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RESUMEN 

Pinguicula moctezumae Zamudio & R.Z. Ortega (Lentibulariaceae) es una especie de 

plantas insectívoras endémicas de México. Al igual que otras especies de este género, se 

ha visto afectada por la alteración de su hábitat y al saqueo de las poblaciones silvestres 

por su valor ornamental.  

Se estableció un protocolo para la germinación de semillas in vitro de P. moctezumae 

evaluando el efecto del medio Murashige y Skoog (MS) a diferentes concentraciones  de 

todas sus sales (25%, 33%, 50%, 75% y 100%), sacarosa 30 g·L-1  y durante 30 días se 

registró el desarrollo ontogénico de las plántulas. El máximo porcentaje de germinación 

fue de 76.66% en el medio Murashige y Skoog al 50%.  

Para promover la micropropagación se utilizaron como fuente de explante hojas aisladas 

de diferentes tamaños, se seleccionaron hojas de 0.5 a 2 cm de largo (hojas chicas), y de 

2.5 a 3.5 cm (hojas grandes) procedentes de las plantas obtenidas en la germinación in 

vitro. Las hojas fueron sembradas en medio MS 50%, adicionado con Benciladenina (BA)  

(0, 0.1, 1 y 2 mg·L-1) en combinación con ácido naftalenacético (ANA) (0, 0.1 y 0.5 mg·L-1) 

(12 tratamientos). Después de dos meses de incubación se observó la formación de 

brotes. Se obtuvieron brotes en todos los tratamientos empleados. La combinación que 

promovió el mayor número de brotes, para ambos tamaños de hoja, fue 2 mg·L-1  BA  con 

0.5 mg·L-1  de ANA, con este tratamiento se registró un promedio de 7.75 brotes por hoja 

chica y 7.37 brotes por hoja grande. 

Se obtuvo un total de 234 plantas de la germinación de semillas in vitro y 629 plantas a 

partir de la micropropagación de esta especie. Algunas plantas presentaron problemas de 

oxidación durante su cultivo in vitro por lo que se determinó que las plantas necesitan 

cambiarse a un medio de cultivo nuevo en un periodo no mayor a cuatro meses para su 

conservación a largo plazo. Se estableció exitosamente la aclimatización a condiciones ex 

vitro con 94.4% de supervivencia cultivadas en una mezcla de peat moss/agrolita en 

proporción (2:1). 

Las plantas aclimatizadas formaron flores, frutos y semillas, las cuales fueron sembradas 

nuevamente en medio MS al 50% para determinar su viabilidad, y se observó que tanto 

las semillas producidas por plantas obtenidas de germinación in vitro, como aquellas 

obtenidas por micropropagación produjeron semillas viables. 
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1. INTRODUCCIÓN 

El género Pinguicula (Lentibulariaceae) está conformado aproximadamente por 85 

especies ampliamente distribuidas en el mundo, de las cuales 44 habitan en 

México. A pesar de que este país alberga aproximadamente el 50% de las 

especies registradas del género y más del 90% se consideran endémicas, son 

muy pocas las especies que son propagadas con fines comerciales. La gran 

mayoría de ellas son muy escasas en cultivo y sólo se tienen registros en 

herbarios o jardines botánicos, mientras que algunas otras han sido descritas 

recientemente (Zamudio y Ludlow-Weichers, 1993; Zamudio, 2001a; Espinosa-

Matías et al., 2005). 

No se conoce el estado de conservación de este género debido a la falta de 

estudios. Si bien algunas especies como Pinguicula moranensis están 

ampliamente distribuidas a lo largo del país (Zamudio, 1999), otras, como 

Pinguicula moctezumae, tienen una distribución muy restringida y los sitios en los 

que ha sido reportadas son escasos (Zamudio, 1994; Zamudio, 2005). 

Ninguna de las especies mexicanas y centroamericanas del género Pinguicula 

están protegidas por leyes de comercio o tráfico de especies en estas regiones, ni 

hay programas o acciones específicas para la protección de estas plantas. El 

incremento en el interés por el cultivo de estas especies con fines de ornato y 

como plantas cultivadas por coleccionistas representa un riesgo inminente para la 

supervivencia de especies microendémicas, principalmente por saqueos 

intensivos con fines comerciales (Zamudio, 2003). 
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El cultivo de tejidos vegetales (CTV) es una herramienta con alto potencial para 

lograr la propagación masiva de especies de interés comercial y/o económico, la 

regeneración de nuevos individuos puede llevarse a cabo vía organogénesis o 

embriogénesis somática (Jiménez, 1998; Pérez-Molphe-Balch et al., 1999). 

El objetivo de la presente investigación fue establecer la técnica de 

micropropagación de Pinguicula moctezumae a partir de explantes de hojas de 

plantas obtenidas por semillas in vitro. Los resultados obtenidos servirán de base 

para el futuro establecimiento y micropropagación de otras especies de este 

género. 

2. ANTECEDENTES 

2.1 Plantas insectívoras 

La insectivoría es un rasgo que ha evolucionado de forma independiente varias 

veces dentro de las angiospermas, y generalmente está asociada a hábitats 

húmedos o inundados y con suelos pobres en nutrientes como nitrógeno y fósforo. 

Estas limitaciones de bajos recursos en el suelo promovieron la aparición de 

plantas con sofisticadas adaptaciones que les permiten capturar insectos, los 

cuales les proveen de una fuente alternativa de nutrientes (Stewart Jr. y Nilsen, 

1993; Brewer et al., 2011). Son capaces de atrapar diversos artrópodos y otros 

tipos de invertebrados para absorber sus nutrientes y utilizarlos para su 

crecimiento y desarrollo (Brewer et al., 2011).  

Las características morfológicas que definen a la mayoría de las plantas 

insectívoras son: un sistema radicular pequeño, menor capacidad fotosintética, 
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menos eficiencia en el uso del nitrógeno fotosintético y menos competitividad en 

comparación con las plantas no insectívoras (Brewer et al., 2011). 

Las plantas en general secretan néctar (a través de nectarios florales y 

extraflorales) y olores dulces (en estructuras conocidas como osmóforos), o bien 

exhiben colores brillantes, en especial en las flores para atraer a los insectos 

polinizadores. Algunos géneros de plantas insectívoras (Cephalotus, Darlingtonia,  

Heliamphora, Sarracenia y Nepenthes) retoman estos mecanismos al poseer 

nectarios extraflorales (Juniper et al. 1989; Vogel 1998), pero en hojas altamente 

especializadas que funcionan a manera de trampas. Debido a la alta 

especialización de las hojas, los insectos atrapados, en la mayoría de los casos, 

son incapaces de escapar (Millett et al., 2003). 

Existen diferentes formas en las que las plantas insectívoras capturan a los 

insectos; se describen cinco tipos de trampas propuestas por Slack y Gate (1980): 

 Trampas adhesivas en los géneros Byblis, Drosera, Drosophyllum, 

Pinguicula y Triphyophyllum, las cuales producen un mucílago pegajoso.  

 Trampas en forma de bisagra en Aldrovanda y Dionaea, con rápidos 

movimientos en sus hojas que encierran a  sus presas.  

 Trampas en forma de jarro en Cephalotus, Darlingtonia, Heliamphora, 

Nepenthes y Sarracenia, que ahogan a los insectos en un líquido con 

enzimas digestivas y bacterias que los degradan. 

 Trampas de nasa en Genlisea y Sarracenia psittacina, que consisten en 

tubos en donde los insectos entran y por medio de tricomas son dirigidos 
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hacia los órganos digestivos de la planta, de modo que el insecto no puede 

regresar. 

 Trampas de succión en Utricularia, las cuales consisten en utrículos que 

atrapan al insecto por medio de un vacío interno.  

 

2.2 Familia Lentibulariaceae 

La familia Lentibulariaceae, perteneciente al orden de las Lamiales, comprende 

aproximadamente 326 especies, distribuidas en tres géneros: Utricularia (220 

especies), Pinguicula (85 especies) y Genlisea (21 especies). Son plantas 

herbáceas, anuales o perennes, que pueden ser terrestres, acuáticas o epífitas. 

Todas ellas son insectívoras, y comprenden la familia con más especies de 

plantas insectívoras (Müller et al., 2006).  

En México se encuentran representados los tres géneros: Pinguicula con 44 

especies (Zamudio y Ludlow-Weichers, 1993), Utricularia con 20 especies 

(Zamudio y Olvera, 2009), y Genlisea con una especie (Olvera y Martínez, 2002). 

 

2.3 Características del género Pinguicula 

Todas las especies de Pinguicula presentan un tallo vertical corto que da lugar a 

una roseta basal de hojas compactas más o menos ovaladas y pueden crecer al 

nivel del suelo o levantarse oblicuamente. Las hojas de las rosetas varían de 

tamaño, desde un par de centímetros de diámetro como en P. crenatiloba, hasta 

30 cm de diámetro como en P. gigantea. Hay algunas especies anuales, sin 

embargo la mayoría son perennes, y todas tienen raíces adventicias fibrosas. Son 
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plantas con amplia distribución en el mundo, algunas viven en regiones árticas, 

alpinas o templadas del hemisferio Norte y América central, así como en la región 

del Caribe, cruzando el Ecuador, hasta algunas regiones de los Andes 

Sudamericanos. También están presentes en prácticamente toda Europa, el norte 

de Rusia y algunas regiones de Asia oriental (Legendre, 2000).  

Crecen en suelos húmedos, generalmente con  pH ácido, como los encontrados 

en pantanos; o bien en suelos alcalinos cercanos a cuerpos de agua, protegidas 

de la luz directa del sol. Pueden encontrarse también como plantas epífitas sobre 

troncos de árboles colonizados por musgo, al igual que sobre laderas totalmente 

verticales de roca con musgo al cual se aferran. Se han encontrado plantas desde 

el nivel del mar, hasta 4100 msnm, como P. alpina en los Himalayas (Hajra y Rao, 

1990). Las diferentes especies de Pinguicula se encuentran adaptadas a un 

amplio rango de temperaturas (Legendre, 2000). 

De acuerdo a Casper (1966) y Steiger (1975), las especies de este género se 

pueden agrupar en dos categorías principales, según su ciclo de crecimiento anual: 

tropicales y de clima templado (estas últimas llamadas nórdicas o alpinas), las 

cuales difieren de las tropicales por la presencia o ausencia de la roseta de 

invierno, denominada hibernáculo. Para ambos tipos de crecimiento, las hojas de 

verano e invierno pueden ser similares (homófilas) o diferentes (heterófilas) (Fig. 

1), de modo que se distinguen cuatro grupos de especies (Legendre, 2000): 

 

 Tropicales homófilas (P. chilensis, P. emarginata, P. filifolia) 
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 Tropicales heterófilas (P. acuminata, P. gypsicola, P. moctezumae) 

 Templadas homófilas (P. alpina, P. leptoceras, P. villosa) 

 Templadas heterófilas (P. balcanica, P . longifolia, P. mundi) 

 

 

 

Los hibernáculos de las especies templadas no son insectívoros, es decir no son 

capaces de atraer, atrapar y digerir organismos en esta fase, están formados por 

hojas muy estrechas, y en algunos casos están enterrados ligeramente en el 

sustrato para sobrevivir a periodos de congelación (Fig. 2). Durante la época 

invernal este tipo de plantas pueden formar propágulos en la base del hibernáculo, 

Fig. 1. Tipos de rosetas. (A) Rosetas de verano y (B) Rosetas de invierno de Pinguicula 

moranensis, una especie heterófila, (C) Pinguicula emarginata, una especie homófila, 
cuya roseta no difiere a lo largo del año. Fotografías: Claudio A. Castañón Suárez. 

A 

C 

B 
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que son pequeñas plantas latentes que se desprenden con facilidad y funcionan 

como un método de reproducción vegetativa (Studnicka, 1991).  

Por otra parte, en la mayoría de los casos, las rosetas de invierno de las especies 

mexicanas tienen hojas suculentas (hojas que tienen la capacidad de retener agua) 

que les permiten sobrevivir a los inviernos secos típicos de su hábitat. Esta 

característica es única y contrasta con otras especies del género  y con las plantas 

insectívoras en general, las cuales viven en ambientes húmedos durante todo el 

año. Poseen un hibernáculo fotosintético formado por hojas suculentas que se 

desprenden fácilmente y son capaces de regenerar plantas nuevas, de modo que 

funcionan como reservorios de agua y como medio de propagación y dispersión 

vegetativa (Studnicka, 1991; Legendre, 2000). 
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Todas las especies producen flores solitarias muy atractivas. Están compuestas 

por una corola tubular con cinco lóbulos, los cuales varían en tamaño y forma 

según la especie, y de la base del tubo se proyecta o se forma un espolón (o 

nectario) más o menos largo cerca del punto de unión de la corola al receptáculo. 

La corola puede ser blanca, rosa, morada, lavanda, violeta, púrpura, amarilla o 

una combinación de estos colores, y con venas más o menos pronunciadas. Las 

semillas se producen en cápsulas normalmente suborbiculares. Los frutos rara vez 

sobrepasan el tamaño de los sépalos y albergan entre 20 y 100 semillas 

(Legendre, 2000). 

B A 

C 

Fig. 2. Comparación morfológica entre roseta de verano (A) y de invierno (B) de 
Pinguicula grandiflora, una especie de clima templado. (C y D), Pinguicula cyclosecta, 
una especie tropical mostrando las diferencias morfológicas entre las hojas de verano 
(C) y las de invierno (D). Fotos: Tomadas de página en red: ICPS, 2012. 
 

D 
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Específicamente, las especies mexicanas poseen una enorme diversidad de 

formas, desde plantas con hojas redondeadas y pequeñas, que no superan los 5 

cm de diámetro, como P. esseriana, otras alcanzan un tamaño de hasta 20 cm de 

diámetro, como P. moranensis (Zamudio, 1999), y también algunas de hojas 

lanceolado-lineares como en el caso de P. calderoniae, P. gypsicola y P. 

moctezumae  (Fig. 3) (Zamudio y Ortega, 1994; Legendre 2000; Zamudio, 2001b). 

   

 

 

 

Fig. 3. Diversidad de formas de rosetas de verano del género Pinguicula (A) P. 

esseriana, (B) P. moranensis y (C) P. moctezumae. Fotografías: Claudio A. Castañón 
Suárez 

A 

C 

B 
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2.4 Mecanismo de insectivoría en Pinguicula 

No es clara la manera en que las hojas de Pinguicula atraen a los insectos, pero 

se sugiere que el brillo que provocan las gotas de mucílago participan en el 

proceso de atracción de las presas (Legendre, 2000). Darwin (1875) demostró que 

las hojas tienen la capacidad de moverse en respuesta a la presencia de los 

insectos atrapados. Estos movimientos son lentos, de manera que les toma horas 

o incluso días el completar el doblamiento de la hoja. Si bien este movimiento no 

participa en la captura, ayuda a incrementar el área de contacto de las glándulas 

digestivas con la presa y a que el animal cambie de posición sobre la hoja, para 

una mejor digestión y absorción de los nutrientes. 

En la superficie adaxial de las hojas, 

pedicelos y sépalos de Pinguicula, 

se presentan dos tipos de glándulas: 

las glándulas pedunculadas y las 

glándulas sésiles (Fig. 4), que son 

las que les permiten atrapar y digerir 

a sus presas. Las glándulas 

pedunculadas secretan un mucílago 

espeso, que es el encargado de 

atrapar a las presas hasta dejarlas 

inmóviles para posteriormente 

ahogarlas en el líquido y tienen un 

papel mínimo en la digestión, que es llevada a cabo por las glándulas sésiles. 



20 
 

Estos dos tipos de glándulas son derivados epidérmicos y difieren una de la otra 

en cuanto al tamaño y número de células que las conforman, las glándulas 

pedunculadas presentan de 8 a 32 células, mientras que las sésiles presentan de 

4 a 8 células  (Legendre,   2000). 

Una vez que un insecto es atrapado e 

inmovilizado, éste es bañado en un 

pequeño exudado de enzimas digestivas 

que producen las glándulas sésiles (Fig. 

5). Este mecanismo no ocurre en toda la 

hoja, solamente en el lugar en donde el 

insecto fue capturado. La hoja además 

es selectiva y sólo secreta enzimas 

digestivas ante una presa verdadera, y 

no lo hace si llegase a atrapar algún material inerte como por ejemplo, un grano de 

arena. Esto debido a que reacciona ante sustancias nitrogenadas (iones amonio o 

grupos amino) provenientes de la presa. Este reconocimiento también le permite 

digerir restos de plantas tales como polen y hojarasca. Se ha postulado que la 

secreción también puede ser activada por el movimiento de los insectos vivos en 

un intento por escapar (Heslop-Harrison y Heslop-Harrison, 1981). 

2.5 Fenología, hábitat y distribución de Pinguicula moctezumae 

Pinguicula moctezumae (Descripción botánica: Anexo I) crece sobre concreciones 

de carbonato de calcio, en laderas calizas, en el lecho de arroyos o en paredes 

con escurrimiento de agua, a una altitud de entre 900 y 1100 msnm. Presenta 
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floración durante todo el año y al parecer permanece con las hojas de verano 

mientras exista suficiente humedad en el medio; cuando el agua falta y los sitios 

en que habita se secan, forma una roseta de resistencia compacta que le permite 

sobrevivir a lo largo de la temporada seca. En cuanto se restablece la humedad 

reaparecen las hojas estivales (Zamudio, 2001a).  

Pinguicula moctezumae es una especie que sólo se ha encontrado en el cañón del 

Río Moctezuma, en el tramo entre la cortina de la Presa Hidroeléctrica Zimapán y 

el Poblado La Mora (Fig. 6), por lo cual es una especie microendémica. Aunque la 

planta es abundante localmente, es muy rara y los sitios en que se conoce son 

escasos, por lo que se considera vulnerable a la extinción (Zamudio, 2001a; 

Zamudio, 2005). 

 

 

2.6 El cultivo de tejidos vegetales como estrategia de conservación 
Fig. 6. Distribución conocida de Pinguicula moctezumae (tomado de Zamudio 2001a). Se 
observa que esta especie se distribuye únicamente entre los estados de Hidalgo y Querétaro. 
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2.6 El cultivo de tejidos vegetales como estrategia de conservación 

Inicialmente las técnicas del cultivo de tejidos vegetales (CTV) se desarrollaron 

como un medio rápido y exitoso para propagar vegetativamente especies de 

interés hortícola, agrícola, forestal (Collin y Edwards, 1998) o especies con fines 

ornamentales como las orquídeas (Mauseth, 1977), sin embargo, en la actualidad 

se emplea para una gran cantidad de especies ya sea para su comercio, 

conservación o investigación. 

El CTV permite el establecimiento, regeneración y desarrollo de cualquier parte de 

una planta, desde una célula, hasta un órgano completo (Pérez-Molphe-Balch et 

al., 1999), ya sea de ápices de raíz y de tallo, primordios de hoja, flores, frutos 

inmaduros, órganos aislados, embriones maduros o inmaduros, segmentos de 

tallo y hoja y algunas veces ovarios, óvulos, anteras y polen, en condiciones 

asépticas, controladas y en medios nutritivos adecuados (Evans, 1990; Pérez-

Molphe-Balch et al., 1999).  

En el siglo XIX, Haberlandt (1902) cultivó células aisladas de plantas y postuló el 

principio de la “Totipotencialidad celular”, el cual establece que a cualquier célula, 

si se le provee de las condiciones nutricionales adecuadas, será capaz de 

regenerar una planta completa (Brown y Charlwood, 1990; Doods y Roberts, 1995); 

siendo este postulado la base teórica de los métodos y técnicas de cultivo in vitro 

actuales (Jiménez, 1998; Pérez-Molphe-Balch et al., 1999). En el proceso de 

regeneración vegetal se ven implicados factores genéticos, fisiológicos y 

bioquímicos; además de requerimientos nutritivos como sales orgánicas ya sean 

macro y micronutrientes, vitaminas, aminoácidos y reguladores de crecimiento, 

principalmente auxinas y citocininas. En las técnicas de cultivo de tejidos se han 
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empleado diversos medios de cultivo nutritivos para la propagación de muchas 

especies, siendo algunos de ellos el medio Knudson C (1946), White, Vacin y 

Went, Murashige y Skoog, entre otros. Este último, fue formulado por Murashige y 

Skoog (1962) y con él fue posible establecer el cultivo y obtener un rápido 

crecimiento de células de tabaco (Nicotina tabacum). Este medio es conocido 

como “MS” (por las iniciales de los investigadores) y consiste en una solución de 

nutrientes minerales (alta concentración de nitrógeno), vitaminas, fuente de 

carbono (Ver anexo II) (Murashige y Skoog, 1962; Starling y Dodds, 1983; Merino, 

1991; Debergh et al., 1994). Los nutrientes minerales son esenciales y permiten el 

crecimiento y desarrollo de una planta in vivo y por lo tanto cumple con las 

características apropiadas para que se germinen y cultiven una gran cantidad de 

tejidos de diferente especies (Pérez-Molphe-Balch et al., 1999). En la actualidad 

este medio es el más usado y se le atribuye un gran potencial para soportar todas 

las fases de la organogénesis (Mauseth, 1977).  

Es importante la fuente de material vegetal o explante a utilizar (Collin y Edwards, 

1998). Un explante es todo aquel órgano, tejido o segmento (semilla, embrión, 

hoja, tallo, cotiledón, raíz u órgano reproductor), que es utilizado para el inicio del 

CTV (Pérez-Molphe-Balch et al., 1999). 

El CTV permite la obtención de miles de plantas en un tiempo relativamente corto. 

Esta característica es de suma importancia para fines de producción, investigación, 

horticultura, entre otras, ya que la producción masiva de plantas ayuda a evitar la 

colecta de aquellas que están en alguna categoría de amenaza o riesgo en sus 

ambientes naturales, y ayuda a que las poblaciones que estén perturbadas se 
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repongan si las plantas propagadas por estas técnicas son reintroducidas a su 

hábitat natural.  

El CTV es utilizado como herramienta fundamental en un número importante de 

áreas y técnicas de la investigación y la producción vegetal, todas ellas 

relacionadas con lo que actualmente se conoce como biotecnología vegetal. 

Algunas de las aplicaciones más importantes son (Chawla, 2009):  

 Estudios básicos de anatomía, desarrollo y nutrición vegetal. 

 Variación somaclonal y gametoclonal a través de selección celular. 

 Aislamiento de protoplastos, utilizado para realizar fusión celular 

(hibridación somática) e ingeniería genética. 

 Producción de plantas haploides a través de cultivo de anteras, polen, 

ovarios u óvulos aislados. 

 Rescate de óvulos fecundados y embriones de cruzamientos 

interespecíficos e intergenéricos. 

 Ingeniería Genética: incluye todas las técnicas que utilizan organismos 

vivos o sus componentes para producir o modificar sus productos 

(producción de líneas transgénicas). 

 Micropropagación vegetal o propagación in vitro. 

 Embriogénesis somática. 

 Cultivo de meristemos para la eliminación de virus y enfermedades 

presentes en las plantas. 

 Producción de fitoquímicos o producción de sustancias de metabolismo 

secundario. 
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Otras ventajas de la micropropagación son: la obtención de plantas libres de 

patógenos, la posibilidad de propagar plantas imposibles de reproducir 

vegetativamente en cultivo convencional y el uso de un espacio reducido de 

almacenamiento (Hartmann et al., 1990; Debergh y Zimmerman, 1991). 

2.7 Micropropagación 

Se han desarrollado diversas técnicas de propagación vegetativa debido a la 

necesidad de producir plantas genéticamente iguales, con el fin de retener 

características a la especie vegetal en cuestión.  

La micropropagación puede definirse como la propagación in vitro de plantas a 

partir de células o tejidos en un ambiente controlado,  por medio de técnicas 

asépticas,  el uso de recipientes apropiados y un medio definido (Debergh y 

Zimmerman, 1991): 

Un protocolo de micropropagación se divide en cinco etapas  

 Etapa 0 - Selección del material vegetal 

 Etapa 1.- Establecimiento in vitro 

 Etapa 2.- Inducción y proliferación de brotes (multiplicación) 

 Etapa 3.- Elongación y enraizamiento de los brotes 

 Etapa 4.- Aclimatización 

Etapa 0: Consiste en la selección y preparación del material vegetal que se va a 

propagar. La planta madre debe estar sana y debe ser competente, es decir, 

capaz de generar nuevos individuos. Se recomienda cultivar las plantas madre en 
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invernaderos controlados para evitar plagas o contaminaciones antes de iniciar el 

cultivo in vitro, aunque también el explante inicial puede provenir de plantas 

previamente establecidas in vitro (Debergh y Zimmerman, 1991). 

Etapa 1: Consiste en el establecimiento del cultivo en condiciones asépticas (sin 

contaminaciones) y la producción de una cantidad considerable de explantes con 

una alta capacidad de proliferación. La edad fisiológica del explante y su tamaño 

son factores de suma importancia en esta etapa (Debergh y Zimmerman, 1991). 

Para evitar la contaminación del medio de cultivo y de los explantes seleccionados 

antes de la inoculación a un medio estéril, el material vegetal o explante se somete 

a un lavado con detergente y a un proceso de desinfección en soluciones como 

etanol, hipoclorito de sodio, agua oxigenada, cloruro de mercurio, nitrato de plata, 

fungicidas, antibióticos, entre otros. Las concentraciones y tiempos de exposición 

varían dependiendo del tipo de material vegetal. También es común el uso de 

soluciones surfactantes como el Tween80® para romper la tensión superficial del 

agua y permitir a las soluciones estar en contacto directo con el material vegetal 

(Debergh y Zimmerman, 1991). El medio de cultivo consiste de un material de 

soporte (gelificantes como agar, papel filtro), una mezcla de sales con los 

elementos esenciales (macronutrientes) y los elementos traza (micronutrientes), 

una fuente de carbono (generalmente sacarosa) y suplementos vitamínicos. Es 

recomendable usar como explantes fragmentos de plantas jóvenes o de plántulas 

obtenidas por semillas germinadas in vitro, debido a que su potencial 

morfogenético es mayor y se reduce considerablemente la incidencia de 

contaminación tanto bacterial como fúngica. Después de varias semanas en 
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cultivo y dependiendo del crecimiento de la planta, la masa vegetal es dividida y 

subcultivada en medio de cultivo fresco. Ese proceso se repite hasta que un 

cultivo uniforme y de crecimiento regular se produce. En este momento los 

explantes están listos para la siguiente etapa (Hartmann et al., 1990). 

Etapa 2: En esta etapa se induce la formación y proliferación de brotes 

adicionando hormonas al medio de cultivo. Las hormonas más empleadas en la 

micropropagación son las auxinas y las citocininas. Las auxinas generalmente se 

utilizan para promover la formación de callo (masa amorfa de células 

indiferenciadas) e inducen la formación de raíces; entre las empleadas con mayor 

frecuencia se encuentran el Ácido Naftalenacético (ANA), el Ácido 2,4-

Diclorofenoxiacético (2,4-D) y el Ácido Indolacético (AIA). Las citocininas son 

utilizadas para romper la latencia de las yemas axilares, y en general en la 

proliferación de brotes; algunas de las más utilizadas son la Benciladenina (BA) y 

la Kinetina (K). En la inducción y proliferación de brotes generalmente se emplea 

una mayor concentración de citocininas respecto de las auxinas, sin embargo, es 

necesario determinar el balance hormonal más adecuado para cada especie 

(Hartmann et al., 1990; Debergh y Zimmerman, 1991). 

Etapa 3: La tercera etapa consiste en la elongación y el enraizamiento de los 

brotes producidos. Comúnmente la elongación puede obtenerse al transferir los 

brotes de un medio de multiplicación a un medio adecuado para su elongación. El 

enraizamiento puede llevarse a cabo in vitro a la par de la elongación o puede ser 

ex vitro. Generalmente para el enraizamiento in vitro se necesita un medio con 

altos niveles de auxinas y con bajos o nulos niveles de citocininas.  
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Etapa 4: La última etapa consiste en la aclimatización de las plantas obtenidas a 

un ambiente ex vitro, mediante este proceso se pretende maximizar su 

sobrevivencia. Las plántulas en condiciones in vitro son en gran parte heterótrofas, 

debido a la fuente de carbono provista en el medio de cultivo, y por tanto, su 

actividad fotosintética es muy baja. Además, las condiciones propias del cultivo in 

vitro pueden inducir alteraciones morfofisiológicas en las plantas como lo es la 

baja funcionalidad de los estomas, la escasa producción de ceras epicuticulares, e 

hiperhidratación, debido a que están expuestas a una alta humedad relativa. Bajo 

esta situación, las plantas in vitro son extremadamente sensibles al cambio a 

condiciones ex vitro. Es por eso que en esta última etapa, las plantas deben 

mantenerse en un ambiente con una alta humedad relativa y gradualmente 

exponerse a un ambiente más aproximado al natural (Hartmann et al., 1990; 

Debergh y Zimmerman, 1991). 

2.8 Reguladores de crecimiento vegetal 

Los reguladores de crecimiento vegetal son compuestos orgánicos que influyen en 

el crecimiento y desarrollo. Por lo general actúan en un lugar diferente en el que 

son producidos. Están presentes en múltiples tejidos vegetales y son activos en 

muy pequeñas cantidades. Se les conoce como hormonas vegetales a los 

sintetizados de forma natural por las plantas, aparte de estos productos naturales, 

se han desarrollado también otros de tipo sintético que pueden tener una actividad 

semejante a los primeros. Al conjunto de hormonas vegetales naturales y 

sintéticas se les denomina reguladores de crecimiento vegetal y son los 
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responsables de la diferenciación, crecimiento y funcionamiento de todos los 

órganos de la planta (Pierik, 1990). 

Existen varias clases de reguladores de crecimiento, algunos muy bien conocidos 

y denominados "clásicos " como son: auxinas, citocininas, giberelinas, etileno y 

ácido abscísico (George et al., 2008). También existen otros reguladores de 

crecimiento cuyos efectos han sido recientemente descritos entre los cuales se 

encuentran: los brasinoesteroides, jasmonatos  y el ácido salicílico (Symons et al., 

2007; Chawla, 2009). 

En el CTV se agregan reguladores de crecimiento a los medios para obtener una 

mayor respuesta en el tejido o incluso manipular el desarrollo de una planta. Los 

más usados son las auxinas y las citocininas. El crecimiento de las plantas in vitro 

y su morfogénesis, son el resultado de la interacción de los reguladores 

adicionados al medio de cultivo (exógenos) y los producidos por la planta de 

manera endógena. (Gaspar et al., 1996; Evans et al., 2003; Razdan, 2003) 

2.8.1 Auxinas 

Las auxinas son sintetizadas en las yemas, hojas jóvenes, frutos y embriones. En 

el CTV tienen diversas aplicaciones dependiendo de su concentración y el tipo de 

explante empleado. Tienen la capacidad de inducir la producción de callo y raíces, 

así como el crecimiento de tallos. Están relacionadas con la dominancia apical, 

elongación y división celular en el cambium vascular, promueven la síntesis de la 

pared celular. Junto con las citocininas, las auxinas estimulan la diferenciación del 
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xilema y floema. En altas concentraciones exógenas pueden inducir la 

embriogénesis somática (Evans et al., 2003). 

En condiciones in vitro, altas concentraciones de estos reguladores pueden 

resultar tóxicas, en gran parte porque éstas estimulan la producción de etileno, el 

cual provoca la inhibición del crecimiento. Las auxinas más empleadas son: Ácido 

Naftalenacético (ANA), ácido 2,4-Diclorofenoxiacético (2,4-D),  ácido Indolacético 

(AIA) y ácido Indolbutírico (AIB) (Gaspar et al., 1996; Evans et al., 2003; Trigiano y 

Gray, 2004). 

2.8.2 Citocininas 

Las citocininas se sintetizan de manera natural en zonas meristemáticas de raíces 

y embriones. Promueven la división y expansión celular. Rompen la dominancia 

apical y contrarrestan la latencia de la semilla. En condiciones in vitro promueven 

la diferenciación en el callo. Altas concentraciones de citocininas in vitro pueden 

inhibir el desarrollo de raíces y la formación de brotes muy pequeños los cuales no 

logran desarrollarse y alcanzar la madurez. Las citocininas más utilizadas son 

Benciladenina (BA), Kinetina (Kin), Dimetilaminopurina (2iP) y Zeatina (Z) (Gaspar 

et al., 1996; Haberer y Keiber, 2002; Trigiano y Gray, 2004). 

La principal función de las auxinas y citocininas es reprogramar a las células que 

se han diferenciado. La reprogramación celular consiste en una desdiferenciación 

de las células para después rediferenciarse a una nueva ruta de desarrollo de la 

planta. 
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El crecimiento y la organogénesis in vitro están altamente relacionadas con los 

reguladores endógenos y exógenos. A menudo es necesario llevar a cabo barridos 

hormonales que consisten en formar gradientes de diferentes concentraciones con 

uno o varios reguladores de crecimiento para determinar la combinación y 

concentración de reguladores que promueva la respuesta deseada. Las 

interacciones suelen ser complejas y más de una combinación de ambos 

reguladores de crecimiento puede producir los mejores resultados (Pollard y 

Walker, 1990). 

 

2.9 Micropropagación de plantas insectívoras 

El cultivo in vitro de plantas insectívoras cobra importancia cuando se necesita 

material vegetal en grandes cantidades con fines de investigación o extracción de 

metabolitos secundarios, en especial cuando sus poblaciones son escasas (Perica 

y Berljak, 1996). Se ha establecido el cultivo in vitro en varias especies de plantas 

insectívoras en especies del género Drosera, debido a que producen plumbagina, 

un fitoquímico extraído con fines farmacéuticos por sus actividades 

antiespasmódicas y antibióticas (Bonnet et al.,1984b; Crouch et al., 1990; Gupta et 

al., 1993). 

Las especies del género Drosera que se han cultivado in vitro exitosamente son: D. 

binata La Billardiere (Caniato et al., 1989; Anthony, 1992), D. capensis L. (Caniato 

et al., 1989; Crouch et al., 1990; Anthony, 1992), D. natalensis Diels (Crouch y Van 

Staden, 1988; Crouch et al., 1990; Finnie y Van Staden, 1993), Drosera regia 
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Stephens (Janssens, 1986), D. rotundifolia L. (Simola, 1978; Bonnet et al., 1984a; 

Kukulczanka y Czastka, 1987; Anthony, 1992; Bobák et al., 1995), y D. spatulata 

Labill. (Blehová et al., 1990, 1992). 

Las naftoquinonas son otro tipo de compuestos secundarios, empleados en 

remedios tradicionales para ciertos tipos de tos. Son producidas por Dionaea 

muscipula J. Ellis (también conocida como Venus atrapamoscas), las cuales se 

pueden extraer a partir de células en suspensión y cultivo in vitro de esta especie 

(Hook, 2001; Marczak et al., 2005). El establecimiento in vitro de esta planta se ha 

logrado exitosamente usando tallos florales como explantes (Teng, 1999) y un 

método de micropropagación se ha establecido a partir del cultivo de ápices (Jang 

et al., 2003). 

Nepenthes khasiana Hooker es la única una planta insectívora de este género en 

la India, la cual posee propiedades medicinales y se encuentra en peligro de 

extinción. Se ha propagado in vitro empleando yemas axilares (Latha y Seeni, 

1994). Otra especie del mismo género propagada in vitro a partir de semillas es N. 

albomarginata, cuyas plantas fueron posteriormente cortadas y tratadas con 

reguladores de crecimiento como ANA y BA (Sukamto et al., 2011). 

Ko et al. (2010) describieron un método para la micropropagación de Cephalotus 

follicularis Labill a partir de cultivo de raíces e incrementaron la producción masiva 

de esta especie usando medio Murashige y Skoog (MS) con distintas 

concentraciones de macronutrientes. Posteriormente Tuleja et al. (2014) 

establecieron protocolos para mejorar las condiciones in vitro en las que esta 
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planta crece debido a que no se desarrolla de forma normal en presencia de altas 

concentraciones de nitrógeno provenientes del medio MS. Se ha observado que 

las plantas cultivadas in vitro producen trampas muy pequeñas y se encuentran 

formando brotes constantemente. Los autores redujeron la concentración del 

medio MS al 25% y las plantas se desarrollaron con una apariencia similar a las 

plantas ex vitro, aunque aún presentaron una apariencia débil. 

Los trabajos sobre cultivo in vitro en el género Pinguicula son escasos (Tabla. 1). 

El primer reporte fue el de Adams et al. (1979) quienes trabajaron con P. 

moranensis Kunth usando hojas como explante. Por su parte Davies (1993), 

reportó el establecimiento in vitro de diversas especies de Pinguicula, empleando 

medio MS sin la adición de reguladores de crecimiento, y logró obtener hasta 100 

plantas de P. esseriana B. Kirchn a partir de sólo dos hojas como explante inicial. 

Posteriormente Gonçalves et al. (2008) consiguió la propagación in vitro de P. 

lusitanica, una especie medicinal de la Península Ibérica, de gran valor 

farmacéutico y con capacidad de propagación vegetativa muy limitada. Coelho 

(2009) repitió la micropropagación de P. lusitanica L. e hizo ensayos con P. 

vulgaris L., además de otras especies insectívoras como Drosera intermedia 

Hayne y D. rotundifolia L. a partir de semillas germinadas in vitro, con el fin de 

evaluar la capacidad antioxidante de los compuestos producidos por el material 

vegetal. Debido a la escasez de material vegetal de P. vulgaris, esta especie se 

descartó y sólo se evaluó a P. lusitanica, la cual mostró una mayor actividad 

antioxidante, comparada con D. intermedia y D. rotundifolia, lo cual abrió nuevas 
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posibilidades de considerar al género Pinguicula como una fuente potencial de 

antioxidantes. 

 Clapa et al.  (2010) lograron la inducción de brotes a partir de hojas y ápices de P. 

vulgaris, una especie europea, empleando los medios MS (Murashige y Skoog, 

1962) y DKW (Driver y Kuniyuki, 1984) a distintas concentraciones de Kinetina y 

BAP, utilizando diferentes agentes gelificantes (Agar vegetal e Isubgol). Los 

mejores resultados se obtuvieron del cultivo de hojas de verano en medio MS 100% 

gelificado con agar y únicamente con 0.1 mg·L-1 de BAP (97.4 brotes por explante). 

Saetiew et al. (2011) estudiaron los efectos de diferentes concentraciones de 

Bencil Adenina (BA) y Ácido Naftalenacético (ANA)  en la inducción de brotes a 

partir de hojas de Pinguicula gigantea, una especie mexicana.  Obtuvieron un 

máximo de 27.75 brotes por explante de hoja en medio MS 100% adicionado con 

2/0.1 mg·L-1 BA/ANA. 

Grevenstuk y Romano (2012) establecieron P. vulgaris a partir de la germinación 

de semillas en medio MS al 25% y posteriormente evaluaron el efecto de BA y 

Zeatina. Reportan que esta especie se desarrolla mejor sin la adición de 

reguladores de crecimiento en  medio MS 25%. 
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Tabla 1: Trabajos de propagación in vitro de diferentes especies del género Pinguicula. 

 

3. JUSTIFICACIÓN 

Debido a que son nulos los estudios sobre la germinación de semillas y cultivo in 

vitro de Pinguicula moctezumae Zamudio & R.Z. Ortega (Lentibulariaceae), 

especie de distribución restringida, y por lo tanto vulnerable a la extinción, se 

empleará el cultivo de tejidos vegetales como una estrategia para su propagación 

y conservación. 

4. OBJETIVOS 

4.1 Objetivo general 

Determinar las condiciones experimentales adecuadas para la propagación in vitro 

de Pinguicula moctezumae Zamudio & R.Z. Ortega (Lentibulariaceae). 

4.2 Objetivos particulares 

 Establecer la técnica de desinfección para las semillas y definir el medio de 

cultivo más apropiado para la germinación de éstas. 
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 Evaluar a través de un barrido hormonal, la combinación de 

bencilaminopurina (BA)  y ácido naftalenacético (ANA) que promueva la 

mayor formación de brotes.  

 Evaluar la respuesta de explantes de hoja de dos tamaños diferentes. 

 Realizar el establecimiento ex vitro de las plantas obtenidas por 

germinación in vitro y micropropagación. 

 

5. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

5.1. Material biológico 

Se obtuvieron semillas de Pinguicula moctezumae obtenidas a partir de 

polinizaciones controladas (Autopolinización manual de P. moctezumae: Véase 

Anexo III) de plantas cultivadas en condiciones de invernadero. Dichas semillas se 

colectaron entre los meses de agosto y octubre de 2013 y se almacenaron a 

temperatura ambiente en bolsas de papel hasta su siembra. 

5.2 Establecimiento y germinación in vitro de semillas 

Para las pruebas de germinación se utilizó medio de cultivo MS (Murashige y 

Skoog, 1962) (Composición del medio MS: Véase Anexo II) en las siguientes 

concentraciones: 25%, 33%, 50%, 75% y 100% de sus sales a todos los medios 

se les agregó  30 g·L-1 de sacarosa, se ajustó el pH entre 5.7-5.8 y se adicionó 

con 8 g·L-1  de agar bacteriológico Bioxón ®. Los medios se esterilizaron durante 

18 minutos en autoclave a 120°C y con bajo una presión de 1.5 Kg·cm-2. 
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Para evitar que se perdieran las semillas durante el proceso de desinfección, se 

colocaron 30 semillas de P. moctezumae en sobres de papel filtro de 2 x 2 cm, 

que a su vez se introdujeron en otros sobres de papel filtro de mayor tamaño que 

se cerraron con grapas. La técnica de desinfección consistió en sumergir los 

sobres en una solución de etanol 70% (v/v) durante 30 segundos, seguido de cloro 

comercial al 10% (v/v) (6% de cloro activo) adicionado con tres gotas de Tween-80 

durante 15 minutos, todo el proceso en constante agitación. Posteriormente en 

condiciones asépticas se realizaron cuatro enjuagues de un minuto cada uno con 

agua destilada esterilizada. Se sembraron 30 semillas por caja petri con 30 ml de 

medio con las diferentes concentraciones de sales (MS 25%, MS 33.33%, MS 

50%, MS 75% y MS 100%), se sembraron tres cajas por tratamiento, 

constituyendo un total de 15 cajas,  

Se  registró el número de semillas germinadas por tratamiento a lo largo de siete 

semanas y se consideró como criterio de germinación cuando emergió la radícula. 

Se llevó a cabo el registro fotográfico de este proceso cada ocho días con ayuda 

de una cámara digital instalada en un microscopio estereoscópico Leica LAS EZ 

4HD. 

 

5.3 Elongación de plantas y micropropagación 

Para promover el crecimiento de las plántulas obtenidas de la germinación, 

después de permanecer entre tres y seis meses en el medio de germinación (en 

cajas Petri), se transfirieron a medio MS 50% sin reguladores de crecimiento 
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(medio de elongación, en frascos Gerber®), donde permanecieron durante dos 

meses. 

Aquellas que alcanzaron una roseta de 2 a 5 cm de diámetro (Fig. 7A y B) se 

seleccionaron para obtener dos tipos de explantes: hojas chicas (de 0.5 a 2 cm de 

largo) y hojas grandes (de 2.5 a 3.5 cm de largo) (Fig. 7C). Las hojas se 

individualizaron con ayuda de pinzas, tirando de arriba hacia abajo las hojas para 

desprenderlas completamente sin romperlas. Se sembraron tres hojas chicas por 

frasco (Fig. 7D) y dos hojas grandes por frasco (Fig. 7E) en medio MS 50% 

adicionado con BA (0, 0.1, 1, 2 mg·L-1)   en combinación con ANA (0, 0.1, 0.5 m 

g·L-1) conformando un total de 12 tratamientos, cada uno con 8 frascos y 20 

explantes (12 hojas chicas y 8 hojas grandes), dando lugar a 96 frascos con 240 

explantes (Clapa et al., 2010; Saetiew et al., 2011). Una vez al mes, durante 3 

meses se realizó el conteo de brotes generados. 

Después de tres meses de incubación, los brotes obtenidos se individualizaron y 

se subcultivaron en medio MS al 50% sin reguladores de crecimiento para 

promover su crecimiento, desarrollo y posterior aclimatización. 

Todos los cultivos se incubaron a 25°C, fotoperiodo 12/12 e intensidad luminosa 

de 20 µmol m-2s-1. 
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5.4 Aclimatización  

La aclimatización de plantas obtenidas por germinación in vitro, así como las 

obtenidas por la micropropagación a partir de hojas, se realizó de la siguiente 

forma: se lavaron las raíces con abundante agua destilada para eliminar los restos 

del medio. Posteriormente fueron trasferidas a charolas de plástico con tapa 

transparente con sustrato esterilizado compuesto de peat moss/vermiculita en 

proporción (2:1) o peat moss/agrolita también en proporción (2:1). El sustrato se 

esterilizó en autoclave durante 20 minutos a temperatura de 120°C y presión 1.5 

Kg·cm-2.  Las charolas se mantuvieron en las mismas condiciones controladas 

donde se incubaron los frascos. Una vez que se observó que las plantas 

continuaron con su crecimiento, las tapas de plástico se abrieron ligeramente para 

Fig. 7. Obtención de los explantes de hoja de Pinguicula moctezumae. (A) Plantas 
provenientes de la germinación en el medio de elongación; (B y C) Planta madre 
mostrando hojas chicas y grandes como explantes; (D y E) Siembra de explantes en el 
medio de inducción. 
 

A B C 

D E 

A 

D 
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reducir la humedad relativa y permitir que las plantas se aclimatizaran. Después 

de dos semanas, las tapas se retiraron definitivamente.  

 

5.5 Análisis estadísticos 

Para evaluar la germinación en los diferentes medios empleados, se realizó el 

registro semanal de las semillas germinadas, considerando como criterio de 

germinación la emergencia de la radícula. Se obtuvieron las medidas de tendencia 

central (promedio), de dispersión (error estándar), cada semana de los diferentes 

tratamientos. Se realizó el conteo del número de brotes por explante y se realizó 

una prueba de normalidad de Shapiro-Wilk para hojas chicas y hojas grandes, 

posteriormente se realizaron la prueba de ANOVA y de Tukey para separar las 

medias en grupos con diferencias significativas. Se utilizó el programa SPSS 

Statistics 17.0 (2011) para hacer dichos análisis estadísticos y la hoja de cálculo 

de Excel para elaborar las gráficas correspondientes. 
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6. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

6.1. Desinfección de las semillas y establecimiento in vitro 

Coelho (2009) empleó una concentración del 20% de hipoclorito de sodio (NaOCl 

comercial 6%) durante el proceso de desinfección de semillas de P. vulgaris y P. 

lusitanica. En contraste, en el presente trabajo se utilizó el mismo compuesto al 10% 

siendo igual de eficiente, aunque este resultado puede ser no significativo ya que  

este autor utilizó una proporción de cloro activo del 5% y eso compense la 

concentración final. A diferencia de Coelho (2009), en la metodología propuesta se 

incluyó alcohol 70% para garantizar la asepsia y se observó que no inhibió la 

germinación. Con la técnica de desinfección empleada no se presentó 

contaminación en los cultivos y la mayoría de las semillas iniciaron la germinación 

entre los 5 y 7 días después de la siembra. Por lo tanto los reactivos y 

concentraciones de las sustancias empleadas en la presente investigación son las 

indicadas, al menos para P. moctezumae. 

 

6.2. Descripción de la germinación 

Las semillas colectadas y deshidratadas presentan un color marrón oscuro (Fig. 

8A). Después de la desinfección, el hipoclorito de sodio provocó que la cubierta 

seminal se tornara transparente, y se evidenciara el embrión que es de color 

marrón claro (Fig. 8B). A los cuatro días de la siembra, el embrión se tornó de 

color verde pálido, posiblemente debido a la activación del metabolismo de éste y 

se observan pelos radiculares en el hipocótilo (Fig. 8C). A partir del quinto día se 

produjo la rotura de la cubierta seminal causada por la emergencia de la radícula 

con evidentes pelos radiculares y el crecimiento de los cotiledones (Fig. 8D). 
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Después del sexto día continuó la elongación del hipocótilo junto con la elongación 

de los pelos radiculares (Fig. 8E). Al octavo día, los cotiledones se liberan de la 

cubierta seminal  y se hicieron evidentes (Fig. 8F-8H). Las primeras hojas 

verdaderas se observaron a los trece días y a los quince días se detuvo el 

crecimiento de la raíz primaria y empezaron a emerger raíces adventicias de las 

bases de las primeras hojas verdaderas (Fig. 8I-8K), y las glándulas pedunculadas, 

encargadas de la producción de mucílago, se hicieron cada vez más notorias (Fig. 

8L). 

 

A B 

C D 

E F 
Fig. 8. Distintas fases del desarrollo de las plántulas obtenidas por germinación in vitro 
de P. moctezumae. A: Semilla colectada. B: Semilla después de la desinfección. C-D: 
Emergencia de la radícula. E: Elongación del hipocótilo. F: Desprendimiento de la 
cubierta seminal 
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 Fig. 8 (Continuación) G: crecimiento de los cotiledones. H: Atrofia de la raíz primaria. I-L: 
Crecimiento de raíces adventicias y desarrollo de hojas verdaderas con glándulas que 
secretan mucílago. 
 

 

 

I 

G H 

J 

K L 
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6.3. Evaluación de la germinación con diferentes concentraciones de sales 

en el medio 

Después de evaluar la germinación durante cinco semanas, se observaron 

diferencias en el porcentaje y tiempo en que se lleva a cabo este proceso. De 

manera general el inicio de la germinación se presentó entre los cinco y siete días, 

siendo más notorio en la concentración de MS 33%,  ya  que en una semana el 50% 

de las semillas ya habían germinado. En el resto de los tratamientos la 

germinación registrada en la primera semana fue de entre 2 y 15%. El 50% de 

germinación en el resto de los tratamientos se registró entre la segunda y cuarta 

semana (Gráfica 1). 

En la primera semana se hizo evidente el incremento paulatino de la germinación, 

alcanzando el 16% en el medio MS 50%, seguido de MS 100% y MS 25% (5.5 y 

4.4% respectivamente) y MS 75% (1%), mientras que en el  MS 33%, la 

germinación se estabilizó en 50%.  

Se incrementaron los porcentajes de germinación en la segunda semana de 

incubación, registrando en los medios MS 25% (38%), MS 33% (50%), MS 50% 

(60%),  MS 75% (48%) y MS 100% (55%) hasta que finalmente alcanzaron el 

máximo porcentaje de germinación en la quinta semana. Los porcentajes de 

germinación finales fueron: el 63% en MS 25%; el 70% en MS 33%; el 76% en MS 

50%; el 61% en MS 75% y el 60% en MS 100% (Gráfica 1 y 2).  

Se observa que en los medios que contienen una proporción de sales del 50% o 

menor, los porcentajes de germinación son muy similares, y que al incrementarse 

la cantidad de sales, estos porentajes disminuyen. 



45 
 

 

Gráfica. 1. Curvas de germinación in vitro de semillas de Pinguicula moctezumae 
sembradas en diferentes concentraciones de sales de medio Murashige y Skoog (1962). 
 

 

Gráfica. 2. Porcentajes finales de germinación in vitro de Pinguicula moctezumae después 
de su siembra en las diferentes concentraciones de sales de medio MS . A la quinta 
semana se registró el  63, 70, 76, 61 y 60%, respectivamente. 
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Coelho (2009), reporta que semillas de Drosera intermedia germinaron a la 

segunda semana de haber sido sembradas en medio MS 25%, en P. moctezumae 

este resultado es muy parecido en las semillas que fueron inoculadas en medio 

MS 50%, aunque el porcentaje de germinación en D. intermedia fue del 80% en 

relación a P. moctezumae que mostró sólo el 76% de germinación. Las diferencias 

pueden deberse a que son especies que habitan en diferentes ambientes, pero 

también debido a una inhibición de la germinación causada por la presencia de 

sales relacionadas con  efectos osmóticos y tóxicos. La presencia de sales en el 

medio disminuye el potencial hídrico, provocando una menor disponibilidad de 

agua para las semillas, de manera que éstas deben generar suficiente potencial 

osmótico para mejorar el estatus hídrico de los embriones y permitir su crecimiento 

(Goycokic y Saavedra 2007). El estrés osmótico también podría potenciar la 

síntesis de ABA que es uno de los principales causantes de la latencia en semillas 

(Raghavendra et al., 2010). Yoshida et al. (1973 citado por Cárdenas-Villegas, 

2002), señala que el medio de cultivo Murashige y Skoog, presenta un potencial 

osmótico de –0.23 MPa de los macronutrimentos y de –0.22 MPa de la sacarosa, 

por lo que el potencial osmótico del medio combinado es de –0.45 MPa, que es 

uno de los más negativos comparado con el de White (1943) que es de -0.19 MPa 

siendo el MS un medio con el potencial hídrico más negativo, lo que dificulta la 

entrada de agua a la semilla. Otros investigadores han relacionado las altas 

concentraciones de sales con efectos tóxicos debido a la captación y acumulación 

de iones (Turkan y Demiral, 2009), a lo anterior se suma el estrés oxidativo 

induciendo la presencia de enzimas que provocan la oxidación de lípidos, 
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proteínas y ácidos nucleicos alterando el metabolismo de las células (Rai et al., 

2011). 

Es probable que las altas concentraciones de sales presentes en el medio hayan 

disminuido el porcentaje de germinación de las semillas de P. moctezumae, y 

aunque el medio haya tenido bajas concentraciones de sales la concentración de 

sacarosa fue alta (30 g·L-1) en todas ellas, lo que pudo influir en los porcentajes 

obtenidos, por lo cual probablemente al disminuir la concentración de sacarosa de 

forma proporcional a la cantidad de sales, se incremente la germinación. 

 

6.4 Crecimiento in vitro y oxidación  

Las plantas obtenidas de los diferentes tratamientos de germinación in vitro 

presentaron un tamaño de 0.7 a 1 cm de diámetro entre las 5 y 8 semanas 

mientras crecían en cajas Petri. Después de que fueron subcultivadas en frascos 

Gerber ® con MS 50% (medio de elongación) y que permanecieron allí durante 

dos meses, alcanzaron un diámetro entre 3 a 5 cm, mostraron apariencia vigorosa 

(Fig. 9) y fueron seleccionadas como fuente de explante para el barrido hormonal.  
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Fig.9. Plantas de P. moctezumae subcultivadas a medio de elongación (MS 50%) e 
incubadas durante dos meses. Se observan morfológicamente bien diferenciadas y 
vigorosas. 
 

Se presentó el 70% de oxidación severa y la consecutiva muerte de plantas que 

permanecieron por más de cuatro meses en el medio de elongación sin ser 

subcultivadas a un medio fresco. La oxidación inició en los bordes de las hojas, las 

cuales  empezaron a tornarse de color amarillo pálido, avanzó hasta la base de las 

hojas que posteriormente adquirieron un color café oscuro,  aunque el ápice aún 

presentaba crecimiento de hojas nuevas sin oxidación (Fig. 10A). En esta etapa 

las plantas aún podían ser subcultivadas a medio fresco y se observó una pronta 

recuperación. Sin embargo, en aquellas que no fueron subcultivadas, la oxidación 

avanzó hasta el ápice y las plantas se necrosaron totalmente. (Fig. 10B). 

Las principales causas de oxidación en explantes cultivados in vitro son: 

producción de radicales libres, también conocidos como especies reactivas de 

oxígeno (ROS), los cuales pueden reaccionar con óxido nítrico y formar especies 

reactivas de nitrógeno (RNS). La célula vegetal sometida a un estrés produce 

ROS y RNS, los cuales provocan la producción de enzimas polifenol oxidasas 

(PPOs), las cuales están directamente relacionadas con la senescencia y muerte 
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del explante. (Bhat y Chandel 1991; George, 1996; Vatanpour-Azghandi et al., 

2002; Tang y Newton, 2004; Gratão et al., 2005; Pompeu et al., 2008). 

Se pueden usar diversas estrategias para disminuir o evitar la oxidación, por 

ejemplo: el uso de explantes en estado juvenil, el uso de explantes etiolados por 

haber crecido en condiciones de baja luminosidad o incluso oscuridad, subcultivos 

frecuentes, el uso de materiales adsorbentes como el carbón activado, uso de 

agentes antioxidantes como el ácido cítrico, disminución del pH del medio, el uso 

de reguladores de crecimiento, el crecimiento de las plántulas a temperaturas más 

bajas, entre otros (George, 1996; Cassells y Curry 2001; Van Staden et al., 2006; 

Shao et al., 2008). En este caso, las plantas que presentaron oxidación se 

recuperaron con éxito al ser subcultivadas a medio MS 50% fresco, y se determinó 

que los subcultivos periódicos (cada 2-3 meses) son necesarios para el 

mantenimiento in vitro de esta especie. 

 
Fig. 10. Plantas oxidadas de Pinguicula  moctezumae. (A) Planta con hojas oxidadas en 
las puntas pero con el ápice vivo. (B) Planta completamente oxidada. 
 
 

 

 

 

A                                    B 
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6.5 Organogénesis  

a) Activación de yemas axilares 

Se observó la activación de las yemas axilares tanto en hojas grandes como en 

hojas chicas, con la formación de uno a tres brotes en la base de la hoja (Fig.11) 

principalmente en aquellos tratamientos que no presentaban auxina,  en el grupo 

control (sin reguladores de crecimiento) y en las combinaciones BA/ANA 0/0.1 y 

0.1/0.1 mg·L-1. 

 
Fig. 11. Explantes de hojas grandes con escasos brotes formándose en la base (flecha). 
(A) Tratamiento control y (B) Tratamiento  BA/ANA 2/0 mgL-1.  Ambos a los 31 días 
después de la siembra 
 

Los brotes que se originaron en la parte basal de la hoja, muy probablemente se 

desarrollaron a partir de la yema axilar. En un inicio, la base de la hoja al ser 

desprendida de la planta madre, no mostraba yemas aparentes (Fig. 12A), 

después de 7 días fue evidente el crecimiento de una yema en desarrollo de 

apariencia globular y de color café-verdoso (Fig.12B), la cual a los 15 días de la 

siembra, dio lugar al desarrollo de hojas (Fig. 12C) y posteriormente a los 21 días 

a la diferenciación de las raíces adventicias (Fig. 12D). 

A 

B 
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Fig. 12. Desarrollo de brotes a partir de explante de hoja grande (tratamiento control): (A) 
Explante recién sembrado en el medio, posteriormente se observó el desarrollo de: (B) la 
yema axilar (flecha) a los 7 días, (C) de hojas incipientes a los 15 días y (D) de raíces a 21 
días de su siembra. Barra = 1 mm 
 
El desarrollo de brotes en la base de las hojas es común, no sólo en hojas 

cultivadas in vitro, sino que forma parte de la reproducción asexual propia del 

género (Legendre, 2000). Algunas especies mexicanas producen hojas suculentas 

durante los meses de invierno, que se pueden desprender fácilmente de la planta 

y formar nuevos individuos (Studnicka, 1991; Legendre, 2000). Esta forma de 

propagación es muy conocida por cultivadores y aficionados a las plantas 
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insectívoras, y es una de las principales vías de reproducir especies cultivadas de 

este género (The International Carnivorous Plant Society, 2012).   

 

b) Brotes adventicios por organogénesis directa 

Se observó el desarrollo de brotes adventicios en los dos tipos de explante, la 

morfogénesis se presentó a lo largo del borde de la lámina foliar (Fig. 13). El 

mayor número de brotes por explante se registró en el tratamiento BA/ANA 2/0.5 

mgL-1  con 7.75±1.66 brotes por hoja chica y 7.37±2.44 brotes por hoja grande 

(Tabla 1 y 2). 

La formación de brotes adventicios se presentó principalmente en los tratamientos 

BA/ANA 2/0.1, 0/0.5, 1/0.5, 2/0.5 para los dos tipos de explantes (Fig. 13) (Tabla 1 

y 2), aunque en menor proporción se presentó de forma esporádica en otros 

tratamientos. Al parecer la presencia de la auxina juega un papel importante en la 

formación de brotes adventicios, ya que en los tratamientos donde está ausente o 

en concentraciones bajas (0.1 mgL-1), la respuesta es la de activación de las 

yemas axilares, ya que es posible considerar que en estas zonas la presencia de 

auxinas endógenas será importante y en conjunción con el regulador de 

crecimiento adicionado al medio de cultivo promueve su proliferación.   

Los brotes en el margen de la hoja son comunes en algunas especies europeas y 

norteamericanas de Pinguicula (P. vulgaris, P. primuliflora), las cuales los 

producen de manera natural como forma de reproducción vegetativa. Sin embargo 

la formación natural de estos brotes es extremadamente rara en especies 

mexicanas, cuya formación se restringe casi exclusivamente a la base de la hoja 

en plantas cultivadas (Casper, 1966; Legendre, 2000; The International 
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Carnivorous Plant Society, 2012), de modo que la presencia de reguladores de 

crecimiento en los medios de cultivo es un factor determinante para la aparición de 

brotes en el margen de las hojas. 

 
Fig. 13. Explantes con brotes adventicios.  (A) Tratamiento  BA/ANA 2/0.5 mgL-1. (B) 
Tratamiento  BA/ANA 2/0.1 mgL-1 Ambos a los 31 días después de la siembra. 
 
No se observó diferencia alguna en la formación de brotes en el tratamiento 

control y en los tratamientos sin auxinas, en ambos tipos de explantes (hojas 

grandes y chicas), ninguno parece haber formado brotes adventicios sin la adición 

de la auxina ANA (ver Tabla 2 y 3). Esto podría deberse a que las auxinas están 

relacionadas con la desdiferenciación de los tejidos y el desarrollo de callo (Evans 

et al., 2003). También es relevante el área de contacto que tiene el explante con el 

medio y la curvatura que presenten las hojas, ya que se observó que la aparición 

de brotes adventicios incrementa a mayor superficie de contacto con el medio. Si 

un explante está curveado y solamente está en contacto con el medio un lado de 

la hoja o en los extremos de esta, los brotes sólo se desarrollarán en la zona en 

donde hoja y el medio hacen contacto, (Fig. 13A y 13B).  Una opción para 

A 

B 

A 

B 
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incrementar el número de brotes pude ser seccionando las hojas para que éstas 

tengan una mayor superficie de contacto con el medio de inducción.  

 

6.6 Análisis de datos 

La mayor cantidad de brotes generados por tratamiento se presentó para los dos 

tipos de explantes en la concentración 2/0.5 mg·L-1 BA/ANA (7.75 brotes por hoja 

chica y 7.37 brotes por hoja grande), seguido de 2/0.1 mg·L-1 BA/ANA (3.66 y 3.87 

brotes por hoja chica y grande respectivamente). En las hojas chicas la presencia 

de 0.5 mgL-1 de la auxina sola o en combinación con la citocinina fue la que formó 

mayor cantidad de brotes por tratamiento. Se observó una relación proporcional 

entre el número de brotes regenerados y la concentración empleada de 

reguladores de crecimiento, ya que al incrementar la concentración de éstos, 

aumentó el número de brotes por explante, tanto en hojas chicas como en hojas 

grandes (Tablas 2 y 3).  
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El análisis estadístico muestra diferencias estadísticamente significativas entre las 

diferentes concentraciones de reguladores de crecimiento en cuanto a producción 

de brotes, tanto en las hojas chicas (F=5.157, P = 0.00) como en hojas grandes 

(F=3.865, P = 0.00), distinguiéndose BA/ANA 2/0.5 mg·L-1 como la mejor 

concentración que produce el mayor número de brotes, en ambos tipos de 

explante con un promedio de 7.75 brotes por hoja chica y 7.37 brotes por hoja 

grande, En la Gráfica 3 se muestran los promedios de brotes por hoja para cada 

tratamiento.  
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Gráfica 3. Promedio de brotes por hoja de Pinguicula moctezumae para cada tratamiento. 

Se observa que en el tratamiento 2/0.5 mg·L-1 BA/ANA hay diferencias significativas en 
comparación con los 11 tratamientos restantes, para ambos tamaños de hoja. 

 

Estos resultados se asemejan a los de Saetiew et al. (2011), quienes obtuvieron el 

mayor número de brotes en hojas de P. gigantea con 2/1 mg·L-1 BA/ANA (21.75 

brotes por explante). Si bien éste número de brotes por explante es el triple del 

obtenido en este trabajo para P. moctezumae (7.37 y 7.75), esto podría deberse a 

que las hojas de P. gigantea son de forma redondeada, con una lámina bastante 

más amplia y con más superficie de contacto en comparación con P. moctezumae, 

cuyas hojas lanceolado-lineares apenas alcanzan 0.5 cm de ancho, por lo cual el 

área en la que pueden surgir los brotes adventicios en P. gigantea es mucho 

mayor con hojas de hasta 5 cm de ancho.  

Coelho (2009) evaluó únicamente el efecto de las citocininas Zeatina y Kinetina en 

P. vulgaris a una concentración de 0.5  mg·L-1 cada una, y obtuvo 3.87 y 3.05 

brotes por explante de hoja respectivamente. Por otro lado Clapa et al. (2010) 

reportan que el mayor número de brotes producidos por hoja en P. vulgaris fue de 
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97.4 únicamente adicionando 0.1 mg·L-1 de BA.  Por otro lado, Grevenstuk y 

Romano (2012) obtuvieron el mayor número de brotes (7.62) por explante de hoja 

en el medio sin reguladores de crecimiento (MS al 25%), en comparación con los 

medios suplementados con BA y Zeatina. Los resultados obtenidos por Coelho 

(2009) y Grevenstuk y Romano (2012) con Pinguicula vulgaris indican que las 

altas concentraciones de reguladores de crecimiento inhiben la formación de 

brotes, mientras que con bajas concentraciones o sin reguladores de crecimiento 

se obtiene una alta tasa de multiplicación para esta especie. Esto contrasta con lo 

obtenido para P. gigantea y P. moctezumae, en las cuales se incrementa el 

número de brotes por explante según se aumente la concentración de reguladores 

de crecimiento. Esto sugiere que a pesar de pertenecer al mismo género, las 

especies europeas como P. vulgaris, tienen un comportamiento muy diferente en 

cultivo in vitro comparado con el de P. gigantea y P. moctezumae, especies 

mexicanas. 

 

6.7. Crecimiento in vitro 

Se observó que entre los 50 y 60 días posteriores a la siembra, los brotes 

alcanzaron una mayor talla (entre 1.5 cm y 3 cm) en el tratamiento control y en los 

que se emplearon bajas concentraciones de BA/ANA (0/0.1, 0.1/0, 0.1/0.1 1/0 

mg·L-1) (Fig. 14), en comparación con los tratamientos cuyas concentraciones de 

BA/ANA fueron más altas (2/0.1, 0/0.5 y 2/0.5 mg·L-1), en los cuales el crecimiento 

fue escaso (entre 3  y 7 mm) en el mismo periodo de tiempo (Fig. 15). Después del 

barrido hormonal, las plantas se desarrollaron de forma normal cuando fueron 

transferidas a medio de elongación (MS 50% sin reguladores de crecimiento). 
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Para fines comerciales o de investigación, si se requiere un gran número de 

plantas, independientemente de su tamaño, se recomienda cultivar hojas grandes 

o chicas en el tratamiento BA/ANA 2/0.5 mg·L-1, por otro lado, si lo que se necesita 

son plantas grandes, vigorosas y en poco tiempo, se recomienda establecer 

cultivos con alguna de las siguientes combinaciones de BA/ANA: 0/0.1, 0.1/0, 

0.1/0.1 1/0 mg·L-1. 

 

 

 
Fig. 14. Desarrollo de brotes en la base de la hoja de Pinguicula moctezumae  

(A) Tratamiento BA/ANA 0/0.5 mgL-1 a los 48 días. (B) Tratamiento BA/ANA 0.1/0 mgL-1  a 
los 62 días. Se observa de uno a tres brotes por hoja con un acelerado crecimiento. 
Barra= 1 cm. 

  

Fig. 15. Desarrollo de brotes en el márgen de la hoja de Pinguicula moctezumae (A) 
Tratamiento BA/ANA 2/0.5 mgL-1

  a los 48 días (B) Tratamiento BA/ANA 0/0.5 mgL-1 a los 
62 días. Se observan numerosos brotes con un escaso crecimiento. Barra= 1 cm. 

A B 

A B 

A 
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6.8 Aclimatización 

Cuando las plantas obtenidas a partir de semillas germinadas in vitro alcanzaron 

una longitud de entre 2 y 4 cm de diámetro, se aclimatizó un total de 234 plantas 

en una mezcla de peat moss/vermiculita (2:1). Después de tres meses se registró 

el 94.4% de supervivencia (221 plantas vivas), el 5.5% restante no sobrevivió 

debido a eventos esporádicos de contaminación por hongos y problemas de 

deshidratación por falta de riego constante. 

A los 12 meses posteriores a su germinación in vitro, todas las plantas alcanzaron 

su talla adulta (entre 6 y 10 cm de diámetro) y se observó una floración constante 

una vez alcanzado este tamaño (Fig. 16). 

Fig. 16. Plantas adultas de P. moctezumae después de 12 meses de su germinación in 
vitro en sustrato peat moss/vermiculita (pura) 1:2. 
 

Un segundo lote de plantas, éstas provenientes de la micropropagación, se 

aclimatizó siguiendo el protocolo establecido anteriormente, pero utilizando 

vermiculita proveniente de una fuente distinta, la cual tenía un color marrón, a 

diferencia de la usada anteriormente con color azul metálico. Las plantas que 
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permanecieron en este sustrato presentaron necrosis y finalmente murieron en un 

periodo de 2 a 3 meses (0% de supervivencia) (Fig. 17).  Las plantas que 

presentaban menos signos de necrosis en las hojas fueron transferidas a un 

nuevo sustrato compuesto de peat moss/perlita (también llamada agrolita) 2:1, de 

las cuales sólo sobrevivió el 20%. 

Para dar una breve explicación, a una muestra de suelo con vermiculita de color 

marrón, se le realizó un análisis químico (análisis elemental y de absorción 

atómica, realizado en  el Departamento de Química Inorgánica y Nuclear, Facultad 

de Química, UNAM) el cual reveló que el sustrato empleado en el segundo lote de 

aclimatización estaba realmente en una proporción 1:1 peat moss/vermiculita, y 

además este segundo componente presentaba contaminación por arcilla, la cual le 

dio el color marrón.   

 

Fig. 17. Plantas provenientes de micropropagación muriendo  tras 2 meses de 
aclimatización en sustrato peat moss/vermiculita 1:1 contaminado con arcilla. 
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Un tercer lote de plantas, también provenientes de micropropagación, fue 

aclimatizado en una mezcla compuesta de peat moss/perlita (también llamada 

agrolita) en proporción 2:1. Las plantas presentaron un 95% de supervivencia a los 

tres meses y mostraron un aspecto vigoroso (Fig. 18). 

 

 

Fig. 18. Plantas obtenidas de micropropagación creciendo en peat moss/perlita 2:1, a los 
4 meses de su aclimatización. 

 

La arcilla se compone principalmente de silicato de aluminio hidratado, sin 

embargo, aún pueden encontrarse en diferentes arcillas oligoelementos tales 

como titanio, magnesio, cobre, zinc, aluminio, calcio, potasio, níquel, manganeso, 

litio, sodio y hierro. Tanaka et al. (1966) describen los efectos de toxicidad del 

hierro. De manera general las plantas presentan manchas  dispersas de color 

marrón rojizo en las hojas inferiores, puntos repartidos en las hojas, la hoja entera 

se vuelve marrón y las hojas inferiores comienzan a tornarse de color gris oscuro y 
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mueren. Estos síntomas son similares a los que presentaron las plantas 

micropropagadas de P. moctezumae que crecieron en el sustrato contaminado por 

arcilla (Fig. 17). 

Las plantas aclimatizadas exitosamente en los sustratos peat moss/vermiculita 

pura (2:1) y peat moss/perlita (2:1) no sólo alcanzaron su tamaño adulto, sino que 

también produjeron flores, mismas que fueron polinizadas manualmente (véase 

Anexo III), dando lugar a frutos y semillas (Fig. 19). 

  

 

Fig. 19. (A) Flor, (B) fruto y (C) semillas de plantas aclimatizadas de P. moctezumae 
obtenidas de germinación in vitro y micropropagación. 
 

Las semillas producidas por plantas germinadas in vitro (87 semillas), como 

aquellas de plantas provenientes de micropropagación (84 semillas), fueron 

sembradas asépticamente en medio MS al 50% para determinar su viabilidad, fue 

posible observar que germinaron entre los 5 y 8 días posteriores a su siembra (Fig. 

21) y no se observaron plántulas con anormalidades. Se registró 65.5% de 

A                                              B 

C 
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germinación de la semillas producidas por plantas germinadas in vitro (57 plantas 

vivas), y un 83.3% de las semillas producidas por plantas micropropagadas (70 

plantas vivas). Lo que demuestra que las plantas sometidas al proceso in vitro no 

han reducido su capacidad regenerativa.  

 

Fig. 21. Germinación de semillas y desarrollo de plántulas in vitro de Pinguicula 
moctezumae procedentes de plantas aclimatizadas previamente germinadas in vitro  y 
micropropagadas. 
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7. CONCLUSIONES 

En el presente trabajo se logró establecer la técnica de desinfección que permitió 

el establecimiento in vitro de Pinguicula moctezumae. Se determinó que la 

concentración de sales de medio Murashige y Skoog (1962) más favorable para la 

germinación de semillas fue MS 50%, obteniendo el 76% debido a 

concentraciones menores o mayores de sales reducen el porcentaje de 

germinación.  

Se realizó la descripción y documentación detallada de la germinación de semillas 

in vitro, permitiendo documentar este proceso que pocas veces se ha reportado. 

Se obtuvo la micropropagación de P. moctezumae por organogénesis directa a 

través de la activación de yemas axilares y por brotes adventicios en todas las 

combinaciones ensayadas, siendo más significativo en BA/ANA 2/0.5 mg·L-1 

generando 7.75 brotes por explante en hojas chicas y 7.37 brotes por explante en 

hojas grandes, así mismo fue posible observar que los dos tipos de explantes 

ensayados (hojas chicas y hojas grandes) tienen la misma capacidad de 

regeneración y que una posible estrategia para potenciar esta capacidad es utilizar 

fragmentos de hoja para tener una mayor superficie de contacto con el medio de 

cultivo que es la zona donde se desarrollan los brotes adventicios.   

Durante el cultivo in vitro de esta especie, se presentaron fenómenos de oxidación 

y necrosis, los cuales pueden ser solventados con el subcultivo periódico y 

frecuente del material biológico en medio fresco, para evitar que presenten signos 

de necrosis si permaneces por más de cuatro meses en el mismo medio de cultivo. 

Se logró la aclimatización ex vitro de plantas provenientes de la germinación de 

semillas in vitro como de las plantas micropropagadas. Fue posible observar su 
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desarrollo hasta la formación de flores, que fueron polinizadas manualmente, 

dando lugar a los frutos con semillas que se sembraron en medio Murashige y 

Skoog y fueron capaces de germinar, lo que nos indica que las plantas de P. 

moctezumae provenientes de estas técnicas conservan su potencial regenerativo 

por la vía sexual, no presentaron malformaciones y son fértiles colocando, a esta 

técnica de propagación como una estrategia viable para ser utilizada con fines 

comerciales, de conservación, investigación, de esta forma minimizando la 

necesidad de extraer plantas del hábitat natural. 
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8. ANEXOS 

 Anexo I Clasificación taxonómica y descripción botánica de Pinguicula 

moctezumae Zamudio et R.Z. Ortega. 

REINO: Plantae 

 DIVISIÓN: Magnoliophyta 

       CLASE: Magnoliopsidae 

       ORDEN: Lamiales 

   FAMILIA: Lentibulariaceae 

      GÉNERO: Pinguicula L. 

    ESPECIE: P. moctezumae Zamudio et R. Z. Ortega 

 

Planta herbácea perenne. Hojas basales arrosetadas, dimórficas, en dos series; 

las de "invierno" 20 a 30, crasas, elípticas u oblongo-elípticas, apiculadas, base 

atenuada, de 5 a 30 mm de largo por 3 a 7 mm de ancho; cóncavas en el haz, 

obtuso-carinadas en el envés, las de "verano" 8-15(20), erectas, lineares a 

lanceolado-lineares, de (50)60-100(130) mm de largo por (3)5-8 mm de ancho en 

la base, densamente cubiertas en el haz por glándulas sésiles y glándulas 

estipitadas menores de 0.5 mm, margen revoluto, escasamente ciliado en la base, 

de color verde claro, cuando jóvenes el ápice es incurvado o espiralado, el margen 

involuto, ciliado en la base. Hibernáculos ausentes. Pedúnculos 1-5 por planta, 

erectos, filiformes, glandular-puberulentos, glabrescentes hacia la base, de (60)70-

140 mm de alto, unifloros. Flores de (35)45-55(65) mm de largo (incluyendo el 

espolón), cáliz bilabiado, glandular-puberulento por fuera, el labio superior 

profundamente tripartido, lóbulos triangular-lanceolados, labio inferior bilobado 
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hasta 3/4 de su longitud, lóbulos oblongo-lanceolados, de 2-4.5 mm de largo por 1-

2 mm de ancho; corola bilabiada, rosa o violáceo-purpúrea con la garganta blanca; 

labio superior bilobado, lóbulos circulares, oblatos a ampliamente cuneados con el 

ápice redondeado, de (8)10-13 mm de largo, por (9)10-16 mm de ancho, 

cubriéndose entre sí, labio inferior un poco mayor, trilobado, los lóbulos circulares, 

de (9)10-15 mm de largo, por (8)10-15 mm de ancho; con frecuencia cubriéndose 

entre sí. Tubo cortamente infundibuliforme, blanco-verdoso, de 5-8 mm de largo, 

paladar ausente, glandular-puberulento por fuera, piloso en su interior, con pelos 

cilíndrico-subulados irregularmente agrupados. Espolón cilíndrico-subulado, de 

(25)28-35(38) mm de largo, violáceo-purpúreo, verde en el ápice, con pelos 

subulados en su interior. Ovario subgloboso, glandular-estipitado. Estigma 

bilabiado, violáceo, el lóbulo inferior mayor que el superior, suborbicular, fimbriado. 

Cápsula subglobosa, de 4-6 mm de largo, por 4-4.5 mm de ancho, glandular-

pubescente. Semillas numerosas, fusiformes, de ±1 mm de largo por 0.2-0.25 mm 

de ancho. 
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Anexo II Formulación y proporción de sales y componentes orgánicos 

presentes en el medio Murashige y Skoog.  

A partir de las soluciones madre se hicieron los cálculos correspondientes para 

elaborar los medios correspondientes. 

 
Macronutrientes (g·L-1) 

NH4NO3 1.65 
KNO3 1.9 

MgSO4·7H2O 0.37 
KH2PO4 0.17 

CaCl2·2·H2O 0.44 
Micronutrientes (g·L-1) 

KI 0.00083 

H3BO3 0.0062 
MnSO4H2O 0.01689 

ZnSO4·7H2O 0.0086 
Na2MoO4·5H2O 0.00025 

CuSO4·5H2O 0.000025 
CoCl2·6H2O 0.000025 

Solución Hierro-EDTA (g·L-1) 

Na2EDTA 0.0373 
FeSO4·7H2O 0.0278 

Vitaminas  
Ácido nicotínico 0.0005 

Piridoxina-HCl (B6) 0.0005 

Tiamina-HCl (B1) 0.0001 
Aminoácidos   (g·L-1) 

Inositol 0.1 

Glicina 0.002 

Sacarosa 30 
Agar 8 

pH 5.7~5.8 
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Anexo III Autopolinización manual de P. moctezumae 

La autopolinización manual consistió en introducir un palillo en el tubo de la corola 

formado por la fusión de los pétalos, a manera de simular la probóscide del 

lepidóptero que poliniza a estas flores en la naturaleza. El polen se adhiere al 

palillo y posteriormente se coloca en el estigma de la flor (Fig. 22). Las flores no 

polinizadas manualmente entran en senescencia y se secan sin producir frutos, 

mientras que las polinizadas presentaron el crecimiento de la cápsula que 

contiene las semillas (Fig. 23). Las semillas obtenidas de las pruebas de 

polinización se almacenaron a temperatura ambiente en bolsas de papel. 

 

 

 
Fig. 23. Pruebas de autopolinización. (A) muestra  control, que no recibió 
autopolinización manual,  presenta senescencia y no produjo semillas; (B) cápsula que 
presentó crecimiento después de dos semanas de la autopolinización manual;(C) 
semillas fértiles  obtenidas de autopolinización (cuadrícula de 5 mm). 
 

A B 

C 

Fig. 22. Polinización manual de P. moctezumae: Flor abierta (A),  introducción de un 
palillo (B) y polen adherido al palillo (C). 

B C 
A 
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