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1 MARCO TEÓRICO 
1.1 Megadiversidad de México 
El concepto de países megadiversos está enfocado a la existencia de áreas con alta biodiversidad, 

particularmente con gran cantidad de especies y una alta concentración de endemismos 

(Sarukahán y Dirzo, 2001). Algunos países Megadiversos son Brasil, China, Costa Rica, Colombia, 

Ecuador, India, Indonesia, Kenia, México, Perú, Sudáfrica y Venezuela.  

En el territorio mexicano se tienen representadas casi todas las comunidades vegetales que 

existen en el mundo, diversidad que sólo la India y Perú presentan, debido a la combinación de 

varios factores ambientales. Los principales factores en México son su ubicación en una zona de 

transición entre dos regiones biogeográficas, el Neártico y el Neotropical; una accidentada 

orografía; una historia geológica de distintas épocas y la presencia de casi todos los climas del 

mundo (Carabias et al., 1994). 

1.2 Familia Orchidaceae. 
Cuentan con una gran diversidad de especies; las estimaciones recientes de esta familia sugieren 

que deben existir entre 20,000 y 30,000, descubriéndose cada día una mayor cantidad, lo que hace 

evidente la necesidad de su estudio, lo cual permitirá establecer con una mayor exactitud el 

tamaño de la flora de los países tropicales. Esta enorme diversidad es el resultado de la larga 

evolución de este linaje desde que la primera orquídea apareció en la tierra hace unos 100 o 110 

millones de años (Chase, 2001; Chase et al., 2003). Las orquídeas comprenden cerca del 10% de  

especies de plantas en el mundo (Koopowitz, 2001).  

Es una familia cosmopolita, debido a que se distribuye en todo el mundo, excepto en regiones 

polares o en zonas extremadamente desérticas, gracias a sus adaptaciones para soportar muy 

distintas condiciones contrastantes. Alcanzan su mayor diversidad en las regiones tropicales, lo 

cual corresponde al 56% del total mundial de orquídeas (10,849 especies) se encuentran en los 

trópicos (UICN/ SSC Orchid Specialist Group, 1996), siendo América Tropical la región con mayor 

número de especies, particularmente los países ricos en especies son Costa Rica (1,400), México 

(1,300), Brasil (1,500), Ecuador (4,016) y Panamá (1,365) (Koopowitz, 2001). 

1.3 Diversidad y distribución de la familia Orchidaceae en México  
En México se reconocen actualmente más de 1,200 especies de orquídeas y se estima que el 

número final de especies estará entre 1,300 y 1,400. Esto coloca a la familia Orchidaceae en tercer 

lugar en cuanto a riqueza de especies vegetales mexicanas, sólo la familia Asteraceae y Fabaceae 

la superan (Hágsater et al., 2005). 
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Figura 1.- Crecimiento 
monopodial (Género 
Vanda) (Clark, 1977). 

Figura 2.- Crecimiento 
simpodial (Género 
Cattleya) (Clark, 1977). 

La flora mexicana de orquídeas es una mezcla de distintos orígenes. La flora tropical de México, 

Centroamérica y las Antillas no son una extensión empobrecida de la flora tropical de Sur América, 

es una flora distinta, con una historia evolutiva diferente y que se mezcló con los orígenes del sur 

(Soto-Arenas y Salazar, 2004). Actualmente las diversas condiciones ambientales generadas por 

las regiones biogeográficas aumentan la riqueza y diversidad de especies de orquídeas en México, 

dichas regiones biogeográficas se definen cómo áreas con distinta composición de especies y 

corresponden al concepto de áreas de endemismo (Rosen, 1988). No existe un consenso de 

cuántas provincias florísticas hay en México debido a la falta de análisis cuantitativos de un gran 

número de plantas, pero la clasificación más utilizada es la Rzedowski (1978). En México su 

distribución se conoce por varias provincias orquideológicas, que coinciden con la propuesta por 

Rzedowski, encontrándose desde el nivel del mar hasta los 3 557m  sobre el nivel del mar, así 

como en las distintas provincias biogeográficas y que representan áreas de endemismo 

identificadas por medio de análisis, cómo el de la orquideoflora de Oaxaca (Soto-Arenas y Salazar, 

2004; Hágsater et a.l, 2005). 

1.4 Características de la familia Orchidaceae 
1.4.1 Hábitos de Crecimiento 
Las orquídeas son plantas herbáceas con una estructura básica similar a la de muchas otras 

monocotiledóneas. Está constituida por vástagos organizados en dos hábitos de crecimiento: en el 

primero de ellos el desarrollo se da mediante la extensión vegetativa a partir de un meristemo 

apical que da lugar a un solo eje principal (monopodio) y se le conoce como crecimiento 

monopodial (Figura 1). En el segundo el eje está formado por una serie de vástagos generados de 

manera consecutiva a partir de meristemos o yemas de renuevo situadas basal, lateral o 

apicalmente en el vástago anterior, este conjunto de vástagos forma un eje compuesto (simpodio) 

y el hábito es llamado entonces simpodial (Figura  2) (Bell y Bryan, 1991).          
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1.4.2 Raíz  
Las raíces de las orquídeas son simples o ramificadas, carnosas y con un diámetro aproximado de 

1 a 10 mm, dependiendo de la especie. Su organización anatómica consiste en un cilindro vascular 

en el centro, rodeado de una endodermis, que envuelve a su vez por la corteza, esta última 

constituye el mayor volumen de la raíz y se encuentra delimitada hacia fuera por la exodermis, 

formada por algunas células de pared gruesa e impenetrable y otras de pared delgada que 

permiten el paso de agua del exterior hacia la corteza. La porción más externa de la raíz es la 

epidermis, que suele formar un tejido esponjoso constituido por células que al madurar mueren y 

pierden el citoplasma, quedando solo sus paredes parcialmente engrosadas. Está cubierta de 

células muertas llamada “velamen” puede tener entre 1 y 8 células de grosor y es lo que le confiere 

el aspecto blanquecino característico a muchas raíces de orquídeas epífitas (Hágsater et al., 

2005). 

Muchas orquídeas terrestres de las tribus Cranichidae y Orchidae en la subfamilia Orchidoidae 

tienen raíces tuberoides que son órganos de penetración que persisten enterrados en el suelo 

durante la temporada más seca y fría del año, y que sustentan los brotes en la siguiente temporada 

de crecimiento (Pridgeon y Chase, 1995). 

1.4.3 Micorriza 
Una importante función adicional de las raíces es el poder albergar hongos simbiontes que 

constituyen la micorriza. Las hifas de los hongos penetran la raíz a través de las células 

epidérmicas o los pelos radicales hasta una zona específica de la corteza, donde se enrollan 

formando “pelotones” y tiene lugar su digestión por parte de las células de las orquídeas. Los 

hongos asociados con las orquídeas pueden ser auténticos saprófitos que viven en la degradación 

de detritos orgánicos en el suelo o ser parásitos de otras plantas. De hecho entre los hongos que 

forman micorrizas con orquídeas se encuentran algunos patógenos severos de otras plantas, como 

Rhizoctonia solani, causante de pudriciones y otras enfermedades. Se considera que los hongos 

les proporcionan a las orquídeas nutrientes minerales, carbohidratos y aminoácidos (Arditti, 1992; 

Zettler et al., 2003). Cabe resaltar el hecho de que  existen al menos 200 especies de orquídeas en 

el mundo que carecen de clorofila y no realizan fotosíntesis, por lo que su única fuente de nutrición 

son los hongos simbiontes. Estas orquídeas han sido consideradas saprófitas, pero hoy en día se 

sabe que son “micótrofas” o “micoheterótrofas” lo que significa que su nutrición depende  de una 

fuente externa, específicamente de hongos. Estos son indicios de que algunas de ellas son 

“epiparásitas” viviendo a expensas de hongos que a su vez parasitan o forman micorrizas con las 

raíces de otras plantas (Zettler, et al., 2003). 
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1.4.4 Tallo 
La estructura básica del tallo de las orquídeas es comparable a una caña o carrizo  y está formado 

por segmentos o entrenudos delimitados por nudos o anillos cicatrizales donde originalmente se 

insertan las hojas, vainas o escamas foliares. El hábito simpodial con tallos delgados y erectos es 

quizá la condición ancestral en la familia, como lo sugiere su presencia en orquídeas 

apostasioides. Los seudobulbos son tallos aéreos notablemente engrosados. Están presentes en 

muchas orquídeas epífitas y algunas terrestres o rupícolas. Sus contrapartes subterráneas son los 

cormos, característicos de algunos grupos de orquídeas epidendroides terrestres. Ambos tipos de 

tallos engrosados constituyen almacenes de agua y sustancias de reserva, como almidón, que son 

utilizados en parte para sustentar la producción de flores y frutos, así como el desarrollo de nuevos 

vástagos (Hágsater et al., 2005). 

1.4.5 Hojas 
Además de las funciones básicas que desempeñan las hojas de la mayoría de las plantas, es 

decir, transpiración, intercambio gaseoso y la producción de nutrientes mediante la fotosíntesis, las 

hojas de algunas orquídeas presentan modificaciones y funciones particulares, en el caso del 

género Trichocentrum presentan tallos pequeños y hojas suculentas para reservar nutrientes con 

tallos pequeños (Pridgeon, 1982). La presencia de follaje deciduo es más común entre las 

orquídeas terrestres, incluyendo grupos tan dispares como las orquídeas spirantinas. Todas ellas 

tienen sólo hojas delgadas o incluso membranáceas, que presentan únicamente durante la parte 

más húmeda del año. Al finalizar dicho periodo, que en México va de junio a octubre, las hojas se 

pierden y sólo quedan las partes subterráneas, sean estas raíces engrosadas, tubérculos, cormos 

o rizomas, que generan el nuevo vástago del año siguiente (Hágsater et al., 2005). 

1.4.6 Flores 
Las flores, son sin duda, la parte más conspicua y atractiva de las orquídeas y han sido objeto de 

numerosos estudios de polinización  (Van der Pijl y Dodson, 1966; Endress, 1994; Szlachetko y 

Rutkowski, 2000). Suelen estar agregadas en racimos, espigas, panículas y umbela, aunque en 

ocasiones son producidas de manera individual, la inflorescencia puede formarse casi a cualquier 

altura en el tallo o seudobulbo, aunque  en la mayor parte de los géneros aparecen ya sea en la 

base o en el ápice. 

Muchas tienen nectarios florales que atraen a las hormigas a las que se les ve patrullando sin 

cesar a la inflorescencia y ahuyentando a los insectos que se posan en ellas, ésta interacción 

puede observarse en el género Myrmecophila, las hormigas habitan los seudobulbos huecos y 

durante la floración recogen néctar producido por las flores durante su desarrollo. Cabe destacar 

que el néctar, producido en el exterior de las brácteas de la inflorescencia o en las vainas que 

envuelven al brote en desarrollo, es una recompensa para los guardianes, no para los 
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polinizadores. La presencia de nectarios extraflorales para atraer hormigas y beneficiarse de su 

protección es una estrategia utilizada por muchas otras plantas aparte de las orquídeas (Bentley, 

1977).  

La estructura básica de las orquídeas es muy similar a la de los lirios, como el iris o las azucenas, 

pero posen las siguientes características distintivas: 

a) Tiene simetría bilateral, por lo que es posible imaginar un plano que divide a la flor en dos partes 

que son imágenes en el espejo una de la otra. De manera excepcional, la simetría se ve alterada 

por la torsión o flexión de la columna, el labelo o ambos. En otros casos a primera vista la flor 

parece tener simetría radial, es decir, con varios planos de simetría  que parten del centro,  pero 

dicho aspecto se limita a los sépalos y el resto de las estructuras florales son definitivamente 

bilaterales. 

b) Presentan una fusión, al menos parcial, entre los filamentos de los estambres y el estilo para 

constituir una estructura única que incluye los órganos sexuales masculinos y femeninos, llamados 

columna o ginostemio. 

c) Experimentan una compresión en los estambres en un lado de la flor, de hecho, la mayoría solo 

posee un estambre fértil. 

d) Uno de los pétalos, el opuesto al de los estambres, suele ser diferente de los otros dos, ya sea 

en cuanto a tamaño, forma o coloración, además que puede presentar engrosamientos o áreas 

que producen néctar, compuestos aromáticos, aceites o pseudopolen. Este pétalo modificado 

llamado labio o labelo, es por lo general la parte más vista de la flor y tiene la función de atraer, 

guiar o servir como plataforma de aterrizaje a los polinizadores. 

e) Aunque durante el desarrollo de la flor el labio está ubicado  en el lado superior, en las flores 

maduras por lo común se encuentra en el lado inferior, condición conocida como  “resupinación”. 

Este cambio de posición se logra mediante varios mecanismos, ya sea que la inflorescencia 

cuelgue libremente, que el pedicelo u ovario se flexionen, o con más frecuencia, que se tuerza 

180º. 

f) Salvo las orquídeas Apostasioides y algunos representantes de Cypripedioideae y Vanilloideae 

en los que los granos de polen son individuales, el polen presenta algún grado de agregación y en 

la mayoría es liberado en unidades formadas por cuatro granos (“tétradas”), que a su vez 

constituyen cuerpos más o menos sólidos llamados polinios. Los polinios varían en consistencia, 

dependiendo del grupo del que se trate, de suaves a granulosos, duros y cerosos o 

“cartilaginosos”. El número de polinios en una flor, varía dependiendo del  grupo, entre dos y ocho 

y pueden ser removidos de una antera y depositados en el estigma todos ellos juntos o por 
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separado. La unidad de dispersión que incluye a los polinios y, en muchos casos, estructuras 

accesorias para pegarlos a los polinizadores, es llamada polinario. Durante la polinización la 

deposición de los polinios duros en el estigma es un evento de “todo o nada”, mientras que un 

polinizador que porta polinios granulosos o formados por masa puede polinizar varias flores con un 

solo polinio o juego de ellos, dejando fragmentos de los mismos en diferentes estigmas. 

g) Con la excepción de las orquídeas Apostasioides y Cypripedioides, la columna presenta un 

“rostelo”, una parte no receptiva del lóbulo medio del estigma que separa a los polinios de la 

superficie fértil del estigma e interviene en la dispersión de éstos (Richard, 1817; Dressler, 1993; 

Kurzweil, 1988). El rostelo por lo general produce una porción adhesiva que permite fijar el 

polinario al polinizador. La parte adhesiva puede estar pegada al polinario constituyendo un 

“viscidio”, o producir una sustancia viscosa que sólo entra en contacto con los polinios mediante la 

intervención del polinizador, siendo entonces llamado “viscario” (Dressler, 1993; Dressler y Salazar, 

1991). 

Las flores de las orquídeas por lo general son hermafroditas y portan tanto órganos sexuales 

masculinos (estambres y anteras) como femeninos (ovario, estilo y estigma). Sin embargo hay 

algunos casos en que los sexos están separados ya sea en el tiempo o  en el espacio. En el primer 

caso las flores son protándricas, es decir, al principio funcionan como “machos” o donadores de 

polinios pero no pueden ser polinizadas, después de algún tiempo cambian a la función receptiva, 

en algunas flores de manera espontánea y en otras  sólo después de que sus propios polinios han 

sido removidos. Esta situación es muy frecuente en el género Mormodes y en otros grupos de 

orquídeas, incluyendo terrestres, como varias Godyerinae, Spiranthes y algunos géneros de 

Presscottia (Akerman, 1975; Catling, 1982,1983; Singer y Sazima, 2001a, 2001b). 

1.4.7 Polinizadores 
La vasta diversidad de formas, tamaños y estructuras florales desplegada por las orquídeas tiene 

como finalidad la polinización cruzada, es decir, la transferencia de polen entre la antera de una flor 

y el estigma de otra de la misma especie. Todas las orquídeas que no se auto polinizan son 

polinizadas por animales, sobre todo insectos como abejas y avispas, diversas clases de moscas y 

mariposas diurnas y nocturnas, además de aves como los colibríes (Hágsater et al., 2005). 

1.4.8 Semillas y Germinación 
Los frutos de las orquídeas son cápsulas que al madurar presentan varias aberturas longitudinales 

a través de las cuales son liberadas las semillas. El número de semillas por futo puede varía entre 

unos pocos miles y cuatro millones; su tamaño es muy pequeño, miden entre 0.3 y 4mm de largo y 

pesan por lo general entre 0.4 y 2 µg (Arditti, 1992). 
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El reducido tamaño de las semillas es una severa limitante al tamaño del embrión. Por ende, en las 

orquídeas éste es diminuto e indiferenciado, es decir, no presenta órganos incipientes cómo en las 

semillas de muchas otras plantas, sino que consiste por lo general en una mera masa de células. 

La semilla carece de reservas nutritivas, por lo que su germinación requiere de la asociación con 

ciertos hongos que le proporcionen nutrientes. Si después de salir de la cápsula madura la semilla 

llega a un ambiente con las condiciones fisicoquímicas y de humedad apropiadas, en el que 

además se encuentre el hongo apropiado, el embrión absorberá humedad y aumentará de tamaño 

formando protocormos (Arditti, 1992). En la figura 3 se esquematiza el proceso de germinación de 

Spiranthes, el cual es muy similar al resto de la subtribu Spiranthinae. 

 

 

 

1.5 Estado de conservación de la Familia Orchidaceae en México 
México cuenta con más de 1,200 especies de orquídeas, las cuales tiene una distribución 

heterogénea, ya que el 60% de las especies de encuentra en el bosque de neblina, el cual ocupa 

menos del 1% del territorio, dichos bosques han y están siendo talados de manera indiscriminada.  

La deforestación en México ha alcanzado niveles importantes y hoy se estima en 4.2% anual 

(Villalobos y Thorpe, 1991). Algunos autores han calculado que 75% del territorio del país ya 

habría sido deforestado para el año 2000 (Toledo, 1988), si bien esta cifra podría ser una sobre 

estimación en vista de la gran extensión aún cubierta  por matorrales xerófilos; la deforestación se 

debe principalmente a la ganadería extensiva, agricultura y producción forestal, otras fuentes 

importante del deterioro son los incendios forestales, el crecimiento desmedido de las ciudades, los 

asentamientos humanos irregulares, la contaminación del aire, agua y suelo, la desecación de los 

humedales y el establecimiento de presas y complejos hidroeléctricos, por mencionar algunas 

Figura 3.- Diagrama de germinación de una semilla Spiranthes 
cernua y sus diferentes etapas de desarrollo y crecimiento; rh, 
rizoides; lp, primordio foliar; tl, hoja verdadera; rt, raíz. (Zettler y 

McInnis, 1993). 



  

8 

 

(Hágsater et al., 2005). Se sabe que en los dos últimos siglos se extinguieron dos especies de 

orquídeas en el país, es el caso de Plectrophora alata y Malaxis lyonnetii; y que a partir de 1998 se 

han extinguido por lo menos 22, por mencionar algunas especies como Laelia gouldiana, Dracula 

pusilla, Lycaste lassioglossa, entre otras (Hágsater y Soto-Arenas, 1998; Soto-Arenas, 1994; 1996; 

Soto-Arenas y Solano, 2004). 

En México se cuenta con la Ley General de Equilibrio Ecológico y la Protección al Ambiente, una 

Ley General de Vida Silvestre y su reglamento, así como una Norma Oficial Mexicana que 

categoriza diversos organismos dependiendo de su  rareza y grado de amenaza, la cual es la 

NOM-059-SEMARNAT-2010 (SEMARNAT, 2010), en la que se enlistan 186 especies de orquídeas 

en alguna categoría de riesgo, siendo la segunda familia de plantas con mayor especies enlistadas 

después de las cactáceas. Ambas especies Dichromanthus cinnabarinus y Dicromanthus. 

aurantiacus no se encuentran categorizadas en la Norma Ofical Mexicana-059-SEMARNAT-2010. 

A nivel mundial la Convención sobre el Comercio Internacional de Especies Amenazadas de Flora 

y Fauna (The Convention on International Trade in Endangered Species of Wild Fauna and Flora, 

CITES) tiene categorizada a toda la familia Orchidaceae en el Apéndice I, II y III dependiendo su 

situación. Así, la Convención establece que las especies amenazadas cuyo comercio es regulado, 

deben ser colocadas en tres apéndices, en donde se agrupan para ofrecer diferentes niveles y 

tipos de protección. En el Apéndice I se incluyen las especies de animales y plantas con un alto 

riesgo  de extinción, su comercio está prohibido, excepto en condiciones especiales, por ejemplo, 

con fines de investigación científica. En el Apéndice II se incluyen especies que no están 

amenazadas de extinción, pero que podrían llegar a estarlo si su comercio no es regulado 

estrictamente, por lo que se requiere tramitar un permiso de exportación para su comercio. En el 

Apéndice III se incluyen las especies que pueden estar amenazadas de extinción a nivel local, 

debido a una sobreexplotación comercial, y que no se incluyen en los Apéndices I o II (Ayensu y 

Defilipps, 1981; Rodan y Campbell, 1996). 
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1.6 Clasificación taxonómica Dichromanthus cinnabarinus (Lex.) Garay., 1982. 
REINO Plantae 

DIVISIÓN Magnoliophyta 

CLASE Liliiopsidae  

SUBCLASE Liliidae 

ORDEN Orchidales 

FAMILIA Orchidaceae 

SUBFAMILIA Spiranthoideae 

TRIBU Cranichideae 

SUBTRIBU Spiranthinae 

GÉNERO  Dichromanthus 

ESPECIE Dichromanthus cinnabarinus 

DESCRIPCION BOTÁNICA (Soto-Arenas, 2002) 

Hierba terrestre  de 34 – 120 cm de alto. Raíces fasciculadas, hasta  30 cm, cilíndrico-fusiformes, 

4-15 cm de largo, 8-10 mm de grosor. Tallo de 10 -50 cm de alto (a veces acaulecente y formando 

una roseta basal), 5-8 mm de grosor, continuo por el pedúnculo. Hojas caulinares de 3-5, 

presentes durante la floración, las mayores cerca de la mitad del tallo, otras más reducidas y 

similares a vainas y brácteas hacia la base y ápice, oblongo-ablanceoladas o linear-lanceoladas, 

agudas u obtusas, largamente tubular- envainantes en la base, verde grisáceo, más pálidas en el 

envés; la lámina de 9-28 x 0.85 cm, la vaina hasta 12 cm de largo. Inflorescencia con el 

pedúnculo  glabro abajo, pubescente arriba (pelos septados, glandulares), de 20-45 cm de largo,  

casi totalmente revestido por brácteas tubulares, agudas, herbáceas, de 2.5-15 cm de largo; la 

espiga muy vistosa, cónica o cilíndrica, de 4.5-22 x 4-5 cm, densa, con 18-65 flores, sucesivas, 

dispuestas helicoidalmente, las flores algo dirigidas hacia un lado. Brácteas florales lanceoladas u 

ovadas, acuminadas, sésiles, cóncavas, escarlata, pubescentes-ciliadas, 14-32 x 3-8.5 mm, Ovario 
sésil, ascendente, elipsoide-fusiforme, muy carnoso, conspicuamente torcido, carinado, piloso, 

anaranjado piloso, anaranjado-verdoso, 5-8 x 3-5.6 mm. Flores descendentes, tubulares, con el 

ápice de todos los segmentos fuertemente recurvado, carnosas. Sépalos dorsalmente papilosos 

pubescentes en la base; el dorsal adherente  a los laterales de 7-10 mm, triangular o lanceolado, 

agudo-acuminado, 15-22 x 3-4.5 mm, los laterales lanceolados, oblicuos, agudo-acuminados 

recurrentes sobre el pie de la columna, 14-22 x 2.2-3.8 mm. Pétalos adherentes a todos los 

sépalos, al labelo y a los estaminodios, recurrentes sobre el pie de la columna, sigmoideo 

lanceolados falcados, agudos-subagudos, a veces mucronados, atenuados hacia la base, 14-22 x 
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2.1-3.2mm. Labelo sésil, de 17-22 mm de largo, lanceolado-panduriforme en contorno general; 

formado por una base, un disco y un ápice, la base oblonga, canaliculada, de 2.5-3 x 1.5-2 mm, 

con dos engrosamientos marginales, lisos, aparentemente secretores de néctar; el disco elíptico u 

ovado, de 7-12 x3.8-6 mm, con los márgenes erectos y unidos a los estaminodios; el ápice 

extendido a recurvado, triangular-lanceolado, acuminado, 7-10 x 1.8-2.2 mm (ancho en la base); 

pubescente-papilosos en ambas superficies  en el 1/3 basal. Columna con un cuerpo de 7-9 mm 

de largo incluyendo el rostelo; clavado, dorsiventralmente comprimido,  recto, centralmente 

pubescente, con un pie largamente recurrente sobre el ovario, de 5-6 mm de largo; estaminodios 

erectos, ovados, agudos. Estigma  ventral, bilobado, de 1.8 x 1.8 mm. Rostelo angostamente 

triangular-sublinear, laminar, submembranáceo,  triangular y envolviendo ligeramente  al viscidio; el 

ápice  extremo del remanente  subtruncado, 2-3 dentado. Antera dorsal, bilocular, ovada-

angostamente, triangular acuminada, cordada en la base, dorsamente surcada, 4-4.5 x 2.5 mm.  

Polinario  de 6.5-7  x 1.5 mm, con dos polinios amarillos cremosos, largamente clavados, 

dorsalmente surcados, nudos por un viscidio central, fusiforme-ablanceolado, adhesivo, subapical, 

de 2.3 x 0.25 mm, largamente elíptico. Cápsula erecta, elipsoide, 3-carinada, lanuginosa, 9-14 x 6-

8 mm. (Icones Orchidacearum. 2002). (Figura 4). 
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Figura 4.- Esquema general de la plánta de Dichromanthus 
cinnabarinus (Garay), se muestra la morfología de las flores y 
cápsula (Tellez y Flores, 2007). 
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1.7 Clasificación taxonómica Dichromanthus aurantiacus (Lex.) Salazar y Soto 
Arenas, 2002. 

REINO Plantae 

DIVISIÓN Magnoliophyta  

CLASE Liliiopsidae 

SUBCLASE Liliidae 

ORDEN Orchidales 

FAMILIA Orchidaceae 

SUBFAMILIA Spiranthoideae 

TRIBU Cranichideae 

SUBTRIBU Spiranthinae 

GÉNERO  Dichromanthus 

ESPECIE Dichromanthus aurantiacus 

 

Planta herbácea perenne, densamente pilosa en la parte superior, ennegreciéndose al secar, 

hasta de 1 m de alto; raíces abundantes, fasciculadas, algo carnosas, de unos 5 cm de largo y ±1 

de ancho; tallos erguidos con hojas alternas a todo su largo, convirtiéndose en vainas hacia el 

escapo floral; lámina orbicular-ovada a oblongo-lanceolada, de 7 a 25 cm de largo por 4 a 8.5 cm 

de ancho, subobtusa aguda, margen ondulado; inflorescencia en  forma de espiga densa hasta 

de 25 cm, con pocas a 20 flores, bráctea floral vistosa, de color naranja a amarillo, a veces 

verdosa, de 3 a 6 cm de largo por 1 a 2 cm de ancho, a veces hasta del doble del largo de la flor y 

cubriéndola en buena parte; ovario casi sésil, pubescente; flor pubescente, de color naranja o 

rojo-anaranjado, tubulosa, de 2.5 a 3 cm de largo; sépalos de 2 a 2.5 cm de largo por 5 a 7 mm de 

ancho, el dorsal oblongo a lanceolado, con duplicado en la base, con sus márgenes adherentes  a 

los pétalos de la mitad hacia el ápice, sépalos laterales libres, oblongo-lanceolados; pétalos 

oblicuamente linear-oblongos, de 2 a 2.5 cm de largo por  3 a 4 mm de ancho, obtusos a 

subagudos, recurvados; labelo ovado-lanceolado, obtuso y recurvado en el ápice, lámina de 1.5 a 

2 cm de largo y 6 a 9 mm de ancho cerca de la base, que es adherente a la columna  y que se 

estrecha en una parte basal libre de 7 a 8 mm de largo, discos con dos callosidades cerca de la 

base; columna claviforme, de alrededor de 1 cm de largo; cápsula ampliamente elipsoide a 

subglobosa, de 1.5  de largo por 1 a 1.2 cm de ancho. Se distribuye desde Chihuahua hasta 

Centroamérica (Figura 5). 
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Figura. 5.- Lámina de Dichromanthus aurantiacus            
(Lex.) Salazar y Soto-Arenas, se muestra la morfología de 
las flores y forma de la planta (Tellez y Flores, 2007). 
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2 ANTECEDENTES 

2.1 Cultivo de Tejidos Vegetales 
Los orígenes del cultivo de tejidos se remontan a 1902, con los intentos realizados por Haberlandt 

al cultivar células aisladas de plantas, quien postuló el principio de la totipotencialidad celular, el 

cual es la base teórica sobre la que se sustentan todas las técnicas de cultivo in vitro (Jiménez, 

1998). La capacidad de cualquier célula vegetal para dividirse, crecer y desarrollarse como un 

organismo multicelular, hasta constituir una planta completa, es lo que se denomina como 

totipotencialidad celular (Razdan, 2002). Reinert, Steward y colaboradores reportaron la formación 

de embriones somáticos (embriones adventicios originados en células somáticas) originados a 

partir de células aisladas, con lo que se demostró la totipotencialidad de las células vegetales (Litz 

y Jarret, 1991). 

La aplicación del Cultivo de Tejidos Vegetales, se justifica en especies que se propagan 

vegetativamente (ajo, papa, camote, etc.), en aquellas que producen semillas recalcitrantes (la 

mayor parte de los frutos tropicales) (Chávez y Rublo, 1995), así como cuando por los métodos 

tradicionales la germinación de las semillas y la producción de nuevos individuos es muy lenta y 

limitada, cuando resulta difícil establecer un sistema de propagación clonal y masiva o cuando una 

especie se encuentra en peligro de extinción y existen muy pocos individuos  (Martínez, 1991) 

El cultivo de tejidos vegetales ha sido extensamente explorado, no solo por la rápida y gran escala 

de propagación en orquídeas, sino también en la conservación ex situ. Los protocolos de cultivo 

han sido desarrollados debido a la gran escala de propagación de diversas especies de orquídeas 

a través del cultivo in vitro de diversas partes de la planta (Arditti y Ernst. 1993). Este potencial 

regenerativo ha sido exitosamente probado en muchas especies que representan a diversas 

afinidades taxonómicas, hábitos de crecimiento y hábitats (Churchill et al., 1970, 1971; Seeni y 

Latha, 1992; Nayak et al.,1997), en donde a pesar de la gran cantidad de semillas que se producen 

por fruto (miles a millones), del 1-2% de las semillas logran germinar en condiciones naturales 

como las orquídeas (Philip y Nainar, 1988).  

2.2 Cultivo de Tejidos Vegetales en orquídeas 
La propagación moderna de orquídeas se desarrolló en 1949, cuando “un nuevo (cultivo de tejido 

in vitro), simple y práctico método de propagación vegetativa (clonal) de Phalaenopsis (orquídea) 

fue desarrollado en la universidad de Cornell” (Rotor, 1949). En 1954 se publica el primer reporte 

de los métodos usados para la micropropagación. El medio nutritivo usado para los cultivos fue 

Knudson C formulado para la germinación asimbiótica de orquídeas, diseñado por Lewis Knudson 

(Arditti, 1990). En orquídeas, el cultivo de tejidos de células somáticas puede formar cuerpos 

parecidos a protocormos (PLB´S por sus siglas en inglés), los cuales pueden convertirse en plantas 

individuales (Arditti y Erns, 1993). La regeneración vía multiplicación de PLB´s es un eficiente 
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método de propagación clonal de orquídeas. Tres líneas de investigación condujeron al desarrollo 

de  los métodos de  micropropagación de orquídeas: 1) el cultivo in vitro de meristemos de tallo de 

otras plantas y la regeneración de plántulas de los mismos, 2) la producción libre de enfermedades 

(principalmente virus) de clones de cultivos importantes, y 3) la propagación clonal. Los 

antecedentes de estos estudios se han hecho por separado y llegado hasta el punto en el que 

convergen (Tanaka et al., 1974). 

Existen diversos factores que determinan el éxito en los sistemas de micropropagación, como son: 

1) El tipo de explante, en donde, su estado fisiológico influye significativamente en su capacidad 

morfogenética, 2) los reguladores de crecimiento empleados y sus concentraciones y 3) el medio 

de cultivo, en donde el éxito de la micropropagación dependerá de su composición y forma física 

(Villalobos y Thorpe, 1991). 

De acuerdo con Pérez-Molphe-Balch (1999), los aspectos fundamentales para lograr el éxito en un 

sistema de cultivo de tejidos vegetales son los siguientes: 

Elección del explante. El explante es el órgano o segmento de tejido vegetal que va a ser 

utilizado para iniciar el cultivo. Puede ser una semilla, un embrión aislado, un segmento de hoja, 

tallo, cotiledón o raíz, entre otros. En teoría, cualquier segmento de tejido vegetal que contenga 

células vivas puede ser utilizado como explante. Sin embargo, debe tenerse en cuenta que el tipo 

de explante que se elija será determinante en la obtención de la respuesta deseada, ya que cada 

uno de ellos responderá de manera diferente al cultivo. Por regla general, entre más joven y menos 

diferenciado sea un tejido, más fácil será su adaptación y respuesta al cultivo in vitro. 

Elección del medio y condiciones de cultivo.  El medio de cultivo junto con el tipo de explante 

determina la respuesta que se obtendrá del mismo. Los medios de cultivo más usados en el cultivo 

in vitro de orquídeas son Knudson C (Kc) y Murashige y Skoog (MS). A grandes rasgos, el medio 

de cultivo consiste en dos grupos de componentes. Los primeros son los esenciales, es decir, 

aquéllos que satisfacen los requerimientos nutricionales básicos del tejido cultivado. Este grupo 

incluye a los nutrientes minerales como macro y micro nutrientes, la fuente de carbono y algunas 

vitaminas. El segundo grupo de compuestos, son los llamados opcionales, que si bien en 

ocasiones no son indispensables para mantener la vida del tejido en cultivo, sí determinan en gran 

medida el tipo de respuesta que se obtendrá de éste, y por lo tanto influyen en el éxito o fracaso 

del establecimiento y respuesta de los cultivos in vitro. A este grupo pertenecen las fitohormonas, 

siendo a menudo críticas en el cultivo in vitro  de células de plantas, tejidos  y órganos. Además de 

la formulación del medio, es importante considerar las condiciones físicas del mismo, semisólido o 

líquido, así como las condiciones de incubación de los cultivos (luz, fotoperiodo, temperatura y 

humedad), ya que éstas también influencian a la respuesta del explante. 
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Condiciones asépticas.  Para que el cultivo de cualquier tejido vegetal prospere de la manera 

deseada, debe excluirse del mismo a cualquier microorganismo patógeno. Lo cual resulta difícil en 

muchos casos, debido a que los medios de cultivo utilizados, son muy ricos en nutrientes y 

generalmente tienen un alto contenido de carbohidratos, lo que los hace ideales para el desarrollo 

de prácticamente cualquier microorganismo. Por tanto, el material vegetal, debe desinfectarse para 

evitar cualquier tipo de contaminación. 

De acuerdo con George y Sherrington (1984), existen tres vías diferentes para lograr la 

regeneración de plantas in vitro: la organogénesis, embriogénesis somática y activación de yemas 

preformadas. Éstas pueden ocurrir de manera directa a partir del explante inicial o bien mediante la 

formación de callo y su posterior diferenciación. 

La organogénesis en el cultivo in vitro de tejidos vegetales, se refiere a la formación de novo de 

órganos a partir de los explantes cultivados. Entre los órganos que se pueden formar se 

encuentran las raíces, tallos o los llamados brotes adventicios, que son estructuras similares a una 

yema y tienen la capacidad de originar una nueva planta después de elongarse y formar raíces 

(Terzi y Loschiavo, 1990).   

La embriogénesis somática es una vía en la que las células somáticas o asexuales presentes en 

las células vegetales, forman un embrión sin la necesidad de la fusión de gametos, mediante un 

proceso muy similar a la embriogénesis cigótica (Thorpe y Stasolla, 2001). Estas estructuras son 

capaces de crecer y formar plantas completas (Gómez, 1998). Existen dos tipos de embriogénesis 

somática in vitro, la directa (ESD) y la indirecta (ESI). En la embriogénesis somática directa, los 

embriones aparecen directamente sobre el explante original, mientras que en la embriogénesis 

somática indirecta, como primer paso es indispensable obtener callo a partir del cual se obtendrá la 

diferenciación de los embriones somáticos en un segundo paso. Éste es un proceso más complejo 

que la embriogénesis somática directa. La ESD, ocurre cuando en el explante original existen ya 

células proembriogénicas, por lo que no es necesario el proceso de inducción y sólo se requiere 

proporcionar al tejido las condiciones adecuadas para que suceda la diferenciación de los 

embriones somáticos. En la ESI, el explante original no tiene células proembriogénicas, por lo que 

se requiere primero darle al tejido las condiciones para que ocurra la inducción, y después 

cambiarlo a otras que sean propicias para la diferenciación de los embriones. Las células de tejidos 

muy jóvenes son en gran proporción células proembriogénicas, o si no, son fácilmente inducibles 

para que lo sean, mientras que las células más diferenciadas o de tejidos adultos, muy difícilmente 

o casi nunca se llegan a convertir en proembriogénicas (Gómez, 1998; Pérez-Molphe-Balch, 1999). 

2.3 Cuerpos parecidos a protocormos (PLB´s) 
En orquídeas, células somáticas provenientes de tejidos cultivados in vitro pueden formar cuerpos 

parecidos  a protocormos (PLB´s) que podrían convertirse en plantas individuales (Arditti y Ernst, 
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1993). La regeneración vía multiplicación de PLB´Ses un método eficiente en la propagación clonal 

de orquídeas (Tanaka et al., 1975; Arditti y Ernst, 1993; Park et al., 1996). La alta regeneración de 

brotes en hojas jóvenes y semillas de orquídeas es atribuida a la edad fisiológica de los explantes 

(Vij et al. 1984, 1986, Mathews y Roa, 1980, Vij y Pathak, 1990), los PLB´s al ser un tejido celular 

joven, no diferenciado y con alta totipotencialidad puede ser dirigidos a organogénesis directa o 

formación de embriones somáticos. En condiciones in vitro se ha demostrado que la clonación de 

PLB´s sigue dos caminos: (Figura 6) la formación de un gran número de brotes apicales, con una 

mayor producción endógena de raíces adventicias (A) y la formación de numerosos PLB´s 

secundarios provenientes de células epidermales de un protocormo simple (B) (Batygina y 

Vasilyeva, 1983a,b; Batygina y Shevtsova, 1985; Shevtsova et al., 1986; Andronova,1988; 

Batygina, 1998; Andronova et al., 2000; Batygina y Andronova, 2000).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

2.4 Reguladores de Crecimiento Vegetal 
Entre los factores internos que controlan el desarrollo de los diferentes tejidos de una planta 

destacan las hormonas vegetales o fitohormonas. Las fitohormonas son compuestos orgánicos 

sintetizados por la propia planta, que en muy pequeñas cantidades modifican, estimulan o inhiben 

el crecimiento o los patrones de desarrollo de los tejidos vegetales  (Pérez-Molphe-Balch, 1999). 

Se reconocen cinco grupos básicos de reguladores de crecimiento vegetal, dependiendo de su 

estructura química y su efecto fisiológico: 1) auxinas,  2) citocininas, 3) giberelinas, 4) etileno y 5) 

A 

B 

Figura 6.- Diagrama que muestra  las dos rutas que puede seguir la clonación in 
vitro de PLB´s, ruta de formación de protocormos apicales (A) y ruta de formación de 
protormos secundarios (B) (Batygina, 1998., modificado). 

A B 
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ácido abscísico. De todos éstos, los dos primeros son los más importantes para regular el 

crecimiento y morfogénesis en el cultivo de órganos y tejidos (George y Sherrington, 1984). 

2.4.1 Auxinas 
Las auxinas son un grupo de compuestos  cuyo precursor es el triptófano, sintetizados por lo 

general en los ápices de las plantas (sitios de crecimiento activo), los cuales están implicados en 

varios eventos relacionados con el crecimiento y diferenciación celular. En las plantas completas, 

las auxinas tienen que ver con la dominancia apical, afectan la senescencia y abscisión de las 

hojas y coordinan algunas respuestas trópicas (Pérez-Molphe-Balch, 1999). En el cultivo de tejidos 

vegetales promueven el crecimiento de callo, así como el crecimiento y elongación celular, la 

diferenciación del tejido vascular y la formación de órganos (raíces) (George y Sherrington, 1984). 

La auxina natural más común es el ácido-3-indolácetico (AIA), pero dependiendo de la especie, 

edad de la planta, estación del año y condiciones de crecimiento pueden aparecer otras auxinas en 

los tejidos, se desarrollaron auxinas sintéticas como el ácido 2, 4-Diclorofenoxiacético (2,4-D), el 

ácido indol-3-acético (IAA) o el ácido indol-3-butírico (IBA) y ácido 1-naftalenacético (ANA) (George 

y Sherrington, 1984; Pérez-Molphe-Balch,1999).  

En cultivo de tejidos dependiendo la especie y concentración a usar es la inducción de callo, 

formación de clorofila, formación de raíces y embriogénesis. En algunos géneros de orquídeas 

como Paphiopedilum y Vanilla, la aplicación de auxinas puede iniciar el desarrollo del fruto sin que 

ocurra la polinización. Las auxinas también estimulan el desarrollo del óvulo en los géneros 

Cymbidium, Cattleya, Phalaenopsis, Vanda y Phaius, entre otros (Arditti, 1992). 

2.4.2 Citocininas 
Las citocininas generalmente son derivados de la adenina, y son sintetizadas en tejidos jóvenes y 

raíces. Los embriones y frutos jóvenes, presentan concentraciones altas de citocininas, sin 

embargo, éstas necesitan ser aisladas a partir de raíces, hojas y flores, entre otras (Arditti, 1992). 

Las citocininas naturales más comunes son la zeatina, la 2-isopentiladenina (2iP) y el ribósido de 

zeatina. Estas citocininas naturales se caracterizan por poseer un esqueleto de adenina con una 

cadena lateral isoprenoide. Las citocininas sintéticas  son benciladenina (BA) y kinetina (Kin), son 

las más utilizadas en el cultivo in vitro de tejidos vegetales. Algunos herbicidas sintéticos como las 

fenilureas tienen actividad de citocinina en bajas concentraciones. Un ejemplo de éstos es el N-

fenil-N’-1,2,3-tidiazolil-5-urea (Tidiazurón) (Pérez-Molphe-Balch,1999). Poseen dos propiedades 

que las hacen muy útiles para el cultivo in vitro de tejidos vegetales; por un lado, estimulan la 

división celular y por otro rompen la latencia de las yemas axilares haciéndolas brotar.  

En las plantas completas, las citocininas promueven la brotación de yemas axilares, estimulan la 

expansión de las hojas y retardan la senescencia (Pérez-Molphe-Balch, 1999). En las orquídeas, 
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las citocininas se han utilizado principalmente para: 1) el inicio y mantenimiento de cultivos de 

tejidos vegetales, 2) mejorar la producción de plántulas a partir del cultivo in vitro de callo, 3) inducir 

la floración en híbridos como Dendrobium y Aranda y 4) para incrementar el número de brotes 

laterales (Arditti, 1992). 

2.4.3 Interacción entre auxina- citocinina 
Muchos aspectos de la diferenciación celular y organogénesis en el cultivo de tejidos se ha 

encontrado que son controladas por la interacción entre las concentraciones de auxinas y 

citocininas. El balance entre estos dos reguladores es frecuentemente requerido para iniciar el 

crecimiento o diferenciación en el cultivo de tejidos; la interacción entre estos dos reguladores es 

compleja y más de una combinación de estas sustancias es probable que produzca óptimos 

resultados en la formación de brotes, raíces o formación de plántulas (George y Sherrington, 

1984). Las auxinas son conocidas desde hace  largo tiempo por jugar un rol crucial en la 

especificidad de las células dela raíz durante la embriogénesis, la función de las citocininas en la 

embriogénesis temprana es sugerida de manera reciente por una transitoria y antagónica 

interacción entre las auxinas y citocininas (Müller y  Sheen, 2008), estudios en la regulación 

química en el crecimiento y formación de órganos en cultivo de tejido in vitro ha indicado que los 

excesos de citocininas sobre auxinas promueve la formación de callo (Skoog and Miller, 1957), 

diversos estudios han demostrado  que las citocininas y auxinas regulan mutuamente los caminos 

de señalización o su  metabolismo a través de ciertos integradores, los cuales son la base de la 

interacción  entre éstas dos hormonas para determinar el desarrollo específico en el desarrollo del 

meristemo de raíz   (Dello Ioio et al., 2008; Moubayidin et al., 2009; Růžičkaa et al., 2009), también 

es responsable en el control de la división celular y la diferenciación en el meristemo de la raíz 

(Dello Ioio et al., 2008; Moubayidin et al., 2009). La interacción entre auxina y citocinina es el 

control de eventos de mayor especificidad celular durante la embriogénesis  (Müller y  Sheen, 

2008; Möller y Weijers, 2009). 

En las orquídeas, la información relacionada con los efectos de las interacciones hormonales sobre 

la formación de plántulas es muy escasa. En algunos trabajos, se reporta que la combinación de 

auxinas como el ANA y el 2,4-D y citocininas como la Kin o la BA, pueden incrementar el 

crecimiento, pero los efectos de estas combinaciones pueden variar dependiendo de los 

reguladores de crecimiento utilizados, sus concentraciones y las especies bajo estudio (Arditti y 

Ernst, 1984). 

 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC3146736/#bib56
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC3146736/#bib77
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC3146736/#bib12
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC3146736/#bib55
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC3146736/#bib71
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC3146736/#bib12
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC3146736/#bib55
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC3146736/#bib56
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC3146736/#bib56
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC3146736/#bib54
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2.5 Compuestos adsorbentes 
2.5.1 Carbón activado 
El Carbón activado se produce de madera, residuos de madera, residuos de fábricas de papel y 

turbas, sometidos a altas temperaturas superiores a los 500ºC,  por largos periodos de tiempo 

(más de 10 horas) (El-Hendawy et al., 2001). Es ampliamente utilizado en el cultivo de tejido de 

plantas, adicionado al medio líquido o semi-solido, la adición de Carbón activado al medio de 

cultivo de tejidos puede tener efectos benéficos o adversos en el crecimiento y desarrollo, 

dependiendo del medio, tejido usado y/o objetivos a investigar, mejorando el crecimiento, 

desarrollo celular y de tejido en plantas, es promotor de la embriogénesis somática, formación de 

raíces, elongación de brotes y raíces, formación de bulbos y como inhibidor en la oxidación de 

tejidos (Pan y Van Staden, 1998). Estos efectos benéficos pueden ser por varias razones, como el 

obscurecimiento y aeración en el medio de cultivo (Johansson et al., 1990). Las concentraciones 

más comunes  de Carbón activado empleadas en la literatura varían desde 0.5 a 10 g/L siendo 

más frecuentes las concentraciones de 2 y 3 g/L (Azofeifa, 2007). Por lo anterior para D. 

cinnabarinus y D. aurantiacus se decidió utilizar 1 y 2 g/L,  siendo 2g/L la concentración más usada 

en especies del género Paphiopedilum (George, 1996), la cual también es una orquídea de hábitos 

terrestres. 

En orquídeas el uso de Carbón activado tiene respuestas muy diversas, en Cymbidium forrestii 

promueve el crecimiento de rizomas e inhibe la formación de brotes (Paek y Yeung, 1991), en 

Vanilla planifolia promueve la formación de raíz (George y Ravishankar, 1997). 

2.5.2 Polivinil pirrolidona (PVP) 
El PVP es una poiliamida. Esta sustancia fue inicialmente utilizada como adsorbente en la técnica 

de separación por cromatografía de sustancias ácidas aromáticas, aldehídos y fenoles. Para el 

caso de los fenoles, estos son adsorbidos a través de uniones hidrógeno, previniendo la oxidación 

y polimerización (George, 1996). 

Tanto el PVP como la polivinilpolipirroidonal (PVPP) han sido utilizados en la prevención del 

oscurecimiento de tejidos, ya sea, aplicado como enjuagues al explante o mediante su 

incorporación al medio de cultivo. El PVP se ha aplicado como tratamiento al momento de separar 

el explante de la planta donadora (Amin y Jaiswal, 1988) como pretratamiento anterior o posterior 

al proceso de desinfección (Gannoun et al., 1995, Figueiredo et al., 2001). 

En especies como  Anacardium occidentale (D´Silva y D´Souza, 1993), Dendrocalamus latiforus 

(Huang et al., 2002), Parakmeria lotungensis (Mengyun y Jingmin, 2004) y Spomdias purpurea 

(Azofeifa, 2007), la adición de PVP al medio de cultivo no ayudó a controlar el problema. Como 

efecto indirecto, Bonga y Durzan (1982) mencionan que el PVP agregado al medio de cultivo, con 
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el  fin de reducir la actividad de la hormona polifenol oxidasa (PPO), fue inhibitorio para el 

crecimiento de callos en Eucalyptus grandis (Saxena y Dhawan, 1999) 

Las concentraciones más frecuentes en el uso de PVP adicionado al medio de cultivo en la 

literatura varían de 0.001 a 20 g/L (Abdullah et al., 1989; Walkey, 1972). 

2.6 Compuestos orgánicos  
2.6.1 Extracto de plátano 
Es catalogado como compuesto orgánico indefinido,  utilizado con frecuencia en lugar de vitaminas 

o  aminoácidos ya definidos, incluso como suplemento adicional. El Extracto de plátano ha sido 

reportado rico en potasio, fósforo, sodio, calcio, magnesio y micro elementos cómo hierro, cobre, 

zinc boro y magnesio (Hardisson et al., 2001).  

El Extracto de plátano es a veces añadido al medio de cultivo  de orquídeas y ha sido reportado 

como promotor de crecimiento (George y Sherrington, 1984). La razón para este efecto estimulante 

aún no ha sido explicada. Se ha mencionado que posiblemente ayude a estabilizar el pH del medio 

de cultivo. Pierik et al., reportó en 1998 que inhibe ligeramente la germinación de Paphiopedilum 

ciliolare, pero promueve el crecimiento de plántulas una vez germinadas. Ernst (1974) señaló que 

parece amortiguar el medio de cultivo en el que se cultivaron  plántulas del género Paphiopedilum. 

Bembemcha et al. (2016) reportaron que al usar MS al 50% adicionado con Extracto de plátano 

Vanda stangeana presentó la mejor respuesta en el desarrollo de plántulas. Un alto número de 

plántulas y hojas desarrolladas por plántulas fueron obtenidas en el cultivo de Hadrolaelia 

purpurata y Encyclia randii cuando se suplementó medio KC con Extracto de plátano (Gonçalves et 

al., 2011)  

En protocolos de investigación el medio de cultivo debe ser siempre el mismo cada vez que se 

prepara,  la composición de este compuesto orgánico puede variar, a pesar de mejorar los 

resultados se recomienda prescindir de él (George y Sherrington, 1984). 

2.6.2 Caseína hidrolizada 
Las proteínas, las cuales han sido hidrolizadas por ácidos o enzimas las  descomponen en 

moléculas más pequeñas. El grado de degradación varía, algunas proteínas hidrolizadas consisten 

en una mezcla de aminoácidos junto con otros compuestos nitrogenados, tales como fragmentos 

de péptidos, vitaminas y elementos  que podrían ser considerados macro o micro nutrientes 

(George et al., 2008). 

La Caseína hidrolizada es una fuente de calcio, fosfato, diversos micro elementos, vitaminas y de 

manera más importante una mezcla de 18 aminoácidos. Diversas investigaciones han concluido 

que la Caseína hidrolizada mejora el crecimiento de plántulas sólo si hay una deficiencia de 
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fosforo, enriquece el medio de cultivo con aminoácidos, principalmente con Glutamina; y provee 

una fuente inmediata de nitrógeno para el cultivo de células o tejidos (Anderson, 1976) 

El uso de Caseína hidrolizada ha demostrado diversas respuestas, formación de embriones 

zigóticos en Aescalus hippocastrum (Radojevic, 1988), callo a partir de hoja  de Trigonella 

foenumgraecum (Gupta, et al., 1987), formación de PLB´S en Vanda ceoerulea (Seeni y Latha, 

2000). 

3 JUSTIFICACIÓN 
Las orquídeas son plantas muy apreciadas a nivel mundial, pertenecen a la familia Orchidaceae 

que es una de las más grandes, aproximadamente 20 a 25 mil especies, su principal atractivo son 

las formas, colores y aroma, esto las ha llevado a que la gran mayoría esté al borde de la extinción 

por colecta ilegal para su venta en el mercado nacional o internacional, efectos antropogénicos 

como la deforestación, ganadería extensiva, reducción de sus hábitats, contaminación de agua, 

suelo y aire, así también la urbanización. 

Dichromanthus cinabarinus y Dichromanthus aurantiacus son especies terrestres muy atractivas, 

presentan colores amarillos-naranja o rojizos con el centro amarillo, por lo cual están casi 

erradicadas en la cuenca de México, las pocas comunidades registradas  que se conservan se 

localizan principalmente en la Reserva Ecológica del Pedregal de San Ángel y en el Campus 

Universitario, esto se debe a la colecta con fines ornamentales en la cuenca de México y otros 

estados de la República, la desaparición en estas regiones se debe también a la alteración de su 

hábitat. Actualmente no existe alguna norma mexicana que proteja a estas especies, sin embargo 

CITES es el único tratado que categoriza a estas especies para regular su comercio internacional e 

incluye a  toda la familia Orchidaceae. 

Las orquídeas terrestres presentan problemas para su germinación en condiciones naturales por 

los microambientes en que deben desarrollarse. La propagación y conservación de especies 

escasas o próximas a extinguirse en la naturaleza ha empleado el Cultivo de Tejidos Vegetales ya 

que se ha demostrado que múltiples especies se han logrado regenerar y conservar en 

condiciones in vitro o en macetas en los jardines botánicos. Aun así en condiciones in vitro 

presentan problemas de bajo índice en la germinación, poca sobrevivencia durante el proceso de 

aclimatización y reintroducción al hábitat; estos problemas no se presentan cuando las semillas 

son micorrizadas en la naturaleza o in vitro. La micorriza le permite una buena germinación, 

desarrollo y altos niveles de sobrevivencia en condiciones in y ex vitro comparado con semillas no 

micorrizadas. 
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Figura 8.- Protormos de D. cinnabarinus 
después de seis meses de cultivo en medio  
MS modificado. 

Figura 7.- Protocormos de D. cinnabarinus 
después de cuatro meses de cultivo en 
medio MS modificado. 

1 cm 1 cm 

Aunado a estos problemas la gran mayoría de las investigaciones en propagación de orquídeas 

está enfocada en especies epífitas en alguna categoría de riesgo de extinción o fines comerciales 

para generar híbridos de gran interés ornamental o variedades importantes. Pocos son los géneros 

terrestres en los que se realizan nuevos estudios, principalmente del género Phragmipedium y 

Paphiopedilum, ambos con fines comerciales. 

Las especies terrestres no comerciales tienen un bajo interés en su propagación y conservación, al 

no tener un valor funcional o estético, comparado con las otras especies de orquídeas.  

El material biológico fue donado por la M. en C. Iris Suárez Q. y la Dra. Ma. Del Pilar Ortelga L. del 

laboratorio de Microcosmos del Instituto de Geología de la UNAM, y cosnsistió en 23 protocormos 

de D. cinnabarinus (Figuras 7 y 8) y 16 protocormos de D. aurantiacus (Figuras 9 y 10), de entre 

cuatro y seis meses de cultivo en Medio MS modificado (50% macro y micronitrientes, 0.5 g/L 

Caseína hidrolizada y Extracto de plátano 10% p/v). Los explantes de D. cinnabarinus y D. 

aurantiacus provenían de raíces de plántuas germinadas in vitro y de manera asimbótica. Los 

segmentos utilizados tenían de tres a cuatro centímetros de longitud, los explantes se obtuvieron 

de diversas zonas de la raíz, éstos formaron masas de celulares que proliferaban, oxidaban y 

germinaban, llegando a formar  nuevas plántulas (Suárez, 2010) lo cual ha sido un resultado 

importante y no reportado, sin embargo la oxidación ha sido un carácter que ha limitado la 

maduración y el desarrollo de los protocormos, de ahí que la presente investigación explore su 

control y proliferación, esto representa un gran avance y nueva información útil en la propagación 

in vitro como un medio para la conservación de orquídeas terrestres.   
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Figura 9.- Protocormos de                              
D. auranthiacus después de cuatro meses 
de cultivo en medio  MS modificado. 

Figura 10.- Protocormos de                        
D. auranthiacus después de seis meses 
de cultivo en medio  MS modificado. 

1 cm 1 cm 

4 OBJETIVOS 

4.1 General 
 Controlar la oxidación y promover la proliferación in vitro de PLB´s de Dichromanthus 

cinnabarinus y Dichromanthus aurantiacus. 

4.2 Particulares 
 Mitigar la oxidación en los PLB´s de D. aurantiacus y D. cinnabarinus mediante el uso de 

antioxidantes (PVP y Carbón activado). 

 Promover la proliferación, maduración y germinación de los PLB´s de Dichromanthus 

cinnabarinus y Dichromanthus aurantiacus mediante el uso de compuestos orgánicos 

(Extracto de plátano y Caseína hidrolizada). 

5 MATERIALES Y MÉTODOS 

5.1 Material biológico 
5.1.1 Mantenimiento de los cultivos de protocormos donados 
Inmediatamente después de la donación, los protocormos (PLB´s) de ambas especies de 

Dichromanthus, fueron subcultivados al medio MS modificado (Suérez, 2010) (Apéndice A). Bajo 

condiciones de asepsi, en una cámara de flujo laminar, los PLB´s fueron transferidos a medio de 

cultivo evitando la segmentación accidental y colocando tres por frásco y de cinco a siete PLB´s en 

cajas de Petri. Los cultivos fueron almacenados a una temperatura de 25±1°C y un fotoperiodo de 

16 horas luz y 8 de oscuridad, por dos meses antes de iniciar los protocolos de investigación. 
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5.1.2 Medio de cultivo MS modifcado 
Para la presente investigación se utilizó el mismo medio de cultivo empleado para amnas especies 

de Dichromanthus por Suárez (2010) (Apéndice A), el cual consiste en  el medio  MS al 50% de 

macro y micro nutrientes, Caseína hidrolizada 0.5 g/L, Extracto de plátano 10% p/v, sacarosa 30 

g/L. Los suplementos orgánicos se agregaron antes de ajustary mediar el pH a 5.7, para ello se 

usaron soluciones buffer 1N, 0.5N y 0.1N de ácido clorhídrico (HCL) e Hidroxico de sodio (NaOH), 

adicionando 3.5 g/L de Gelrite®. Se repartío el medio de cultivo colocando 25 ml de medio en cada 

frasco Gerber Se esterilizó em autoclave durante 15 minutos, 120ºC y 1.5 Kg/cm
2
. También se 

virtió 25 ml de medio ya esterilizado en cajas Petri de cristal en condiciones acépticas, todas las 

cajas fueron almacenadas en el estuche de esterilización y se mantuvieron en un lugar limpio y 

fresco. 

5.1.3 Cultivo de cuerpos parecidos a protocormos (PLB´s). 
Bajo condiciones de asepsia, en una campana de flujo laminar, fueron transferidos al medio de 

cultivo evitando la segmentación accidental y colocando tres PLB´s por frasco y de cinco a siete 

explantes en as cajas Petri. Los cultivos fueron almacenados a una temperatura de 25±1°C, 

fotoperiodo de 16 horas luz (lámparas de luz blanca de 1200 lux) y 8 horas oscuridad. 

5.1.4 Registro de fotográfico de PLB´s (medio MS modificado). 
En ambos protocolos se realizó el registro durante cuatro meses (120 días), cada 15 días se 

documentó mediante registro fotográfico aspectos como oxidación, regeneración, proliferación y 

germinación de los PLB´s de ambas especies a partir de la fecha de subcultivo de los PLB´s. 

5.2 Desarrollo de Protocolos  
Para la obtención de datos acerca de la oxidación, proliferación y germinación de los PLB´s en 

ambas especies se desarrollaron dos protocolos, el primero consistió en eliminar los compuestos 

orgánicos que fueron adicionados al medio de cultivo MS modificado y dando como respuesta la 

formación de PLB´s a partir de explantes de raíz en ambas especies. Al eliminar uno o dos de los 

compuestos orgánicos del medio MS modificaco podremos identificar cual de ellos induce la 

proliferación, desarrollo o germinación de los PLB´s. El segundo protocolo tuvo la finalidad de 

reducir la oxidación mediante el uso de compuestos adsorbentes como Carbón activado y 

polivinilpirrolidona (PVP). En ambos protocolos se realizó el registro de datos y cada 15 días se 

tomaron fotografías, el periodo total que duraron los protocolos fueron 120 días (4 meses). 

5.2.1 Protocolo 1 (Compuestos orgánicos) 
Consistió en cuatro tratamientos modificando la presencia o ausencia de los compuestos orgánicos 

(Caseína hidrolizada y Extracto de plátano) en la composición del medio MS modificado, 

incluyendo al control,  como se muestra en la tabla 1. 
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Tabla 2. Tipo de adsorbentes y concentraciones usadas en los tratamientos 

Tabla 1.  Combinacion de compuestos orgánicos en el medio de cultivo MS modificado 
 Compuestos orgánicos 

Caseína hidrolizada (0.5 g/L) Extracto de plátano (10% 
p
/v) 

Medio MS modificado 

    

  ---- 

----   

---- ---- 

 

 

Como explantes se utilizaron PLB´s segmentados con un tamaño aproximado de 3-5 mm de 

longitud. Fueron sembrados en MS modificado en los cuatro tratamientos de la Tabla 1. Por cada 

tratamiento se sembraron 10 explantes (uno por frasco) con 10 repeticiones. Los cultivos fueron 

incubados a una temperatura de 25±1°C, fotoperiodo de 16 horas luz (lámparas de luz blanca de 

1200 lux) y ocho horas oscuridad.  

La evaluación de los cultivos se llevó a cabo por cuatro meses (120 días), cada cinco días a partir 

de la siembra. Los datos registrados fueron el número de PLB´s regenerados y embriones 

germinados por explante. El conteo de embriones somáticos se realizó con un microscopio 

estereoscópico. Los datos obtendios se evaluaron a través de una suma acumulada a lo largo del 

tratamiento. 

5.2.2 Protocolo 2 (Compuestos adsorbentes) 

 Se usaron los adsorbentes polivinilpirrolidona (PVP) y Carbón activado, adicionando al medio de 

cultivo MS modificado usando las concentraciones que se muestran en la Tabla 2, la finalidad fue 

reducir la oxidación. Se decidió aplicar el protocolo únicamente a la especie D. cinnabarinus ya que 

la especie presentaba una mayor oxidación y fue uno de los principales objetivos de la 

experimentación.  

 

 

 

 

 

 

Medio de cultivo Adsorbente Concentración 

MS modificado PVP 

0 g/L 

1 g/L 

2 g/L 

MS modificado Carbón activado 

0 g/L 

1 g/L 

2 g/L 

 El signo  representa la presencia del compuesto orgánico en el medio de cultivo. 
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Al contar con poco material biológico, solo se realizó el ensayo con una repetición, usando PLB´s 

con un diámetro aproximado de 3-5 mm, colocando un explante por tratamiento. Se evaluó 

indirectamente el control de la oxidación mediante la observación de la respuesta de proliferación y 

germinación, esto debido a que las respuestas morfogenéticas antes mencionadas se veían 

inhibidas por la oxidación de los explantes, reactivándose posterior a los 30 días de cultivo. 

Los cultivos fueron evaluados por cuatro meses, (120 días), cada cinco días a partir del inicio del 

cultivo. Los datos registrados fueron el número de PLB´s regenerados y germinados por explante. 

El conteo de embriones se realizó usando un microscopio estereoscópico. Los cultivos fueron  

almacenados a una temperatura de 25±1°C, fotoperiodo de 16 horas luz (lámparas de  luz blanca 

de 1200 lux) y ocho horas oscuridad. 

6 RESULTADOS  

6.1 Cultivo de PLB´s donados en medio MS modificado. 
Los protocormos de D. cinnabarinus presentaron un color marrón oscuro, lo cual indicó un mayor 

grado de oxidación, algunos explantes se disgregaban al momento del subcultivo, esto permitió 

obtener un mayor número de explantes sin maltratarlos de manera mecánica, su consistencia era 

poco rígida.  

En contraparte, los protocormos de D. aurantiacus tenían un color beige claro, no se disgregón tan 

fácilmente, su consistencia era muy rígida y compacta. El número de PLB´s por frasco y caja Petri 

se muestra en la tabla 3. 

 

 

Especie PLB´s por contenedor PLB´s totales 
D. cinnabarinus 10 29 

D. aurantiacus 8 16 

 

Después de 5 días, los explantes de D. cinnabarinus presentaron un alto nivel de oxidación. Los 

PLB´s que habían regenerado (color blanco) antes de ser subcultivados se tornaron marrón oscuro 

(Figura 11 y 12), muy pocos presentaban una coloración más clara (Figura 13). 

 

 

A 

B 
 B 

Tabla 3.- Numero de PLB´s obtenidos en ambas especies al 
sembrarse en un nuevo medio de cultivo 
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Del día cinco hasta el día 60 no se presentó proliferación de PLB´s en los explantes; a partir de los 

60 días, el 70% de los explantes presentaron proliferación de PLB´s (Figura 14 y 15), al ser 

observados bajo el microscopio estereoscópico se observaron nodulos de color blanco, los cuales 

resaltaban del color marrón obscuro de los tejidos que provenían. 

 

 

 

Figura 11.- Explante de raíz de D. 
cinnabarinus con PLB´s 
completamente oxidados después de 
cinco días de cultivo en MS 
modificado (aumento 0.8x). 

Figura 12.- Oxidación de PLB´s en 
diversas etapas de crecimiento (A). 
Formación de nuevos PLB´s (B) a partir de 
los ya oxidados en explantes de D. 
cinnabarinus  (aumento 3.2x). 

A 

B 

Figura 13.- Explante de D. cinnabarinus 
oxidado, PLB´s oxidados de (A) y PLB´s en 
desarrollo con coloración más clara (B) 
(aumento 1.25x). 

B 

A 
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A los 70 días los nódulos ya tenían una coloración blanca-hialina, de forma oval. Posterior a los 80 

días la mayoría de los PLB´s formados presentaban proliferación a partir de ellos mismos (Figura 

16 y 17). Se realizó una estimación de los embriones somáticos formados. Debido al rápido 

desarrollo, este proceso se localizó principalmente en la región basal y media del explante. En un 

solo explante la proliferación se presentó en toda su superficie (Figura 17). A partir de los 80 días y 

hasta el final del registro (120 días) la proliferación fue constante en los explantes sin presentar 

germinación en alguno de ellos. 

                                    

 

 

 

 

 

 

 

 

 

En D. aurantiacus a partir del día 5, en la mayoría explantes presentaron una coloración beige 

claro,  algunos tenían una coloración marrón oscuro (Figura 18 y 19). 

 

 

A 
A 

Figura 17.- Proliferación y formación 
de PLB´s  de D. cinnabarinus después 
de 80 días en medio MS modificado, a 
patir de PLB´s oxidados. (aumento 
8.0x). 

Figura 16.- Nuevos PLB´s de D. 
cinnabarinus a partir de PLB´s oxidados, su 
coloración es blanca-hialina, cultivados en 
medio MS modificado después de 80 días 
de cultivo (aumento 4x). 

A 

Figura 15.- Formación y proliferación de 
PLB´s en D. cinnabarinus (aumento 
0.8x). 

Figura 14.- Formación y proliferación de 
PLB´s en D. cinnabarinus, con 
coloración blanca (aumento 0.8x). 
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Figura 21- PLB desarrollado y segmentado 
de D. aurantiacus, se observa la formación 
de nuevos PLB´s en la base de cada 
segmento (1.6x). 

Figura 20.- Formación de un PLB de D. 
aunrantiacus, se difrecía de los oxidados 
por la coloración beige hialina (5x). 

      

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Del día cinco hasta el 50 la proliferación de PLB´s en los explantes se detuvo, después del día 50 

se empezaron a formar nuevos PLB´s (Figura 20), este proceso se llevó a cabo en la región central 

y superior del explante que no está en contacto con el medio de cultivo.  A partir del día 70 los 

nuevos PLB´s presentaban una coloración blanco-amarillenta y forma ovalada. Los primeros PLB´s 

formados después del día 50 presentaron un rápido aumento de volumen, elongación y 

segmentación, llegando a germinar dos PLB´s en este periodo; dichas características se 

registraron a  los 75 días. En esta fecha se observó el desarrollo de PLB´s provenientes de otros 

formados en días anteriores, localizándose en la parte media y basal, algunos en los segmentos de 

los PLB´s más desarrollados (Figura 21). Hasta los 120 días de registro, los dos PLB´s germinados 

llegaron a formar de una a dos hojas de color verde claro y con una longitud máxima de 3 cm 

(Figura 22). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 19.- Explante de D. auranthiacus, 
explante de PLB´s con coloracion beige 
claro (0.8x). 

Figura 18.- Explante de D. aurantiacus, 
con  PLB´s casi totalmente oxidados y 
algunos con presencia de rizoides (0.8x). 
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La oxidación de los PLB´s se presentó después del primer subcultivo, al no poder ser cuantificada 

se estimó y designando los valores de acuerdo a la intensidad en la coloración de los explantes, 

usando los valores de oxidación ligera, media y drástica. Los PLB´s de D. cinnabarinus mostraron 

oxidación media y drástica; mientras que D. aurantiacus la oxidación de PLB´s fue ligera, esta 

información había sido reportada con anterioridad por Suárez (2010).  

El inicio de proliferación ocurrió en el día 60 para D cinnabarinus y 50 días en D. aurantiacus. Una 

vez iniciado este proceso de proliferación, los PLB´s generados aumentaban su volumen y longitud 

en un periodo de 20 días, transcurrido este tiempo a partir de PLB´s formados se regenerarón, 

contabilizando entre 20 a 40 nuevos PLB´s a lo largo de los explantes, presentándose en la región 

media y basal de los primeros PLB´s. 

La formación de un gran número de brotes apicales también presentó una mayor producción de 

raíces adventicias en D. cinnabarinus, los primeros PLB´s generados aumentaban de tamaño y 

maduraban sin llegar a la germinación, a partir de éstos y  algunos oxidados, la proliferación se 

originaba en la región apical como se muestra en la Figura 23, los PLB´s formados en la región 

apical terminaron su desarrollo en protocormos diferenciados, entre cinco y ocho PLB´s  iniciaban 

su germinación o proceso de proliferación, coincidiendo con lo reportado por diversos autores en el 

ciclo A de la Figura 6.  

 

 

 

 

Figura 22.- PLB de D. aurantiacus 
germinado y con presencia de hojas, se 
obervan  también los segmentos y a partir 
de ellos la formación de nuevos PLB´s (1x). 
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La formación de protocormos secundarios a partir de un protocormo simple en D. aurantiacus se 

presentó en la región apical de los PLB´s recién formados y oxidados. En esta especie, los PLB´s 

recién formados no habían obtenido un tamaño considerable cuando se activó la proliferación en 

su región apical, de igual manera dicho proceso se inició en los PLB´s oxidados. Durante el 

proceso se desarrollaron rizoides a lo largo de los PLB´s, estando ausentes en regiones cercanas 

al ápice, los rizoides no frenaron la formación de nuevos PLB´s (Figura 24). La presencia 

simultánea de rizoides y PLB´s en la misma región no se presentó en D. cinnabarinus; en dicha 

especies únicamente se desarrollaron PLB´s, los cuales posteriormente germinaron, formando 

raíces y más PLB´s, mismo proceso que es reportado y sigue el  desarrollo de la Figura 6 en el 

ciclo B. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 23.- Formación de nuevos PLB´s color beige 
claro a partir de celulas oxidadas (A) y PLB´s 
oxidados en distintas etapas de desarrollo en la 
specie D. cinnabarinus (aumento 5x). 

B 

B 

A 

Figura 24.- Proliferación de PLB´s en la región 
apical a partir de PLB´s ya generados (A) y 
desarrollo de rizoides en el PLB incial (B) en D. 
aurantiacus (aumento 2.0x). 

B 

B 

A 



  

33 

 

De acuerdo con Teixeira da Silva y Tanaka (2006) mencionan que los PLB´s primarios pueden 

formar segundos PLB´s en lo que ellos denominan ruta de PLB, estos segundos PLB´s pueden ser 

usados como PLB´s primarios si se dejan en el mismo medio indefinidamente, esto es así debido a 

que la disponibilidad de nutrientes y sustancias promotoras de crecimiento se localizan en este sitio 

de regeneración y debido a la eliminación del control de otros tejidos (Teixeira da Silva et al., 

2005), todo el proceso antes descrito se presentó a lo largo de los protocolos en D. cinnabarnus y 

D. aurantiacus una vez que la proliferación se reactivó, como mencionan los autores citados, los 

explantes fueron mantenidos en medio de cultivo que no presentaba variaciones  en su 

composición, sin embargo, al realizar los  diversos  tramiento uno  o algunos de los compuestos 

orgánicos presentes en el medio mantenía estable este proceso de proliferación en los PLB´s. 

 

6.2 Protocolo 1 (Compuestos orgánicos) 
En la tabla 4 se presentan los resultados obtenidos en los diversos tratamientos con la presencia 

de compuestos orgánicos para las especies D. cinnabarinus y D. aurantiacus  después de 120 días 

de tratamiento (4 meses).  

Tabla 4. Efectos en la respuesta de crecimiento y proliferación por la presencia de compuestos 
orgánicos en el medio de cultivo 

 D. cinnabarinus 

 

D. aurantiacus 

                                 Días  
 
Tratamiento 

0 30 60 90 120 0 30 60 90 120 

1.- MS modificado Ox Ox P P, G P Ox Ox, P P, G P, G P, G 

  

2.- MS + Caseína hidrolizada Ox Ox P P -- Ox Ox -- -- -- 
  

3.- MS + Extracto de plátano Ox Ox P P, G P Ox Ox P P, G P, G 
  

4.- MS 50% (macro y 
micronutrientes) 

So 
So, P, 
G 

P, G P, G P, G So So, P P P, G P, G 

Ox: Oxidación, So: sin oxidación, P: proliferación de PLB´s, G: germinación, (--): sin 
respuesta 

 

6.2.1 Dichromanthus cinnabarinus 
En los primeros cinco días posteriores al cultivo, los explantes presentaron oxidación de manera 

drástica en los tratamientos MS modificado, MS+Caseína hidrolizada y MS+Extracto de plátano), 

cambiando de color blanco a marrón obscuro, excepto los explantes del tratamiento MS 50%, éstos 

también presentaron oxidación, la cual no  pareció ser de manera drástica, la coloración cambio de 

blanco a café claro. Los resultados obtenidos por tratamiento se muestran a continuación. 
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6.2.1.1 Medio MS modificado (Caseína hidrolizada + Extracto de plátano) 

En los primeros cinco días posteriores al cultivo los explantes presentaron oxidación, cambiando 

de color beige claro a marrón obscuro. La proliferación de PLB´s se reactivó cerca de los 55 días 

de iniciado el tratamiento y de manera simultánea, identificada por la  aparición de puntos blancos 

en distintas regiones de los explantes oxidados, antes de este periodo no se presentó respuesta 

alguna, los datos se muestran en la tabla 5. En este mismo intervalo de tiempo se registró la 

germinación de PLB´s. 

Tabla 5. Respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s de D. cinnabarinus en MS + 
Caseína hidrolizada + Extracto de plátano 
 

 

PLB´s  Generados 

 

PLB´s Germinados 
           Días 

 

Explante 

0  30  60  90  120 0 30 60 90 120 

1 0 0 16 36 41 0 0 0 2 0 

2 0 0 4 15 33 0 0 1 0 1 

3 0 0 9 17 40 0 0 0 0 1 

4 0 0 6 16 41 0 0 0 0 1 

5 0 0 8 20 38 0 0 0 1 0 

6 0 0 11 22 35 0 0 2 0 0 

7 0 0 7 19 43 0 0 1 0 1 

8 0 0 8 14 50 0 0 0 2 2 

9 0 0 9 18 37 0 0 0 2 4 

10 0 0 5 27 35 0 0 0 0 1 

Total 
acumulado 

 0 0 83 204 393  0 0 4 7 11 
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6.2.1.2 Medio MS + Caseína hidrolizada 

Presentaron oxidación en los primeros cinco días  de subcultivo cambiando de color beige claro a 

marrón obscuro. Se presentó la proliferación de PLB´s a los 59 días de iniciado el tratamiento, 

dicho proceso únicamente se presentó en cuatro explantes y la proliferación no fue constante en 

ellos, los demás explantes no presentaron proliferación en el tratamiento. La germinación estuvo 

ausente en todos los explantes, los datos se muestran en la tabla 6.  

 

Tabla 6. Respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s de D. cinnabarinus en MS + 
Caseína hidrolizada 

 

 

PLB´s  Generados 

 

PLB´s Germinados 
           Días 

 

Explante 

0  30  60  90  120  0  30  60  90  120  

1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

2 0 0 4 19 0 0 0 0 0 0 

3 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

4 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

5 0 0 6 0 0 0 0 0 0 0 

6 0 0 3 7 0 0 0 0 0 0 

7 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

8 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

9 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

10 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 

Total 
acumulado 

 0 0 15 26 0  0 0 0 0 0 
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6.2.1.3 Medio MS + Extracto de plátano 

De la misma manera que los tratamientos anteriores los explantes presentaron oxidación de 

manera considerable una vez subcultivados cambiando su coloración de color beige claro a marrón 

obscuro. La proliferación de PLB´s se presentó en el día 60, algunos explantes presentaron el 

proceso mencionado el día 86 (explante 5, 7 y 9). El proceso de germinación fue muy bajo, solo 

generó un PLB por explante, la excepción fue el número seis único con 2 PLB´s germinados 

durante la duración del tratamiento. Cabe resaltar que el explante cuatro no presentó proliferación 

y germinación durante todo el tratamiento. Los resultados se muestran en la tabla 7. 

 
Tabla 7. Respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s de D. cinnabarinus en MS + 
Extracto de plátano 

 

 

PLB´s  Generados 

 

PLB´s Germinados 
          Días 

 

Explante 

0   30  60  90  
120  

 
0  30  60  90  120  

1 0 0 15 29 71 0 0 0 0 1 

2 0 0 3 10 56 0 0 0 0 1 

3 0 0 6 17 49 0 0 0 1 0 

4 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

5 0 0 0 2 19 0 0 0 0 1 

6 0 0 7 21 65 0 0 0 0 2 

7 0 0 0 10 46 0 0 0 0 1 

8 0 0 9 28 80 0 0 0 0 1 

9 0 0 0 15 36 0 0 0 0 1 

10 0 0 13 23 51 0 0 0 0 1 

Total 
acumulado 

 0 0 53 155 437  0 0 0 1 9 
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6.2.1.4 Medio MS 50% (macro y micro nutrientes) 

Se observó que los explantes presentaron una ligera oxidación, no tan drástica como ocurría en los 

otros cultivos de la misma especie, el cambio de color fue de blanco a un beige claro. La 

proliferación de PLB´s se reactivó a los 30 días posteriores al subcultivo, en el mismo periodo de 

tiempo la mayoría de los explantes presentó germinación de PLB´s, ambos procesos se 

mantuvieron durante la duración del tratamiento. Los resultados se muestran en la tabla 8. 

 

Tabla 8. Respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s de D. cinnabarinus en MS 50% 
 

 

PLB´s  Generados 

 

PLB´s Germinados 
           Días 

 

Explante 

0  30  60  90  120  0  30  60  90  120  

1 0 6 18 51 62 0 2 1 5 4 

2 0 10 14 46 58 0 6 1 4 8 

3 0 9 13 44 57 0 1 2 6 6 

4 0 4 16 29 50 0 0 4 4 9 

5 0 5 15 47 59 0 2 1 5 11 

6 0 7 21 56 40 0 1 2 8 4 

7 0 6 19 42 73 0 1 3 3 6 

8 0 8 35 36 65 0 0 4 4 5 

9 0 10 22 59 61 0 2 2 6 8 

10 0 12 34 41 84 0 1 3 5 3 

Total 
acumulado 

 0 77 207 451 609  0 16 23 50 64 

 

Se graficó el número total de PLB´s proliferados y generados en la especie D. cinnabarinus. Los 

resultados se muestran en las figuras  25 y 26. 
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Figura 25.- Número de PLB´s en  D. cinnabarinus 
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Fig. 26.- Número de germinación de PLB´s en D. cinnabarinus 
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6.2.2 Dichromanthus aurantiacus 

6.2.2.1 Medio MS modificado (Caseína hidrolizada + Extracto de plátano) 

Los explantes presentaron oxidación muy ligera, su color cambió de blanco a beige, en dos 

explantes la proliferación de PLB´s se reinició a los 30 días, los restantes cerca del día 60. Con 

respecto a la germinación de PLB´s, cinco explantes presentaron dicho proceso en los primeros 30 

días, sin embargo hasta el día 90 todos los explantes presentaban germinación de PLB´s, antes de 

este periodo no todos los explantes tenían PLB´s germinados, los resultados se muestran en la 

tabla 9. 

 

Tabla 9. Respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s de D. aurantiacus en MS + Caseína 
hidrolizada + Extracto de plátano 

 

 

PLB´s  Generados 

 

PLB´s Germinados 
        Días 

 

Explante 

0  30  60  90  120  0  30  60  90  120  

1 0 0 12 28 90 0 0 3 1 2 

2 0 0 19 40 110 0 0 0 2 1 

3 0 0 15 36 106 0 0 0 3 4 

4 0 2 21 17 89 0 5 5 4 2 

5 0 0 17 32 93 0 0 0 4 3 

6 0 0 8 26 100 0 4 4 3 2 

7 0 0 10 30 91 0 1 1 3 19 

8 0 1 20 44 70 0 3 3 1 3 

9 0 0 18 33 98 0 1 1 1 4 

10 0 0 18 39 108 0 0 0 1 2 

Total 
acumulado 

 0 3 158 325 955  0 14 17 23 42 
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6.2.2.2 Medio MS + Caseína hidrolizada  

La oxidación estuvo presente en todos los explantes, el proceso de proliferación de PLB´s inició en 

dos explantes cerca del día 60, en el día 90, sólo sieis explantes presentaron proliferación de 

PLB´s, en el día 120 únicamente dos explantes seguían con la proliferación, siendo muy irregular 

en los días posteriores, cabe resaltar que cuatro explantes no presentaron proliferación durante la 

duración del protocolo. La germinación de PLB´s fue bastante baja, solo tres PLB´s germinaron en 

distintos explantes, presentándose a los 90 días y 120 respectivamente, los explantes restantes no 

tuvieron germinación de PLB´s ya que éste proceso está relacionado  de manera directa con la 

proliferación, como se muestran en la tabla 10. 

 

Tabla 10. Respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s de D. aurantiacus en MS + 
Caseína hidrolizada 

 

 

PLB´s  Generados 

 

PLB´s Germinados 
 Días 

 

Explante 

0  30  60  90  120  0  30  60  90  120  

1 0 0 0 4 0 0 0 0 0 0 

2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

3 0 0 3 11 0 0 0 0 2 0 

4 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

5 0 0 0 5 9 0 0 0 0 1 

6 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

7 0 0 1 7 0 0 0 0 0 0 

8 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

9 0 0 0 5 0 0 0 0 0 1 

10 0 0 0 1 3 0 0 0 0 0 

Total 
acumulado 

 0 0 4 33 12  0 0 0 2 1 
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6.2.2.3 Medio MS + Extracto de plátano  

La oxidación se presentó en los primeros días de cultivo y fue muy ligera, cambió de color  blanco 

a beige claro. La proliferación y germinación de PLB´s se presentó cercan al día 60 de manera muy 

abundante en comparación con los demás tratamientos, en los días 90 o 120 el número de PLB´s  

aumentó de manera exponencial, los resultados se muestran en la tabla 11. 

 

Tabla 11. Respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s de D. aurantiacus en MS + 
Extracto de plátano 

 

 

PLB´s  Generados 

 

PLB´s Germinados 
           Días 

 

Explante 

0   30   60   90   120  0    30   60   90   120   

1 0 0 22 88 231 0 0 6 9 27 

2 0 0 36 91 195 0 0 3 10 32 

3 0 0 27 86 173 0 0 4 26 20 

4 0 0 40 96 186 0 0 9 20 19 

5 0 0 51 93 218 0 0 2 15 33 

6 0 0 46 82 201 0 0 1 24 28 

7 0 0 38 99 166 0 0 5 31 40 

8 0 0 47 111 227 0 0 4 29 15 

9 0 0 58 84 182 0 0 3 27 37 

10 0 0 56 98 227 0 0 5 25 36 

Total 
acumulado 

 0 0 421 928 2006  0 0 42 216 287 
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6.2.2.4 Medio MS 50% (macro y  micro nutrientes) 

Con este tratamiento los explantes no presentaron oxidación a lo largo de la duración del 

tratamiento, su color blanco se mantuvo sin cambio aparente. La proliferación de PLB´s inició en 

tres explantes cerca del día 30, el resto de los explantes iniciaron la proliferación en el día 60. El 

proceso de germinación de PLB´s inició cerca el día 60 en algunos explantes, cabe resaltar que 

dicho proceso en fechas posteriores fue muy irregular, ya que algunos explantes podían o no 

presentar germinación a lo largo del tratamiento como se muestra en la tabla 12. 

 

Tabla 12. Respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s en D. aurantiacus en MS 50% 
 

 

PLB´s  Generados 

 

PLB´s Germinados 
         Días   

 

Explante 

0  30  60  90  120  0  30  60  90  120  

1 0 5 8 14 50 0 0 2 0 4 

2 0 0 9 11 33 0 0 0 3 1 

3 0 0 17 16 30 0 0 1 0 3 

4 0 0 8 13 41 0 0 0 2 3 

5 0 0 4 10 47 0 0 4 0 0 

6 0 3 7 17 42 0 0 0 8 0 

7 0 1 10 16 61 0 0 2 6 9 

8 0 0 6 28 29 0 0 1 1 0 

9 0 0 12 17 36 0 0 0 0 4 

10 0 0 15 13 28 0 0 4 0 2 

Total 
acumulado 

 0 9 96 155 397  0 0 14 20 26 
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Figura 27.- Grafica de proliferación de PLB`s  en D. auranthiacus 

MS+C.H.
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Figura 28.- Germinación de PLB`s en D. auranthiacus  

MS+C.H.

MS 50%

MS+C.H.+E.P.

MS+E.P.

Al igual que los datos obtenidos con la especie anterior, se graficaron los resultados de D. 

aurantiacus, los datos se presentan en las figuras 27 y 28 respectivamente. 
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6.3 Protocolo 2  (Compuestos adsorbentes) 
Los resultados obtenidos de los tratamientos con Carbón activado y PVP en sus respectivas 

concentraciones, fueron los siguientes, buscando mitigar la oxidación de los explantes con PLB´s.  

6.3.1 Carbón activado 1 g/L 
La oxidación se presentó desde los primeros días de cultivo, cambiando la coloración de los 

explantes de beige claro a marrón oscuro. El proceso de proliferación se reactivó cercano a los 30 

días, manteniendo  dicho proceso durante  los 120 días que duró el protocolo. En este tratamiento 

no se presentó germinación de PLB´s durante el tratamiento. El número de PLB´s proliferados se 

muestra en la tabla 13. 

Tabla 13. Respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s en D. cinnabarinus con Carbón 
activado 1 g/L 

 

 

PLB´s  Generados 

 

PLB´s Germinados 
          Días 

 

Explante 

0  30  60  90  120  0  30  60  90  120  

1 0 6 10 11 16 0 0 0 0 0 

2 0 4 7 13 19 0 0 0 0 0 

3 0 3 9 9 14 0 0 0 0 0 

Total 
acumulado 

 0 13 26 33 49  0 0 0 0 0 

6.3.2 Carbón activado 2 g/L 
La oxidación al igual que en tratamiento anterior, se presentó desde los primeros días de cultivo, 

cambiando la coloración de los explantes de beige a marrón oscuro, se reactivó la proliferación de 

PLB´s cercano al día 30 de cultivo, la proliferación se mantuvo el tratamiento, ningún PLB´s 

germinó durante este periodo. El número de PLB´s proliferados se muestra en la tabla 14. 

Tabla 14. Respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s en D. cinnabarinus en Carbón 
activado 2 g/L 

 

 

PLB´s  Generados 

 

PLB´s Germinados 

         Días 

  

Explante 

0  30  60 90  120  0  30  60  90  120  

1 0 4 7 11 16 0 0 0 0 0 

2 0 8 6 9 10 0 0 0 0 0 

3 0 1 9 14 13 0 0 0 0 0 

Total 
acumulado 

 0 13 22 34 39  0 0 0 0 0 
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6.3.3 Polyvinyl-pirrolidona (PVP) 1 g/L 
La oxidación se presentó  únicamente en dos explantes, cambiando su coloración de beige a 

marrón obscuro, en el tercer explante no se presentó oxidación, en él se mantuvo su coloración 

beige. En todos los explantese el proceso proliferativo se reactivó cercano a los 30 días de cultivo, 

manteniéndose a lo largo de todo el tratamiento; la germinación no se presentó. El número de 

PLB´s generados se muestra en la tabla 15. 

 

 Tabla 15. Respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s en D. cinnabarinus en PVP 1 g/L 
 

 

PLB´s  Generados 

 

PLB´s Germinados 
         Días 

 

Explante 

0  30  60  90  120  0  30  60  90  120  

1 0 3 7 6 9 0 0 0 0 0 

2 0 4 5 11 3 0 0 0 0 0 

3 0 2 9 8 12 0 0 0 0 0 

Total 
acumulado 

 0 9 21 25 24  0 0 0 0 0 

  

 
 

6.3.4 Polyvinyl-pirrolidona (PVP) 2 g/L 
La oxidación se presentó en todos los explantes desde los primeros días de cultivo, cambiando la 

coloración de beige a marrón obscuro. En este tratamiento cerca del día 60 los cultivos iniciaron el 

proceso proliferativo y la germinación también se mantuvo ausente. El número de PLB´s 

generados se muestra en la tabla 16. 

Tabla 16. Respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s en D. cinnabarinus en PVP 2 g/L 
 

 

PLB´s  Generados 

 

PLB´s Germinados 
          Días  

 

Explante 

0  30  60  90  120  0  30  60  90  120  

1 0 0 7 5 9 0 0 0 0 0 

2 0 0 5 11 7 0 0 0 0 0 

3 0 0 3 9 16 0 0 0 0 0 

Total 
acumulado 

 0 0 15 25 32  0 0 0 0 0 
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7 DISCUSIÓN  
Los explantes de raíz de ambas especies de Dichromanthus en condiciones in vitro, generaron 

cuerpos parecidos a protocormos (PLB´s), dicha respuesta en orquídeas terrestres no ha sido 

reportada en la literatura, por lo cual representa una nueva e importante fuente de conocimientos 

en especies terrestres y específicamente de Dichromanthus cinabarinus y Dichromanthus 

aurantiacus. 

7.1 Cultivo de PLB´s donados en medio MS modificado 
De acuerdo con la literatura, un problema usual en la micropropagación de orquídeas con PLB´s 

obtenidos de plantas maduras es la liberación de exudados en el medio. Las células de orquídeas 

en cultivo de tejidos liberan una gran cantidad de fenoles que pueden ser tóxicos para las células 

cuando se oxidan (Chugh et al., 2009; Lim-Ho, 1981), de esta manera los PLB´s al ser cultivados 

en nuevo medio presentan oxidación, que puede ser debido a varios factores ambientales o 

biológicos como  la hiperoxia, luz, desecación, alta salinidad, frío, iones metálicos, xenobioticos, 

contaminación, toxinas, reoxigenación después de anoxia, manipulación experimental y patógenos 

infecciosos (Bartosz, 1997). También Low y Merida (1996) han reportado que los cambios en el 

nivel osmótico en el medio de cultivo  generan estrés oxidativo. Hay que destacar que de acuerdo 

a la literatura el medio de cultivo elaborado con Extracto de plátano presenta liberación de fenoles, 

ya que durante el proceso de maceración, ajuste de pH y esterilización se rompen células y se 

liberan fenoles causando oxidación, presentando una coloración marrón. Se decidió  seguir usando 

el Extracto de plátano ya que debían mantenerse las características del medio de cultivo y 

posiblemente fuese una fuente de hormonas que induzcan la formación de PLB´s en los explantes. 

Estos fenoles son almacenados en el medio de cultivo al solidificarse, probablemente sean un 

factor en el grado de oxidación de los PLB´s en ambas especies.  

Estas dos especies  se ven afectadas por la oxidación de sus PLB´s, D. aurantiacus tiene una 

mayor resistencia al estrés causado por la liberación de fenoles y la manipulación mecánica, esto 

se observa por la consistencia rígida, compacta y poca disgregación de PLB´s, así como un ligero 

cambio de color a beige claro, el proceso de adaptación a un nuevo nivel osmótico repercute de 

manera directa en los procesos regenerativos, por ello, el tiempo en que los procesos de 

proliferación y germinación se reactivaron fue de 50 días de cultivo; en cambio la especie D. 

cinnabarinus se ve  drásticamente afectada por liberación de fenoles en su tejidos y los presentes 

en medio de cultivo, causando oxidación, necrosis por manipulación y un nivel osmótico diferente, 

presentando los PLB´s una colocación marrón obscura en la mayor parte del explante, una 

consistencia ligeramente flácida y fácil disgregación de los PLB´s. 
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7.2 Protocolo 1 (Compuestos orgánicios) 
El comportamiento de D. cinnabarinus y D. aurantiacus permitó el  desarrollo de nuevos PLB´s y  

su germinación. 

El tratamiento MS modificado (MS+C.H.+E.P.) representó el tratamiento control y a partir de él se 

realizó la comparación, al no verse afectadas las características del medio los procesos de 

oxidación, proliferación y germinación de PLB´s. El resto de los tratamientos, tuvieron respuestas 

muy diversas, esto es debido a la composición del medio de cultivo, permitiendo identificar el efecto 

de cada uno de los compuestos orgánicos adicionados al medio de cultivo en los procesos de 

proliferación y germinación de los PLB´s.   

El uso de complejos orgánicos como endospermo de coco, Extracto de plátano o jugo de tomate 

libre de semillas es utilizado en diversos medios de cultivo (Chen et al., 1999). Los complejos 

orgánicos se han utilizado como precursores de la respuesta embriogénica y desarrollo de raíz, 

dichas estructuras han sido reportados por Ishii et al. (1998) utilizando endospermos de coco 

líquido y Seeni y Latha (2000) utilizando pulpa de plátano y Caseína hidrolizada; permitiendo que 

los cultivos tengan la capacidad para inducir diversas respuestas morfogenéticas.  

La Caseína hidrolizada adicionada al medio en los tratamientos MS modificado y MS+ Caseína 

hidrolizada, causó diversos efectos en los explantes cultiados en ambos tratamientos y entre 

ambas especies de Dichromanthus. Específicamente en el tratamiento MS+C.H., como  único 

compuesto orgánico adicionado al medio fue la Caseína hidrolizada, la respuesta que tuvieron 

ambas especies de Dichromantus fue una baja cantidad en la formación de PLB´s  después de 120 

días, D. cinnabarinus  generó  31 PLB´s (Tabla 6) y D. aurantiacus 49 PLB´s (Tabla 10).   

Ambas cantidades fueron comparadas con las obtenidas  en el tratamiento 1 (MS+C.H.+ E.P.); D. 

cinabarinus 680 PLB`s (Tabla 5) y  D. aurantiacus 1441 PLB´s (Tabla 9), Withner (1974) reportó el 

efecto positivo que tienen los compuestos orgánicos como la Caseína hidrolizada y peptona para 

inducir la formación de brotes y PLB´s. La respuesta en la formación y proliferación de PLB´s para 

D. cinnabarinus y D. aurantiacus usando únicamente Caseína hidrolizada como compuesto 

orgánico no mostró los resultados reportados (Figura 29 y 30).  
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Cuando se adicionó Caseína hidrolizada como único compuesto orgánico aumentó el nivel de 

nitrógeno en el medio de cultivo, inhibiendo la proliferación y germinación de PLB´s en diversos 

niveles como lo reportó Stewart y Kane (2006), demostraron que una fuente orgánica de nitrógeno 

como peptona, Caseína hidrolizada u otros compuestos orgánicos en altas concentraciones, influye 

en el crecimiento y desarrollo in vitro de Habenaria macroceratitis (Orchidaceae), además que 

ciertos niveles de nitrógeno inorgánico pueden limitar la germinación, posiblemente debido a la 

baja actividad de la enzima nitratoreductasa durante la germinación de semillas y el temprano 

desarrollo de protocormos en diversas especies (Malmgren, 1992), por ello la  respuesta obtenida 

fue una alta inhibición en la germinación y proliferación de PLB´s en D. aurantiacus, generando 49 

y germinando 4 PLB´s a lo largo del tratamiento, para D. cinnabarinus proliferaron 41 PLB´s y no 

se presentó germinación durante el tratamiento. Siendo el tratamiento con muy baja respuesta 

morfogenética, no se recomienda esta concentración para proliferar o germinar embriones de estas 

especies. Sin embargo se ha reportado que al reducir la concentración de nitrógeno en el medio 

MS  se logró un incremento en la velocidad para la formación de brotes en Cymbidium kanran 

(Shimasaki y Uemoto, 1990), C. ensifolium (Ogura y Okubo, 2003), y C. sinense (Huang y Okubo, 

2005), además la Caseína hidrolizada  se ha utilizado junto con otros compuestos orgánicos para 

iniciar cultivos de hojas y bases de hojas en  Vanda coerulea  adicionando al medio  500mg/l de 

peptona y 10% de agua de coco  además de NAA y BA en diversas concentraciones para generar 

PLB´s (Seeni y Latha, 2000), Liu et al (2006) adicionó al medio  peptona 1g/l y 150 ml de agua de 

coco para identificar  en un comparativo el medio de cultivo ideal que aumentara la proliferación de 

PLB´s en Phalaenopsis y Doritaenopsis  sin la presencia de otros reguladores de crecimiento, 

generando como respuesta la formación de PLB´s en  un medio  no saturado de nitrógeno. 

Figura 29.- PLB´s de D.auranthiacus  
oxidados y sin respuesta de proliferación y 
germinación. Después de 120 días  
cultivados en medio MS+C.H.  

Figura 30.- PLB´s de D.cinnabarinus,  
presentando proliferación de nuevos PLB´s 
(color beige claro) y sin germinación, 
cultivados 120 días en medio MS+C.H. 
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El tratamiento de MS+E.P. D. aurantiacus presentó la mayor de germinación y proliferación (Figura 

31), para D. cinnabarinus la germinación y proliferación fue menor que el medio de cultivo control 

(Figura 32); el Extracto de plátano fue el único compuesto orgánico adicionado al medio de cultivo; 

Withner (1974) y Arditti (1993) publicaron que el Extracto de plátano es una rica fuente natural de 

citocininas, las cuales promueven  en ciertas etapas de los cultivos la diferenciación y crecimiento 

de brotes, una de ellas, la kinetina se conoce por tener diversas respuestas morfogenéticas en 

procesos asociados a la propagación de orquídeas (Martin, 2003); en orquídeas, diversas 

concentraciones de citocininas son un buen inductor de cuerpos parecidos a protocormos PLB´s 

(Murthy y Pyati, 2001; Lee y Lee, 2003), siendo un indicativo que a partir del uso de Extracto de 

plátano en el medio y sus ricos niveles de citocininas permitieron que los explantes de raíz se 

llevara a cabo la proliferación y germinación de PLB´s en D. cinnabarinus y D.aurantiacus utilizados 

posteriormente en este trabajo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 31.- Proliferación y germinación de PLB´s, así como  desarrollo 
de plántulas de D. auranthiacus, después de 120 días de cultivo en 
medio MS+E.P. 
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D. cinnabarinus inició la proliferación cerca de los 60 días de cultivo, igual que el grupo control 

(MS+ C.H.+ E.P.), mientras que en D. aurantiacus  inició en el día 30, es de resaltar que la mayoría 

de los protocolos para la inducción de PLB´s en diversas especies de orquídeas utilizan 

principalmente explantes de hojas  (Chen et al. 1999; Chen y Chang, 2001), y otros tejidos como 

raíz y tallos (Chen y Chang, 2000),algunos reportan su formación a partir de rizomas en especies 

de Cymbidium  ensifolium var. misericors (Chang y Chang, 1998) y en Phalaenopsis (Ishii et al., 

1998), todas ellas especies epífitas, en orquídeas terrestres no se cuenta con información acerca 

de la formación de PLB´s en raíces utilizando compuestos orgánicos y reguladores de crecimiento 

adicionados al medio de cultivo. Algunos compuestos sintéticos como el Tidiazuron (TDZ), han sido  

ampliamente usados en diversas especies de orquídeas para inducir la embriogénesis somática de 

Oncidium  (Chen et al., 1999; Chen y Chang, 2001), la regeneración de brotes en Phalaenopsis, 

Doritaenopsis  y Cymbidium epifitos  (Ernst, 1994; Chen y Piluek, 1995; Nayak et al., 1997) y fue 

efectivo en la inducción  y formación de PLB´s a partir de entrenudos del tallo de las flores de 

Epidendrum radicans (Chen, et al., 2002).  Chen et al (1999) menciona que en concentraciones 

bajas de TDZ (0.3 y 1 mg/L) se forman embriones somáticos en Oncidium, otros compuestos con 

acción hormonal para la formación de PLB´s ha  sido reportado por Murthy y Pyati (2001) usando 

de BA (2 mg/l) y KN (1 mg/L) obtenían el 90.2% y 90% respectivamente en regeneración de PLB´s 

a partir de explantes de hoja de Aerides maculosum (Orchidaceae), de acuerdo con la literatura, 

los niveles de citocininas naturales contenidas en el Extracto de plátano utilizado se encuentran en 

Figura 32.- Baja respuesta en la proliferación y germinación de PLB´s de   
D. cinnabarinus, respuesta después de 120 de cultivo en medio MS+E.P. 



  

51 

 

un rango adecuado para la inducción y formación de PLB´s en estas especies del género de 

Dichromanthus, se desconoce la concentración específica de citocininas presentes en dicho 

extracto, por lo cual se tienen diversas respuestas en el número de PLB´s durante la proliferación 

de ambas especies, quizá la respuesta obtenida en inducción y formación de PLB´s pudo ser 

mayor o menor si se hubiesen utilizados diversas proporciones de Extracto de plátano en el medio 

de cultivo.  

La concentración de Extracto de plátano utilizada fue del 10% 
p
/v,  ésta concentración mantuvo  la 

proliferación de PLB´s en los tratamientos probados, además que presentó inducción, proliferación 

y germinación de PLB´s por primera vez en  explantes de raíz de D. cinnabarinus y D. aurantiacus; 

Seeni y Latha (2000) recomiendan la suplementación del medio de cultivo con 3.5% de Extracto de 

plátano, lo cual es benéfico para la multiplicación de PLB´s y para una temprana diferenciación de 

los brotes;  Murthy y Pyati (2001) probaron el uso de endospermo de coco en concentraciones de 

10 y 15% v/v para regenerar PLB´s con un porcentaje del  36 al 38% en un periodo de  12 

semanas en explantes de hoja de A. maculosum.  Las respuesta en el número de PLB´s 

generados en D. cinnabarinus no difirió mucho de los obtenidos en el tratamiento de 

MS+C.H.+E.P., en el cual fueron 680 y en este tratamiento se obtuvieron 681. En D. aurantiacus el 

comportamiento fue diferente entre el tratamiento MS modificado y MS+ E.P., en el tratamiento MS 

modificado cerca del día 30 de cultivo se reactivó la proliferación y germinación de PLB´s, lo cual 

no ocurre en el tratamiento MS+E.P., reactivando los procesos antes mencionados cercanos al día 

60 de cultivo, sin embargo en este tratamiento (MS+E.P.), existió un aumento considerable de 

proliferación de PLB´s, que fue de 3355 PLB´s generados y 545 PLB´s germinados, ambos valores 

corresponden al total acumulado. En contra parte se generaron 1441 PLB´s y germinaron 99 en el 

tratamiento MS+ C.H.+E.P. Estas respuestas se deben a que el 10% 
p
/v  de Extracto de plátano fue 

la concentración con la mejor respuesta de las diferentes concentraciones que se probaron, quizá 

concentraciones mayores a 10% 
p
/v de Extracto de plátano puedan mostrar mayor respuesta 

proliferativa o la respuesta se mantenga, no se probó una concentración mayor al 10% 
p
/v, la 

concentración 10%
 p

/v funcionó para inducir una mayor proliferación de PLB´s en D. cinnabarinus  

sin la presencia de Caseína hidrolizada en el medio; para D. aurantiacus ésta concentración de 

Extracto de plátano y la presencia o ausencia de la Caseína hidrolizada no representaron un factor 

de importancia en el número de PLB´s generados, posiblemente otra concentración de Extracto de 

plátano tenga un efecto positivo en la proliferación de PLB´s y/o germinación de embriones 

generados para esta especie. 

En el tratamiento MS 50% las respuestas entre ambas especies siguieron divergiendo, para D. 

cinnabarinus éste tratamiento mitigó los altos niveles de oxidación, manteniendo la coloración 

beige-blanco durante toda la duración del tratamiento (Figura 33), también fue mayor la 

proliferación y germinación de PLB´s comparado con los tratamientos anteriores para esta especie, 

obteniendo un proliferación total de 1344 PLB´s y germinación de 153 PLB´s durante la duración 
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Figura 33.-Mitigación de la oxidación, proliferación y 
germinación de PLB´s de D. cinnabarinus, después de 
120 días de cultivo en medio  MS 50% 

Figura. 34.- Respuesta en la proliferación y 
germinació de PLB´s, en algunos casos formación de 
plántilas  de D. auranthiacus, después de 120 días de 
cultivo en medio MS 50%,en comparación con el 
medio MS+E.P., esté tratamiento presenta una menor 
respuesta. 

del tratamiento, ambos valores corresponden al total acumulado; es importante resaltar que 

además de mitigar la oxidación el periodo en que se reactivaron los procesos de proliferación y 

germinación en D. cinnabarinus  ocurrió antes del día 30, lo cual no sucede en los otros 

tratamientos, en los que se inició cerca de los 60 días. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

En D. aurantiacus la oxidación se presentaba en niveles muy bajos, apenas cambiando a un color  

ligeramente más oscuro, en éste tratamiento (MS 50%) la ligera oxidación también fue mitigada, en 

cambio la proliferación y germinación tuvieron niveles muy inferiores a los tratamientos que les 

fueron adicionados compuestos orgánicos (Figura 34), específicamente medio MS+E.P.; se 
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obtuvieron un total de 657 PLB´s nuevos y 60 PLB´s germinados; en éste tratamiento la 

proliferación inició cerca del día 30, al igual que en el tratamiento 1  para esta especie, en cambio  

la germinación inició cercana al día 60. 

En este tratamiento no se usaron compuestos orgánicos, las respuestas esperadas eran un menor 

número de PLB´s proliferados y germinados, debido a las características  antes mencionadas de 

los compuestos orgánicos, ya que Arditti et al. (1993) recomiendan el uso de medios de cultivo sin 

la adición de complejos orgánicos y RCV para iniciar el establecimiento de los cultivos, Valmayot 

(1986) la adición extra de estos compuestos después de dos meses para promover la formación y 

multiplicación de PLB´s en cultivos ya establecidos  de Vanda, Seeni y Latha (2000) después de un 

cultivo inicial de 12 semanas sin adición de complejos orgánicos adicionar Extracto de plátano para 

la multiplicación de PLB´s y la diferenciación de brotes, todos ellos buscan con un medio de cultivo 

basal establecer los cultivos que posteriormente serán tratados y que durante este periodo de 

establecimiento no se presenten respuestas morfogenéticas que afecte posteriormente los 

tratamientos. En nuestro caso al provenir de cultivos inducidos por compuestos orgánicos se 

esperaba que la respuesta en cada especie fuera menor.  

En D. cinnabarinus ésta ausencia de compuestos orgánicos en el medio le permitió tener una 

mayor  proliferación y germinación, esto es sustentado por Lee y Lee (2003) reportando que 

diversas concentraciones de Extracto de plátano utilizadas en plántulas de Cypripedium 

formosanum presentaron efectos inhibitorios en la sobrevivencia de PLB´s; Ichihashi e Islam (1999) 

también reportaron estos efectos en el crecimiento de callo en Phalaenopsis, Doritaenopsis, y 

Neofinetia, lo cual sugiere que en D. cinnabarinus el uso de Extracto de plátano 10% v/v durante 

un perido de tiempo cercano a 30 días a artir del cultivo es ideal para inducir las respuestas de 

proliferación y germinación de PLB`s. 

Para D. aurantiacus en el medio MS, la ausencia del Extracto de plátano representa una 

disminución sustancial en la respuesta de proliferación y germinación, sin llegar a suprimirse, se 

generarón 657 PLB´s y germinaron 60 PLB´s durante el periodo de tratamiento. Las 

concentraciones de citocininas, azúcares, aminoácidos y vitaminas en este tipo de compuestos son 

muy variables y hasta cierto punto desconocidas, que son factores para mantener estos procesos 

de manera muy activa. Los cultivos se mantuvieron por 120 días en este tratamiento. La baja 

respuesta morfogenética por la ausencia de compuestos orgánicos permitió que el medio MS 50% 

(macro y micro nutrientes)  pudiera mantener reservorios de estos cultivos por más tiempo, 

manteniendo  la respuesta en proliferación y germinación, además de mitigar la oxidación. 
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7.3 Protocolo 2 (Compuestos adsorbentes) 
Usando los adsorbentes  Carbón activado y PVP en  concentraciones de 1 y 2 g/L cada uno no se 

logró mitigar la oxidación en los explantes de D. cinnabarinus, además de verse afectado el 

número de PLB´s y embriones germinados comparado grupo control.  

El problema de oxidación en los explantes se presenta cuando son subcultivados an alguno de los 

medios utilizados (MS modificado, MS+ C.H., MS+ E.P. y MS 50% (macro y micro nutrientes)), en 

el cual se mantiene la concentración de nutrientes y compuestos orgánicos,  oscureciéndose los 

tejidos del explante al igual que el medio, Teixeira da Silva, Dobránszki y Ross (2013) reportarón 

que este proceso es causado por la presencia de polifenoles, los cuales son muy usuales  en el 

cultivo de orquídeas e impactan de manera negativa en su crecimiento y desarrollo, siendo este el 

comportamiento que presentaron los cultivos de D. cinnabarinus, los cuales fueron afectados en la 

proliferación de PLB´s  y disminución de la germinación (Figura 35). 

 

A medida que el Carbón activado tiene una mayor importancia en la determinación del crecimiento 

y desarrollo  de plantas en cultivo in vitro, la ausencia de información precisa en la literatura sobre 

sus concentraciones reales impide en muchos casos el establecimiento exitoso   de los protocolos 

de cultivo (Ebert y Taylor, 1990), el uso de Carbón activado en protocolos se atribuye a sus 

propiedades en la absorción de múltiples sustancias (Reinert y Bajaj, 1977), como lo reportaron 

Johansson et al (1982) y Johansson  (1983), el efecto negativo del Carbón activado como 

estimulante en el crecimiento de las plántulas puede ser causado por la absorción de hormonas, 

compuestos fenólicos y/o inhibición de sustancias nutritivas en el medio, tales como 6-

benciladenida (BA) y en particular etileno como factor en la maduración de los tejidos. Esto permite 

Figura 35.- PLB´s bastante oxidados y sin respuesa  
de proliferación y germinación en D. cinnabarinus, 
después de 120 de cultivo en medio MS+PVP 1 g/L. 
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inferir que al adicionar Carbón activado al medio MS modificado (Caseína hidrolizada + Extracto de 

plátano) la disponibilidad de nutrientes y RCV (provenientes de los compuestos orgánicos) fueron 

absorbidas por el Carbón activado, disminuyendo la actividad proliferativa y de germinación usando 

ambas concentraciones (imagen 26), esta hipótesis se sustenta en el reporte de Ebert y Taylor 

(1990), reportaron que en medio de cultivo MS semi-sólido,  los rangos de absorción de 2,4-D por 

el Carbón activado (2.5 g/l) son muy notables (70-80%), manteniéndose la concentración 

únicamente por 10 o 20 días, dependiendo la concentración usada y disminuyendo aún más 

después de unos días. Estas diferencias en las concentración de reguladores de crecimiento 

durante los primeros días o semanas posteriores a la preparación del medio, genera respuestas 

muy marcadas en el crecimiento de cultivo de tejidos in vitro. Esto puede indicar que las 

concentraciones de 1 y 2 g/L de Carbón activado son muy altas, disminuyendo de manera 

considerable la disponibilidad de nutrientes y compuestos orgánicos presentes en el medio en los 

primeros días, disminuyendo aún más durante el cultivo de los explantes de D. cinnabarinus; hay 

que resaltar que al adicionar Carbón activado (1 y 2 g/L) al medio, la germinación de embriones en 

D. cinnabarinus fue nula comparada con el grupo control, en los cuales se presenta oxidación en 

los explantes y al paso de tres mes se recupera la actividad proliferativa  y la germinación, esto 

coincide con lo reportado por Pedrosa y Mican (2006), la adición de Carbón activado en 

concentraciones del 5% (peso/volumen) usada en tres medios basales no mejoró la germinación 

de semillas de Odontoglossum gloriosum, Lint et al. (1994) también observaron que al adicionar 

Carbón activado no se estimula la germinación y desarrollo en plántulas de Bletia formosana. Otro 

factor no considerado para el análisis en esta investigación es el cambio de pH al adicionar Carbón 

activado al medio, como lo reporta Sáens et al., (2010), el Carbón activado altera el pH 

paulatinamente con el tiempo,  modificando la disponibilidad de metales como Fe, Mn, Cu y P, 

repercutiendo de manera directa en la formación de callo embriogénico en la especie Cocos 

nucifera, esta alteración en el medio posiblemente fue otro de los factores que ocasionó una 

proliferación muy baja en los explantes de D. cinnabarinus y también la ausencia en la 

germinación,. 

Probablemente en concentraciones menores a 1 g/L de Carbón activado permitan mantener la 

proliferación de PLB´s por la disponibilidad de compuestos orgánicos presentes en el medio de 

cultivo. La concentracionde  1 g/L  de Carbón activado en el medio de cultivo permitió mantener la 

formación de algunos embriones y mitigar la oxidación (Figura 36). Si se quiere mitigación la 

oxidación, la concentración de Carbón activado posiblemente tenga que ser mayor a 2 g/L, ya que 

la presencia de compuestos fenólicos liberados por el Extracto de plátano logró saturar la 

capacidad de adsorción del Carbón activado y por consiguiente los compuestos fenólicos liberados 

por el estrés de los explantes no puedan adsorberse.  
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Figura 36.-Mejor respuesta obtenida en la 
mitigación de la oxidación, proliferación y sin 
germinación de D. cinnabarinus, despues de 
120 de cultivo en medio MS modificado + 1 
g/L de Carbón activado. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

En contraparte a la respuesta obtenida en esta investigación, se ha reportado que la presencia de 

Carbón activado estimula el enraizamiento, proliferación, germinación y maduración de plántulas 

en orquídeas de las especies Renanthera imschootiana (Seeni y latha, 1992),  Cymbidium faberi, 

(Ket et al., 2004) e híbridos de Dendrobium (Martin y Madassery, 2006). Un factor importante en 

esta discusión es que D. cinnabarinus es una especie de orquídea terrestre, la mayoría de las 

publicaciones consultadas mencionan especies con hábitos epífitos o son especies de otras 

familias, complicando  las comparativas entre los resultados obtenidos en nuestro protocolo por 

falta de información. Con respecto a los resultados obtenidos usando PVP como adsorbente no 

fueron muy diferentes en los que se usó Carbón activado. Se conoce el efecto del PVP por sus 

propiedades adsorbentes y capacidad de unirse a compuestos fenólicos y toxinas dejándolas 

inactivas a partir de uniones hidrógeno y su  polimerización (Abdelwahd et al., 2008; George, 

1996), al usar PVP en este protocolo su actividad adsorbente no tuvo elefecto esperado y muy 

probablmente no fue la concentración suficiente, al igual que en el Carbón activado en 

concentraciones de 1 y 2 g/L  no puedan adsorber los compuestos fenólicos liberados por el 

Extracto de plátano y los explantes, también puede suponerse que es un factor indirecto, como 

ocurre con el Carbón activado, el cual suprime la actividad proliferativa y germinatoría de los 

explantes de D. cinnabarinus, cómo lo reportó Bonga y Durzan (1982) mencionando que el PVP 

agregado al medio de cultivo, con el fin de reducir la actividad de compuestos fenólicos y radicales 

oxígeno, fue inhibitorio para el crecimiento de tejidos en Eucalyptus grandis. La concentración de    

1 g/L de PVP en cultivos de D. cinnabarinus presentó un menor  tiempo en permitir la proliferación 

en los explantes, 30 días, comparado con el 60 días utilizando 2 g/L, sin embargo el número de 

embriones generados entre ambos tratamientos no diverge mucho. Posiblemente una 

concentración menor  a 1 g/L de PVP permita que los procesos morfogenéticos en los explantes de 
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D. cinnabarinus puedan activarse nuevamente en un menor tiempo (proliferación de PLB´s), pero 

esta concentración no permitiría controlar el proceso de oxidación. 

Se ha reportado en cultivos de otras familias de plantas que la adición de PVP en el medio de 

cultivo (sin presencia de compuestos orgánicos) no controlan el problema de oxidación en 

concentraciones muy diversas de PVP, con en el caso de Anacardium occidentale (D’ Silva y D’ 

Souza, 1993), Dendrocalamus latiforus (Huang et al., 2002), Parakmeria lotungensis (Mengyun y 

Jingmin, 2004), Phyllostachis nigra (Ogita, 2005) y Spondias purpurea (Azofeifa, 2007). 

El mejor resultado en la mitigación  y control de la oxidación en explantes de D. cinnabarinus no 

fue usando alguna concentración de PVP y Carbón activado como adsorbentes, se presentó en el 

primer protocolo de esta investigación cultivando los explantes de la especie antes mencionada en 

MS 50% (Figura 37), lo cual nos indica que la presencia de los compuestos orgánicos, 

principalmente el Extracto de plátano, al ser adicionada al medio de cultivo libera compuestos 

fenólicos que inducen la drástica oxidación de los explantes, inactivándolos por un periodo cercano 

a los 90 días. Con respecto a la proliferación de PLB´s y embriones cultivados en MS 50% se 

reactivan a los 30 días de cultivo, una respuesta muy similar  a la que se observó usando 1 g/L de 

PVP, pero sin el proceso de oxidación.  

Probablemente las concentraciones usadas sean muy baja para mitigar la oxidación en los 

explantes, o quizá, estas concentraciones sean muy altas y adsorben un gran porcentaje de los 

compuestos disponibles en el medio; ambas posibilidades de reportan en la literatura, como 

inhibidores en la proliferación de PLB´s y germinación de los embriones. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Figura 37.- PLB´s de D. cinnabarinus sin oxidación, así como germinación y 
formación de plátunas después de 120 de cultivo en medio  MS 50%. 
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8 CONCLUSIONES 
 
 El Extracto de plátano y Caseína hidrolizada son compuestos orgánicos  que permiten 

obtener la mejor respuesta de proliferación y germinación de PLB´s en D. cinnabarinus y D. 

aurantiacus; pero debido a su complejidad de nutrientes y variabilidad en sus 

concentraciones, es muy complejo identificar el compuesto y concentración que inducen 

las respuestas antes mencionadas.  

 La presencia de Caseína hidrolizada (0.5 g/L) como único compuesto orgánico adicionado 

al medio de cultivo redujo la proliferación de PLB´s y germinación de embriones, siendo 

poco recomendado mantener la formación de PLB´s y germinación. En la especie D. 

cinnabarinus se contabilizó 41 PLB´s  y hubo ausencia en la germinación, mientras que D. 

aurantiacus registró 49 PLB´s y la germinación de 4 embriones, siendo en ambas especies 

el registro más bajo de los tratamientos utilizados. 

 Para D. aurantiacus el medio MS + Extracto de plátano tuvo una mejor respuesta que el 

resto de los tratamientos, permitiendo la formación total de 3355 PLB´s y 545 embriones 

germinados, en comparación con el grupo control que generó 1441 PLB´s y 99 embriones 

germinados. Esto nos indica que la presencia de Extracto de plátano durante todo el 

tratamiento mantiene una alta proliferación pero retrasa la reactivación de dichos procesos. 

 El medio de cultivo MS 50% permitió tener mejores resultados en D. cinnabarinus, con un 

total de 1344 PLB´s y 153 embriones germinados, superando por al grupo control  (680 

PLB´s y 22 embriones germinados), por lo cual  la presencia prolongada de compuestos 

orgánicos adicionales en el medio de cultivo no representó  un mayor beneficio en los 

tratamientos.  

 Aun cuando D. cinnabarinus y D. aurantiacus son especies muy cercanas y fueron 

cultivadas in vitro usando las mismas características en el medio de cultivo, D. 

cinnabarinus es muy susceptible a la oxidación si en el medio existe la presencia de 

compuestos orgánicos como es el caso de Caseína hidrolizada y Extracto de plátano en 

periodos prolongados. 
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 El uso de adsorbentes como PVP y Carbón activado en concentraciones 1 y 2 g/L 

adicionados al medio de cultivo no presentaron una respuesta  eficiente en el control de la 

oxidación de D. cinnabarinus,  

 El mejor medio de cultivo para evitar la oxidación en D. cinnabarinus fue la ausencia de 

Extracto de plátano y Caseína hidrolizada en el medio, lo cual indica que ambos 

compuestos orgánicos indujeron la oxidación de los explantes,  

 Usando medio MS 50% se logra mitigar la oxidación en D. cinnabarinus sin detener  la 

proliferación y germinación de los embriones. Para ambas especies de Dichromanthus es 

un medio ideal para mantener en cultivo in vitro por largo tiempo sin perder las respuestas 

morfogenéticas obtenidas a partir de ser inducidas por el Extracto de plátano y Caseína 

hidrolizada. 
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9 APÉNDICE  

9.1 APÉNDICE A.  Medio de cultivo de MS modificado 

N° COMPONENTES g/L 
   

1 MACRONUTRIENTES  

 (NH4)NO3 1.65 

 KNO3 1.9 

 MgSO4 * 7H2O 0.37 

 KH2PO4 0.17 

   
2 CALCIO  
 CaCl2 0.44 

   

3 MICRONUTRIENTES  

 MnSO4 * H2O 0.01689 

 ZnSO4 *  7H2O 0.0086 

 H3BO3 0.0062 

 KI 0.00083 

 Na2MoO4 * 2H2O 0.00025 

 CuSO4 * 5H2O 0.000025 

 CoCl2 * 6H2O 0.000025 

   
4 FIERRO  
 FeSO4 7H2O 0.0278 

 Na2 EDTA 0.0373 

   

5 VITAMINAS  

 Tiamina * HCl 0.0001 

 Ácido  Nicotínico 0.0005 

 Piridoxina * HCl 0.0005 

   

6 INOSITOL 0.10 

   

7 GLICINA 0.002 

   

8 CARBOHIDRATOS  

 Sacarosa 30.0 

   

9 COMPUESTOS ORGÁNICOS  

 Caseína hidrolizada 0.5 

 Extracto de plátano 10% P/V 

   

10 Gerilificante  

 Gelrite 3.5 
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