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Inducción de respuestas morfogenéticas in vitro a partir de 

distintas estructuras de mamey, [Pouteria sapota (Jacq) H.E. Moore & 

Stearn] 
 

 

RESUMEN 

Pouteria sapota “Mamey” es un árbol de cultivo menor con creciente interés en los últimos 

años. Los escasos estudios están enfocados a buscar métodos de propagación y post-

cosecha en el fruto. El presente estudio reporta el cultivo de tejidos de explantes de mamey 

para establecer un protocolo de regeneración, dado que las técnicas tradicionales de 

propagación vegetativa son limitadas y no permiten selección de genotipos a corto plazo. 

Se utilizaron hojas y frutos de individuos adultos, la desinfección del material biológico 

para establecer los cultivos in vitro se logró con el lavado en agua corriente, la inmersión 

breve en alcohol al 70% y la inmersión del material en una solución de cloro comercial al 

20% v/v durante 20 minutos. A partir de individuos adultos se exploró la capacidad de 

morfogénesis de hojas, endospermo y embriones en medios Litz y SH sólido y líquido 

adicionados con diferentes concentraciones de reguladores del crecimiento. Los explantes 

con respuesta se procesaron para cortes en parafina a 10µm. La tinción se realizó con 

safranina y verde fijo FSF. Las hojas en medio Litz + 0.2 y 0.5 mgl-1 de 2,4-D promovieron 

en el tejido parenquimático de nervadura central, la formación de novo de puntos 

meristemáticos de arreglo concéntrico, cuyas células dieron origen a haces vasculares 

jóvenes. El endospermo en SH + 0.5 y 2 mgl-1 de BAP formó callo proembriogénico, los 

análisis histológicos revelaron la presencia de proembriones que, en etapas más 

avanzadas, perdieron la capacidad embriogénica, formando estructuras embrioidales que 

carecen de la diferenciación de un protodermo y meristemo fundamental. Por otro lado los 

embriones sometidos a tratamientos de inducción presentaron muy baja respuesta a los 

tratamientos, por lo que se consideraron poco consistentes. Aunque no se logró aquí, se 

concluye que la regeneración in vitro de Pouteria sapota puede ser factible si se exploran 

más los diferentes tipos y concentraciones de reguladores del crecimiento, así como con 

factores físicos como son temperatura, y pH, que permitan el correcto desarrollo de las 

estructuras formadas. El endospermo y la nervadura más cercana al pecíolo en las hojas, 



pueden ser explantes potenciales de inducir hacia la morfogénesis. Es necesario para esto 

profundizar los estudios relacionados con su desarrollo y fisiología que nos den más 

información sobre la especie. El presente estudio genera información importante para la 

planeación de futuros experimentos de regeneracion in vitro  en esta especie. 

 



Induction of morphogenetic answers in vitro from different structures from mamey, [ 

Pouteria sapota (Jacq) H.E. Moore & Stearn ] 

 

Abstract 

 

Pouteria sapota "Mamey" is a tree of reduced crop with increasing interest in the recent 

years. The few studies are focused to look for propagation methods and post-harvests in 

the fruit. The present study reports the tissue culture of explants of mamey to establish a 

regeneration protocol, since the traditional techniques of vegetative propagation are 

limited and they do not allow selection of genotypes in the short time. Leaves and fruits of 

adults were used, disinfection of the bacteriological agents to establish the crop in vitro 

was obtained with water washing, 70% alcohol immersion briefly, and immersion of the 

material in a commercial 20% chlorine solution v/v during 20 minutes. Morphogenetic 

response of leaves, endosperm and embryos was explored, and they were cultivated in 

Litz and SH solid and liquid medium and added with different concentrations from 

growth regulators. The explants were processed in paraffin to be cutting at 10µm. Stain 

was made with safranin and fast-green FCF. Leaves in Litz medium + 0,2 and 0,5 mgl-1 of 

2,4-D promoted in parenchimatic tissue of middle boundle, formation of in novo of 

concentric meristematics points, whose cells gave origin to young vascular boundles. 

Endosperm in 2 SH + 0,5 and mgl-1 of BAP formed pro-embriogenic callus.  Pro-

embryogenic cells were revelated by histological analyses, and lost in  subsequents stages, 

forming embrioidal structures that lack the differentiation of protoderm and fundamental 

meristem. On the other hand, embryos in induction treatments displayed very low answer 

to the treatments, and they were considered inconsistent. Although it was not obtained 

here, a conclussion is that Pouteria sapota in vitro regeneration can be feasible if different 

concentration of growth regulators, as well as physical factors as temperature, and pH,are 

explored, that allows the correct development of the formed structures. Endosperm and 

the middle boundle nearest to peciole, can be potentials explants to induce morfogenetic 

responces. Related syudies to its development and physiology are necessary to to give us 

more information on this species. The present study give us important information for 

planning future experiments of regeneration in vitro culture. 

 



1. INTRODUCCIÓN 

 

Muchos frutos tropicales han sido domesticados por varios años, los cultivos 

antiguos y modernos de frutales tropicales han derivado de semillas que resultan 

de polinizaciones no controladas. Las cualidades horticulturales de cultivos 

seleccionados generalmente se pierden durante la reproducción sexual y los 

métodos tradicionales de propagación vegetativa se enfrentan a problemas como el 

bajo número de enraizamiento de estacas, lento crecimiento y en algunos casos la 

fácil diseminación de enfermedades. Por otro lado las técnicas biotecnológicas 

tienen el potencial para proveer métodos eficientes de micropropagación, 

mejoramiento genético, almacenamiento y conservación de germoplasma, 

selección y propagación de genotipos económicamente importantes y obtención de 

metabolitos secundarios (Dodds y Roberts, 1995) .  

Sin embargo, el más serio impedimento para la aplicación de estas técnicas en 

todo su potencial, es la falta de procedimientos de regeneración in vitro de plantas 

completas (Litz et al., 1998).   

El mamey [Pouteria sapota (Jacq) H. E. Moore & Stearn] es una especie que 

generaría grandes beneficios económicos si se lograran regenerar plantas 

completas por cultivo de tejidos. El mamey se encuentra en México en poblaciones 

silvestres y cultivos comerciales. Sin embargo las poblaciones silvestres son poco 

aprovechadas por los habitantes de las zonas, a pesar de que podría ser un recurso 

generador de grandes ingresos económicos, ya que es considerado una de las 

frutas tropicales exóticas más caras del mercado. En las huertas comerciales su 

manejo y explotación sigue prácticas tradicionales poco tecnificadas. Por otra 

parte, el desarrollo del fruto de mamey ocupa alrededor de 20 meses desde el 

desarrollo de la flor hasta el fruto maduro, condición que dificulta los procesos de 

mejoramiento de genotipos a corto plazo. 

Muchos factores pueden afectar el éxito en el cultivo in vitro de cualquier 

especie. La naturaleza del explante y la época del año pueden influir en el éxito de 



la iniciación de los cultivos (Purohit et al., 1994). La regeneración in vitro a partir de 

explantes maduros en especies leñosas es más difícil que a partir de tejido juvenil 

(Litz, 1986). La selección del explante óptimo para la obtención de tejido 

morfogenético es crucial para el desarrollo de un protocolo de regeneración 

exitoso, sin embargo, esta selección requiere de múltiples ensayos experimentales 

que permitan evaluar las respuestas morfogenéticas del tejido probado, pues se 

sabe que diferentes partes de una misma planta contienen un estatus fisiológico 

que resulta en una respuesta muy diferente al ser estimulada por agentes externos 

(Ziv, 1999). 

El principal problema en la regeneración de plantas in vitro es, en muchos 

casos, la falta de información disponible que nos permita la manipulación de las 

condiciones de cultivo que induzcan esta secuencia de eventos y nos permitan la 

expresión morfogenética in vitro. Sin embargo, la información de la secuencia 

exacta de eventos a nivel celular y subcelular, o el por qué algunos eventos 

específicos toman lugar durante la morfogénesis en cultivo es muy somera y 

limitada (Ziv, 1999).  

Este trabajo tiene por objeto explorar el potencial morfogenético de distintas 

estructuras del mamey que permitan establecer en un tiempo corto, bases para la 

regeneración de plantas completas de Pouteria sapota y así facilitar la selección de 

genotipos con características comercialmente deseadas. Esto potenciaría el 

aprovechamiento comercial sustentable de este recurso. 

 



22. ANTECEDENTES 

 

2.1 Ubicación Taxonómica. 

El mamey Pouteria sapota pertenece a la subclase Simpetalae; Orden Ericales y 

a la Familia Sapotaceae, la cual incluye 53 géneros y 1100 especies de árboles 

perennifolios, algunos arbustos y raramente plantas trepadoras (Pennington, 1990). 

 

Clasificación según Judd y colaboradores (2002) 

 

División: Embryophyta siphonogama 

Subdivisión: Angiosperma 

Clase: Eudicots 

Subclase: Simpetalae 

Orden: Ericales 

Suborden: Sapotineae 

Familia: Sapotaceae 

Género: Pouteria 

Especie: Pouteria sapota (Jacq) H. E. Moore & Stearn 

 

2.2 Generalidades de Pouteria sapota [(Jacq) H. E. Moore & Stearn] 

Pouteria sapota es conocido como “zapote mamey” o simplemente mamey. El 

árbol mide de 20 hasta 40 m de altura, tiene un tronco central erecto con ramificación 

simpódica  y es de lento crecimiento (Figura 1A), tiene una corteza gruesa de 1 a 2 

cm de espesor, todo el individuo cuenta con canales laticíferos y su corteza se 

caracteriza por presentar un profundo olor a almendra, su follaje presenta ramas de 

crecimiento terminal gruesas de color marrón y posee hojas en abundancia. Las 

hojas son simples, coriáceas, dispuestas en espiral y casi siempre aglomeradas en la 

punta de las ramas (Figura 1B), láminas oblanceoladas y a veces ligeramente 

falcadas de un color verde oscuro en el haz y pálido en el envés, con nervaduras 



pinadas y prominentes en el envés, con algunos tricomas simples en la nervadura 

central: nervaduras laterales casi perpendiculares a la nervadura central y 

prominentes en el envés; los pecíolos son glabros o pubescentes. Hojas ovadas o 

lanceoladas agrupadas en ramas terminales. Las ramas tiernas están cubiertas de un 

vello pardo-rojizo y presentan cicatrices que dejan las hojas al caer (Almeyda y 

Martín, 1979). 

Las flores son hermafroditas y aglomeradas en las axilas de las hojas 

senecentes. El pedúnculo es muy corto y actinomórfico. Cáliz persistente, 

constituido de 10 a 12 sépalos blanquecinos, escamosos, pubescentes en la cara 

externa, dispuestos en 4 series imbricadas formando grupos de 3 a 4 (Romero, 2005). 

La corola es blanco-amarillenta, gamopétala de 7-8 mm de largo, tubular en la parte 

inferior, con 4 o 5 lóbulos. 

El ovario es pubescente, de color brillante, pentalocular, en cada lóculo lleva 

un sólo óvulo, de los 5 óvulos solamente se desarrolla 1 y a veces 2, el estilo es corto 

y el estigma pentalobulado. Los estambres son más cortos que los pétalos, 5 son 

fértiles, opuestos y adheridos a los pétalos y 5 estambres son estériles y alternos; las 

anteras son dorsifijas, cordiformes y con una dehiscencia longitudinal 

El árbol florece todo el año pero la duración de la apertura floral varia con la 

estación durante los meses fríos de invierno, cuando el promedio de temperaturas 

máximas y mínimas son de 22.7 y 7.2 oC respectivamente, las flores permanecen 

abiertas más de seis días, sin embargo, en primavera las flores sólo permanecen 

abiertas 3 días y menos de un día durante el verano, cuado el promedio máximo y 

mínimo de la temperatua es de 33.3 y 22.8 oC respectivamente. Sin embargo la 

retención de flores en el árbol se observa mucho más alta en verano que en 

primavera e invierno (Davenport y O´Neal, 2000). 

El fruto es de elongado a elipsoide o esférico (Figura 1D) y pesa normalmente 

alrededorde 0.5 kg. La cubierta es dura rugosa y quebradiza y de color rojizo. El 

mesocarpo varia en color y textura, puede encontrarse roja, anaranjada o 

amarillenta, es aromática, dulce y suave, y generalmente contiene fibras 



dependiendo del cultivo. El fruto contiene una o más semillas con forma elongada o 

elipsoide y extremos agudos, color café oscuro brillante con un conspicuo hilio 

dorsal, color blanco o crema en la parte ventral (Figura 1D). Las semillas germinan 

entre los 40 a 70 días (Morera, 1994). 

El área de distribución del mamey en México presenta una gran variabilidad 

debido a que es una especie de amplia adaptabilidad. El área más probable de 

dispersión original se ubica en Guatemala, Honduras, Costa Rica y el Sur de México 

que comprende el Sur de Veracruz, Tabasco y el Norte y oriente de Chiapas 

(Pennington y Sarukhan, 1998).  

La demanda internacional del fruto ha favorecido que actualmente se 

encuentre prosperando fuera de su área original, por lo que se pueden encontrar 

pequeñas plantaciones o árboles aislados en Cuba, Colombia, Ecuador, Jamaica, 

Filipinas, Estados Unidos y Venezuela (Morera, 1994; Nava-Cruz y Ricker, 2004).  

El mamey sapote se adapta bien a nivel del mar y hasta los 1400 msnm. Entre 

las características del suelo que pueden influir en el desarrollo del mamey están: la 

calidad de drenado, profundidad, grado de acidez, fertilidad y permeabilidad 

moderada. Estas características se encuentran principalmente en suelos de áreas 

tropicales (Morera, 1994). Su temperatura ideal varía entre 25 y 30 oC, esta especie no 

tolera bajas temperaturas aún durante periodos cortos (Morera, 1994). 



Figura 1. Generalidades de Pouteria 
sapota. A) Árbol de mamey en 
Coatlán del Río, Morelos; B) Ápice de 
plántula de Coatlán del Río, Morelos; 
C) Flores y fruto inmaduro; D) Fruto y 
semilla maduros de mamey, E)
Comercio local de mamey en la ciudad 
de México. 
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2.3 Importancia económica 

El fruto del mamey es considerado exótico, por lo que tiene un valor alto en el 

mercado (Figura 1E), el cultivo de esta especie comienza a tener la demanda del 

mercado externo y podría jugar un importante papel como fuente de ingresos y en el 

equilibrio de una alimentación adecuada, particularmente para poblaciones rurales y 

urbanas de bajos recursos (Tabla 1) (Morera, 1994). 

La semilla del mamey es aprovechada al extraerse de ella aceites que son 

utilizados en la industria de cosméticos (Takaeda et al., 1997 citado en Nava-Cruz y 

Ricker, 2004). En Trinidad y Tobago las semillas son usadas para el control de 

ectoparásitos en perros. Sin embargo, a pesar de sus propiedades comerciales, el 

mamey mexicano ha sido subexplotado por los pobladores de las regiones en donde 

crece en forma nativa (Nava-Cruz y Ricker, 2004).  

 
Tabla 1. Calidad  químico nutritiva del fruto del mamey según Morera 

(1994)  

100g peso 

fresco 

mg 

Proteina 1700 

Grasa 400 

Carbohidratos 3110 

Fibra 2000 

Ceniza 1200 

Calcio 40 

Fósforo 28 

Hierro 1 

Vitamina A 115 

Tiamina 0.01 

Riboflavina 0.02 

Niacina 2 

Acido 

ascórbico 

22 

 



El aprovechamiento de las poblaciones silvestres y el cultivo conjunto de genotipos 

comerciales en una misma región enriquecería considerablemente tanto ecológica 

como económicamente a las comunidades locales. Pues proveería a los pobladores 

del aprovechamiento de un recurso de gran valor económico y mantendría la 

diversidad genética de las poblaciones silvestres Morera (1994), Ricker y Daily 

(1998), Ricker et al (1999) y Navar- Cruz y Ricker (2004). 



2.4 Propagación tradicional de Pouteria sapota 

El mamey sapote es un cultivo menor con creciente interés en los últimos 

años. Los estudios sobre esta especie son escasos y las investigaciones existentes 

hasta el momento se han enfocado a buscar diferentes métodos de propagación 

vegetativa tradicional (estacas e injertos) y estudios post cosecha. Existen también 

algunos reportes de los usos tradicionales principalmente referentes al fruto. 

Hay una gran deficiencia en el conocimiento biológico general de esta especie 

y en general de la familia Sapotaceae. La Universidad de Florida publicó en los 

últimos 10 años, la mayor parte de los trabajos sobre el mamey, enfocados en su 

propagación vegetativa, los estudios se realizaron en las diferentes selecciones 

locales importadas principalmente de Cuba, Puerto Rico, El Salvador y Belice 

(Campbell y Lara, 1992). 

La mayoría de los trabajos hechos sobre esta especie se enfocan a métodos de 

propagación, ya que al ser un árbol de lento crecimiento, se dificulta la posibilidad 

de hacer selecciones por semilla que cumplan con las características de uniformidad 

y calidad de fruto que demanda el mercado. 

La mayor parte de las plantas cultivadas de mamey se propagan por semilla, 

sin embargo, al involucrar la reproducción sexual, las plantas generadas son 

altamente variables así como los frutos que producen. A esto se suma que el tiempo 

de maduración del árbol desde semilla es muy largo, por lo que la selección se hace 

aún más lenta y costosa (Campbell y Lara, 1982, Campbell y Lara, 1992). La semilla 

no tolera desecación, ésta tiene que sembrarse dentro de los 4 o 5 días después de 

removerlas del fruto ya que pierden viabilidad. A la fecha, no se conoce ningún 

método efectivo de almacenamiento de semillas en esta especie (Campbell y Lara, 

1992). 

Por otro lado, se han desarrollado métodos de propagación vegetativa que 

también presentan fuertes inconvenientes. La propagación por esquejes se ve 

limitada por el bajo porcentaje de enraizamiento. Se señala que esta falta de 

enraizamiento se debe a la presencia de fibras en la corteza generando una barrera 



física para la formación de la raíz (Campbell y Lara, 1992). Ramsundar y Khader 

(1986), informaron que lograron el enraizamiento con tratamientos de ácido 

indolbutírico (AIB) en concentraciones de 1000 a 2000 ppm, en esquejes de ramas 

jóvenes que previamente habían sido etioladas y anilladas. Este reporte no hace 

mención del nombre científico de la especie trabajada y se refieren a ella como 

“sapota”, lo cual podría prestarse a confusión y tratarse de otra especie de la misma 

familia, pues existen varios sinónimos en los nombres comunes de sapotáceas, 

principalmente entre Pouteria sapota y Manilkara zapota. 

El método que ha resultado más efectivo para la propagación del mamey es la 

propagación por injertos, el cual ha funcionado en varias especies tropicales leñosas. 

El éxito de este método depende en gran medida de las condiciones ambientales y 

fisiológicas tanto del injerto como del porta injerto. El principal problema con este 

método de propagación es que Pouteria sapota es una especie con alto contenido de 

canales laticíferos, la exudación de látex ante heridas físicas es abundante (Fahn, 

1979). El látex que conducen estos canales queda libre al hacer los cortes para el 

injerto, ello provoca un bloqueo físico inicial entre los tejidos meristemáticos de 

injerto y porta injero, posteriormente, quizá algunas reacciones bioquímicas de los 

componentes del látex (fenoles probablemente), oxiden tejidos y sean una causa 

adicional en las fallas de la sobrevivencia del injerto. Por estas razones es necesario 

que se retire completamente el látex tanto del injerto como del portainjerto, para que 

se de la unión de los haces vasculares (Salcedo, 1985) 

Por otro lado Ogden (1984) reportó que, el alto contenido de sílice en el tejido 

cortical de tallo, es una de las características que impide que la propagación por 

injertos sea exitosa al 100% esto, adicionado a que el éxito del injertado depende 

también en grán medida, de la época del año en la que se lleve a cabo. Morera (1994) 

coicíde con Ogden y propone que la mejor época para la propagación por injertos es 

durante el verano, cuando el árbol se ecuentra totalmente defoliado periodo en el 

cual el individuo se encuentra en dormancia.  



2.5 Cultivo de Tejidos Vegetales 

Todo tipo de reproducción sexual comienza con la formación de gametos y su 

unión en una sola célula llamada cigoto, el cual por continuas divisiones celulares da 

lugar al cuerpo complejo de un organismo maduro. Como las divisiones 

involucradas en ello son mitóticas, cada célula en el cuerpo de un organismo debe 

tener  el mismo material genético que el cigoto. Haberlandt introdujo el concepto de 

totipotencialidad celular y sugirió que cualquier célula de estructuras diferenciadas, 

al contener el número normal de cromosomas, deben de ser capaces de regenerar 

plantas completas. Esta hipótesis fue probada posteriormente en 1939 con las 

investigaciones independientes de Gautheret, Nobecourt y White (citado en Soh y 

Bhojwani, 1999). 

Se ha tenido un gran progreso en el cultivo de células, tejidos y órganos en un 

medio artificial bajo condiciones controladas, lo cual ha dado lugar a diversas 

técnicas asépticas llamadas colectivamente “Cultivo de tejidos vegetales”. 

Estas técnicas de laboratorio han probado ser una poderosa herramienta para 

la obtención de la morfogénesis y para entender el papel de varios factores 

extrínsecos y efectos correlativos de los diferentes tejidos durante la morfogénesis. El 

valor de la morfogénesis in vitro ha trascendido a un procedimiento viable 

comercialmente para la propagación de plantas y un paso esencial para el 

mejoramiento genético en cultivos importantes a través de los métodos 

biotecnológicos modernos, que han sido considerablemente promovidos en la 

investigación de los países desarrollados (Soh y Bhojwani, 1999). 

La regeneración in vitro de diferentes especies tropicales se ha logrado 

exitosamente en especies frutales como el plátano (Balbão et al., 2001), papaya (Litz y 

Conover, 1983) chirimoya (Rasai et al., 1995), limón (Gosal et al., 1995), mango (Litz et 

al., 1995), y durazno (Scorza, 1990). 

El número de árboles frutales propagados por estas técnicas se ha 

incrementado en últimas fechas, ya que por estos métodos la talla y rango de 



crecimiento pueden ser controlados, permitiendo el cultivo de éstos en espacios más 

reducidos y condiciones controladas (George y Sherrington, 1988). 

Entre las ventajas que el cultivo de tejidos ofrece a la industria de horticultura 

están (Hutchinson,1981; Bonga y Von Aderkas, 1992; Rangan, 1993): 

- Generación de nuevas variedades así como la propagación masiva de especies 

y cultivos, principalmente aquellos en donde la talla y vigor de los árboles 

son un problema. 

- Erradicación de virus y enfermedades tipo virales por medio del cultivo de 

meristemos, nucela o endospermo. 

- Reducción del tiempo entre la sobrevivencia de una estaca nueva y la cosecha. 

 

Las respuestas morfogenéticas o de diferenciación de las células, que 

permiten regenerar plantas completas son básicamente tres: a) el desarrollo de 

yemas preformadas (meristemos); b) organogénesis o formación de órganos, 

principalmente de brotes; c) embriogénesis somática o formación de embriones 

adventicios (George, 1993; Dodds y Roberts, 1995).   

A través de estas vías ha sido posible propagar de manera masiva, uniforme 

(clonal), libre de patógenos, en un espacio reducido y en un corto tiempo a muchas 

especies de interés agronómico, hortícola y forestal como es el caso de la fresa y 

frambuesa (Graham y McNicol, 1990), el kiwi (Mitrofanova y Mitrofanova, 2000),  el 

prunus y pistache (Durzan, 1990) por mencionar sólo algunos. 

Se considera que en el mundo se producen in vitro más de 500 millones de 

plantas, que posteriormente son manejadas de manera convencional en suelo, con 

una aclimatización previa (George, 1993; Fay, 1994 ). 

La respuesta morfogenética preferente en la regeneración de cualquier especie 

es la embriogénesis somática, ya que es un proceso de producción de estructuras 

bipolares, capaces de germinar sin pasar por las fases separadas de inducción de 

brotes y raíz (Dunstan et al., 1995). La inducción de raíz en los brotes generados por 

organogénesis es, actualmente, uno de los impedimentos más comunes en el 



desarrollo de una metodología eficiente para micropropagar diferentes especies 

(principalmente en gimnospermas).  

Con la inducción de embriogénesis somática los embriones regenerados se 

inducen a su madurez y germinación con balances de reguladores de crecimiento, y 

las plántulas regeneradas pueden ser trasplantadas al suelo, además ofrece la 

posibilidad de nuevos estudios para generar semilla artificial de calidad controlada 

y garantizada (Nieves et al. 1998). 

 

 

2.5.1 Cultivo de Tejidos en especies frutales 

 

Dado que la propagación de plantas por cultivo de tejidos resulta en la 

multiplicación clonal de individuos, es importante tomar algunas consideraciones 

antes de decidir la propagación clonal de una especie (Bonga y Von Aderkas, 1992). 

 

1) Los clones son generalmente exitosos en sitios específicos por lo que podrían 

tener éxito solamente en sitios con condiciones ambientales similares a las de 

la planta madre. 

2) La uniformidad genética puede causar daños poblacionales (endogamia) 

3) Los clones obtenidos por micropropagación pueden no ser copias exactas 

(variación somaclonal) y  

4) Algunos genotipos pueden ser clonados fácilmente mientras otros, pueden 

ser de difícil multiplicación clonal. 

 

La regeneración de especies frutales puede ser inducida a partir de diferentes 

explantes: yemas vegetativas, cotiledones, fragmentos de hoja, segmentos de brotes 

laterales y embriones (Tabla 2). Usados en el proceso de domesticación, los cuatro 

métodos de micropropagación 1) activación de meristemos, 2) embriogénesis 

somática, 3) organogénesis, 4) cultivos de embriones, permiten no sólo la 



propagación de plantas, sino la creación de nuevas formas y la conservación de 

genotipos importantes económicamente (Tabla 2). 

 

Embriogénesis somática en especies leñosas tropicales 

Los cultivos embriogénicos de especies tropicales y subtropicales han sido 

utilizados para la propagación in vitro de variedades seleccionadas que tienen 

resistencia a factores de estrés biótico y abiótico, además de permitir estudios con el 

aislamiento y cultivo de protoplastos, transformación genética y para el 

almacenamiento del germoplasma vegetal (Litz et al., 1998) 

Se ha reportado en diferentes especies la embriogénesis somática a partir de diversos 

explantes como: hojas, nudos, entrenudos, cotiledones, meristemos apicales, 

secciones florales, nucela y gametofitos másculinos y femeninos (Tabla 2). 

El explante es uno de los factores que más influye en el desarrollo de un tejido 

embriogénico, los explantes más utilizados, cuando se quiere inducir tejido 

embriogénico son; estructuras juveniles en desarrollo como embriones zigóticos, 

epicótilos y cotiledones de plántulas recién germinadas. La utilidad de los explantes 

juveniles para la propagación clonal verdadera es más limitada para especies que 

tienen fases juveniles largas, ya que esto retarda el proceso de selección, sin 

embargo, para este tipo de especies existen estrategias para el almacenamiento de 

embriones somáticos en cultivo -por ejemplo en gimnospermas- los cuales sirven de 

base para mantener los cultivos madre durante la evaluación clonal de plántulas 

derivadas de esos  embriones (Dunstan et al., 1995). 

No obstante también se ha observado embriogénesis somática con explantes 

tomados de plantas adultas, como son, partes de hojas y segmentos de brotes. En la 

palma Elaeis guineensis se desarrolló callo embriogénico a partir del tejido 

perivascular de la nervadura de hoja (Schwendiman et al., 1988). Otro ejemplo 

importante es la obtención de tejido embriogénico a partir de las hojas de individuos 

maduros de Ceratozamia euryphyllidia (Chávez et al., 1998), C. mexicana (Chávez et al., 

1995). 



 

Tabla 2. Embriogénesis somática en diferentes especies de árboles frutales tropicales.  

 
Especie Explante Medio de cultivo Reguladores del crecimiento Referencia 

Ananas 

comosus 

Yemas axilares MS Establecimiento: BA 1 mg/l; 

multiplicación ANA 5.4 mg/l; 

AIA 5.2mg/l; K 2.1 mg/l 

 

Guzmán, (1990) 

Carica 

papaya  

Cotiledones,  

 

lámina,  

Ms ½ sales y Fe + 30 g 

sacarosa 

BA 0.3 – 2 mg/l + ANA 0.5-

3mg/l- 

1.2-5mg/l ANA 

 

Litz et al, (1983) 

Carica 

papaya  

Óvulo fecundado MS ½ sales y Fe+ 20% v/v 

agua de coco, 400mg/l 

glutamina, 60g sacarosa. 

Sin reguladores para regenerar 

callo, con 1-2mg/l 2,4-D para 

inducir embriogénesis 

Todo en medio liquido 

 

Litz y Conover, 

(1983) 

Theobroma 

cacao L. 

Embrión zigótico. 

 

 

 

tejido nucelar,  

MS basal + hidrolizado de 

caseína+ agua de coco 10% 

½ sales MS líquido+ 10% agua 

de coco, extracto de malta, HC 

0.2% PVP 

 

2,4-D, ANA o AIA 

 

 

 

4 µm 2,4-D, 0.5µM 2 iP, agua 

de coco  

 

Figueira y Janick, 

(1995) 

Cocos 

nucifera 

Hojas jóvenes, 

plúmula  

No reportado 100 µM 2, 4-D  Blake y Hornung, 

(1995) 

 

Mangifera 

indica L 

Nucela y cotiledones Macronutrientes de B5, 

Micronutrientes y comp. Org. 

de MS, 400mg/l glutamina, 60 

g/l sac  y 2 g/l gellan 

 

4.5 µM de 2,4-D  Litz et al., (1995) 

Citrus spp. Tejido ovular y 

nucelar 

Medio MS y MT 

frecuentemente adicionado con 

agua de coco, jugo de naranja, 

caseína hidrolizada y  extracto 

de malta 

 

Diferentes combinaciones de 

BA, AIA, Zeatina, kinetina, 

2,4-D 

Gosal et al., (1995) 

Manilkara 

sapota 

(Achras 

sapota) 

Hoja, cotiledones, 

embriones, 

endospermo 

Medio basal Nitsch´s + agua 

de coco (15%), o medio CDK 

2,4-D (4ppm) + K (2ppm) Sachdeva, y Mehra, 

(1986) 

El papel de las auxinas en la embriogénesis somática 



Para la mayoría de los protocolos de inducción de embriogénesis somática, el 

requerimiento absoluto ha sido la adición exógena de auxina al medio de cultivo, 

para posteriormente transferir el tejido ya embriogénico a un medio con nula o muy 

bajas concentraciones de auxinas (Thorpe y Stasolla, 2001).  

La importancia de las auxinas en la embriogénesis somática radica en que: 

-  Estimulan la rápida división celular. 

- Estimulan una división celular adecuada que produce células pro-

embriogénicas y  

- Estimula la proliferación de células pro-embriogénicas que darán origen a 

tejido embriogénico. 

 

El regulador más utilizado es el ácido 2-4-diclorofenoxiacético (2, 4-D), el 

ácido naftalenacético (ANA) tiene un uso menos frecuente (Litz et al., 1998, Chávez 

et al., 1998; Litz, 1988). Se estíma que en el 50% de los casos se han utilizado bajas 

concentraciones de auxinas (0.5-5 µM) (Biahoua y Bonneau, 1999). En casos más 

particulares se han empleado las combinaciones de otro tipo de reguladores como el 

ácido abscísico, zeatina, ácido giberélico y la isopentenil adenina (2iP) (Dodds y 

Roberts, 1995). 

Otro componente del medio de cultivo que juega un papel importante es el 

nitrógeno inorgánico, sin embargo se ha observado que altas concentraciones de 

NH4+ como fuente de nitrógeno pueden ser inhibitorias de la embriogénesis 

somática. Además de compuestos inorgánicos como el NH4Cl se utilizan 

aminoácidos como fuente de nitrógeno (adenina, glutamina, alanina, prolina y 

serina). Estos requerimientos tan altos de nitrógeno pueden ser un reflejo de la 

síntesis continua de proteínas, ácidos nucleicos y substancias de reserva (Merkle et 

al., 1995). 

Entre las especies frutales leñosas que ya se propagan por embriogénesis 

somática in vitro se encuentran: Citrus microcarpa, C. grandis, C. reticulata 

(Rangaswamy, 1981), Carica papaya (Litz y Conover, 1983), Theobroma cacao (Figueira 



y Janick, 1995), Passiflora edulis var. Flavicarpa (Casarrubias et al., 2001), Mangifera 

indica L (Manzanilla-Ramírez,2001), y se tienen más de dos protocolos para propagar 

diferentes especies de los géneros de gran importancia económica como Malus spp., 

Pyrus spp. y Prunus spp. (Hutchinson, 1981) 

 

Organogénesis en especies leñosas tropicales 

Un gran número de los trabajos realizados en especies frutales o maderables 

describen métodos de regeneración a partir de embriones o tejidos de plántula, sin 

embargo en pocos trabajos se tienen logros con explántes de árboles élite maduros 

con los cuales, cualquier método de propagación clonal sería de gran utilidad 

(Mascarenhas et al., 1981). 

En general el método de propagación más utilizado para árboles frutales es la 

inducción de brotes múltiples. Los explantes utilizados para organogénesis son 

hojas, yemas laterales o terminales que son superficialmente esterilizadas y 

sembradas en medios ricos en sales y compuestos orgánicos, adicionados con 

citocininas (generalmente Bencíl aminopurina (BAP) y cinetina (K) son las más 

empleadas), con o sin auxina, una vez establecidos los cultivos, las raíces adventicias 

pueden ser iniciadas en cualquier momento, generalmente este último paso requiere 

combinaciones factoriales de auxinas que promuevan la formación de raíz, 

comúnmente se han utilizado para el enraizamiento de estas especies AIA, ANA y 

ádico indolbutírico (AIB). Las especies que han sido propagadas exitosamente por 

organogénesis llegan a la maduración en tiempos más cortos y con las cualidades 

comerciales con las que fueron seleccionadas para la propagación clonal. Ejemplos 

de especies comerciales cultivadas por este método son detallados en la tabla 3. 

En árboles tropicales, la propagación in vitro ha sido restringida a la 

multiplicación de brotes axilares (Mascarenhas et al., 1993: Bonal y Monteuuis, 1997; 

Tiwari et al., 2002) los estudios con marcadores genéticos indican que este método 

tiene una alta fidelidad clonal (Gangopadhyay et al., 2003). 

 



Tabla 3. Especies de frutales propagadas por organogénesis.  

Especie Explante Reguladores del 

crecimiento 

Medio de 

cultivo 

Referencia 

Baccaurea 

motleyana 

Semillas ANA 5mgl-1/K 2.5-

5mgl-1 

 

MS Rao  et al.(1982) 

Actinidia deliciosa Yemas laterales BAP (2.22 µM) MS Mitrofanova y 

Mitrofanova (2000) 

 

Malus x domestica Hoja BAP 

(concentración no 

especificada) 

PM y LS 

(Linsmaier y 

Skoog, 1965. 

 

Fasolo y Predieri 

(1990) 

Diospyrus kaki  Yemas BAP (0.08-8.9µM l-

1) Zeatin (0.91-4.56 

µM l-1) 

MS Mitrofanova y 

Mitrofanova (2000) 

 

Crataegus 

pinnatifida 

Yemas laterales 

Embriones maduros

ANA (0.5mg l-1) 

BAP (2mg l-1 ) 

MS Yu et al. (1982)  

Wang y Gao 1982 

citado en Wang et 

al. (1988) 

 

Ribes nigrum Embriones 

Yemas leterales 

BAP (3mg l-1) GA3 

(1.5mg l-1) 

MS Huang et al. (1983) 

Wang et al. (1988) 

 

2.5.2 Cultivo de Tejidos en la familia Sapotaceae 

Para Pouteria sapota no se han reportado protocolos de regeneración por 

cultivo de tejidos, se han hecho estudios en la Universidad de Florida pero han 

encontrado una severa dificultad para obtener la formación de callo y formación de 

tejido diferenciado a partir de él, por lo que no se ha dado ni la embriogénesis ni la 

organogénesis (Campbell y Lara, 1992). 

Hasta la fecha sólo se encuentran en la literatura tres estudios de regeneración 

por cultivo de tejidos en especies de la familia Sapotaceae. En el primero de ellos  



Sachdeva y Mehra (1986), lograron la formación de callo y etapas tempranas de la 

formación de embriones somáticos en Manilkara zapota (Achras sapota). En este 

estudio se utilizaron como explantes, hojas, embriones, cotiledones y endospermo en 

medio basal Nitsch´s (BN) adicionado con agua de coco, 2,4-D (4ppm), cinetina 

(2ppm). Con esta combinación lograron la inducción de callo blanco amarillento, 

además observaron que el endospemo de semillas en germinación es más 

regenerativo para callo y que los mejores explantes para esta especie fueron a partir 

de los cotiledones y el hipocótilo. La embriogénesis somática que los autores 

lograron fue típica que en algunos casos se origina de una célula aislada del resto del 

callo y en otros casos fué atípica, en donde una masa de células del callo pasan por 

una serie de divisiones para formar estructuras irregulares ovoides o globulares del 

cual se desarrolla un ápice de brote, cotiledones y en el extremo final una raíz. 

Además obtuvieron “nódulos embrioidales” directamente de la superficie del 

explante. 

Jordan y Ayanedel (1992), reportaron la regeneración in vitro de Pouteria 

lucuma partiendo de plántulas de 3 años de edad. El establecimiento aséptico de los 

explantes (ápices de brotes, meristemos, hojas, raíces, pericarpos y epicoltilos) fué 

logrado mediante la incubación por 5 h en una solución con antibióticos, fungicidas 

y ácido ascórbico. Probaron los medios de cultivo: Murashige y Skoog (1962), 

Anderson (1980), Nitsch y Nitsch (1969), Lloyd y McCown (1981) y White (1963) con 

diferentes combinaciones de los reguladores del crecimiento: zeatina, BAP, kinetina, 

Ácido naftalen acético (ANA), giberelina (GA3) y Tidiazuron. Además de esto, 

adicionaron a cada uno de los medios probados los siguientes componentes: caseína 

hidrolizada, glutamina, água de coco, sulfato de adenina, polivinilpirrolidona(PVP) 

y polivinilpolipirrolidona (PVPP), los dos últimos para evitar el oscurecimiento del 

tejido por compuestos fenólicos. Entre los resultados más importantes que los 

autores obtuvieron están; la regeneración directa e indirecta de brotes y raíces en 

peciolos de hojas en medio MS adicionado con zeatina, ANA ó GA3; la formación de 

brotes adventicios a partir de embriones en medio MS adicionado con agua de coco 



y PVP y por último la formación de callo organogénico a partir de meristemos en 

medio MS adicionado con zeatina y ANA. Los autores concluyen que el mejor 

explante para la regeneración es el ápice de brote de individuos juveniles y señalan 

que no obtuvieron resultados de regeneración de explantes de individuos adultos. 

En un tercer trabajo publicado por Purohit y Singhvi en 1998 reportaron la 

micropropagación por organogénesis directa de Achras sapota en medio SH (Schenk 

y Hildebrandt, 1972) suplementado con 2.0 mg/l de BAP. La respuesta 

morfogenética se expresó en 42 días a partir de segmentos nodales de plántulas 

germinadas in vitro utilizadas como explante. Después del establecimiento e 

iniciación de brotes agregaron GA3 durante el primer subcultivo, ésto mejoró la 

elongación de los brotes. El enraizamiento de estos brotes se realizó con pulsos de 

200 mg/l de AIB durante 2 h trasplantando posteriormente en suelo esterilizado. Los 

autores reportan el 70-80% de enraizamiento y el 90% de establecimiento exitoso en 

suelo para esta sapotacea. El inconveniente de este trabajo fué que el éxito real 

depende completamente del éxito en el enraizamiento funcional de los brotes 

generados (Purohit y Singhvi, 1998). 

Pese a los trabajos realizados y mencionados anteriormente con otras especies 

de la familia, los protocolos aún están en un nivel experimental y ninguno se ha 

probado para la regeneración de plantas a mayor escala, además los tipos de 

explantes utilizados en estos protocolos no son los ideales para la selección de 

genotipos, pues utilizan explantes que provienen de plantulas o semillas germinadas 

in vitro, en donde esta ya involucrada la reproducción sexual y no se sabe el tipo de 

cualidades comerciales que pueden expresarse al llegar a un estado adulto.  

Ningún trabajo en estas especies ha logrado la regeneración in vitro a partir de 

estructuras de árboles maduros, aún cuando este tipo de explantes son los ideales 

para la selección de genotipos, dado que en árboles maduros ya se tienen 

caracterizadas las cualidades fenotípicas del fruto, propias para su comercialización.  

Como se mencionó anteriormente no hay reportes de regeneración in vitro de 

Pouteria sapota. El desarrollo de un método eficiente para la propagación por cultivo 



de tejidos de esta especie, brindaría la oportunidad de hacer estudios más precisos 

sobre su fisiología, manejo, selección y propagación de genotipos con características 

importantes, así como la posibilidad de llevar a cabo mejoramiento genético en esta 

especie de importancia biológica y comercial, que podría ser una fuente importante 

de ingresos a nivel regional y nacional. 

 

 



3. JUSTIFICACIÓN 

 

Pouteria sapota (mamey) es una especie tropical de importancia ecológica y de 

interés comercial por sus frutos, la restricción en su distribución, su ciclo de vida 

largo, la falta de industrialización, pero sobre todo, la variabilidad de la calidad del 

fruto, lo convierten en uno de los frutos más caros del mercado nacional, sin tomar 

en cuenta los usos regionales e industriales que tiene la semilla. 

Las técnicas tradicionales de propagación vegetativa son limitadas y no 

permiten la selección de genotipos a corto plazo. Por lo tanto el presente trabajo 

tiene como objetivo explorar el potencial morfogenético in vitro de diferentes 

estructuras del árbol de mamey que permitan establecer las bases para la 

regeneración de plantas completas, y con ello, la posibilidad de desarrollar un 

método de regeneración por cultivo de tejidos para la especie Pouteria sapota con la 

finalidad de ofrecer una nueva alternativa en la selección de genotipos con 

características comerciales. 



4. OBJETIVOS 

4.1 Objetivo General.  

Estudiar el potencial morfogenético de Pouteria sapota para su regeneración in 

vitro.  

 

4.2 Objetivos particulares. 

1) Determinar el potencial morfogenético in vitro de estructuras diferenciadas como 

hojas, así como también de semillas inmaduras (embriones y endospermo). 

2) Determinar el método de desinfección de cada uno de los explantes utilizados 

que hagan posible su cultivo aséptico in vitro. 

3) Establecer las condiciones de cultivo para la regeneración in vitro de esta especie 

(Medio de cultivo y condiciones abióticas) y determinar el mejor explante con 

base en sus respuestas para la regeneración in vitro. 

4) Describir el efecto promotor de la morfogénesis en los explantes con diversas 

combinaciones de reguladores de crecimiento (auxinas y citocininas). 

5) Determinar el origen histológico de la respuesta morfogénética que se logre 

inducir así como su descripción histológica. 

 



5. MATERIALES Y MÉTODOS 

 
5.1 Colecta de material biológico. 

El material biológico se colectó durante marzo y abril de 2003 en la huerta 

comercial de mamey del municipio de Coatlán del Rio, Morelos. Se colectaron ramas 

de árboles adultos, las cuales se trasladaron al laboratorio, en donde se cortaron las 

primeras hojas jóvenes expandidas y los ápices de tallo. Las ramas colectadas se 

encontraban en crecimiento activo, las hojas presentaban un color verde claro y 

textura suave. También es utilizaron hojas jóvenes de plántulas (70 cm a 1 m) tanto 

de la huerta comercial, como de la Estación de Biología Tropical Los Tuxtlas, 

Veracruz. Se tomaron como explantes hojas jóvenes con una lámina foliar de entre 5 

y 8 cm de longitud que no presentaran heridas ni síntomas de parásitos o herbivoría, 

se cortaron las hojas desde la base del pecíolo y se sometieron al proceso de 

desinfección. 

También se colectaron frutos inmaduros cuyo tamaño fué entre los 3 y 4 cm 

de diámetro tanto de Coatlán del Río como de la Estación de Biología Tropical Los 

Tuxtlas, Veracruz. Los explantes de los frutos inmaduros (para obtener semillas 

inmaduras de las que se utilizaron embriones y endospermo), se sembraron entre las 

24 y 72 horas después de su colecta, en el transcurso de ese tiempo los frutos se 

almacenaron en el refrigerador a -7°C, previo a la extracción de las semillas, los 

frutos completos se lavaron y se sometieron al proceso de desinfección que a 

continuación se describe. 

 

5.2 Establecimiento de los cultivos in vitro. 

5.2.1 Desinfección de material biológico. 

 

Hojas. 
1.- Para la desinfección de las hojas se realizó  un lavado con agua corriente 

para remover polvo y grasas adheridas al tejido. 



2.- Los explantes se sumergieron y agitaron manualmente en una solución 

jabonosa durante 5 minutos, se enjuagaron con agua corriente para eliminar el jabón 

y se realizó un último enjuague con agua destilada. 

3.- Posteriormente se sumergieron durante 2 minutos con agitación manual en 

una solución de EtOH al 70% preparada con agua destilada y después se probaron 

los siguientes desinfectantes: 

 

a) Cloro comercial Cloralex (Hipoclorito de sodio, 6% de cloro libre) al 20% 

v/v durante 20-25 min. 

b) Peróxido de hidrógeno (solución comercial farmacéutica) al 20% durante 

20-25 min (Bonga y Von Aderkas, 1992). 

 

Transcurridos los 20 o 25 minutos se realizaron tres enjuagues en agua 

destilada esterilizada y con ayuda de una campana de flujo laminar y 2 mecheros 

bunsen para generar las condiciones asépticas, se realizó la siembra del tejido. 

Las hojas ya desinfectadas se cortaron en secciones transversales, se colocó un 

segmento de 1-2 cm por frasco. A cada sección de hoja se le consideró un explante. 

Inicialmente se sembraron 10 explantes por frasco, sin embargo la desinfección no se 

logró al 100% por lo que los explantes con presencia de contaminación se 

descartaron. Aquellos que lograron establecerse asépticamente se mantuvieron en 

observación hasta que se registraron cambios en el explante que denotaran respuesta 

al tratamiento. Se realizó una réplica con 8 repeticiones asepticas por tratamiento. 

 

Frutos. 

Los frutos inmaduros se desinfectaron siguiendo la misma metodología 

realizada en las hojas a excepción del paso 3 en el cual sólo se aplicó la solución de 

cloro comercial con los mismos tiempos y concentración, esto debido a que en un 

ensayo previo se obtuvieron buenos resultados con esta solución. Transcurridos los 

20 o 25 minutos de desinfección se procedió a realizar 3 enjuages en condiciones 



asépticas con agua destilada estérilizada, se cortaron a la mitad con ayuda de 

instrumental de disección y se extrajo la semilla inmadura completa. 

Una vez extraída la semilla se cortó la cubierta seminal, se extrajeron el 

embrión y el endospermo y se realizó la siembra de los explantes en el medio de 

cultivo, colocando un embrión por frasco. El endospermo se corto en dos porciones 

longitudinales y se sembró un fragmento por frasco. De cada tratamiento se hicieron 

8 repeticiones. Se hicieron 4 réplicas con un número variable de repeticiones por 

tratamiento, determinado principalmente por la disponibilidad de material 

biológico. 

 

5.3 Tratamientos de Inducción Morfogenética 

 

5.3.1 Medios de cultivo. 

Para todos los explantes se probaron dos medios de cultivo, el medio Litz y el 

medio SH. En ambos medios se agregaron 2.5 g/l del adsorvente 

polivinilpirrolidona (PVP) para evitar la oxidación del tejido por su alta afinidad a 

substancias fenólicas (Jordan y Oyanedel, 1992; Jiménez, 2002).   

También se adicionó a los medios de cultivo agua de coco al 15% v/v, como 

lo hicieron Sachdeva y Mehra (1986) para Manilkara zapota. 

Como fuente de carbono se agregó sacarosa en concentraciones de 30 g/l para 

el medio SH y 60 g/l para el medio Litz (Schenk y Hildebrandt, 1972; Litz, 1983). 

Después de agregar los tratamientos de los reguladores del crecimiento para 

cada ensayo, el medio se ajustó a pH 5.7 y se agregó gelrite 4 g/l como gelificante en 

los medios sólidos, en los medios líquidos se utilizó papel filtro como soporte para 

evitar la inmersión del explante. 

Se utilizaron frascos Gerber de 150 ml de capacidad y a cada frasco se le 

agregaron 25 ml de medio de cultivo tanto en medio sólido como en medio líquido. 

Todos los medios se esterilizaron durante 17 minutos en una autoclave vertical a 

121oC y 1.5 kg/cm2 de presión. 



 

5.3.2 Reguladores del crecimiento. 

 Se utilizaron 2 reguladores del crecimiento; la auxina ácido 2,4-

diclorofenoxiacético (2,4-D) y la citocinina 6-bencilaminopurina (BAP). Los dos 

medios de cultivo se adicionaron con los reguladores del crecimiento en diferentes 

combinaciones como se muestra en la tabla 4. 

 

 

Tabla 4. Combinación factorial de auxina / citocinina para la inducción morfogenética de 

tejidos somáticos de Pouteria sapota. 

2, 4-D (mg/l) 

  0 0.1 0.2 0.5 1 1.5 2 2.5 

B 0 0 / 0 0 / 0.1 0 / 0.2 0 / 0.5 0 / 1 0 / 1.5  0 / 2 0 / 2.5 

A 0.5 0.5 / 0 0.5 / 1 0.5 / 0.2 0.5 / 0.5 0.5 / 1 0.5 / 1.5 0.5 / 2 0.5 / 2.5

P 1 1 / 0 1 / 0.1 1 / 0.2 1 / 0.5 1 / 1  1 / 1.5  1 / 2 1 / 2.5 

mg/l 2 2 / 0 2 / 2 2 / 0.2 2 / 0.5 2 / 1 2 / 1.5  2 / 2 2 / 2.5 

 3 3 / 0 3 / 0.1 3 / 0.2 3 / 0.5 3 / 1 3 / 1.5 3 / 3 3 / 2.5 

Los recuadros resaltados indican los tratamientos usados para endospermos y embriones 

 

 

5.4 Cultivo de las hojas. 

Las hojas desinfectadas se sometieron a los tratamientos con reguladores del 

crecimiento descritos anteriormente. Los tratamientos con reguladores del 

crecimiento descritos en el Tabla 4 se aplicaron al medio Litz y SH. Los explantes se 

se incubaron durante 40 días en la oscuridad y se mantuvieron a 25 ± 2 oC en ese 

medio hasta que se observó algun cambio estructural del tejido. Se sembraron 8 

frascos por tratamiento y se realizó una réplica con 8 repeticiones por tratamiento. 

 

 



5. 5 Cultivo de endospermo. 

Los frutos ya desinfectados se midieron con la ayuda de un vernier y se 

cortaron transversal y longitudinalmente hasta encontrar la ubicación de la semilla, 

la cual se extrajo. Cuidando de no dañar al embrión, se abrieron los tegumentos y se 

extrajo el embrión, y de encontrarse ahí también se extrajo el endospermo y se 

sembraron en los diferentes tratamientos. 

Para este tipo de explantes solamente se empleó medio líquido con puentes 

de papel filtro. Los reguladores del crecimiento empleados fueron los mismos que 

los usados con hoja, sin embargo, sólo se probaron las combinaciones que se 

encuentran enmarcadas en el Tabla 4, tanto en medio Litz como en medio SH 

(Figura 2). Se realizó una réplica de los tratamientos que mostraron una respuesta 

morfogenética con 8 repeticiones por tratamiento. Los cultivos se incubaron durante 

90 días en oscuridad y se mantuvieron a 25 ± 2 oC. 

 

5. 6 Cultivo de embriones. 

Los embriones extraídos del endospermo se sembraron también en los 

mismos tratamientos utilizados para endospermo, se sembró un embrión por frasco 

y se realizaron 8 repeticiones por tratamiento. Los cultivos se mantuvieron en las 

mismas condiciones que los experimentos con endospermo (Figura 2). 

Los cultivos en inducción líquido y sólido se incubaron durante 90 días en 

oscuridad y se mantuvieron a 25 ± 2 oC. Los tratamientos se mantuvieron en 

observación constante y se tomaron los datos referentes para cada tratamiento. 

 

5.6 Microtécnia 

El material biológico se fijó en solución FAA 10% [Formaldeído (36-40%), 5% 

ácido acético glacial, 50% alcohol etílico y 35% agua destilada]. Una vez fijado el 

material, se deshidrató con propanoles graduales (50%, 70%, 80%, 96%, 100%, 100%) 

posteriormente se infiltraron los tejidos en tres cambios de xilol al 100% por un 

periodo de 6 horas en cada cambio. Las muestras se infiltraron en parafina, 



posteriormente se colocaron en charolitas de aluminio en donde se orientaron y se 

dejó solidificar la parafina. 

Las muestras ya incluidas se montaron en bloques de madera para ser 

cortadas con ayuda de un micrótomo rotatorio (Americal Optical Company) se 

hicieron cortes de 10 µm de grosor que posteriormente fueron adheridos a los porta 

objetos con adhesivo de cromo (ver anexos). Los cortes de extendieron sobre una 

plancha a 54 ºC donde permanecieron por 48h para asegurar la adhesión al porta 

objetos. Una vez adheridos, los cortes se desparafinaron en tres cambios de xilol 

100% y se rehidrataron en alcoholes graduales (etanol 100%, 96%, 80%, 70% y 50% 

durante 3 minutos en cada cambio. 

Una vez desparafinados los cortes se tiñeron con safranina “O” (0.5% de 

safranina en alcohol al 50%) durante 2 horas, posteriormente se enjuagaron con agua 

destilada, se tiñeron a criterio (5-8 seg) con verde rápido (FCF) (0.1% verde en etanol 

70%), el exceso de colorante se retiró con un lavado rápido de alcohol isopropílico 

absoluto. Los cortes una vez teñidos se pasaron a alcohol isopropílico 100% y tres 

cambios de xilol 100% durante 3 minutos en cada cambio, los cortes se montaron con 

bálsamo de Canadá y se dejaron secar a 54ºC durante por lo menos 48 horas. 

Una vez secos los cortes se observaron al microscopio óptico de campo claro, los 

cortes de interés se capturaron con una cámara digital (Sony Cyber Shot Pro) a una 

resolución de 3.1 mega píxeles y posteriormente se agregaron las barras a escala. 



 

Medio Litz + PVP 2.5g/l + agua 
de coco 15% y sacarosa 6%. 

Medio SH + PVP 2.5g/l + agua de 
coco 15% y sacarosa 3%. 

Desinfección del material biológico. 

Tres enjuagues con agua destilada esterilizada 

+
Reguladores del crecimiento BAP/2,4-D 

Endospermo 
Embrión inmaduro Secciones transversales 

de hoja 

Medio líquido en puentes de papel Médio sólido 

Figura 2. Metodología general para el establecimiento de explantes 
provenientes de individuos de campo de Pouteria sapota. 



6. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

6.1 Establecimiento del cultivo in vitro 

 

Para lograr el establecimiento in vitro, es necesario realizar una desinfección 

exitosa del explante utilizado. La etapa de establecimiento de un cultivo in vitro es 

particularmente difícil para especies que poseen pubescencia, tricomas en altas 

cantidades, ornamentaciones que tornen su superficie irregular. En especies 

tropicales se suman factores como la alta diversidad microbiológica de su 

ecosistema, la cual  aumenta la posibilidad de fitopatógenos tanto exógenos como 

endógenos y con ésto, sus posibilidades de resistencia contra el agente 

desinfectante usado. Este es el caso de Pouteria sapota pues es una especie tropical 

que contiene en la superficie del peciolo y ápices de tallos una alta densidad de 

pubescencias por lo que en explantes como yemas laterales o ápices de brote la 

desinfección fue difícil de lograr (datos no mostrados), razón por la cual se 

descartaron para ser usadas como explantes en este estudio. 

La desinfección de las hojas con cloro comercial al 20% v/v resultó ser la 

más efectiva. El 86.4% de los explantes sembrados se mantuvieron libres de 

cualquier contaminante y con una apariencia saludable, sin daño visible al tejido 

después del tratamiento de 20 min. El 13.6% de los explantes sembrados resultaron 

contaminados principalmente por hongos que se manifestaron entre los 4 a 7 días 

posteriores a la siembra. Esto se atribuye a que algunas hojas sometidas al 

tratamiento presentaron pequeñas heridas que sólo se hicieron evidentes después 

del tratamiento de desinfección pero no eran visibles antes, posiblemente estas 

heridas eran resultado del comienzo de colonización de algún microorganismo. 

El otro desinfectante probado fue el H2O2 el cual se sabe que es uno de los 

compuestos más tóxicos para las células tanto animales como vegetales, y por tal 

motivo se ha utilizado como desinfectante superficial a diferentes concentraciones 



para eliminar microorganismos principalmente en explantes como semillas (Bonga 

y Von Aderkas, 1992).  

En este trabajo la desinfección realizada con peróxido de hidrógeno al 20% 

presentó una contaminación inicial del 38.7% manifestada entre los primeros 15 

días del inicio el cultivo, la contaminación fué causada por hongos y bacterias. El 

tejido que no se contaminó, posteriormente cambió su color verde por un color café 

verdoso, probablemente como síntoma de oxidación, y se tornó completamente 

café oscuro con el paso de los días sin ningún cambio en la textura del tejido, 

conforme transcurrieron las semanas se fueron manifestando nuevas colonias de 

hongos y bacterias en los explantes sometidos a este tratamiento. Se ha reportado 

su uso en diferentes concentraciones que van de 1-3% en tiempos de 10 a 20 min 

para diversos tipos de explantes (Fay y Gratton, 1992; Alvarado, 1998; Harry y 

Thorpe, 1999; Jiménez, 1998).  

Estos resultados sugieren que la concentración de H2O2 utilizada para la 

desinfección de las hojas fue muy alta y resultó tóxica para el tejido causándole 

una oxidación severa que lo llevó a la necrosis mortal. Aunque se pensaría que esta 

concentración eliminaría completamente a los agentes contaminantes, ésto no 

resultó así, ya que se siguió manifestando la contaminación aún después de 2 

semanas de establecido el cultivo y bajo las mismas condiciones que los explantes 

tratados por el otro método. Esto sugiere que el Peróxido de hidrógeno en esta 

concentración y en ese tiempo de aplicación, posiblemente no fué capaz de 

penetrar en estructuras de resistencia como lo son las esporas, por lo que éstas 

permanecieron viables y se manifiestaron en el tejido al encontrarse en un medio 

con alta humedad como es el sistema del cultivo in vitro. Para el tejido vegetal sin 

embargo, resultó altamente tóxico y el tejido se oxidó rápidamente después del 

tratamiento. Se ha comprobado que el H2O2 es generado junto con otras especies 

reactivas de oxígeno como molécula señal para la activación de genes de defensa 

en respuesta a un patógeno. El H2O2 puede estimular un rápido flujo de Ca2+ en 

células de soya, provocando la activación de la muerte celular programada (Prince 



et al., 1994 en Sucha y Ravinshankar, 2002). Es probable que la solución de H2O2 

aplicado a Pouteria sapota como desinfectante, tenga el mismo efecto que en la soya, 

y posiblemente generó una cascada de eventos bioquímicos que activaron la 

muerte celular programada que derivó en el oscurecimiento y muerte del tejido de 

las hojas.  

El tratamiento de desinfección más efectivo y que no le causó daño al tejido 

fué con cloro comercial (hipoclorito de sodio) al 20% v/v durante 20-25 minutos. 

Este agente químico se utiliza comúnmente como desinfectante de material 

biológico para diversas especies en concentraciones que van del 20-30% v/v en 

tiempos entre 10 a 30 minutos (Litz, 1988; Fay y Gratton, 1992; Jiménez, 1998; 

Sudhersan et al., 2003). 

El tejido desinfectado por este método no presentó contaminación posterior 

a los 15 días del establecimiento el cultivo, por lo que se aplicó a todos los 

explantes de hoja empleados en las réplicas posteriores. Sin embargo, para el 

explante de hoja siempre se presentó un rango de contaminación de entre el 10 y 

15%. Un trabajo realizado en Pouteria lucuma reporta un método poco común para 

la desinfección de explantes. Esta desinfección sólo se logró manteniendo a los 

explantes durante 5 h inmersos en una solución de antibióticos, 4 fungicidas 

(mancozeb 80%, benomil 50%, captán 80%) y ácido ascórbico 500 mg/l. Este 

método de desinfección no es muy común, pues con el tiempo de inmersión del 

tejido, se corre el riesgo que la oxidación sea rápida y el tejido muera antes de ser 

establecido asépticamente, de ahí que los autores utilizaran ácido ascórbico en su 

solución desinfectante (Jordan y Oyanedel, 1992). El trabajo de Pouteria lucuma hace 

evidente la dificultad de lograr el establecimiento in vitro de especies de este 

género, en donde los tratamientos de desinfección típica no son suficientes para 

establecer un cultivo aséptico. Por lo tanto los resultados obtenidos para Pouteria 

sapota en el establecimiento aséptico de los explantes son alentadores, pues no es 

un método  complicado ni requiere mucho tiempo para lograrse. 



Para el establecimiento in vitro a partir de endospermo sólo se realizó la 

desinfección superficial de todo el fruto con cloro comercial (20% v/v), ya que la 

ubicación anatómica de la semilla dentro del fruto permite extraerla en condiciones 

asépticas y hace más fácil su establecimiento. En este caso no se presentó 

contaminación en los cultivos de endospermo y su establecimiento aséptico se 

logró siempre y cuando el fruto estuviera en buenas condiciones. 

Otro factor importante para el establecimiento del cultivo es la oxidación, la 

cual se manifiesta con el oscurecimiento y posterior muerte tisular. Pouteria sapota 

presenta a lo largo de toda su estructura anatómica canales laticíferos que 

contienen diferentes compuestos fenólicos, los cuales son liberados al momento de 

realizar el corte para extraer el explante. En estudios previos realizados para el 

presente trabajo (resultados no mostrados), se realizó la siembra de los fragmentos 

de hoja y se sembraron en medio de cultivo adicionado con ácido ascórbico para 

evitar la oxidación, sin embargo, este antioxidante no resultó efectivo para evitar el 

oscurecimiento y la posterior muerte del tejido, por tal motivo se adicionó al medio 

de cultivo el adsorbente polivinilpirrolidona (PVP) para retener los compuestos 

fenólicos liberados por los canales laticíferos y evitar la oxidación del explante, la 

cantidad empleada inicialmente fue de 5 g/l con la que se obtuvieron buenos 

resultados, sin embargo se exploró la posibilidad de disminuir la concentración 

con el fin de evitar que la concentración usada pudiera tener algún efecto negativo 

en la inducción de respuestas morfogenéticas. La concentración se redujo a la 

mitad (2.5g/l) con buenos resultados. El PVP se ha utilizado exitosamente para 

evitar fenolización en especies como Tectona grandis (Mascarenhas et al., 1981), 

Pouteria lucuma (Jordan y Oyanedel, 1992), Annona spp. (Rasai et al., 1995) y en 

Magnolia dealbata (Jiménez, 2002). 

 

6.2 Cultivo de las hojas 

Morfogénesis se define como los eventos morfológicos y fisiológicos 

involucrados en el crecimiento y desarrollo de un organismo, en la formación de 



sus órganos y estructuras características o en la regeneración. La respuesta 

morfogenética es el efecto de un conjunto de condiciones de crecimiento o cambios 

en su ambiente que interfieren en la historia del desarrollo de la planta o sus partes 

(Donnelly y Vidaver, 1988). 

Se consideró una respuesta morfogenética al tratamiento si se presentaban 

cambios físicos notables en la lámina o nervadura del explante. Estos cambios se 

reflejaron en la aparición de las siguientes características: apariencia rugosa, 

nodulosa, curvatura con relación al medio de cultivo, o engrosamiento de 

nervadura.  

De los cultivos de hoja realizados en los meses de marzo y abril colectados 

en Morelos se observaron diferentes respuestas tanto en medio SH como en medio 

Litz (Tabla 5). 

 

Tabla 5. Cultivo in vitro de hojas de Pouteria sapota en medios sólidos (Litz y SH). 
Los tratamientos marcados presentaron por lo menos un explante con alguna 
respuesta morfogenética.  

2, 4-D (mg/l) 

  0 0.1 0.2 0.5 1 1.5 2 2.5 

B 0   ♠ ♠ ♣   ♣  

A 0.5         

P 1    ♦   ♠  

mg/l 2         

 3 ♦    ♣    

 
♣Respuesta sólo en medio Litz; ♦ Respuesta sólo en medio SH; ♠ Respuesta en ambos medios 

 
Ambos medios de cultivo promovieron alguna respuesta en el tejido de 

hoja, sin embargo fué en el medio Litz en donde se mantuvo una respuesta con 

producción de callo, pues la respuesta presentada en medio SH no derivó en la 

formación de tejido nuevo (Tabla 6 y Figura 3). 



Tabla 6 Porcentaje y tipo de respuestas presentadas en hojas de Pouteria sapota a 40 

días de tratamiento.  

 
Tratamiento 

(medio 
cit/aux) mg/l 

Explantes con 
Respuesta/Explantes totales 
sembrados (%) 

Tipo de 
respuesta 
presentada 

 Réplica.1 Réplica 2  
Litz 0/0 ¼  (25) 3/9 (33.3) A 
Litz 0/0.2 1/4  (25) 5/8 (62.5) D, E 
Litz 0/0.5 2/4  (50) 5/8 (62.5) B, D 
Litz 0/1 1/4  (25) 0/8 (0) A 
Litz 0/2 1/4  (25) 2/8( 25) A, D, E 
Litz ½ 1/4  (25) 0/8 (0) A 
Litz 3/1 1/4  (25) 0/8 (0) C 
SH 0/0 1/4  (25) 1/10 (10) B 
SH 0/0.2 1/4  (25) 4/7 (57.14) B 
SH 0/0.5 1/4  (25) 4/7 (57.14) B, C 
SH 1/0.5 1/4  (25) 2/5 (40) B 
SH ½ 1/4  (25) 0/5 (0) B 
SH 3/0 1/4  (25) 0/4 (0) A 

 

 

Las respuestas morfogenéticas presentadas en la tabla 6 en hojas de mamey a los 60 

días es la siguiente: 

A) El explante presentó una curvatura cóncava en relación al medio de cultivo, 

la lámina conservó el color verde original, presentó apariencia rugosa sin el 

engrosamiento del tejido en ninguna de sus estructuras. En ningún 

momento se observó la formación de tejido nuevo (Figura 3A). 

B) El explante aumentó su volumen en las nervaduras laterales, la nervadura 

central y la lámina no presentaron cambios morfológicos notables y no hubo 

formación de tejido (Figura 3B). 

C) El explante presentó la formación de zónas nodulares de color más claro en 

la nervadura central, que dan a la superficie de la nervadura una apariencia 

rugosa, se observó además en algunos casos la escasa formación de callo 

esponjoso color amarillo claro (Figura 3C-C´). 

 
A) Explante con curvatura 
cóncava con relación al medio 
de cultivo, con lámina de 
apariencia rugosa color verde 
claro, B) Explante con aumento 
de volumen en  nervaduras 
laterales, C) Explante con 
nervadura de apariencia rugosa 
o nodulosa color claro, con 
escasa formación de callo de 
apariencia esponjosa. D) 
Nervadura central superficie de 
superficie rasgada y 
competamente oscura, en 
algunos casos de aspecto 
noduloso y/o formación de callo 
de apariencia esponjosa, E)
Callo de aspecto noduloso 
formado a partir de nervadura 
central.  



D) El explante presentó la nervadura central con aspecto fibroso, rasgado 

longitudinalmente y completamente oscura, se observó engrosamiento en la 

nervadura acompañado de la formación de callo esponjoso de apariencia 

seca en la superficie (Figura 3D). 

E) El explante presentó la nervadura central con aspecto fibroso, rasgado 

longitudinalmente, de algunas grietas emerge un callo formado por 

pequeñas estructuras globulares que le dan al tejido apariencia nodulosa 

(Figura 3 E). 

 

Las respuestas que presentan concretamente la formación de callo son las 

del tipo D y E (Figura 3D - E), estas respuestas se presentaron sólo en los 

tratamientos con medio Litz adicionados con 0.2, 0.5 y en menor porcentaje con 2 

mg/l de 2,4-D. Esta desdiferenciación y división celular promovida por la auxina 

se manifestó principalmente en la nervadura central que se encuentra más cerca 

del peciolo, pues la parte distal de la hoja no presentó ningún tipo de respuesta a 

ningún tratamiento. La nervadura aumentó su tamaño en el extremo cercano al 

peciolo provocando el rompimiento de la epidermis y cutícula en la región abaxial, 

posteriormente se evidenció el crecimiento de callo sobre la superficie de la 

nervadura (Figura 3 D-E). 

Sólo en los tratamientos en medio Litz con 0.5 y 2 mg/l de 2, 4-D (3 y 1 

explantes respectivamente) continuaron con el crecimiento de callo en la región 

abaxial de la nervadura. Cada tratamiento generó un callo con las características 

siguientes: 

a) Medio Litz con 2 mg/l de 2,4-D: Callo compacto noduloso color amarillo 

claro y superficie húmeda el cual se tornó ligeramente café después de 5 

meses (Resultados no mostrados) 

b) Medio Litz con 0.5 mg/l de 2,4-D: Callo friable ligeramente verde 

amarillento y superficie seca (Resultados no mostrados). 

 



Se realizó un subcultivo del callo generado a un medio libre de reguladores 

de crecimiento, adicionado con agua de coco [igual al empleado por Sachdeva y 

Mehra, (1986) y Jordan y Oyanedel (1992)], sin que se observara la formación de 

embriones en etapas avanzadas de madurez. El incremento de biomasa fue un 

factor limitante para realizar los ensayos de proliferación ó inducción 

organogénica o embriogénica. 

De los tratamientos en medio Litz + 2,4-D 0.2 mg/l y 0.5 mg/l se  procesó 

histológicamente un explante para determinar el tipo de respuesta y su origen. Los 

explantes que mostraron la formación de callo se compararon histológicamente con 

secciones de hoja que no fueron sometidas al tratamiento. Dado que no hay 

reportes que describan la estructura anatómica de las hojas de Pouteria  sapota, fue 

necesario para este trabajo la descripción de la hoja de mamey, el cual se da a 

continuación. 

 

Estructura anatómica de la hoja de mamey sin tratamiento de inducción 

morfogenética. 

En el corte transversal del explante original (lámina) se observa la epidermis 

(e) abaxial y adaxial uniestratificada de células parenquimáticas de forma 

isodiamétrica con presencia de estomas en el lado adaxial y una cutícula evidente 

(Figura 4A). En la prueba histoquímica con vainillina y HCl se evidenció la 

presencia de abundantes taninos en todo el mesófilo (datos no mostrados). 

El mesófilo está compuesto de tejido parenquimático fundamental ubicado 

entre la epidermis adaxial y abaxial de la hoja con una clara diferenciación en 

tejido de empalizada (mp) y esponjoso (ms) (Figura 4A). El mesófilo en empalizada 

(mp) es compacto y está formado por 2 estratos de células alargadas. Este tejido 

está penetrado por laticíferos articulados (l) de aproximadamente el doble de su 

diámetro ecuatorial con respecto a las células del tejido en empalizada y 

fuertemente asociados a los haces vasculares (Figura 4A). Los haces menores (hv) 

de la lámina son del tipo colateral con el xilema (x) hacia el haz y floema (f) 



orientado hacia el envés, con la posible presencia de numerosas fibras floemáticas 

(ff) dependiente del tamaño de la hoja (Figura 4A). El mesófilo esponjoso (ms) está 

formado por células isodiamétricas con espacios intercelulares no mayores al 

diámetro de las células vecinas. La nervadura central (nc) es prominente hacia la 

cara abaxial (Figura 4B). El xilema es interno y el floema externo. La presencia de 

fibras floemáticas es una característica asociada a la madurez de la hoja (Figura 

4C). El tejido fundamental de la nervadura presenta ideoblastos cuyos taninos 

tienen una apariencia condensada (Figura 4C). Este tejido está penetrado por 

numerosos laticíferos articulados los cuales recorren longitudinalmente la 

nervadura, siendo más abundantes en el parénquima externo al cilindro vascular 

de la nervadura. La prueba histoquímica con vainillina y HCl evidenció la 

presencia de menos taninos que los detectados en la lámina. 

 

Cambios morfoanatómicos del explante cultivado en medio Litz 

adicionado con 2,4-D 0.2 mg/l 

La lámina del explante presentó un color verde-amarillento. Entre las 

nervaduras hubo evidencia de alargamiento (Figura 3 A). 

La figura 4D muestra la vista paradermal de la nervadura central, ésta 

presentó un ensanchamiento horizontal entre la parte media del explante hacia 

uno de los extremos después de 44 días de cultivo en medio Litz. La superficie de 

la nervadura se observó rasgada longitudinalmente. En esta zona se desarrolló un 

tejido tipo callo, de apariencia nodulosa y aspecto seco, más evidente en el área 

cercana al corte del explante.  

La lámina no presentó cambios importantes en su estructura interna con 

respecto al explante original descrito anteriormente, con excepción de las 

siguientes observaciones: el mesófilo esponjoso desarrolló mayores espacios 

intercelulares; algunas zonas de la lámina se encontraron necrosadas. 

La nervadura central presentó cambios evidentes; perdió continuidad del 

cilindro vascular en la región subepidérmica de la zona adaxial, resultado de una 



actividad meristemática no organizada y una falta de regionalización de los 

elementos vasculares (Figura 4E). La zona adaxial presentó una franja de 

parénquima con una alta actividad mitótica que se refleja en la presencia de nuevas 

células con planos de división periclinal, las cuales dieron origen a hileras de 

células nuevas, muchas de ellas con abundantes taninos (Figura 4E). Este 

fenómeno contribuyó al aumento de volumen de la región abaxial de la nervadura. 

El medio Litz + 2,4-D (0.2mg/l) promovió la diferenciación de novo de 

puntos meristemáticos de arreglo concéntrico en la región subepidérmica abaxial, 

cuyas células dan origen a elementos traqueales y floemáticos que podrían 

interpretarse como haces vasculares jóvenes (Figura  4 F y 5A). 

La epidermis de la nervadura originalmente uniestratificada, se mantuvo 

sólo en la cara abaxial del explante, y en la región adaxial la epidermis fue 

sustituida por una peridermis (Figura 4 F).  

Una porción del callo generado de estos experimentos se removió de la 

nervadura con el objetivo de incrementar su biomasa, esta porción se sembró en 

medio líquido con la fórmula original de inducción, empleando puentes de papel 

como soporte. Cinco días después de que se realizo el subcultivo el tejido se tornó 

oscuro lo cual fue muestra clara de oxidación por la alta sensibilidad de los tejidos 

de esta especie. 

 

Cambios morfoanatómicos del explante cultivado en medio Litz 0/0.5 mg/l 

2,4-D  

La nervadura central presentó un mayor volumen en la cara adaxial (Figura 

5B) característica que se vió reflejada en un aumento de volumen, que fue 

resultado de un crecimiento del tejido fundamental de la nervadura, el cual 

presentó un arreglo radial producto de numerosas divisiones periclinales de las 

células parenquimáticas (Figura 5C). En la zona adaxial aparecieron puntos 

meristemáticos concéntricos y meristemos en fila (Figura 5C-D). El crecimiento 

pronunciado del tejido fundamental promovió el rompimiento de la epidermis y 



estratos subepidérmicos los cuales parecen haber tenido una tasa de división y/o 

alargamiento menor que los estratos internos (Figura 5C). 

El inicio de eventos morfogenéticos y de desarrollo en un explante aislado in 

vitro está asociado con la pérdida de un control integral coordinado y 

correlacionado (Ziv, 1999). El aislamiento y herida de un tejido extirpado lo expone 

a nuevas señales del medio de cultivo y a la formación de nuevos gradientes, que 

inducen una serie de eventos fisiológicos y moleculares que lo llevan a la 

desdiferenciación. Con estos nuevos gradientes y diferentes señales, la 

reorganización comienza con una división celular más coordinada y la formación 

de nuevos centros meristemáticos. La expresión morfogenética organizada y 

rediferenciación ocurren cuando una nueva correlación entre células se establece 

en el meristemo, seguido por la formación de estructuras unipolares o bipolares 

como son la formación de órganos o de embriones somáticos (Ziv, 1999). 

La constitución del medio nutritivo es un factor clave para el éxito del 

cultivo, se ha probado experimentalmente que cada especie y cada tipo de explante 

responde diferente a un mismo medio de cultivo. Distintos medios de cultivo han 

sido diseñados continuamente a base de ensayo y error. Al probar dos medios de 

cultivo en este estudio se reflejó el estado fisiológico y los requerimientos 

nutricionales de cada tipo de explante. Esto se vió reflejado en los resultados  

obtenidos ya que en hoja el medio Litz favoreció la generación de callo en  el 26 % 

de los explantes mientras que el medio SH sólo mostró el engrosamiento de la 

nervadura  en  el 29 % de los explantes, sin la proliferación de callo ni brotes (Tabla 

6). El callo generado en el medio Litz podría ser un tejido con potencial 

organogénico que, explorando las concentraciones de macro y microelementos del 

medio, podría derivar en la formación de brotes. El medio Litz es una combinación 

de los macronutrientes del medio B5, los micronutrientes del medio MS, 

adicionado con caseína hidrolizada, arginina, glutamina, asparagina, ácido 

ascórbico y 60g/l de sacarosa (ver apéndice).  Se ha reportado su efectividad en el 

cultivo de especies tropicales como Carica papaya (Litz y Conover, 1983), Euphoria 



longan (Litz, 1988) Ceratozamia mexicana (Chávez et al.,1995), Ceratozamia 

euryphyllidia (Chávez et al., 1998), y Mangifera indica (Litz et al.,1995). 

Los reguladores del crecimiento jugaron un papel determinante en las 

respuestas obtenidas, aunque el porcentaje de respuesta registrado en general fue 

bajo pero consistente. Los mayores porcentajes de respuesta ocurrieron con 0.2 y 

0.5 mg/l de 2,4-D, en los que se observó la formación de callo (Tabla 6). La 

combinación de 2,4-D y BAP por otra parte no favoreció la formación de callo, y el 

BAP por si sólo no estimuló al tejido hacia la generación de brotes.  Se ha reportado 

que en cassava (Manihot esculenta) el BAP adicionado al medio de cultivo produjo 

un callo friable no embriogénico, el empleo simultáneo de BAP o una combinación 

con ANA resultó inhibitoria para la producción de plantas completas (Gouhua y 

Qiuxheng, 2002). Resultados similares se han obtenido en cultivos de Hylomecon 

vernalis (Kim et al., 2003). En el presente estudio tampoco se obtuvo una respuesta 

cuando los explantes se trataron con combinaciones de citocina/Auxina, lo cual 

puede indicar también un efecto inhibitorio en el tejido ante los dos tipos de 

reguladores del crecimiento. 

Se ha observado que el 2,4-D  es esencial para la producción de callo en 

tejido somático, sin embargo la concentración utilizada puede ser muy variable. En 

cultivos de hoja de Ipomoea batatas  se logró la inducción de callo organogénico con 

0.2 a 0.4 mg/l de 2,4-D. De igual manera se logró la regeneración de brotes en 

concentraciones bajas de 2, 4-D en hojas de Prunus canescens (Antonelli y Druart, 

1990). 

Es bien conocido que la auxina es un factor clave para la inducción de callo, 

sin embargo el tipo y el tiempo de inducción requerido para la formación de un 

callo morfogénico es variable para cada especie e incluso para cada tipo de 

explante de una misma especie. Estudios en Manilkara sapota (Sachdeva y Mehra, 

1986) reportaron diferencias en la respuesta al tipo de auxina dependiendo del 

explante; se encontró que los explantes con mejor respuesta al 2,4-D son hojas, 

cotiledones, embriones y endospermo, mientras que la raíz, tallo, hipocótilo y 



yemas adventicias responden mejor al ANA. En el presente estudio la nervadura 

central de mamey formó un callo más o menos compacto color amarillo claro al ser 

inducido en medio Litz adicionado con 2,4-D (0.5 y 0.2 y 2 mg/l). El callo 

inicialmente regenerado a los 50 días de cultivo fue compacto, pero posteriormente  

se hizo ligeramente friable con un color amarillo verduzco que tendía a 

desprenderse fácilmente del tejido original (ver figura 3 D y E). Respuestas 

similares se observaron en explantes de hoja de Manilkara zapota en donde se 

obtuvo un callo blanquecino-verduzco inducido con la adición de cinetina y 2,4-D 

el cual posteriormente dio origen a un callo con células embriogénicas al ser 

subcultivado en medio reemplazando la cinetina con BAP (Sachdeva y Mehra, 

1986). Pouteria sapota presenta características de crecimiento de callo semejantes al 

de chicozapote reportado por Sachdeva y Mehra (1986), sin embargo no se registró 

un crecimiento acelerado después del subcultivo a medio libre de reguladores.  

Jordan y Oyanedel (1992) obtuvieron la formación de callo en Pouteria 

lucuma a partir de secciones de hojas incluyendo el peciolo, tomadas de plántulas 

de 3 años de edad, los explantes formaron callo organogénico abundante cuando 

fueron tratadas con medio MS adicionado con TDZ y ANA, el crecimiento del 

tejido se dió solo en la base del peciolo. Tanto el trabajo con Manilkara zapota como 

el de Pouteria lucuma concluyen que la acción sinergista de citocininas y auxinas es 

determinante para la inducción de tejido a partir de explantes de hoja. En el 

presente estudio para Pouteria sapota las combinaciones realizadas de BAP/2,4-D 

no resultaron en la formación de callo, por el contrario, no se obtuvo la formación 

de tejido en esos tratamientos con combinaciones de auxina/citocinina. Aún así no 

se descarta la posibilidad de que éste efecto sinergista pueda impulsar la 

consolidación de brotes o embriones en el medio de proliferación una vez que haya 

inducido la formación de callo con 2,4-D.  

Para todos los tratamientos (0.2, 0.5 y 2 mg/l de 2,4-D) se observó que en 

Pouteria sapota sólo se pudo obtener callo a partir de la nervadura central de 

secciones de hoja proximales al peciolo cuando fueron estimuladas con 



concentraciones bajas de 2,4-D. El estudio histológico reveló que el tejido que 

respondió al estímulo exógeno es el parenquimático. 

Se ha reportado que hay un gradiente considerable en el contenido de 

auxina endógena entre el lado distal y proximal de la línea de abscisión de la hoja; 

este contenido es bajo en el lado distal y alto en el proximal. Fisiológicamente el 

efecto de este gradiente hormonal esta relacionado con la abscisión de la hoja, el 

AIA inhibe la abscisión y retarda la maduración de la hoja evitando que se 

desprenda del tallo (Sebánek et al, 1991). La zona de transición ha demostrado ser 

competente para el estímulo morfogenético promovido por el cultivo de tejidos en 

Gypsophila paniculada (Zuker et al, 1997). En este ejemplo se obtuvo la regeneración 

de brotes sólo de la base de la hoja específicamente de las células de la zona de 

transición. Existen reportes de que el peciolo es una parte muy susceptible para la 

regeneración de plántulas por cultivo de tejidos como en el caso de Rosa hybrida 

(Marchant et al., 1996) donde explantes de peciolo se han utilizado para la 

obtención de callo embriogénico. Otros ejemplos de morfogénesis a partir de 

peciolos se han obtenido con violeta africana (Bilkey et al., 1978), Begonia gracilis 

(Castillo y Smith, 1997), Heracleum candicans (Wakhlu y Sharma, 1998), y Petasite 

hybridus (Wildi et al., 1998), Malus domestica (Rugini y Muganu, 1998) e Hylomecon 

vernalis (Kim et al., 2003). 

El análisis histólogico de los explantes con respuesta en medio Litz 

enriquecido con bajas concentraciones de auxina, reveló que se promovió la 

formación de callo con diferenciación de tejido vascular (Figura 5A). En 

condiciones naturales se ha observado que la auxina representa una señal 

inductora que inicia la diferenciación de elementos traqueales cuando se presenta 

una herida en el tallo de la planta, se ha propuesto que ésta respuesta está dada 

por la necesidad de la planta de  mantener funcionalmente intacto el tejido 

vascular para su sobrevivencia (Aloni 1995). En cultivo de tejidos se induce a la 

formación de brotes de novo es decir, estructuras formadas a partir de tejido que 

originalmente tenía una organización distinta a la promovida. Al revisar 



secuencias de cortes histológicos transversales y longitudinales en los explates con 

0.2 mg/l 2,4- D, se comprobó que las estructuras formadas no tenían origen en 

haces vasculares previamente formados por lo que se puede afirmar que las 

estructuras nuevas formadas no tenían origen en los haces vasculares de la 

nervadura de la hoja, son estructuras de novo que podrían tener el potencial para 

derivar en un brote y dar origen a una planta completa. Para lograr este objetivo es 

importante explorar experimentalmente los tiempos de inducción y el medio de 

proliferación que ayude a que el meristemo se consolide y desarrolle como un 

brote bien definido.  

Por otro lado el estado fisiológico de la planta madre también influye 

directamente en la competencia morfogenética del explante. Es bien conocido que 

el cultivo de tejidos a partir de órganos de individuos maduros puede ser un 

proceso más complejo, menos frecuente y más lento, que aquel iniciado de 

individuos juveniles. Además se ha visto que hay periodos específicos durante el 

ciclo del crecimiento anual cuando algunos tejidos y meristemos expresan mayor 

plasticidad morfogenética. Para micropropagar árboles maduros es importante 

explorar estas etapas y descubrir la más propicia para la morfogénesis (Bonga y 

Von Aderkas, 1992; Chávez et al 1992; Chávez et al, 1998). 

En las plantas se ha visto que hay un efecto regulador relacionado con la 

edad de la hoja indudablemente asociado a un cambio en el contenido de las 

fitohormonas y a una concentración diferencial de éstas conforme cambia la edad. 

No obstante, se sabe que las hojas jóvenes tienen un contenido más alto de auxinas 

que las hojas de mayor edad y también se sabe que el contenido de citocininas en 

las láminas de las hojas decrece con la maduración y el envejecimiento (Sebánek et 

al., 1991). La concentración de los niveles de auxina natural del explante es difícil 

de precisar y puede ser un factor de gran influencia en los resultados obtenidos 

(Blake y Hornung, 1995). En general se sabe que la capacidad de regeneración de 

explantes de hojas jóvenes es más alta que la de explantes más maduros (Zuker et 

al., 1997).  



Además de los balances endógenos de auxinas y citocininas se ha observado 

que el número de células potenciales en el explante está directamente involucrado 

en la respuesta morfogenética del tejido (Blake y Hornung, 1995). El estado 

fisiológico del explante influye directamente en la competencia morfogenética de 

éste, la cual depende del número de células potenciales en el explante para 

responder al estímulo y crecimiento in vitro. En la lámina la auxina exógena sólo 

promovió el alargamiento celular, que le dio esa apariencia de crecimiento entre las 

nervaduras. En ningún explante se observó la formación de áreas meristemáticas o 

callo en la lámina, debido posiblemente al hecho de que es un tejido ya organizado 

en el que no se mantienen células con potencial morfogenético. El tejido de la 

lámina se encontraba en expansión al momento de disectarlo de la planta madre. 

Estudios realizados en tabaco y girasol demostraron que el destino de la hoja está 

establecido desde etapas muy tempranas en la formación del primordio de hoja, y 

que en algunos casos llega a ser irreversible (Steeves y Sussex, 1989). 

Aún en el sistema in vitro, se ve reflejado el ciclo biológico largo que 

presenta Pouteria sapota, pues el crecimiento del tejido regenerado fue muy lento y 

la formación de brotes o embriones verdaderos no tuvo lugar aún después de un 

año de incubación. Es posible, que el subcultivo a un medio totalmente libre de 

reguladores del crecimiento [procedimiento sugerido para la inducción 

morfogenética (George y Sherrington ( 1988)], inhiba la continuación del 

crecimiento y diferenciación de los meristemos vasculares, por lo que sería 

necesario adicionar bajas concentraciones de citocininas una vez inducida la 

formación de callo y explorar los requerimientos nutricionales del explante para 

llegar a la consolidación de estructuras organizadas y funcionales. 

Los resultados obtenidos hasta el momento nos dan pauta para pensar que 

podría ser posible la inducción morfogenética en explantes de hoja si se 

determinan tres condiciones: 

 



1) El tiempo adecuado de inducción en medio Litz con 0.2 ó 0.5 

mg/l de 2,4-D 

2) Encontrar las condiciones de cultivo que aceleren el crecimiento 

del callo obtenido, en especial la temperatura y, 

3) Las modificaciones a las concentraciones de macro y micro 

nutrientes del medio Litz junto con los reguladores del 

crecimiento, que permitan la expresión de los brotes y su 

posterior elongación en el medio de proliferación. 

 

6.3 Cultivo de Endospermo 

 

El endospermo es un tejido especial formado casi siempre por la fusión de 

tres núcleos haploides durante la fertilización de la célula central del saco 

embrionario. El endospermo triploide (3n) sirve como tejido nutricio durante el 

desarrollo del embrión. Las técnicas de cultivo de endospermo proveen nuevas 

posibilidades para la obtención de plantas triploides, las cuales resultan más 

vigorosas y de crecimiento más rápido que las formas diploides o tetraploides. La 

reducción del número de semillas en frutos triploides puede tener un importante 

significado comercial (Sebánek et al, 1991). 

En el presente estudio se observó que el endospermo de mamey es un tejido 

translúcido de consistencia gelatinosa que disminuye en cantidad conforme avanza 

el desarrollo del embrión. Romero (2005) reportó que el endospermo de Pouteria 

sapota tiene un desarrollo tipo nuclear, el cual inicia con numerosas divisiones 

nucleares sin la formación de paredes celulares formando un sincicio. Esta 

situación cenocítica se mantiene en frutos menores de 22 mm de diámetro, 

superado este tamaño, se da el inicio de la formación de paredes para formar un 

endospermo celular. Romero (2005) observó una variación notable en el tamaño 

del embrión en etapas tempranas del desarrollo embrionario; así mismo corroboró 

el consumo casi total del endospermo durante el desarrollo embrionario y su 



presencia en la madurez como una capa biestratificada de células ricas en lípidos 

que rodea al embrión. 

En el presente trabajo se exploró el potencial morfogenético del endospérmo 

y embrión provenientes de semillas inmaduras. El primer ensayo se realizó con 

frutos jóvenes con un diámetro entre los 30 – 4o mm, de árboles de la huerta de 

Coatlán del Río, Morelos. Dado que se contaba con pocos frutos, se hizo un ensayo 

en los medios Litz y SH con 2,4-D o BAP en concentraciones de 0.5 y 2 mg/l y 4 

repeticiones por tratamiento.  

En los primeros 15 días de tratamiento, el tejido sembrado no mostró 

cambios morfológicos notables y solamente se observó el cambio de color en el 

tejido, el cual pasó de translúcido a un color gris-azulado muy tenue (Fig. 6B). Los 

primeros indicios de respuesta morfogenética se observaron a los 30 días con el 

cambio de consistencia del explante y la formación apenas visible del tejido 

generado (Figura 6C). A los 60 días de cultivo, en ambos medios fue notoria la 

respuesta de algunos explantes de endospermo (Figura 6D). Después de 75 días en 

medio de inducción se transfirieron a medio sin reguladores del crecimiento. Se 

observó la formación de un tejido con estructuras nodulares apenas visibles, 

derivadas directamente del explante, el crecimiento fue muy lento y heterogéneo. 

El experimento se repitió 3 veces. La segunda y tercer réplicas se realizaron con  

frutos de árboles silvestres de la Estación de Biología Tropical Los Tuxtlas, con 

frutos de diámetros entre los 25 y 40 mm. En la cuarta réplica sólo se emplearon 

frutos de la huerta de Coatlán del Río con diámetros más homogéneos de 25 a 3o 

mm (Tabla 7). 

Los explantes que regeneraron tejido nuevo mostraron diferentes tipos de 

callo. La descripción y clasificación del tipo de crecimiento se ilustra y describe en 

la Figura 7: 



 

Tabla 7. Respuesta morfogenética en tejido de endospermo de semillas inmaduras de 
Pouteria sapota a los 70 días de tratamiento. 
 
 

Tratamiento 
medio; BAP/2,4-D 

No. de explantes con respuesta por replica (% 
respuesta) 

Observaciones (Tipo 
de respuesta) 

mg/l 1  2 3 4   
 

Litz  0 / 0 
 
0 de un 

total de 4 
(0%) 

 
0/4 

 
0/8 

 
0/14 

 
Explante inicialmente 
hialino, totalmente 
oscuro, sin respuesta  

 
Litz 0/0.5 

 
1/4 (25) 

 
0/5 (0) 

 
0/7 (0) 

 
0/13(0) 

Callo oscuro, nodular 
friable (A) (Figura. 7A) 
 

 
Litz 0/2 

 
1/4 (25) 

 
0/6 (0) 

 
0/9 (0) 

 
0/12 (0) 

Callo oscuro en el centro 
del tejido, rodeado de 
tejido amarillo claro o 
beige ligeramente, 
compacto. (Figura. 7 B) 

 
SH 0/0 

 
1/4 (25) 

 
0/4 (0) 

 
1/11 (9) 

 
3/15 (20)

 
Callo muy compacto liso 
color crema (Figura. 7C) 

 
SH 0.5/0 

 
1/4(25) 

 
2/5 (40) 

 
3/10 (30) 

 
4/14 (21)

 
Callo compacto amarillo 
claro con estructuras 
globulares (Figura 7F) 

 
SH 2/0 

 
1/4 (25) 

 
1/7 (17) 

 
1/9 (11) 

 
0/15 (0) 

 
Callo nodular. 
compacto, amarillo claro 
(Figura 7D) 

 
SH 0/0.5 

 
0/4 (0) 

 
3/8 
(37.5) 

 
----- 

 
3/16 

(18.7) 

 
Callo compacto, 
amarillo claro (Figura 
7E) 

 

En los experimentos realizados con el endospermo de mamey se observaron 

más explantes con respuesta en medio SH que en medio Litz, en éste ultimo la 

respuesta fue escasa. Los explantes en general se tornaron gradualmente de 

transparentes a color café o gris claro, oscureciéndose posteriormente. Sólo de un 

extremo del explante ocurrió la regeneración de tejido nuevo en algunos 

tratamientos (Figura 6 C-D), el resto del explante permaneció oscuro y sin cambios 

morfogenéticos. En medio SH se dio la formación de estructuras nodulares que 

derivaron posteriormente en formas semejantes a embriones, el tejido generado no 



presentó la morfología externa típica de un callo, en el que comúnmente se observa 

una masa de tejido indiferenciado de forma y superficie irregular. En el presente 

estudio se generaron estructuras semiesféricas o nódulos de contorno organizado 

de superficie lisa, aspécto húmedo, turgente, hialino, de color blanco hasta 

amarillento. Estas estructuras no pueden considerarse un callo en sentido estricto, 

ya que no es un tejido irregular y amorfo. A lo largo del cultivo, el crecimiento del 

tejido no derivó en embriones maduros, se observó el aumento de tamaño de todo 

el tejido generado, incluyendo las estructuras nodulares. Por otro lado la mayoría 

de las descripciones de cultivos embriogénicos cumplen con lo descrito para 

nuestros cultivos de Pouteria sapota. [Ejemplos: Euphoria longan (Litz, 1988), 

Manguifera indica (Litz et al., 1995), Ceratozamia mexicana var. Robusta (Chávez et al., 

1995), Citrus spp. Gosal et al., 1995), Cocos nucifera ( Blake y Hornung, 1995), 

Santalum album (Sankara Rao et al., 1996), Ceratozamia euriphyllidia (Chávez et al., 

1998), Clematis intergrifolia x C. viticella (Mandegaran y Sieber, 2000), Acacia 

mangium (Xie y Hong, 2001), Scaevola aemula (Wang y Bhalla, 2004), Paulownia 

elongata (Ipekci y Gozukirmizi, 2004), Pinellia tripartita (Kim et al., 2005)]. 

Estructuras similares se obtuvieron en diferentes explantes de Manilkara 

sapota en medio SH (Sachdeva y Mehra, 1986). Los autores observaron la formación 

de “nódulos embrioidales” directamente de la superficie de  explantes como 

hipocótilo, raíz, tallo, hoja, cotiledones, embriones y ápices de brote, sin la 

intervención de callo. En lo sucesivo al referirnos a las estructuras obtenidas en el 

presente estudio utilizaremos los términos “callo” ó nódulos embrioidales (NEM) 

por la gran similitud que presentan las estructuras de Pouteria sapota con lo 

reportado con Sachdeva y Mehra. 

En el medio Litz también se observó la formación de callo a partir de tejido 

de endospermo con 0.5  y 2 mg/l de 2,4-D. La apariencia de este tejido fue 

diferente al generado en medio SH. En un principio el color fue café claro con 

zonas oscuras, friable y con pequeñas regiones compactas (Figura 7A). Sin 

embargo, después de 6 meses y  cambio a medio sin reguladores del crecimiento, 



este tejido cambió de su consistencia friable a consistencia compacta de color café 

oscuro, superficie irregular y apariencia seca (Figura 7B). No se registraron 

estructuras diferenciadas. Este evento se registró en sólo 2 explantes por lo que el 

resultado no fue consistente y es de suponer que entre otros factores el medio Litz 

no fue favorable para el cultivo de endospermo de esta especie (Tabla 7). 

Para ambos medios el endospermo que generó nódulos embrioidales 

provenía de frutos de entre 30 a 35 mm de diámetro, en el cual la cantidad de 

endospermo  celular es abundante, con mayor tamaño no se reportó crecimiento de 

nodulos embroidales.  

Los resultados obtenidos indican que el medio SH favoreció la indución de 

nodulos embrioidales (NEM) a partir de endospermo, este medio es rico en sales 

minerales y no tan rico en compuestos orgánicos ya que, la adición de agua de coco 

y vitaminas fueron los únicos complementos orgánicos. Un medio de cultivo 

similar fué empleado para inducir etapas embrionarias tempranas de Manilkara 

sapota (Achras sapota) (Sachdeva y Mehra, 1986).  

Esta respuesta puede estar determinada en parte por la cantidad de 

nutrientes requeridos por el explante para hacer posible la desdiferenciación y 

formación de callo. El endospermo, al ser un tejido directamente involucrado en el 

desarrollo del embrión, contiene suficientes sustancias de reserva y hormonas que 

pueden actuar conjuntamente con el medio de cultivo para estimular a las células 

del endospermo hacia la morfogénesis. El medio SH contiene pocos compuestos 

inorgánicos y orgánicos, pero en altas concentraciones, los cuales junto con los 

reguladores del crecimiento, logran estimular a las células del endospermo hacia 

una respuesta morfogenética. El medio SH fue efectivo para el cultivo de especies 

leñosas (García-Campusano, 1999; Goldfarb et al., 1996). Sachdeva y Mehra (1986) 

indican la regeneración de brotes y etapas embrionarias tempranas de Manilkara 

sapota (Achras sapota) en medio SH. 

En el presente estudio se observó que sólo en un extremo del explante 

ocurrió el crecimiento y diferenciación de los NEM. Respuestas similares se 



observaron en Cocos nucífera en donde la formación de tejido embriogénico fue 

dependiente de la edad del fruto y de la región de endospermo de donde se tomó 

el explante, pues se observó que el endospermo cercano al micrópilo es más 

propenso a formar callo embriogénico que el extremo antipodal. Este fenómeno 

está relacionado con el desarrollo asincrónico del endospermo, el cual es 

progresivo de la región antipodal a la región micropilar (Ceniza et al., 1992). Esta 

respuesta relacionada con la región del endospermo usada como explante, se 

observó también en endospermo de Acacia nilotica (Garg et al., 1996) en donde la 

regeneración de tejido se dio sólo en el extremo cercano a la calaza. En los dos 

ejemplos anteriores fue evidente que, el grado de maduración del tejido de 

endospermo, es un factor importante para la inducción de respuestas 

morfogenéticas. En Pouteria sapota el desarrollo de endospermo es temprano con 

relación al del embrión, dado que el endospermo inicia primero sus divisiones. Su 

condición cambia de cincicial a un endospermo celular desde la periferia hacia el 

centro de la semilla. Para este momento el embrión se encuentra en estado globular 

y se acelera su crecimiento cuando el fruto supera los 26 – 29.9 mm de diámetro 

(Romero, 2005). Los explantes utilizados en este trabajo ya presentaban embriones 

cigóticos en estadíos posteriores a los globulares, y el tamaño de los embriones y la 

cantidad de endospermo, fue muy variable por lo que es probable que, el estado de 

desarrollo en el que se encuentra el endospermo, determine también su 

competencia para la morfogénesis junto con factores como el medio de cultivo y 

los reguladores del crecimiento. 

El tratamiento control en medio SH mostró la formación de callo en 4 

explantes. Sin embargo, sus características fueron diferentes a las obtenidas en el 

mismo medio con reguladores del crecimiento. En general, el callo fue muy 

compacto, presentó un color amarillo claro, una superficie lisa y una apariencia 

ligeramente húmeda, sin la formación de estructuras nodulares en la mayoría de 

los casos (Figura 7C). El crecimiento se detuvo a los 60 días de cultivo sin haber 

observado la formación de ninguna estructura organizada. 



En el tratamiento control se observaron dos tipos de respuestas en los 

explantes tratados:  

Respuesta tipo 1: La apariencia externa del explante mostró un color gris 

oscuro y el tejido regenerado presentó bordes amarillo claro. El resto del tejido 

presentó aspecto noduloso y compacto con un color blanquecino (Figura 8 A). El 

explante se procesó para su estudio histológico y arrojó las siguientes 

características: presencia de células isodiamétricas con citoplasma denso en la parte 

media del tejido. Hacia la periferia del tejido se observaron células de menor 

tamaño con núcleos grandes, pero no se observó ningún patrón de crecimiento en 

el tejido (Figura 8 B). 

Respuesta tipo 2: El tejido regenerado presentó la formación de una 

estructura globular muy definida de color verde, superficie lisa y compacta. En la 

parte basal de esta estructura se observó la formación de un callo con aspecto 

nodular en las zonas de mayor contacto con el medio de cultivo (Figura 8 C). 

En el análisis histológico se observaron células de parénquima isodiamétricas, 

con citoplasma denso. En algunas células se observaron núcleos grandes y en 

general grandes cantidades de almidón. En todo el tejido también se observó la 

presencia de taninos (Figura 8E). El análisis histológico no mostró ninguna 

estructura anatómicamente definida en el tejido regenerado (Figura 8 D). 

 

Cultivo de endospermo en medio SH líquido + BAP  0.5 mg/l .  

Este tratamiento promovió más cambios morfogenéticos en los explantes 

comparado con los otros experimentos, con la existencia de una respuesta en el 20 

al 40%  en todas las replicas. 

Los cambios que presentaron los explantes en este tratamiento, hasta la 

formación de estrucutras nodulares, se muestran en la Figura 6. El explante 

produjo un tejido del que se distinguieron dos regiones: la porción basal de 

apariencia compacta de color amarillo claro y la porción externa hialina con 

estructuras nodulares que sugieren la presencia de embriones somáticos en estado 



globular (Figura 9A). El explante produjo estructuras semiesféricas o nódulos de 

contorno organizado, suave de aspecto húmedo, turgente, de color hialino, blanco 

hasta amarillento, que, como se mencionó anteriormente, no puede considerarse 

un callo per se. Por otro lado la mayoría de las descripciones de cultivos 

embriogénicos cumplen con lo descrito para los cultivos obtenidos en este estudio. 

Estas características se han observado en cultivos embriogénicos derivados de 

embriones inmaduros, endospermo y pecíolo en especies como el árbol 

Liriodendron tulipifera (Radojevic, 1988 citado en Vonga y Von Aderkas, 1992), el 

chile Capsicum annuum (Kintzios et al, 2001), y el durazno (Scorza et al, 1990).  

Se realizó el análisis histológico para identificar la respuesta obtenida. Se 

observó que la porción media basal del callo se encontró constituida por células 

grandes de paredes delgadas con poco citoplasma y sin núcleos evidentes. La 

porción externa del callo es un tejido que presentó evidencia de una alta actividad 

meristemática, caracterizada por células pequeñas, citoplasma denso, núcleos 

evidentes y la presencia de células en división (Figura 9 B). En esta región se 

observa el desarrollo de estructuras globulares meristemáticas con polaridad, las 

cuales, no presentan los patrones de división celular típicos de embriones sexuales 

que dan lugar al protodermo y células centrales del cuerpo del embrión. Cabe 

mencionar que las estructuras globulares de Pouteria sapota presentan células 

pequeñas de arreglo concéntrico con núcleos evidentes en activa división, las 

cuales son diferentes al resto del tejido (Figura 9). Estas características son 

similares a las presentadas en embriones zigóticos de Manilkara sapota (Zavaleta-

Mancera y Engleman, 1994) 

Sólo se observó la formación de NEM en el “callo” generado en medio SH 

con BAP 0.5 mg/l, al ser transferido al medio sólido sin reguladores. El “callo” se 

mantuvo en este medio en espera del incremento de biomasa ó de la consolidación 

de las masas proembrionarias, aunque, el aumento de biomasa fue muy lento. Las 

estructuras globulares inicialmente formadas perdieron el aspecto hialino y se 

tornaron de color amarillo cremoso, tomando un aspecto más compacto y 



perdieron su forma globular. Después de 14 meses en cultivo y 2 cambios de 

medio fresco, se observó que el callo se fragmentó ligeramente, se desprendieron 

pequeñas porciones de tejido con un color  ligeramente anaranjado, con formación 

de cuerpos globulares de superficie lisa (Figura 9 D). Estos nuevos glóbulos 

formados presentaron un extremo ligeramente más anaranjado (Figura 6 F). 

Después de 7 días de estas observaciones, el tejido se tornó más anaranjado y las 

estructuras globulares adquirieron formas ovoides con una ligera coloración roja 

en el extremo distal en relación al callo del que se originó (Figura 9 D). 

Las observaciones histológicas de este tejido confirmaron los anteriores 

resultados, la única diferencia fue que además de los arreglos concéntricos iniciales 

se observaron etapas más avanzadas con formas ovoides. Se mantiene la falla en la 

formación del embrión durante todo el cultivo de los nódulos embrioidales. Esta 

falla está relacionada con las primeras divisiones en el cuerpo del embrión joven 

que dan origen primero, a un protodermo y al meristemo fundamental, los cuales 

darán origen a los sistemas dérmico, vascular y fundamental del embrión maduro. 

Sachdeva y Mehra (1986) indican la formación de callo embriogénico en 

diferentes explantes de Manilkara zapota. Los callos obtenidos fueron inicialmente 

no friables de color amarillento de lento crecimiento, en el cual se pueden generar 

dos tipos de embrioides iniciales; un tipo pequeño y redondo y el otro elongado y 

ovoide, con grandes contenidos de almidón, los cuales posteriormente asumen las 

formas de embriones globulares o tipo corazón. La morfología de los embrioides 

desarrollados de endospermo de Pouteria sapota es similar al descrito para 

Manilkara zapota. El tejido generado presentó estructuras semiesféricas o nódulos 

de contorno organizado, suave, de aspecto húmedo, turgente de color hialino, 

blanco o hasta amarillento. Los nódulos embrioidales que se presentaron después 

de un periodo largo en medio SH adicionado con 0.5 mg/l BAP, no derivan en 

formas embriogénicas diferenciadas, aunque su morfología externa es la de 

embriones somáticos (Figura 9 A y D).  



El paso inicial primordial para establecer la histodiferenciación de un 

embrión somático es la diferenciación del protodermo (Yeung, 1995). A pesar de 

que las estructuras obtenidas en esta especie tienen una apariencia globular y  

meristemática, e incluso en algunos casos con polaridad y una diferenciación en 

suspensor y cuerpo del embrión, no se presentó la histodiferenciación típica de un 

embrión zigótico, caracterizada por la diferenciación de un protodermo.  Williams 

y Maheswaran (1986) sugieren que los patrones de segmentación que provocan la 

formación del nodulo meristemático –el proembrioide globular- es independiente 

de la habilidad de este grupo de células para establecer un control integrado e 

iniciar la formación de un embrión bipolar. Ésta podría ser la razón de la 

formación de nódulos meristemáticos de tipo embrioides. 

La formación de tejido con apariencia embriogénica se ha reportado en 

plátano, en donde secciones de meristemo presentaron la formación de estructuras 

iniciales tipo embriogénicas, que en algunos casos derivaron en formas 

embriogénicas aberrantes sin prosperar en plántulas (Balbão et al., 2001). 

Pese a que el callo regenerado con 0.5 mg/l BAP en medio SH fue 

inicialmente un callo con potencial embriogénico. El desarrollo de estos pro-

embriónes no ha derivado en la formación de embriones normales en etapas 

embrionarias avanzadas. Se puede ver en la Figura 10 D-F las similitudes 

histológicas que presenta este tejido con el tejido embriogénico de Musa spp. 

(Balbão et al., 2001), en el que también se están formando zonas concéntricas de alta 

actividad meristemática que posteriormente derivaron en embriones somáticos de 

plátano. Las estructuras generadas reconocidas en Pouteria sapota correspondieron 

muy probablemente a estados tempranos de embriones somáticos. 

 

Cultivo de endospermo en medio SH liquido + 2 mg/l BAP .  

El explante de origen produjo un callo de apariencia muy compacta de color 

amarillo-claro y con la superficie ligeramente nodulosa (Figura 10A). Aunque el 

porcentaje fue mucho menor a lo presentado para el tratamiento anterior (Tabla 7), 



se realizó el análisis histológico para comparar la respuesta del tejido en presencia 

de una mayor concentración de citocinina, en éste análisis se observó lo siguiente: 

la porción media basal del callo estuvo constituida por células grandes con poco 

citoplasma y sin núcleos evidentes, y presentó acumulación de almidón en su 

interior. La porción externa del callo presentó células con evidencia de actividad 

meristemática, que a diferencia del tratamiento anterior, se presentaron en menor 

cantidad las células pequeñas y con pocas placas de división. Algunas de estas 

células presentaron un arreglo concéntrico que semejan etapas embrionarias 

tempranas (Figura 10C). Sin embargo no se observó ningún patrón de división 

definido en etapas más avanzadas. Este tejido también se mantuvo en medio SH 

sin reguladores del crecimiento y al igual que el tratamiento anterior, las 

estructuras identificadas son muy similares a etapas tempranas de embriogénesis 

somática como puede compararse con tejido de Musa spp (Figura 10 D-F).  

En el presente trabajo, el “callo” de Pouteria sapota mantiene un crecimiento 

muy lento, además mostró también diferentes características en un mismo tejido 

generado, pues hubo zonas de color amarillo, las cuales se observaron ligeramente 

nodulares y compactas. Otras secciones del “callo” tenían un color crema-

blanquecino de apariencia compacta y superficie lisa. Ningún “callo” fue de color 

verde por lo que suponemos que no se generó un tejido organogénico. Sin 

embargo, no podemos descartar que los niveles endógenos de auxina en el 

explante sean altos y estén actuando de manera sinergista para la formación de 

este tipo de “callo” con apariencia embriogénica 

Tiempos largos de desarrollo se han observado en cultivos de especies como 

el durazno (Scorza et al., 1990), en donde se utilizaron tiempos de inducción de 6 

meses  para lograr un callo embriogénico. De manera similar en Clemantis 

integrifolia x C. viticella se dio la formación de embriones globulares después de 18 

meses de cultivo a partir de un callo friable y de color claro (Mandergaran y Sieber, 

2000). 



Aunque se utilizaron explantes provenientes de individuos silvestres y de 

individuos cultivados, la variabilidad genotípica aparentemente no afecta su 

competencia para la formación de “callo”, pues aunque se reporta que los 

individuos silvestres presentan mayor variabilidad genética. Se observó sin 

embargo que proporcionalmente responden más explantes de frutos silvestres que 

de los cultivados, aunque la respuesta en estos ensayos se da siempre en medio SH 

en presencia de 0.5 mg/l de BAP . Se sabe que el cultivo de endospermo con bajas 

concentraciones de auxina induce la formación callo embriogénico e incluso se 

reporta al 2,4-D como la auxina más efectiva para la inducción de callo 

embriogénico (Bartók y Sagui. 1990; Kin et al., 1990; Sehgal y Abbas, 1996). Los 

resultados obtenidos en el presente trabajo indicaron que el 2,4-D no fue promotor 

de tejido embriogénico en mamey, pues los explantes tratados con 2,4-D no 

respondieron al estímulo ni en combinación con BAP. Llama la atención que sea 

solamente el BAP el que generó “callo”, pues se sabe que esta hormona dirige la 

diferenciación del tejido hacia la formación de órganos. Sehgal y Abbas (1996) 

obtuvieron la formación de 4 tipos de callo al cultivar endospermo de Mallotus 

philippensis en medio MS + 3mg/l BAP + caseína hidrolizada. El callo regenerado 

presentó color verde friable o compacto después de ser subcultivado durante 24 

meses. Posteriormente, al ser cultivado en medio con BAP+ANA (0.2 mg/l) y 

glutamina se expresó la formación de brotes después de 12 semanas. Se ha 

observado la formación de callo embriogénico de sándalo (Santalum album) en 

medio adicionado con BAP (Bapat y Rao, 1984), de igual manera se obtuvo callo 

morfogenético en la especie comercial Morus alba, en medio MS adicionado con 

BAP (5µM), sin embargo, Sankara y colaboradores (1996) consideran que esta 

hormona no es la más efectiva para la inducción de callo embriogénico. Se reporta 

la acción sinergista entre estos compuestos y otros componentes orgánicos del 

medio, como son el jugo de tomate, agua de coco y extracto de levadura (Thomas 

et al., 2000). 



En el presente estudio hay que recordar que los dos medios de cultivo 

contenían 15% de agua de coco por lo que no se descarta que aquí también se esté 

dando un efecto sinergista entre la concentración baja de BAP y el agua de coco. La 

respuesta generada en cada explante probado (hoja, embrión y endospermo) es 

diferente de acuerdo a los estímulos externos, tanto a los componentes del medio 

de cultivo como a los reguladores del crecimiento. Con hoja se formó callo en 

medio Litz con bajas concentraciones exógenas de 2,4-D, y en el endospermo se 

formó en medio SH con la aplicación exógena de BAP, en ambos explantes los 

reguladores del crecimiento se aplicaron en cantidades bajas. Esto evidencia el 

estatus fisiológico de cada tejido, pues uno es un tejido ya diferenciado y el otro es 

un tejido nutricio así que los dos explantes presentan diferentes balances 

hormonales. 

  

6.5 Cultivo de embriones 

 

Se usaron frutos de entre 30 a 40 mm de diámetro, se observó que el tamaño 

del embrión varió considerablemente, debido probablemente al agrado de 

desarrollo en el que se encontraba la semilla. 

Los embriones se encontraban en distintas etapas al momento de su 

extracción de la semilla: siendo inicialmente translúcidos, se tornan color crema en 

los primeros 5 días de cultivo, y ligeramente amarillos después de 10 días; al llegar 

a 20 días de cultivo, los embriones tenían un color verde. Se observaron también 

cambios en el tamaño del embrión. Los cotiledones aumentaron en volumen. En 

los embriones globulares más pequeños se observó el aumento del volumen junto 

con una coloración verde, pero en aquellos embriones que ya habían superado la 

etapa globular mostraron aumento de volumen desigual para ambos cotiledones, 

pues un cotiledón permaneció más pequeño que el otro. La mayoría de los 

explantes llegó hasta esta etapa y posteriormente se detuvo el crecimiento: se 



tornaron blancos y posteriormente se oscurecieron sin que se manifestara alguna 

respuesta morfogenética (Figura 11A-B). 

Los resultados obtenidos en embriones fueron escasos, pues de 30 explantes 

sembrados sólo en 5 se observó una respuesta, 3 explantes en medio SH + 2 mg/l 

BAP, 1 explante en medio SH + 0.5 mg/l BAP y 1 explante en medio Litz + 2 mg/l 

de 2,4-D. 

En los cotiledones tratados con BAP se dió la formación de estructuras 

globulares tanto en el área del hipocótilo como en la superficie de los cotiledones. 

Estas estructuras globulares presentaron apariencia seca y compacta con muy lento 

crecimiento (Figura 11 E-F). El registro de esta respuesta fue más lento que en el 

endospermo; se observó definida a los 120 días (4 meses) de cultivo y no derivó en 

ninguna otra respuesta morfogenética. Estructuras similares se han encontrado en 

explantes de tallo de Manilkara zapota (Achras sapota) (Sachdeva y Mehra, 1986), 

óvulos de Carica papaya (Litz y Conover, 1983), embriones  de Acacia mangium (Xie 

y Hong, 2001), foliolos de Ceratozamia euryphyllidia (Chávez et al., 1998)  y en 

diferentes explantes de distintas especies del género Citrus (Gosal et al., 1995) de las 

cuales derivaron cultivos embriogénicos. 

Los explantes en el experimento control no tuvieron respuesta 

morfogenética, sólo un explante control mostró la formación de un cuerpo globular 

en el área del meristemo apical de brote, sin el  progreso de su desarrollo (Figura 

11 C). 

El explante tratado con 2,4-D presentó la formación de callo en el área 

cercana al meristemo apical en el embrión. El crecimiento del callo separó los dos 

cotiledones y sólo en uno se mantuvo este crecimiento. Sin embargo no se observó 

la formación de ninguna estructura diferenciada (Figura 11D). 

Para utilizar al embrión como un explante con potencial embriogénico, es 

necesario determinar qué etapa de su desarrollo es la más susceptible de inducir 

una respuesta, además es necesario identificar el tamaño de fruto que contenga al 

embrión en el estado fisiológico y de desarrollo deseado, pues aparentemente la 



respuesta será diferente en embriones globulares que en embriones maduros. En 

ningún embrión se observó la germinación in vitro, lo que puede indicar la 

importancia que tiene el endospermo en la regulación del desarrollo y germinación 

del embrión en esta especie y de las condiciones específicas que requieren para 

germinar y que hasta el momento no se han logrado bajo las condiciones de cultivo 

in vitro. 

Para todos los explantes probados es evidente que la especie Pouteria sapota 

contiene características tanto anatómicas como fisiológicas, que hacen difícil su 

propagación vegetativa,  ya sea por métodos tradicionales ó por cultivo de tejidos. 

Es necesario que se realicen estudios biológicos para poder comprender cuales son 

las principales características y los principales factores  que deben considerarse para 

lograr exitosamente la reproducción vegetativa por cultivo de tejidos. La falta de 

información en general, sobre la especie, es un reto que debe superarse para poder 

plantear estrategias de aprovechamiento que hagan del mamey una alternativa 

nutricional y de sustento económico para las comunidades locales y de mayores 

ingresos para huertos comerciales nacionales. 



 
 

 

Figura 3.  Respuesta morfogenética inducida en explantes de hoja de Pouteria 
sapota  a los 60 días de cultivo. A) Explante con curvatura cóncava en relación 
al medio de cultivo, con lámina de apariencia rugosa color verde claro (medio 
Litz sin reguladores del crecimiento), B) Nervadura lateral de un explante 
(recuadro), la flecha indica el aumento de volumen, no hay formación de tejido 
(medio SH sin reguladores del crecimiento) C) Nervadura verde de apariencia 
rugosa o nodulosa color claro, con formación de callo nodular en el área de 
corte, callo de apariencia esponjosa (Medio SH+2,4-D 0.5mg/l, C´) Nervadura 
central con formación de zonas nodulares de color mas claro que dan a la 
superficie de la nervadura una apariencia rugosa; D) Nervadura central de 
aspecto fibroso, completamente oscura, con engrosamiento y formación de 
callo esponjoso ligeramente verde-amarillento (medio Litz+2,4-D 0.5mg/l); E)
Nervadura con formación de callo de apariencia nodular y superficie húmeda 
(medio Litz + 2,4-D 2mg/l).  
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Figura 4. Anatomía de la hoja de Pouteria sapota y cambios morfoanatómicos 
promovidos por el cultivo in vitro. A-C hoja fresca sin tratamiento. A) Corte 
transversal de lámina; B) Corte transversal de la nervadura central (nc) en donde se 
observa el cordón vascular continuo;  C) Corte transversal. de nc, zona adaxial de la 
nervadura central con presencia de taninos condensados; D- F) Explante cultivado 
44 días en medio Litz + 2,4-D 0.2mg/l, D) Nervadura central con engrosamiento en 
un extremo. E) Corte transversal de nc. Las flechas señalan la pérdida de 
continuidad del cilindro vascular e hileras de células nuevas con taninos; F) Región 
adaxial de la nc con presencia de alta actividad mitótica y diferenciación de novo de 
puntos meristemáticos concéntricos y peridermis; epidermis (e), floema (f), fibras 
floemáticas (ff), haces vasculares menores (hv), laticíferos (l), meristemos 
concentricos (mc), mesófilo en empalizada (mp), mesofilo esponjoso (ms), 
nervadura central (nc), peridermis (pd), tejido vascular (tv), xilema (x).  (Barras: 
A=50 µm; B=500 µm; C=100 µm; E=1000 µm; F=100 µm.) 

E

D

C

f 

ff 

x

nc 

tv 

F 
pd 

m

B

x 

f 

ff 

tv 

e

mp 

A

ms 

l 

hv 

e 



 
 
 
 
 

 
 

B

Figura 5. Cambios morfoanatómicos de la hoja promovidos por el cultivo de 
tejidos. A) Explante cultivado 44 días en medio Litz + 2,4-D 0.2mg/l; Región 
adaxial con zonas meristemáticas concéntricas, flecha señala la formación de 
haces vasculares jóvenes; (B-D) Explante cultivado 45 días en medio Litz + 
0.5 mg/l de 2,4-D B) Explante con engrosamiento en nervadura central; C) 
Región adaxial de la nervadura central, se observa la formación de 
meristemos en fila. La flecha señala el rompimiento de la epidermis y estratos 
subepidermicos; D) Zona adaxial de nervadura central con meristemos 
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Figura 6. Cambios morfológicos presentados por el endospermo en el medio SH + 
BAP 0.5 mg/l A) Endospermo fresco (explante inicial); B) endospermo con 5 días 
de cultivo; C) Inicio de morfogénesis en endospermo a los 30 días de cultivo, se 
observa el explante inicial color oscuro y un extremo con formación de tejido 
nuevo que posteriormente dará origen a los NEM; D) Formación de callo a los 60 
días de cultivo, la flecha indica el explante inicial; E) callo nodular semicompacto 
con 6 meses de cultivo, formación nódulos embrioidales; F) Callo nodular 15 
meses de cultivo, se observan estructuras semejantes a embriones en etapa globular 
(embrioides); embrioides (emb); explante inicial (exp); nódulos embrioidales 
(NEM).. 
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Figura 7. Respuesta morfogenética presentada en explantes de endospermo cultivados 
en medio Litz y SH con reguladores del crecimiento.  A. Callo café claro ligeramente 
friable  (Litz+2,4-D 0.5mg/l); B. Callo café oscuro y compacto (Litz+2,4-D 2mg/l), C. 
Callo compacto y liso de color amarillo (SH sin reguladores del crecimiento); D. Callo 
compacto amarillo claro o anaranjado con regiones de la base color rojizo (SH+BAP 
2mg/l), E Callo compacto color amarillo claro superficie ligeramente rugosa (SH +2,4-D 
0.5mg/l); F) Callo compacto color blanco ligeramente amarillento con estructruras 
ligeramente globulares (SH BAP 0.5 mg/l). 
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Figura 8. Cultivo de endospermo en medio 
SH sin reguladores del crecimiento. A). 
Explante con  callo tipo 1 previo al 
procesamiento histológico. B) Sección del 
callo regenerado a partir de endospermo 
con células en división hacia la periferia 
del tejido. C). Explante con respuesta tipo 
2 previo al procesamiento histológico, se 
observa el tejido original (exp) en la base, 
con regiones blancas y obscuras con la 
formación de una estructura globular verde 
muy definida (eg) y formación de callo de 
apariencia nodular en la base. D) Sección 
de la estructura globular formada por el 
explante. E) Sección de la estructrura 
globular en mayor aumento en donde se 
observan células en activa división y la 
presencia de taninos; estructura globular 
(eg), explante (exp), callo (c). Escalas (B), 
(D) y (C) =100 µm. 
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Figura 9. Estructuras nodulares regeneradas a partir de endospermo en medio SH + 
BAP 0.5 mg/l a los 95 días en medio de inducción. A) Apariencia externa del explante 
y tejido regenerado antes del proceso histológico, se distingue un callo compacto y la 
formación de estructuras globulares en la superficie (embrioides). B) Corte histológico 
del callo con evidencia de una alta actividad meristemática. C) Pseudoembrión con 
pedúnculo. D) Masa pro-embriogénica después de 14 meses  con estructuras globulares. 
E) Corte longitudinal de masa pro-embrionaria regenerada después de 14 meses de 
cultivo. Explante original (exp), embrioides (emb), callo (c), pseudoembrión (PsE) 
Escalas: (B. E y F) = 100µm; (C) = 50 µm. 
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Figura 10. Explante cultivado en medio SH + 2mg/l Bap A) Apariencia del 
explante previo al tratamiento histológico. B) Corte transversal del callo 
regenerado. C) Células meristemáticas concentricas en el callo. D-F) Tejido 
embriogénico de Musa spp. Con regiones pro-embriogénicas de alta 
actividad mitótica. (Tomada de Balbão et al., 2001). Escalas: (B)=100µm; 
(C)=50µm. 
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Figura 11. Respuesta morfogenética en embriones inmaduros. A) Embrión con 
20 días de cultivo, crecimiento desigual de los cotiledones; B) Formación de 
callo a partir del hipocótilo, embrión con 3 meses de cultivo en medio SH sin 
reguladores del crecimiento; C) Embrión cultivado en medio SH + 2,4-D 
0.5mg/l.  con la formación de un cuerpo globular en el área del meristemo 
apical de brote; D) Embrión con 3 meses de cultivo en medio SH sin 
reguladores de crecimiento; E) Embrión con 4 meses de cultivo en medio SH + 
0.5 mg/l Bap con la formación de estructuras globulares en un extremo 
cotiledonar; F) Estructuras globulares formadas en el cotiledón de un embrión 
inmaduro; callo (c), cotiledones (ct), cuerpo globular (cg), embrioide (emb), 
hipocótilo (hp) 
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7. CONCLUSIONES 

 

7.1 Para todos los explantes. 

1. La desinfección adecuada de las hojas y los frutos para su establecimiento in 

vitro es con cloro comercial 20% v/v durante 20 a 25 minutos. 

2. El polivinilpirrolidona (PVP) 2. 5 mg/l es efectivo para evitar la fenolización 

de los explantes de P. sapota.  

 

7.2 A partir de explantes de hojas. 

1. La hoja de mamey  no responde uniformemente a los tratamientos en toda 

su estructura, la inducción de callo resulta solamente a partir de la 

nervadura central más cercana al peciolo. La lámina foliar no  es competente 

para la inducción morfogenética. 

2. El medio Litz + 2,4-D (0.2 y 0.5 mg/l) induce la formación de callo en la 

nervadura central de las primeras hojas explandidas de Pouteria sapota. 

3. El medio Litz + 2,4-D (0.2mg/l) promueve la formación de novo de puntos 

meristemáticos concéntricos y de haces vasculares jóvenes, en la región 

subepidérmica abaxial de la nervadura central más cercana al peciolo de las 

hojas de Pouteria sapota. 

4. Los tratamientos de inducción con auxina y citocinina combinadas, resulta 

inhibitoria en la inducción de alguna respuesta morfogenética en explantes 

de hoja.  

5. Los resultados presentados en este proyecto son los únicos registrados a 

nivel internacional para P. sapota con la obtención de callo con competencia 

organogénica. 

 

7.3 A partir de endospermo. 

 



1. La formación de tejido a partir de endospermo se logra sólo en una porción 

específica de éste. Es necesario ubicar la porción del endospermo que es 

factible de responder a la inducción morfogenética. 

2. El medio SH adicionado con agua de coco y 0.5 mg/l de BAP induce la 

formación de estructuras de apariencia embriogénica (nódulos 

embrioidales), a partir de endospermo de semillas inmaduras provenientes 

de frutos con diametros de 30 – 40 mm. 

3. El medio SH adicionado con agua de coco y 0.5 mg/l de BAP promueve la 

formación de grupos de células con arreglo concéntrico que presentan una 

polaridad típica embrionaria.  

4. El análisis histológico demostró que el tejido generado deriva en la 

formación de etapas tempranas de embriones globulares, sin la 

diferenciación de un protodermo en el cuerpo del embrión. 

 

7.4 A partir de embriones zigóticos. 

 

1. La inducción de respuestas morfogenéticas en embriones zigóticos de 

mamey no fue posible en los medios probados en este estudio. 

2. Es necesario buscar el estado de desarrollo de los embriones que permita la 

inducción morfogenética. 

 



9. ANEXOS 

 
Medio Litz   

 
Reactivo gramos/ litro 

(NH4)2SO4 0.134 
MgSO4 . 7H2O 0.250 
KNO3 2.5 
NaH2PO4 . H2O 0.150 
CaCl2. 2H2O 0.150 
MnSO4 * H2O 0.01689 
ZnSO4 * 7 H2O 0.0086 
H3BO3 0.0062 
KI 0.00083 
Na2MoO4 * 2 H2O 0.00025 
CuSO4 * 5 H2O 0.000025 
CoCl2 * 6 H2O 0.000025 
FeSO4 *7 H2O 0.0278 
Na2 EDTA 0.0373 
Tiamina * HCl 0.0001 
Ac. Nicotínico 0.0005 
Piridoxina * HCl 0.0005 
Inositol 0.10 
Glicina 0.002 
L- Glutamina 400 
Hidrolizado enzimático de 
caseína 

0.100 

L-Arginina 0.100 
L-Asparagina 0.100 
Acido ascórbico 0.100 
Sacarosa 60  

 
 
 
 



 
Medio Shenk y Hildebrand (1972) 

 
Reactivo gramos/ 

litro 
KNO3 
MgSO4hH2O 
NH4H2PO4 

2.5 
0.4 
0.3 

CaCl2h2H2O 0.2 

MnSo4hH2O 
H3BO3 
ZnSO4h7H2O 
KI 
CuSO4h5H2O 
Na2MoO4h2H2O 
CoCl2h6H2O 

0.02 
0.005 
0.001 
0.001 
0.0002 
0.0002 
0.0002 

Tiamina HCl 
Acido Nicotínico 
Piridoxina HCl 

0.005 
0.005 
0.0005 

FeSO4h7H2O 0.015 
Na2EDTA 0.02 
Myo-Inositol 0.05  

 
 
 
 

Adhesivo de cromo  
 

Reactivo Porcentaje 
Gelatina 0.5 

Fenol 0.1 

Alumbre de cromo 
(CrK(SO4)2 12 H2O 

0.05 (disuelto en agua 
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8 COROLARIO 
 

Aún cuando el presente trabajo se encuentra distante en la obtención de 

plantas completas, ofrece los primeros resultados que marcan la pauta para 

cumplir este objetivo, sin embargo la perspectiva para cumplirlo es a mediano o 

largo plazo, pues el crecimiento que presenta la especie es muy lento, y la 

disponibilidad de material biológico susceptible a la inducción morfogenética, esta 

limitado por su ciclo biológico. Es necesario realizar más experimentos que 

prueben otros reguladores del crecimiento en los explantes de hoja y endospermo 

aquí propuestos. 

El cultivo de Pouteria sapota fue difícil por varias razones: 

1) La disponibilidad de tejido joven a lo largo del año, pues sólo se encuentra 

en crecimiento activo durante 3 meses al año, de los cuales, el estado de hoja 

joven con potencial de respuesta sólo se mantiene las primeras semanas.  

2) La disponibilidad del fruto joven (con endospermo abundante) tanto en 

individuos silvestres como en las huertas, es importante encontrar el 

tamaño del fruto que esté asociado con la presencia de endospermo 

abundante para poder cultivarlo y por otro lado con la etapa de desarrollo 

del embrión para encontrar una correlación entre el estado de desarrollo del 

embrión y su competencia morfogenética. 

3) El bajo porcentaje de regeneración presentada en los explantes probados y el 

crecimiento lento del tejido regenerado. 

4) La escasa o nula información existente de cultivo de tejidos sobre esta especie. 

 

El presente estudio es sólo el inicio de mayores esfuerzos por lograr la propagación 

in vitro de esta especie, la cual comienza a tener mayor importancia a nivel 

mundial. 

Es importante que recordemos que el desarrollo de protocolos de regeneración in 

vitro en especies leñosas se ha caracterizado, en su mayoría, por ser difícil de 

lograr. 



Los protocolos existentes hasta la fecha, han sido la culminación de muchos 

trabajos de investigación previos, qué además, se han llevado a cabo durante 

muchos años en diferentes instituciones a nivel mundial, tal es el caso de la 

manzana, el mango, el durazno, y el limón entre otras. 

Como estudiante de maestría mi mayor preocupación es que la información 

generada sea útil para los futuros trabajos sobre ésta especie y se logre finalmente 

el planteamiento de una estrategia multidisciplinaria para el aprovechamiento 

sustentable de lo que podría convertirse en un fruto de cultivo mayor. 
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