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RESUMEN 

Prosopis pallida, conocido como algarrobo, es una especie emblemática de los bosques secos 

del norte del Perú. Es de gran importancia económica por su uso en la producción de leña y 

carbón, así como en la producción de algarrobina proveniente de sus frutos. Actualmente las 

actividades humanas han deforestado grandes poblaciones de algarrobo en el bosque seco. Por 

lo que es muy importante una propagación masiva para planes de reforestación a gran escala en 

esos ecosistemas con la finalidad de conservar la especie y también las características genéticas 

de individuos élite. El objetivo de la tesis fue evaluar el efecto de dos medios de cultivo (MS y 

WPM) con la adición de diferentes concentraciones (0,5; 1,0 y 1,5 mg/L) de citoquininas (BAP 

y ZEA) y auxinas (ANA, AIB y AIA) sobre la propagación in vitro de Prosopis pallida. Previo 

al trabajo in vitro se realizó un ensayo de tratamientos pregerminativos donde el más óptimo 

resultó el tratamiento con agua caliente. Para el protocolo de desinfección superficial de 

semillas se obtuvo mejores resultados aplicando 1,2% NaOCl durante 15 minutos de 

inmersión. Durante la fase de multiplicación se realizaron tres ensayos por la poca efectividad 

de brotación de las yemas apicales, resultando mejor la aplicación del WPM sin adición de 

citoquininas usando tapas de algodón y yemas apicales con cotiledones, en esta etapa se evaluó 

el número de nudos, altura de plántula y número de brotes producidos por explante. Durante la 

fase de enraizamiento se evaluó el porcentaje de enraizamiento, la longitud de la raíz y el 

número de raíces, obteniendo mejores resultados con WPM + 0,5 mg/L AIB. Durante la fase de 

aclimatación se evaluó el porcentaje de aclimatación en dos tipos de sustratos diferentes, 

obteniendo mejores resultados empleando sustrato premix #8.  

 

Palabras claves: Prosopis pallida, Micropropagación, Cultivo de tejidos, Enraizamiento, 

Aclimatación 
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I. INTRODUCCIÓN 

En el Perú existen aproximadamente 72 millones de hectáreas de bosques con una gran 

diversidad de especies (Llerena et al. 2014). De esta gran extensión, los bosques secos 

tropicales cubren una superficie de 3 202 63 hectáreas. Los bosques secos tropicales son 

formaciones vegetales que se expanden desde el nivel del mar hasta los 1600 msnm.  Su 

vegetación abarca desde herbáceas hasta un reducido número de especies arbóreas, las 

cuales se han adaptado a las condiciones áridas de estos ecosistemas (Otivo 2015).  

El algarrobo (Prosopis pallida) pertenece a la familia Fabaceae, es un árbol perennifolio de 

hasta 20 metros de altura y representa el símbolo principal de los bosques secos del norte del 

Perú. Posee una gran importancia económica para dicha región debido a que su madera es 

utilizada para construcción y combustible y de la misma manera, sus frutos comestibles son 

empleados en la elaboración de la algarrobina, harina de algarrobo, entre otros productos 

(MINAM 2011; Dostert et al. 2012). Además, cumple un importante papel ecológico en el 

ecosistema de bosques secos ya que por ser una leguminosa es una especie con potencial 

para recuperar la fertilidad y productividad de los suelos sódicos (Aguilera 2014). 

Sin embargo, un gran problema para los bosques secos es la pérdida de su cobertura vegetal 

debido a la tala ilegal, al exceso de pastoreo, y sobre todo a la falta de políticas para manejo 

de bosques secos ya que la ley forestal y de fauna silvestre está más orientada al manejo de 

bosques húmedos tropicales y genera vacíos que no aportan a la sostenibilidad de los 

bosques secos tropicales (Aguilera 2014; Otivo 2015). 

Albán et al. (2003) mencionan que el algarrobo (Prosopis pallida) es una especie 

multipropósito idónea para realizar programas de reforestación en las zonas de bosques 

secos para así conservar estos ecosistemas y evitar más perdida de la cobertura vegetal. Se 

propaga convencionalmente por semillas, sin embargo, estas poseen fuertes cubiertas 

seminales que dificultan su germinación, y se debe previamente aplicar algún tratamiento 

para poder obtener una mayor cantidad de semillas germinadas (Passera 2000).  
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Otra alternativa para la producción de plántulas de Prosopis es la propagación vegetativa, la 

cual ofrece la ventaja de propagar individuos selectos de los cuales no se desea perder sus 

características. Sin embargo, se debe tener en cuenta la edad de la estaca para mejores 

resultados de enraizamiento y además la capacidad de enraizamiento del género Prosopis es 

muy variable (Passera 2000; Minchala et al. 2014). 

Por otro lado, la micropropagación o propagación in vitro apoya a los métodos de 

propagación tradicionales ya que permite la propagación masiva clonal de una especie 

comercial, en peligro de extinción o con un alto valor filogenético (George y Sherrington 

1984). El cultivo in vitro es una herramienta que permitiría facilitar los programas de 

reforestación que se realizan con algarrobo para la conservación de los bosques secos del 

norte del Perú.  

A su vez el cultivo de tejidos permite generar plantones mejorados genéticamente por lo que 

establecer el protocolo de propagación in vitro de algarrobo, permitiría realizar 

investigaciones en mejoramiento genético de esta especie y aprovechar la alta variabilidad 

de las poblaciones naturales para la propagación de algún individuo élite con alguna 

característica que se desee clonar. 

En este contexto, el objetivo principal del estudio es proponer un protocolo adecuado para la 

propagación in vitro de algarrobo (Prosopis pallida) a partir de yemas apicales. Los 

objetivos específicos fueron: establecer el protocolo de desinfección superficial de semillas, 

evaluar medios de cultivo con diferentes concentraciones de citoquininas para la 

multiplicación in vitro a partir de yemas apicales, evaluar medios de cultivo con diferentes 

concentraciones de auxinas para el enraizamiento in vitro y finalmente evaluar el sustrato 

adecuado para la aclimatación de plántulas provenientes de la micropropagación. 



 

 

II. REVISIÓN DE LITERATURA 

1. BOSQUE SECO TROPICAL EN EL PERÚ 

Los bosques secos tropicales se encuentran ubicados en la costa norte del Perú entre las 

regiones de Tumbes, Piura y Lambayeque. Son formaciones vegetales que van desde el nivel 

del mar hasta los 1600 msnm. Las precipitaciones varían de 60 a 400 mm en las zonas bajas y 

llegan a 1600 mm en las zonas altas. Los períodos de sequía duran entre seis a nueve meses y 

las temperaturas medias varían entre 17 a 27 ºC (Otivo 2015).  

Su vegetación está compuesta por hierbas, arbustos y árboles con un reducido número de 

especies de menor tamaño y área basal a diferencia de las que se encuentran en los bosques 

húmedos. Esto se debe por las pocas temporadas de lluvias y el ecosistema donde se 

desarrollan (Otivo 2015). 

2. CARÁCTERÍSTICAS DE LA ESPECIE 

2.1. TAXONOMIA 

Familia: FABACEAE 

Subfamilia: MIMOSOIDEAE 

Nombre científico: Prosopis pallida (Humb. & Bonpl. Ex Willd.) Kunth 

Nombre común: Algarrobo 

Sinonimia: Prosopis limensis Benth 

2.2. DISTRIBUCIÓN GEOGRÁFICA  

2.2.1. DISTRIBUCIÓN MUNDIAL 

El algarrobo es originario de las zonas áridas de Perú, Colombia y Ecuador. Sin embargo, en 

los últimos años ha sido introducido a diferentes países como Bolivia, Puerto Rico, Australia 

entre otros (Dostert et al. 2012). 
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2.2.2. DISTRIBUCIÓN EN EL PERÚ 

En el Perú es la especie dominante de la zona costera. Ha sido documentada hasta en 13 

departamentos sin embargo parece estar restringida para la zona centro – norte del país (Dostert 

et al. 2012). 

2.3. DESCRIPCIÓN BOTÁNICA 

2.3.1. TALLO Y RAMAS 

El algarrobo es un árbol con una altura de 5 a 10m. Posee una copa amplia y densa. Su fuste es 

tortuoso y con un diámetro promedio de más de 50cm. Su corteza es rugosa de color grisáceo y 

tiene ramas gruesas (Tous 1984). 

2.3.2. HOJAS 

Las hojas son bipinnadas y alternas cuando son jóvenes. Es común ver en los nudos de plantas 

adultas de 2 a 10 hojas que nacen en ramitas muy cortas y juntas, semejantes a braquiblastos, 

de 2 a 8 cm de longitud, falcadas dorsalmente. Pero lo más frecuente es encontrar hojas con 2 a 

3 pares de pinnas, de 2 a 6 cm de longitud, los folíolos opuestos a lo largo de un raquis, en 

número de 11 a 14 pares, distanciados de 2 a 3 mm, entre cada par. Los folíolos son lineales, 

obtusos, mucronados, regularmente pubescentes, de 8 mm de longitud por 1 a 3 mm de ancho 

(Galera 2000). 

2.3.3. INFLORESCENCIA Y FLORES 

La inflorescencia es 2 a 3 veces más larga que las hojas, con 200 a 300 flores cortamente 

pedunculadas que forman una inflorescencia racemosa cilíndrica; raquis y pedúnculos 

finamente pubescentes. Las flores son pentámeras, actinomorfas, hermafroditas (a veces 

estériles), verde amarillentas y con 4 a 6 mm de largo; el cáliz es ciliado, de 0,5 a 1,5 mm de 

largo; pétalos de 2,5 a 3 mm de largo; los estambres son de 5 a 7 mm de largo y con ovario 

estipitado (Dostert et al. 2012). 

2.3.4. FRUTOS Y SEMILLAS 

El fruto de algarrobo es una legumbre indehiscente, alargada, comprimida y coriácea, rellena 

de una pulpa dulce. Esta vaina permanece verde cuando es joven y durante el invierno no 

muestra actividad. El fruto es recto o algo curvado y apiculado, con márgenes paralelos en sus 

bordes, de 10 a 28 cm de longitud, 11 a 13 mm de ancho, 5 a 8 mm de espesor. Las legumbres 

crecen rápido entre febrero y finales de mayo, en esta época alcanzan su máximo tamaño. En 
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julio su coloración verdosa cambia a chocolate oscuro para alcanzar la madurez final en el mes 

de setiembre (Dostert et al. 2012; Galera 2000; Tous 1984). 

Las semillas del algarrobo son cuadrangulares de color café de 6,5 mm de largo y pesan 

aproximadamente entre 0,25 a 0,3 gramos (Tous 1984). 

2.4. ECOLOGÍA 

2.4.1. HÁBITAT 

Su hábitat natural son territorios áridos y semiáridos. Se encuentran normalmente en zonas 

costeras. Normalmente se encuentra esta especie en las zonas donde hay escasez de agua y falta 

de nutrientes y es muchas veces la única especie arbórea que resiste este tipo de hábitat (Dostert 

et al. 2012). 

2.4.2. CLIMA Y SUELO 

El algarrobo es una especie propia de países de clima suave. Este árbol se desarrolla cerca del 

mar, a una altitud menor de 500 msnm. A pesar de ser una especie rústica, es poco resistente al 

frío y resulta perjudicada a temperaturas inferiores a 2 °C. Por otra parte, los fuertes calores 

únicamente causan daño si sobrepasan los 45 °C. Es resistente a la sequía ya que se desarrolla 

bien en zonas que presentan precipitaciones bajas, pudiendo desarrollarse con normalidad con 

solo 350 mm de agua al año (Tous 1984). 

Con respecto al suelo, Prosopis pallida posee un espectro ecológico muy amplio y está 

adaptado a una alta diversidad de suelos y hábitats. Se adapta a terrenos de diversa naturaleza, 

se le puede encontrar tanto en dunas de arena como en suelos pesados arcillosos o en suelos 

pedregosos, pero tiene preferencia a suelos calcáreos de consistencia media y por lo tanto 

permeable.  Las especies de Prosopis con el tiempo mejoran considerablemente el suelo donde 

crecen; esto se debe no sólo a su capacidad de fijar nitrógeno sino también a la caída de hojas, 

el efecto de bomba de iones y modificaciones en la estructura y fauna del suelo, de la misma 

manera, el contenido de sales y la alcalinidad del suelo se reduce con el tiempo (Dostert et al. 

2012; Tous 1984). 

2.4.3. REQUERIMIENTOS HÍDRICOS 

Las deficiencias de agua afectan el crecimiento aéreo y el crecimiento normal del sistema 

radicular. Estudios realizados en la zona norte del Perú experimentaron con riego por goteo 

para el establecimiento de algarrobales donde las raíces desde los 70 cm de profundidad 

retornaron a la superficie, por la disminución de la humedad en la zona más profunda, al haber 
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suspendido el riego por 8 meses. Una de las principales causas de este fenómeno fue el riego 

por goteo, donde se comparó una plantación donde era un riego tradicional y se formaban 

raíces pivotantes con pocas raíces secundarias. Por lo que se recomienda riegos menos 

frecuentes con volúmenes mayores. Para el establecimiento de algarrobales se recomiendan 

riegos con una película de agua de 6 cm por riego, 66m3 por ha, se recomienda sembrar en 

taludes porque no resiste inundaciones (Galera 2000). 

2.4.4. CRECIMIENTO 

Después de la germinación y establecimiento, las plantas desarrollan un doble sistema 

radicular, el cual consiste en una extensa raíz pivotante y un sistema de raíces superficiales 

laterales. En los primeros meses de la germinación la energía se distribuye principalmente para 

el desarrollo del sistema radicular, en que el aumento del largo y de la biomasa de las raíces es 

considerablemente mayor que la parte aérea (Dostert et al. 2012) 

Comienza a producir los primeros frutos a partir de los 4 o 5 años del establecimiento, bajo 

buenas condiciones ecológicas. Bajo condiciones favorables, los algarrobos pueden alcanzar 

hasta los 20 metros de altura, sin embargo, bajo condiciones desfavorables, puede desarrollarse 

en arbustos de no más de 3 metros de altura. Bajo condiciones naturales, la copa es 

normalmente abierta y más amplia que la altura del árbol.  La forma de vida es muy variable y 

es determinada por la genética y la procedencia. Además, la forma de crecimiento está 

influenciada por las condiciones ambientales, por ejemplo, en suelos poco profundos o vientos 

sostenidos llevan formas bajas y achaparradas. Los daños de presión de pastoreo y ramoneo 

llevan a formas con múltiples vástagos. Adicionalmente, la ocurrencia cíclica de eventos «El 

Niño» tiene una influencia sobre el establecimiento y el crecimiento de plantas juveniles de 

Prosopis pallida, como ha podido ser demostrado sobre la base de anillos de crecimiento y 

mayores tasas de establecimiento de juveniles en el norte de Perú (Dostert et al. 2012). 

2.4.5. FRUCTIFICACIÓN 

La fructificación se produce durante los meses de octubre a abril y durante este tiempo, las 

condiciones climáticas de temperatura media oscilan entre 20,5°C y 29°C; la humedad relativa 

es de 76,3 a 83 por ciento (FAO 1977, citado por Galera 2000). 
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3. PRODUCCIÓN DE SEMILLAS 

A diferencia de otras leguminosas, las vainas de algarrobo no se abren para poder liberar sus 

semillas al ser secadas. En vez de ello, las semillas se liberan por la descomposición natural del 

fruto o por la ingesta y el paso de las semillas a través del sistema digestivo de algún animal. 

Hay aproximadamente entre 28000 y 32000 semillas por kilogramo. Son de difícil extracción, 

pero se puede emplear un moledor de carne comercial para su extracción. Las semillas se 

pueden almacenar a temperatura ambiente, protegidas de los insectos, por un período de 9 

meses con una mínima pérdida de su viabilidad (Skolmen 1990). 

4. MULTIPLICACIÓN 

Para generar nuevas plántulas existen dos métodos: se puede generar a partir de semillas o a 

partir de estacas. 

4.1. GERMINACIÓN DE SEMILLAS 

La germinación es el proceso que inicia con la toma de agua por la semilla seca y termina 

cuando una parte de esta emergen y atraviesan las estructuras envolventes que la rodean 

(Azcón y Talón 2013). Azcón (2000), citado por Ramos (2012) sugiere que para que se realice 

dicho proceso, es necesario un tratamiento pre germinativo ya que es muy importante para su 

desarrollo y más en cultivos in vitro ya que de esto depende el rompimiento de la dormancia 

externa e interna de las semillas.  

Juárez et al. (2001) mencionan que por lo regular la propagación de esta especie es por semilla 

botánica, sin embargo, la latencia que presenta esta semilla dificulta una rápida germinación. 

Prokopiuk y Chifa (2000) recomiendan que las semillas del género Prosopis deban pasar por 

un tratamiento pre germinativo. En su estudio, mencionan que para las semillas de Proposis 

alba es un buen método el lijado manual o conocido como escarificación. Este tratamiento 

consiste en adelgazar el endocarpo de la semilla hasta que el endospermo sea visible.  

Acosta et al. (2012) mencionan en una de sus investigaciones que uno de los tratamientos pre 

germinativos con mayor porcentaje de germinación en laboratorio fue la inmersión de las 

semillas en agua caliente a una temperatura no superior a 80ºC, dejándolas enfriar a 

temperatura ambiente durante 24 horas antes de su siembra. 

Por otra parte, Galera (2000) menciona que un tratamiento económico y eficaz para acelerar la 

germinación es el uso de agua caliente por un determinado tiempo para no afectar al embrión. 
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De la misma manera, Juárez et al. (2001) mencionan que obtuvieron un aumento en la 

germinación al mantenerse en remojo durante 8 minutos en agua a temperatura de 75 ºC y que 

a partir de esta temperatura su viabilidad tiende a disminuir ya que temperaturas muy altas 

pueden afectar al embrión.  

4.2. PROPAGACIÓN VEGETATIVA 

La propagación de algarrobo también puede ser posible a partir de esquejes. Por lo general, los 

esquejes de plantas jóvenes enraízan más fácilmente que los de plantas adultas. Las tasas de 

enraizamiento son mucho más altas con medidas para la conservación de alta humedad relativa 

del aire (cubierta plástica, humedecimiento). Los sustratos aireados como arena o gravilla son 

más aptos que tierra y a una temperatura radicular de 35 ºC estimula el crecimiento de raíces. 

Las hormonas de crecimiento como AIB (ácido indolbutírico) favorecen el enraizamiento de 

los esquejes. Se han obtenido resultados exitosos con diferentes especies de Prosopis con el uso 

de mezclas de AIB y AIA (ácido indolácetico) y tiamina (Dostert et al. 2012). 

5. IMPORTANCIA ECONÓMICA Y USOS 

En nuestro país el principal uso del algarrobo es la madera como fuente de energía; hojas, 

ramas y frutos para alimento del ganado y para la producción de algarrobina. La principal 

producción de carbón en el Perú proviene de esta especie y el principal producto que se exporta 

es la algarrobina proveniente de sus legumbres. (Dostert et al. 2012). 

El algarrobo es una de las principales especies que generan ingreso económico a un gran 

número de familias que habitan cerca a los bosques secos del norte de nuestro país. 
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6. SITUACIÓN DE LOS BOSQUES NATURALES DE ALGARROBO 

EN EL PERÚ 

La costa norte del Perú, debido a sus condiciones climáticas, es la zona donde principalmente 

se encuentran bosques de algarrobo abarcando los departamentos de Lambayeque, Piura y 

Tumbes. Se puede encontrar esta especie en otras regiones del Perú, pero de forma reducida y 

discontinua (Cairati 2013). 

 

Figura 1: Presencia – Ausencia de algarrobo (Prosopis pallida) en la costa norte del 

Perú 

FUENTE: Cuentas (2015) 

Los algarrobales tienen una extensión de 2 627 030,98 hectáreas distribuida en el Perú, 

representando el 66 por ciento de los bosques secos del norte del Perú (Llerena et al. 2014). 

Estas extensiones en la actualidad se encuentran amenazadas por diferentes factores. Como lo 

menciona Díaz (2013), existe una pérdida de bosque seco del Santuario Natural Pómac entre el 

2000 y 2008 de hasta 20 por ciento de área boscosa.  Igualmente, Bravo y Rodríguez (2003) 

determinaron un cambio en los bosques secos de un sector de Piura, donde encontraron 

pérdidas de biomasa principalmente por aprovechamiento maderable.  
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En la actualidad existe entonces una gran explotación de los bosques secos del país, con 

principal impacto en el algarrobo, ya que es la especie predominante de este tipo de 

ecosistemas.  Un principal problema para la pérdida de estas extensiones es la importancia que 

le da el país al sector agricultura, ya que ocurre una fragmentación de zonas de bosques 

naturales para abrir paso a campos de cultivos de agricultura para exportación, eliminando así 

grandes hectáreas de bosques secos (Cuentas 2015) 

Los resultados de los análisis de Cuentas (2015) muestran una gran explotación en importantes 

zonas representativas de bosques secos como lo son el Santuario Natural Bosque Pómac y el 

Área de Conservación Privada de Chaparrí. La autora menciona que estos ecosistemas tienen 

años de explotación de los recursos forestales y sus bosques peligran debido a la expansión de 

zonas de cultivo y la tala ilegal de madera de algarrobo principalmente. 

Además de las actividades antrópicas, el cambio climático es uno de los factores que afectan a 

los ecosistemas del norte de nuestro país. Si bien el algarrobo es una especie que se adapta a 

condiciones severas, las variaciones del clima generan cambios fenólicos, plagas y 

enfermedades ocasionando mortandad de individuos (Paico 2014). 

Wust (2015) menciona que año tras año se talan algarrobos a pesar de que se considera una 

especie en peligro, y que si esto continua se generaría un colapso en la calidad de vida del 

norte. Ya que es una fuente importante como alimento para el ganado y posteriormente efectos 

generados por el cambio climático. 
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7. PROYECTOS DE REFORESTACIÓN CON ALGARROBO 

El algarrobo es una de las especies más emblemáticas en los bosques secos del norte de Perú.  

Por lo tanto, se han desarrollado diferentes proyectos que se llevaron a cabo entre los años 1976 

y 2006 (Tabla1).  

Las experiencias en reforestación con algarrobo son variadas, existen plantaciones desde 20 

hectáreas hasta una de las más grandes extensiones de aproximadamente 270 000 hectáreas 

elaborado por el Proyecto Algarrobo, como medida de contingencia frente a la ocurrencia del 

fenómeno de «El Niño» en el año 1998 en la región de Piura (MINAGRI 2010). 

Tabla 1: Superficie reforestada bosques secos 

Ubicación Superficie (Ha) Año 
Entidad responsable 

Algarrobo El Papayo 1100 1976 MINAG 

Parque Kurt Beer 80 1978 MINAG 

Bayóvar 20 1980 ORDENORTE 

Peña blanca Kurt Beer, Vice, SILJOMIVIL, etc. 
20 1981 INIA 

Campus Universitario UDEP 40 1984 UDEP 

Sojo 150 1990 Predio privado 

C.C. Castilla 50 1990-1991 FONCODES 

Sechura, Mala Vida 5000 1993 Proyecto Algarrobo 

Gongorá 15 1995 Privado 

Sechura, Médano Blanco 10000 1996 Proyecto Algarrobo 

C.C. Ignacio Távara 200 2006 AIDER 

FUENTE: MINAGRI (2010) 

En la actualidad también se presentan proyectos de reforestación con algarrobo en los bosques 

secos del norte del país. En el año 2015, el Servicio Forestal y de Fauna Silvestre (SERFOR) a 

través de la Administración Técnica Forestal y de Fauna Silvestre ATFFS – PIURA en 

conjunto con el Comité de Gestión Comunal Panamericana reforestaron dos hectáreas de 

bosque seco del centro poblado Mala Vida ubicado en el distrito Cristo nos Valga. Para el 

proyecto se emplearon aproximadamente 1000 plantones de algarrobo proporcionados por la 

Estación Experimental Vista Florida del Instituto Nacional de Innovación Agraria (Zapata 

2015).  

Además, surge la importancia del manejo de la regeneración natural que se produce en los 

bosques secos. Debido a las intensas lluvias que se presentaron durante los primeros meses del 

año 2017, bastantes brotes de algarrobo se produjeron en la zona norte del país. Debido a ello 
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muchos comuneros se disponen a proteger y realizar los mantenimientos de estas plántulas que 

han comenzado a emerger (SERFOR 2017). 

8. MICROPROPAGACIÓN IN VITRO 

La micropropagación hace referencia a la propagación en pequeña escala de especies vegetales 

a partir de células diferenciadas que permitirán obtener finalmente una planta completa. La 

propagación in vitro es una técnica de propagación vegetativa que se basa en una constante 

división mitótica que permite replicar el genotipo de la planta madre a los diferentes clones que 

se formarán (Monteuuis 2016). Se menciona sobre la regeneración de plantas, que existen 

diferentes vías para la formación de un nuevo individuo de acuerdo al explante empleado y tipo 

de medio de cultivo (Figura 2). 

9. TIPOS DE MICROPROPAGACIÓN 

9.1. ORGANOGÉNESIS 

La organogénesis consiste en la formación de órganos (raíces y/o brotes adventicios) a partir de 

explantes cultivados in vitro (Torrey 1966, citado por Villareal 2015). 

9.2. EMBRIOGÉNESIS SOMÁTICA 

Barrueto (2005) define la embriogénesis somática como la generación de un embrión somático 

y posteriormente a plántulas a partir de una célula somática.    

La formación del embrión somático puede ser de forma directa a partir de una sola célula en 

suspensión en un medio de cultivo o fijada a un substrato, y de forma indirecta ocurre 

igualmente a partir de una sola célula que forma parte de un tejido no organizado (callo) o de 

un órgano que se cultiva in vitro (Barrueto 2005). 

La embriogénesis somática por su gran capacidad multiplicativa y sus posibilidades de 

automatización se está convirtiendo en una vía principal para la regeneración clonal de plantas 

de especies forestales. En muchos países la están empleando para establecer plantaciones 

operativas o para la conservación de genotipos selectos y la instalación de ensayos clonales 

(Celestino et al. 2005). 
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Figura 2: Vías de regeneración de plantas por cultivo de tejidos 

FUENTE: Lindsey y Jones (1989) 

10. MICROPROPAGACIÓN A PARTIR DE YEMAS APICALES 

Para una producción libre de virus y plantas genéticamente estables, Gutiérrez et al. (2003), 

citado por Remache (2011) mencionan que la mejor técnica es la propagación a partir de tejidos 

meristemáticos ya sea a partir de yemas apicales o axilares. 

Al cultivar la yema en el medio de cultivo, se origina la formación de tejidos que dan lugar a un 

nuevo brote. Es un método muy efectivo y es muy usado para plantas desde herbáceas hasta 

especies leñosas. (Remache 2011; Villareal 2015) 

Las especies forestales leñosas se caracterizan por tener un tejido lignificado que proporciona 

rigidez a las paredes celulares. Son de crecimiento lento y ciclo vegetativo corto. Por lo que se 

recomienda como una medida de propagación in vitro usar las yemas laterales o apicales 

(Ramos 2012). 
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11. ETAPAS DE LA MICROPROPAGACIÓN 

La micropropagación a partir de tejidos vegetales presenta cinco etapas: (0) Acondicionamiento 

de plantas madre, (1) Establecimiento del cultivo, (2) multiplicación de vástagos o embriones, 

(3) enraizamiento y (4) aclimatación de las plántulas. Normalmente, las etapas de 

enraizamiento y aclimatación pueden combinarse en condiciones ex vitro. Por otra parte, en el 

caso de la embriogénesis somática la etapa de enraizamiento es reemplazada por la etapa del 

desarrollo del embrión somático para la diferencia de los ápices caulinares y radiculares 

(Olmos et al. 2010). 

11.1. ETAPA 0: ACONDICIONAMIENTO DE PLANTAS MADRE 

La selección del material vegetal que se emplea para el cultivo de tejidos vegetales es una de 

las etapas más importantes pues una buena calidad de explantes seleccionados puede reducir o 

evitar dos grandes problemas de la propagación in vitro: la contaminación y oxidación de los 

explantes (Olmos et al. 2010). 

Para obtener explantes de buena calidad es importante tener en cuenta el tipo de órgano que se 

usará como explante, la edad ontogénica y fisiológica del mismo, la estación del año en la cual 

se extrae el material vegetal, el tamaño y el estado sanitario del explante. La edad fisiológica 

del explante es un factor importante en la respuesta de los tejidos en cultivo, ya que varían en 

requerimiento de nutrientes y hormonas cuando el material proviene de plantas con diferente 

edad fisiológica. Por lo general, se emplean plantas en estado activo: vigorosas y sanas (Olmos 

et al. 2010; Adema 2015). 

11.2. ETAPA 1: ESTABLECIMIENTO DE LOS CULTIVOS 

En esta etapa es importante la selección de los explantes que se utilizarán para la propagación 

clonal in vitro y además el aislamiento y la esterilización de los explantes. El éxito de esta etapa 

se debe a una buena calidad de explantes que se empleen para la propagación clonal (Olmos et 

al. 2010). 

Adema (2015) menciona que los explantes más utilizados para iniciar la propagación clonal in 

vitro son las yemas apicales, estacas uninodales portando yemas axilares, discos de hoja, 

secciones de raíz y meristemas. Sin embargo, el cultivo de tejidos vegetales in vitro puede 

iniciarse a partir de diferentes órganos o tejidos de la planta, siendo de gran importancia en la 

posterior respuesta del explante; el tamaño, tipo y época de recolección del material vegetal. 
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Los explantes obtenidos de plantas jóvenes o zonas de crecimiento activas responden mejor 

que aquellos que son tomados de plantas adultas o yemas en reposo (Villalobos y García 1982, 

citado por Adema 2015). 

El tamaño del explante es un factor que influye en la desinfección y regeneración de plantas, a 

medida que es más pequeño tiene menos probable la contaminación y más difícil la 

regeneración. Por otra parte, explantes muy grandes son más susceptibles a ser contaminados y 

más fáciles de emplear para la regeneración. La obtención de cultivos no contaminados puede 

lograrse tanto con técnicas preventivas como curativas (Adema 2015; Olmos et al. 2010). 

11.2.1. DESINFECCIÓN DEL EXPLANTE Y ASEPSIA 

El éxito del cultivo de tejidos vegetales depende en gran medida de la prevención y 

disminución de la contaminación microbiana. Hoy en día, la contaminación es uno de los 

principales problemas para los trabajos de propagación in vitro en los diferentes laboratorios de 

biotecnología (Adema 2015). 

El diseño arquitectónico de las áreas del laboratorio, el tipo y tamaño de explante, higiene 

ambiental y la técnica de cultivo de los operarios son factores muy importantes que pueden 

evitar la contaminación en los trabajos de micropropagación (Adema 2015) 

Considerando que la asepsia y el material de trabajo son primordiales, se debe considerar el uso 

de la autoclave para poder esterilizar los medios de cultivo y que estos estén libres de algún 

patógeno que pueda evitar el desarrollo de los tejidos a propagar. Al momento de abrir un 

frasco con medio ya esterilizado es necesario que el aire esté libre de patógenos por lo que se 

emplea cámaras de flujo laminar que permiten trabajar en condiciones estériles y libre de 

micropartículas (Barrueto 2005). 

Así como el material con el que se va a trabajar debe ser esterilizado, los explantes también 

deben pasar por un tipo de desinfección. Para la eliminación de microorganismos 

contaminantes los explantes son desinfectados superficialmente. El proceso de desinfección 

debe permitir eliminar los patógenos con el menor daño posible a los explantes (Adema 2015). 

La Tabla 2 muestra algunos de los desinfectantes más usados para la eliminación de estos 

microorganismos. La concentración y el tiempo de exposición son muy variables y dependerán 

mucho del tipo y tamaño del explante (Barrueto 2005) 
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Tabla 2: Agentes desinfectantes de explantes 

Agente desinfectante Concentración (%) Tiempo       (min) 

Alcohol etílico 75 - 95 0,5 - 1 

Cloruro de mercurio 0,1 - 1,0  1 - 5 

Hipoclorito de calcio 7 - 10 5 - 20 

Hipoclorito de sodio 2,5 - 9,0 5 - 20 

Peróxido de hidrógeno 2 - 10 5 - 12 

FUENTE: Barrueto (2005) 

Los explantes provenientes de plantas madre provenientes de campo o invernadero requieren 

tiempos largos y mayores concentraciones, pero pueden causar algún tipo de daño en los 

tejidos por lo que es necesario realizar una evaluación de los posibles tratamientos (Jordan 

2005).  

La técnica de desinfestación de semillas para la producción de plántulas es una forma 

prometedora de obtener plántulas libres de patógenos y por lo tanto reducir la contaminación en 

el proceso de propagación (Medel et al. 2001). 

La desinfección superficial de explantes principalmente semillas incluye varios pasos: el lavado 

de los explantes en agua corriente, luego la inmersión en etanol al 70 por ciento por 1 minuto, 

seguido de concentraciones variables de hipoclorito de sodio y un posterior enjuague con agua 

estéril (Olmos et al. 2010). 

Algunos patógenos permanecen latentes y se expresan cuando son transferidos a un medio de 

cultivo nuevo. En general estos patógenos incluyen a los superficiales del material vegetal, a 

los patógenos endógenos y los patógenos propios del manejo en laboratorio. Como 

contaminantes frecuentes en el cultivo in vitro se mencionan a los hongos filamentosos, 

bacterias y las levaduras. Muchos de ellos no provocan daño a las plantas en el campo, pero se 

convierten en un patógeno in vitro. Tienen un efecto negativo con los explantes ya que 

compiten por los nutrientes del medio y provocan daños directos e indirectos por la 

colonización de sus tejidos o la expulsión al medio de algún metabolito tóxico. De esta manera, 

pueden reducir las tasas de multiplicación, inhibir el enraizamiento y ocasionar la muerte de la 

planta (Olmos et al. 2010; Adema 2015). 
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Barrueto (2015) menciona que la concentración y los tiempos de exposición del agente 

desinfectante de los tratamientos dependen del tipo de explante que se va a emplear. Es por ello 

que se busca la evaluación de diferentes tratamientos para encontrar el más idóneo para el 

explante que se vaya a usar. 

11.3. ETAPA 2: MULTIPLICACIÓN 

El objetivo principal de esta etapa consiste en mantener y aumentar la cantidad de brotes para 

los nuevos ciclos de multiplicación sucesivos y poder derivar parte de ellos a la etapa siguiente 

(enraizamiento). Es importante tomar en cuenta que, en esta etapa, cualquiera que sea la vía de 

regeneración, es mejor evitar la formación de callos para disminuir los riegos de variación 

somaclonal. El medio de cultivo, los reguladores de crecimiento y las condiciones de desarrollo 

de los explantes son un rol importante en esta etapa (Olmos et al. 2010). 

Las condiciones en las que crece el explante responde a la interacción de tres factores: (a) el 

estado del explante, (b) el recipiente de cultivo y (c) el ambiente externo o condiciones del 

cuarto de cultivo. La capacidad de respuesta de los explantes a un mismo medio varía con el 

número de subcultivos, el tipo de explante subcultivado y el método de repique. Es por ello, 

que el medio de cultivo debe optimizarse con la finalidad de obtener la mayor tasa de 

multiplicación posible (Olmos et al. 2010). 

En la etapa de multiplicación existen dos fases: la de inducción consiste en el empleo de 

concentraciones elevadas de reguladores de crecimiento (principalmente auxinas) para 

favorecer la diferenciación, mientras que en la fase de multiplicación propiamente dicha se 

quiere de un balance hormonal para favorecer los procesos de diferenciación y multiplicación 

celular, en este caso se emplean más las citoquininas (Olmos et al. 2010). 

11.4. ETAPA 3: ENRAIZAMIENTO 

Esta etapa consiste en la formación de raíces adventicias. En muchas especies herbáceas esta 

etapa es sencilla a diferencia de especies leñosas que por su limitada capacidad rizogénica 

presentan mayor dificultad (Olmos et al. 2010). 

El enraizamiento se puede generar en condiciones in vitro como ex vitro. En el primer caso, se 

puede usar una gran variedad de sustratos y reguladores de crecimiento para inducir la 

rizogénesis. Se emplean medios de cultivo solidificados con agar y los reguladores de 

crecimiento mayormente usados son las auxinas. El empleo de agar presenta ciertas ventajas y 

desventajas sobre el enraizamiento. Por una parte, la rizogénesis de especies forestales en agar 
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se favorecería al producirse un enraizamiento más sincrónico como resultado del contacto 

íntimo de las estacas con el medio de cultivo. No obstante, las raíces que se producen por este 

medio son usualmente muy gruesas y no poseen pelos radiculares. Además, que el uso de agar 

está relacionado con la formación de callo en la base de las estacas, que conduce al 

establecimiento de conexiones vasculares interrumpidas entre raíces y vástagos (Olmos et al. 

2010). 

El enraizamiento ex vitro permite que tanto el enraizamiento y la aclimatación sean simultáneos 

y evita la formación de callos en la base de los vástagos, permitiendo de esta manera una 

conexión vascular continua entre el vástago y la raíz. Sin embargo, el estrés asociado a la 

transpiración acelerada de las plantas durante las primeras etapas del trasplante puede reducir 

seriamente la tasa de supervivencia (Olmos et al. 2010).  

11.5. ETAPA 4: ACLIMATACIÓN 

La micropropagación es una herramienta que permite obtener una gran cantidad de plántulas en 

una menor cantidad de tiempo. Sin embargo, esta técnica se ve afectada por la pérdida de 

plantas en la etapa de aclimatación en condiciones ex vitro (Briones 2015). 

Durante el cultivo in vitro, las plantas crecen en condiciones muy especiales en envases casi 

completamente cerrados en condiciones de alta humedad. Por lo que la fisiología de las plantas 

es diferente presentando estomas «flojos» por la falta de intercambio gaseoso con el ambiente 

además de la falta de cutícula en las hojas haciéndolas susceptibles a la pérdida de humedad 

(Briones 2015; Barrueto 2005). 

Por esta razón es necesario evaluar el desarrollo de las plántulas en condiciones naturales, 

exponiéndolas a ambientes donde la temperatura, la radiación y la humedad no están siendo 

controladas como en laboratorio. La importancia de esta etapa es para permitir que la planta 

modifique las características con las que crece a nivel in vitro y se adapte a condiciones 

ambientales no controladas (Briones 2015). 

Durante la etapa de aclimatación se pueden observar dos períodos: un período de adaptación 

con poco crecimiento de los brotes seguido de un período de rápido crecimiento (Briones 

2015). 
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12. MEDIOS DE CULTIVO 

Los medios de cultivo son soluciones acuosas; compuestas por compuestos inorgánicos 

(sustancias minerales) y compuestos orgánicos (azúcares, reguladores de crecimiento, agua, 

vitaminas, aminoácidos entre otros) que en condiciones óptimas permiten el crecimiento de 

los explantes vegetales (Boeri 2015; Ramos 2012). Del mismo modo, es importante su 

asepsia ya que un medio de cultivo contaminado podría afectar el material a propagar.  

Los elementos necesarios para la preparación del medio de cultivo pueden variar en las etapas 

que pasa el explante durante la propagación y según sea la técnica que se va a emplear, debido 

a ello existen diferentes formulaciones y deben ser ajustadas según las condiciones del 

laboratorio. Estas fórmulas difieren en la cantidad y concentración de los elementos que lo 

conforman (Rojas et al. 2004). 

12.1. COMPUESTOS INORGÁNICOS 

12.1.1. SALES MINERALES 

Las sales minerales que encontramos disueltos en el agua dentro del medio de cultivo son 

denominados macro y micro elementos. Estas sales se encargan de dar el soporte nutritivo de 

las plántulas. Las sales contienen macronutrientes (N, K, P, Ca, Mg, S,) y micronutrientes (Fe, 

Mn, Cu, Zn, Mo, B), que son requeridos por cualquier planta para su desarrollo normal. 

Comercialmente se pueden conseguir medios de cultivo ya elaborados. Todos estos medios son 

recomendados para usarse en una o varias especies y explantes (Barrueto, 2005; Rojas et al. 

2004).  Entre los más empleados para el cultivo de tejidos de especies leñosas se tiene el medio 

MS (Murashige y Skoog 1962) y el medio WPM (Woody Plant Medium o Medio de plantas 

leñosas) 

a. MS (Murashige y Skoog 1962) 

El medio MS es el más común empleado en el cultivo de tejidos vegetales. Este medio fue 

elaborado por Murashige y Skoog (1962), donde modificaron las composiciones de las sales 

minerales hasta tener un balance óptimo para la propagación in vitro de muchas especies 

vegetales.  

A pesar de que este medio de cultivo es muy empleado en la mayoría de plantas, no siempre es 

el más adecuado para ciertas especies debido a que tiene un gran contenido de sales. El medio 

MS es muy rico en sales (Anexo 1) pues contiene concentraciones altas de iones amonio NH4
+, 

iones nitrato NO3
- , iones cloro Cl- y MoO4

- (Martínez et. al 2015; Zegarra 2014).   
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b. Woody Plant Medium (WPM) (Lloyd y McCown, 1981) 

Conocido también como medio de plantas leñosas, este medio fue elaborado por Lloyd y 

McCown (1981) y posee una menor concentración de sales (Anexo 2) a diferencia del medio 

MS. Esta especialmente elaborado para especies leñosas que presentan toxicidad en altas 

concentraciones de sales (Martínez et. al 2015).  

12.2. COMPUESTOS ORGÁNICOS 

12.2.1. FUENTE DE CARBONO 

Como el explante no puede elaborar su propio alimento, en la preparación del medio se emplea 

como fuente de energía, como fructuosa, glucosa y principalmente sacarosa. Su adición al 

medio se justifica debido a que el explante o las plántulas que se generan en propagación in 

vitro, generalmente presentan bajas tasas fotosintéticas debido a las condiciones en las que se 

desarrollan y no se comportan totalmente autotróficos (Barrueto 2005; Rojas et al. 2004). 

12.2.2. VITAMINAS 

En general, las vitaminas forman parte de enzimas, por lo que son importantes para desempeñar 

una acción catalítica normal. En este sentido, son cofactores de las enzimas, igual que muchos 

elementos químicos presentes entre los macro y micronutrientes. En cultivo de tejidos vegetales 

básicamente son utilizadas las del complejo B, siendo la B1 probablemente la más 

frecuentemente incluida. Entre otras vitaminas se emplean también la tiamina, piridoxina, entre 

otros (Barrueto 2005). 

12.2.3. REGULADORES DE CRECIMIENTO 

El componente más importante en el medio de cultivo son los reguladores de crecimiento. La 

adición de estas fitohormonas puede estimular o detener el crecimiento o diferenciación de 

algunos órganos de la planta. Estos reguladores de crecimiento pueden ser naturales 

(hormonas) o sintéticos (reguladores de crecimiento). Entre los principales se encuentran las 

auxinas, citoquininas y giberelinas (Rojas et al. 2004). 

a. Auxinas 

Azcón y Talón (2013) mencionan que las auxinas son hormonas de crecimiento. Estas inducen 

al alargamiento y división celular. Se adicionan junto con las citoquininas en la etapa de 

multiplicación o sin la presencia de ellas para la etapa de enraizamiento. Las auxinas más 

usadas en la micropropagación son el ácido indolacético (AIA), el ácido naftalenacético (ANA) 

y el ácido indolbutírico (AIB) (Boeri 2015; Roca y Mroginski 1991). 
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Figura 3: Estructura química de algunas auxinas naturales y sintéticas 

FUENTE: Azcón y Talón (2013) 

b. Citoquininas 

Las citoquininas son hormonas que dentro de la planta se encargan de promover la división 

celular, retrasar el envejecimiento de las hojas y la promoción de la expansión celular. Es por 

ello que se usan en la etapa de multiplicación para incentivar las divisiones mitóticas. 

Promueven la proliferación de tallos e inducen la formación de brotes adventicios. Las 

citoquininas más usadas en la multiplicación de plantas in vitro son cinetina (KIN), 

bencilaminopurina (BAP) y zeatina (ZEA) (Boeri 2015; Roca y Mroginski 1991; Azcón y 

Talón 2013). 
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Figura 4: Estructura química de algunas citoquininas 

FUENTE: Abobkar et al. (2012) 

c. Giberelinas 

Las giberelinas se encuentran en las plantas e inducen al alargamiento de las células y a su vez 

a la ruptura de la dormancia de embriones en semillas. Por lo general la más usada en 

propagación in vitro es el ácido giberélico (AG3) (Boeri 2015). 

12.2.4. AGENTES SOLIDIFICANTES 

Los agentes solidificantes son sustancias que ayudan a crear un medio de soporte para los 

tejidos u órganos que vamos a cultivar. El más empleado para los medios de cultivo solidos es 

el agar (Rojas et al. 2004). 
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13. APLICACIÓN DE LA BIOTECNOLOGÍA Y EL CULTIVO IN 

VITRO EN EL SECTOR FORESTAL 

La madera posee marcadas propiedades físicas y estructurales que la hace un material valioso 

para la humanidad desde tiempos muy remotos por lo que la demanda mundial de productos 

forestales está aumentando rápidamente. Se estima que esta demanda aumentará en los 

próximos años y que pronto podría alcanzarse la capacidad de carga de las tierras forestales. 

Por lo que la menor disponibilidad de tierras aptas para plantaciones y la gran demanda de 

ejecución de prácticas ecológicas determinan una gran necesidad de investigar los aspectos 

forestales sobre el aumento de la productividad (turnos cortos y altos índices de producción) y 

calidad (maderas superiores, formas, uniformidad del fuste, resistencia a plagas, etc.) de los 

árboles que tienen importancia económica. En este contexto, la biotecnología ofrece nuevas 

herramientas que se suman a las ya conocidas por la silvicultura para cumplir dos objetivos 

principales: (a) mantener la gran diversidad de los bosques para su conservación y (b) 

mejoramiento genético en las plantaciones (Martínez et al. 2010; Fenning y Gershenzon 2002; 

FAO 2016). 

El cultivo de tejidos es una tecnología importante para los países que se encuentran en 

desarrollo con metas a la producción vegetal. El cultivo de tejidos comprende a la 

micropropagación, el aislamiento y cultivo de embriones, la regeneración a partir de callos o de 

suspensiones celulares, el cultivo de protoplastos, anteras y microesporas. Estás técnicas se 

emplean para la multiplicación a gran escala de plantas de gran calidad y libre de enfermedades 

(Martínez et al. 2010) 

Las técnicas de micropropagación en especies forestales surgen como desarrollo de la 

biotecnología forestal debido a las altas tasas de reforestación que cada vez aumentan en 

diferentes partes del mundo. Con el fin de conservar la diversidad genética de las diferentes 

especies forestales se comienzan a implementar protocolos de micropropagación in vitro para 

especies forestales con el fin de obtener plantaciones con una mayor productividad y mayor 

cantidad de plántulas para el establecimiento de planes de reforestación (Martínez et al. 2010). 

Una de las aplicaciones del cultivo in vitro en especies forestales es la crioconservación que 

consiste en el mantenimiento de células, tejidos u órganos de cultivos en los que se reduce la 

velocidad de crecimiento o se suspende (mediante la inmersión en nitrógeno líquido). La 

diversidad genética de especies forestales está seriamente amenazada sobre todo en el caso de 

las latifoliadas tropicales y especies no industriales (Merkle y Dean 2000, citado por Martínez 
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et al. 2010). En este contexto, la aplicación actual más resaltante de la crioconservación de 

especies forestales es la que incluye las estrategias de los cambios de fase para desarrollar una 

forestación clonal de alto valor, además es una forma particular de conservación de los recursos 

genéticos para su empleo en programas de mejoramiento (Martínez et al. 2010). 

Otra aplicación del cultivo in vitro en el sector forestal es la regeneración de plantas que es una 

vía que se está usando para la multiplicación rápida de individuos que se encuentran en 

poblaciones amenazadas, a fin de iniciar su conservación ex situ. La intensa depredación del 

bosque ha conducido a la desaparición de algunas especies forestales y puesto en riesgo a una 

gran parte de ellas. Por lo tanto, la regeneración de plantas in vitro es una forma de poder 

conservar estas especies con una gran producción a escala. Existen dos vías conocidas para la 

propagación: (a) organogénesis y (b) embriogénesis somática. Esta última se está considerando 

como la opción más apropiada para la propagación de especies forestales ya que permite una 

mayor tasa de multiplicación (Martínez et al. 2010; Häggman 1991). 

Y es el desarrollo de estas técnicas de cultivo de tejidos que ha generado avances muy 

significativos en los sistemas de transferencia de genes seleccionados a células vegetales y en la 

producción de plantas transgénicas. De ahí que se han comenzado a desarrollar investigaciones 

en árboles modificados genéticamente donde se puede modificar ciertos rasgos de interés como 

lo son la resistencia a herbicidas, floración reducida, resistencia a insectos e incluso a la 

formación de lignina para obtener una pulpa para papel de mayor calidad. A su vez se vienen 

desarrollando más técnicas de identificación en la variación de ADN entre las especies 

forestales y con ello el desarrollo de la biotecnología forestal. (Fenning y Gershenzon 2002; 

Martínez et al. 2010). 

 

  



 

 

III. MATERIALES Y MÉTODOS 

1. UBICACIÓN DEL ENSAYO EXPERIMENTAL 

La investigación se realizó en las instalaciones del Laboratorio de Silvicultura (LAS) de la 

Facultad de Ciencias Forestales (FCF) de la Universidad Nacional Agraria La Molina y en 

el Laboratorio de Cultivo de Tejidos Vegetales de la Subdirección de Biotecnología de la 

Dirección de Recursos Genéticos y Biotecnología (DRGB) del Instituto Nacional de 

Innovación Agraria (INIA), ambos ubicados en el distrito de La Molina, departamento de 

Lima.  

2. CARACTERÍSTICAS MICROAMBIENTALES  

2.1. CUARTO DE CULTIVO 

 

Temperatura: 26 ºC ± 2 °C 

Humedad relativa: 70% 

Intensidad lumínica: 5440 lx 

Fotoperíodo: 16 horas luz/ 8 horas oscuridad 

3. ZONA DE OBTENCIÓN DEL MATERIAL VEGETAL 

Se emplearon semillas provenientes de un individuo seleccionado sano de Prosopis pallida 

de las instalaciones de la Estación Experimental Agraria Vista Florida del INIA, ubicado en 

el distrito de Picsi en la provincia de Chiclayo, departamento de Lambayeque. 
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4. ENSAYO PRELIMINAR DE TRATAMIENTOS 

PREGERMINATIVOS 

Con el propósito de definir un tratamiento pregerminativo que permita acelerar la 

germinación de las semillas, se realizó un ensayo preliminar donde se evaluó el efecto de 

tres tratamientos presentados en la Tabla 3 para la germinación de semillas de Prosopis 

pallida. 

Para ello se sembraron las semillas sometidas a los diferentes tratamientos en arena de río en 

una bandeja de siembra, se usaron 20 semillas por repetición en tres repeticiones por 

tratamiento. La bandeja se dividió formando 12 espacios de igual medida y la distribución 

de las repeticiones dentro de la bandeja se realizó de tal manera de no tener juntos 

repeticiones de un mismo tratamiento, como se muestra en la Figura 5.  

 

Figura 5: Distribución de los tratamientos en la bandeja de siembra 

FUENTE: Elaboración propia 
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Tabla 3: Tratamientos pregerminativos 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FUENTE: Elaboración propia 

 
 

(a) Acetona 100%, (b) agua caliente 80°C y (c) ácido sulfúrico 72% 

 

Figura 6: Inmersión de semillas durante 10 minutos en tratamientos 

pregerminativos 

FUENTE: Elaboración propia 

4.1. PERÍODO DE EVALUACIÓN 

Se evaluó el número de semillas germinadas por tratamiento y la evaluación se realizó tres 

veces por semana en un período de 30 días. Las semillas germinadas se extrajeron de la 

bandeja en el momento de la evaluación con el fin de evitar alguna confusión y realizar un 

mal conteo. 

 

Tratamiento Descripción 

t0 Tratamiento control 

t1 Ácido sulfúrico al 72% por 10 minutos 

t2 Acetona 100% por 10 minutos 

t3 Agua caliente 80°C por 10 minutos 

a b c 
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5. PROTOCOLO DE DESINFECCIÓN SUPERFICIAL 

Previamente a la germinación de semillas para la obtención de explantes para la fase de 

multiplicación, se requiere definir un protocolo adecuado para disminuir la contaminación 

en los tubos. Para lo cual se preparó medio de cultivo y se realizó la desinfección superficial 

de semillas y se desinfectaron en hipoclorito de sodio (NaOCl).  

5.1. PREPARACIÓN DE MEDIO DE CULTIVO 

Se preparó medio de cultivo MS Sigma (2,2g/L) adicionado con sacarosa (30g/L), se enrazó 

con agua destilada en una probeta y se ajustó el pH a 5,7 ± 0,1 con hidróxido de sodio 

(NaOH) y ácido clorhídrico (HCl). Como agente solidificante se empleó agar Caisson 

(7g/L) se diluyó calentándolo en microondas y posteriormente se dispensó 10ml en cada 

tubo de ensayo. En total se vertió el medio en 270 tubos de ensayo, se tapó con papel 

aluminio y se esterilizó en autoclave con una presión de 15psi a 121 ° C por 15 minutos. 

5.2. DESINFECCIÓN SUPERFICIAL DE SEMILLAS 

Previo a la desinfección se sumergieron las semillas en agua caliente a 80 °C durante 10 

minutos como tratamiento pregerminativo para aumentar el porcentaje de germinación. 

Luego las semillas se lavaron con detergente común y se enjuagaron con agua potable hasta 

eliminar el resto de detergente. Después se enjuagaron con agua destilada tres veces y se 

dejaron remojar en el fungicida Benomyl (2g/L) durante una hora (Figura 7).  

Posteriormente bajo condiciones de cámara de flujo laminar, las semillas fueron sumergidas 

en alcohol al 70 por ciento por un minuto. Después se sumergieron en hipoclorito de sodio 

de acuerdo a los tratamientos en evaluación en diferentes matraces, como se muestra en la 

Figura 8. Se plantearon nueve tratamientos con tres concentraciones de hipoclorito de sodio 

en tres tiempos de inmersión diferentes (Tabla 4). 

Para finalizar se sembró cada semilla dentro de un tubo de ensayo con medio de cultivo 

preparado anteriormente. Se tapó con papel aluminio y se selló con parafilm.  
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Tabla 4: Tratamientos para la desinfección de semillas de Prosopis pallida 

Tratamiento Concentración NaOCl (%) V/V Tiempo (min) 

t1 1,2 15 

t2 1,2 20 

t3 1,2 25 

t4 1,5 15 

t5 1,5 20 

t6 1,5 25 

t7 1,8 15 

t8 1,8 20 

t9 1,8 25 

 

FUENTE: Elaboración propia 

 

(a) Lavado con detergente y (b) Inmersión de semillas en benomyl 

Figura 7: Desinfección de semillas 

FUENTE: Elaboración propia 

b a

) 
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Figura 8: Inmersión de semillas en los nueve tratamientos de desinfección 

FUENTE: Elaboración propia 

5.2.1. VARIABLES EVALUADAS 

a. Porcentaje de unidades contaminadas 

A los 50 días de la siembra se contó la cantidad de tubos que mostraron presencia de 

patógenos, tipo hongos y/o bacterias. 

b. Porcentaje de plántulas establecidas 

A los 50 días de la siembra se contó la cantidad de plántulas que se establecieron por cada 

tratamiento en cada una las repeticiones. 

5.3. DISEÑO EXPERIMENTAL 

Para la investigación se utilizó el diseño experimental completamente al azar (DCA) con 

arreglo bifactorial tomando como factores la concentración de hipoclorito de sodio y el 

tiempo de inmersión para lo cual se utilizaron nueve tratamientos con tres repeticiones de 

diez unidades experimentales cada uno. 

5.3.1. ANÁLISIS ESTADÍSTICO  

Para el procesamiento de los datos se empleó el análisis de varianza empleando el software 

«Infostat» y la prueba de Tukey al 95 por ciento de confianza. 
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5.3.2. UNIDAD EXPERIMENTAL 

La unidad experimental estuvo constituida por un tubo de ensayo de 25mm diámetro x 

150mm de longitud conteniendo 10ml de medio de cultivo donde se sembró una semilla de 

cada uno de los tratamientos en estudio. 

6. OBTENCIÓN DE EXPLANTES IN VITRO 

Para la obtención de explantes para la fase de multiplicación, se realizó la germinación in 

vitro de semillas de Prosopis pallida. 

Para ello, se remojaron las semillas en agua caliente a una temperatura de 80ºC durante 10 

minutos. Se siguió el mismo proceso de desinfección superficial mencionado anteriormente 

y se aplicó el mejor tratamiento de desinfección que resultó de la etapa anterior (1,2 por 

ciento de NaOCl durante 15 minutos) 

Las semillas se sembraron dentro de tubos de ensayo con medio de cultivo MS e incubaron 

en el cuarto de cultivo a 26 °C y fotoperiodo de 16 h luz/ 8 h de oscuridad. 

7. FASE DE MULTIPLICACIÓN 

Se plantearon 16 tratamientos (medio de cultivo adicionado con citoquininas) para la 

multiplicación de Prosopis pallida. Se emplearon dos medios de cultivo diferentes 

adicionando dos tipos de citoquininas diferentes en cuatro concentraciones distintas (Tabla 

5). 
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Tabla 5: Tratamientos para la multiplicación de Prosopis pallida a partir de yemas 

apicales 

Tratamiento Medio de cultivo Citoquinina Concentración 

(mg/L) 

t1 MS BAP 0,0 

t2 MS BAP 0,5 

t3 MS BAP 1,0 

t4 MS BAP 1,5 

t5 MS ZEA 0,0 

t6 MS ZEA 0,5 

t7 MS ZEA 1,0 

t8 MS ZEA 1,5 

t9 WPM BAP 0,0 

t10 WPM BAP 0,5 

t11 WPM BAP 1,0 

t12 WPM BAP 1,5 

t13 WPM ZEA 0,0 

t14 WPM ZEA 0,5 

t15 WPM ZEA 1,0 

t16 WPM ZEA 1,5 

MS = Murashige y Skoog (1962) WPM = Medio de plantas leñosas BAP = Bencilaminopurina 
ZEA = Zeatina 

FUENTE: Elaboración propia 

7.1. DETERMINACIÓN DEL TIPO DE EXPLANTE 

En principio se planteó trabajar con las yemas apicales provenientes de plántulas 

germinadas in vitro. Sin embargo, al realizar el ensayo, no se obtuvo el resultado esperado, 

por lo que se buscó determinar el tipo de explante. Luego se trabajó con yemas apicales con 

sus cotiledones, pero tampoco se obtuvo los resultados esperados y se presentó la necrosis 

de la yema apical. Para cada prueba se analizaron los datos obtenidos y se realizó una 

tercera prueba donde se empleó como explante la yema apical con sus cotiledones y utilizó 

otro tipo de tapa para los tubos de ensayo. 

7.2. ENSAYO DE MULTIPLICACIÓN DE YEMAS APICALES 

7.2.1. PREPARACIÓN DE MEDIO DE CULTIVO 

Cada uno de los medios MS (4.43g/L) y WPM (2,47g/L), ambos adicionados de sacarosa 

(30g/L), se enrazó con agua destilada y distribuyó en 16 frascos de acuerdo a los 16 

tratamientos que se emplearon en esta etapa. A cada uno se le adicionó la concentración de 

citoquininas de cada tratamiento. Luego, se ajustó el pH de cada tratamiento a 5,7 con la 



 33 

adición de NaOH y/o HCL. Posteriormente se adicionó agar (7g/L) y calentó hasta que el 

agar este completamente disuelto. Se distribuyó cada tratamiento en los tubos respectivos, se 

tapó con papel aluminio y se esterilizó en autoclave a una presión de 15psi a 121 °C por 15 

minutos y se dejó enfriar. 

7.2.2. INTRODUCCIÓN DE YEMAS APICALES 

Para este ensayo se extrajeron las yemas apicales de las plántulas provenientes de semillas 

germinadas in vitro y se colocaron en los tubos de ensayo con los diferentes tratamientos 

mencionados anteriormente. Todo esto se hizo con ayuda de un bisturí y una pinza larga en 

condiciones estériles de cámara de flujo laminar. Luego se incubaron a 26 °C y fotoperiodo 

de 16 h luz/ 8h de oscuridad durante cuatro semanas. 

Debido a que las yemas apicales introducidas no elongaron ni formaron brotes, no continuó 

con el ensayo de multiplicación.  

7.2.3. VARIABLES EVALUADAS 

a. Formación de callos 

Como las yemas apicales presentaron callos se evaluó la presencia de callos haciendo uso de 

una escala de cuatro grados de acuerdo a la porción de explante que presentó el callo (Tabla 

6). 

Tabla 6: Escala de callo presente en el explante 

Grado Descripción 

Grado 0 Ausencia de callo 

Grado I Presencia de callo en la base del explante 

Grado II Presencia de callo en el 50% del explante 

Grado III Presencia de callo en todo el explante 

FUENTE: Elaboración propia 
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 (a) Grado 0, (b) Grado I, (c) Grado II y (d) Grado III 

Figura 9: Grados de callosidad 

FUENTE: Elaboración propia 

7.2.4. UNIDAD EXPERIMENTAL 

La unidad experimental estuvo constituida por un tubo de ensayo de 25mm diámetro x 

150mm de longitud conteniendo 10ml de medio donde se colocó una yema apical (Figura 

10). 

 

Figura 10: Yema apical sembrada in vitro 

FUENTE: Elaboración propia 

c d 

a b 
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7.3. ENSAYO DE MULTIPLICACIÓN DE YEMAS APICALES CON SUS 

COTILEDONES 

7.3.1. PREPARACIÓN DE MEDIO DE CULTIVO 

Se realizó el mismo procedimiento para la preparación de medio de cultivo que la etapa 

anterior con la variación de que se empleó el MS a media fuerza (2,22 g/L) y se dispensó 

30ml en cada frasco. 

Tabla 7: Tratamientos para la multiplicación de Prosopis pallida a partir de yemas 

apicales con cotiledones 

Tratamiento Medio de cultivo Citoquinina Concentración 

(mg/L) 

t1 MS/2 BAP 0,0 

t2 MS/2 BAP 0,5 

t3 MS/2 BAP 1,0 

t4 MS/2 BAP 1,5 

t5 MS/2 ZEA 0,0 

t6 MS/2 ZEA 0,5 

t7 MS/2 ZEA 1,0 

t8 MS/2 ZEA 1,5 

t9 WPM BAP 0,0 

t10 WPM BAP 0,5 

t11 WPM BAP 1,0 

t12 WPM BAP 1,5 

t13 WPM ZEA 0,0 

t14 WPM ZEA 0,5 

t15 WPM ZEA 1,0 

t16 WPM ZEA 1,5 

MS/2 = Murashige y Skoog (1962) a mitad de concentración WPM = Medio de plantas leñosas 
BAP = Bencilaminopurina ZEA = Zeatina 

FUENTE: Elaboración propia 

7.3.2. INTRODUCCIÓN DE YEMAS APICALES CON SUS COTILEDONES 

Con ayuda de un bisturí y una pinza larga en condiciones in vitro, se extrajeron secciones de 

yemas apicales con cotiledones y 1,5 a 2 cm del hipocótilo por debajo del nudo cotiledonar 

provenientes de plántulas germinadas in vitro (Figura 11). Las yemas apicales se 

mantuvieron en los frascos por cuatro semanas esperando se elongación y se incubaron en el 

cuarto de cultivo. Sin embargo, en la segunda semana de incubación, se observó la necrosis 

de las yemas apicales. 
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Figura 11: Sección de yema apical con sus cotiledones y parte de hipocótilo 

FUENTE: Elaboración propia 

A pesar de que se observó la necrosis apical, si hubo una producción de nudos y brotes, por 

lo que, a las cuatro semanas, se realizó el corte de las yemas axilares las cuales fueron 

subcultivadas en medios frescos conteniendo el mismo tratamiento del cual provenían. Se 

esperaba realizar hasta tres subcultivos, sin embargo, solo se pudo realizar el primero ya que 

al provenir de explantes débiles las yemas axilares en algunos casos no prosperaron y en 

otros formaron brotes muy pequeños los cuales pasando las cuatro semanas se necrosaron. 

7.3.3. DISEÑO EXPERIMENTAL 

Para la investigación se utilizó el diseño experimental completamente al azar (DCA) con 

arreglo trifactorial tomando como factores principales el tipo de medio de cultivo, el tipo de 

citoquinina y la concentración de está para lo cual se utilizaron 16 tratamientos en tres 

repeticiones de diez unidades experimentales cada uno. 

a. Análisis estadístico  

Se usó el análisis de varianza empleando el software «Infostat» y la prueba de Tukey al 95 

por ciento de confianza. 
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b. Unidad experimental 

La unidad experimental estuvo constituida por un frasco de 25mm diámetro x 150mm de 

longitud conteniendo 30ml de medio de cultivo con una yema apical con sus cotiledones 

(Figura 12). 

 

Figura 12: Frasco con sección de yema apical y sus cotiledones 

FUENTE: Elaboración propia 

7.3.4. VARIABLES EVALUADAS 

a. Formación de brotes y nudos axilares 

Se contabilizó la cantidad de brotes y nudos axilares por cada yema apical por tratamiento a 

las cuatro semanas. 

7.4. ENSAYO DE MULTIPLICACIÓN DE YEMAS APICALES CON SUS 

COTILEDONES EMPLEANDO TAPAS DE ALGODÓN 

7.4.1. PREPARACIÓN DE MEDIO DE CULTIVO 

Se realizó el mismo procedimiento para la preparación de medio de cultivo que la etapa 

anterior con la diferencia de que se selló con tapas de algodón y gasa para permitir el 
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intercambio gaseoso y disminuir la concentración de humedad. Debido a los datos obtenidos 

en las etapas anteriores, se redujo el número de tratamientos empleando solo el medio de 

cultivo WPM (Tabla 8). 

Tabla 8: Tratamientos seleccionados para la multiplicación de Prosopis pallida a 

partir de yemas apicales con cotiledones en medio WPM 

Tratamiento Citoquinina Concentración (mg/L) 

t1 Sin citoquinina 0,0 

t2 BAP 0,5 

t3 BAP 1,0 

t4 BAP 1,5 

t5 ZEA 0,5 

t6 ZEA 1,0 

t7 ZEA 1,5 

BAP = Bencilaminopurina ZEA = Zeatina 

FUENTE: Elaboración propia 

7.4.2. INTRODUCCIÓN DE YEMA APICAL CON SUS COTILEDONES 

Con ayuda de un bisturí y una pinza larga en condiciones in vitro, se extrajeron secciones de 

yemas apicales con cotiledones y 1,5 a 2 cm de hipocótilo por debajo del nudo cotiledonar, 

provenientes de plántulas germinadas in vitro, se introdujo una yema apical con sus 

cotiledones. Las yemas apicales se mantuvieron en los tubos de ensayo por cuatro semanas 

en condiciones de cuarto de cultivo. 

Transcurrido este período, se realizó un segundo subcultivo donde las yemas apicales y 

axilares (microestacas) provenientes de cada explante se sembraron en tubos conteniendo 

10ml del medio de cultivo y citoquininas de acuerdo a cada tratamiento descrito 

anteriormente (Figura 13). 
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Figura 13: Secciones de plántulas utilizados para segundo subcultivo 

FUENTE: Elaboración propia 

7.4.3. VARIABLES EVALUADAS 

a. Formación de nudos 

Se contabilizó la cantidad de secciones nodales por cada yema apical por tratamiento en el 

primer subcultivo a las cuatro semanas. 

b. Altura de la vitro plántula 

Se midió la altura de las yemas apicales en centímetros en el primer subcultivo a las cuatro 

semanas. 

c. Formación de brotes 

Se contabilizó la cantidad de brotes por cada sección nodal y apical sembrada por 

tratamiento en el segundo subcultivo a las seis semanas. 

7.4.4. DISEÑO EXPERIMENTAL 

Para la investigación se utilizó el diseño experimental completamente al azar (DCA) con 

arreglo bifactorial tomando como factores principales el tipo de citoquinina y la 

concentración de está, para lo cual se utilizaron siete tratamientos con tres repeticiones de 

diez unidades experimentales cada uno. 

Yema apical 

Microestacas o secciones nodales 
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a. Análisis estadístico  

Se usó el análisis de varianza empleando el software «Infostat» y la prueba de Tukey al 95 

por ciento de confianza. 

b. Unidad experimental 

La unidad experimental estuvo constituida por un tubo de ensayo de 25mm diámetro x 

150mm de longitud conteniendo 10ml de medio de cultivo teniendo una yema apical con sus 

cotiledones (Figura 14). 

 

Figura 14: Yema apical sembrada en tubo de ensayo con tapa de algodón 

FUENTE: Elaboración propia 
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8. FASE DE ENRAIZAMIENTO 

Se plantearon 7 tratamientos para definir el protocolo adecuado para el enraizamiento de 

microestacas de Prosopis pallida. Se empleó el medio WPM adicionado de diferentes tipos 

de auxinas en dos concentraciones diferentes (Tabla 9). 

Tabla 9: Tratamientos para el enraizamiento de microestacas de Prosopis pallida 

en medio WPM 

Tratamiento Auxina Concentración 

(mg/L) 

t1 Sin auxinas 0,0 

t2 ANA 0,5 

t3 ANA 1,0 

t4 AIB 0,5 

t5 AIB 1,0 

t6 AIA 0,5 

t7 AIA 1,0 

ANA = Ácido naftalenacético AIB = Ácido indolbutírico AIA = Ácido indolacético 

FUENTE: Elaboración propia 

8.1.  PREPARACIÓN DE MEDIO DE CULTIVO 

Se preparó el medio de cultivo WPM (2,47 g/L) adicionando sacarosa (30g/L), se enrazó 

con agua destilada y se distribuyó en siete matraces de acuerdo a cada tratamiento 

programado para esta etapa. A cada uno se le adicionó diferentes concentraciones de 

auxinas de acuerdo al tratamiento y se ajustó el pH a 5,7 ± 0,1 con la adición de NaOH y /o 

HCL. Posteriormente se adicionó agar (7g/L) y se calentó hasta que el agar este 

completamente disuelto. Se distribuyó cada tratamiento en los tubos respectivos, se tapó con 

tapones hechos con algodón y gasa; se esterilizó en autoclave con una presión de 15psi a 

121 °C por 15 minutos y se dejó enfriar. 

8.2. INTRODUCCIÓN DE MICROESTACAS EN MEDIO DE 

ENRAIZAMIENTO 

Para esta etapa, se extrajeron los brotes obtenidos de la fase de multiplicación (microestacas) 

y se sembraron en los tubos distribuidos en cada tratamiento. Después de cinco semanas se 

realizó la evaluación. 
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8.2.1. VARIABLES EVALUADAS 

a. Porcentaje de enraizamiento 

Luego de culminado la etapa de enraizamiento (5 semanas), se evaluó el porcentaje de 

microestacas que presentaron raíces en cada tratamiento. 

b. Número de raíces  

Se contó el número raíces que se desarrollaron por cada plántula en cada uno de los 

tratamientos. 

c. Longitud de raíces 

Se medió la longitud de la raíz principal en cada uno de los tratamientos empleando un 

papel milimetrado y se representó en cm. 

8.3. DISEÑO EXPERIMENTAL 

Para la investigación se utilizó el diseño experimental completamente al azar (DCA) con 

arreglo bifactorial tomando como factores el tipo de auxina y su concentración para lo cual 

se utilizaron siete tratamientos con tres repeticiones de cinco unidades experimentales cada 

uno. 

8.3.1. ANÁLISIS ESTADÍSTICO  

Se usó el análisis de varianza empleando el software «Infostat» y la prueba de Tukey al 95 

por ciento de confianza. 

8.3.2. UNIDAD EXPERIMENTAL 

La unidad experimental estuvo constituido por un tubo de ensayo de 25mm diámetro x 

150mm de longitud conteniendo 10ml de medio de cultivo donde se sembró una 

microestaca por tubo (Figura 15). 
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Figura 15: Microestaca sembrada en medio de enraizamiento 

FUENTE: Elaboración propia 

9. FASE DE ACLIMATACIÓN 

Para la etapa de aclimatación se trabajó con dos tipos de sustratos: (a) sustrato premix #8 y 

(b) pastillas jiffys #30 

9.1. ACLIMATACIÓN DE PLÁNTULAS  

Las plántulas provenientes de la etapa de enraizamiento se llevaron al invernadero y se 

distribuyeron en los dos sustratos mencionados anteriormente. Las pastillas jiffys se 

hidrataron con agua destilada por tres horas para su formación mientras que el sustrato 

premix se colocó en vasos de plástico transparente. Se sembró una plántula en cada pastilla 

jiffys y en cada vaso con sustrato premix, como se muestra en la Figura 16. Se realizó el 

riego de las plántulas con agua destilada tres veces a la semana durante un periodo de 30 

días. Transcurrido este período, se realizaron las evaluaciones respectivas 

9.1.1. VARIABLE EVALUADA 

a. Porcentaje de aclimatación 

Se evaluó el porcentaje de plántulas aclimatadas en términos de sobrevivencia. Se hizo el 

monitoreo por un período de 4 semanas y se contaron las plántulas que lograron aclimatarse 

a las condiciones naturales en este periodo. 
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9.2. DISEÑO EXPERIMENTAL 

Para la investigación se utilizó el diseño experimental completamente al azar (DCA) con 

arreglo factorial tomando como factor el tipo de sustrato con tres repeticiones de 10 

unidades experimentales cada uno. 

9.2.1. ANÁLISIS ESTADÍSTICO  

Se usó el análisis de varianza empleando el software «Infostat» y la prueba de Tukey al 95 

por ciento de confianza. 

9.2.2. UNIDAD EXPERIMENTAL 

La unidad experimental estuvo constituida por cada plántula con los sustratos mencionados 

anteriormente. 

 

Figura 16: Aclimatación de plántulas de algarrobo en (a) pastillas jiffys y (b) 

sustrato premix. 

FUENTE: Elaboración propia 

 

 



 

 

IV. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

1. ENSAYO PRELIMINAR DE TRATAMIENTOS PRE 

GERMINATIVOS 

La evaluación de la germinación de las semillas se realizó tres días a la semana por un 

período de 30 días. Los resultados de los porcentajes de germinación demuestran que el 

mejor tratamiento pregerminativo fue agua caliente durante 10 minutos (Figura 17). 

 

Figura 17: Porcentaje de germinación para cada uno de los tratamientos pre 

germinativos. 

Se observa que el mayor porcentaje de germinación se obtuvo con el tratamiento de agua 

caliente (36,67 por ciento) seguido del tratamiento de acetona al 100 por ciento con 33,33 

por ciento de porcentaje de germinación. Si bien el tratamiento con ácido sulfúrico al 72 por 

ciento aceleró ligeramente la germinación (31,67 por ciento) no hubo una gran diferencia 

con el grupo testigo (30 por ciento). 

El mejor tratamiento fue el de agua caliente a 80ºC. Este resultado fue similar al presentado 

por Prokopiuk y Chifa (2000) en su trabajo con semillas de Prosopis alba, quienes 

obtuvieron con agua caliente un gran número de semillas germinadas, pero no resultó como 
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uno de los mejores. Del mismo modo los resultados obtenidos son similares a los 

presentados por Sobrevilla et al. (2013), quienes reportaron buenos resultados en Prosopis 

laevigata (20 por ciento) sobre el porcentaje de germinación remojando las semillas en agua 

a 65º C durante 8 minutos indicando que, a temperaturas superiores a 70ºC, el agua caliente 

afecta al embrión y disminuye la germinación. Sin embargo, Juárez et al. (2001) obtuvieron 

un 60 por ciento de germinación con la aplicación de agua caliente a 80ºC durante 8 minutos 

en semillas de Prosopis laevigata y mencionan que para la germinación adecuada de las 

semillas una temperatura idónea oscila entre los 75ºC y 80ºC y por encima de ello la 

germinación disminuye por daños en el embrión. 

El tratamiento de acetona al 100 por ciento durante 10 minutos presentó el segundo mejor 

resultado. En investigaciones similares, Prokopiuk y Chifa (2000) obtuvieron este 

tratamiento como el mejor para la germinación de semillas de Prosopis alba, pero con un 

tiempo de inmersión de 24 horas, por lo que se podría esperar que el tratamiento es más 

efectivo con un mayor tiempo de inmersión, pero con tan sólo 10 minutos si tuvo un efecto 

importante para la germinación de semillas de Prosopis pallida evaluados en la 

investigación. De la misma manera, Tapia et al. (2012) no tuvieron buenos resultados con la 

acetona al 100 por ciento con un tiempo de inmersión de 30 minutos para Prosopis 

chilensis. Por lo que se deduce que la acetona 100 por ciento tiene buenos efectos a mayor 

tiempo de inmersión. 

El ácido sulfúrico al 72 por ciento durante 10 minutos no presentó un gran efecto en la 

germinación de Prosopis pallida. Datos similares presentaron Prokopiuk y Chifa (2000) 

quienes no obtuvieron muy buenos resultados empleando ácido sulfúrico concentrado por 2 

minutos y fue uno de los tratamientos con más bajos porcentajes de germinación a 

diferencia de los otros que evaluaron. Sin embargo, Tapia et al. (2012) si mostraron buenos 

resultados con ácido sulfúrico al 98 por ciento durante 3 minutos (95 por ciento de 

porcentaje de germinación) siendo el segundo mejor tratamiento que obtuvieron de los 

nueve que evaluaron. A diferencia de ellos, Sobrevilla et al. (2013) obtuvo un bajo 

porcentaje de germinación con el ácido sulfúrico concentrado durante 15 minutos. Arévalo 

(1998) menciona que mientras más aumentó el tiempo de inmersión para el ácido sulfúrico 

concentrado, menor era el porcentaje de germinación que obtenía, presentando los mejores 

resultados con un tiempo de 5 minutos. Por lo que se deduce que una mayor concentración 

de ácido implicaría un menor tiempo de inmersión, ya que el ácido afecta también al 
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embrión. Al emplear 10 minutos del ácido sulfúrico con una concentración de 72 por ciento 

no se obtuvieron resultados similares a los autores que emplearon una mayor concentración. 

Sin embargo, Arévalo (1998) menciona que obtuvo mejores resultados con agua caliente 

que con el ácido y que no es un tratamiento tan sugerido por la dificultad de conseguir este 

insumo químico. 

2. PROTOCOLO DE DESINFECCIÓN SUPERFICIAL DE 

SEMILLAS 

El análisis de varianza para las variables porcentaje de plántulas establecidas y el porcentaje 

de contaminación no presentó diferencias estadísticamente significativas para la 

concentración de hipoclorito de sodio, para el tiempo de inmersión ni para la interacción 

concentración de hipoclorito con tiempo de inmersión (Anexo 5). 

Sin embargo, se debió seleccionar el mejor tratamiento de los nueve planteados para definir 

el protocolo de desinfección por lo que se realizó el análisis de promedios para el porcentaje 

de plántulas establecidas y el porcentaje de tubos que presentaron contaminación con algún 

hongo y/o bacteria.  

 

Figura 18: Porcentaje de tubos contaminados por tratamiento 
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En la Figura 18, Se observa que los tratamientos t1 (1,2 por ciento de NaOCl durante 15 

minutos), t8 (1,8 por ciento de NaOCl durante 20 minutos) y t9 (1,8 por ciento de NaOCl 

durante 25 minutos) fueron los que presentaron menor contaminación con 3,33 por ciento de 

contaminación cada uno. 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal concentración de hipoclorito de sodio 

no presentó diferencias estadísticamente significativas para las concentraciones 1,2; 1,5 y 

3,0 (Anexo 5); el porcentaje de tubos contaminados fue de 7,78; 6,67 y 4,44 por ciento 

respectivamente.  Siendo 1,8 por ciento la concentración presentó un menor porcentaje de 

contaminación (Figura 19). 

 

Figura 19: Porcentaje de contaminación por concentración de NaOCl 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal tiempo de inmersión no presentó 

diferencias estadísticamente significativas para los tiempos 15, 20 y 25 min (Anexo 5); el 

porcentaje de tubos contaminados fue de 7,78; 5,56 y 5,56 por ciento respectivamente.  

Siendo 15 minutos el tiempo que presentó un menor porcentaje de contaminación (Figura 

20). 
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Figura 20: Porcentaje de contaminación por tiempo de inmersión 

 

Figura 21: Porcentaje de plántulas establecidas por tratamiento. 

En la Figura 21, se observa que t1 (1,2 por ciento durante un tiempo de inmersión de 15 

minuto) es el tratamiento con el que se obtuvo un mayor porcentaje con 50 por ciento de 

plántulas establecidas seguido del tratamiento t4 (1,5 por ciento de hipoclorito de sodio en 

un tiempo de 15 minutos) con 43,33 por ciento de plántulas establecidas. 
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La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal concentración de hipoclorito de sodio 

no presentó diferencias estadísticamente significativas para las concentraciones 1,2; 1,5 y 

1,8 (Anexo 5); el porcentaje de plántulas establecidas fue de 41,11; 38,89 y 28,89 por ciento 

respectivamente.  Siendo 1,2 por ciento la concentración que presentó un mayor porcentaje 

de plántulas establecidas (Figura 22). 

 

Figura 22: Porcentaje de plántulas establecidas por concentración de NaOCl 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal tiempo de inmersión no presentó 

diferencias estadísticamente significativas para los tiempos 15, 20 y 25 min (Anexo 5); el 

porcentaje de tubos contaminados fue de 38,89; 38,89 y 31,11 por ciento respectivamente.  

Siendo 15 y 20 minutos los tiempos que presentaron un mayor porcentaje de plántulas 

establecidas (Figura 23). 
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Figura 23: Porcentaje de plántulas establecidas por tiempo de inmersión 

Para seleccionar el tratamiento adecuado para la desinfección de semillas de Prosopis 

pallida se buscó aquel que presentó un mayor porcentaje de plántulas y la menor 

contaminación (Figura 12). De acuerdo a las medias obtenidas, el tratamiento que se adecua 

mejor a estas características es el tratamiento de 1,2 por ciento de NaOCl durante 15 

minutos (t1). 

 

(a) Plántula germinada libre de contaminantes y (b) Semilla contaminada 

Figura 24: Plántulas de algarrobo germinadas 
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Medel et al. (2001) evaluaron diferentes técnicas de desinfección y concentraciones 

diferentes de hipoclorito de sodio para la desinfestación de embriones maduros en 

Ariocarpus fissuratus. Los autores realizaron diferentes pruebas de técnicas de 

desinfestación tanto en embriones como en semillas. Demostraron que obtuvieron una 

mayor cantidad de contaminación cuando sembraron las semillas ya que una gran parte de 

los contaminantes (microorganismos) se encuentran en la testa de la semilla. Como 

resultado obtuvieron que a mayor concentración de hipoclorito menor la contaminación de 

las semillas.  

En el caso del presente trabajo, el tratamiento con agua caliente realizado a las semillas 

antes de ser desinfectadas puede que elimine una gran parte de los contaminantes que se 

encuentran en la testa, por lo que es razonable que para la desinfección ya no se requiere 

concentraciones altas del desinfectante para obtener un menor porcentaje de contaminación 

lo que explicaría que un tratamiento con un bajo porcentaje de hipoclorito de sodio de lugar 

a una menor contaminación. 

Borges et al. (2009) evaluaron tratamientos de desinfección para segmentos uninodales de 

plantas madre de Dioscorea alata, donde trabajaron con nueve tratamientos en diferentes 

concentraciones de hipoclorito de sodio y en diferentes tiempos de inmersión. Como 

resultado obtuvieron como el mejor tratamiento, una concentración de 1,5 por ciento de 

NaOCl durante 30 minutos de inmersión. En este caso, al aumentar la concentración 

disminuía la contaminación, pero también el establecimiento de los explantes, esto debido a 

que mayores concentraciones del desinfectante pueden causar daños en el material vegetal y 

por lo tanto generar la necrosis de los tejidos. El mismo caso lo presenta Ramírez et al. 

(2002) en el caso del establecimiento in vitro de ápices de guanábano, donde se comprueba 

el efecto tóxico del hipoclorito de sodio por encima del 2 por ciento. Es por ello que los 

tratamientos con concentraciones de 1,5 por ciento de NaOCl sean los que presentan el 

mayor porcentaje de plántulas establecidas. Si bien en el caso de semillas, el agente 

desinfectante no afecta directamente a los tejidos vegetales, debido al tratamiento pre 

germinativo previo que se realiza a las semillas, la testa se debilite permitiendo el ingreso 

del agente desinfectante cuando se realiza la desinfección de las semillas, afectando así al 

embrión y por lo tanto al establecimiento de las plántulas. 
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3. FASE DE MULTIPLICACIÓN 

3.1. ENSAYO DE MULTIPLICACIÓN DE YEMAS APICALES 

En esta etapa se planteó inicialmente extraer las yemas apicales provenientes de plántulas de 

Prosopis pallida germinadas in vitro.  Sin embargo, al realizar la siembra de las yemas 

apicales se observó la necrosis de los explantes y no hubo ninguna formación de brotes 

como se esperaba obtener. No obstante, luego de algunas semanas de instalados los 

explantes se observó la formación de callos, por lo que evaluó la formación de tejido calloso 

de acuerdo a la Tabla 5. 

En la Figura 25 se puede observar la clasificación de los grados de callosidad establecidos 

para la evaluación de cada uno de los tratamientos.  

 

Figura 25: Porcentaje de explantes en los diferentes niveles de callosidad por 

tratamiento 

Se observa la cantidad de explantes que presentaron los diferentes niveles de callosidad. En 

su mayoría los tratamientos con mayor concentración de citoquininas (t4, t8 y t16) 

indiferente de que sea BAP o ZEA muestran el mayor porcentaje en el nivel III. Las yemas 

apicales instaladas al no producir brotes y el explante en contacto con el medio comienzan a 



 54 

formar la callosidad por la presencia de las citoquininas. Se observa incluso que los medios 

que no presentan citoquininas (t1, t5, t9 y t13) son los que presentan mayores valores en el 

Grado I, donde solo se presenta la callosidad en la base del explante y los tratamientos con 

el medio MS presentaron 0 por ciento de explantes que mostraron callosidad del Nivel III. 

Por lo que el efecto de la concentración de las citoquininas influye en la formación de callos 

del explante. 

 

Figura 26: Porcentaje de explantes necrosados por tratamiento 

En la Figura 26 se observa los explantes que se necrosaron. Se observó que algunos 

explantes no formaron tejido calloso y tampoco se establecieron, necrosándose a las dos 

semanas de ser instalados. Así también, una parte de los explantes del Grado 0, luego de dos 

semanas de la evaluación se necrosaron también.  

Según Buendía (2017) para el género Prosopis, es recomendable no dejar pasar mucho 

tiempo después de germinadas las semillas para obtener los explantes, en este caso las 

yemas apicales, ya que se debilitan conforme pasan más tiempo en las condiciones de los 

tubos de ensayo. En esta investigación, para la extracción de las yemas se dejaron crecer las 

plántulas hasta tres semanas con tal de obtener explantes con mayor tamaño, lo cual puede 

haber sido un factor que haya influido en los ensayos. Asimismo, Buendía (2017) también 
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comenta que el medio MS es uno de los medios más  ricos en nutrientes  y que es 

recomendable usar el 50 por ciento de la concentración ya que la relación carbono/nitrógeno 

causa un rápido crecimiento y una muerte más rápida de los explantes y de igual forma en su 

investigación Flor (2017) mencionó que la concentración de MS generaba un desorden en el 

crecimiento de las plántulas y presentaban el marchitamiento observado en las yemas 

apicales, lo que se tomó en cuenta para realizar otra investigación. 

El género Prosopis y muchas especies de la familia de leguminosas son recalcitrantes al 

cultivo in vitro, es decir que son dificiles de propagar por esta vía  y dentro de un período de 

cultivados comienzan a presentar clorosis y muerte de las yemas apicales en los explantes. 

(Harris 1992; Martínez 2010; Raj 2010). Lo cual coincide con lo observado en las yemas 

apicales y por lo que no se obtuvo los resultados esperados debido a que al trabajar con una 

especie recalcitrante se debe determinar el explante adecuado con el cual realizar la 

propagación. 

De acuerdo con los autores mencionados anteriormente la propagación del género Prosopis 

es complicada y se obtienen bajos porcentajes de brotes; sin embargo, existen nuevas 

investigaciones con diferentes explantes como yemas apicales y cotiledones (Flor 2013; 

Minchala et al. 2014), nudos cotiledonares (Buendía et al. 2007), secciones nodales (Yao et 

al.1989) entre otras investigaciones que han proporcionado excelente información para la 

propagación in vitro del género Prosopis. Raj (2010) menciona que la formación de brotes 

es demasiado baja cuando se emplea solo la yema apical para el género Prosopis, sin 

embargo, que si se dejan los dos cotiledones junto con la yema apical se forman una  mayor 

cantidad de brotes.  

Esto explicaría la razón por la cual los explantes vivos, en algunos casos, elongaron sin la  

formación de brotes. Resultados similares se observaron en el trabajo de Huang et al. (1994) 

quienes trabajaron con yemas apicales provenientes de plántulas de Acacia mearnsii en la 

etapa de multiplicación con similares concentraciones de BAP empleadas en el presentado 

trabajo, obteniendo una muy baja producción de brotes. Por el contrario, Flor (2013) para la 

fase de multiplicación de Prosopis pallida utilizó como explante las yemas apicales con sus 

cotiledones provenientes de plántulas germinadas in vitro y obtuvó mejores resultados que 

los autores mencionados. 
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En este contexto, es muy importante seleccionar el explante adecuado dependiendo de qué 

especie se desea propagar , si bien las yemas apicales pueden obtener buenos resultados en 

otras especies, no necesariamente funciona de esa forma para el género Prosopis. Por lo que 

en esta investigación se decidió realizar otro ensayo empleando las yemas apicales con los 

cotiledones. 

3.2. ENSAYO DE MULTIPLICACIÓN DE YEMAS APICALES CON SUS 

COTILEDONES 

Como se mencionó anteriormente, las yemas apicales no producen una gran cantidad de 

brotes. Se sugiere dejar los cotiledones para que el explante pueda producir brotes que 

posteriormente serán subcultivadas; esto se debe a que en su mayoría las leguminosas 

almacenan todas sus reservas en los cotiledones (Raj 2010; Sarmento 2012). 

Por lo tanto, se realizó un nuevo ensayo con la yema apical y sus dos cotiledones. Sin 

embargo, luego de la segunda semana de introducida, la yema apical se amarilló y 

finalmente se necrosó, indistintamente del tratamiento en el que se encontraba, de la misma 

forma que el ensayo anterior (Figura 27).  

En este nuevo ensayo, se decidió dejar los dos cotiledones y una porción de hipocótilo junto 

con la yema apical. Sin embargo, las yemas apicales no se desarrollaron como se esperaba y 

se obtuvo un bajo desarrollo de secciones nodales. Como la yema apical se necrosó, el 

explante no aumentó de tamaño y en cada yema axilar se formaron brotes. Es por ello que se 

evaluó la cantidad de nudos formados y el número de brotes que se produjeron en los 

explantes por cada tratamiento a pesar de la necrosis de la yema apical. 

 

(a) Yema apical recién sembrada, (b) yema apical con una semana de cultivo y (c) yema apical con 
tres semanas de cultivo 

Figura 27: Yema apical sembrada en medio de multiplicación 

a b c 
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3.2.1. NÚMERO DE NUDOS 

El análisis de varianza para el número de nudos formados presentó diferencias 

estadísticamente significativas para los factores medio de cultivo y concentración 

citoquininas y no presentó diferencias significativas para el tipo de hormona ni para la 

interacción de los tres factores (Anexo 9).   

 

Figura 28: Número de nudos promedio formados en la introducción de yemas 

apicales de Prosopis pallida por tratamiento 

Se observa que el mejor tratamiento para la mayor cantidad de nudos formados es el t9 

(WPM sin hormonas) con 1,73 nudos seguido del t1 y t13 (medio de cultivo sin hormonas) 

con 1,63 y 1,50 nudos, respectivamente. Se observa además que una mayor concentración 

de hormonas afecta a la formación de nudos, por lo que los tratamientos con menor número 

promedio de nudos (1,00) son el t8 (MS/2 + 1,5 mg/L ZEA) y el t7 (MS/2 + 1,0 mg/L ZEA) 

ambos con 1,00 nudo en promedio (Figura 28). 

El efecto que tiene el medio de cultivo y la concentración de las citoquininas, tanto de 

manera individual como su interacción tienen un rol importante en el desarrollo in vitro.  El 

número de nudos desciende conforme se aumenta la concentración de hormonas 

probablemente porque el algarrobo logra desarrollar las vías de biosíntesis de citoquininas 

de manera óptima por lo que en un inicio ya cuenta con  una concentración de citoquininas 

1.63

1.17 1.17
1.10

1.47

1.23

1.00 1.00

1.73

1.30
1.37

1.43
1.50

1.23

1.33 1.33

0.00

0.20

0.40

0.60

0.80

1.00

1.20

1.40

1.60

1.80

2.00

N
ú
m

er
o
 d

e 
n
u

d
o
s 

p
ro

m
ed

io
 (

N
°)

Tratamientos

MS/2 + 0,0mg/L BAP(Testigo)

MS/2 + 0,5mg/L BAP

MS/2 + 1,0mg/L BAP

MS/2 + 1,5mg/L BAP

MS/2 + 0,0mg/L ZEA(Testigo)

MS/2 + 0,5mg/L ZEA

MS/2 + 1,0mg/L ZEA

MS/2 + 1,5mg/L ZEA

WPM + 0,0mg/L BAP(Testigo)

WPM + 0,5mg/L BAP

WPM + 1,0mg/L BAP

WPM + 1,5mg/L BAP

WPM + 0,0mg/L ZEA(Testigo)

WPM + 0,5mg/L ZEA

WPM + 1,0mg/L ZEA

WPM + 1,5mg/L ZEA



 58 

endógenas, y por lo tanto se podría atribuir al medio de cultivo el efecto de producir mayor 

cantidad de número de nudos (Dodds y Roberts 2004, citado por Flor 2013), ya que los 

tratamientos t9 y t13 son  los que presentan mayores valores de formación de nudos. 

 La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal tipo de medio presentó diferencias 

estadísticamente significativas para los medios MS/2 y WPM (Anexo 9); el número de 

nudos fue de 1,22 y 1,40 respectivamente.  Siendo el WPM el que presentó una mayor 

cantidad de nudos formados (Figura 29). 

 

Figura 29: Número de nudos promedio por explante por medio de cultivo 

Correira y Cortezzi (1995) trabajaron en la propagación in vitro de Acacia meamsii, donde 

obtuvieron al principio un desorden en el crecimiento de las yemas introducidas debido a la 

concentración completa de MS, por lo que reducir la concentración a la mitad, permitió 

obtener mejores resultados a los tratamientos adicionados con citoquininas, así como 

también mencionan que obtuvieron mejores resultados con el medio de cultivo WPM. 

Además, indican que luego de 30 días de cultivadas las yemas apicales, estas se necrosaron, 

al igual que en el presente trabajo donde se observaba la necrosis de la yema apical luego de 

14 días.  Tal como lo reportó Buendía (2017), el medio MS es uno de los más ricos en 

nutrientes y para algunas plantas leñosas es mejor usarlo a la mitad de la concentración. Esto 

coincide con los resultados obtenidos en la presente investigación ya que a pesar de emplear 
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el medio MS a la mitad de la concentración continúa con una mayor cantidad de iones 

amonio que el WPM, lo que demostraría un mejor efecto de este último en el desarrollo de 

los explantes. 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal tipo de citoquinina no presentó 

diferencias estadísticamente significativas para las hormonas BAP y ZEA (Anexo 9); el 

número de nudos fue de 1,36 y 1,26; respectivamente.  Siendo BAP el que presentó una 

mayor cantidad de nudos formados (Figura 30). 

 

Figura 30: Número promedio de nudos por tipo de citoquinina 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal concentración de citoquinina presentó 

diferencias estadísticamente significativas para las concentraciones 0,0; 0,5; 1,0 y 1,5 mg/L 

(Anexo 9); el número de nudos fue de 1,58; 1,23; 1,22 y 1,22; respectivamente.  Siendo la 

concentración sin citoquininas (0,0 mg/L) la que presentó una mayor cantidad de nudos 

formados (Figura 31).  
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Figura 31: Número de nudos promedio por concentración de citoquinina 

Minchala et al. (2014) obtuvieron, con una mayor concentración de BAP (2,0 mg/L), 9,6 

nudos en promedio en la propagación de Prosopis limensis. Por el contrario, los resultados 

presentados en esta investigación mostraron que a mayor concentración de BAP, la cantidad 

de nudos disminuye, presentando el t4, el mayor tratamiento con BAP solo 1,10 nudos en 

promedio. Esta diferencia se puede deber a que se esperaba una mayor elongación de los 

explantes, y dentro del trabajo realizado pasada la segunda semana de introducido el 

explante, no se elongó la yema apical debido a que se necrosó, produciendo así una menor 

cantidad de nudos a diferencia de los resultados presentado por los autores. 

La necrosis de la yema apical puede deberse a diversos factores, incluso a la presencia de 

citoquininas en el medio de cultivo (Bairu y Kane 2011), sin embargo, ya que hay 

antecedentes de trabajos con citoquininas en el género Prosopis se descarta la posibilidad 

que sea la adición de citoquininas el factor por el cual se continúa observando el 

amarillamiento y necrosis de la yema apical.  

La aeración en los frascos que se emplean para la propagación juega un rol importante en el 

desarrollo de los explantes. El intercambio gaseoso es un factor crucial para la translocación 

de nutrientes a través del xilema. Dado que la mayoría de sistemas de cultivo de tejidos 

vegetales emplean frascos herméticamente cerrados para prevenir la evaporación, en 

algunos casos, estos sellos crean algunas condiciones físicas y químicas que dificultan el 
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desarrollo de la planta. En recipientes cerrados herméticos se observa la acumulación de 

gases como el CO2 (dióxido de carbono) y el C2H4 (etileno), los cuales influyen en el 

crecimiento y pueden afectar procesos de diferenciación y morfogénesis (Bairu et al. 2009; 

Cañal et al. 2001). 

Según Sha et al. (1985), citado por Correira y Cortezzi (1995) la necrosis de la yema apical 

puede estar relacionado a la deficiencia de nutrientes como resultado de altos niveles de 

humedad en el contenedor que se emplea. En su trabajo con Acacia mearnsii no presentaron 

problemas de almacenamiento de humedad en los frascos y permitieron un adecuado 

intercambio gaseoso evitando la acumulación de los gases mencionados anteriormente.  

Cuba et al. (2014) en su trabajo con Colobanthus quitensis, también muestra un 

amarillamiento de la yema apical y su posterior necrosis. Sin embargo, esto se debe a que 

usa un tipo de sellado que permite la liberación de la humedad, siendo los requerimientos de 

esta especie otros. Por lo tanto, con los resultados obtenidos se puede afirmar la importancia 

de la optimización de las condiciones microclimáticas de los frascos para la propagación in 

vitro de Prosopis pallida. En la presente investigación se trabajó con papel aluminio como 

material de sellado para los frascos, lo que generaba una gran acumulación de humedad en 

esto, afectando el desarrollo de microestacas de Prosopis pallida. Por lo tanto, al presentar 

repetidamente la necrosis de la yema apical se decidió emplear tapas de algodón para el 

sellado en un tercer ensayo. 

 

Figura 32: Frasco sellado con papel aluminio y presencia de vapor en las paredes 



 62 

3.2.2. NÚMERO DE BROTES 

El análisis de varianza para el número de brotes formados no presentó diferencias 

estadísticamente significativas para el medio de cultivo, el tipo y concentración de 

citoquininas ni para la interacción de estos tres factores (Anexo 9). 

 

Figura 33: Número de brotes promedio formados en la introducción de yemas 

apicales de Prosopis pallida por tratamiento 

Se observa que los mejores tratamientos son t5 (MS ½ sin hormonas) y t11 (WPM + 1,0 

mg/L BAP) los cuales presentaron 1,77 brotes, mientras que con t8 (MS ½ + 1,5 mg/L 

ZEA) se obtuvo una menor formación de brotes (Figura 33). 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal tipo de medio no presentó diferencias 

estadísticamente significativas para los medios MS/2 y WPM (Anexo 9); el número de 

brotes fue de 1,28 y 1,29; respectivamente.  Siendo el WPM el que presentó una mayor 

cantidad de brotes formados (Figura 34). 
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Figura 34: Número brotes promedio por medio de cultivo 

El medio de cultivo WPM produce en promedio mayor cantidad brotes.  Esto se debe a que 

la nutrición de nitrógeno es muy importante para la propagación del género Prosopis; los 

iones amonio en el medio de cultivo son inhibidores para la producción de brotes (Raj, 

2010). El medio de cultivo MS contiene una gran cantidad de iones amonio incluso 

reduciendo su concentración a la mitad aún es más alto que el WPM.  

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal tipo de citoquinina no presentó 

diferencias estadísticamente significativas para BAP y ZEA (Anexo 9); el número de brotes 

fue de 1,33 y 1,24; respectivamente.  Siendo BAP el que presentó una mayor cantidad de 

brotes formados (Figura 35). 
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Figura 35: Número promedio de brotes por tipo de citoquinina 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal concentración de citoquinina no 

presentó diferencias estadísticamente significativas para las concentraciones 0,0; 0,5; 1,0 y 

1,5 mg/L (Anexo 9); el número de brotes fue de 1,40; 1,28; 1,27 y 1,20; respectivamente.  

Siendo la concentración sin hormonas (0,0 mg/L) el que presentó una mayor cantidad de 

brotes formados (Figura 36). 

 

Figura 36: Número promedio de nudos por concentración de citoquinina 

1.24

1.33

1.18

1.2

1.22

1.24

1.26

1.28

1.3

1.32

1.34

N
ú

m
er

o
 d

e 
b

ro
te

s 
p

ro
m

ed
io

 (
N

°)

Típo de citoquinina

ZEA

BAP

1.20

1.27
1.28

1.40

1.10

1.15

1.20

1.25

1.30

1.35

1.40

1.45

N
ú

m
er

o
 d

e 
b

ro
te

s 
p
ro

m
ed

io
 (

N
°)

Concentración (mg/L)

1,5 mg/L

1,0 mg/L

0,5 mg/L

0,0 mg/L



 65 

Minchala et al. (2014) obtuvieron en promedio 2,8 brotes empleando 2,0 mg/L de BAP; lo 

que difiere de los resultados de esta investigación ya que se obtuvo un mayor número de 

brotes empleando medio de cultivo sin presencia de citoquininas.  Por otro lado, se puede 

observar una mayor brotación en los resultados de los autores debido a que el periodo de 

cultivo de su investigación fue de 90 días mientras que el de la presente fue de 28 días, 

además que luego de formarse los brotes, estos también se necrosaron conforme pasaban 

tiempo el frasco. 

Como se mencionó anteriormente, el sellado con tapas de papel aluminio afecta el desarrollo 

de la yema apical y se observa la necrosis de la misma por el exceso de vapor de agua que se 

genera en los frascos. Esto, genera que se desarrollen los brotes ya que se pierde la 

dominancia apical, sin embargo, estos también se necrosan y es por ello que no se obtienen 

los resultados esperados (Figura 37).  

 

Figura 37: Necrosis de yema apical y formación de brotes en yema axilar 

3.3. ENSAYO DE MULTIPLICACIÓN DE YEMAS APICALES CON SUS 

COTILEDONES EMPLEANDO TAPAS DE ALGODÓN 

A partir de los ensayos realizados, se decidió realizar un nuevo ensayo empleando solo el 

medio de cultivo WPM, por presentar mejores resultados. Además, se cambió las tapas de 

papel aluminio por tapas elaboradas de algodón para permitir el intercambio gaseoso y la 

liberación de la humedad.  
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3.3.1. NÚMERO DE NUDOS 

El análisis de varianza para el número de nudos formados en el primer subcultivo no 

presentó diferencias estadísticamente significativas para el tipo y concentración de 

citoquininas ni para la interacción de estos dos factores (Anexo 11). 

Se observa que las yemas apicales sembradas en el t1 (muestra control sin citoquininas) 

presentaron el mayor número valor con 3,57 nudos mientras que t4 (BAP 1,5 mg/L) y t7 

(ZEA 1,5 mg/L) presentaron los menores valores con 2,03 y 2,13 números de nudos 

respectivamente (Figura 38).  

 

Figura 38: Número de nudos promedio formados en la introducción de yemas 

apicales de Prosopis pallida por tratamiento empleando tapas de algodón 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal tipo de citoquinina no presentó 

diferencias estadísticamente significativas para BAP y ZEA (Anexo 11); el número de 

nudos fue de 2,31 y 2,20; respectivamente.  Siendo ZEA el que presentó una mayor cantidad 

de nudos formados (Figura 39).  
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Figura 39: Número promedio de nudos por tipo de citoquinina empleando tapas de 

algodón 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal concentración de citoquinina no 

presentó diferencias estadísticamente significativas para las concentraciones 0,5; 1,0 y 1,5 

mg/L (Anexo 11); el número de nudos fue de 2,45; 2,23 y 2,08; respectivamente.  Siendo la 

concentración 0,5 mg/L la de mayor cantidad de nudos formados. 

 

Figura 40: Número de nudos promedio por concentración 
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Minchala et al. (2014) reporta un valor de 9,6 nudos en promedio en medio de cultivo 

adicionado con 2,0 mg/L de BAP. Por el contrario, en la presente investigación se obtuvo un 

valor de 3,57 en un medio de cultivo sin hormonas, y se observó que al aumentar la 

concentración de citoquininas, el número de nudos disminuye. Esto se puede deber al medio 

de cultivo empleado, ya que se trabajó con WPM, a diferencia de los autores mencionados; 

además ellos emplearon un período de incubación de 90 días, mientras que en la presente 

investigación se mantuvo los explantes por un período de 28 días. Se puede observar 

entonces que WPM sin la adición de hormonas obtiene casi el mismo efecto que los autores, 

pero en menor tiempo.  

3.3.2. ALTURA DE PLÁNTULAS  

El análisis de varianza para la altura de plántulas en el primer subcultivo no presentó 

diferencias estadísticamente significativas para el tipo y concentración de citoquininas ni 

para la interacción de estos dos factores (Anexo 11). 

 

Figura 41: Altura promedio de los explantes por tratamiento en la introducción de 

yemas apicales empleando tapas de algodón 

Se observa que las yemas apicales introducidas en el t1 (tratamiento control sin 

citoquininas) presentó la mayor altura con 4,65 cm. Las yemas apicales introducidas en el t2 

(BAP 0,5 mg/L) presentaron la mayor altura con 3,16 cm, de los tratamientos adicionados 

con hormonas mientras que t4 (BAP 1,5 mg/L) presento el menor valor con 2, 37cm (Figura 

41). 
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La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal tipo de citoquinina no presentó 

diferencias estadísticamente significativas para ZEA y BAP (Anexo 11); las alturas que se 

alcanzaron fueron de 3,02 y 2,66 cm; respectivamente.  Siendo ZEA el que presentó una 

mayor altura de plántula (Figura 42). 

 

Figura 42: Altura promedio de plántulas por tipo de citoquinina empleando tapas 

de algodón 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal concentración de citoquininas no 

presentó diferencias estadísticamente significativas para las concentraciones 0,5; 1,0 y 1,5 

mg/L (Anexo 11); las alturas que se alcanzaron fueron de 3,04; 2,79 y 2,70 cm 

respectivamente.  Siendo 0,5mg/L la concentración que presentó mayor altura de plántulas 

(Figura 43). 
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Figura 43: Altura promedio de plántulas por concentración de citoquinina 

Los datos presentados son similares a los obtenidos por Flor (2013), quien obtuvo una 

mayor altura en el tratamiento con medio de cultivo sin adición de hormonas. Además, el 

autor menciona que obtuvo una menor altura con una dosis de 0,9 mg/L de BAP. En la 

presente investigación se observa una relación inversa entre los niveles de citoquinina y la 

altura de la plántula. Se obtuvo un valor de 2,70 cm de altura promedio con 1,5 mg/L de 

citoquinina. Se obtiene incluso mejores valores que el autor, quien usó una mayor 

concentración de citoquinina, posiblemente porque se empleó el medio de cultivo WPM 

mientras que el autor empleó MS/2. 

 Los resultados de la investigación se basan en que una adición de concentraciones mayores 

de citoquininas resulta en una dominancia apical reducida, disminuyendo el tamaño del tallo 

logrando entrenudos más cortos (Jordán y Casaretto 2006). Esto demostraría el potencial 

regenerativo de la especie y que posee un gran nivel de hormonas endógenas. Por lo tanto, 

una adición de hormonas exógenas no causa un efecto en la altura de plántula inhibiendo la 

elongación del tallo (Rojas 1993, citado por Pedroza 2009; Flor 2013). 
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(a) Siembra en medio libre de citoquininas y (b) Siembra en medio con citoquininas 

Figura 44: Elongación de la yema apical a las cuatro semanas de siembra 

3.3.3. NÚMERO DE BROTES 

El análisis de varianza para el número de brotes formados en el segundo subcultivo no 

mostró diferencias estadísticamente significativas para el tipo y concentración de 

citoquininas ni para la interacción de estos dos factores (Anexo 13). 

Se observa que las yemas apicales introducidas en el t1 (tratamiento control sin 

citoquininas) presento el mayor número promedio de brotes con 2,40   mientras que t3 (BAP 

1,0 mg/L) y t7 (ZEA 1,5 mg/L) presentaron los menores valores con 0,87 y 0,77 números de 

brotes, respectivamente (Figura 45). 

b a 
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Figura 45: Número de brotes promedio formados en el subcultivo de yemas 

apicales y axilares de Prosopis pallida por tratamiento empleando tapas de 

algodón 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal tipo de citoquinina no presentó 

diferencias estadísticamente significativas para BAP y ZEA (Anexo 13); el número de 

brotes fue de 1,02 y 0,91; respectivamente.  Siendo BAP el que presentó una mayor cantidad 

de brotes formados (Figura 46). 

 

Figura 46: Número brotes por tipo de citoquinina empleando tapas de algodón 
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La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal concentración de citoquinina no 

presentó diferencias estadísticamente significativas para las concentraciones 0,5; 1,0 y 1,5 

mg/L (Anexo 13); el número de brotes fue de 1,08; 0,93 y 0,88; respectivamente.  Siendo la 

concentración 0,5 mg/L la de cantidad de brotes formados (Figura 47). 

 

Figura 47: Número de brotes promedio por concentración de citoquinina 

empleando tapas de algodón 

Se observa que una mayor concentración de citoquininas disminuye la formación de brotes, 

indistintamente sea BAP o ZEA, estos resultados son constatados por Flor (2013), quien 

observó la misma tendencia obteniendo mayor formación de brotes en un medio sin adición 

de citoquininas. El autor menciona que esto muestra la ineficaz acción de las citoquininas 

exógenas, y la presencia de hormonas endógenas en el género Prosopis. 

Minchala et al. (2014) reportan 2,8 brotes en promedio adicionando 2,0 mg/L de BAP. Estos 

resultados difieren de los mostrados en la presente investigación lo cual se debería a que el 

período de incubación fue menor al de los autores ya que en este trabajo se cultivaron los 

explantes durante 42 días mientras que ellos evaluaron en 90 días. Por otro lado el valor de 

2,4 brotes obtenidos es muy cercano al de los autores, empleando solo WPM. Lo que 

demostraría una mayor eficacia de este medio de cultivo ante el MS empleado por Minchala 

et al. (2014). 
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En promedio el número de brotes obtenidos en esta investigación ha sido baja, razón por la 

cual no se pudo continuar realizando más subcultivos. Resultados similares presentan 

Minchala et al. (2014) y Buendía et al. (2007). Amutha et al. (2006), citado por Flor 

(2013) menciona que en la mayoría de especies forestales se reportan bajas tasas de 

multiplicación debido a su naturaleza recalcitrante dificultando la propagación in vitro. 

 

 

Figura 48: Formación de brotes en microestaca subcultivada 

4. FASE DE ENRAIZAMIENTO 

4.1. PORCENTAJE DE ENRAIZAMIENTO 

El análisis de varianza para el porcentaje de enraizamiento no mostró diferencias 

estadísticamente significativas para el tipo y concentración de auxinas ni para la interacción 

de estos dos factores (Anexo 15). 

Se observa que las microestacas introducidas en el t4 (WPM + 0,5 mg/L AIB) presentaron el 

mayor valor con 53,3 por ciento mientras que t1 (muestra control sin hormonas) presentó el 

menor valor con ninguna microestaca enraizada en 35 días de incubación (Figura 49). 
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Figura 49: Porcentaje de microestacas enraizadas por tratamiento 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal tipo de auxina no presentó diferencias 

estadísticamente significativas para ANA, AIB y AIA (Anexo 15); el porcentaje de 

enraizamiento fue de 20; 16,67 y 33,33 por ciento, respectivamente.  Siendo AIB el que 

presentó mayor porcentaje de enraizamiento (Figura 50). 

 

Figura 50: Porcentaje de enraizamiento por tipo de auxina 
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más efectiva que el AIA (Bidwell 1979; Mesen 1998). Esto se comprueba en la Figura 50, 

donde se observa una mayor eficacia del AIB, seguida del ANA y por último el AIA, el cual 

indujó un menor porcentaje de enraizamiento. 

Similares resultados presentaron Caro et al. (2002) quienes obtuvieron mejores resultados 

de enraizamiento cuando AIB era empleado como regulador de crecimiento para la 

propagación de Prosopis chilensis. Minchala et al. (2014) también presentaron mejores 

resultados de enraizamiento con la adición de AIB al medio de cultivo en Prosopis limensis. 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal concentración de auxina no presentó 

diferencias estadísticamente significativas para las concentraciones de 0,5 mg/L y 1,0 mg/L 

(Anexo 15); el porcentaje de enraizamiento fue de 26,67 y 20 por ciento respectivamente.  

Siendo 0,5 mg/L la que presentó un mayor porcentaje de enraizamiento (Figura 51). 

 

Figura 51: Porcentaje de enraizamiento por concentración de auxina 
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menor de auxinas, lo que demuestra que no se requieren grandes cantidades, debido a la 

posibilidad de un gran contenido de hormonas endógenas. Los resultados presentados son 

similares a los obtenidos por Flor (2013), quien observa mejores valores de enraizamiento 

con concentraciones menores de auxinas, obteniendo un mejor resultado con una 

concentración 0,3 mg/L de AIB. 
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enraizamiento obtenido en el presente trabajo explicaría nuevamente un mejor desarrollo de 

los explantes en WPM. Esta diferencia podría deberse al medio de cultivo empleado por los 

autores, ya que Timpte (2001), citado por Flor (2013) indica que la concentración mineral 

del medio de cultivo MS/2 puede afectar la sensibilidad de las células para responder al 

estímulo organogénico inducido por alguna auxina. Buendía et al. (2007) emplearon MS/2 

donde a pesar de estar a la mitad de la concentración aún posee una mayor concentración de 

sales que el WPM, por lo que podría ser un factor que permite que se obtengan mejores 

resultados con presencia de auxinas.  

En todos las microestacas enraizadas se observó la formación de callos en su base, sin 

embargo, luego se observó el inicio de la rizogénesis y posteriormente la formación de 

raíces propiamente dicho. De igual forma, Jordan et al. (1985) observaron la proliferación 

de callo previo a la formación de raíces. Flor (2013) trabajó con concentraciones de auxinas 

por debajo de 0,5 mg/L debido a que encontró información de esta formación callosa en el 

enraizamiento de Acacia macracantha en concentraciones de 0,6 y 0,9 mg7L. Sin embargo, 

el autor también observó callosidad incluso por debajo de las concentraciones mencionadas, 

pero luego se inició la rizogénesis como en la presente investigación. 

 

Figura 52: Microestaca enraizada de Prosopis pallida con callo en el cuello de la 

plántula 

4.2. LONGITUD DE RAÍCES  

El análisis de varianza para la longitud de raíces no presentó diferencias estadísticamente 

significativas para el tipo y concentración de auxinas ni para la interacción de estos dos 

factores (Anexo 15). 
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Se observa que las microestacas introducidas en el t4 (WPM + 0,5 mg/L AIB) presentaron 

mayor valor de longitud con 1,47 seguido de t7 (WPM + 0,5 mg/L AIA) con un valor de 0,6 

mientras que t1 (tratamiento control sin auxinas) presentó el menor valor para el periodo de 

35 días (Figura 53). 

 

Figura 53: Longitud promedio de raíces por tratamiento 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal tipo de auxina no presentó diferencias 

estadísticamente significativas para AIB, AIA y ANA (Anexo 15); la longitud de raíces fue 

de 0,78; 0,41 y 0,23 cm, respectivamente.  Siendo AIB el que presentó una mayor longitud 

de raíces (Figura 54).  

 

Figura 54: Longitud de raíces por tipo de auxina 
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La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal concentración de auxinas no presentó 

diferencias estadísticamente significativas para las concentraciones de 0,5 mg/L y 1,0 mg/L 

(Anexo 15); la longitud de raíces fue de 0,62 y 0,33 cm, respectivamente.  Siendo 0,5 mg/L 

la que presentó una mayor longitud de raíces (Figura 55).  

 

Figura 55: Longitud de raíces por concentración de auxina 

En la Figura 54, se observa un mayor efecto del AIB la longitud de raíces, mientras que en 
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auxinas. En la presente investigación se obtuvieron como mayor valor 1,47 cm con t4 

(WPM + 0,5mg/L), quizás por una mayor efectividad del medio de cultivo WPM que el 
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factores (Anexo 15). 
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mientras que t1 presentó el menor valor para el periodo de 35 días (Figura 56). 
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Figura 56: Número promedio de raíces por tratamiento 

La prueba de Tukey (α = 0,05) para el factor principal tipo de auxina no presentó diferencias 

estadísticamente significativas para las hormonas AIB, ANA, AIA (Anexo 15); el número 

de raíces fue de 0,83; 0,57 y 0,57; respectivamente.  Siendo AIB el que presentó un mayor 

número de raíces (Figura 57). 

 

Figura 57: Número de raíces por tipo de auxina 
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(Anexo 15); el número de raíces fue de 2,08 y 1,44; respectivamente.  Siendo AIB el que 

presentó un mayor número de raíces (Figura 58). 

 

Figura 58: Número de raíces por concentración de auxinas 
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hubo una diferencia en el medio de cultivo empleado, ya que se trabajó con WPM mientras 

que los autores trabajaron con medio MS. 

5. FASE DE ACLIMATACIÓN 

5.1. PORCENTAJE DE ACLIMATACIÓN  

El análisis de varianza para el porcentaje de aclimatación no mostró diferencias 

estadísticamente significativas para el tipo de sustrato empleado. (Anexo 17). 

Se observa que las plántulas en el sustrato premix presentaron un porcentaje de aclimatación 

del 100 por ciento mientras las plántulas en el sustrato jiffys presentaron un porcentaje de 

93,33 por ciento (Figura 59). 
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Figura 59: Porcentaje de aclimatación por tipo de sustrato 

El sustrato premix #8 presenta en su composición musgo y vermiculita (Anexo 18), mientras 

que las pastillas jiffys #30 están compuestas de musgo en mayor porcentaje (Anexo 19).  

Buendía et al. (2007) presentaron resultados de 100 por ciento de plántulas aclimatadas de 

Prosopis laevigata en un sustrato con la misma composición que el premix. Del mismo 

modo, Minchala et al. (2014) obtuvieron un 90 por ciento de aclimatación de plántulas de 

Prosopis limensis en un sustrato de turba con suelo negro y un bajo porcentaje de 

aclimatación en un sustrato 100 por ciento de turba como se presenta en el presente trabajo. 

 

Figura 60: Plántulas de Prosopis pallida provenientes del cultivo in vitro
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V. CONCLUSIONES 

1) Es factible la propagación in vitro de Prosopis pallida a partir de yemas apicales. 

2) Se concluye que el protocolo adecuado para la propagación in vitro de Prosopis 

pallida fue el siguiente: previa a la siembra, la inmersión de semillas en agua 

caliente a 80°C durante 10 minutos, luego la desinfección superficial de semillas 

aplicando 1,2 por ciento de hipoclorito de sodio durante 15 minutos; para la 

multiplicación, la siembra de yemas apicales con cotiledones en WPM sin adición de 

citoquininas; para el enraizamiento, la siembra de las microestacas en WPM + 0,5 

mg/L AIB y para la aclimatación, el sustrato Premix  #8. 

3) Las semillas sumergidas en t1 (1,2 por ciento de hipoclorito de sodio durante 15 

minutos) presentaron el mayor valor para la variable porcentaje de establecimiento y 

el menor valor para la variable porcentaje de contaminación. 

4) El explante más adecuado son yemas apicales con sus dos cotiledones en medio de 

cultivo WPM empleando tapas de algodón. 

5) Las yemas apicales del t1 (WPM sin citoquininas) en la fase de multiplicación, 

reportaron mejores resultados para las variables número de nudos, altura de plántulas 

y número de brotes. 

6) La auxina más efectiva para el enraizamiento in vitro de microestacas fue el AIB. 

7) Las microestacas del t4 (WPM + 0,5 mg/L AIB) presentaron el valor más alto para 

la variable porcentaje de enraizamiento, longitud de raíz y número de raíces. 

8) El sustrato premix #8 fue el que presentó mayor porcentaje de aclimatación 

9)  Para lograr un alto porcentaje de plántulas germinadas el tratamiento 

pregerminativo que presentó mejores resultados fue la inmersión de las semillas en 

agua caliente a 80 °C durante 10 minutos. 

  





 

 

VI. RECOMENDACIONES 

- Evaluar otros tipos de explantes diferentes para comparar la tasa de multiplicación para 

la propagación de Prosopis pallida. 

- Se recomienda adecuar las condiciones microclimáticas del recipiente que se emplea 

para la propagación pudiendo afectar al correcto desarrollo de los explantes. 

- Se recomienda investigar el efecto de la interacción de un medio de cultivo adicionado 

tanto con citoquininas como con auxinas para la fase de multiplicación. 

- Se recomienda realizar investigaciones empleando el medio de cultivo WPM a la mitad 

de la concentración para la fase de enraizamiento. 

- Se recomienda realizar investigaciones evaluando menores concentraciones de la auxina 

AIB. 

- Se recomienda evaluar la técnica de embriogénesis somática como una posible vía de 

propagación in vitro de Prosopis pallida para comparar los resultados. 
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VIII. ANEXOS 

ANEXO 1 

 

COMPOSICIÓN DEL MEDIO DE CULTIVO MS (MURASHIGE AND SKOOG, 

1962) 

 

 

Componente Concentración 

(mg/L) 

Macronutrientes 

Nitrato de amonio ((NH4)2NO3) 1650 

Nitrato de potasio (KNO3) 1900 

Cloruro de calcio dihidratado (CaCl2.2H2O) 440 

Sulfato de magnesio heptahidratado (MgSO4.7H2O) 370 

Fosfato de potasio monobásico (KH2PO4) 170 

Micronutrientes 

Sulfato de manganeso tetrahidratado (MnSO4.4H2O) 22,3 

Sulfato de zinc heptahidratado (ZnSO4.7H2O) 8,6 

Ácido bórico (H3BO3) 6,2 

Yoduro de potasio (KI) 0,83 

Molibdato sódico hidratado (Na2MoO4.2H2O) 0,25 

Sulfato de cobre pentahidratado (CuSO4.5H2O) 0,025 

Dicloruro de cobalto hexahidratado (CoCl2.6H2O) 0,025 

Fuente de hierro 

Sulfato de hierro heptahidratado (FeSO4.7H2O) 27,8 

Etilendiamino tetra acético de sodio (Na2EDTA) 37,3 

Vitaminas 

Mio - inositol 100 

Ácido Nicotinico 0,5 

Piridoxina.HCl 0,5 

Glicina 2 

Tiamina. HCl 0,1 

 

FUENTE: Sigma (https://www.sigmaaldrich.com/technical-documents/protocols/biology/murashige-

skoog.html) 
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ANEXO 2 

 

COMPOSICIÓN DEL WPM (LLOYD AND MCCOWN, 1981) 

Componente Concentración 

(mg/L) 

Macronutrientes 

Nitrato de amonio ((NH4)2NO3) 400 

Sulfato de potasio (K2SO4) 990 

Cloruro de calcio dihidratado (CaCl2.2H2O) 96 

Sulfato de magnesio (MgSO4) 370 

Fosfato de potasio monobásico (KH2PO4) 170 

Nitrato de calcio tetrahidratado (Ca(NO3)2.4H2O) 556 

Micronutrientes 

Sulfato de manganeso hidratado (MnSO4.H2O) 29,43 

Sulfato de zinc heptahidratado (ZnSO4.7H2O) 8,6 

Ácido bórico (H3BO3) 6,2 

Molibdato sódico hidratado (Na2MoO4.2H2O) 0,25 

Sulfato de cobre pentahidratado (CuSO4.5H2O) 0,25 

Fuente de hierro 

Sulfato de hierro heptahidratado (FeSO4.7H2O) 27,8 

Etilendiamino tetra acético de sodio (Na2EDTA) 37,3 

 

FUENTE: Caisson (http://www.caissonlabs.com/formpdf.php?product=846) 
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ANEXO 3 

 

TABLA DE EVALUACIONES REALIZADAS AL ENSAYO DE TRATAMIENTOS 

PREGERMINATIVOS 

  

         

 

 

 

 

 

 

 

 

 

               *Agua caliente a 80 °C 

FUENTE: Elaboración propia 

 

 

Ubicació

n del 

ensayo 

Tratamiento 

pre 

germinativo   
2
2
-0

7
-1

6
 

2
5
-0

7
-1

6
 

2
7
-0

7
-1

6
 

  
0
1
-0

8
-1

6
 

  
 0

3
-0

8
-1

6
 

  
 0

5
-0

8
-1

6
 

  
0
8
-0

8
-1

6
 

  
 1

0
-0

8
-1

6
 

  
1
2
-0

8
-1

6
 

  
1
5
-0

8
-1

6
 

1
7
-0

8
-1

6
 

Total 

A1 Testigo 4 6 7 7 7 7 7 7 7 7 7 

18 A2 Testigo 1 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 

A3 Testigo 3 4 5 7 7 7 7 7 7 7 7 

B1 Acetona 100% 3 5 5 5 5 5 5 5 5 5 5 

20 B2 Acetona 100% 2 6 8 8 8 8 8 9 9 9 9 

B3 Acetona 100% 1 4 6 6 6 6 6 6 6 6 6 

C1 Ácido sulfúrico 

72% 

1 6 7 7 8 8 8 8 8 8 8 

19 
C2 Ácido sulfúrico 

72% 

1 4 5 5 5 6 6 6 6 6 6 

C3 Ácido sulfúrico 

72% 

0 2 4 4 5 5 5 5 5 5 5 

D1 Agua caliente* 1 1 4 4 5 5 5 7 7 7 7 

22 D2 Agua caliente* 0 2 5 8 8 8 8 8 8 8 8 

D3 Agua caliente* 0 1 1 4 5 5 5 6 7 7 7 
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ANEXO 4 

 

TABLAS DE EVALUACIONES REALIZADAS PROTOCOLO DE 

DESINFECCIÓN 

 

 

FUENTE: Elaboración propia 

 

Tratamiento Tratamiento Número de tubos contaminados 

Concentración 

(%) 

Tiempo 

(min) 
R1 R2 R3 

t1 20 15 1 0 0 

t2 20 20 1 1 2 

t3 20 25 0 2 0 

t4 25 15 1 0 1 

t5 25 20 0 2 0 

t6 25 25 1 0 1 

t7 30 15 1 0 1 

t8 30 20 1 0 0 

t9 30 25 0 1 0 

 

FUENTE: Elaboración propia 

 

 

 

 

 

Tratamiento Tratamiento Número de plántulas establecidas 

Concentración 

(%) 

Tiempo 

(min) 
R1 R2 R3 

t1 20 15 4 6 5 

t2 20 20 3 4 4 

t3 20 25 5 2 4 

t4 25 15 3 6 4 

t5 25 20 2 4 6 

t6 25 25 2 6 2 

t7 30 15 4 2 1 

t8 30 20 5 4 3 

t9 30 25 5 0 2 
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ANEXO 5 

 

ANÁLISIS DE VARIANZA PROTOCOLO DE DESINFECCIÓN 

Variable N R² R² Aj CV 

Porcentaje de contaminación 27 0,19 0 118,38 

 

Análisis de varianza - Porcentaje de contaminación 

Fuentes de variación SC Gl CM F p-valor 

Concentración (%) 51,85 2 25,93 0,47 0,634ns 

Tiempo (min) 29,63 2 14,81 0,27 0,769ns 

Concentración * Tiempo (%) 148,15 4 37,04 0,67 0,623ns 

Error 1000 18 55,56 
  

Total 1229,63 26 
   

 * = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo 

FUENTE: Elaboración propia 

  Variable    N R² R² Aj CV 

Porcentaje de plántulas establecidas 27 0,27 0 45,92 

 

Análisis de varianza - Porcentaje de plántulas establecidas 

Fuentes de variación SC Gl CM F p-valor 

Concentración (%) 763 2 381,5 1,37 0,279ns 

Tiempo (min) 363 2 181,5 0,65 0,532ns 

Concentración (%)* Tiempo (min) 703,7 4 175,9 0,63 0,645ns 

Error 5000 18 277,8 
  

Total 6829,6 26 
   * = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo  

 

FUENTE: Elaboración propia 

Efecto de la concentración en la desinfección superficial de semillas de Prosopis pallida 

Concentración (%) 

Variables a evaluar 

Porcentaje de contaminación (%) Porcentaje de plántulas establecidas (%) 

3,0 4,44 a 28,89 a 
 

1,5 6,67 a 38,89 a 
 

1,2 7,78 a 41,11 a 
 

Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 

FUENTE: Elaboración propia 
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Efecto del tiempo de inmersión en la desinfección superficial de semillas de Prosopis 

pallida 
 

 

Tiempo de inmersión (min) 

Variables evaluadas 

Porcentaje de contaminación (%) Porcentaje de plántulas establecidas (%) 

15 5,56 a 38,89 a 
 

25 5,56 a 31,11 a 
 

20 7,78 a 38,89 a 
 

Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05)  

 

FUENTE: Elaboración propia 

Efecto de los tratamientos en la desinfección superficial de semillas de Prosopis pallida 

 

Tratamientos 

Variables  

Porcentaje de 

contaminación 

(%) 

Porcentaje de 

plántulas 

establecidas (%) 

t2 13,33 a 36,7 a 

t6 6,67  a 33,3 a 

t5 6,67  a 40,0 a 

t3 6,67  a 36,7 a 

t4 6,67  a 43,3 a 

t7 6,67  a 23,3 a 

t1 3,33  a 50,0 a 

t8 3,33  a 40,0 a 

t9 3,33  a 23,3 a 
Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05)  

FUENTE: Elaboración propia 
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ANEXO 6 

 

CANTIDAD DE EXPLANTES POR NIVEL DE CALLOSIDAD EN ENSAYO DE 

MULTIPLICACIÓN 

 

 

 

Tratamiento 

Nivel de Callosidad 

Nivel 0 Nivel I Nivel II Nivel III Necrosis 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 

t1 3 5 7 4 0 1 2 1 0 0 0 0 1 4 2 

t2 1 2 0 0 0 0 6 5 4 3 3 4 0 0 2 

t3 0 1 2 0 0 0 5 3 2 2 3 3 3 3 2 

t4 1 1 0 0 1 0 0 4 0 0 3 9 9 1 2 

t5 1 6 4 0 0 4 5 0 0 0 0 0 4 4 2 

t6 1 1 1 0 1 1 1 2 3 1 3 2 7 0 3 

t7 0 0 0 0 0 0 4 3 2 4 4 5 2 3 3 

t8 0 0 0 0 0 0 3 0 2 6 5 5 1 5 3 

t9 0 4 3 0 0 3 3 0 2 2 0 2 5 6 1 

t10 0 4 0 0 0 0 3 2 2 6 0 5 1 2 3 

t11 0 5 0 0 1 0 1 0 2 4 0 5 5 4 3 

t12 2 7 0 0 1 0 1 0 1 5 0 3 2 3 5 

t13 0 9 3 0 0 2 2 0 0 5 0 0 4 1 0 

t14 0 1 0 0 0 0 2 2 2 4 2 5 4 5 3 

t15 0 0 0 0 0 0 2 1 1 6 4 5 2 3 4 

t16 0 0 0 0 0 0 0 0 0 7 5 5 3 4 5 

FUENTE: Elaboración propia 
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ANEXO 7 

 

PORCENTAJE DE EXPLANTES POR NIVEL DE CALLOSIDAD 

 

 

 

Tratamiento 

Nivel de Callo (%) 

Necrosis (%) 

Nivel 0 Nivel I Nivel II Nivel III 

t1 50,0 16,67 10,0 0,0 23,33 

t2 10,0 0,00 50,0 33,3 6,67 

t3 10,0 0,00 33,3 26,7 26,67 

t4 6,7 3,33 13,3 40,0 40,00 

t5 36,7 13,33 16,7 0,0 33,33 

t6 10,0 6,67 20,0 20,0 33,33 

t7 0,0 0,00 30,0 43,3 26,67 

t8 0,0 0,00 16,7 53,3 30,00 

t9 23,3 10,00 16,7 13,3 40,00 

t10 13,3 0,00 23,3 36,7 20,00 

t11 16,7 3,33 10,0 30,0 40,00 

t12 30,0 3,33 6,7 26,7 33,33 

t13 40,0 6,67 6,7 16,7 16,67 

t14 3,3 0,00 20,0 36,7 40,00 

t15 0,0 0,00 13,3 50,0 30,00 

t16 0,0 0,00 0,0 56,7 40,00 

FUENTE: Elaboración propia 
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ANEXO 8 

 

DATOS DEL ENSAYO DE MULTIPLICACIÓN DE YEMAS APICALES CON 

COTILEDONES 

Tratamiento Nº 

Número de nudos Número de brotes 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 

t1 

1 2 2 1 1 1 2 

2 2 1 1 2 2 2 

3 2 1 1 2 1 0 

4 2 2 2 1 2 1 

5 2 1 1 4 0 2 

6 2 1 3 4 1 0 

7 2 2 2 1 1 0 

8 1 2 1 0 0 1 

9 1 2 2 3 2 1 

10 3 1 1 4 2 2 

Promedio 1,9 1,5 1,5 2,2 1,2 1,1 

t2 

1 2 1 1 2 1 2 

2 1 1 1 3 0 0 

3 1 2 2 3 1 1 

4 1 1 1 2 3 2 

5 1 1 2 0 2 1 

6 1 1 1 1 0 2 

7 1 2 1 2 1 0 

8 1 1 1 3 2 0 

9 1 1 1 0 2 1 

10 1 1 1 2 2 2 

Promedio 1,1 1,2 1,2 1,8 1,4 1,1 

t3 

1 1 2 2 0 2 1 

2 1 1 1 0 1 1 

3 1 1 1 0 1 2 

4 1 1 1 0 2 2 

5 1 1 1 3 1 2 

6 1 1 1 0 1 2 

7 3 2 1 1 2 1 

8 1 1 1 0 1 1 

9 1 1 1 0 1 1 

10 1 1 1 1 2 2 

Promedio 1,2 1,2 1,1 0,5 1,4 1,5 

 

  



 

104 

 

 

Continuación 

 

 

Tratamiento Nº 

Número de nudos Número de brotes 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 

t4 

1 1 1 2 2 2 2 

2 1 1 1 0 1 1 

3 2 1 1 1 3 1 

4 1 1 1 2 1 1 

5 1 1 1 2 2 0 

6 1 1 1 2 1 1 

7 1 1 1 2 1 2 

8 2 1 1 0 1 0 

9 1 1 1 3 1 0 

10 1 1 1 0 2 2 

Promedio 1,2 1 1,1 1,4 1,5 1 

t5 

1 1 1 2 3 1 4 

2 2 1 1 3 2 2 

3 2 1 2 2 2 0 

4 1 1 2 2 2 2 

5 2 2 3 2 1 1 

6 2 2 1 3 1 2 

7 3 1 1 4 1 2 

8 1 1 1 2 1 0 

9 1 2 1 2 2 3 

10 1 1 1 0 1 0 

Promedio 1,6 1,3 1,5 2,3 1,4 1,6 

t6 

1 1 1 1 2 1 2 

2 2 1 1 1 2 2 

3 1 1 2 0 1 2 

4 2 1 1 3 2 2 

5 1 1 1 0 2 2 

6 1 1 1 2 2 2 

7 2 1 1 0 1 0 

8 2 1 1 2 1 0 

9 2 1 1 2 1 1 

10 1 1 2 0 2 1 

Promedio 1,5 1 1,2 1,2 1,5 1,4 

  



 

105 

 

Continuación 

 

 

Tratamiento Nº 

Número de nudos Número de brotes 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 

t7 

1 1 1 1 2 1 1 

2 1 1 1 2 1 1 

3 1 1 1 0 1 0 

4 1 1 1 0 0 2 

5 1 1 1 0 2 1 

6 1 1 1 2 1 0 

7 1 1 1 2 1 0 

8 1 1 1 0 1 0 

9 1 1 1 0 0 1 

10 1 1 1 2 3 0 

Promedio 1 1 1 1 1,1 0,6 

t8 

1 1 1 1 0 1 1 

2 1 1 1 0 2 0 

3 1 1 1 1 2 1 

4 1 1 1 0 2 1 

5 1 1 1 2 2 2 

6 1 1 1 0 1 0 

7 1 1 1 0 0 1 

8 1 1 1 0 0 1 

9 1 1 1 1 1 1 

10 1 1 1 2 1 0 

Promedio 1 1 1 0,6 1,2 0,8 

t9 

1 2 2 2 2 2 2 

2 1 2 1 2 1 1 

3 3 2 1 1 2 2 

4 2 2 2 1 0 1 

5 3 2 2 1 1 2 

6 2 1 2 1 0 1 

7 2 1 2 2 1 2 

8 3 1 2 2 1 1 

9 1 1 1 0 1 0 

10 2 1 1 1 0 3 

Promedio 2,1 1,5 1,6 1,3 0,9 1,5 
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Continuación 

 

 

Tratamiento Nº 

Número de nudos Número de brotes 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 

t10 

1 2 1 1 1 2 2 

2 1 1 1 0 1 1 

3 1 1 1 0 1 0 

4 2 1 1 1 0 1 

5 1 1 1 0 0 1 

6 1 1 1 0 2 2 

7 1 1 1 2 1 2 

8 2 1 1 1 1 2 

9 2 2 2 1 1 1 

10 2 2 2 1 2 0 

Promedio 1,5 1,2 1,2 0,7 1,1 1,2 

t11 

1 2 2 1 2 3 0 

2 2 1 1 2 3 0 

3 2 1 2 3 0 1 

4 2 1 1 2 2 2 

5 1 2 1 3 2 2 

6 1 1 1 1 2 2 

7 2 1 1 1 2 2 

8 2 1 2 1 2 2 

9 1 1 1 1 2 2 

10 1 1 2 2 2 2 

Promedio 1,6 1,2 1,3 1,8 2 1,5 

t12 

1 2 1 2 2 2 0 

2 1 1 1 2 2 2 

3 2 1 2 0 3 1 

4 1 1 1 0 3 2 

5 1 1 2 0 2 0 

6 1 2 2 1 2 1 

7 1 1 2 1 3 1 

8 2 1 3 0 0 2 

9 2 1 2 0 3 1 

10 1 1 1 0 2 1 

Promedio 1,4 1,1 1,8 0,6 2,2 1,1 
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Continuación 

 

 

Tratamiento Nº 

Número de nudos Número de brotes 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 

t13 

1 1 1 2 1 1 4 

2 2 2 2 1 1 1 

3 1 1 1 1 2 1 

4 1 2 1 0 1 0 

5 2 2 1 2 2 2 

6 1 2 2 0 1 1 

7 1 1 2 0 1 2 

8 2 2 2 0 2 1 

9 2 1 1 2 0 1 

10 1 2 1 0 1 1 

Promedio 1,4 1,6 1,5 0,7 1,2 1,4 

t14 

1 2 1 2 0 3 3 

2 2 1 2 2 1 2 

3 1 1 1 0 1 0 

4 1 1 1 0 1 0 

5 1 1 1 0 1 2 

6 1 1 1 2 0 2 

7 1 1 1 1 2 1 

8 1 2 1 2 2 3 

9 1 2 1 2 2 1 

10 1 2 1 1 2 1 

Promedio 1,2 1,3 1,2 1 1,5 1,5 

t15 

1 1 1 1 0 3 0 

2 1 1 2 0 2 1 

3 2 1 2 1 1 2 

4 2 1 1 2 1 0 

5 1 1 1 0 2 2 

6 1 2 2 1 1 1 

7 1 2 2 0 2 2 

8 1 1 1 1 1 1 

9 1 3 1 2 0 3 

10 1 1 1 2 2 2 

Promedio 1,2 1,4 1,4 0,9 1,5 1,4 
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Continuación 

 

 

Tratamiento Nº Número de nudos Número de brotes 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 

t16 

1 1 1 1 1 3 1 

2 1 2 2 0 2 1 

3 1 1 1 2 2 0 

4 2 1 1 1 1 2 

5 1 1 2 3 0 1 

6 1 2 1 0 0 3 

7 2 1 1 2 1 0 

8 1 1 2 2 1 2 

9 2 1 1 2 2 2 

10 2 1 2 2 0 1 

Promedio 1,4 1,2 1,4 1,5 1,2 1,3 

FUENTE: Elaboración propia 
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ANEXO 9 

 

ANÁLISIS ESTADÍSTICO DEL ENSAYO DE MULTIPLICACIÓN DE YEMAS 

APICALES CON COTILEDONES 

Variable N R² R² Aj CV 

Número de nudos 48 0,66 0,51 13,42 

 
     

Análisis de varianza - Número de nudos 

F.V. SC gl CM F p-valor 

Modelo. 1,9592 15 0 4,208 0,0003* 

Medio 0,4033 1 0 12,993 0,0010* 

Hormona 0,12 1 0 3,866 0,0580ns 

Concentración 1,1758 3 0 12,626 <0,0001* 

Medio*Hormona 0,0008 1 0 0,027 0,8709ns 

Medio*Concentración 0,17 3 0 1,826 0,1624ns 

Hormona*Concentración 0,06 3 0 0,644 0,5922ns 

Medio*Hormona*Concentración 0,0292 3 0 0,313 0,8157ns 

Error 0,9933 32 0 
  

Total 2,9525 47 
   

* = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo 

FUENTE: Elaboración propia 

Variable N R² R² Aj CV 

Número de brotes 48 0,38 0,08 30,78 

* = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo 

FUENTE: Elaboración propia 

Análisis de varianza -  Número de brotes 

F.V. SC gl CM F p-valor 

Modelo. 3,023 15 0 1,282 0,269ns 

Medio 0,001 1 0 0,007 0,934ns 

Hormona 0,104 1 0 0,659 0,423ns 

Concentración 0,256 3 0 0,543 0,657ns 

Medio*Hormona 0,007 1 0 0,043 0,837ns 

Medio*Concentración 1,715 3 1 3,636 0,023* 

Hormona*Concentración 0,484 3 0 1,027 0,394ns 

Medio*Hormona*Concentración 0,456 3 0 0,967 0,420ns 

Error 5,031 32 0   

Total 8,054 47    



 

110 

 

Efectos de los medios de cultivo MS 1/2 y WPM en la formación de nudos y brotes en 

la introducción de yemas apicales de Prosopis pallida 

Medio de cultivo Variables evaluadas 

Nudos (N°) Brotes (N°) 

MS/2 1,22 ± 0,10 a 1,28 ± 0,19 a 

WPM 1,40 ± 0,09     b 1,29 ± 0,17 a 

                Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05)  

 FUENTE: Elaboración propia  

Efectos de las hormonas BAP y ZEA en la formación de nudos y brotes en la 

introducción de yemas apicales de Prosopis pallida 

Hormona Variables evaluadas 

Nudos (N°) Brotes(N°) 

ZEA 1,26 a 1,24 a 

BAP 1,36 a 1,33 a 

                        Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05)  

FUENTE: Elaboración propia 

Efecto de la concentración de las hormonas BAP y ZEA en la formación de nudos y 

brotes en la introducción de yemas apicales de Prosopis pallida 

Concentración (mg/L) Variables a evaluar 

Nudos (N°) Brotes (N°) 

1,5     1,22 a 1,20 a 

1     1,22 a 1,27 a 

0,5     1,23 a 1,28 a 

0     1,58    b 1,40 a 

                             Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 

FUENTE: Elaboración propia 

 



 

111 

 

Efecto de los tratamientos en la formación de nudos y brotes en la introducción de 

yemas apicales de Prosopis pallida 

Tratamiento Variables evaluadas 

Nudos (N°) Brotes (N°) 

t1 1,63  b c 1,50 a 

t2 1,17 a b  1,43 a 

t3 1,17 a b  1,13 a 

t4 1,10 a b  1,30 a 

t5 1,47 a b c 1,77 a 

t6 1,23 a b c 1,37 a 

t7 1,00 a   0,90 a 

t8 1,00 a   0,87 a 

t9 1,73   c 1,24 a 

t10 1,30 a b c 1,00 a 

t11 1,37 a b c 1,77 a 

t12 1,43 a b c 1,30 a 

t13 1,50 a b c 1,10 a 

t14 1,23 a b c 1,33 a 

t15 1,33 a b c 1,27 a 

t16 1,33 a b c 1,33 a 

                             Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 

FUENTE: Elaboración propia 
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ANEXO 10 

 

DATOS DEL ENSAYO DE MULTIPLICACIÓN DE YEMAS APICALES CON 

COTILEDONES EMPLEANDO TAPAS DE ALGODÓN – PRIMER 

SUBCULTIVO 

 

Tratamiento Unidad 
Número de nudos Altura (cm) 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 

t1 

1 2 5 1 2,5 9 1 

2 2 4 5 2,5 4,9 10 

3 3 5 1 4 9,5 1,5 

4 4 5 7 4,5 8,9 11 

5 4 5 6 4,4 7,5 9,6 

6 4 3 1 4 4 1 

7 4 4 3 7,8 6,5 4 

8 3 4 7 3,2 5,9 10 

9 4 2 1 3,9 2 1,5 

10 3 2 3 3 3 3,6 

Promedio 3,3 3,9 3,5 4,0 6,1 5,3 

t2 

1 2 2 2 3,3 3,4 3 

2 2 2 3 2,8 2,5 3,3 

3 2 1 1 2,8 1,4 1,5 

4 5 1 1 6,8 2 1,5 

5 5 1 1 6,1 2 2 

6 2 1 3 3 1,5 4 

7 2 4 6 2,9 4,1 7,5 

8 2 2 3 3,2 2,5 3,4 

9 2 2 1 3,2 2,2 1 

10 2 3 5 3 3,4 5,5 

Promedio 2,7 1,9 2,6 3,7 2,5 3,3 

t3 

1 2 2 1 1,6 1,5 1,8 

2 3 3 2 3,6 3,4 2 

3 3 3 1 2,9 3,9 1,5 

4 2 2 2 2,3 2,6 2,4 

5 2 2 1 1,9 2,5 2 

6 2 2 2 2 2,2 1,8 

7 3 2 1 3,7 2,5 1,5 

8 3 2 3 3,5 2,1 3,2 

9 2 1 3 2,3 1 2,7 

10 3 3 2 3 3,4 2,5 

Promedio 2,5 2,2 1,8 2,7 2,5 2,1 
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Continuación 

Tratamiento Unidad 

Número de nudos Altura (cm) 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 

t4 

1 1 2 1 1 2,3 1,8 

2 2 2 1 2 2 3,4 

3 2 1 2 2,2 1 3,2 

4 4 1 2 3,5 1,4 2,5 

5 3 1 3 3 0,9 3,3 

6 3 1 2 3,2 1,5 2 

7 3 2 1 3,1 2 1 

8 3 3 2 2,8 4 2,3 

9 3 1 2 3,3 1,3 2 

10 4 1 2 3,8 1,8 3,5 

Promedio 2,8 1,5 1,8 2,8 1,8 2,5 

t5 

1 1 2 3 1,2 2 3 

2 4 3 2 5 4 2 

3 3 2 1 3,8 1,9 1 

4 1 2 1 1 2,5 1,6 

5 2 2 2 1,8 2,9 1,5 

6 2 3 3 2,6 3,2 3 

7 2 3 3 2,8 4 4,5 

8 3 2 4 3,1 2,8 5,1 

9 4 2 3 4,8 2 3,3 

10 3 5 2 3 5,2 2,8 

Promedio 2,5 2,6 2,4 2,9 3,1 2,8 

t6 

1 4 3 2 4,6 4 2,8 

2 2 1 1 2,6 2,4 2,6 

3 3 2 2 4 2,8 2 

4 3 1 4 4,3 2,7 5,8 

5 2 1 1 1,6 1,3 1,7 

6 3 4 4 4 4,5 5,4 

7 2 2 2 2,6 2,6 3,2 

8 3 2 2 3,8 1,6 2,8 

9 4 1 2 4,6 1 2,7 

10 2 2 2 2,9 3 4 

Promedio 2,8 1,9 2,2 3,5 2,6 3,3 
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Continuación 

Tratamiento Unidad 

Número de nudos Altura (cm) 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 

t7 1 3 2 4 3,8 2,4 4,3 

2 1 3 1 2 4 2,8 

3 2 1 4 2,3 2,2 6,3 

4 2 2 2 2,3 2,5 2,9 

5 1 3 1 2 3,6 1,5 

6 2 1 1 3 0,1 2 

7 2 3 2 2 3,7 5 

8 2 2 2 2,5 3,8 3,4 

9 4 2 2 4,3 3,5 2 

10 2 3 2 3 3,5 4 

Promedio 2,1 2,2 2,1 2,7 2,9 3,4 

 

FUENTE: Elaboración propia 
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ANEXO 11 

 

ANÁLISIS ESTADÍSTICO DEL ENSAYO DE MULTIPLICACIÓN DE YEMAS 

APICALES CON COTILEDONES EMPLEANDO TAPAS DE ALGODÓN – 

PRIMER SUBCULTIVO 

Variable N R² R² Aj CV 

Número de nudos 18 0,19 0 18,1 

 

 

 

Análisis de varianza – Número de nudos 

F.V. SC gl CM F p-valor 

Modelo. 0,46 5 0,093 0,557 0,731ns 

Hormona 0,06 1 0,056 0,333 0,574ns 

Concentración 0,41 2 0,204 1,223 0,328ns 

Hormona*Concentración 0 2 0,001 0,003 0,997ns 

Error 2 12 0,167   

Total 2,46 17    

* = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo 

FUENTE: Elaboración propia 

Variable N R² R² Aj CV 

Altura   18 0,46 0,23 14,91 

 

Análisis de varianza - Altura 

F.V. SC gl CM F p-valor 

Modelo. 1,81 5 0,362 2,021 0,148ns 

Hormona 0,6 1 0,598 3,335 0,093ns 

Concentración 0,37 2 0,186 1,039 0,384ns 

Hormona*Concentración 0,84 2 0,421 2,347 0,138ns 

Error 2,15 12 0,179   

Total 3,96 17    

* = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo 

FUENTE: Elaboración propia 
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Efectos de las hormonas BAP y ZEA en la formación de nudos y altura de vitro plántulas en la 

introducción de yemas apicales de Prosopis pallida 

Hormona 
Variables evaluadas 

Nudos (N°) Altura (cm) 

BAP 2,20 a 2,66 a 

ZEA 2,31 a 3,02 a 

Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 

 

FUENTE: Elaboración propia 

 

Efecto de la concentración de las hormonas BAP y ZEA en la formación de nudos y 

altura de vitro plántulas en la introducción de yemas apicales de Prosopis pallida 

Concentración 

Variables evaluadas 

Nudos (N°) Altura (cm) 

1,5 2,08 a 2,70 a 

1 2,23 a 2,79 a 

0,5 2,45 a 3,04 a 
Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 

 

FUENTE: Elaboración propia 

 

Análisis de varianza para todos los tratamientos empleados 

 

 

Variable N R² R² Aj CV 

Nudos 21 0,69 0,56 16,18 

 

 

F.V. SC gl CM F p-valor 

Modelo. 4,88 6 0,81 5,21 0,0052* 

Tratamiento 4,88 6 0,81 5,21 0,0052* 

Error 2,19 14 0,16 
  

Total 7,07 20 
   

* = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo 

FUENTE: Elaboración propia 
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Variable N R² R² Aj CV 

Altura 21 0,77 0,68 17,87 
 

 
 

F.V. SC gl CM F p-valor 

Modelo. 15,41 6 2,57 8,01 0,0007* 

Tratamientos 15,41 6 2,57 8,01 0,0007* 

Error 4,49 14 0,32 
  

Total 19,9 20 
   

* = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo 

FUENTE: Elaboración propia 

 

Efecto de los tratamientos en la formación de nudos y altura de las vitro plántulas en la 

introducción de yemas apicales de Prosopis pallida 

 

  

 

 

 

 

 

  

 

 
Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 

FUENTE: Elaboración propia 

 
  

Tratamiento 

Variables evaluadas 

Nudos (N°) Altura (cm) 

t1 3,57         b 5,14   b 

t2 2,40      a     3,16 a 

t3 2,17      a     2,44 a 

t4 2,03      a     2,37 a 

t5 2,50     a  b     2,91 a 

t6 2,30      a     3,13 a 

t7 2,13      a     3,02 a 
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ANEXO 12 

 

DATOS DEL ENSAYO DE MULTIPLICACIÓN DE YEMAS APICALES CON 

COTILEDONES EMPLEANDO TAPAS DE ALGODÓN – SEGUNDO 

SUBCULTIVO 

 

Tratamiento Unidad 
Número de brotes 

Tratamiento Unidad 
Número de brotes 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 

t1 

1 2 3 1 

t4 

1 0 1 1 

2 2 6 5 2 2 1 1 

3 2 1 1 3 1 1 1 

4 2 6 4 4 3 1 1 

5 1 1 3 5 0 0 1 

6 3 3 0 6 0 1 1 

7 2 2 2 7 0 1 1 

8 3 1 3 8 1 2 1 

9 5 1 1 9 3 0 0 

10 3 2 1 10 3 0 1 

Promedio 2,5 2,6 2,1 Promedio 1,3 0,8 0,9 

t2 

1 1 1 1 

t5 

1 0 1 1 

2 2 1 2 2 1 1 1 

3 1 1 1 3 3 2 0 

4 1 0 1 4 1 1 0 

5 5 1 1 5 2 0 0 

6 2 1 1 6 2 1 1 

7 1 1 1 7 1 1 1 

8 2 1 1 8 1 1 1 

9 1 1 1 9 2 1 1 

10 0 1 1 10 0 0 1 

Promedio 1,6 0,9 1,1 Promedio 1,3 0,9 0,7 

t3 

1 1 0 1 

t6 

1 1 1 1 

2 0 3 1 2 1 1 1 

3 0 1 1 3 2 1 0 

4 2 0 1 4 0 0 1 

5 0 1 1 5 2 1 0 

6 2 1 0 6 1 1 1 

7 2 1 0 7 3 2 0 

8 2 0 1 8 2 0 1 

9 2 0 0 9 3 0 2 

10 2 0 0 10 0 0 1 

Promedio 1,3 0,7 0,6 Promedio 1,5 0,7 0,8 
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Continuación 

Tratamiento Unidad Número de brotes 

R1 R2 R3 

t7 

1 1 0 1 

2 1 2 1 

3 1 0 1 

4 2 1 2 

5 0 1 0 

6 1 0 1 

7 1 1 0 

8 1 0 0 

9 0 0 2 

10 1 0 1 

Promedio 0,9 0,5 0,9 

FUENTE: Elaboración propia 
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ANEXO 13 

 

ANÁLISIS ESTADÍSTICO DEL ENSAYO DE MULTIPLICACIÓN DE YEMAS 

APICALES CON COTILEDONES EMPLEANDO TAPAS DE ALGODÓN – 

SEGUNDO SUBCULTIVO 

 

Variable N R² R² Aj CV 

Número de 

brotes  
18 0,19 0 34,83 

 

 

Análisis de varianza - Número de brotes 

F.V. SC gl CM F p-valor 

Modelo. 0,32 5 0,064 0,565 0,726ns 

Hormona 0,06 1 0,056 0,49 0,497ns 

Concentración 0,13 2 0,065 0,574 0,578ns 

Hormona*Concentración 0,13 2 0,067 0,593 0,568ns 

Error 1,36 12 0,113   

Total 1,68 17    

* = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo 

FUENTE: Elaboración propia 

 

Efectos de las hormonas BAP y ZEA en la formación de brotes en el subcultivo yemas 

apicales y axilares de Prosopis pallida 

Hormona 
Variable evaluada 

Brotes (N°) 

ZEA 0,91 a 

BAP 1,02 a 

 

Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 

FUENTE: Elaboración propia 
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Efecto de la concentración de las hormonas BAP y ZEA en la formación de brotes en el 

subcultivo yemas apicales y axilares de Prosopis pallida 

Concentración 
Variable evaluada 

Brotes (N°) 

1,5 0,88 a 

1 0,93 a 

0,5 1,08 a 

 

Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 

FUENTE: Elaboración propia 

Análisis de varianza para todos los tratamientos 

Variable N R² R² Aj CV 

Número de brotes 21 0,79 0,7 27,94 

 

F.V. SC gl CM F p-valor 

Modelo. 5,6 6 0,93 8,72 0,0004* 

Tratamientos 5,6 6 0,93 8,72 0,0004* 

Error 1,5 14 0,11 
  

Total 7,1 20 
   

* = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo  

FUENTE: Elaboración propia 
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Efecto de los tratamientos en la formación de brotes en el subcultivo de yemas apicales 

y /o axilares de Prosopis pallida 

 

Tratamiento 
Variable evaluada 

Brotes (N°) 

t1 2,40    b 

t2 1,20 a 

t3  0,87 a 

t4  1,00 a 

t5  0,97 a 

t6  1,00 a 

t7  0,77 a 

 
Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 

 

 

FUENTE: Elaboración propia 
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ANEXO 14 

 

DATOS DEL ENSAYO DE ENRAIZAMIENTO DE MICROESTACAS 

Tratamiento 

Porcentaje de 

enraizamiento 

(%) 

Longitud de raíces 

(cm) 
Número de raíces 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 

T1 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

Promedio 0 0 0 0 0 0 

T2 0 0 40 

0 0 1 0 0 1 

0 0 1,5 0 0 5 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

Promedio 0 0 0,5 0 0 1,2 

T3 0 0 80 

0 0 1,3 0 0 2 

0 0 1 0 0 3 

0 0 0,7 0 0 4 

0 0 1,5 0 0 2 

0 0 0 0 0 0 

Promedio 0 0 0,9 0 0 2,2 

T4 60 40 60 

3,5 1,1 4 6 1 1 

3,5 1 3 3 3 3 

3 0 3 2 0 3 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

Promedio 2,0 0,4 2,0 2,2 0,8 1,4 

T5 20 20 0 

0,5 0,7 0 2 1 0 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

0 
 

0 0 0 0 

Promedio 0,1 0,175 0 0,4 0,2 0 
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Continuación 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FUENTE: Elaboración propia 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tratamiento 

Porcentaje de 

enraizamiento 

(%) 

Longitud de raíces 

(cm) 
Número de raíces 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 

T6 0 0 40 

0 0 0,8 0 0 2 

0 0 2,5 0 0 2 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

Promedio 0 0 0,66 0 0 0,8 

T7 20 20 20 

3 1 5 6 1 6 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

0 0 0 0 0 0 

Promedio 0,6 0,2 1 1,2 0,2 1,2 
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ANEXO 15 

 

ANÁLISIS ESTADÍSTICO DE ENRAIZAMIENTO DE MICROESTACAS 

 

Variable  N R² R² Aj CV 

Porcentaje de enraizamiento 18 0,35 0,07 103,02 

 

 

 

 

 

 

 

* = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo 

FUENTE: Elaboración propia 

 

Variable N R² R² Aj CV 

Longitud de raíces 18 0,63 0,48 95,28 

 

 

 

 

 

 

 

 

* = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo 

FUENTE: Elaboración propia 

 

 

 

Análisis de varianza - Porcentaje de enraizamiento 

F.V. SC gl CM F p-valor 

Modelo. 3666,67 5 733,33 1,27 0,3385ns 

Hormona 933,33 2 466,67 0,81 0,4687ns 

Concentración 200 1 200 0,35 0,5672ns 

Hormona*Concentración 2533,33 2 1266,67 2,19 0,1543ns 

Error 6933,33 12 577,78 
  

Total 10600 17 
   

Análisis de la Varianza - Longitud de raíces 

F.V.          SC gl CM F p-valor 

Modelo.               24,85 5 4,97 4,14 0,020 

Hormona               8,57 2 4,28 3,57 0,061ns 

Concentracion         0,22 1 0,22 0,18 0,679ns 

Hormona*Concentracion 16,06 2 8,03 6,7 0,011* 

Error                 14,39 12 1,2 
  

Total                 39,24 17 
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Variable N R² R² Aj CV 

Número de 

raíces 
18 0,48 0,27 95,34 

 

Análisis de Varianza - Número de raíces 

 F.V.          SC gl CM F p-valor 

Modelo.               31,52 5 6,3 2,23 0,119ns 

Hormona               7,17 2 3,59 1,27 0,317ns 

Concentracion         1,84 1 1,84 0,65 0,436ns 

Hormona*Concentracion 22,51 2 11,25 3,98 0,047ns 

Error                 33,94 12 2,83 
  

Total                 65,46 17 
   

FUENTE: Elaboración propia 

 

Efectos de las hormonas AIA, ANA y AIB en el enraizamiento de microestacas de 

Prosopis pallida 

Hormona Variables evaluadas 

Porcentaje de enraizamiento (%) Longitud de raíces (cm) Número de raíces (cm) 

AIA     16,7 a 1,78 a 2,50 a 

ANA     20,0 a 0,19 a 0,96 a 

AIB     33,3 a 1,49 a 1,83 a 

 
Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 

 

FUENTE: Elaboración propia 

 

 

Efectos de la concentración de hormonas AIA, ANA y AIB en el enraizamiento de 

microestacas de Prosopis pallida 

Concentración 

(mg/L) 

Variables evaluadas 

Porcentaje de enraizamiento (%) Longitud de raíces (cm) Número de raíces (cm) 

1,0 20,00 a 1,26 a 2,08 a 

0,5 26,67 a 1,04 a 1,44 a 
Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 

 

FUENTE: Elaboración propia 
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Efecto de los tratamientos en el enraizamiento de microestacas de  Prosopis pallida 

Tratamiento Variables evaluadas 

Porcentaje de enraizamiento (%) Longitud de raíces (cm) Número de raíces (cm) 

t1                   0,0         a 0,00 a  0,00 a 

t2                 13,3 a 0,17 a b 0,40 a 

t3                 26,7 a 0,30 a b 0,73 a 

t4                 53,3 a 1,47  b 1,47 a 

t5                 13,3 a 0,08 a  0,20 a 

t6                 13,3 a 0,22 a b 0,27 a 

t7                20,0 a 0,60 a b 0,87 a 

Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 
 

FUENTE: Elaboración propia 
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ANEXO 16 

 

DATOS DEL ENSAYO DE ACLIMATACIÓN 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FUENTE: Elaboración propia 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FUENTE: Elaboración propia 

  

Tipo de 

sustrato 

Número de plántulas aclimatadas 

R1 R2 R3 

Jiffys  
9 9 10 

Premix 
10 10 10 

Tipo de 

sustrato 

Porcentaje de plántulas aclimatadas 

R1 R2 R3 

Jiffys  
90 90 100 

Premix 
100 100 100 
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ANEXO 17 

 

ANÁLISIS ESTADÍSTICO DEL PORCENTAJE DE ACLIMATACIÓN 

 

Variable  N R² R² Aj CV 

Porcentaje de aclimatación 6 0,5 0,38 4,22 

 

 

F.V.    SC gl CM F p-valor 

Modelo.  66,67 1 66,67 4 0,1161ns 

Sustrato 66,67 1 66,67 4 0,1161ns 

Error    66,67 4 16,67 
  

Total    133,33 5 
   

* = Significativo (p< 0,05)   ns = no significativo 

FUENTE: Elaboración propia 

 

Efecto del tipo de sustrato en la aclimatación de plántulas de  Prosopis pallida 

Sustrato 
Porcentaje de 

aclimatación 

Jiffys   93,33 a 

Premix   100  a 

 

Letras diferentes indican diferencias significativas entre tratamientos aplicando la prueba de Tukey (p<0,05) 

 

FUENTE: Elaboración propia 
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ANEXO 18 

 

FICHA TÉCNICA SUSTRATO PREMIX #8 

 

 

FUENTE: Maruplast (www.maruplast.com) 
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ANEXO 19 

 

FICHA TÉCNICA PASTILLAS JIFFYS  #30 

 

 

FUENTE: Maruplast (www.maruplast.com) 




