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Resumen. Se estableció un protocolo de propagación in vitro a partir de la semilla de Solanum 

caripense Dunal, planta silvestre de alentador interés biotecnológico debido principalmente a 
sus frutos comestibles que poseen cantidades considerables de sacarosa, vitamina C y algunos 

minerales. Para el cultivo in vitro, las semillas fueron esterilizadas superficialmente mediante la 

aplicación de cuatro tratamientos de desinfección (TD) y sembradas durante 42 días en medio 

M&S suplementado con sacarosa y carbón activado; se obtuvo los mejores resultados con TD1 
(Alcohol 30% + NaClO 30% + H2O2 7%), pues no registró contaminación y alcanzó 92% de 

germinación. Los segmentos de tallo de las semillas germinadas in vitro fueron subcultivados y 

expuestos a nueve tratamientos de multiplicación (TM) por 35 días, utilizando el mismo medio 

y diferentes concentraciones de AIA y BAP como fitorreguladores; se obtuvo el mejor 
resultado de proliferación con TM4 (AIA 0.5 mg/l + BAP 0.5 mg/l) que produjo 8.50 

brotes/explanto; mientras que, TM1 (AIA 0.0 mg/l + BAP 0.5 mg/l) alcanzó 16.13 

hojas/explanto. Finalmente, las plántulas formadas fueron adaptadas a sustrato durante 42 días, 

en turba conteniendo diferentes concentraciones de AIB como tratamientos de enraizamiento ex 
vitro (TE); se observó óptimos resultados, pues todos los tratamientos (0.0, 0.5, 1.0, 2.0 y 3.0 

mg/l AIB) alcanzaron 100% de prendimiento radicular al sustrato. 
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1 Introducción 

Solanum caripense Dunal, es una hierba terrestre o bejuco mayoritariamente silvestre, 

compleja [1] y ampliamente distribuida en el Ecuador [2]. Comúnmente denominada 

“chinpalu” [3], “simbailo” [4], “samboshuyo” o “tzímbalo” [5], se adapta bien a 

lugares húmedos pertenecientes a zonas altas que van desde los 2200 a los 3000 

msnm [3], [4]. Su fruto es una baya jugosa verde-amarilla con rayas longitudinales de 

color violáceo [6], forma ovoide, alcanza hasta los 4 cm de longitud y contiene un 

elevado número de semillas en su interior [4], [7], [8]; el cual representa un aporte 

nutricional importante para el ser humano debido principalmente a la presencia de 

sacarosa, vitamina C y algunos minerales. El uso de S. caripense para hibridaciones 

con pepino dulce (S. muricatum) favorece el mejoramiento genético y la calidad de 

los frutos [9] [10].  

Los reportes referentes a la forma de cultivo y propagación de tzímbalo son muy 

escasos; en un estudio realizado sobre remanentes de vegetación en la ciudad de 

Quito, se percibe la disminución poblacional de ésta especie al estar presente en tan 

solo 2 de 10 localidades estudiadas [11]. No obstante, las solanáceas responden bien 
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morfológica y genéticamente cuando son propagadas in vitro usando fitorreguladores 

en el medio de cultivo [12]; además, la micropropagación de especies silvestres 

permite la obtención de plantas libres de plagas y enfermedades, destinadas al 

mejoramiento de los cultivos comerciales de importancia económica, pues 

representan una fuente deseable de variabilidad genética [13]. El principal objetivo de 

la presente investigación pretende, mediante la propagación in vitro de tzímbalo, 

obtener plantas libres de bacterias y hongos; todo esto, con propósitos de convertir a 

la especie en una novedosa alternativa frutícola, capaz de cubrir necesidades 

alimenticias actualmente no tradicionales de la población nacional e internacional.  

2 Materiales y métodos  

El presente estudio se llevó a cabo en el Laboratorio de Biotecnología Vegetal ubicado 

en la Universidad Politécnica Salesiana, Campus El Girón, Quito, Ecuador. Primero se 

recolectaron y seleccionaron varios frutos silvestres de S. caripense en el barrio 

Taniloma de la parroquia Eloy Alfaro, cantón Latacunga, Provincia de Cotopaxi, a una 

altitud de 2717 msnm, temperatura media anual de 14.5 °C, precipitación media de 488 

mm/año y humedad relativa de 70% [14], [15]. El material vegetal inicial consistió en 

un total de 1200 semillas de los frutos seleccionados (Fig. 1). 

 

 
 
Fig. 1. Frutos silvestres de Solanum caripense recolectados (a) y seleccionados (b) para la 

extracción de sus semillas (c). 

 

El trabajo experimental abarcó las siguientes fases: Establecimiento de un cultivo 

axénico (Fase 1), Multiplicación de brotes (Fase 2) y Enraizamiento ex vitro (Fase 3) [16].  

En la Fase 1 el medio de cultivo elegido fue M&S [17], suplementado con sacarosa 

3.0% (p/v) y carbón activado 0.05% (p/v), pH ajustado a 5.8 y previamente 

autoclavado a 121 °C durante 20 minutos; en la Fase 2 se utilizó el mismo medio de 

la etapa anterior más la adición de BAP (0.0, 0.5 y 1.0 mg/l) y AIA (0.0, 0.5 y 2.0 

mg/l) en diferentes concentraciones; y en la Fase 3 se optó por el uso de turba como 

sustrato de adaptación, más AIB en diferentes concentraciones.  

En todas las fases los cultivos fueron colocados en el cuarto de incubación de 

ambiente controlado, con luz blanca fría proveniente de dos lámparas fluorescentes, 

fotoperiodo de 16 horas luz y temperatura media de 24 ± 2 °C. 
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2.1 Establecimiento de un cultivo axénico (Fase 1) 

Para la esterilización superficial de las semillas se plantearon cuatro tratamientos de 

desinfección (TD), los cuales combinaron el uso de alcohol (30 y 70%), hipoclorito de 

sodio (0.8 – 30%), peróxido de hidrógeno (4 y 7%) y tween-20 (0.1%), seguidos de 

varios lavados con agua destilada estéril (Tabla 1) [18], [19], [20], [21]. Los 

tratamientos se dispusieron bajo un Diseño Completamente al Azar (DCA), con 50 

repeticiones. Los datos fueron analizados por ANOVA (p < 0.05) y las medias fueron 

comparadas usando la prueba de Duncan. Las variables fueron registradas cada 7 días, 

durante 6 semanas; éstas fueron: porcentaje de contaminación, porcentaje de 

germinación e índice de germinación (IG) calculado mediante la siguiente fórmula, 

para cada tratamiento [22]: 

 

IG = (S1T1 + S2T2 +… SnTn) / (S1 + S2 +… Sn) .  (1) 

 

Donde, S es el número de semillas germinadas y T es el tiempo de incubación en 

días [23].    

Tabla 1. Tratamientos de desinfección aplicados a semillas de tzímbalo (S. caripense) 

para el establecimiento de un cultivo axénico. 

2.2 Multiplicación de brotes (Fase 2)  

Segmentos de tallo provenientes de las semillas germinadas in vitro de S. caripense 

fueron subcultivados en el medio M&S con diferentes concentraciones de BAP y AIA 

correspondientes a los tratamientos de multiplicación (Tabla 2) [12], [18], [24], [25], 

Tratamiento 

Desinfección 

(TD) 

 

Descripción 

TD1 

Alcohol 30% → 10 min  

Hipoclorito de sodio (NaClO) 30% → 10 min  

Peróxido de hidrógeno (H2O2) 7% → 8 min  

Lavados con agua destilada estéril  

 

TD2 

Alcohol 70% con Tween-20 0.1% → 30 s  

Hipoclorito de sodio (NaClO) 20% → 10 min  

Lavados con agua destilada estéril  

 

TD3 

Alcohol 70% → 3 min  

Hipoclorito de sodio (NaClO) 2.5% con Tween-20 0.1% → 15 min  

Lavados con agua destilada estéril  

TD4 

Alcohol 30% → 5 min  

Hipoclorito de sodio (NaClO) 0.8% → 10 min  

Peróxido de hidrógeno (H2O2) 4% → 5 min  

Lavados con agua destilada estéril  
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[26], [27]; los cuales corresponden a un Diseño factorial 3 x 3, con 14 repeticiones 

por tratamiento. Los datos fueron analizados por ANOVA (p < 0.05) y las medias 

fueron comparadas usando la prueba de Duncan. Las variables fueron registradas cada 

7 días, durante 5 semanas; éstas fueron: número total de brotes y número de hojas. 

 

Tabla 2. Tratamientos aplicados a explantos de tzímbalo (S. caripense) en fase de 

multiplicación. 

 

Tratamiento Multiplicación (TM) BAP (mg/l) AIA (mg/l) 

TM0 0.0 0.0 

TM1 0.5 0.0 

TM2 1.0 0.0 

TM3 0.0 0.5 

TM4 0.5 0.5 

TM5 1.0 0.5 

TM6 0.0 2.0 

TM7 0.5 2.0 

TM8 1.0 2.0 

2.3 Enraizamiento ex vitro (Fase 3)  

Las plántulas de S. caripense obtenidas in vitro fueron adaptadas a sustrato. El 

trasplante se realizó lo más rápido posible para evitar la deshidratación de las 

vitroplantas, desde los contenedores con medio de cultivo hasta los alveolos de las 

bandejas plásticas que contenían turba autoclavada y diferentes concentraciones de 

AIB, correspondientes a los tratamientos de enraizamiento en sustrato (Tabla 3) [18], 

[28]; los cuales corresponden a un Diseño Completamente al Azar (DCA), con 5 

tratamientos y 16 repeticiones para cada uno de ellos. Los datos fueron analizados por 

ANOVA (p < 0.05) y las medias fueron comparadas usando la prueba de Duncan. Las 

variables fueron registradas cada 7 días, durante 6 semanas; éstas fueron: porcentaje 

de prendimiento de raíz, longitud de la vitroplanta y porcentaje de mortalidad. 

 

Tabla 3. Tratamientos aplicados en el enraizamiento en sustrato de plántulas de 

tzímbalo (S. caripense). 

 

Tratamiento Enraizamiento (TE) AIB (mg/l) 

TE0 0.0 

TE1 0.5 

TE2 1.0 

TE3 2.0 

TE4 3.0 
 
 



 

 
 

  93 

3 Resultados 

3.1 Establecimiento de un cultivo axénico (Fase 1) 

Los porcentajes de contaminación de todos los tratamientos de desinfección (TD1, 

TD2, TD3 y TD4) no alcanzaron el 10% planteado como aceptable en laboratorios 

dedicados a la propagación in vitro [29]; así se demuestra que los tratamientos 

aplicados a las semillas de S. caripense, junto a una buena esterilización de los 

medios y los recipientes escogidos, y la correcta operatividad durante el proceso, 

optimizaron la esterilidad superficial de los explantos. En TD1 y TD4 se utilizó 

peróxido de hidrógeno, el cual resulta eficaz para la esterilización superficial de las 

semillas al oxidar los componentes celulares de los microorganismos [30]. Los 

porcentajes de infección microbiana y sobrevivencia reportados para hojas jóvenes y 

brotes laterales de S. muricatum al utilizar alcohol, NaClO y H2O2 [18], fueron 

similares a los obtenidos en la presente investigación para todos los tratamientos y las 

concentraciones de los agentes desinfectantes escogidas; pues los porcentajes de 

contaminación, tanto bacteriana como fúngica, de las semillas de S. caripense no 

superaron el 2%. Incluso, concentraciones más bajas de NaClO (2.5 y 0.8%) como las 

reportadas para las especies S. betaceum [20] y S. caripense [20], también resultaron 

ser aptas para una desinfección satisfactoria. 

Además, el análisis de la varianza para la variable porcentaje de germinación 

detectó significancia estadística para los tratamientos de desinfección (p = 0.0001). Es 

así que se registró el 92% de germinación para semillas de S. caripense en TD1 a los 

42 días después de la siembra (Fig. 2). La germinación se pudo ver favorecida porque 

el NaClO actúa en la permeabilidad y otras propiedades de la cubierta seminal de las 

semillas facilitando la germinación, probablemente a causa de una mejora en el 

proceso de absorción de agua [31]. Mientras que, el H2O2 es capaz de ablandar la 

cubierta de algunas semillas y aumentar la permeabilidad del agua y oxígeno [32], 

facilitando la conversión de grasas a carbohidratos, los cuales promueven la 

activación de reacciones enzimáticas para la movilización de componentes celulares 

que están involucrados en el desarrollo de la radícula [33]. 

Para TD2, TD3 y TD4, los porcentajes de germinación de las semillas de S. 

caripense rodearon el 50% a los 30 días (Fig. 2), periodo similar a lo obtenido en las 

especies S. surattense, S. integrifolium, S. sanitwongsei [34] y S. incanum [35]. De 

hecho, en la segunda semana los tratamientos TD1, TD2 y TD4, ya habían alcanzado 

porcentajes de germinación entre 40 y 54% (Fig. 2); tal condición puede usarse para 

descartar la presencia de dormancia primaria en las semillas de S. caripense [36], así 

como los porcentajes de germinación reportados en un estudio sobre la importancia de 

la germinación en programas de cultivo [21]. En adición, no fue necesario un proceso 

de escarificación química para ablandar el tegumento seminal y facilitar la 

emergencia de la radícula, contrario a lo mencionado por otros autores [37], [38]. De 

modo que, las semillas de S. caripense permanecen aparentemente alejadas de 

presentar letargo físico y bajos porcentajes de germinación, distinto a lo mencionado 

para las especies S. khasianum, S. torvum, S. indicum [34] y S. nigrum [39]. 
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Fig. 2. Porcentajes de germinación por tratamiento de desinfección (TD) durante el 
establecimiento de un cultivo axénico de Solanum caripense evaluados cada 7 días. Destaca 

TD1 con 54% en el día 14 después de la siembra. Valores con letras distintas indican diferencia 

significativa según la prueba de Duncan (≤ 0.05). 

 

El índice de germinación está entendido como el número medio de días requeridos 

para la emergencia de la radícula [38]; una semilla se considera germinada (Fig. 3) 

cuando la radícula supera 1 mm de longitud fuera de su cubierta [21]. El índice de 

germinación calculado a la sexta semana demuestra que son necesarios cerca de 30 

días para que ocurra la emergencia radicular de las semillas de S. caripense en TD1 

(28.55), TD2 (29.41), TD3 (27.30) y TD4 (26.54) con un índice de germinación 

promedio de 27.95 días; similar al número de días reportado para semillas de S. 

surattense, S. integrifolium, S. sanitwongsei [34] y S. incanum [35], pues se afirma que 

germinan lentamente y rodean un 50% de germinación en un promedio de 30 días.  
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Fig. 3. Germinación de las semillas de Solanum caripense en TD1. 

3.2 Multiplicación de brotes (Fase 2) 

El análisis de la varianza para la variable número total de brotes detectó significancia 

estadística para la concentración de AIA (p = 0.0356). 

La auxina AIA presentó el mayor número de brotes de S. caripense sin la 

fitohormona y con dosis de 0.5 mg/l, con promedios de 7.55 y 7.29 brotes/explanto, 

respectivamente. Y según los tratamientos, el menor número de brotes con TM6 (2.0 

mg/l AIA), TM7 (0.5 mg/l BAP y 2.0 mg/l AIA) y TM8 (1.0 mg/l BAP y 2.0 mg/l 

AIA), los cuales generaron 6.17, 6.14 y 6.40 brotes/explanto, al emplear la 

concentración más alta de AIA, incluso al estar acompañados de una citocinina. Estos 

resultados se relacionan a los obtenidos en la multiplicación de brotes de S. tuberosum 

[25], al utilizar 0.2 mg/l AIA alcanza 44% de brotación, porcentaje que se reduce a 

33% al incrementar la concentración de AIA a 0.5 mg/l y al combinar los tratamientos 

con dosis altas de una citocinina. De esta manera, se puede manifestar que las 

concentraciones de AIA mayores a 0.5 mg/l tienden a disminuir la multiplicación de 

brotes de S. caripense (TM 6), en ocasiones incluso si van acompañadas de dosis altas 

de BAP (TM5 y TM8). 

Por otra parte, se obtuvo el mayor valor numérico de brotes de S. caripense con 

TM4, correspondiente a la interacción fitohormonal de 0.5 mg/l BAP y 0.5 mg/l AIA, 

con 8.50 brotes/explanto; dicho tratamiento produjo un efecto sinérgico. Se puede 

comparar el efecto resultante de la combinación entre BAP (0.5 - 3.0 mg/l) y AIA (1.5 

y 2.0 mg/l) en la proliferación de brotes de Withania somnifera [40], el obtenido en la 

multiplicación de S. nigrum utilizando BAP (3.0 – 8.0 mg/l) y AIA (0.5 mg/l) [41], o 

el alcanzado en P. minima cuando segmentos nodales son cultivados en medio 
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suplementado con BAP (1.0 – 5.0 mg/l) y AIA (0.25 mg/l) [25], y por último el efecto 

sinérgico en P. ixocarpa a partir de hipocótilos en presencia de 2.0 mg/l BAP y 0.5 

mg/l AIA [12], los cuales provocaron las mejores respuestas en la etapa de 

proliferación; similar a la sinergia ocurrida en la multiplicación de brotes de S. 

caripense con el tratamiento TM4 (Fig. 4). 

 

 
 
Fig. 4. Promedios para la variable número total de brotes de Solanum caripense por tratamiento 

de multiplicación (TM) aplicado. 

 
Además, se obtuvo 7.75 brotes/explanto con TM1 (0.5 mg/l BAP) y 7.79 

brotes/explanto con TM2 (1.0 mg/l BAP); éstos resultados sobrepasan a los 

reportados en la multiplicación de brotes de S. muricatum al utilizar BAP como única 

fitohormona, pues producen un máximo de 3.33 y 4.58 brotes/explanto usando 1.0 y 

2.0 mg/l BAP, respectivamente [18]. Sin embargo, a partir de segmentos nodales de 

P. peruviana se puede desarrollar hasta 11.8 y 12.0 brotes/explanto mediante la 

aplicación de 0.5 y 1.0 mg/l BAP como único fitorregulador [27]. Otro estudio sobre 

S. surattense indica que se logra producir 58.2 y 7.5 brotes/explanto a partir de 

segmentos nodales en medio nutritivo únicamente con 0.5 y 2.0 mg/l BAP, 

respectivamente [24]. De esta forma, se puede sugerir que la aplicación en solitario de 



 

 
 

  97 

0.5 y 1.0 mg/l BAP en la multiplicación de brotes de S. caripense también logra 

generar una cantidad considerable de brotes (Fig. 5).   

  
 

Fig. 4. Multiplicación de brotes de Solanum caripense en TM1. 

 

El análisis de la varianza para la variable número de hojas, detectó significancia 

estadística para los tratamientos de multiplicación (p = 0.0412) y para la 

concentración de BAP (p = 0.0193).  

Se conoce que la fase de multiplicación es una etapa de generación y desarrollo de 

brotes axilares o adventicios, con varias hojas [42]. En el presente estudio se obtuvo 

el mayor número de hojas/explanto (16.13) mediante la aplicación de 0.5 mg/l BAP 

(TM1) en el medio de cultivo. Dicho de ese modo, se puede manifestar que la 

cantidad de hojas de S. caripense generadas en la Fase 2 fue mayor a las reportadas 

para varias especies silvestres del género Solanum, principalmente debido a la 

presencia del fitorregulador BAP; pues mediante propagación in vitro de las especies 

S. hirtum y S. marginatum en diferentes medios sin hormonas, se genera un máximo 

de 7 y 6 hojas/explanto a los 60 días después la siembra, respectivamente [13]. 

Además, la importancia de la concentración de BAP en el tratamiento TM1 para 

alcanzar el máximo número de hojas/explanto (16.13), puede respaldarse al 

compararse con el tratamiento testigo (TM0), que sin adición de la fitohormona tan 

solo generó 10.25 hojas/explanto (Fig. 6). 
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Fig. 6. Promedios para la variable número de hojas de Solanum caripense por tratamiento de 

multiplicación (TM) aplicado. Valores con letras distintas indican diferencia significativa según 
la prueba de Duncan (≤ 0.05). 

3.3 Enraizamiento ex vitro (Fase 3) 

Las vitroplantas alcanzaron un prendimiento a la turba del 100% en todos los 

tratamientos. Para evitar la pérdida de plantas, las raíces no fueron contabilizadas ni 

medidas al final de la etapa debido a su abundancia y total prendimiento al sustrato. 

Además, para minimizar problemas tales como la necrosis de brotes, abscisión de hojas 

y formación de callo, presentes en procesos de enraizamiento in vitro y que afectan la 

formación de raíces [43], en la presente investigación se decidió optar por el 

enraizamiento ex vitro de las plántulas de S. caripense, que también reduce el costo y 

tiempo de la micropropagación, antes de pasar del laboratorio a condiciones de campo. 

Mediante el enraizamiento ex vitro de las plántulas de S. caripense se omitió la fase 

de enraizamiento in vitro; es decir, las plántulas obtenidas en etapa de multiplicación 

fueron directamente adaptadas en la turba conteniendo diferentes concentraciones de 

AIB, obteniéndose óptimos resultados en el prendimiento de las raíces de S. caripense 
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(Fig. 7). Similares resultados de adaptación a sustrato y enraizamiento ex vitro al 

utilizar AIB como fitorregulador, también han sido reportados en Cyphomandra 

betacea [44], Capsicum annuum [45] y Cassia angustifolia [43]. 

 

 
 
Fig. 7. Enraizamiento ex vitro de plántulas de Solanum caripense. 

 

El análisis de la varianza para la variable longitud de la vitroplanta, detectó 

significancia estadística para los tratamientos de enraizamiento (p = 0.0025). 

Las vitroplantas de S. caripense alcanzaron una longitud máxima promedio de 

34.17 cm longitud/vitroplanta con TE3 (2.0 mg/l AIB), seguido por TE4 (3.0 mg/l 

AIB) con 33.27 cm longitud/vitroplanta; medidas que pueden ser sustentadas por la 

presencia de auxina en el sustrato, principalmente debido a que el AIB induce la 

formación de raíces con mayor rapidez, favoreciendo la absorción de nutrientes, y por 

consiguiente un mayor desarrollo en la longitud de los tallos; una aseveración 

parecida es mencionada en vitroplantas de Hibiscus elatus [46], al obtener el mayor 

crecimiento de tallo, 3.75 cm seguido por 3.67 cm, aplicando 3.0 y 2.0 mg/l AIB al 

inicio del enraizamiento ex vitro.   



 

 
 

  

100 

Tal efecto del AIB sobre el crecimiento caulinar de las vitroplantas de S. caripense 

puede corroborarse teniendo en cuenta que sin la adición de la fitohormona se obtuvo la 

menor longitud de tallo en TE0, con 24.38 cm longitud/vitroplanta. No obstante, una 

concentración de 2.0 mg/l AIB permitió alcanzar el promedio máximo de 

longitud/vitroplanta de S. caripense; mientras que, al aumentar la concentración a 3.0 

mg/l AIB la longitud disminuyó ligeramente (Fig. 8); similares resultados son reportados 

en babaco (Vasconcellea x heilbornii) al experimentar con varias concentraciones de 

auxinas [47], donde la tasa de crecimiento disminuye al superar la concentración óptima 

de auxina, la cual puede actuar como inhibidor del crecimiento en concentraciones 

superiores, tal como lo menciona Galston citado en Salisburry & Ross [48]. 

 

 
 
Fig. 8. Promedios para la variable longitud de la vitroplanta (cm) de Solanum caripense por 

tratamiento de enraizamiento (TE) en sustrato aplicado. Valores con letras distintas indican 

diferencia significativa según la prueba de Duncan (≤ 0.05). 

 

Finalmente, se obtuvo un total de 2 plántulas muertas de S. caripense, las cuales se 

registraron en TE0, corresponden al 12.5% de mortalidad en el tratamiento y al 2.5% 

de mortalidad total de los tratamientos. El principal motivo para las muertes 

registradas se puede centrar en la pérdida de humedad durante el paso de las plántulas 

de S. caripense del medio de cultivo al sustrato, lo que finalmente conllevó a la 

muerte por desecación [29].  

Plántulas de S. muricatum [18] y S. hainanense [49] logran pre aclimatarse a una 

mezcla de sustratos en un 100% previo a ser colocadas en condiciones de campo e 
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invernadero, donde los porcentajes de aclimatación varían entre 80 y 100%. Similares 

resultados fueron obtenidos en la presente investigación, con un total de 97.5 % de 

plántulas de S. caripense aclimatadas a la turba en el cuarto de incubación de 

ambiente controlado.  

Conclusiones 

El tratamiento de desinfección (TD) óptimo para el establecimiento de un cultivo 

axénico de Solanum caripense utilizando la semilla como explanto inicial, fue TD1 

(Alcohol 30% → 10 min; NaClO 30% → 10 min; H2O2 7% → 8 min; y lavados con 

agua destilada estéril), pues no obtuvo contaminación alguna y alcanzó un porcentaje 

de germinación de 92%, transcurridos 42 días.  

El tratamiento de multiplicación (TM) que generó un mayor número de brotes por 

explanto de Solanum caripense fue TM4 (0.5 mg/l BAP y 0.5 mg/l AIA), el cual 

mostró el mejor resultado debido a la sinergia entre citocinina y auxina, generando 

8.50 brotes/explanto transcurridos 35 días.  

Todos los tratamientos de enraizamiento ex vitro (TE), incluso el tratamiento testigo 

(TE0), permitieron un 100% de prendimiento de raíces de las vitroplantas de Solanum 

caripense a la turba elegida como sustrato transcurridos 42 días, mediante el empleo de 

AIB en concentraciones de 0.5, 1.0, 2.0 y 3.0 mg/l como fitorregulador promotor de la 

formación de raíces laterales. Sin embargo, TE3 (2.0 mg/l AIB) permitió alcanzar la 

mayor longitud de vitroplanta, con una altura promedio de 34.17 cm.  
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