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Alberto Arredondo Gómez4 

 

Introducción 
Epithelantha micromeris, es una cactácea, que por su morfología y 

aspecto es apreciada por coleccionistas expertos y/o aficionados 
nacionales y extranjeros, quienes la utilizan como planta de ornato. Es una 
especie que se distribuye en el Desierto Chihuahuense desde el oeste de 
Texas y Nuevo México en Estados Unidos de América hasta el norte de 
México (Coahuila, Chihuahua, Nuevo León y San Luis Potosí) presentando 
en nuestro país variantes endémicas.  

Son plantas que presentan un tamaño pequeño, de 6 cm de diámetro, 
tallo simple o cespitoso, con espinas pectinadas radiales agrupadas en 
aréolas, con flores diurnas pequeñas de 25 mm de longitud de color rosa 
pálido, con atractivos frutos rojos que contrastan con el aspecto gris cenizo 
de la planta. Por la rareza que presentan estos cactus globosos han sido 
considerados por los productores de plantas de ornato y viveristas como un 
producto ornamental con demanda en el mercado nacional e internacional  
(Leszczyñska, 1991). De acuerdo a las categorías de riesgo establecidas 
por la NOM-059-2010(SEMARNAT, 2010), es una especie amenazada de 
extinción y está clasificada también en el apéndice II del CITES 
(Convención sobre el Comercio Internacional de Especies Amenazadas de 
Fauna y Flora Silvestres) (CITES, 1990). 

                                                         
1M. C. Investigadora del Programa Manejo Forestal Sustentable y Servicios Ambientales. Campo Experimental 

Saltillo. CIRNE-INIFAP. 
2M.C. Integrante de la Red Cactáceas del SINAREFI 
3Biol. Profesor-Investigador del Depto. Botánica. Universidad Autónoma Agraria Antonio Narro. 
4Biol. ex-investigador del Campo Experimental San Luis. CIRNE-INIFAP 
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Una especie se considera amenazada cuando algunas de sus poblaciones 
pueden llegar a encontrarse en peligro de desaparecer a corto o mediano 
plazo, si se siguen presentando los factores que inciden negativamente en 
su viabilidad, como el deterioro o modificación de su hábitat, lo que puede 
disminuir directamente el tamaño de sus poblaciones. Esta categoría 
coincide parcialmente con la categoría de vulnerable considerada en la 
clasificación de la Unión Internacional para la Conservación de la 
Naturaleza (UICN).  

La ecoregión donde se distribuyen y habitan las cactáceas presenta un 
alto grado de degradación, por lo que se ha hecho necesario implementar 
un programa de manejo y conservación ex situ enfocado a la reproducción 
de especies con problemas de sobrevivencia y baja regeneración como es el 
caso de E. micromeris, cactácea que en su hábitat natural presenta un lento 
crecimiento necesitándose de varios años para que una planta alcance su 
tamaño adulto y pueda reproducirse. Por el estatus de riesgo en el que se 
encuentra esta especie, así como sus variantes es necesario desarrollar 
técnicas de conservación ex situ mediante el Cultivo de Tejidos Vegetales 
(CTV) como una opción para multiplicar este germoplasma que cuenta con 
pocos individuos en poblaciones naturales (Figura 1). 

 
 

Figura 1. Planta de “Biznaga blanca chilona” Epithelantha micromeris 
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La conservación ex situ es el medio mas significativo y generalizado para 
conservar los recursos fitogenéticos, en este tipo de conservación el banco 
de genes se mantiene en instalaciones conocidas, como refrigeradores, en 
cultivos de multiplicación in vitro y en bancos de germoplasma en campo 
(CRGAA, 2011). 

Este tipo de conservación puede aplicarse no solo para E. micromeris, 
sino también para aquellos taxones que se encuentran en el Apéndice I y II 
de CITES (Convención sobre Comercio Internacional de Especies 
Amenazadas de Fauna y Flora Silvestres) (41 taxones), en la Nom-059 
SEMARNAT (2010) (255 taxones) y en el libro rojo de la IUCN (65 
taxones) (CITES, 1990 y 1994; Bárcenas, 2006; Guzmán et al., 2007; 
Villavicencio et al., 2010). 

Considerando el estatus de riesgo y las condiciones naturales que 
presentan las poblaciones naturales de E. micromeris en esta publicación se 
describe el proceso de micropropagación desarrollado en el Laboratorio de 
Cultivo de Tejidos Vegetales del Campo Experimental Saltillo CIRNE-
INIFAP, de acuerdo con las etapas señaladas por Murashige (1974), Dixon 
(1985) y Moebius-Goldammer et al., (2003) que van desde el 
establecimiento del explante, multiplicación de inóculos in vitro hasta la 
aclimatación de las plantas en invernadero.  

Características de las cactáceas 
En México la familia de las cactáceas está representada por 67 géneros 

con alrededor de 625 especies, lo que la constituye como un grupo 
importante de la flora nativa de nuestro país. Dentro de esta familia se 
encuentran plantas con valor evolutivo, ecológico, histórico, cultural y 
económico incuestionable (Bravo, 1991a; Bárcenas, 2006). 

De las especies de cactáceas mexicanas se estima que más del 35% 
están clasificadas en diversos grados de riesgo, ya sea amenazadas, en 
protección especial o en peligro de extinción, lo que significa que estamos 
acabando con nuestros recursos genéticos, sin tener una idea precisa de la 
utilidad que representan para la humanidad (Aldete et al., 2006; Guzmán 
et al., 2007; Villavicencio et al., 2010) 
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Una región rica en diversidad de cactáceas se localiza en el Desierto 
Chihuahuense, en la que se distribuyen 25 géneros con aproximadamente 
148 especies (Guzmán et al., 2007). A pesar de que esta área ecológica 
cuenta con una gran riqueza cactológica y se considera como el núcleo de 
concentración y diversidad genética más importante del Continente 
Americano, muchas de estas especies se encuentran en la Nom-059 
SEMARNAT 2010 como amenazadas o en peligro de extinción, al igual que 
las orquídeas y cicadáceas (SEMARNAT, 2010). 

Los cactus son plantas de origen americano que evolucionaron de 
plantas herbáceas, trepadoras, tropicales cercanas a las Pereskia. Las 
plantas de la familia Cactaceae están adaptadas para sobrevivir en climas 
áridos, debido a que tienen una cutícula rica en ceras que les sirve para 
prevenir la pérdida de agua y sus hojas han sido reducidas a espinas 
(Newland et al., 1980; Montaño et al., 1993; Hernández y Godínez, 
1994).  

Estas especies presentan un tallo carnoso que puede crecer en forma de 
órgano, globular, cilíndrico y candelabro. La diferencia entre las cactáceas y 
las plantas C3 y C4 es que presentan un tipo de metabolismo conocido 
como Metabolismo Ácido de las Crasuláceas (MAC), que les permite 
sobrevivir en ambientes secos. Este tipo de plantas son de crecimiento 
lento, lo que las obliga a desarrollar grandes tejidos de reserva, donde 
almacenan durante el día moléculas llenas de energía química y por la 
noche producen ácido málico como resultado de la fijación de CO2 
atmosférico. Para guardar estos ácidos nocturnos, las plantas son forzadas a 
formar tejido no fotosintético que les permite guardar agua (Bravo y 
Scheinvar, 1995; Ordóñez, 2003; Mauseth, 2004; Nobel y Barrera, 2004). 

En el tallo se distribuyen meristemos laterales frecuentemente latentes 
compuestos por dos yemas, que producen espinas y otras que producen 
brotes axilares o yemas florales (Buxbaum, 2000). 

Las areolas son órganos muy característicos en las cactáceas, que se les 
considera como yemas. En estas estructuras se forman hojas reducidas, 
flores, nuevos tallos, espigas, gloquídeas, cerdas y pelos en algunos casos 
raíces adventicias. Al centro de las areolas en casi todas las especies existe 
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un meristemo de crecimiento integrado por dos porciones, la abaxial o 
extrema, que forma las espinas y la adaxial que origina las flores (Barthlott, 
1979; Nobel, 1998). 

Las espinas particularmente son hojas modificadas y conforman los 
órganos más característicos de las cactáceas. En ocasiones faltan como lo 
son en Lophophora, Aztekium y Epiphyllum entre otros (Anderson, 2001; 
Hunt et al., 2006). 

Características del género Epithelantha  

El nombre de Epithelantha deriva del griego epi, sobre, thele, pezón y 
anthos, flores, haciendo referencia a que las flores nacen en la punta de los 
tubérculos. Este género inicialmente se relacionó con el género 
Mammillaria pero después se demostró que existen diferencias entre las 
areolas de ambos géneros (CONABIO, 1998). 

De este género se consideran unas 28 especies que se distribuyen desde 
Estados Unidos hasta el norte de México (Bravo y Sánchez, 1991a; Hunt, 
2006). 

Descripción morfológica de Epithelantha micromeris 
(Engelm.) F.A.C. Weber ex Britt. & Rose  

Plantas pequeñas, simples o algo cespitosas. Tallo globoso, subgloboso 
o cortamente ovoideo, de 4 a 5 y hasta 8 cm de altura por 2.5 a 6 cm de 
diámetro, cubierto por espinas; ápice hundido y recubierto por un mechón 
de espinas erguidas. Tubérculos dispuestos en 21 y 34 series espiraladas, 
cónico-cilíndricos, de 1.5 mm de longitud y 3 mm de altura, ocultos por las 
espinas. Aréolas pequeñas, alargadas, dimorfas, la florífera adyacente a la 
espinífera, situadas en el ápice de los tubérculos, cuando jóvenes con lana 
blanquecina. Espinas 13 a 28 y hasta 40 dispuestas en 1, 2 o 3 series, 
según la edad de la planta, generalmente todas son radiales, de 5 a 8 mm 
de longitud, en ciertas variedades hay algunas interiores que han sido 
consideradas como centrales; todas son aciculares, barbeladas, glandulosas, 
blancas, o con tintes amarillentos, de color rosa castaño rojizo, pectinadas, 
horizontalmente radiadas, ascendentes; en las aréolas apicales las externas 
son más largas y erectas, y se agrupan formando un pincel; es frecuente que 
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con el tiempo las espinas se rompan más o menos a la mitad. Flores 
brotando de la aréolas floríferas de los tubérculos jóvenes cercanos al ápice 
del tallo, muy pequeñas, infundibuliformes, abriéndose poco, de 3 a 5 mm 
de longitud y 3 a 6 mm de diámetro emergiendo muy poco entre la lana y 
las espinas del ápice del tallo; pericarpelo algo claviforme, desprovisto de 
escamas; segmentos exteriores de perianto 3 a 5, hiperbólicos, de 1 a 2 mm 
de longitud y 20 mm de anchura, con el ápice redondeado y el margen 
irregularmente dentado, de color rosa pálido con la línea media más oscura; 
segmentos interiores del perianto cerca de 5, casi obdeltoides, de 1 a 2.5 
mm de longitud, de color rosa pálido: estambres 10 a 15, de color amarillo 
claro; estilo amarillento; lóbulos del estigma 3 a 4, amarillentos. Fruto 
claviforme, generalmente largo y angosto, de 3 a 12 mm de longitud y 1.5 
a 5 mm de diámetro, sin escamas, rojo, sin conservar adheridos los restos 
secos del perianto. Semillas angostamente ovoides, de 1.5 a 2 mm de 
longitud, 1 mm de ancho y 0.8 mm de espesor; hilo largo, oblicuo, amplio y 
hundido; micrópilo en la porción aguda de las semillas; testa finamente 
reticulada; perisperma escaso; embrión corto, con los cotiledones apenas 
distinguibles (Bravo y Sánchez, 1991b; Hunt, 2006) (Cuadro 1). 

Cuadro 1. Clasificación taxonómica de Epithelantha micromeris (Engelm.) F.A.C. Weber    
ex Britt. & Rose  

REINO Plantae 

DIVISIÓN 
Magnoliophyta Cronquist, Takht. & W. Zimm. 
ex Reveal 

CLASE Magnoliopsida Brongn. 

SUBCLASE Caryophyllidae Takht. 

ORDEN Caryophyllales Benth. & Hook. F. 

FAMILIA CACTACEAE Juss. 

GÉNERO Epithelantha F.A.C. Weber ex Britt. & Rose  

ESPECIE micromeris (Engelm.)F.A.C. Weber ex Britt. & 
Rose  
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Basionimio: 

Mammillaria micromeris Engelm., Proc. Amer. Acad. Arts 3: 260-261. 
1856. 

Sinónimos: 

Cephalomamillaria micromeris (Engelm.) Fric, Zivot v Prirode 29: 9 1925 

Cactus micromeris (Engelm.) Kuntze, Revis. Gen. Pl. 1:260. 1891. 

Nombre Común: Biznaga blanca chilona, nido de golondrina y cactus de 
botón. 

Importancia de las cactáceas en la horticultura ornamental 
El comercio mundial de cactáceas ornamentales, genera un ingreso 

superior a los cuatro mil millones de dólares anuales. En México la 
producción es menor, generando anualmente un millón de plantas que 
representan un ingreso aproximado de 1.5 millones de dólares. Sin 
embargo, para las especies de los géneros; Epithelantha, Ariocarpus, 
Astrophytum, Aztekium, Coryphantha, Disocactus, Echinocereus, 
Escobaria, Mammillaria, Melocactus, Obregonia, Pachycereus, 
Pediocactus, Pelecyphora, Sclerocactus, Strombocactus y Turbinicarpus la 
producción de plantas no supera el 5% de dicho volumen, por lo que es 
necesario atender este nicho de mercado nacional e internacional 
(Villavicencio et al., 2010). 

Por lo peculiar de sus flores, formas, hábitos de crecimiento, tipo y 
forma de espinas así como su resistencia a la falta de agua hace de las 
cactáceas un grupo muy demandado en horticultura ornamental mundial. 

La fascinación que existe por las cactáceas como plantas de ornato es 
una de las razones por la cual se les considera como uno de los grupos más 
amenazados de la flora mexicana (Glass, 1998; Espinosa et al., 2003). 

Los cactus ornamentales son plantas de sol que se comercializan con 
propósitos decorativos como plantas de maceta de interior o exterior; sin 
embargo, en viveros o invernaderos de plantas ornamentales donde se 
requiere de una propagación intensiva, es necesario que las especies de 
dominio público y sus variantes como es el caso de E. micromeris conserven 
sus caracteres morfológicos (forma de la planta, tamaño, color de la flor, 
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textura de los tubérculos, presentación de espinas, color de la pubescencia, 
etc.) para que la producción de plantas mantenga sus características de 
distinción, homogeneidad y estabilidad en forma continua durante el 
tiempo de su propagación tal como lo establece la UPOV (Unión 
Internacional para la Protección de las Obtenciones Vegetales) y los 
lineamientos del SNICS (Sistema Nacional  Certificación de Semillas) 
(SNICS, 2001; Aboites y Martínez , 2005; UPOV, 2009). 

Cultivo de Tejidos Vegetales (CTV) en cactáceas 

Los primeros estudios de cultivo in vitro en cactáceas fueron realizados 
por Minocha y Mehra (1974), quienes intentaron generar brotes 
adventicios de Mammillaria woodsii mediante la formación de callo a partir 
de yemas, plántulas y partes florales, sin obtener resultados positivos. 
Posteriormente, Mauseth y Halperin (1975) y Mauseth (1976), evaluaron 
el control hormonal durante la diferenciación, demostrando que los brotes 
adventicios de Opuntia polyacantha podían desarrollarse y crecer hasta 
formar una plántula. Por otra parte Clayton et al., (1990) y Dabekaussen 
et al., (1991) estudiaron los factores que afectan la activación de areolas 
en diferentes especies de esta familia botánica. En 2005 se logró la 
micropropagación en ocho especies y subespecies del género Turbinicarpus 
mediante el cultivo de yemas axilares en letargo (Dávila et al., 2005). Los 
factores que inciden en la activación de areolas han sido reportados por 
Vyskot y Jara (1984), De La Rosa-Ibarra et al., (1994), Giusti et al., 
(2002) y Moebius-Goldammer et al., (2003). Todos ellos han encontrado 
diferencias en la eficiencia del método de micropropagación, la cual se 
expresa en el número de brotes por explante. 

Para la micropropagación de cactáceas se pueden usar como explantes 
yemas axilares contenidas en las areolas o mamilas procedentes de plantas 
de vivero (Vyskot y Jara, 1984; Escobar, 1985; Mohamed, 2002), campo 
(Clayton et al., 1990) o de plántulas germinadas in vitro (Mata et al., 
2001; Olvera, 2008; Villavicencio et al., 2009). Esta es una forma rápida 
de obtener plantas en cantidades suficientes para la producción intensiva 
de plantas de ornato de E. micromeris como se hace para otras especies 
ornamentales como las orquídeas, cuna de moisés (Spathiphyllum) y 
helechos (Sagawa and Kunisaki, 1990). 
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Dada la importancia ecológica y económica que tiene la especie E. 
micromeris como recurso fitogenético para las zonas semiáridas del 
Desierto Chihuahuense y para el sector ornamental, el cultivo de tejidos 
vegetales es un método de clonación que puede resultar eficiente, por lo 
que se desarrolló el presente protocolo de micropropagación, en el que se 
incluye la adición de un bioferilizante (Azospirillum sp.) en la etapa de 
enraizamiento in vitro. De este modo la micropropagación se ha convertido 
en una opción para multiplicar rápidamente variedades o especies que 
cuentan con pocos individuos o que tienen dificultades para propagarse por 
métodos convencionales, siendo una vía factible en cactáceas. Mediante el 
CTV se puede satisfacer la demanda de plantas, haciendo que la extinción 
de las que ahora se encuentran catalogadas como amenazadas sea menor, 
contribuyendo de este modo con el rescate y conservación de este recurso 
fitogenético. 

La aplicación de la micropropagación tiene ventajas sobre los sistemas 
convencionales de propagación; sin embargo, es importante mencionar que 
estas ventajas dependen fuertemente de la infraestructura con que se 
cuente, del valor agregado que tenga en el mercado la especie que desea 
propagar, el nivel de producción que pretenda generarse y de factores 
inherentes al método como; la condición fitosanitaria de las plantas 
donadoras de inóculos o explantes (presencia de alguna enfermedad), la 
edad fisiológica (juvenil, maduro), deficiencias nutricionales, tamaño y tipo 
de tejido seleccionado como explante, los constituyentes del medio de 
cultivo, las condiciones de incubación, la interacción entre factores 
fisicoquímicos y eficiencia en el número de brotes generados/explante 
(Escobar, 1985; Villalobos y Thorpe, 1985). 

Protocolo para la micropropagación de la biznaga blanca 
chilona (Epithelantha micromeris) 
 

Para la micropropagación de esta especie se consideraron las diferentes 
etapas descritas por Murashige (1974), Pierik (1987) y Moebius-
Goldammer et al., (2003), mismas que fueron evaluadas en el Laboratorio 
de Cultivo de Tejidos Vegetales del Campo Experimental Saltillo CIRNE-
INIFAP. La primera etapa es la de establecimiento, en donde las semillas se 
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desinfectan y germinan en un cultivo aséptico in vitro para obtener 
vitroplántulas asépticas. La segunda etapa es la de multiplicación, en donde 
se promueve la inducción de brotes a partir de explantes tomados de 
segmentos de epicotilos. La tercera es el enraizamiento, en donde se 
promueve la elongación de los brotes y la inducción de raíces para 
conformar una vitroplanta completa . La última etapa es la aclimatación, 
que se realiza in vivo en donde las nuevas plantas, se someten a un proceso 
de adaptación en invernadero.  

Esta nueva forma de producción ofrece a los productores una nueva 
opción rentable para impulsar el desarrollo productivo ornamental en la 
región. 

Medio Nutritivo Base 

El medio de cultivo que se utilizó en la micropropagación de E. 
micromeris es el MS (Murashige y Skoog, 1962), el cual se complementa 
con diferentes dosis de fitohormonas, vitaminas y ajustadores osmóticos, 
dependiendo de la etapa que se seleccione, ya sea el establecimiento el 
inóculo in vitro, multiplicación y enraizamiento(Cuadro 2). 

Cuadro 2. Componentes de los medios de cultivo para la producción de plántulas in vitro 
de Epithelantha micromeris. 

Requerimiento para 
1 L de medio 

Composición Peso Molecular 
(g) 

Mg·L-1 

Macroelementos 
NH4NO3 80.40 1650 
KNO3 101.11 1900 
MgSO4.7H20 246.48 370 
KH2PO4 136.09 170 
Ca(NO3)2 236.15 332 
Microelementos 

IK 166.01 0.83 
H3BO3 61.83 6.2 
MnSO4.4H2O 228.00 16.9 
ZnSO4.7H2O 287.54 8.6 
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(cont…) 

Requerimiento para 
1 L de medio 

Composición Peso Molecular 
(g) 

Mg·L-1 

Na2MoO4.2H2O 241.95 0.25 
CuS04.5H2O 249.68 0.025 
CoCl.6H2O 239.93 0.025 

Quelatos 

Na2EDTA 372.24 37.3 
FeSO4.7H2O 278.28 27.8 
Vitaminas 
Acido Nicotínico 123.10 1 
Piridoxina 205.60 1 
Tiamina 337.30 4 
Myoinositol 180.20 100 
Aminoácidos 

Glicina 75.07 2.5 
Acido nicotíco 238.30 12.5 
Medio de Cultivo 

Sacarosa 342.30 30 g·L-1 

Agar 6.0 g·L-1 

Procedimiento para la elaboración del medio nutritivo 

1)  Pesar y disolver la cantidad de sacarosa en un vaso de precipitado 
que contenga la cuarta parte del volumen de agua destilada  que se 
desea preparar de medio (Figura 2a). 

2) Añadir el volumen correcto de cada una de las soluciones de 
microelementos, macroelementos quelatos, vitaminas, aminoácidos 
y la cantidad de fitohormonas que se requieran mezclar (Cuadro2, 
Figura 2b). 

3) Mezclar estos componentes y aforar con agua destilada a la 
cantidad que se desea preparar del medio (Figura 2c). 
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4) Introducir el electrodo del potenciómetro en la muestra, esperar 
que el aparato tome la lectura y ajustar el pH a 5.7. Para bajarlo 
agregar algunas gotas de HCl 1N y para subirlo aplicar algunas 
gotas de NaOH (Figura 2d y e).  

5) Colocar el medio en una parrilla para calentar y agregar el agar, 
mezclar hasta diluirlo, antes de ebullición. 

6) Vaciar el medio en los recipientes, ya sean frascos, tubos o envases, 
tapar los recipientes y esterilizar por 20 minutos en autoclave, 
considerando una temperatura de 120 °C y 4 libras de presión 
(Figura 2f y g). 

7) Ya esterilizados, los recipientes se colocan en un lugar limpio 
(Figura 2f).  

Etapas del Cultivo de Tejidos Vegetales 

Etapa 1. Establecimiento del inóculo en un cultivo aséptico 

En esta etapa se establece in vitro un explante estéril en un medio de 
cultivo aséptico. Es la etapa más crítica y de gran importancia en el proceso 
de regeneración, porque en esta interactúan diferentes factores que 
determinan su éxito, como la contaminación endógena o exógena causada 
por bacterias y hongos (Hubstenberger et al., 1992; Papafotiou et al., 
2001). Este efecto puede evitarse si se realiza una buena desinfección con 
agentes desinfectantes, los cuales no deben ser tóxicos, ya que estos 
pueden inhibir la germinación o, la brotación de yemas.  

 



   

13 
 

 
 

Figura 2. Elaboración del medio nutritivo para la microprogación de la biznaga blanca 
chilona (Epithelantha micromeris) en el Laboratorio de Cultivo de Tejidos 
Vegetales del Campo Experimental Saltillo CIRNE-INIFAP (LACUTEV-CESAL).  
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Semillas como fuente de inóculo  
Preferentemente se utilizan semillas de cosecha reciente. 

Estructuralmente las semillas de E. micromeris están formadas por un 
embrión, material de reserva y tejidos de protección. Estos tegumentos 
forman una cubierta cerosa protectora llamada testa que es impermeable al 
paso del agua. Como ocurre con todas las especies de propagación sexual, 
la germinación de cactáceas consiste en la reanudación del crecimiento del 
embrión, el cual ha permanecido en estado latente (Araya et al., 2000; De 
La Rosa y García, 1994;  Hernández y Godínez, 1994 y Ordoñez, 2003). 

Para la desinfección de las semillas de E. micromeris se requiere 
considerar el tiempo de inmersión y concentración de agentes 
desinfectantes, de acuerdo al siguiente protocolo (Cuadro 3 y Figura 3). 

Cuadro 3. Protocolo de desinfección optimizado para las semillas de Epithelantha 
micromeris utilizado en el Laboratorio de Cultivo de Tejidos Vegetales del 
CESAL-INIFAP. 

PROTOCOLO DE DESINFECCIÓN 

-Lavar con agua estéril y detergente líquido por 5 min. 
-Sumergir en alcohol 70 % por 6 min. 
-Sumergir en Hipoclorito de sodio al 100 % (6% concentración comercial) 
por 5 min más unas gotas de Tween 20 al 20 %. 
-Enjuagar cinco veces con agua destilada estéril dentro de la campana de 
flujo laminar. 
-Sembrar las semillas en tubo o frasco con 5 y 15 mL de medio 
respectivamente. 
(Villavicencio et al., 2009). 
 

La técnica de desinfección de las semillas permite obtener una eficiencia 
en el establecimiento in vitro del 99%. Esto equivale a obtener 1 tubo 
contaminado por bacterias u hongos por cada 100 tubos establecidos.  

El protocolo de desinfección es satisfactorio porque elimina partículas 
de polvo y microorganismos, sin provocar un daño en la consistencia de la 
testa y necrosis del micrópilo, lo que puede llegar a impedir la emergencia 
de la radícula y en caso extremo matar al embrión. 
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Figura 3.- Protocolo para el establecimiento de semillas de cactáceas en un cultivo 

aséptico. a) Envolver las semillas en sacos de tela. b) Lavar con agua estéril y 
detergente. c) Lavar con una solución de etanol al 70 %  por 5 min. d) Lavar 
con hipoclorito de sodio al 20 % + Tween al 20 % por 5 min. e) Enjuagar con 
agua desionizada estéril dentro de la campana de flujo laminar. f) Eliminación 
del saco de tela. g) Colocar en caja petri para su secado en la Campana de 
Flujo Laminar y establecer las semillas en tubo o frasco con 5 y 15 mL de 
medio respectivamente. 
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El tiempo de inmersión utilizado, así como la concentración de 
hipoclorito de sodio, etanol y el uso de agua destilada estéril favorecen el 
proceso de desinfección de estas semillas, por lo que ambos factores tienen 
que considerarse en este proceso, como también han sido referidos por 
Mauseth (1979), Hernández y Godínez (1994) y Villegas(1996) (Figura 
3).  

Germinación in vitro de Epithelantha micromeris 

Después de desinfectar las semillas de esta especie, se promueve su 
germinación in vitro, utilizando un medio base para la germinación (MBG) 
adicionado con el medio MS (Murashige y Skoog, 1962) al 50% o 
elaborado con 6% agar + 3% de sacarosa, ambos tipo de medio se 
combinaron con o sin aplicación de ácido giberélico (AG3) como promotor 
de la germinación, aplicando una concentración de 8.65 μM de AG3 por 
litro de medio de cultivo. De este modo se evaluaron en la germinación in 
vitro cuatro tipos de medio MBG; T1= medio MS (Murashige y Skoog, 
1962) al 50%; T2= medio MS (Murashige y Skoog, 1962) al 50% + 8.65 
μM de AG3; T3= MBG adicionado con 6% agar + 3% de sacarosa; T4= 
MBG adicionado con 6% de agar+ 3% de sacarosa + 8.65 μM de AG3. 

Las semillas de E. micromeris se colocan en tubos de ensaye, con un 
volumen de 5 mL de medio base para la germinación (MBG) respectivo. 
Durante 42 días se registro cada semana el porcentaje de germinación 
(PG) y la velocidad de emergencia (VE), con el fin de evaluar la influencia 
que tienen los nutrientes y las fitohormonas (AG3) en el proceso de 
germinación in vitro.  

Porcentaje de germinación (PG). En condiciones in vitro las 
semillas de E. micromeris requieren de un MBG compuesto por las sales del 
medio MS (Murashige y Skoog, 1962) al 50% (T1) para promover las tres 
fases de la germinación (Absorción de agua, transformaciones metabólicas-
hidratación de enzimas y emergencia de radícula y posteriormente de la 
plúmula), obteniendo un PG máximo del 60%, porcentaje que supera a su 
homólogo con adición de AG3 (T2= medio MS (Murashige y Skoog, 1962) 
al 50% + 8.65 μM de AG3), lo que muestra que esta especie no requiere de 
giberelinas para promover la emergencia de las vitroplantas.  
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Cuando se compara el efecto del medio MBG T1= medio MS 
(Murashige y Skoog, 1962) al 50%), con el medio MBG sin sales 
nutritivas con y sin AG3 (T3 y T4), se muestra que en estos últimos el PG 
es menor (37%), en cambio con el MBG T1 se duplica la emergencia de las 
vitroplántas. 

Estos resultados muestran que la combinación de ambientes 
controlados (temperatura de 26 °C y un fotoperíodo de 16 h luz) junto 
con un MBG favorecen la germinación in vitro de esta especie, que 
estructuralmente está conformada por semillas con testa delgada que sólo 
requieren de condiciones ambientales favorables (humedad, temperatura, 
luz y aireación) para promover su germinación, debido a que existe una 
fuerte relación entre la ultraestructura de la semilla y el proceso 
germinativo Besnier, 1989; Buxbaum, 2000). Por lo que los componentes 
del medio de cultivo son importantes, para que la cubierta de la semilla se 
rompa y emerja una nueva vitroplántula, como lo refieren (Malda et al., 
1999; Kauth et al., 2006 y Dutra et al., 2008). 

La reducción de la fuerza iónica del medio de cultivo al bajar la 
concentración de las sales al 50% se ha realizado en otras cactáceas 
(Mammillaria elongata DC., Selenicereus megalanthus (K. Schum. ex 
Vaupel) Moran y Hylocereus undatus (Haw.) Britton et Rose, para 
favorecer el metabolismo celular de la semilla, activar el crecimiento del 
embrión y el proceso enzimático de los tegumentos, por lo que el medio de 
cultivo MS (Murashige y Skoog, 1962) al 50% utilizado en la germinación 
de la biznaga blanca chilona, nido de golondrina o cactus de botón como se 
le conoce a la especie E. micromeris resulto un medio de cultivo efectivo.  

Velocidad de emergencia (VE).- De los diferentes medios evaluados 
en la germinación, se determinó que el MBG (T1= medio MS (Murashige y 
Skoog, 1962) al 50%) registra desde los primeros siete días de incubación 
una mayor VE, esta tendencia se mantiene hasta los 42 días de la 
evaluación, mostrando que los nutrimentos de este medio favorecen el 
proceso de germinación y la emergencia de las vitroplantas. 

El ácido giberélico como promotor de la germinación no tuvo un efecto 
significativo en la VE tanto en el MBG T2= MS 50X+8.65 μM de AG3 y el 
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medio T4= MBG adicionado con 6% de agar+ 3% de sacarosa + 8.65 μM 
de AG3., mostrando que desde los primeros 14 días de incubación el AG3 

exógeno no influye significativamente en la VE, a diferencia de las semillas 
establecidas en el T1= medio MS (Murashige y Skoog, 1962) al 50%, en 
donde los niveles endógenos de AG3 de las semillas permiten activar los 
procesos enzimáticos (Figura 4). 
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Figura 4. Velocidad de germinación de E. micromeris en diferentes medios de cultivo MBG 

(T1= MS 50X; T2= MS 50X+8.65  μM de AG3; T3= 0.6% agar y 87.64 mM de 
sacarosa; T4= 0.6% agar + 87.64 mM de sacarosa + 8.65  μM de AG3. 

La VE de E. micromeris es más corta que la registrada para otras 
especies de cactáceas como las del género Ariocarpus, pero más larga si se 
compara con semillas de hortalizas (cilantro, tomate), así como de algunas 
especies forestales (P. cembroides). 

El mismo efecto también se ha reportado con Melocastus caesius H. L. 
Wendl., Stenocereus stellatus (Pfeiff.) Britton et Rose y otras especies de 
Mammillaria, en donde las giberelinas no promueven la germinación (Araya 
et al., 2000; Rojas, 2008). 

Etapa 2. Multiplicación o inducción de brotes (MIB) 
En esta etapa se utiliza un medio para la inducción de brotes (MIB) 

elaborado con los componentes del medio MS (Murashige y Skoog, 1962) 
adicionado con una relación citocinina-auxina 10:1 en diferentes niveles de 
concentración. En el MIB se pueden utilizar dos tipos de citocininas: 6-
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bencil aminopurina (BA) y cinetina (Kin). Estas se evaluaron en diferentes 
niveles de concentración; (T1=0.5, T2=0.7, T3=0.9, T4=1.1, T5=2.2, 
T6=3.3, T7=4.4, T8=0.7, T9=1.1, T10=2.2 y T11=3.3 mM de BA) y 
(T12=0.5, T13=1.2, T14=2.3, T15=3.5 y T16=4.6 de mM de Kin), 
combinadas con su proporción correspondiente de auxina; índole-3-butyric 
acid (AIB) y 1-naphthaleneacetic acid (ANA), (T1=0.04, T2=0.06, 
T3=0.81, T4=1.03, T5=2.07, T6=3.1, T7=4.13, T12=0.41, T13=1.03, 
T14=2.07, T15=3.31 y T16=4.13 x 10-1 μM de AIB), (T8=0.15, 
T9=0.25, T10=0.5 y T11=0.75 x 10-1 μM de ANA). De este modo se 
evaluaron dieciséis tratamientos en el MIB incluyendo un tratamiento sin 
fitohormonas (T0).  

En el MIB con el tratamiento de fitohormonas respectivo se 
establecieron segmentos de epicotilo como explante obtenidos de plántulas 
germinadas in vitro, estos explantes se colocaron en frascos Gerber®de 70 
mL de capacidad, con un volumen de 20 mL de medio de cultivo e 

incubaron a una temperatura de 26 ± 1°C, considerando un fotoperíodo de 
16 h luz.  

Los explantes se incubaron por ocho semanas, tiempo requerido para 
obtener brotes de las yemas axilares. El número de brotes (NB) de cada 
explante se cuantificaron previo al siguiente subcultivo, determinando 
también la altura (A) de los mismos en milímetros (mm).  

Inducción de brotes. (IB). Al analizar los tratamientos en la prueba 
de medias (P ≤ 0.05) como efectos independientes se determinó que la 
interacción Kin-AIB en relación 10:1, tiene un efecto positivo en la 
multiplicación in vitro, siendo el MIB adicionado con el tratamiento T13= 
1.2 mM de KIN + 1.03 μM de AIB y T16= 4.6 mM de KIN + 4.133 μM de 
AIB los que generan la mayor tasa de multiplicación hasta de 15 
brotes/explante. Este volumen de producción es significativo para la 
regeneración de esta especie. 

El MIB con la interacción BA-AIB o BA-ANA tiene un efecto menor en la 
inducción de brotes que el MIB con la interacción Kin-AIB, generando en 
promedio hasta 12 brotes/explante, independientemente de la auxina que 
se utilice. Esto efecto se obtiene con la combinación del MIB adicionado 



   

20 
 

con el tratamiento T4= 1.1 mM de BA + 1.03 μM de AIB ó con el T9= 1.1 
mM de BA + 0.5 μM de ANA, lo que muestra que la concentración 
citocinina-auxina en relación 10:1 es positiva para la inducción de brotes; 
aunque su efecto depende del tipo de fitohormona que se utilice. 

Al aplicar al MIB la citocinina en concentración de 1.1 y 2.2 mM de BA 
se obtiene el mismo efecto, independientemente de la combinación de 
auxina que se utilice, siendo los tratamientos T4 y T9 así como el T5 y T10 
estadísticamente iguales, generando en promedio 12 y 10 brotes/explante 
respectivamente (Cuadro 4).  

Cuadro 4. Tasa de multiplicación de E. micromeris. 

 Concentración 
Tratamientos mM (μM) 
 BA KIN AIB ANA 

NB A(mm) 

0 0 0 0 0 1.22 f 2.15g 
1 0.5  0.04  10.44 bc 4.46 c 
2 0.7  0.06  10.82 abc 5.97 b 
3 0.9  0.81  5.83 de 7.35 a 
4 1.1  1.03  11.24 abc 3.44 d 
5 2.2  2.07  10.17 bc 2.81 ef 
6 3.3  3.1  7.27 cde 2.15 g 
7 4.4  4.13  7.89 cd 2.44 fg 
8 0.7   0.15 10.26 bc 5.62 b 
9 1.1   0.25 12.50 ab 2.35 fg 
10 2.2   0.5 10.33 bc 2.78 ef 
11 3.3   0.75 11.33 abc 2.75 f 
12  0.5 0.41  3.54 ef 4.87bc 
13  1.2 1.03  14.81 a 3.43 d 
14  2.3 2.07  13.00 ab 3.35 de 
15  3.5 3.31  5.83 de 3.04 de 
16  4.6 4.13  14.78 a 3.25 de 
    DMS 1.23 1.1 
    r2 0.63 0.43 
    CV 11.46 19.66 
    Media 9.48 3.75 

Valores con la misma letra dentro de columna no difieren significativamente (Tukey P   0.05).  
NB= Número de brotes; A=Altura 

Un efecto opuesto se obtuvo con el MIB sin fitohormonas el que 
registró una baja regeneración de brotes (1.2 brotes/explante), lo que 
muestra que los explantes de E. micromeris cuentan con la totipotencia 
para inducir esta respuesta morfogenéticas; sin embargo, esta tasa de 
multiplicaron no es eficiente en cuanto a volumen de producción (Cuadro 
4). 

Estos resultados muestran que la interacción citocinina-auxina es 
efectiva en la organogénesis directa como también se ha encontrado con 
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otras especies de cactáceas mexicanas, como lo refieren Mata et al., 
(2001) y Pérez et al., (2002) y, quienes utilizaron de 8.8 a 13.31 mM de 
BA + 0-2.6 μM de ANA en medio de cultivo MS (Murashige y Skoog, 
1962) para multiplicar una especie del género Epithelantha. 

Altura de brotes (A).- Cuando se aplica al MIB la misma concentración 
10:1 de bencil aminopurina (BA) en interacción con AIB o ANA como en 
los tratamientos T2=0.7 mM de BA + 0.06 μM de AIB y T8=0.7 mM de 
BA + 0.15 μM de ANA se obtiene la misma cantidad de brotes (10 
brotes/explante) con una altura de (6 mm) este tamaño es mayor a la 
altura de los brotes obtenidos con los tratamientos T13 y T16 en donde se 
generó el mayor número de brotes (15 brotes/explante), con la diferencia 
que estos fueron de menor tamaño (3 mm). Con el tratamiento T3= 0.9 
mM de BA + 0.81 μM de AIB se obtiene la mayor altura de brotes (7.3 
mm); sin embargo, en número de brotes es bajo (6 brotes/explante). 

Estos resultados muestran que la interacción citocinina-auxina es 
efectiva en la organogénesis directa de esta especie y que tiene influencia 
tanto en el número como en la altura de los brotes (Cuadro 4 y Figura 5). 

 
Figura 5. Brotes obtenidos en la etapa de multiplicación de E. micromeris. 

Este efecto es similar al reportado por Velázquez y Soltero (2001), 
quienes encontraron que las fuentes de citocinina (Kinetina y 2IP) 
presentaron efectos altamente significativos sobre la producción de brotes 
de Epithelantha micromeris var. micromeris. Así mismo Corneanu et al.,  y 
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Dabekaussen et al., (1991), mencionan que la citocinina BAP es un 
componente esencial para la activación de areolas, lo que permite llevar a 
cabo la micropropagación de Sulcarebutia alba y Mammillaria. 

En la etapa de multiplicación de E. micromeris (Engelm.) el control 
hormonal influye en la diferenciación del explante como lo refiere Mauseth 
(1976; 1979), mostrando que la regeneración de brotes in vitro de esta 
cactácea es posible a partir de yemas axilares como también ha sido 
reportado para otras especies de cactáceas por Choreño et al., (2002) en 
Cephalocereus seniles y Thomas y Hamerska (2010) en Mammillaria 
albicoma. 

La multiplicación in vitro de E. micromeris (Engelm.) está influenciada 
por un MIB adicionado con fitohormonas. Con un MIB adicionado con 0.7 
mM de BA + 0.06 μM de AIB (T2) o con  1.2 mM de KIN + 1.03 μM de 
AIB (T13) se puede obtener una tasa de multiplicación exponencial de 
1:11:11:11 hasta 1:15:15:15. Este volumen de producción es significativo 
para la regeneración de esta especie y permite incrementar rápidamente el 
número de plantas en comparación con el método tradicional de 
propagación, por lo que se puede utilizar para la micropropagación de esta 
especie. Esta tasa de multiplicación supera a la registrada en otras especies 
de cactáceas mexicanas como Mammillaria voburnensis Scheer y 
Mammillaria elongata DC. (Papafotiou et al., 2001; Pelah et al., 2002; 
Ordoñez, 2003). 

Los brotes obtenidos posteriormente se subcultivan en medio fresco 
MS, en envases de polipropileno con capacidad de 500 mL y con un 
volumen de 50 mL pero sin fitohormonas (Figura 6). 
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Figura 6. Brotes subcultivados en la etapa de multiplicación de E. micromeris 

Etapa 3 enraizamiento in vitro 
El enraizamiento de los brotes propagados in vitro reviste gran 

importancia pues el objetivo es producir plantas con buenas características 
fisiológicas y morfológicas que les permitan sobrevivir a las condiciones de 
trasplante a suelo (Ramírez, 2008; Villavicencio et al., 2006b; Carletti et 
al., 2003). En esta etapa se pretende mejorar el proceso de enraizamiento 
al aplicar un biofertilizante con ingrediente activo de Azospirillum sp., para 
la formación del sistema radicular y su desarrollo para lograr su 
aclimatación al hacer la transferencia de las vitroplantas a condiciones de 
vivero o invernadero. 

En esta etapa se utilizó el medio MS (Murashige y Skoog, 1962) al 
50% adicionado con Azospirillum sp. en tres niveles de concentración. 
T1=0.7x106 UFC/ ml-1, T2=1.5x106 UFC/ ml-1, T3=3x106UFC/ ml-1. 
Evaluando en total tres tratamientos, incluyendo un control sin la 
aplicación de la cepa de Azospirillum sp. (Testigo).  

Estas concentraciones se aplicaron a los envases de polipropileno con 
los brotes de E. micromeris, obtenidos en la etapa anterior e incubaron 

durante ocho semanas, a una temperatura de 26 ± 1°C, considerando un 
fotoperíodo de 16 h luz, evaluado al final del proceso el incremento en la 
altura del tallo (IAT), número (NR) y longitud radicular (LR) en 
centímetros (cm). 
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Preparación de la concentración 
Este biofertilizante se puede aplicar en Unidades Formadoras de 

Colonias (UFC) o su equivalente en gramos/litro.  

Para obtener la concentración de Unidades Formadoras de Colonias 
(UFC) de la cepa de Azospirillum sp. que se requiere pesar el biofertilizante 
y diluirlo en agua destilada estéril. Este se aplica a los envases con agar a las 
dos semanas después de realizado el subcultivo de los brotes (Cuadro 5). 

Cuadro 5. Requerimientos de biofertilizante durante la micropropagación in vitro de  
plántulas de E. micromeris. 

 

Aplicaciones/ Semana (g·L-1) Concentración* 
1  2 

T1 0.7x106 UFC/ mL-1 1.4 2.9 
T2 1.5x106 UFC/ mL-1 2.9 5.8 
T3 3.0x106UFC/ mL-1 5.8 11.6 

*Concentración calculada utilizando un biofertilizante que contenga 500 millones de bacterias de Azospirillum/g 

Incremento en altura del tallo (IAT).-Con el tratamiento T2= MS 
(1962) al 50% + 1.5x106 UFC/ml-1 y T3= MS (1962) al 50% + 3.0 
x106 UFC/ml-1 se obtuvo un efecto positivo en el IAT generando al final 
del proceso de enraizamiento plantas con altura de 2 y 3 cm, mostrando 
que la concentración de Unidades Formadoras de Colonias (UFC) aumenta 
la altura del tallo, a diferencia del testigo sin la inoculación de la cepa, en 
donde el IAT resultó menor a 1.4 cm (Cuadro 6). 

Cuadro 6. Influencia de Azospirillum sp. en el incremento de atura de tallo, longitud de raíz 
y número de raíces de E. micromeris durante la cuarta semana de 
micropropagación. 

IAT LR 
TRATAMIENTOS 

(cm) (cm) 
NR 

Testigo 1.41 c 1.63 c 4 c 
T1 1.9 c 1.90 b 7 b 
T2 3.1 a 2.30 a 9 a 
T3 2.65 b 1.90 b 8 ab 
DMS 0.22 0.41 0.41 
Medias con letras iguales entre columnas, no son estadísticamente diferentes (Tukey, 0.05). 
IAT = incremento en altura de tallo; NR = número de raíces; LR =  longitud de raíz; Testigo= Medio de cultivo sin 
inoculación.T1= 0.7 X 106/ ml-1 UFC, T2= 1.5 X 106 / ml-1  UFC, T3= 3.0 X 106 UFC/ ml-1. DMS = Diferencia 
mínima significativa. 
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Número de raíces (NR).- El tratamiento T2= MS (1962) al 50% + 
1.5x106 UFC/ml-1  y T3= MS (1962) al 50% + 3.0 x106 UFC/ml-1fueron 
estadísticamente iguales generando al final del proceso el mayor NR (8.5 
raíces/planta), a diferencia del testigo del que se obtuvo la mitad de este 
número (4 raíces/planta). Estos resultados muestran que las mayores 
concentraciones del biofertilizante de Azospirillum sp. promueven un efecto 
simbiótico entre la planta y la bacteria (Cuadro 7). 

Con estos resultados se muestran que E. micromeris requiere de una 
concentración 1.5x106 UFC/ ml-1, para promover el efecto rizogénico, lo 
mismo ocurre al aplicar la misma concentración en el enraizamiento ex vitro,  
de Turbinicarpus knuthianus generando un total de 6 raíces/planta 
(Villavicencio et al., 2011). 

Longitud de raíces (LR).- Con el tratamiento T2= MS (1962) al 
50% + 1.5x106 UFC/ml-1  se generó al final del proceso la mayor LR (2.3 
mm); a diferencia de los tratamientos T1 y T3 que fueron estadísticamente 
iguales, registrando una LR de 1.9 cm en promedio (Cuadro 7 y Figura 7).  

 
Figura 7. Efecto de Azospirillum sp. en el proceso rizogénico de E. micromeris en el 

laboratorio de cultivo de tejidos vegetales del Campo Experimental Saltillo 
CIRNE-INIFAP. 

Los resultados obtenidos en el enraizamiento in vitro de E. micromeris  
muestran que la simbiosis entre la planta y la bacteria favorecen la 
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producción de hormonas de crecimiento, cambios morfológicos y 
fisiológicos en estas plantas, mismas que a su vez promueven, en menor 
tiempo, el desarrollo de raíces con mayor crecimiento, como lo refieren 
Puente y Bashan, (1993) y Burdman et al., (2000).  

El efecto rizogénico de la cepa Azospirillum sp. inoculanda en una 
concentración de 1.5 x106 UFC L-1 de es similar al reportado para otras 
especies como P. pringlei  en donde la inoculación de la cepa incrementó el 
peso fresco de la planta hasta un 60% y la longitud de las raíces en un 
100%. Para el caso de E. micromeris se determinó que la bacteria invadió el 
sistema radical del cactus, durante las seis semanas de incubación, 
considerando este tiempo como el período para el enraizamiento in vitro 
para esta especie. 

Etapa 4 Aclimatación  

Manejo de las vitroplantas 
Se recomienda que las vitroplantas se laven cuidadosamente para 

eliminar restos de agar en la raíz, si es posible es necesario clasificarlas por 
tamaño. Estas plantas se sumergen en una solución fungicida (Benomyl) 
con el fin de proveerlas de defensas contra los microorganismos patógenos 
comunes del suelo al que serán trasplantadas. Se recomienda mantener una 
humedad relativa alta (80 – 90 %) durante la primera y segunda semana 
de aclimatación, posteriormente espaciar los riegos y proporcionar más luz, 
para promover un crecimiento autotrófico. 

Esta es la etapa crítica de la micropropagación, porque se requiere pasar 
de las condiciones herótrofas del cultivo in vitro a la condición autótrofa in 
vivo, es decir el transplante a suelo en donde se requiere asegurar el mayor 
número de plantas como producto terminado con alta calidad fitosanitaria. 
En la etapa de aclimatación es donde existe mayor demanda hídrica que 
puede ocasionar un estrés hídrico, por tal razón es importante considerar el 
ambiente y sustrato en que se trasplanten. 

Para la aclimatación de E. micromeris se utilizó un sustrato estéril a base 
de corteza de coco y agrolita en relación 1:2. Las plántulas se trasplantaron 
en este sustrato aplicando riegos cada tercer día durante las dos primeras 
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semanas, logrando la aclimatación de las plántulas a los 40 días siguientes 
(Figura 8). 

Sobrevivencia.- Las plantas enraizadas in vitro de cada tratamiento 
fueron aclimatadas en el sustrato descrito existiendo diferencias 
significativas en la sobrevivencia. Las plantas que fueron inoculadas con la 
cepa T2 registraron en la aclimatación un porcentaje de supervivencia 
superior al 91 %, a diferencia de las plantas que fueron enraizadas in vitro 
con el tratamiento T1 y T3, las cuales que registraron un 82% de 
sobrevivencia, el porcentaje mas bajo se obtuvo con las plantas sin la 
aplicación de la cepa in vitro (72 %). 

Esto muestra que la etapa de endurecimiento o aclimatación de E. 
micromeris, depende de las etapas anteriores de la micropropagación 
porque en el cultivo in vitro se promueve una respuesta morfogénica, 
mientras que en la aclimatación se reconstruyen y desarrollan los procesos 
adaptativos de la planta como lignificación de las cubiertas cuticulares, 
activación de estomas y órganos fotosintéticos para que éstas plantas 
puedan tener un desarrollo autónomo, como también lo refieren Pacovsky, 
(1985) y Puente y Bashan, (1993) les permita controlar la transpiración y 
activar su aparato fotosintético generando sus propios carbohidratos. 

De este modo el protocolo de micropropagación y aclimatación de E. 
micromeris, muestra que pueden producirse vitroplantas de esta especie y 
que estas se pueden adaptar a las condiciones hetero-mixotróficas a las que 
están expuestas durante este proceso, requiriéndose de ocho meses  para la 
obtención de vitroplantas y plantas aclimatadas en invernadero (Figura 8). 
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Figura 8. Esquema de la micropropagación de Epithelantha micromeris. 
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Conclusiones 
La micropropagación es un método factible para regenerar especies en 

estatus de riesgo como la Biznaga blanca chilona, nido de golondrina o 
cactus de botón como se le conoce a la especie Epithelantha micromeris. 

Este protocolo involucra cuatro etapas (Establecimiento, 
Multiplicación, Enraizamiento y Aclimatación), en las cuales se pueden 
producir vitroplantas de esta cactácea de tamaño uniforme y con buena 
calidad fitosanitaria, que en conjunto implican un período de ocho meses 
para la obtención de vitroplantas y plantas aclimatadas en invernadero.  

Mediante el cultivo de tejidos vegetales y el uso de microorganismos 
promotores del crecimiento vegetal como las rizobacterias se pueden 
optimizar los procesos biológicos en especies de importancia ecológica y 
económica. 

Esta tecnología puede aplicarse en laboratorios e invernaderos 
comerciales con registro dedicados a la producción de plantas de ornato 
que se localizan en Coahuila, Morelos, Jalisco, Estado de México, San Luis 
Potosí y Nuevo León. 
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