(subcultivo 1). 

 

                                          

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A y E) Explantes provenientes de plantas diferentes de 6 meses, B y C) Explantes provenientes de plantas diferentes de 12 

meses, C y G) Explantes provenientes de plantas diferentes de 18 meses, D e I) Explantes provenientes de plantas diferentes 

de 24 meses. La línea blanca indica una escala de 1 cm. 

 

 

Tamaño 

Edad del 
material 
vegetal 
(meses) 

  

Factor de 
multiplicación 
Subcultivo 1 

Factor de 
multiplicación 
Subcultivo 2 

Factor de 
multiplicación 
Subcultivo 3 

Longitud inicial 
de los brotes 

(cm) en la 
multiplicación 

Longitud final de 
los brotes(cm) 

en la 
multiplicación 

Media±SD Media±SD Media±SD Media±SD Media±SD 

T1 6  2.33±1.44a 2.33±1.74a 1.77±0.72b 0.33±1.11b 1.93±0.37b 

T2 12  2.76±2.03a 1.84±0.84a 1.54±0.47b 0.74±1.05a 2.75±0.25a 

T3 18  3.18±3.73a 1.54±1.22a 2.65±1.27a 0.73±1.30a 2.77±0.25a 

T4 24   3.05±2.86a 1.90±0.59a 1.92±0.63ab 0.38±0.99b 2.03±0.57b 
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Figura 16 

Genotipos responsivos y no responsivo al segundo mes de multiplicación (subcultivo 2). 

 

A y E) Explantes provenientes de plantas diferentes de 6 meses, B y C) Explantes provenientes de plantas diferentes de 12 

meses, C y G) Explantes provenientes de plantas diferentes de 18 meses, D e I) Explantes provenientes de plantas diferentes 

de 24 meses. La línea blanca indica una escala de 1 cm. 

 

 

Figura 17 

Genotipos responsivos y no responsivo al tercer mes de multiplicación (subcultivo 3). 

 

A y E) Explantes provenientes de plantas diferentes de 6 meses, B y C) Explantes provenientes de plantas diferentes de 12 

meses, C y G) Explantes provenientes de plantas diferentes de 18 meses, D e I) Explantes provenientes de plantas diferentes 

de 24 meses. La línea blanca indica una escala de 1 cm. 
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Capitulo V. Discusión 
 

 

        La organogénesis es la capacidad que tienen las células vegetales del 

explante, para reprogramar su desarrollo hacia la formación de tejidos y órganos de 

novo que constituyen una planta (George et al., 2008). Cuando un tejido recibe 

diferentes estímulos estos pueden llegar a provocar la reversibilidad de las células, 

lo que implica la activación de respuestas de un subconjunto de células que 

posiblemente puedan poseer cierto potencial organogénico (Bidabadi y  Mohan 

Jain, 2020; Ikeuchi et al., 2016, 2019).  

      Este proceso suele dividirse en tres fases: adquisición de competencia, 

inducción y determinación. Es durante la adquisición de competencia, donde el 

tejido desarrolla características para responder a la fase de inducción y 

posteriormente se dé la formación de los brotes (Pinto et al., 2017).   

 
        En el presente trabajo analizamos la influencia de la edad y el genotipo en la 

inducción organogénica directa, tomando como explantes tejido meristemático 

proveniente de plantas de Agave cupreata con 6, 12, 18 y 24 meses de edad.  

 
        Previamente, antes de realizar la inducción se llevó a cabo una caracterización 

morfológica de las plantas, para determinar si estas características variaban con 

respecto a la edad. En este sentido se observó que todos los parámetros evaluados 

(altura, número de hojas, etc.) se comportaron de forma proporcional con la edad 

de la planta.  
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        Nuestros resultados concuerdan con lo reportado por Muñoz Flores et al., 

(2014) en esta misma especie; estos autores seleccionaron plantas adultas de 

Agave cupreata con diferentes edades (8, 9 y 10 años), y evaluaron características 

fenotípicas como vigor, altura de planta y diámetro de área foliar.  Ellos encontraron 

que la altura de las plantas se comportó de manera proporcional con respecto a las 

edades evaluadas, en donde las plantas de menor edad (8 años) presentaron el 

menor rango de altura de 1.21 - 1.41 m, seguido de las plantas de 9 años con un 

rango de 1.29 - 1.41 m, y finalmente las plantas de 10 años, las cuales presentaron 

el mayor rango de altura que iba de 1.39 - 1.4 m, un comportamiento muy similar al 

observado en este trabajo.   

        En Agave fourcroydes Lem se realizó una evaluación morfológica de sus 

hijuelos, observando que el número de hojas aumentó conforme aumentaba la 

altura (talla) de las plantas, sin embargo, parámetros como el ancho de la base y el 

diámetro del cogollo presentaron variaciones entre las tallas evaluadas (Gómez 

Pérez, 2014), contrario a lo observado en este trabajo, en donde todos los 

parámetros evaluados se incrementaban conforme aumentaba la edad de las 

plantas analizadas.  

 

       El desarrollo de la organogénesis se puede ver afectada por aspectos 

intrínsecos del material vegetal. La edad y el genotipo de la planta madre son dos 

de los factores principales que afecta la respuesta morfogénica de los explantes 

(Becerra et al., 2004; Levitus et al., 2010). Varios estudios mencionan que existe 

una mejor respuesta para los explantes provenientes de plantas juveniles (George 

et al., 2008; Hoque y  Mansfield, 2004; Prakash y Gurumurthi, 2010).      
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         En la inducción organogénica de Agave cupreata encontramos una muy 

marcada respuesta genotipo-dependiente en las edades evaluadas (6, 12, 18 y 24 

meses), ya que a pesar de que fueron cultivadas en el mismo medio de cultivo (con 

0.113 μM de 2,4-D y 44μM de BA) y bajo las mismas condiciones, cada genotipo 

respondió de manera diferentes en cuanto a la producción de brotes. Se presentó 

un marcado efecto del genotipo en las plantas con edad de 24 meses pues se 

observaron porcentajes considerables de baja y super alta producción de brotes 

dentro de la misma edad. 

       En este sentido, se ha reportado un efecto del genotipo en dos líneas celulares 

de Pinus thunbergii, encontrando que una línea celular presentaba una mayor 

producción de embriones somáticos a pesar de ser cultivadas bajo las mismas 

condiciones, confirmando cada genotipo responde diferencialmente y que no todos 

presentan el mismo potencial para producir embriones somáticos de alto 

rendimiento, por lo que es necesario realizar este tipo de estudios para garantizar 

el desarrollo de protocolos efectivos en la micropropagación de las especies (T. Sun 

et al., 2021).   

       El genotipo impone una de las mayores limitaciones al cultivo de tejidos y la 

micropropagación en la gran mayoría de plantas, ya que este influye directa o 

indirectamente en la capacidad de la respuesta hormonal de las células somáticas, 

la reversibilidad de las células diferenciadas para adquirir competencia 

organogénica, la división celular de las células y desarrollo de nuevos brotes a partir 

de las células recién divididas (Trujillo-Moya et al., 2011). 
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       Varios estudios han mostrado que aspectos moleculares involucrados con el 

ADN y relacionados con la edad de las plantas, pueden explicar por qué existe una 

disminución del potencial morfogénico en tejidos de mayor edad (Monja-Mio et al., 

2018; R. Z. Sun et al., 2020). 

      Concretamente, un aspecto de origen epigenético es la metilación de las bases 

de citosina en el ADN (Lee & Seo, 2018; Shemer et al., 2015), en donde se ha 

observado que el estado de metilación del ADN genómico puede variar  entre las 

etapas de la planta juvenil y madura (Mira et al., 2020), influyendo de manera 

importante en el silenciamiento y regulación génica, afectando la orientación de la 

diferenciación y el control de la potencia del desarrollo en la regeneración del 

explante (Mira et al., 2020; Monja-Mio et al., 2018; Shemer et al., 2015). Es posible 

que, en este trabajo, el estado de metilación del ADN de alguna manera este 

regulando o silenciados genes que podrían estas relacionados con el potencial de 

desarrollo y la capacidad organogénica en A. cupreata. Sin embargo, hace falta 

realizar estudios a este nivel para poder entender a detalle este proceso en esta 

especie en particular. 

 

Además, en este trabajo también observamos que la mayor producción de brotes 

adventicios se presentó en los explantes provenientes de plantas con 12 meses, 

con una super alta y alta producción, considerando a esta edad como la más óptima 

para la producción de brotes en la etapa de inducción. Mientras que, la menor 

producción de brotes se dio en los explantes de plantas de 6 meses. 

       Contrario a  nuestro trabajo, ya que generalmente se espera una mayor 

producción mientras más baja sea la edad del tejido o la planta; Becerra et al., 
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(2004) evaluaron la respuesta en la producción de brotes en Passiflora edulis f. 

flavicarpa, utilizando tres diferentes fuentes de explante: cultivadas in vitro, plantas 

juveniles cultivadas ex vitro (1, 2, 3, 4, 5 y 6 meses edad) y plantas adultas 

revitalizadas. Ellos encontraron que, la mejor respuesta se presentó en las plantas 

juveniles cultivadas ex vitro, con una mayor producción de brotes. Además, 

observaron una menor capacidad morfogénica a medida que aumentaba la edad de 

la planta donante, siendo los primeros 2 meses de edad los más adecuados para la 

proliferación de brotes adventicios, en comparación con las demás edades.  

      En Pinus glauca la formación de brotes adventicios ocurrió con mayor facilidad 

a partir de explantes tomados de cotiledones de plántulas de 7-8 días de edad. Se 

observó una tasa más lenta de formación de brotes en cotiledones con edades 

menores y a los 8 días de edad la capacidad de los explantes para producir brotes 

disminuyó rápidamente (Toivonen y Kartha, 1988 citado en George et al., 2008). 

         

       Mohebodini et al., (2011)  estudiaron la influencia de la relación edad – genotipo 

en la formación de brotes adventicios en explantes de cotiledón de lechuga (Lactuca 

sativa L.) de edades de 3 y 7 días de dos variedades (“Ahvaz” y “Yazd”), 

encontrando que la edad y el genotipo de los explantes no tuvo un efecto 

significativo en la regeneración directa de brotes en las dos variedades estudiadas, 

sugiriendo que las diferentes de respuestas de los genotipos pueda darse 

principalmente por  la distribución espacial y temporal de las etapas fisiológicas y 

de desarrollo. En este trabajo, si encontramos efectos tanto del genotipo como la 

edad de los explantes seleccionados en A. cupreata, lo que pone nuevamente de 

manifiesto la relevancia de estos tipos de estudios para el desarrollo de protocolos 
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eficientes de micropropagación, ya que cada especie responde de manera 

diferente. 

       En las células de los explantes de tejidos jóvenes se puede presentar mayor 

sensibilidad debido a que aún se encuentran en proceso de división, existiendo una 

mayor probabilidad de que se pueda llevar a cabo la organogénesis, además de 

que grado de desarrollo de ciertos órganos dependen de la edad de la planta 

(George et al., 2008).  

      Aunque autores como Sun et al., (2021)  consideran impreciso tomar 

únicamente la edad del tejido como factor influyente en la morfogénesis, ya que el 

grado de regeneración de los tejidos suele ser diferente entre los genotipos 

evaluados y no se considerada además la implicación genética del individuo. 

Varios estudios sugieren que el potencial morfogénico de los explantes puede estar 

regulada por el estado de metilación del ADN, el cual a su vez es dependiente de la 

edad de la planta madre (Monja-Mio et al., 2018; Shemer et al., 2015; R.Z. Sun et 

al., 2020). 

      R. Z. Sun et.al., (2020), estudiaron la metilación del ADN dependiente de la edad 

en la regulación de la capacidad de regeneración en explantes de plántulas juveniles 

(1 mes de edad) y plantas maduras (2 meses de edad) de Boea higrométrica vía 

organogénesis directa. Se encontró que las plántulas juveniles se regeneraron 

mejor que las plantas maduras durante las primeras 2 semanas. Esto se relacionó 

con el estado de metilación del ADN de las hojas maduras, ya que el nivel y la 

frecuencia de metilación del ADN aumento notablemente durante el desarrollo de 

las hojas.   
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        En este trabajo también reportamos que en la etapa de la multiplicación los 

factores de multiplicación en todas las edades tuvieron un comportamiento 

significativamente similar en los 3 subcultivos, los valores encontrados estuvieron 

en un rango de 1.54 a 3.05. Los explantes provenientes de plantas de 12 y 24 meses 

de edad obtuvieron los valores más altos de brotes al final de la multiplicación en 

comparación a los explantes provenientes de plantas 6 meses, similar a lo 

encontrado en la inducción. 

     Robert et al., (2006) considera que el factor de multiplicación depende 

principalmente de la concentración de reguladores de crecimiento y considera que 

los valores en las líneas clonales pueden ser tan bajo como 1.5× o tan alto como 

8×. Hasta el momento no se tienen reportes de estudios sobre la influencia de la 

edad de la planta madre en la etapa de multiplicación de la micropropagación de 

agaves u otra planta.  

      Los resultados presentados aquí, muestran que el genotipo tiene una mayor 

tienen una influencia que la edad de las plantas en las etapas de inducción y 

multiplicación de los brotes, esto da lugar a buscar a formular nuevas preguntas, 

como por ejemplo "¿Qué aspectos moleculares hace que algunos genotipos se 

regeneran más fácilmente que otros dentro una misma especie?", "¿Qué se puede 

hacer para aumentar la capacidad de regeneración de los genotipos? “, y estas 

puedan ser respondidas en futuras investigaciones. 
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Capítulo VI.  Conclusiones  
 

      Los resultados obtenidos indican que el factor edad – genotipo influye en la 

capacidad organogénica de A. cupreata, concluyendo que: 

 

-  La caracterización morfológica en todos los parámetros evaluados presentó una 

tendencia a incrementar conforme aumentaba la edad de las plantas. Las 

plantas de mayor edad presentaron un mayor porcentaje de contaminación, en 

la etapa de inducción, esto debido a que tenían un mayor tamaño y número de 

hojas, por lo que resguardaban más cantidad de tierra entre el tallo y las hojas. 

 

- En relación a la respuesta a la inducción todas las edades presentaron un 

porcentaje alto de respuesta (80-93 %) reflejando que en una edad juvenil del 

Maguey papalote los tejidos del meristemo tienen un alto grado de regeneración 

vía organogénesis directa. 

 
- La edad con mayor producción de brotes se obtuvo en los explantes de 12 

meses, así como la mayor longitud de los brotes al finalizar la inducción. Mientras 

que la menor producción de brotes se dio en los explantes de plantas de 6 

meses. Aunque en ambas edades se encontraron genotipos con alta capacidad 

de regeneración del tejido, los explantes de plantas de 12 meses de edad su 

volumen era mayor comparado con las de 6 meses, siendo uno de los factores 

por lo que en esta edad los explantes respondieron mejor a la formación de 

brotes adventicios, a parte del genotipo.  

 

- En la fase de multiplicación, la mayor producción de brotes hasta el tercer 

subcultivo se obtuvo para los subcultivos en las edades de 24 meses y 12 

meses. El factor de multiplicación tuvo un comportamiento similar en los 3 

subcultivos, pero los valores disminuyeron en el 2do y 3er subcultivo. Estos 

resultados son en parte dependientes de la concentración de reguladores de 

crecimiento. 
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- El genotipo puede influir directamente en la capacidad organogénica en A. 

cupreata imponiendo una de las mayores limitaciones al cultivo de tejidos y la 

micropropagación en consecuencia los procesos a los que están sujetos los 

tejidos vegetales cultivados in vitro están bajo un control genético primordial. 

Este efecto se vio marcado en las plantas con edad de 24 meses que fueron 

cultivadas en el mismo medio de cultivo (con 0.113 μM de 2,4-D y 44μM de BA) 

y bajo las mismas condiciones, cada genotipo respondió de manera diferentes 

en cuanto a la producción de brotes.  

 

- La selección de plantas madres con edades juveniles de A. cupreata puede ser 

viable para la micropropagación mediante organogénesis directa. En este 

estudio se considera que la mejor edad de las plantas madres es a los 12 meses, 

debido a que fue en esta edad en donde se encontraron los genotipos con más 

alta respuesta y en menor tiempo de crecimiento de la planta. 
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Capítulo VII.  Recomendaciones.  
 

 

 

- Realizar la continuación del experimento a la fase de enraizamiento y adaptación 

ex vitro y evaluar la influencia de la edad y el genotipo en estas fases. 

 

- Realizar estudios a nivel genético – moleculares que permitan encontrar una 

relación entre la variación de la respuesta a la inducción organogénica de los 

genotipos parentales estudiados. 

 
- Estudiar el efecto de la expresión de genes en especies de Agave en los 

procesos de regeneración de plantas por medio de organogénesis directa y entre 

genotipos.  
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Capitulo VIII.  Anexos 
 
 
ANOVA de un solo factor: Altura vs. Edad 

Método 

Hipótesis nula Todas las medias son iguales 
Hipótesis alterna No todas las medias son iguales 
Nivel de significancia α = 0.05 

Se presupuso igualdad de varianzas para el análisis. 

Información del factor 

Factor Niveles Valores 
Edad 4 12 m; 18 m; 24 m; 6 m 

Análisis de Varianza 

Fuente GL 
SC 

Ajuste. MC Ajust. Valor F Valor p 
Edad 3 3616.0 1205.33 356.59 0.000 
Error 99 334.6 3.38     
Total 102 3950.6       

Resumen del modelo 

S R-cuad. 
R-cuad. 

(ajustado) 
R-cuad. 

(pred) 
1.83851 91.53% 91.27% 90.84% 

Medias 

Edad N Media Desv.Est. IC de 95% 
12 m 26 11.308 0.960 (10.592; 

12.023) 
18 m 25 13.820 0.888 (13.090; 

14.550) 
24 m 26 24.838 3.260 (24.123; 

25.554) 
6 m 26 9.773 1.039 (9.058; 10.489) 

Desv.Est. agrupada = 1.83851 

Comparaciones en parejas de Tukey 

Agrupar información utilizando el método de Tukey y una confianza de 95% 

Edad N Media Agrupación 
24 m 26 24.838 A       
18 m 25 13.820   B     
12 m 26 11.308     C   
6 m 26 9.773       D 

Las medias que no comparten una letra son significativamente diferentes. 
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ANOVA de un solo factor: N° Hojas vs. Edad 

Método 

Hipótesis nula Todas las medias son iguales 
Hipótesis alterna No todas las medias son iguales 
Nivel de significancia α = 0.05 

Se presupuso igualdad de varianzas para el análisis. 

Información del factor 

Factor Niveles Valores 
Edad 4 12 m; 18 m; 24 m; 6 m 

Análisis de Varianza 

Fuente GL SC Ajust. MC Ajust. Valor F Valor p 
Edad 3 24.323 8.10755 384.77 0.000 
Error 99 2.086 0.02107     
Total 102 26.409       

Resumen del modelo 

S R-cuad. 
R-cuad. 

(ajustado) 
R-cuad. 

(pred) 
0.145159 92.10% 91.86% 91.45% 

Medias 

Edad N Media Desv.Est. IC de 95% 
12 m 26 2.4914 0.1157 (2.4349; 

2.5479) 
18 m 25 2.6223 0.1312 (2.5647; 

2.6799) 
24 m 26 2.9325 0.1678 (2.8760; 

2.9889) 
6 m 26 1.6272 0.1593 (1.5707; 

1.6837) 

Desv.Est. agrupada = 0.145159 

Comparaciones en parejas de Tukey 

Agrupar información utilizando el método de Tukey y una confianza de 95% 

Edad N Media Agrupación 
24 m 26 2.9325 A       
18 m 25 2.6223   B     
12 m 26 2.4914     C   
6 m 26 1.6272       D 

Las medias que no comparten una letra son significativamente diferentes. 
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ANOVA de un solo factor: Ancho hoja vs. Edad 

Método 

Hipótesis nula Todas las medias son iguales 
Hipótesis alterna No todas las medias son iguales 
Nivel de significancia α = 0.05 

Se presupuso igualdad de varianzas para el análisis. 

Información del factor 

Factor Niveles Valores 
Edad 4 12 m; 18 m; 24 m; 6 m 

Análisis de Varianza 

Fuente GL SC Ajust. MC Ajust. Valor F Valor p 
Edad 3 175.67 58.5561 216.33 0.000 
Error 45 12.18 0.2707     
Total 48 187.85       

Resumen del modelo 

S R-cuad. 
R-cuad. 

(ajustado) 
R-cuad. 

(pred) 
0.520269 93.52% 93.08% 92.27% 

Medias 

Edad N Media Desv.Est. IC de 95% 
12 m 14 4.757 0.390 (4.477; 

5.037) 
18 m 15 5.667 0.556 (5.396; 

5.937) 
24 m 11 8.455 0.568 (8.139; 

8.770) 
6 m 9 2.681 0.575 (2.332; 

3.030) 

Desv.Est. agrupada = 0.520269 

Comparaciones en parejas de Tukey 

Agrupar información utilizando el método de Tukey y una confianza de 95% 

Edad N Media Agrupación 
24 m 11 8.455 A       
18 m 15 5.667   B     
12 m 14 4.757     C   
6 m 9 2.681       D 

Las medias que no comparten una letra son significativamente diferentes. 

 
 
 
 
 
 



 

   75 
 

 
ANOVA de un solo factor: Dia. cogollo vs. Edad 

Método 

Hipótesis nula Todas las medias son iguales 
Hipótesis alterna No todas las medias son iguales 
Nivel de significancia α = 0.05 

Se presupuso igualdad de varianzas para el análisis. 

Información del factor 

Factor Niveles Valores 
Edad 4 12 m; 18 m; 24 m; 6 m 

Análisis de Varianza 

Fuente GL SC Ajust. MC Ajust. Valor F Valor p 
Edad 3 64.354 21.4513 319.51 0.000 
Error 98 6.580 0.0671     
Total 101 70.933       

Resumen del modelo 

S R-cuad. 
R-cuad. 

(ajustado) 
R-cuad. 

(pred) 
0.259112 90.72% 90.44% 89.96% 

Medias 

Edad N Media Desv.Est. IC de 95% 
12 m 26 1.2192 0.1812 (1.1184; 

1.3201) 
18 m 25 1.8000 0.2398 (1.6972; 

1.9028) 
24 m 26 2.9038 0.4005 (2.8030; 

3.0047) 
6 m 25 0.7960 0.1241 (0.6932; 

0.8988) 

Desv.Est. agrupada = 0.259112 

Comparaciones en parejas de Tukey 

Agrupar información utilizando el método de Tukey y una confianza de 95% 

Edad N Media Agrupación 
24 m 26 2.9038 A       
18 m 25 1.8000   B     
12 m 26 1.2192     C   
6 m 25 0.7960       D 

Las medias que no comparten una letra son significativamente diferentes. 

 


