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1. RESUMEN. 

En el presente trabajo se evaluó el desarrollo de explantes de 10 especies vegetales; Cactus 

estrella (Astrophytum capricorne Detrich), Calancho (Kalanchoe laciniata), papa (Solanum 

tuberosum), Helecho (Nephrolepis exaltata), Moringa (Moringa oleifera), Ébano (Diospyros 

ebenum), Lisianthus (Eustoma grandiflorum), Pitahaya (Hylocereus undatus (Hawort)), 

piñoncillo mexicano (Jatropha curcas L.), Tabaco (Nicotina tabacum) en medio de 

Murashige-Skoog mas la combinación de ácido 2,4-diclorofenoxiacético y 

Bencilaminopurina, ajustando el pH a 5.7, se colocaron en condiciones controladas de 25°C y 

obscuridad. Para este experimento se utilizó un modelo estadístico completamente al azar con 

15 repeticiones por especie. En estas condiciones permanecieron por siete semanas.  La 

variable a evaluar fue: crecimiento de los agregados celulares en mm2, observándose que los 

explantes que tuvieron mayor crecimiento fueron; Cactus estrella con un crecimiento máximo 

de 96.33 mm2, Ébano con un crecimiento máximo de 61.59 mm2 y piñoncillo mexicano 38.77 

mm2. Se realizó un análisis estadístico de comparación de medias para evaluar la diferencia 

significativa entre los tratamientos. Así mismo se utilizaron estos explantes para inocular y 

propagar esporas del hongo micorrizico Glomus Intraradices utilizando cultivos en 

suspensión y se evaluó la presencia de esporas después de un periodo de siete semanas de 

crecimiento. Siendo cactus y ébano los que presentaron una formación más rápida de esporas 

de micorriza. 
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2. INTRODUCCION 

 

La actual demanda en la producción de alimentos en la cantidad y calidad que sustente la 

creciente población mundial, ha traído como consecuencia la deforestación de bosques y 

selvas para dar espacio a la agricultura, aunque en un grado tal que aún resulta insuficiente. 

Aunado a esto, la utilización indiscriminada de productos agroquímicos, usados para 

fertilizar, controlar o erradicar enfermedades en cultivos básicos, ha propiciado la elevación 

de costos en la producción y generado consecuencias negativas, tanto para la salud humana 

como al medio ambiente, por lo cual, en los últimos años la industria agrícola ha observado 

una notable tendencia en la utilización de esquemas biológicos para mantener o incluso 

mejorar la productividad de cultivos, a través del uso de microorganismos entre los que 

destacan los hongos micorrízicos, capaces de favorecer de manera significativa el desarrollo 

de las plantas inoculadas (Bonafonte & Genre, 2010). 

Uno de los hongos micorrizicos mejor conocidos por su capacidad de asociarse con una 

diversidad de especies vegetales y los bioprocesos comerciales desarrollados con este para su 

aplicación en campo, es Glomus intraradices, un organismo simbionte que requiere 

obligadamente de un hospedero para completar su ciclo de vida. Por lo cual, su propagación 

masiva hasta ahora, se realiza mediante la producción in vivo, a nivel de las células de las 

raíces, mismas que son extraídas y maceradas para constituirse como el principio de activo de 

los inoculantes comerciales, ya sea sólidos o líquidos (Botero et al., 2006). No obstante, los 

alentadores resultados obtenidos a la fecha con este organismo, el proceso de producción aun 

presentan muchas desventajas como aquellas relacionadas al tiempo y labor requerida para la 

obtención de propágulos, además de los problemas técnicos como el taponamiento de los 

instrumentos de aplicación en campo. 

Una opción muy poco explorada para la producción masiva de hongos microrrízicos involucra 

la tecnología de cultivos vegetales en suspensión. Esto obedece en parte a la escaza 

información sobre el cultivo de tejidos vegetales relacionados a simbiontes fúngicos (Carr et 

al., 1985), y a los numerosos e infructuosos intentos para establecer estas interacciones 

(Hepper & Mosse, 1980), así como a la aparentemente imperiosa necesidad de estos 

microorganismos por un ambiente tan controlado como lo es el citoplasma celular del 

macrosimbionte. La posibilidad de hacer crecer este tipo de organismos en cultivos ajenos al 

entrono intracelular potenciaría un avance significativo en la producción masiva de 
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inoculantes micorrizicos con el consecuente progreso en términos de la eficiencia, costo y 

productividad ya mencionada. En el presente trabajo se evaluara el desarrollo de células 

indiferenciadas de diez especies vegetales, que se utilizaran para el establecimiento de las 

suspensiones liquidas para la propagación de esporas de Glomus intraradices. 
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3. DEFINICION DEL PROBLEMA Y JUSTIFICACION 

La utilización indiscriminada de agroquímicos, para controlar o erradicar enfermedades, así 

como para el mejoramiento de la calidad de diversos cultivos básicos, ha traído como 

consecuencia en las últimas décadas un enorme impacto en el medio ambiente, a la salud 

humana y a los costos en la producción de alimentos. La utilización de estrategias biológicas 

ha resultado una alternativa muy valiosa que permite reducir costos, y producir más alimento 

de forma amigable con el medio ambiente. De entre estas últimas estrategias que utilizan 

bacterias u hongos. El uso de los hongos micorrizicos, es una de las más utilizadas para este 

propósito. Lo que involucra la asociación de estas especies fúngicas, a nivel intracelular de 

raíces de una planta, la cual que recibe los beneficios de esta interacción (acarreo de 

micronutrientes, disponibilidad de fosforo, resistencia desecación, etc.).  

Debido a la naturaleza simbiótica obligada del hongo en esta asociación la propagación 

masiva se realiza comúnmente mediante la inoculación in vivo en raíces, lo cual resulta en un 

producto de lenta y laboriosa elaboración, aspecto que se añade a los problemas de aplicación 

en campo por conceptos de taponamiento de tuberías de maquinaria de aspersión como 

resultado de su consistencia sólida. Motivo por el cual se hace evidente la gran necesidad por 

el desarrollo de sistemas que permitan la producción masiva de estos hongos en una forma 

distinta a como se realiza actualmente.  
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4. OBJETIVO GENERAL: 

Establecer las bases para el desarrollo de un sistema de producción masiva del hongo 

micorrizico G. intrarradices a través de cultivos de células en suspensión de diversas especies 

de plantas.  

  

 OBJETIVOS PARTICULARES: 

*Evaluación del efecto en la formación de callo celular de 10 especies diferentes de vegetales, 

con diferentes formulaciones de medio. 

*Establecimiento de cultivos en suspensión celular de los callos obtenidos y optimización del 

sistema de producción. 

*Propagar el hongo micorrizico Glomus intraradices en los cultivos en suspensión celular. 
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5. HIPOTESIS 

•  La propagación de esporas de G.intraradices es posible mediante el uso de cultivos de 

células vegetales en suspensión.  
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6. ANTECEDENTES 

 

6.1.- Micorrizas 

Las micorrizas es un  grupo de hongos que establece una asociación simbiótica mutualista con 

plantas, se cree que alrededor del 90% de las plantas terrestres presentan esta interacción 

(Smith & Read 1997). El hongo ayuda a la planta a absorber y almacenar nutrientes 

minerales del suelo y la planta a cambio le otorga a la micorriza compuestos carbonados que 

se derivan de la fotosíntesis, de echo esta simbiosis se cree fue lo que permitió a las plantas la 

colonización de la superficie terrestre (Simon et al 1993). Sin embargo la función de las 

micorrizas no solo se limita al mejoramiento de la nutrición, también contribuye a la 

protección contra organismos patógenos del suelo, confiere mayor tolerancia a factores 

abióticos de estrés como; concentración de sales, presencia de metales pesados (Ruiz-Lozano 

2003). 

6.2.- Tipos de Micorriza 

Las micorrizas se dividen en tres grandes grupos principales que son: 

Ectomicorrizas.- Estas conforman aproximadamente el 3% total de las micorrizas existentes y 

se presentan principalmente en especies vegetales de interés forestal, se caracterizan por que 

las hifas no penetran en las raíces de las plantas sino que se desarrollan entre los espacios 

intercelulares del córtex de la raíz, y forma lo que se le conoce como “red”, y la raíz queda 

cubierta por un entramado denso de hifas  que conforman a lo que se le  llama “manto”. 

(Smith & Read 1997). 

Endomicorrizas.- Estas no forman manto y se introducen entre las células de la epidermis y 

del córtex  de las raíces de las plantas, dentro de estas tenemos las Orquidoides, Ericoides y 

Arbusculares. Figura 1 

Ectoendomicorrizas.- Presentan características de las dos anteriores, forman un manto más 

pequeño y hay una ligera penetración de las células. 

El presente trabajo se centrara particularmente en las endomicorrizas tipo arbusculares con la 

especie Glomus intraradices. 
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Figura 1: Tipos de micorriza. En azul se representa el desarrollo del micelio en cada tipo. M=manto, H= red de 

Harting, P= agregados de hifas (pelotones), C= ovillos, A= arbusculos y V= vesículas. 

 

6.3.- Glomus sp: aspectos generales 

Actualmente se clasifica en: 

Reino Eumycota: Poseen paredes formadas de quitina y no poseen flagelos. 

Phylum Glomeromycota: Forman interacciones simbióticas con las plantas. 

Clase. Glomeromycetes: Forman arbusculos en las raíces de las plantas. 

Orden Glomerales: Son biótrofos y producen esporas grandes. 

Familia Glomeraceae: Presentan desarrollo de vesículas para formar esporas internas. 

Genero Glomus: Proviene del latín Glomus = pelota, ya que las esporas tienen una 

forma.esférica. Este género, ademas de ser el unico en la familia Glomeracea, agrupa a 

más de 85 especies de hongos micorrizicos arbusculares. 
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Especie G. intraradices: es una especie ampliamente dispersa entre los ecosistemas del 

mundo incluyendo aquellas regiones templadas a tropicales. Como simbionte, este organismo 

es altamente eficiente en movilizar el fósforo del suelo al interior de las multiples plantas con 

las que se asocia, entre las que se encuentran muchas de interés agrícola como trigo, sorgo, 

arroz, alfalfa, y otras (Bonfante & Genre, 2010; Parniske, 2008; Redecker & Raab, 2006). 

Glomus es un hongo simbiótico cuya planta hospedera juega un papel importante en su ciclo 

de vida, ya que sin la misma no puede reproducirse. 

 En su fase juvenil, Glomus tiene un color blanco cremoso, el cual cambia posteriormente a 

café amarillento. El ciclo de vida comienza con la formación de una hifa alargada a partir de 

la delgada pared o en otros casos una hifa pequeña, según el estado fisiológico, a esto se le 

llama tubo germinación (Dalpe & Monreal, 2003; Dalpe & Monreal, 2004). La hifa continua 

creciendo, se ramifica para abarcar mayor superficie, hasta encontrar la raíz de alguna planta. 

Al momento de que las hifas entran en contacto con la raíz se forma un órgano llamado 

"appressorium", el cual permite penetrar en la raíz por acción de enzimas y procesos 

mecánicos. Una vez adentro de la raíz, las hifas se ramifican alrededor de las células 

corticales, para formar lo que se denomina "arbusculos" (son muy importantes ya que 

permiten el intercambio de nutrientes entre los dos organismos) y el micelio extra radical 

donde se forman las esporas (Figura 2).  

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2: Ciclo de vida de Glomus. 

Este proceso puede dar lugar a dos tipos diferentes de patrones; aquellos del tipo Arum o los 

de tipo Paris (Redecker & Raab, 2006). 
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En el tipo Paris las hifas (pueden ser muchas por célula) crecen directamente de célula a 

célula por lo que la fase intracelular es escasa o nula, siendo este el proceso de penetración 

fúngica más frecuente (Khan et al., 2010). Por su parte el tipo Arum es aquel en el cual la hifa 

del hongo crece entre los espacios de las células corticales de la raíz y de ahí se ramifican y 

forman un arbusculo terminal, generalmente en este caso hay penetración de una sola hifa por 

cada célula que contiene un arbusculo. Después de la formación de estos, el hongo forma unos 

órganos llamados "vasos" los cuales permiten acumular nutrientes que pueden ser utilizados 

por la planta (Armstrong & Peterson, 2002; Matekwor-Ahulu et al., 2005; Yamato, 2005) 

Durante el proceso de colonización o penetración de un hongo, se puede activar en la planta 

hospedara la expresión de los genes que determinan el mecanismo de defensa contra el ataque 

de patógenos por la invasión de los tejidos (Balestrini & Lanfranco, 2006; Blee & Anderson, 

2000; Brechenmacher et al., 2004; Breuninger & Requena, 2004; Demartsev et al., 2005; Gao 

et al., 2004). Sin embargo, en el caso de este hongo esta respuesta se presenta muy 

disminuida, o retrasada, lo que sugiere que una supresión en la defensa contribuye a la 

colonización de Glomus (Dangl & Jones, 2001; Delledonne et al., 2002; Garcia-Garrído & 

Ocampo, 2002; Khan et al., 2010; Künke & Brooks, 2002; Segarra et al., 2009).  

Esta relación de simbiosis es muy importante ya que Glomus adquiere de la planta lo que 

necesita para sobrevivir y le permite formar esporas, para continuar su ciclo, mientras que la 

planta ahora puede obtener nutrientes esenciales de una manera más fácil, mejorando su 

capacidad de absorción de 10 a 1,000 veces. A su vez Glomus produce enzimas que 

interactúan con los compuestos en el suelo haciéndolos más solubles por lo que pueden ser 

absorbidos con mayor facilidad, por lo que su desarrollo vegetal también se ve beneficiado. 

Además, se ha encontrado que la relación con este hongo le permite a sus plantas simbiontes, 

el colonizar con mayor facilidad suelos que de otra manera no podrían (Gonzales-Chávez & 

Ferrera-Cerrato, 2000; Mathur & Vyas, 2000). Otro de los beneficios que aporta Glomus a las 

plantas, es la protección a diversas situaciones dañinas como los efecto por el ataque de 

patógenos, y parásitos; ya que las protege por medio de eventos de competencia, lo que le 

impide a estos agentes, la llegada al entorno radicular o mediante la producción de sustancias 

antibióticas (quitinasas y fitoalexianas) que impiden el crecimiento o matan a algunos 

patogenos del suelo como por ejemplo; Fusarium, Phytophtora, Pythium, Rhizoctonia, 

Thielaviopsis basicola, Macrophomins y Verticillium (Caron at al., 1986; Datnoff et al., 1995; 

Filion et al., 1999; Habte et al., 1999; Jaiti et al., 2007; Li at al., 2007; Lioussanne et al., 2008; 

Singh et al., 2010; Vierheilig et al., 2008). 



 

10 

 

Estas propiedades son las que hacen a este hongo micorrizico una alternativa en el uso de 

cultivos, además puede disminuir el uso de pesticidas, por lo que también es una opción para 

reducir la contaminación del suelo y para la reforestación de bosques como demostró el 

estudio de Hernández y Salas en el 2009, donde se evaluó el efecto de la aplicación de 

Glomus fasciculatum en 4 especies forestales, tanto en vivero como en campo. En el primer 

caso se midió el diámetro basal, altura total, peso seco, absorción de nutrimentos tanto en 

follaje como en el sistema radicular. En campo se cuantificó altura total, diámetro, y 

absorción de nutrimentos y en el follaje. En este caso se obtuvieron como resultado que en 

vivero 3 de las 4 especies presentaron los mayores incrementos promedio (Astronium 

graveolens, Tectona grandis, Terminalia amazonia). Mientras que Gmelina arborea no 

mostro un efecto significativo. En el campo, de las 4 especies inoculadas, solamente Gmelina 

arborea reflejó diferencias significativas en diámetro y altura total. Así mismo, Zambrano & 

Díaz (2008), han realizado inoculaciones de semillas de G. arborea en tres grados de madurez 

con Azospirillum brasilense y de los hongos G. manihotis y G. occultum, estas se sembraron 

en suelo y en turba. A los cuarenta y un días después de la siembra, se determinó el efecto de 

los sistemas de siembra y de los microorganismos sobre la germinación, obteniendo un efecto 

positivo en las semillas micorrizadas. Aunado a lo anterior, midieron el efecto sobre la altura 

de las plantas a los cuarenta y siete días después del trasplante, dando como resultado una 

mayor altura en los tratamientos con micorrizas.  

La utilización de Glomus para el mejoramiento de cultivos es una línea en la que se ha 

realizado mucho trabajo. Por ejemplo, Bago et al. (2006) observaron el efecto de G. 

intraradices, sobre dos líneas de tomate, una de ellas era normal y la otra una línea mutante 

con poca capacidad de asociarse con micorrizas. Los resultados obtenidos mostraron que la 

línea normal de tomate presento un crecimiento de G. intraradices lento, pero con mucho 

micelio y producción de esporas, mientras que en la línea mutante como se esperaba, no hubo 

un crecimiento extra radical del micelio y la producción de esporas fue muy pobre. Otro caso 

es el de Kristek et al. (2005), quienes compararon dos especies de micorriza, G. mossae y 

G.intraradices, sobre un cultivo de chícharo. En sus experimentos, midieron diversos 

parámetros como; masa de follaje, peso seco, concentración de Nitrógeno, Fosforo, Potasio, 

así como el número de plantas por metro cuadrado, y obtuvieron como resultado que G. 

mossae obtuvo mejores resultados en los anteriores parámetros, a excepción de masa de 

follaje y peso seco donde G. intraradices fue superior. Por otro lado, melgares de Aguilar et 

al. (2004), realizaron un ensayo en el cual aplicaron G. intraradices en lechuga tipo iceberg 
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de la variedad "fortunas". Se establecieron dos tratamientos: inoculación con micorrizas en el 

semillero e inoculación en el campo, usando como parámetro de medida sus producciones 

medias. Estos investigadores obtuvieron como resultado que las parcelas micorrizadas se 

vieron favorecidas con incrementos de entre 3,000 y 4,400 kg/ha de lechuga comercializable 

respecto al testigo. 

También se han utilizado los hongos micorrizicos para mejorar ciertas características de los 

cultivos, por ejemplo, la capacidad de almacenamiento de sustancias. A este respecto, Qi et 

al., (2005) estudiaron el efecto de la inoculación de G. mosseae, G. intraradices y G. 

versiforme, sobre el almacenamiento de nutrientes y la resistencia al frío, durante el 

crecimiento de Diospyros lotus. Los resultados obtenidos mostraron incrementos del 1% en el 

azúcar soluble del floema, mientras que en el xilema, ademas de una mayor resistencia al frío, 

se observaron incrementos hasta del 5% en el azúcar y el Nitrógeno, con respecto al control.  

Otros trabajos como el de Hršelová et al., (2003) han demostrado que el efecto de la 

inoculación de esporas de Glomus sp. en plantas de fresa (Fragaria ananassa) ocurre 

especialmente a nivel a nivel de la biomasa, la cual se ve afectada favorablemente en su 

volumen y en la cantidad acumulada de Fósforo, pero no asi de Nitrógeno. En este caso, 

tanbién se observado la formación de estolones con mayor longitud. Por su parte, Castellanos-

Morales et al., (2010) destacan el efecto de la inoculación de Glomus en adición a la 

fertilización nitrogenada sobre la calidad del fruto de la fresa. Estos autores señalan en sus 

resultados el significante mejoramiento de los parámetros sensoriales y las concentraciones de 

compuestos fenólicos en respuesta a la micorrización con la cepa usada de este hongo. 

Otro aspecto en el que los investigadores han dirigido la utilización de micorrizas se relaciona 

al control de enfermedades de plantas. Por ejemplo, Petit & Gubler (2006), estudiaron el 

efecto de G. intraradices en plantas de vid y lo probaron contra la enfermedad denominada 

“pie negro” causada por Cylindrocarpon macrododymum, donde los resultados obtenidos 

mostraron que las plantas inoculadas presentaron una menor incidencia de los síntomas de la 

enfermedad en comparación de las plantas no inoculadas con Glomus. Este hongo micorrizico 

también se ha aplicado para el control o eliminación de fitoparásitos como lo demuestra el 

trabajo de Ayuso en el 2002, quien evaluó el efecto de Glomus sp. contra el ataque del 

nemátodo Radopholus similis en plantas de banano. En esta investigación se encontró que 

Glomus sp. redujo significativamente la cantidad de raíces muestras como consecuencia del el 

ataque por este nematodo, pero no tuvo efecto sobre la población de Radopholus similis, ni 
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tampoco influyo en otros parámetros vegetales como la altura de la planta o la estimulación de 

crecimiento en los bananos. 

 

6.4 Métodos de cultivo de hongos micorrízicos 

En las últimas décadas se han desarrollado muchas técnicas de cultivo para hongos 

micorrizicos y productos derivados de estos, todas con ventajas y desventajas respecto a su 

diseño, comercialización y posibilidad de aplicación. Existen tres principales categorías en los 

sistemas de producción de hongos micorrízicos, los cuales puede definirse como sigue: 

1) El sistema clásico de arena/suelo o el más avanzado a base de substrato, que son 

ampliamente usados y representan una muy efectiva forma de producir masivamente las 

células del organismo. 

2) Los sistemas de cultivo libres de substrato que se han desarrollado para producir inóculo 

fúngico relativamente limpio. Sin embargo, los costos asociados con estos sistemas, han 

limitado su uso a propósitos de investigación y aplicaciones de pequeña escala. 

3) Sistemas de cultivo in vitro, denominados también "cultivo en órganos vegetales “debido a 

que están basados ya sea en el uso de raíces extirpadas o en raíces de plantas completas. A 

pesar de sus altos costos, estos sistemas garantizan una producción del hongo micorrízico 

libre de contaminantes. El cultivo in vitro de estos organismos, se ha adaptado 

particularmente a la producción de cultivos de alto valor agregado por ejemplo aquellos 

cultivos generados por técnicas de micropropagación. 

 Los primeros intentos para cultivar hongos micorrizicos in vitro, datan de finales de 1950 

(Mosse, 1959), y poco después (Mosse, 1962) cundo se reportó la primera asociación de una 

especie de Endogona con una planta. Desde entonces, se obtenido importantes progresos en la 

forma de producir los hongos microrrízicos. A mediados de los 70´s (Mosse & Herper, 1975) 

se pudo establecer con éxito un cultivo de de un hongo micorrízico asociado con raíces 

extirpadas de tomate (Lycopersicum esculentum Mill.) y trébol (T. pratense L.) usando medios 

en placa, aunque poco más de una década después, Mugnier y Mosse (1987), así como Bécard 

y Fortin (1988) usaron un sistema de "cultivo de órganos vegetales “con raíces transformadas 

de zanahoria como hospedero para incrementar la formación de propágulos. 
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En 1996, St-Arnaud et al., diseñaron un sistema de compartimentos en placa y cultivo de 

"raíces extripadas", que estaba conformado por una sección proximal que contenía las raíces y 

el hongo micorrízico, en la otra sección distal solo se desarrollaba el hongo. Mediante este 

mismo dispositivo, Douds (2002), demostró que el hongo micorrízico estudiado empezaba a 

esporular después de que se reemplazaba parcialmente el medio del compartimiento distal y 

se le proporcionaba glucosa al compartimento proximal, estrategia con la cual se pudieron 

obtener varias cosechas del cultivo a partir de la misma caja de Petri. . A la fecha, se ha 

desarrollado una serie de variantes al sistema original de cultivo de raíces extirpadas en cajas 

de Petri. Por ejemplo, Tiwari y Adholeya (2003), propusieron el uso de estos sistemas de 

cultivo pero usando pequeños recipientes, donde pudieron lograr una producción a mayor 

escala. Asimismo, también se han podido realizar estos cultivos empleando algunos reactores, 

por ejemplo aquellos de tipo "Air Lift" (Jolicoeur et al., 1999); bioreactores con perlita como 

sustrato (Jolicoeur, 1998), o los que incluyen un soporte gelificado (Fortin et al., 1996). Por su 

parte, Wang (2003), ha patentado un tipo sistema de cultivo hidropónico que se basa en un 

recipiente donde las raíces cultivadas y el hongo micorrízico se exponen periódicamente a un 

medio de cultivo líquido. Luego del anterior diseño, Gadkar et al., (2006) han propuesto un 

recipiente que utiliza una caja Petri conteniendo un cultivo de raíces extirpadas, lo anterior 

con el objetivo de iniciar la proliferación en un compartimento separado lleno con partículas 

expandidas de arcilla. 

Usando una estrategia distinta a los sistemas de raíces extirpadas, primero Voets et al. (2005), 

y luego Dupré de Boulois et al. (2006), han ideado por separado, sus propios sistemas de 

cultivo in vitro basados en el uso de plantas completas. En el primero de anteriores diseños, el 

tallo se deja crecer fuera de la caja Petri, mientras que las raíces y el hongo se desarrollan 

dentro de las placas preparadas con el medio sólido adecuado. En el segundo dispositivo, el 

tallo se desarrolla en un tubo estéril conectado verticalmente a la parte superior de la placa 

Petri donde se desarrollan las raíces y el hongo. Ambos sistemas de cultivo se colocan en 

cámaras bioclimatica para proporcionarle a las plantas sus óptimas condiciones de 

crecimiento, pero protegiendo simultáneamente las placas de la exposición a la luz. De los dos 

anteriores métodos, el primero es mucho más laborioso y propenso a la contaminación, pero 

también quizás sea el más adecuado para la producción de esporas de hongos micorrízicos. En 

el estudio de Dupré de Boulois et al. (2006), se logró una productividad de casi 1,200 esporas 

en un período de 12 semanas, lo cual resulta destacable si se considera que el tipo de placas 

utilizadas eran de la mitad del tamaño a las usadas por Voets et al. (2005), quienes con su 



 

14 

 

metodología obtuvieron un promedio de 4,500 esporas en el mismo período y más de 12,000 

después de 22 semanas de cultivo. Recientemente, se ha patentado un sistema de producción 

in vitro también basado en el uso de plantas (Declerck et al., 2009). Bajo este esquema, cada 

planta pre-inoculada producida in vitro, se introduce individualmente en un tubo de 

crecimiento estéril. En este sistema cerrado circula una solución nutritiva que fluye sobre las 

raíces micorrizadas. 

6.5 Cultivos de células vegetales 

El término “cultivo de tejidos" o "cultivo de células vegetales” involucra la utilización de 

diferentes técnicas de cultivo de material vegetal variado, incluyendo a los protoplastos 

(células desprovistas de su pared celular), células, tejidos, órganos y plantas completas 

(Figura 3).  

 

 

 

 

 

 

Figura 3: Cultivo de células Vegetales en Suspensión.  

Mediante éstas y otras técnicas, es posible obtener plantas libres de microbios en un medio 

nutritivo aséptico en condiciones ambientales controladas. A este proceso también se le 

conoce como “cultivo in vitro de plantas”. Las primeras experiencias relacionadas con el 

cultivo de tejidos vegetales se remontan a Gottlieb Haberlandt quién en 1898 aisló células y 

tejidos de plantas superiores y las colocó en soluciones nutritivas para su crecimiento, pero no 

fué sino hasta 1922 cuando se lograron los primeros resultados exitosos con la germinación in 

vitro de semillas de orquídeas (Calva & Pérez-Vargas, 2005). 

Las plantas son una fuente importante de metabolitos los cuales han sido usados como 

medicamentos, pesticidas, saborizantes y fragancias. Con la finalidad de producir estos 

compuestos sin necesidad de cultivar la planta completa, se ha desarrollado la tecnología de 

cultivo de sus células in vitro en forma de "callos", suspensiones y órganos (Arias et al., 

2009). Esta es una magnífica alternativa, en especial cuando se trata de plantas silvestres 
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cuyos períodos de cultivo resultan bastante largos, o incluso cuando las plantas estudiadas 

tienen rendimientos de metabolitos secundarios bajos o no se cuenta con procesos de síntesis 

química. Sin embargo, en este sistema la producción es independiente de factores externos 

como la disponibilidad de tierra, condiciones climáticas o geopolíticas. Además, es posible 

controlar las condiciones de cultivo, lo que permite alcanzar un mayor rendimiento y calidad. 

Pero para lograr la aplicación industrial de esta estrategia es necesario resolver ciertos 

inconvenientes; como la baja productividad, crecimiento lento e inestabilidad genética. Una 

parte crítica en los cultivos celulares ha sido la selección de un medio de cultivo empleado 

para las células. Los primeros medios utilizados fueron semisintéticos, los cuales comúnmente 

se formulaban a base de extractos o complejos orgánicos como agua de coco, hidrolizado de 

caseína y extracto de levadura. Actualmente, la mayoría de los medios se constituyen 

básicamente por cinco grupos de ingredientes: nutrientes inorgánicos, fuente de Carbono, 

fuente de Nitrógeno, vitaminas y reguladores del crecimiento que in vivo son sintetizados por 

una parte u órgano de la planta para luego ser transportados a otros órganos donde se 

metabolizan y/o acumulan. Las fuentes de Nitrógeno más comunes son el Nitrato y Amonio, 

pero también se han utilizado Urea, hidrolizado de Caseína, Extracto de Levadura y 

Aminoácidos, entre otros. La fuente de carbono más empleada es la Sacarosa o Glucosa y en 

menor grado la Maltosa, Galactosa, Almidón y Melaza. Los micronutrientes, generalmente 

adicionados al medio de cultivo en forma de sales, son utilizados por las células como 

cofactores enzimáticos, como el Molibdeno para la Nitrato Reductasa y el Magnesio para 

algunas cinasas (Calva & Perez-Vargas, 2005). Los fitorreguladores también conocidos como 

reguladores de crecimiento vegetal (RCV), juegan un papel importante en el cultivo de células 

vegetales, ya que la modificación en su concentración y tipo en el medio de cultivo, ha 

permitido una incremento significativo, tanto en la producción de biomasa como en la 

acumulación de metabolitos secundarios. De estas sustancias, las más utilizadas son las 

auxinas y las citocininas (Esperanza, 2004). Existen fundamentalmente tres formas de realizar 

cultivos vegetales in vitro: células en suspensión, células inmovilizadas o como tejidos u 

órganos. Sin embargo, el de mayor interés sigue siendo el de células en suspensión y 

de este tipo existen 2 variantes: 

Cultivo en suspensión: en las suspensiones, las células individuales se distribuyen en forma 

homogénea a través del medio de cultivo y por estar rodeadas del mismo, se facilita la 

transferencia de nutrientes y oxígeno hacia el citoplasma. En este tipo de cultivo presenta la 
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ventaja de alcanzar un control relativamente sencillo de variables como temperatura, pH y 

oxígeno disuelto; sin embargo, pueden verse modificadas algunas características de las células 

presentes en las plantas como su diferenciación y la comunicación intercelular (Arias et al. 

2009; Biblioteca Digital de la Universidad de Chile). 

Cultivos en suspensión intermitente: en esta técnica, las células se multiplican en un medio 

líquido, que es agitado continuamente para romper algunos agregados celulares. Excepto para 

la circulación de aire, el sistema es “cerrado” en cuanto a la adición o sustracción de líquido 

de cultivo. 

 

 

6.6. Interacción hongos micorrizicos y  células vegetales en suspensión 

Existen muy pocos antecedentes sobre el uso de cultivos de células en suspensión para tratar 

de germinar hongos micorrízicos. Una de las primeras y clásicas investigaciones en esta línea 

del conocimiento corresponde al trabajo de Carr et al. 1985, quienes utilizaron el células de 

trigo (Triticum aestivum), papa (Solanum tuberosum) y alfalfa (Medicago sativa), y aplicaron 

variaciones en la concentración de azúcar, 0.5% menos del usado habitualmente en los 

cultivos celulares vegetales en suspensión, esto con la finalidad de estudiar la interacción de 

estas plantas con el hongo micorrízico Glomus caledonium, así como para estimular el 

crecimiento hifal de este mismo.  

Por su parte, Fernandes et al. 2007, evaluaron la viabilidad de las esporas de los hongos 

micorrízicos arbusculares Glomus clarum y Glomus fasciculatum, en un medio líquido de 

conservación (bajo solicitud de patente) y emplearon como tratamiento control, agua destilada 

estéril. En sus resultados encontraraon que en el medio líquido seleccionado se logró un 

tiempo de viabilidad y estabilidad superior a los 8 meses. 

Otro trabajo es el realizado por Siqueira et al. 1991, quienes observaron que los compuestos 

flavonoides (Formononetina y Biochanina A) secretados por las raíces de los tréboles 

(Trifolium repens) estimulan y favorecen el proceso de colonización de las micorrizas 

arbusculares. A su vez Valpin et al. 1994 estudiaron el comportamiento de compuestos 

flavonoides, durante el proceso de colonización de raíces de alfalfa por parte del hongo 

Glomus intraradices, obteniendo como resultado que el compuesto flavonide 
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(Formononetina) fue el único que mostro un incremento en su concentración durante el 

proceso de colonización.  
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7. METODOLOGIA 

 

7.1 Desinfección de material vegetal. 

Para la inducción del callo y el mantenimiento del mismo, que posteriormente se utilizaron en 

la producción de células en líquido, en primer lugar se procedió con la desinfección del 

material vegetal (semillas frijol y sorgo): Fuera de campana de flujo laminar; Se lavó el 

material en 2 ocasiones con agua corriente y jabón, agitando durante 10 minutos encada 

ocasión, después se sumergieron las muestras en un recipiente con agua corriente durante 10 

minutos. Dentro de la campana de flujo laminar; Se sumergió el material durante 2 minutos en 

una solución estéril de alcohol al 70%, posteriormente se colocó durante 15 minutos en una 

solución estéril de hipoclorito de sodio al 10% + 2 gotas de Tween 20 (2 gotas por cada 

100ml). Y finalmente se limpió el material de la solución anterior con 3 lavados de agua 

destilada estéril (Ojeda, 2011).  

7.2 Inducción y mantenimiento de los "callos vegatales" 

Se utilizaran trozos de callo proporcionado por el laboratorio de biotecnología vegetal siendo 

responsable la Dra. Carmen Ojeda Zacarías de cada una de las 10 especies vegetales: Cactus 

estrella (Astrophytum capricorne Detrich), Calancho (Kalanchoe laciniata), papa (Solanum 

tuberosum), Helecho (Nephrolepis exaltata), Moringa (Moringa oleifera), Ébano (Diospyros 

ebenum), Lisianthus (Eustoma grandiflorum), Pitahaya (Hylocereus undatus (Hawort)), 

piñoncillo mexicano (Jatropha curcas L.), Tabaco (Nicotina tabacum) para la medición de la 

formación de biomasa de células indiferenciadas (figura 4). 

. 

 

 

 

 

  

            Figura 4: Siembra de Callo vegetal en el medio MS 
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 Primeramente de cada una de las variedades vegetales se cortaron trozos de callo de 1cm por 

1cm (1cm2) en una caja Petri de vidrio sobre un papel milimétrico, se colocaron dichos trozos 

en frascos de vidrio (Gerber)  con medio de cultivo Murashige-Skoog (MS, Tabla 1),  

esterilizados a 15 libras de presión por 20 minutos.   Se utilizaron dos concentraciones 

diferentes 50 y 100%, pH 5.6 y enriquecido con 30 g/l de azúcar y 4.5 g/l de agar.  Cada 

concentración de medio se distribuyó en 4 concentraciones diferentes de  los fitoreguladores: 

2,4 D: ácido 2,4-dichlorofenoxiacético y BAP 6-benzilamino-purina; T1 Control 2,4D 

(2mg/L), T2 2,4-D (3mg/L), T3 2,4-D y BAP (2mg/L y 0.5mg/L) y T4 BAPD (3mg/L y 

1.0mg/L), con 15 repeticiones cada uno,  Tabla 2, para un total de 8 tratamientos. 

Tabla 1: Composición del medio de Murashige-Skoog. 

Compuestos Cantidad 
(g/L) 

NH4NO3 1.65 
KNO3 1.9 
MgSO4.7H2O 0.37 
KH2PO4 0.17 
CaCl2.2H2O 0.44 
KI 0.00083 
H3BO4 0.0062 
ZnSO4.7H20 0.0086 
Na2MoO4.2H2O 0.00025 
CuSO4.5H2O 0.000025 
CoCl2.5H2O 0.000025 
FeSO4.7H2O 0.278 
Na2.EDTA 0.373 
MnSO4.4H2O 0.22 

 

Tabla 2: Tratamientos Evaluados conforme a la dosis de los fitoreguladores y  dosis de sacarosa. 

MS + Sacarosa 
g L-1 

2,4-D, 2.0 
mg L-1 

2,4-D, 3.0 
mg L-1 

2,4-D, 2.0 mg L-1 

Y BAP 0.5 mg L-1 
2,4-D, 3.0 mg L-1  

Y BAP 1.0 mg L-1 

MS + 30g L 
(100%) 
Sacarosa  

Tϭ 

 

TϮ 

 

Tϯ 

 

Tϰ 

 

MS + 15g L 
(50%) 
Sacarosa 

Tϱ 

 

Tϲ 

 

Tϳ 

 

Tϴ 
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El material se colocó en condiciones de fotoperiodo de 6 horas de luz y 12 de oscuridad a 

25°C, durante un periodo de siete semanas cada tratamiento (figura 5), para c/u se realizaron 3 

tomas de datos de crecimiento, una a los siete días del establecimiento, la a los quince días de 

crecimiento y la tercera al termino de las siete semanas. La variable a evaluar fue: crecimiento 

de los agregados celulares y Se realizó un análisis estadístico de comparación de medias, y se  

utilizó el programa computacional de la Facultad de Agronomía de la UANL y se observó la 

diferencia significativa en cuanto a la cantidad de callo formado con las diferentes 

concentraciones de sacarosa y fitohormonas. 

.  

                             Figura 5: Establecimiento de los callos en condiciones de luz y oscuridad 

 

7.3 Inducción y mantenimiento de los cultivos en suspensión  

 

Se utilizaron trozos de callo de las especies vegetales que presentaron mayor crecimiento. 

Estos se colocaron en tubos de 50 ml, con medio de cultivo MS pH 5.6 y sin agar, sacarosa a 

dos concentraciones diferentes 50 y 100%, cada concentración de medio será distribuyó en 4 

concentraciones diferentes de  los fitoreguladores: 2,4 D: ácido 2,4-dichlorofenoxiacético y 

BAP 6-benzilamino-purina; T1 2,4D (2mg/L), T2 2,4-D (3mg/L), T3 2,4-D y BAP (2mg/L y 

0.5mg/L) y T4 BAPD (3mg/L y 1.0mg/L), con 3 repeticiones cada uno, Tabla 3,para un total 

de 8 tratamientos. 
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Tabla 3: Tratamientos Evaluados conforme a la dosis de los fitoreguladores y  dosis de sacarosa. 

MS + Sacarosa 
g L-1 

2,4-D, 2.0 
mg L-1 

2,4-D, 3.0 
mg L-1 

2,4-D, 2.0 mg L-1 

Y BAP 0.5 mg L-1 
2,4-D, 3.0 mg L-1  

Y BAP 1.0 mg L-1 

MS + 30g L 
(100%) 
Sacarosa  

Tϭ 

 

TϮ 

 

Tϯ 

 

Tϰ 

 

MS + 15g L 
(50%) Sacarosa 

Tϱ 

 

Tϲ 

 

Tϳ 

 

Tϴ 

 

 

Las condiciones de crecimiento que se utilizaran en el cultivo de células fueron; temperatura 

de 25°C; pH de 5.6 y agitación de 100 rpm, con fotoperiodo de 6 horas de luz y 12 de 

obscuridad. Después del tiempo de  crecimiento de tres semanas se procedió a inocular los 

cultivos en suspensión con esporas de Glomus intraradices.  

 

7.4 Obtención e inoculación de esporas 

La esporas de Glomus intraradices  serán obtuvieron a partir de un inoculante micorrízico de 

la marca comercial. Para tal propósito, se depositó un volumen total de 7gr de este inoculante 

en tubos de centrifuga de 50 mL de capacidad. A cada uno de estos tubos se les agregó 20 mL 

de una solución de Sacarosa 70 % (solución de azúcar) para luego someterlos a un proceso se 

centrifugación a 3,800 rpm durante 3 min (Botero et al., 2006). Mediante observación 

microscópica de la interfase, se comprobó la obtención de esporas de G. intraradices, las 

cuales se extrajeron usando una jeringa y concentradas para su inoculación en los medios en 

suspensión obtenidos previamente.  

 

7.5. Propagación de esporas de Glomus intraradices en cultivos en suspensión. 

Finalmente a los medios con células obtenidos se inocularon con esporas de Glomus 

intraradices purificadas, y  se colocaron en agitación (100 rpm)  a 25°C por un periodo de 5 

semanas, se observó por microscopia la formación de nuevas esporas para cada tratamiento de 

las especies vegetales Astrophytum , ébano y jatrofa .   
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8. RESULTADOS 

8.1. Inducción y multiplicación de agregados celulares: 

Se realizaron tres mediciones en total periodo, durante el periodo de crecimiento, a los siete 

días, a los quince días y a las siete semanas. Con el fin de comparar si había alguna diferencia 

entre los tratamientos en cuando a l desarrollo en mm2 de los explantes. 

Tabla 4: Crecimiento en mm2 de cada una de las plantas evaluadas los tratamientos correspondientes a la 
primera fecha de toma de datos. 

 

 
Medición Primera Fecha 

      
trat/rep Piñoncillo Pitahaya Calancho Helecho Papa Cactus Moringa Ébano Lisianthus Tabaco 

1 10.36 0 1.86 0.13 0.66 26.31 4.19 3.12 8.19 5.99 

2 9.92 0 1.21 0.93 0.46 14.72 3.44 7.06 7.26 5.53 

3 4.46 0.13 0 0 0.26 3.39 1.06 3.33 3.79 7.39 

4 4.86 0 0 0 0.13 5.4 0 4.85 5.33 7.44 

5 2.35 0 0 0 0.26 13.3 1.06 3.7 21.3 2.18 

6 1.9 0 0 0 0 9.3 1 1.2 15 1.2 

7 2.4 0 0 0 0 8.2 2 2.4 13 2.6 

8 1.9 0 0 0 1 9.3 1 1.2 15 1.2 

.  

Tabla 5: Crecimiento en mm2 de cada una de las plantas evaluadas los tratamientos correspondientes a la 
segunda fecha de toma de datos. 

 

Medición Segunda Fecha       

trat/rep Piñoncillo Pitahaya Calancho Helecho Papa Cactus Moringa Ébano Lisianthus Tabaco 

1 17.39 0 4.59 0 0.66 3.32 4.33 3.19 10.19 7.99 

2 17.53 0 1.79 0.93 0.46 32.13 6.66 12.99 9.86 12.52 

3 7.39 0.33 1.62 0 1.59 6.79 1.66 6.99 6.86 13.59 

4 7.66 0 0.24 0 0.73 33.13 0 10.53 7.26 12.06 

5 2.5 0 0 0 1.59 19.62 1.66 6.14 16.44 4.44 

6 2.5 0 0 0 0 10.2 1.5 1.9 13 1.5 

7 2.8 0 0 0 0 9.5 2.6 2.9 16.1 3.5 

8 2 0 0 0 0 10.2 1.9 2.1 13 1.5 
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Tabla 6: Crecimiento en mm2 de cada una de las plantas evaluadas los tratamientos correspondientes a la tercera 
fecha de toma de datos. 

 

Se procedió a realizar un análisis estadístico de comparación de medias para cada una de las 

fechas de medición con el fin de observar hay una diferencia significativa entre los 

tratamientos. 

*Tablas 7,8,9,: Comparación de las medias de crecimiento para cada uno de los tratamientos, con un nivel de 

significancia de 0.05, con DMS para la tabla 7 de, 0.4581, para la tabla 8 de, 4.7539 y para la tabla 9, 0.9906. 

Tabla 7 Tabla 8 Tabla 9 

Tratamiento Media   Tratamiento Media   Tratamiento Media   

1 2.3622 A 3 3.4682 A 2 2.87 A 

2 2.2729 A 1 3.1952 AB 4 2.4 A 

5 1.9843 AB 4 3.134 AB 1 2.26 A 

7 1.8092 B 2 3.0411 AB 3 2.21 A 

4 1.7853 B 5 2.4178 BC 5 2.18 A 

8 1.7707 B 7 2.0893 C 7 1.93 A 

6 1.7293 B 8 2.0362 C 6 1.78 A 

3 1.7219 B 6 1.927 C 8 1.78 A 

  

 

 

 

Medición Tercera Fecha        

trat/rep Piñoncillo Pitahaya Calancho Helecho Papa Cactus Moringa Ébano Lisianthus Tabaco 

1 38.77 0 4.59 0 0 45.77 7.66 6.13 19.19 10.13 

2 20.79 0.26 1.46 2.06 0 35.92 6.66 13.86 13.33 13.59 

3 12.93 0.33 1.62 0 2.11 52.39 4.79 61.59 13.19 15.19 

4 11.04 0 1.26 0 0.73 96.33 2.86 11.93 11.39 15.86 

5 2.98 0 0 0 2.11 23.3 4.79 8.9 17.1 6.2 

6 3.1 0 0 0 0 11 2.1 2.3 19 2 

7 3.5 0 0 0 0 10.2 4.1 3.6 20.1 4.9 

8 4 0 0 0 0 16 1.88 2.56 18.55 2.99 
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La tabla 7 muestra a los tratamientos uno (2 mg de 2,4D, con 100% Azúcar), dos (3 mg de 

2,4D, con 100% Azúcar) y cinco (2 mg de 2,4D, con 50% Azúcar) como los que promueven 

más crecimiento después de 7 días de crecimiento, mientras que los demás no muestran una 

diferencia significativa, sin embargo para la segunda fecha de medición 15 días tabla 8, los 

tratamientos muestran un desarrollo muy uniforme no hay una diferencia significativa en su 

crecimiento pero se muestra una tendencia de los tratamientos dos, cuatro (3mg/L, 2,4-D Y 

BAP 1.0 mg/L, con 100% azúcar) y uno a mostrar un poco más de desarrollo. Finalmente en 

la última fecha de toma de datos, tabla 9, el tratamiento que mostro un mejor desarrollo fue el 

tratamiento tres (2mg/L, 2,4-D Y BAP 0.5 mg/L), con 100% azúcar), seguido de los 

tratamientos uno, cuatro y dos. Siendo la tercera fecha la última toma de datos se observó que 

los explantes que obtuvieron mayor crecimiento fueron; Astrophytum  con un crecimiento 

máximo de 96.33 mm2 para el  tratamiento 4 52.39 mm2 para el tratamiento 3 y 45.77 mm2 

para el tratamiento 1. Ébano con un crecimiento máximo de 61.59 mm2 para el tratamiento 3 

y jatrofa 38.77 mm2 para el tratamiento 1 y 20.79 mm2 para el tratamiento 2 (Figura 6).  
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Figura 6: Crecimiento de de las especies vegetales evaluadas en respuesta a los tratamientos correspondientes:1, 
Jatropha; 2, Pithaya; 3, Kalanchoe; 4, Helecho; 5, Papa; 6; Astrophytum; 7, Moringa; 8, Ebano; 9, Lisianthus;10, 
Tabaco. 
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Figuras 7,8,9,: Muestran la el crecimiento de las especies de expalntes que mayor crecimiento presentaron, 

Astrophytum (a), ébano (b) y jatrofa (c). 

   

  

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

8.2 Cultivos en suspensión y propagación de G. intraradices: 

Se utilizó el material vegetal evaluado Astrophytum , ébano  y jatrofa, para establecer los 

cultivos en suspensión, utilizando las mismas condiciones en el medio de cultivo a excepción 

del agente gelificante. Después de tres semanas de crecimiento en agitación a 100 rpm (Figura 

8) se procedió a inocular los cultivos en suspensión con esporas purificadas de glomus, 

dándosele un periodo de crecimiento de cinco semanas, obteniéndose desarrollo de micelio 

(Figuras 17-32). 
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Figura 10: Condiciones de agitamiento de los cultivos en suspensión inoculados con G. intraradices. 

 

 

Figuras 11-18: Micelio desarrollado de G.intraradices en los cultivos de Astrophytum en los diversos 
Tratamientos.  
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Figuras 19-26: Micelio desarrollado de G.intraradices en los cultivos de Ébano en los diversos Tratamientos. 
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Figuras 27-34: Micelio desarrollado de G.intraradices en los cultivos de Jatrofa en los diversos Tratamientos.
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Figuras 35-42: Esporas de G.intraradices formadas en los cultivos de Astrophytum en los diversos 
Tratamientos. 
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Figuras 43-50: Esporas de G.intraradices formadas en los cultivos de Ébano en los diversos Tratamientos.
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Figuras 51-58: Esporas de G.intraradices formadas en los cultivos de Jatrofa en los diversos Tratamientos 
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DISCUSIONES 

Los resultados obtenidos se ponen de manifiesto que la repuesta de crecimiento celular de 

diferentes especies de plantas con dos fitorreguladores 2,4-D Y BAP, así como  la 

concentración de sacarosa adicionados al medio de cultivo, se observó que el mayor 

desarrollo se presentó en cactus estrella (Astrophytum capricorne) en cinco de los diez 

tratamientos evaluados, esto coincide con lo reportado por Flores 2012, quien utilizo cultivo 

de tejidos con esta especie vegetal, y aquí también esta especie  fue la que presento mayor 

crecimiento (Figuras 57-61).  

Figuras 59-63.- Esporas de G. intraradices formada a partir de Astrophytum reportado por Flores 2012. 
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La especie que le sigue en crecimiento es Piñoncillo (Jatropha curcas L.)  y para los 

tratamientos uno y dos, mientras que para Ébano (Diospyros ebenum) el tratamiento fue el 

tres. Y la otra especie que presento un crecimiento uniforme en su desarrollo en comparación 

con las tres anteriores fue el Lisianthus (Eustoma grandiflorum) para cada uno de los ocho 

tratamientos, por su parte las plantas de pitahaya, helecho y papa presentaron un crecimiento 

prácticamente nulo, Esto en contraste a lo reportado por Suárez et al. 2014, al utilizar 

pitahaya reporta una mayor respuesta al utilizar el ácido Naftalenacético, lo que podría ser la 

clave para el desarrollo de esta especie. En cuanto a la papa para los tratamientos tres, cuatro 

y cinco se obtuvo crecimiento de células indiferenciadas pero en una cantidad muy escasa y 

no en todas las repeticiones, para los demás tratamientos hubo un desarrollo de plántula, lo 

cual coincide con muchos trabajos escritos de micropropagación de esta especie, por ejemplo, 

Páez et al. 2001 donde utilizan MS, BAP para obtención  propagación de plántula de buena 

calidad sanitaria. El helecho tampoco mostro crecimiento de células indiferenciadas, solo el 

tratamiento dos presento una cantidad mínima y no fue constante en las repeticiones. El 

establecimiento de cultivos in vitro de hongos micorrizicos en medio líquido es posible 

utilizando un medio de células en suspensión. En este trabajo se demostró que las células en 

suspensión de Astrphytum capricorne se estimulan más rápidamente, la germinación y 

producción de esporas en G. intraradices, presenta la característica de desarrollo prematuro 

de las esporas, efecto observado por Carr et al. 1985 trabajando con células de alfalfa. En 

contraparte con el cultivo en suspensión de Kalanchoe es conveniente para dichos fines, así 

mismo el cultivo en suspensión de Ébano produce esporas dobles en los tratamientos aquí 

estudiados. Esto sugiere que la estimulación de la germinación y esporulación no es específica 

de algunas especies de plantas, y además tampoco lo es en el tipo de células vegetales. 

Tal comportamiento probablemente se deba a diversas sustancias secretadas por las células 

vegetales como lo demostró Koske (1982), mencionado por Carr et al. 1985 quien utilizo 
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células de Trifolium pratense que secretaban una serie de compuestos que jugaban un rol muy 

importante en la formación de la micorriza Gigaspora gigantea. Este trabajo aporta 

información sobre nuevas especies vegetales que permiten la producción de hongos 

micorrizicos en medio líquido, y deja abierta la posibilidad de otros trabajos de investigación 

al respecto la finalidad que sean un avance en el proceso para poder cultivar este tipo de 

hongos en un medio artificial, con lo cual se podría utilizar no solo en el área de investigación 

sino también en la industria agrícola, ya que se podría obtener este tipo de producto en menos 

tiempo y minimizando otros factores que limitan su producción actualmente. El medio de 

cultivo, la concentración de fitohormonas y sacarosa permitieron la obtención de tejido celular 

en las especies evaluadas. 
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CONCLUCIONES 

*Los explantes; Astrphytum capricorne, Diospyros ebenum y Jatropha curcas, son los que 

presentan mayor crecimiento y los mejores candidatos a ser utilizados en co-cultivos con 

micorrizas arbusculares. 

*Los cultivos de células vegetales en suspensión favorecen la germinación de esporas, la 

propagación de micelio y la esporulación del hongo micorrízico Glomus intraradices. 

*Los cultivos de células en suspensión de Astrphytum capricorne, Diospyros ebenum 

presentaron los mejores efectos estimulatorios en los anteriores parámetros de desarrollo de  

G. intraradices. 

*Es posible cultivar axénicamente el hongo micorrízico G. intraradices. 

*Los resultados de esta investigación, incrementan las perspectivas de la producción masiva 

de hongos micorrizicos en ausencia de sus simbióntes vegetales. 
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