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RESUMEN 

La chufa de Valencia (Cyperus esculentus L. var. sativus Boeck.) es un cultivo tradicional 

valenciano cuyos tubérculos se consumen crudos o se usan como materia prima en la 

producción de horchata. Ante los problemas fitopatológicos observados en el cultivo, se ha 

considerado de interés la preservación in vitro de este recurso fitogenético. Para ello se 

estableció el cultivo in vitro a partir de tubérculos desinfectados mediante inmersión en 

soluciones de etanol e hipoclorito sódico y sembrados en medio MS (Murashige y Skoog, 

1976). También se ha desarrollado un protocolo de micropropagación a partir de la siembra de 

bulbos basales en medio MS suplementado con TDZ (0,25-0,5 mg/l). En estas condiciones se 

induce una respuesta regenerativa vía organogénesis directa y de la base del bulbo surgen 

nuevos brotes. Tras la individualización de los brotes, se ensayó la inducción de un segundo 

ciclo de multiplicación en las mismas condiciones. La individualización de los bulbos y su 

enraizamiento puede realizarse en medio MS. Las plántulas enraizadas pueden aclimatarse en 

diversos sustratos, pero los mejores resultados se observaron en mezclas (50% Sustrato 

comercial + 50% Fibra de coco; 50% Sustrato comercial + 30% Fibra de coco + 20% Perlita)  que 

no contenían arena. Los clones conservados in vitro pueden utilizarse para desarrollar futuros 

proyectos de mejora biotecnológica.  

 

ABSTRACT 

Valencian tigernut (Cyperus esculentus L. var. sativus Boeck.) is a traditional crop in 

Comunidad Valenciana whose tubers can be consumed raw after soaking or used to make a 

beverage named horchata. The new phytopathological problems of this crop make in vitro 

conservation of this genetic resource a matter of interest. Valencian tigernut´s in vitro culture 

was established from surface sterilized tubers (by soaking in ethanol and Clorox solutions) in 

MS medium (Murashige and Skoog, 1976). A micropropagation protocol was developed by 

culturing basal bulbs in MS medium with 0,25-0,5 mg/l TDZ. In that medium, a morphogenetic 

response was induced in basal bulbs so they developed new shoots via direct organogenesis. 

These new shoots were individualized and used to try a second multiplication cycle in the same 

conditions as the first one. Bulb individualization and rooting can be carried out in hormone-

free MS medium. The best results on plant acclimatization were achieved in sand-free 

substratum mixes. In vitro established clones of chufa can be used to develop future breeding 

projects in this crop. 
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1 INTRODUCCIÓN 

1.1  ORIGEN Y DOMESTICACIÓN DE CYPERUS ESCULENTUS L. 

El origen fitogeográfico de Cyperus esculentus L. es incierto (Castroviejo, 2008); 

algunos autores lo suponen mediterráneo (Vavilov, 1951; Nuez y Cabrelles, 1984) y otros 

norteamericano (Keeley y Thullen, 1974; Stoller et al., 1979). Las 4 variedades subespecíficas 

silvestres reconocidas hoy en día de C. esculentus -esculentus, leptostachyus, macrostachyus y 

hermanii (Ter Borg y Schippers, 1992)- se comportan como malas hierbas de cultivo muy 

problemáticas en más de 30 países (Holm et al., 1977; Bryson y Carter, 2008). Representan un 

grave problema en cultivos como girasol, algodón, arroz, alubia, soja, tomate, melón, 

zanahoria, vid y en cultivos forestales, céspedes y ornamentales; en los que puede provocar 

pérdidas de hasta el 50% de la producción (Cudney, 2003).  

La chufa es la variedad subespecífica cultivada C. esculentus L. var. sativus Boeck. Sus 

tubérculos, llamados chufas, pueden ser consumidos en crudo o utilizarse para elaborar una 

bebida refrescante llamada “horchata”. Es un cultivo de domesticación temprana, muy común 

en la antigüedad en todo el valle del Nilo. El aprovechamiento de los tubérculos en la 

alimentación humana y su cultivo en el antiguo Egipto están bien documentados por los 

historiadores clásicos Teofrasto y Plinio el Viejo (Negbi, 1992). Se han encontrado tubérculos 

secos en tumbas anteriores a las primeras dinastías. Las chufas, llamadas “malinathalle”, 

secadas y tostadas, eran utilizadas como postre y/o aperitivo. También está documentado 

desde el antiguo Egipto su uso como planta medicinal (Pascual et al., 2000; Arafat et al., 2009). 

Su cultivo pudo generalizarse entre los pueblos civilizados del Mediterráneo, de Asia menor e 

incluso más allá. Minoicos, griegos, arameos, persas y chinos dejaron constancia de su uso y de 

las propiedades nutricionales y medicinales que le atribuían (Negbi, 1992). 

 

1.1.1 Descripción botánica de Cyperus esculentus L. 

La chufa pertenece, según la última revisión de la taxonomía de las angiospermas 

(APG, 2009), al orden Poales, familia Cyperaceae, subfamilia Scirpoideae, tribu Scirpeae, 

subtribu Cyperinae, género Cyperus. La especie es C. esculentus (L.), y la variedad población 

cultivada en la zona valenciana pertenece a la variedad botánica sativus (Boeck.).  



 
 

10 
 

Cyperus esculentus L. es una herbácea perenne. Posee un rizoma cilíndrico de 1 mm de 

diámetro, con escasas escamas pequeñas y estrechas, que emite abundantes raíces fibrosas y 

desarrolla tubérculos terminales de hasta 15 mm de diámetro, elipsoideos, subglobulosos u 

ovoideos, de color pardo grisáceo en la madurez y que en seco resultan inodoros e insípidos. 

Durante la floración emite tallos solitarios, rectos y trígonos. Las hojas suelen ser de menor 

longitud que el tallo, la mayoría basales, que dejan desnudo el tallo en su mitad superior, 

planas o a veces un poco aquilladas, ligeramente carenadas por el dorso. La inflorescencia de 

las especies del género Cyperus es compleja y los diferentes autores se han referido a ella de 

modos muy diversos: la consideraron como antela, umbela, cima, etc. En general se trata de 

una antela umbeliforme –a veces fuertemente compacta- cuyos radios nacen a diferentes 

alturas, cada uno con una bráctea axilante y rematado por cimas, glomérulos o espigas de 

espiguillas que tienen el eje más o menos contraído. Las flores producen aquenios obovoides, 

trígonos, de color pardo oscuro o negruzco en la madurez (Bendixen, 1973; Amini Rad y 

Sonboli, 2008; Castroviejo, 2008) (Figura 1). 

Figura 1: Inflorescencia y tubérculos de Chufa (Cyperus esculentus) recolectados en octubre de 2011 en campos de 
cultivo en Alboraia (Valencia). De izquierda a derecha y de arriba abajo se observan: Inflorescencia completa. 
Subconjunto de espiguillas en antela. Espiguilla. Aquenios. Tubérculos de diferentes tamaños y colores. Una 
moneda de 1€ de curso legal para indicar el tamaño.  
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Linneo, al describir la especie, no distinguió entre las formas cultivadas y las salvajes 

(Castroviejo, 2008). Kükenthal (1936) describió 8 variedades botánicas de Cyperus esculentus. 

Recientemente tres de esas variedades fueron rechazadas y solo cuatro variedades silvestres 

(esculentus, leptostachyus, macrostachyus y hermanii) y la variedad cultivada sativus están 

reconocidas hoy (ter Borg y Schippers, 1992). Esto puede explicar la existencia de dos grupos 

de plantas muy similares en cuanto a su morfología pero muy diferentes ecológicamente, 

aunque se conozcan con el mismo nombre. Las variedades silvestres se comportan como 

malezas invasoras en terrenos húmedos de todo el mundo, la variedad cultivada es una planta 

domesticada. 

1.2  IMPORTANCIA DEL CULTIVO 

La chufa, se cultiva a pequeña escala en países como Argelia, Irán, Irak, Egipto, 

Senegal, Costa de Marfil, Nigeria, Níger, Burkina Faso, Ghana, Mali, Camerún, Togo, EEUU, 

Rusia, Turquía, China, Francia y Países Bajos (Okladnikov, 1977; Horak y Holt, 1986; Pascual y 

Maroto, 1984; Castell-Zeising, 1996; Pascual et al., 2000; Cudney, 2003; Pascual-Seva et al., 

2009). Los países de África Occidental exportan anualmente unas 2000-3000 toneladas de 

chufa a España, aunque al no disponer de partida arancelaria específica no existen datos 

oficiales. También se ha ensayado su cultivo en Canadá, Cuba, Argentina, Brasil, Japón, Corea 

del Sur, Hungría, Polonia, Suecia, Sudáfrica e Israel (Figura 2) (Mulligan y Junkins, 1976; Negbi, 

1992, Pascual et al., 2000; Pascual-Seva et al., 2009; Turesson et al., 2010).  

 

Figura 2: Mapa esquemático de la producción mundial de chufa. Los países púrpura son productores con un 
importante comercio internacional, los países amarillos son pequeños productores con un limitado comercio local; 
por último, los países verdes han ensayado el cultivo en condiciones controladas. 
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Prácticamente la totalidad de la superficie dedicada al cultivo de la chufa en España 

(≈600 ha) está situada en la provincia de Valencia, más concretamente en la comarca de 

l'Horta Nord. El Real Decreto 1554/1990 de 30 de noviembre, incluye la chufa y la horchata en 

el Régimen de Denominaciones de Origen, Genéricas y Específicas establecido en la Ley 

25/1970, de 2 de diciembre (BOE núm. 290; 4 diciembre 1990). El cultivo de la chufa en l´Horta 

Nord está protegido y regulado por la Denominación de Origen Protegida “Chufa de Valencia” 

en los siguientes municipios Albalat dels Sorells, Alboraia, Albuixech, Alfara del Patriarca, 

Almàssera, Bonrepòs i Mirambell, Burjassot, Foios, Godella, Meliana, Moncada, Paterna, 

Rocafort, Tavernes Blanques, València y Vinalesa. Entre los municipios productores destaca el 

término municipal de Valencia con un 40% de la superficie dedicada a este cultivo (incluye las 

pedanías de Borbotó, Carpesa y Poble-Nou). Le siguen los términos de Alboraia con un 30% y 

de Almássera (10%) (Tabla 1). Según el botánico valenciano Cavanilles (1795), se cultivó 

esporádicamente en otras localidades al sur de Valencia (p.ej., en Algemesí, cuya producción 

de tubérculos de chufa llegó a ser conocida por la calidad y el color rojizo de los mismos). El 

cultivo se está expandiendo a otras provincias españolas debido a la creciente popularidad de 

la horchata de chufas en países del norte de Europa, Francia, Alemania, Reino Unido y 

Argentina (Pascual et al., 2000), que incrementa la demanda de materia prima en la industria 

local transformadora. Muchos trabajos de investigación se han dedicado a desarrollar nuevas 

aplicaciones y usos para este cultivo en todo el mundo (Tabla 2).  

Tabla 1: Serie histórica de la importación de chufa (estimación anual)  y la superficie dedicada su cultivo en la 
comarca valenciana de L´Horta Nord (izquierda). Desglose por municipios productores (derecha). 1 hanegada 
valenciana = 831 m

2
. Fuente: Consejo Regulador de la Denominación de Origen Protegida “Chufa de Valencia”. 

Año 
Superficie 

(Hanegadas) 

Estima 
Importaciones 

(Toneladas)   

Municipio 
Superficie media 

96/11 
(Hanegadas) 

Porcentaje 

1996 4.483,50 -   ALBALAT 28,81 0,58 

1997 3.809,75 -   ALBORAIA 1.605,39 32,19 

1998 3.472,71 923,36   ALBUIXECH 22,28 0,45 

1999 5.052,50 3.122,55   ALFARA 36,09 0,72 

2000 5.087,00 6.439,37   ALMÁSSERA 543,36 10,89 

2001 4.601,75 1.673,95   BONREPÓS 67,34 1,35 

2002 4.472,50 1.070,34   BURJASSOT 62,63 1,26 

2003 4.956,50 3.452,32   FOIOS 101,94 2,04 

2004 5.895,25 4.940,23   GODELLA 44,81 0,90 

2005 6.633,00 3.346,94   MELIANA 352,02 7,06 

2006 6.906,00 2.164,41   MONTCADA 33,89 0,68 

2007 5.330,50 3.710,49   PATERNA 7,94 0,16 

2008 5.840,00 1.594,20   ROCAFORT 28,91 0,58 

2009 5.400,50 2.918,69   TAVERNES 35,88 0,72 

2010 4.069,25 1.697,28   VALENCIA 1.960,72 39,31 

2011 3.790,25 -   VINALESA 55,56 1,11 

Promedio 4.987,56 2.850,32   TOTAL 4.987,56 100 
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Tabla 2: Usos tradicionales, alternativos y medicinales de Cyperus esculentus L. en todo el mundo. 

Zona  Uso tradicional Cita 

Egipto y otros países 
mediterráneos 

Sucedáneo de café o chocolate. 

Killinger y Stokes, 1951 Aceite de tubérculos para consumo humano. 

Ingrediente aromático para la fabricación de jabones. 

Aceite lubricante de uso industrial. 
Pascual et al., 2000 

Torta sobrante para pienso de calidad. 

Estados Unidos 
Alimentación de aves migratorias en lagunas artificiales de inundación estacional. Kelley, 1990 

Alimentación animal. Evitar erosión en suelos fuertemente alterados. Killinger y Stokes, 1951 

África occidental 

Fabricación de dulces. Omode et al., 1995; 
Pascual et al., 2000 Consumo como aperitivo o acompañamiento. 

Fabricación de una bebida alcohólica fermentada. 
Barminas et al., 2001 

Exportación a España. 

   

Zona Uso no convencional Cita 

España, Valencia 

Fermentación alcohólica. Esuoso et al., 1993 

Usos del tubérculo tostado. 
Cantalejo et al., 1996 y 

1997 

África 

Fuente de fibra en la producción industrial de alimentos. 
Linssen et al., 1989;      
Pascual et al., 1997 

Aceite de calidad para ensaladas. 
Oderinde y Tairu, 1992 

Fuente de ácidos grasos de cadena media para la industria. 

Fabricación de barnices y biodiesel. 
Kapseu et al., 1997;                
Zhang et al., 1996; 

Razón, 2009. 

Aceite de semillas de chufa. Omode et al., 1995 

Jarabe alcohólico dulce procedente de tubérculos malteados. Umerie y Enebeli, 1996   

Almidón industrial de gran estabilidad, claridad y poder adhesivo. Umerie et al., 1997  

Uso de la torta resultante del prensado de tubérculos para la alimentación animal, 
elaboración de infusiones y como aromatizante en bebidas alcohólicas. 

Umerie y Uka, 1998 

Aceite de chufas, chocolatinas con pasta de chufas, helados con pasta de chufas. Arafat et al., 2009 

Elevada capacidad antioxidante de extractos de chufa. Cock et al., 1998 

   

Zona Propiedades medicinales Cita 

Egipto y Norte de 
África 

Prevención de problemas circulatorios (trombosis) y cáncer de colon. 
Arafat et al., 2009 

Consumo apto para diabéticos. 

India y Asia Oriental 

Rizomas de C. rotundus han sido utilizados en la medicina tradicional de la India 
para tratar diabetes, fiebres, disentería, pruritos, dolores, vómitos y varios 
trastornos sanguíneos. 

Raut y Gaikwad, 2006 
Antinflamatorio. 

Actividad antidiabética (Hipoglicémica). 

Propiedades analgésicas, antibacterianas, antiespasmódicas, antitusivas, 
aromáticas, astringentes, carminativas, diaforéticas, diuréticos, emenagogas, 
litolíticas, sedantes, estimulantes, exfoliantes, tónicas y vermífugas. 

Parekh y Chanda, 2006 

Actividad antimalárica específica de patógeno in vitro. 
Thebtaranonth et al., 

1995 
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1.3  EL CULTIVO DE LA CHUFA 

En la agricultura tradicional valenciana habitualmente se alterna el cultivo de chufa 

con otros cultivos hortícolas como patata temprana, alcachofa, col, cebolla “Babosa”, nabo, 

chirivía, carlota o lechuga, aunque es frecuente observar repeticiones del cultivo (Nuez, 1984; 

Castell-Zeising, 1996). 

El clima que afecta a la comarca es suave, con temperaturas medias que oscilan entre 

13-25°C y humedad ambiental elevada (HRmedia=65-70%), condiciones a las que está 

perfectamente adaptado el cultivo. Los suelos de las zonas típicas de cultivo de l´Horta Nord 

son sueltos, de textura franco arenosa. La práctica extendida entre los labradores de aportar 

arena de playa lavada al terreno de cultivo facilita la tuberización. La buena nivelación del 

terreno, la práctica ausencia de piedras, la elevada humedad y la alta temperatura que 

alcanzan los suelos contribuyen a maximizar el rendimiento de la chufa en esta comarca 

(Castell-Zeising, 1996). 

La fecha de plantación depende de la recolección del cultivo precedente. 

Tradicionalmente se realizaba a principios de julio, después de la cosecha de trigo (Pascual et 

al., 2000), pero actualmente suele realizarse en mayo, abril o incluso en la segunda quincena 

de marzo, para incrementar la producción. Se han estudiado los efectos de la fecha de 

plantación en el rendimiento de la chufa mediante ensayos en campo y en contenedores 

(Pascual y Maroto, 1984). Se observó que adelantar la plantación a abril incrementaba la 

producción; sin embargo, durante esas fechas aún hay cultivos por cosechar (patatas, cebollas, 

etc.) en la mayor parte de los campos valencianos. Estudios posteriores realizados mediante 

cultivo hidropónico estimaron el rendimiento potencial del cultivo en 50000 kg/ha, 

demostrando además que el índice de cosecha del cultivo aumenta continuamente durante 

toda la fase de tuberización (Pascual-Seva et al., 2007).  

C. esculentus crece de forma silvestre en zonas húmedas, por ello y dadas las 

características del terreno de cultivo es necesario un frecuente aporte hídrico (Castell-Zeising, 

1996). Se han realizado a lo largo de los años diversos estudios sobre los requerimientos 

nutricionales del cultivo. La chufa se considera un cultivo fuertemente esquilmante que 

requiere un abundante abonado (Pascual et al., 2000; Castell-Zeising, 1996), aunque esta 

necesidad se compensa en muchos casos con la fertilización de los cultivos precedentes.  
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Las malas hierbas no suelen ser un problema en el cultivo de chufa. Pero cuando lo son 

deben usarse herbicidas o labor manual para eliminarlas, debido a que hay evidencias de que 

ciertas malas hierbas (Amaranthus sp. Capsella bursa-pastoris, Poa annua, Portulaca oleracea 

y Urtica urens) toman ventaja sobre la chufa en las fases tempranas del crecimiento (Pascual et 

al., 2000). Más adelante, cuando las plantas de chufa ya han alcanzado cierto tamaño y su 

parte aérea cubre gran parte de terreno (Figura 3), las malas hierbas que puedan aparecer no 

podrán suponer una importante competencia para el cultivo (Castell-Zeising, 1996). 

Los tubérculos de chufa se recolectan entre los meses de noviembre y enero, una vez 

que la parte aérea de la planta se ha agostado completamente y se han quemado los rastrojos. 

La recolección se realiza con una máquina que, arrastrada por un tractor, tamiza la tierra 

separando en un tambor giratorio los tubérculos, que son llevados mediante una cinta 

transportadora a un remolque que avanza en paralelo (Castell-Zeising, 1996). 

 

 

 

 

 

 

Figura 3: Secuencia de imágenes del cultivo de la chufa en L´Horta Nord: Plantación (a), nascencia (b), primer riego 
(c), crecimiento y ahijamiento (d y e), encamado (F), eliminación de la parte aerea por quema de rastrojos (g) y 
cosecha (h). Fuente: Consejo Regulador de la DOP “Chufa de Valencia”. 
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1.4  PLAGAS Y ENFERMEDADES DEL CULTIVO 

El cultivo de la chufa no ha presentado excesivos problemas de plagas (Pascual y 

Maroto, 1984). Algunos lepidópteros conocidos como “barrenadores de la chufa” pueden 

atacar las partes tiernas de la planta en su fase larvaria. Se trata de lepidópteros 

pertenecientes a la familia Olethreutidae, concretamente las especies Bactra lanceolana Hb. y 

Bactra furfurana Haw. En ocasiones estos insectos llegan a provocar el marchitamiento y la 

muerte de la planta. Es frecuente también que las larvas de estos insectos invadan los rizomas 

y tubérculos, devaluando la calidad y el rendimiento de la producción. Para prevenir los 

ataques se utilizan productos químicos (clorpirifos, metil-clorpirifos, etc.) al detectar alguna 

evidencia de ataque en el cultivo (Castell-Zeising, 1996). En Estados Unidos se ha identificado 

la especie Bactra verutana Zeller subsp. chrysea Heinrich, como posible medio de control 

biológico frente a poblaciones de C. esculentus que se comportan como malezas en campos de 

cultivo (Keeley et al., 1970). Estos lepidópteros presentan una notable especificidad con las 

plantas de chufa, aunque de momento no se han detectado en los cultivos valencianos.  

En las últimas décadas han aparecido varias fitopatologías fúngicas que ponen en 

peligro la continuidad del cultivo (García-Jiménez et al., 2003; Breijo et al., 2008). A finales de 

los años 80 se detectaron pudriciones en los tubérculos causadas por el hongo polífago 

Dematophora necatrix, capaz de sobrevivir durante largos periodos en los tubérculos secos sin 

provocar ningún síntoma de infección (García-Jiménez et al., 2003). Además se ha descrito el 

síndrome de una nueva micosis que ha ido extendiéndose en los últimos años desde que se 

detectó por primera vez en 2002 (Breijo et al., 2008; Montaño-Mata et al., 2006). Se la conoce 

como “necrosis foliar de la chufa” u “hoja seca” y en la actualidad afecta a la totalidad de las 

parcelas cultivadas. Los daños económicos causados por estos hongos pueden llegar a ser 

graves. A las pérdidas de producción se unen pérdidas en la calidad del producto, puesto que 

estos hongos invaden los tejidos vasculares y llegan hasta los órganos de reproducción 

vegetativa, los tubérculos, causando graves daños. 

Se han realizado varios estudios histopatológicos con objeto de aislar el patógeno 

causante de la enfermedad y esclarecer sus mecanismos. Los primeros síntomas se 

manifiestan a los 15-20 días de la emergencia de las plantas y consisten en el secado de la 

mitad superior de las hojas, que varios días más tarde empiezan a mostrar unos puntos negros 

no necróticos (Figura 4). Paralelamente aparecen daños en los tubérculos, que comienzan 

como un enrojecimiento de las capas externas que evoluciona en necrosis.  
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Figura 4: Sintomatología de la necrosis foliar de la chufa: Incidencia de la enfermedad en un campo de cultivo de 
Alboraia (Valencia) (a), lesiones foliares con peritecios negros (b), síntomas en la parte aérea (c), tubérculo dañado 
superficialmente (d), progresión de los daños hacia el interior (e) y tubérculo completamente dañado (f). (Montaño-
Mata, 2006). 

 

Los resultados de las observaciones al microscopio óptico demostraron que los puntos 

negros de las hojas son cuerpos fructíferos (peritecios) de un hongo invasor de los tejidos 

vasculares. En su madurez, estos peritecios desarrollan ascas de forma recta o ligeramente 

curvada, que producen ocho ascosporas hialinas de forma oval a fusiforme. Este hongo no 

llega a esporular en los medios de cultivo habituales, aunque sí lo hace sobre segmentos de 

hoja de chufa esterilizados al autoclave reproduciendo los cuerpos fructíferos encontrados en 

el campo (Figura 5). Se han analizado las secuencias de la región ITS y del gen de la β-tubulina, 

pero no han mostrado semejanza alguna con las secuencias de las especies registradas en la 

base de datos GenBank. Las características morfológicas y la respuesta del hongo al cultivo in 

vitro tampoco coinciden con ninguna de las especies descritas, por lo que posiblemente se 

trate de una nueva especie de ascomiceto fitopatógeno (Montaño-Mata et al., 2006; Breijo et 

al., 2008). 
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Figura 5: Ascomiceto que actúa como agente causal de la necrosis foliar de la chufa. A la izquierda, preparación in 

vitro en la que se observan fructificaciones (peritecios) sobre segmentos de hoja esterilizada. A la derecha, 
composición con imágenes obtenidas mediante microscopía óptica de las ascas y las ascosporas del hongo. 
(Montaño-Mata, 2006). 

 

1.5 LA MEJORA GENÉTICA EN EL CULTIVO DE LA CHUFA  

Pese a la importancia del cultivo en la cultura y la gastronomía valenciana, pocas son 

las variedades tradicionales de chufa que se conservan como tales hoy en día. Se ha propuesto 

la protección y el registro de tres cultivares tradicionales verificados: Ametlla Bonrepós, 

Llargueta Alboraia y Gegant africana (Pascual et al., 2000). De ellos, solo los dos primeros han 

sido admitidos en el Registro de Variedades Protegidas del Ministerio de Agricultura. Su 

protección ha comenzado el 29 de junio de 2012 y no terminará hasta el 31 de diciembre de 

2037.  

No existen prácticamente trabajos de mejora genética del cultivo, aunque en California 

(EEUU) existen cultivares protegidos (Nuez y Cabrelles, 1984). El desarrollo de nuevas 

variedades por medios sexuales está fuertemente limitada en nuestras latitudes, donde C. 

esculentus no es capaz de producir cantidades aceptables de aquenios viables. Las variedades 

africanas sí son capaces de producir grandes cantidades de semilla en su entorno (Barminas et 

al., 2001), pero los cruces entre formas americanas y africanas no producen aquenios viables 

(Nuez y Cabrelles, 1984). 
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Nuez y Cabrelles (1984) recomiendan el método de la selección clonal para realizar 

trabajos de mejora genética en este cultivo. Estos autores prospectaron la variación fenotípica 

de varios caracteres morfológicos en plantas recogidas en tierras de cultivo representativas de 

todos los ambientes de l´Horta Nord. La estima de la variabilidad ambiental se usó para 

calcular la cantidad de variación atribuible a la variabilidad genética del cultivo. Se 

establecieron las bases para un hipotético programa de selección clonal con objeto de 

aumentar la producción y peso del tubérculo. Se demostró que la selección individual a nivel 

de tubérculo y la selección de planta a parcela resultan completamente ineficaces. Tampoco es 

posible seleccionar los genotipos más productivos sobre la base de la observación de los 

caracteres vegetativos de la parte aérea. En consecuencia, aconsejaron establecer varias 

parcelas separadas sembradas de varios clones diferentes y estimar el valor genotípico de cada 

clon promediando las producciones de todas las parcelas. 

Posteriormente se llevó a cabo una selección clonal durante varios años (Pascual et al., 

2000), y se caracterizaron agronómicamente los clones obtenidos (Castell-Zeising, 1996). Los 

criterios en los que se basaron tanto la selección como la caracterización fueron: 

Características agronómicas y morfológicas, composición química de los tubérculos y la 

horchata, análisis sensitivo de la horchata y análisis molecular basado en patrones 

electroforéticos de proteínas y RAPDs. 

Los caracteres directamente relacionados con la morfología de los tubérculos y con 

características productivas, son los tipos de parámetros que han mostrado una mejor 

discriminación en los clones ensayados. Esta discriminación fue más evidente en los ensayos 

realizados en contenedores, por lo que se recomienda realizar este tipo de ensayos de forma 

paralela a los ensayos en campo (Castell-Zeising, 1996).  
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1.6 VARIABILIDAD GENÉTICA EN CYPERUS ESCULENTUS L. VAR. 

SATIVUS BOECK. 

Cyperus esculentus es una especie que se reproduce fundamentalmente de forma 

vegetativa (Castroviejo et al., 2008); con una reproducción sexual estimada residual y casi 

inexistente en el caso de las poblaciones cultivadas, lo que determina su escasa variabilidad 

genética (Horak y Holt, 1986; Horak et al., 1987). La ausencia de trabajos dedicados a generar 

variabilidad por cruces sexuales entre clones de chufa valenciana, hace difícil que puedan 

encontrarse a corto plazo clones genéticamente resistentes a las nuevas enfermedades 

fúngicas. Además, al estar estas poblaciones confinadas en un territorio tan pequeño, existe un 

riesgo de erosión genética en las variedades valencianas. 

Los trabajos de Pascual et al. (2000) y Castell-Zeising (1996) permitieron diferenciar 

tres grupos de clones que constituyen las tres variedades que los autores propusieron para el 

Registro de Variedades Protegidas en 2003: Ametlla Bonrepós, Llargueta Alboraia y Gegant 

africana (Figura 6).  

Ametlla Bonrepós produce tubérculos pequeños y esféricos, con alto contenido en 

grasas (25.5%). Tiene un buen rendimiento (15977 kg/ha) y es muy apreciada en la elaboración 

de horchata. 

Figura 6: Tubérculos representativos de las variedades Gegant africana (GA), Llargueta Alboraia (LA) y Ametlla 

Bonrepós (AB). (Pascual et al., 2000). 
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Gegant africana se caracteriza por su gran tamaño, un peso unitario elevado, pocos 

brotes por tubérculo, menor tuberización y una intensa floración. Los tubérculos grandes son 

apropiados para el consumo en fresco. 

Llargueta Alboraia produce tubérculos de forma aovada y tamaño medio, con alto 

contenido en grasas (25.87%) y buen rendimiento (18525 kg/ha). Es muy apreciada para la 

elaboración de horchata. 

El análisis electroforético de la fracción proteica no fue suficiente para discriminar 

entre los cultivares; sin embargo, la técnica de los marcadores RAPDs fue suficientemente 

potente para discriminar, no solo los ocho clones cultivados, sino también otros dos clones 

silvestres (Castell-Zeising, 1996). Hoy en día los marcadores moleculares han avanzado 

vertiginosamente y pueden ser usados por los mejoradores para evaluar de forma muy precisa 

la variabilidad genética de una población vegetal como la Chufa de Valencia. Estudios recientes 

han permitido desarrollar una biblioteca de marcadores SSR para C. rotundus, varios de los 

cuales también amplifican en muestras de C. esculentus (Arias et al., 2011). 

Ciertos estudios mencionan la existencia de variedades nigerianas de chufa cultivada 

desconocidas en España, con tubérculos negros, amarillos y marrones de varios tamaños 

diferentes (Barminas et al., 2001). Estudios llevados a cabo en África Occidental (Costa de 

Marfil) han caracterizado fisicoquímicamente el aceite de semillas de chufa, debido a que en 

sus condiciones ambientales la planta florece y produce grandes cantidades de aquenios 

viables (Omode et al., 1995). Es posible que puedan desarrollarse programas de mejora 

genética vegetal mediante cruces dirigidos en estas latitudes. 

No existen entradas de las poblaciones de chufa cultivada en los bancos públicos de 

germoplasma en España, ni se dispone de colecciones nucleares que garanticen la 

conservación de este importante recurso fitogenético. Únicamente se conservan en el mundo 

unas 30 entradas de chufa cultivada, 12 de ellas en el Instituto Vavilov en Rusia (Tabla 3). 

Existen, sin embargo, más de 1000 entradas del germoplasma silvestre de esta especie, 

recogidas por la base de datos BIOCASE, la mayoría almacenadas en el Conservatoire 

botanique national du Bassin parisien (CBNBP), en Francia. 
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Tabla 3: Relación de entradas de germoplasma de variedades cultivadas de C. esculentus conservadas en todo el 
mundo, según las bases de datos GRIN y EURISCO. Datos actualizados el día 30 de agosto de 2012. 

Código de 
entrada 

Código de la 
institución 

conservadora 

Nombre de la institución 
conservadora 

Nombre 
común de la 

entrada 

País de 
origen 

Fecha de 
recolección 

10000618 BEL002 
Phytotechnique des Régions 

intertropicales. 
Souchet 

comestible 
- - 

356903 GBR004 
Millennium Seed Bank Project, 
Royal Botanic Gardens, Kew. 

Otro 
United 
States 

2007 

475325 GBR004 
Millennium Seed Bank Project, 
Royal Botanic Gardens, Kew. 

Otro Mexico 2008 

516260 GBR004 
Millennium Seed Bank Project, 
Royal Botanic Gardens, Kew. 

Otro 
United 
States 

2009 

ARCHE-SG046 AUT046 Arche Noah Association Chufa Germany - 

ARCHE-SG105 AUT046 Arche Noah Association Chufa Ghana 1999 

CYP 1 DEU146 
Genebank, Leibniz Institute of Plant 
Genetics and Crop Plant Research 

Otro - 1955 

CYP 11 DEU146 
Genebank, Leibniz Institute of Plant 
Genetics and Crop Plant Research 

Otro China 1998 

CYP 4 DEU146 
Genebank, Leibniz Institute of Plant 
Genetics and Crop Plant Research 

Otro - 1959 

CYP 6 DEU146 
Genebank, Leibniz Institute of Plant 
Genetics and Crop Plant Research 

Otro - 1959 

CYP 8 DEU146 
Genebank, Leibniz Institute of Plant 
Genetics and Crop Plant Research 

Otro - 1950 

RCAT067310 HUN003 Institute for Agrobotany Earth almond - 1995 

UE1400001 UKR012 Institute of Oil Crops 
Yellow 

nutsedge 
Bulgaria 2004 

UE1400002 UKR012 Institute of Oil Crops 
Yellow 

nutsedge 
Ukraine 2004 

UE1400003 UKR012 Institute of Oil Crops 
Yellow 

nutsedge 
Ukraine 2004 

UE1400004 UKR012 Institute of Oil Crops 
Yellow 

nutsedge 
Ukraine 2005 

UE1400005 UKR012 Institute of Oil Crops 
Yellow 

nutsedge 
Ukraine - 

VIR604300001 RUS001 
N.I. Vavilov All-Russian Scientific 

Research Institute of Plant Industry 
Chufa 

Russian 
Federation 

- 

VIR604300002 RUS001 
N.I. Vavilov All-Russian Scientific 

Research Institute of Plant Industry 
Chufa 

Russian 
Federation 

- 

VIR604300003 RUS001 
N.I. Vavilov All-Russian Scientific 

Research Institute of Plant Industry 
Chufa 

Republic of 
Moldova 

- 

VIR604300004 RUS001 
N.I. Vavilov All-Russian Scientific 

Research Institute of Plant Industry 
Chufa Poland - 

VIR604300005 RUS001 
N.I. Vavilov All-Russian Scientific 

Research Institute of Plant Industry 
Chufa Ghana - 

VIR604300006 RUS001 
N.I. Vavilov All-Russian Scientific 

Research Institute of Plant Industry 
Chufa Canada - 

VIR604300007 RUS001 
N.I. Vavilov All-Russian Scientific 

Research Institute of Plant Industry 
Chufa Poland - 

VIR604300008 RUS001 
N.I. Vavilov All-Russian Scientific 

Research Institute of Plant Industry 
Chufa Bulgaria - 

VIR604300009 RUS001 
N.I. Vavilov All-Russian Scientific 

Research Institute of Plant Industry 
Chufa Bulgaria - 

VIR604300010 RUS001 
N.I. Vavilov All-Russian Scientific 

Research Institute of Plant Industry 
Chufa Bulgaria - 

VIR604300011 RUS001 
N.I. Vavilov All-Russian Scientific 

Research Institute of Plant Industry 
Chufa Mali - 

VIR604300012 RUS001 
N.I. Vavilov All-Russian Scientific 

Research Institute of Plant Industry 
Chufa Benin - 

WIES-D14 AUT025 
Institute of Special Crops, 

Agricultural Research Center Styria 
Chufa Germany - 
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1.7 EL CULTIVO IN VITRO Y LA MICROPROPAGACIÓN EN LA 

MEJORA 

El cultivo in vitro es un conjunto de técnicas biotecnológicas fundamentadas en la 

siembra de muestras de tejido vegetal vivo, en condiciones asépticas, en medios nutritivos 

sintéticos (Gisbert et al., 2008; Iglesias et al., 2000). El principio en el que se basa este conjunto 

de técnicas es la totipotencia de las células vegetales; es decir, su capacidad para regenerar 

tejidos meristemáticos y vasculares una vez diferenciadas. Mediante la adición de 

fitohormonas al medio nutritivo podemos inducir diferentes respuestas morfogenéticas en los 

tejidos cultivados. Así los explantes pueden regenerar directamente la planta completa, 

desarrollar múltiples brotes o raíces, o bien callos indiferenciados (Gisbert et al., 2008; Alonso 

Gómez, 2004; Iglesias et al., 2000). 

El cultivo in vitro se utiliza en diversos campos para realizar estudios teóricos sobre 

fisiología y bioquímica general. Sus aplicaciones constituyen la base técnica de muchas 

herramientas biotecnológicas de gran relevancia en la mejora genética de plantas cultivadas, 

como el rescate de embriones interespecíficos, la obtención de híbridos somáticos, la 

regeneración de tejidos transformados para obtener plantas transgénicas, la introducción de 

variabilidad genética mediante variación somaclonal o mutagénesis inducida y la obtención de 

plantas haploides y dobles haploides (Gisbert et al., 2008; Alonso Gómez, 2004). Los bancos de 

cultivo in vitro complementan la función conservadora de los bancos de germoplasma 

tradicionales en los casos en los que el almacenamiento de semillas presenta dificultades 

(Iriondo, 2001).  

La micropropagación es una alternativa a la propagación convencional en especies en 

las que los métodos tradicionales no son técnica o económicamente viables. Los métodos 

usados para desarrollar protocolos de multiplicación in vitro son una adaptación técnica de los 

métodos usados tradicionalmente para la propagación clonal. Consisten en la producción de 

plantas completas regeneradas a partir de explantes cultivados in vitro. El desarrollo de 

protocolos específicos de micropropagación es esencial para el mantenimiento de las 

poblaciones establecidas in vitro. Las plantas obtenidas mediante micropropagación son, en 

principio y salvo que se den procesos de variación somaclonal, idénticas a los parentales de los 

que proceden.  

La micropropagación presenta ventajas e inconvenientes respecto a la propagación 

clonal tradicional. El cultivo in vitro permite reducir significativamente el espacio requerido 
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para la multiplicación, el mantenimiento y el transporte de las plántulas obtenidas, que no 

requieren excesivas atenciones entre subcultivos. El ambiente y los estímulos que recibe la 

planta están controlados, lo que permite manejar estratégicamente los periodos de tiempo 

necesarios para cada ciclo de multiplicación. El cultivo de meristemos se utiliza para producir 

plantas certificadas libres de virus cuyas exportaciones exigen menores periodos de 

cuarentena. Por otra parte, la micropropagación in vitro requiere mano de obra formada y 

tecnología especializada. Existen pasos que limitan el número de clones comercializables, lo 

que hace necesarios protocolos y métodos optimizados específicamente para cada especie, e 

incluso cada genotipo. Desde un punto de vista económico, se hace necesario un determinado 

grado de demanda que justifique la inversión inicial. 

La variación somaclonal produce cambios genotípicos que pueden ser positivos si lo 

que intentamos es introducir variabilidad genética en una población, o negativos si se trata de 

mutaciones no deseables producidas durante el proceso de multiplicación de un clon de élite. 

En este último caso, los cambios introducidos rara vez son detectables en los primeros estadíos 

del ciclo de la planta por lo que aumentan las probabilidades de transmitir estas variaciones 

indeseables a gran escala (Gisbert et al., 2008; Alonso Gómez, 2004). 

 

1.7.1 Factores que afectan al desarrollo in vitro 

El crecimiento y desarrollo in vitro de una planta está determinado por el material 

vegetal y las condiciones fisicoquímicas que se crean in vitro (Pierik, 1988; Gisbert et al., 2008; 

Alonso Gómez, 2004). En caso del material vegetal influye el genotipo de la planta, su edad, la 

edad del tejido seleccionado, el estado fisiológico y fitosanitario de la planta, la localización del 

explante en la planta, el ambiente y las condiciones en las que se ha desarrollado la planta 

madre, el tipo de corte que se realice en el explante y la posición en la que se coloque el 

explante en el medio de cultivo (Alonso Gómez, 2004). 

Los factores físicos que afectan al desarrollo de la planta in vitro son principalmente la 

intensidad de la luz, su longitud de onda y el fotoperiodo; la temperatura y la humedad 

relativa. Las condiciones de luz y temperatura que se eligen para el cultivo in vitro son 

generalmente las óptimas para el crecimiento y el desarrollo del material experimental in vivo.  
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Las condiciones químicas están establecidas por los componentes nutritivos del medio 

de cultivo, que generalmente consta de agua, sacarosa, macro y micronutrientes, vitaminas y 

un gelificante, en caso de medios sólidos. A esta receta básica se pueden añadir reguladores de 

crecimiento. El agua debe ser desionizada y en caso de cultivos especialmente delicados 

(meristemos, protoplastos, etc.) suele usarse agua bidestilada. La sacarosa se utiliza como 

fuente de carbono, ya que las plantas cultivadas in vitro se comportan fundamentalmente 

como heterótrofas, con una eficiencia fotosintética muy baja. El pH del medio de cultivo debe 

estar adaptado a las preferencias ecológicas de la planta, aunque suele estandarizarse entre 5 

y 6,5 (Gisbert et al., 2008; Alonso Gómez, 2004) debido a que un pH más alto o más bajo 

frenan el crecimiento y el desarrollo morfogenético in vitro.  

Se han publicado muchas fórmulas nutritivas, que se comercializan en paquetes que 

facilitan la preparación de los medios. La más utilizada es la fórmula MS (Murashige y Skoog, 

1962) con vitaminas, de la que se han publicado multitud de variantes (Linsmaier y Skoog, 

1965; Nitsch y Nitsch, 1969). La elección de la fórmula nutritiva depende fundamentalmente 

de la especie con la que se trabaja y de la etapa de la micropropagación en la que se va a 

utilizar. 

Los reguladores de crecimiento pueden ser fitohormonas o productos sintéticos con 

actividad biológica. Actúan desencadenando cascadas de señalización bioquímica y alterando 

la expresión génica en los explantes establecidos in vitro. Algunas fitohormonas sintéticas, 

como el Thidiazuron (TDZ) son tan potentes que las respuestas que inducen se mantienen 

meses después de retirarlos del medio. 

En ocasiones suelen añadirse otras sustancias al medio nutritivo para otorgarle ciertas 

propiedades. Es habitual utilizar medios con antibióticos durante la selección de 

transformantes en ingeniería genética. Se puede añadir carbón activo al medio si aparecen 

problemas de oxidación fenólica. También se pueden utilizar aminoácidos (glutamina, adenina 

y asparraguina) como fuentes de nitrógeno. Extractos y mezclas de compuestos de origen 

vegetal como la leche de coco también han sido muy utilizados en el cultivo in vitro (Gisbert et 

al., 2008; Alonso Gómez, 2004) 
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1.7.2 Métodos de propagación vegetativa in vitro 

No existe un método óptimo para micropropagar plantas in vitro, depende de las 

características de la planta que se vaya a multiplicar y de los objetivos finales de la 

micropropagación. El método ideal es aquel que permite la producción del mayor número de 

brotes viables, individualizables y genéticamente homogéneos en el menor tiempo posible. 

(Gisbert et al., 2008; Alonso Gómez, 2004) Podemos iniciar la propagación vegetativa in vitro a 

partir de órganos de reproducción vegetativa y de cualquier otro tejido en el que pueda 

inducirse la morfogénesis (raíces, rizomas, hojas, anteras, etc.). 

La regeneración morfogenética implica la formación de órganos completos a partir de 

células somáticas de los explantes. Es decir, implica directamente que dichas células sufran dos 

procesos diferentes. Primero un proceso de desdiferenciación y posteriormente un proceso de 

morfogénesis (Figura 7). 

Podemos distinguir entre dos tipos de morfogénesis: 

Organogénesis adventicia: Formación de nuevos órganos (brotes o raíces) mediante un 

desarrollo unipolar, de forma que siempre existe una unión íntima entre los nuevos brotes y el 

tejido parental. Posteriormente estos nuevos órganos serán individualizados y formarán 

nuevas plántulas. La organogénesis adventicia puede darse de forma directa o indirecta 

(pasando por una fase de callo) y de ello depende que se dé una frecuencia mayor o menor de 

variaciones en las plantas regeneradas. 

Embriogénesis somática: Proceso por el que las células somáticas se diferencian en embriones 

o proembriones sin que se produzca fusión de gametos. Los embriones no generados por 

procesos sexuales se denominan “somáticos”, son bipolares (debido a que son plantas 

completas) y no están conectados al sistema vascular de la planta madre. Los embriones 

somáticos tienen la ventaja de ser verdaderos clones (puesto que proceden de una única 

célula) y no quimeras. Sin embargo, su estabilidad genética puede verse alterada si sufrieron 

una desdiferenciación indirecta, con una fase de callo. La micropropagación mediante 

embriogénesis somática puede ser altamente eficiente si se consigue minimizar el número de 

pasos (sin pasar por una fase de callo, por ejemplo) y sincronizar los estadíos de desarrollo de 

los embriones. De esta forma se pueden obtener grandes cantidades de plantas 

genéticamente uniformes en poco tiempo. 
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1.7.3 Etapas de la micropropagación 

Durante el desarrollo de un protocolo de micropropagación es necesario optimizar 

cada uno de los cinco estadíos definidos por Debergh y Read (1991), e ilustrados en la figura 8. 

Son los tres estadíos definidos inicialmente por Murashige en 1974 (I, II y III), que se 

desarrollan in vitro; más los estadíos 0 y IV que transcurren en invernadero (Alonso Gómez, 

2004). La eficiencia de la micropropagación depende de la correcta optimización de los 

eventos de cada estadío, dado que errores y problemas en los estadíos iniciales pueden afectar 

al resultado de los estadíos finales (Gisbert et al., 2008).  

Figura 7: Dibujo esquemático de las diferentes rutas regenerativas para multiplicar plantas in vitro. Tanto la vía 

organogénica como la vía embriogénica pueden inducirse mediante una morfogénesis directa o indirecta (con 

formación previa de callo). Como se observa en la parte superior del esquema, la propagación a partir de órganos de 

reproducción vegetativa no requiere procesos morfogenéticos. 
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Figura 8: Dibujo esquemático de los diferentes estadíos de un proceso de micropropagación in vitro: Preparación 
del material vegetal y selección de explantes (0), iniciación del cultivo in vitro (I), multiplicación (II), individualización 
y enraizamiento (III) y rusticación o aclimatación (IV).  

 

Estadío 0: Preparación de los explantes y selección de las plantas donantes. 

Una preselección en invernadero del material vegetal, desechando las plantas que 

presentan síntomas de infección, permite obtener explantes en condiciones más higiénicas 

que las de campo. Esta etapa puede ser más o menos larga o requerir el paso de una o varias 

generaciones, dependiendo del material vegetal. Se recomienda un mínimo de tres meses de 

duración (Alonso Gómez, 2004). Un estado fitosanitario óptimo permite introducir en cultivo in 

vitro explantes de mayor tamaño, aumentando la tasa de supervivencia y la calidad de los 

explantes en el estadío I, y disminuyendo los problemas de contaminación. El control del 

fotoperiodo en el invernadero o en cámara permite estandarizar el estado fisiológico de los 

explantes que se recogen a lo largo del año.  

 

Estadío I: Iniciación del cultivo 

Desinfección: Los explantes procedentes de plantas no establecidas previamente in vitro 

deben ser esterilizados superficialmente para evitar contaminaciones fúngicas o bacterianas 

en el medio de cultivo. El agente desinfectante más empleado es el hipoclorito sódico. La 

concentración que se utiliza depende del material vegetal, en función de la contaminación de 

partida y de la sensibilidad del material al desinfectante. En caso de materiales muy 

contaminados conviene realizar un enjuague previo (30-60s) con etanol al 70%. La adición de 

unas gotas de surfactantes como Triton®-X o Tween®-20 a la solución de hipoclorito puede 

aumentar la eficiencia del desinfectante al favorecer el contacto entre éste y la superficie del 

material a esterilizar (Gisbert et al., 2008).  
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Siembra del material, establecimiento del cultivo: La eficiencia del procedimiento depende 

del tamaño de los explantes, de su estado de desarrollo, de la edad de la planta madre y su 

estado fisiológico, pero también de la posición del explante en el contenedor, de la superficie 

de contacto entre el explante y el medio nutritivo, etc. Los principales problemas que aparecen 

en esta etapa son las contaminaciones, tanto endógenas como exógenas; y la oxidación 

fenólica. El cultivo se considera establecido cuando se ha determinado que está 

aparentemente libre de patógenos y de organismos contaminantes. 

Estadío II: Multiplicación 

La multiplicación consiste en la inducción de la proliferación de brotes que puedan ser 

subsecuentemente individualizados y subcultivados, tanto para producir material final como 

para mantener el stock in vitro. El tipo de explante que se utilice o la vía regenerativa elegida 

depende de los objetivos de la micropropagación y del material vegetal (Gisbert et al., 2008; 

Alonso Gómez, 2004). La eficiencia de la micropropagación aumenta cuando los cultivos están 

sincronizados, lo que facilita su manipulación y permite planificar el trabajo. 

La vía regenerativa utilizada en la micropropagación es de vital importancia. Una 

regeneración morfogenética indirecta, mediante formación de callo, no asegura la 

homogeneidad genotípica final de los clones multiplicados a causa de la variación somaclonal y 

estos cambios citogenéticos solo pueden percibirse al final del proceso. Los principales 

problemas que pueden aparecer en esta etapa son la vitrificación o hiperhidricidad y la 

aparición de contaminaciones, enmascaradas en el estadío I o por errores en el manejo del 

material. 

Estadío III: Elongación de las plántulas e inducción de raíces 

El estadío III consiste en la individualización de esquejes o plántulas y su enraizamiento en 

medio adecuado. La individualización puede realizarse dividiendo primero el material vegetal 

en clusters de individuos, de forma que se produzca la elongación conjunta de los brotes; o 

aislando los brotes uno a uno y subcultivándolos por separado. El enraizamiento puede 

inducirse in vitro o provocarse ex vitro. Las raíces desarrolladas in vitro son más débiles que las 

raíces desarrolladas ex vitro y pueden dañarse durante la aclimatación. Sin embargo, la 

aclimatación de plantas enraizadas in vitro es en muchos casos más eficiente que la 

aclimatación de las plántulas no enraizadas. Muchos laboratorios comerciales de cultivo in 

vitro enraízan sus plántulas en invernadero siempre que la especie lo permita y que las 

perdidas no sean demasiado elevadas.  
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Estadío IV: Aclimatación 

La aclimatación o rusticación es el estadío en el que las plántulas cultivadas in vitro 

recuperan su funcionalidad ex vitro (Gisbert et al., 2008). Las plantas que no se aclimatan 

adecuadamente muestran síntomas de estrés como marchitamiento, necrosis en los márgenes 

foliares, muerte de hojas o incluso de plantas completas. La tasa de supervivencia de las 

plántulas en el invernadero puede aumentarse mediante una atmósfera enriquecida con CO2, 

una disminución en la intensidad de la luz, nebulización para mantener una elevada humedad 

relativa, túneles (o vasos) de plástico y mediante la aplicación de fungicidas y/o la 

esterilización de los sustratos de cultivo. El sistema más utilizado en los laboratorios 

comerciales, a pesar de su elevado coste, es el túnel de aclimatación con sistema de 

nebulización (Alonso Gómez, 2004).  

Algunos laboratorios comienzan a aclimatar las plántulas cuando todavía se 

encuentran in vitro, eliminando del medio la fuente de carbono, aumentando la concentración 

de agar para disminuir la humedad relativa, introduciendo desecantes, enfriando la parte 

inferior de los recipientes, utilizando plásticos semipermeables o simplemente destapando los 

recipientes durante los días previos al trasplante a tierra (Debergh y Read, 1991). El tipo de 

aclimatación dependerá, una vez más, de los objetivos de la micropropagación y de los medios 

económicos con los que cuente el laboratorio. 

 

1.7.4 Problemas en el cultivo in vitro 

Los principales problemas en el cultivo y la micropropagación in vitro son la 

contaminación de los explantes y medios, la oxidación fenólica, la hiperhidricidad o 

vitrificación y la variación somaclonal (Debergh y Read, 1991; Iglesias et al., 2000; Alonso 

Gómez, 2004). 

Las contaminaciones fúngicas y bacterianas pueden causar importantes pérdidas 

económicas en la micropropagación, debido a que la invasión y colonización del medio de 

cultivo por parte de microrganismos hace que el explante cultivado no sea apto para la 

multiplicación. La mayor parte de los contaminantes en el cultivo in vitro proceden de la planta 

donadora, ya sea de su superficie o de su interior. Es habitual la presencia de hongos 

endofíticos en los cultivos, que desarrollan su ciclo vital en el interior de las plantas sin 

causarles ningún perjuicio. Tampoco es extraña la presencia de bacterias y levaduras adheridas 
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a las superficies de la planta, así como la presencia de fitopatógenos. Una vez establecido el 

cultivo aséptico, pueden darse contaminaciones posteriores debido a técnicas poco 

adecuadas, a malas prácticas en el laboratorio o a infestaciones de insectos o ácaros. Las 

contaminaciones también pueden deberse a fallos mecánicos en la esterilización del material, 

a averías en las campanas de flujo laminar, o a la presencia de microrganismos resistentes a la 

esterilización por alcohol y/o altas temperaturas. 

En ocasiones las superficies de corte de ciertos explantes comienzan a decolorarse 

justo después de seccionarlas y una vez sembrados en el medio nutritivo comienzan a exudar 

sustancias que producen el ennegrecimiento del medio. Este fenómeno es conocido como 

oxidación fenólica. Entre las sustancias exudadas se encuentran compuestos fenólicos que 

actúan como elicitores de la respuesta hipersensible (Debergh y Read, 1991). Los compuestos 

fenólicos liberados de esta forma al medio de cultivo inhiben el desarrollo y el crecimiento 

celular matando los tejidos cultivados in vitro. Los problemas por oxidación fenólica dependen 

principalmente de la especie con la que estemos trabajando y de la concentración de taninos y 

otros hidroxifenoles en sus tejidos, pero también de otros factores.  

La hiperhidricidad se denomina también vitrificación, translucidez, transformación 

hiperhídrica, glaucosidad y vitrosidad, aunque varios autores en revisiones bibliográficas 

recomiendan el uso del término “hiperhidricidad” en detrimento del término “vitrificación” 

(Debergh et al., 1992). Las plantas hiperhídricas presentan características atípicas a nivel 

anatómico, morfológico y fisiológico (Alonso Gómez, 2004), como una gran cantidad de agua 

en los tejidos de hojas y tallos (que se vuelven cloróticos), menor producción de ceras 

cuticulares, anormalidades en la fisiología de los estomas y en la anatomía de hojas, tallos y 

raíces. Estas deformaciones morfológicas y fisiológicas causan que la planta pierda agua a un 

ritmo incontrolado. Los brotes afectados presentan entrenudos cortos y alteraciones de la 

dominancia apical. Las hojas aparecen hinchadas, traslúcidas o acuosas. Se considera que 

entre las causas de la hiperhidricidad están la saturación de vapor de agua en los recipientes 

de cultivo y la acumulación de etileno y CO2; la composición del medio de cultivo, altas 

concentraciones de citokininas y bajas concentraciones de agar (Debergh et al., 1992). 

La variación somaclonal consiste en la aparición de nuevos caracteres diferentes a los 

de las plantas madre, causados por cambios genéticos heredables debidos al cultivo in vitro. 

Suelen consistir en cambios de tamaño (enanismos), cambios de color, aparición de mosaicos, 

cambios en el hábito de crecimiento y en la productividad. En ocasiones estos cambios pueden 

llegar a originar nuevas variedades (Cubero, 2003). La variación puede deberse a inestabilidad 
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cromosómica (alteraciones citogenéticas como la poliploidía y la aneuploidía), a errores en la 

corrección de mutaciones durante la replicación del ADN en los periodos alta tasa de división 

celular, a alteraciones mitóticas, cruzamientos somáticos o cambios epigenéticos (Debergh y 

Read, 1991). 

 

1.8 SITUACIÓN DEL CULTIVO IN VITRO DE LA CHUFA DE 

VALENCIA (CYPERUS ESCULENTUS L. VAR SATIVUS BOECK.) 

Hasta la fecha no ha llegado a conocimiento del autor de este trabajo ningún intento 

de establecimiento del cultivo in vitro de Cyperus esculentus, tanto en sus variedades 

subespecíficas silvestres como en la variedad sativus cultivada. 

El único protocolo de cultivo in vitro de una especie del género Cyperus, lo describe 

Fisher (1977) en C. rotundus, la especie silvestre filogenéticamente más cercana a C. 

esculentus. Utilizó el medio SH (Schenk y Hildebrandt, 1972) enriquecido con 5-10 mg/l de 

ácido naftalenacético (NAA) y observó la formación de callos grises, lisos y brillantes. Estos 

callos se pudieron multiplicar mediante división y subcultivo durante largos periodos de 

tiempo (hasta 4 años). Los callos desarrollaron raíces cuando se transfirieron a medio libre de 

auxinas, como es común en monocotiledóneas. Dichos callos mostraron variabilidad en su 

aspecto externo (color, brillo y textura) y también en cuanto a su ritmo de crecimiento y 

desarrollo. Los callos solo se diferenciaron en brotes en dos ocasiones, de forma espontánea y 

en medio sin hormonas. La regeneración se produjo siempre vía organogénesis indirecta, 

nunca mediante la formación de embrioides ni de agregados celulares tipo embrión. En un 

esfuerzo por inducir la diferenciación de los callos en brotes se probaron, aunque sin éxito, 

numerosas combinaciones de reguladores que se habían mostrado efectivas en otras 

monocotiledóneas. 

Se intentó llevar a cabo un conteo cromosómico, pero no se consiguió un número 

concreto debido al pequeño tamaño de los cromosomas, que además son holocéntricos en las 

Ciperáceas (Talbert et al, 2009), y a su gran número. Anteriormente, Heiser y Whitaker (1948) 

habían detectado un 2n = 108 para estas especies, aunque esa cifra ha sido discutida por cada 

autor que ha intentado llevar a cabo un conteo cromosómico en Cyperus esculentus (Hicks, 

1929: 2n= 54; Mulligan y Junkins, 1976: 2n= 48; Arias et al., 2011: 2n=16, mediante citometría 

de flujo).  
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2 OBJETIVOS 

La chufa de Valencia es un importante recurso fitogenético, muy representativo en la 

agrodiversidad de la Comunidad Valenciana. La situación actual del cultivo, con problemas 

fitopatológicos que afectan a la totalidad de las parcelas cultivadas y cuyos inóculos están 

presentes en el material de propagación, es crítica. Los riesgos de erosión genética por 

abandono o desplazamiento del cultivo, como consecuencia de la disminución de la 

producción que provocan estas enfermedades, justifican la inversión en estrategias de 

conservación de la variabilidad genética de este cultivo. La conservación de la diversidad 

genética del cultivo permitirá desarrollar en el futuro programas de mejora de la resistencia a 

estreses bióticos y abióticos y de otros caracteres que aprovechen las características del 

cultivo. 

El establecimiento del cultivo in vitro de la chufa permitirá disponer de una 

herramienta sencilla y efectiva de conservación de germoplasma, en caso de que existan 

problemas fitosanitarios que impidan la conservación y la posterior regeneración de los 

tubérculos secos. El desarrollo de un protocolo de micropropagación del material establecido 

permitirá conservar poblaciones in vitro indefinidamente, multiplicar materiales concretos 

manteniendo su identidad genotípica y, en el futuro, desarrollar herramientas biotecnológicas 

enfocadas a la mejora genética del cultivo. 

Los objetivos del presente estudio son: 

- Establecer el cultivo in vitro de la Chufa de Valencia (Cyperus esculentus L. var. 

sativus Boeck.) a partir de diferentes tipos de explantes. 

- Desarrollar un protocolo de micropropagación in vitro.  

Previamente a la realización de estos objetivos se ha considerado de interés realizar una 

prospección de la “necrosis foliar de la chufa” en los campos de Alboraia, que nos permita 

estimar la incidencia de la enfermedad en el cultivo y sirva de base para futuros estudios. 
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3. MATERIALES Y MÉTODOS 

3.1 PROSPECCIÓN DE LA INCIDENCIA DE “NECROSIS FOLIAR” 

EN LOS CHUFARES DE ALBORAIA (VALENCIA). 

Se prospectó la incidencia de la “necrosis foliar” de la chufa en 10 campos de cultivo de la zona 

de Alboraia y el camino de Vera (Valencia). Se diseñó un sistema de muestreo por conteo de 

los individuos sanos y afectados en superficies de 2x2m seleccionadas al azar en cada campo. 

Se propuso evitar los efectos “borde” ignorando cualquier superficie que estuviera a menos de 

3 metros del borde de la parcela. Se realizaron 4 réplicas en cada parcela prospectada. La 

prospección la realizaron Javier Ramos Herrero y Carlos Trujillo Moya el día 11 de julio de 

2012, cuando el cultivo se encontraba en fase vegetativa y no se observaba encamado. 

 

3.2 ESTABLECIMIENTO DEL CULTIVO IN VITRO DE CYPERUS 

ESCULENTUS L. VAR. SATIVUS BOECK. 

3.2.1. Preparación y selección del material vegetal 

El material vegetal de partida para el establecimiento del cultivo in vitro ha sido una 

mezcla de tubérculos secos de Cyperus esculentus L. var. sativus Boeck. de las variedades 

tradicionales valencianas Llargueta Alboraia y Ametlla Bonrepós, cedida por Horchatería 

Sequer lo Blanch (Alboraia – Valencia). Sequer lo Blanch también ha proporcionado tubérculos 

de temporada procedentes de sus campos de cultivo particulares, que fueron recolectados por 

Javier Ramos Herrero y Carlos Trujillo Moya en octubre de 2011.  

Parte de los tubérculos secos se plantaron en una esponja humedecida para su 

germinación, con el objetivo de disponer de hojas y raíces. Otra muestra de los tubérculos 

secos fue plantada en contenedores y cultivada en cámara durante 4 meses para obtener 

tubérculos nuevos. Las condiciones ambientales de esta cámara de cultivo son 25°C ± 2°C de 

temperatura y humedad relativa del 60-70%, con iluminación por lámparas fluorescentes 

(Sylvania F37T8/CW) de luz blanca fría (90 μmol m
-2 s-1) y un fotoperiodo de 16 horas de luz y 8 

de oscuridad. 
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3.2.2 Preparación de los medios de cultivo in vitro 

El medio de cultivo utilizado en el trabajo fue el medio básico MS (Murashige y Skoog, 

1962) enriquecido con la solución de vitaminas de Nitsch (Nitsch et al., 1967). La preparación 

del medio se llevó a cabo añadiendo 4.4 g/l de sales MS enriquecidas; 15 g/l de sacarosa y 7 g/l 

de agar-plantas a un determinado volumen de agua desionizada. El pH de la solución debe 

mantenerse en valores ligeramente ácidos. Una vez preparada la mezcla, se hierve para fundir 

el agar y se reparte sobre los recipientes en los que se establecerá el cultivo in vitro. Ya 

enfriado y solidificado el medio, se esteriliza el recipiente completo en el autoclave a 121°C 

durante 20 minutos. Cuando fue necesario añadir hormonas termolábiles al medio de cultivo, 

este se fundió en el autoclave previamente y se trasladó a una cámara de flujo laminar, donde 

se le añadieron, en condiciones de esterilidad, los fitorreguladores esterilizados por 

microfiltrado (tamaño de poro= 0,20 μm). Una vez añadidos, el medio fue repartido dentro de 

la cámara en sus recipientes definitivos, previamente esterilizados en el autoclave. Los 

reguladores de crecimiento utilizados en este estudio y sus concentraciones en los medios de 

cultivo se detallan en la tabla 4: 

 

Tabla 4: Composición de los medios MS modificados utilizados en los ensayos 

Fitorregulador Concentración Abreviatura Efecto Fisiológico Recipiente 

Ácido giberélico 1,0 mg/l GA3 Giberelina Tubos 

Zeatina 0,5 mg/l Z05 Citoquinina Placas 

6-bencilaminopurina 1,0 mg/l 6BA  Citoquinina Placas 

Kinetina 2,0 mg/l K2 Citoquinina Placas 

Thidiazuron 
0,5 mg/l TDZ 0,5 

Citoquinina Placas y botes 
0,25 mg/l TDZ 0,25 

Ácido indolbutírico 
1,0 mg/l IBA 1 

Auxina Tubos 
0,5 mg/l IBA 0,5 

Nitrato de plata 5,0 mg/l SN Secuestra el etileno Placas y botes 
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3.2.3 Preparación de los explantes 

El material vegetal debe ser preparado para su desinfección y siembra in vitro en 

función de su procedencia (Figura 9): 

Segmentos de hoja y raíz: Se seleccionaron hojas y raíces sanas, sin lesiones ni necrosis, 

procedentes de los tubérculos germinados en esponja (9.b). Hojas y raíces fueron cortadas en 

segmentos y desinfectadas (9.c), según el procedimiento descrito en el apartado 3.2.4.   

Tubérculos secos: Los tubérculos necesitan una limpieza previa al proceso de desinfección. 

Poseen varias capas de hojas degeneradas a modo de membranas de tejido protector, que 

acumulan hongos y bacterias y deben ser eliminadas manualmente. Estas hojas forman un 

cono duro y resistente en la punta del tubérculo que protege las yemas terminales de las que 

brotará la parte aérea. Pueden utilizarse lavados en detergente y en agitación vigorosa o 

limpiarse manualmente con un bisturí (9.d). 

Tubérculo tierno procedente de campo: Los tubérculos prospectados en los campos de cultivo 

deben limpiarse con un especial cuidado, puesto que al estar tiernos son mucho más delicados 

y es relativamente fácil eliminar las yemas terminales o aplastar los tubérculos mientras se 

eliminan los restos membranosos de las hojas del rizoma (9.e). 

Tubérculo tierno obtenido en contenedor: Los tubérculos obtenidos tras el cultivo en 

contenedor (estadío 0) deben limpiarse con mayor cuidado, si cabe, que los tubérculos tiernos 

procedentes de campo, debido a su menor tamaño (9.f). 

Bulbos basales: Bulbos germinados separados por la base del tubérculo madre. Eliminar las 

capas exteriores de las hojas facilita la supervivencia de los explantes in vitro. El tallo, donde se 

encuentran los entrenudos de los que parten las hojas, es muy corto (1-3mm) y delicado, y 

puede partirse (9.a). En caso de que se escinda en dos partes, ambos segmentos siguen siendo 

viables.    
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3.2.4 Desinfección de los explantes 

El protocolo de desinfección consistió en la inmersión de los explantes en una solución 

de etanol al 70% durante 30 segundos, posteriormente se mantuvieron 20 minutos en 

agitación en una solución de lejía comercial (40 g/l de NaClO) variable según el ensayo (30-

70%), con una gota del detergente comercial TWEEN®-20; finalmente se realizaron tres 

lavados sucesivos de 5 minutos en agua estéril, ya en la cámara de flujo laminar para mantener 

las condiciones asépticas.  

3.2.5 Siembra in vitro 

Los explantes se sembraron en el medio de cultivo, en cámara de flujo laminar y 

utilizando un mechero de gas y etanol para desinfectar el instrumental de trabajo, 

previamente esterilizado. Se utilizó papel esterilizado como soporte cuando fue necesario 

trabajar con el material vegetal estéril antes de sembrarlo. La siembra del explante en el medio 

se realiza según la procedencia del material vegetal. Las hojas se siembran poniendo en 

contacto con el medio el haz o el envés, después de cortar sus márgenes. Los segmentos de 

raíz se siembran horizontalmente. Los tubérculos se siembran inmediatamente después de 

desinfectarlos, con las yemas terminales hacia arriba. Los bulbos se siembran poniendo en 

contacto el disco basal con el medio de cultivo. 

Figura 9: Imágenes del proceso de preparación de los explantes. Bulbo basal (a), tubérculos germinados en esponja 
(b), segmentos de hojas (c), tubérculos secos (d), limpieza de tubérculo procedente de campo(e), tubérculo tierno 
aún unido al brote (f). 
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3.2.6 Ensayos realizados 

Se realizaron una serie de ensayos enfocados al establecimiento del cultivo in vitro de 

Cyperus esculentus. Los explantes, medios de cultivo y condiciones de esterilización ensayados 

se detallan en la tabla 5: 

 

Tabla 5: Relación de ensayos realizados para el establecimiento del cultivo in vitro de C. esculentus 

Tipo de explante Esterilización Medio de cultivo Repeticiones 

Bulbos basales  
Lejía 30% MB 30 

Lejía 30% MB + GA3 30 

Tubérculo seco Lejía 30% MB 20 

Tubérculo seco (base cortada) Lejía 30% MB 20 

Tubérculo rehidratado Lejía 30% MB 20 

Tubérculo rehidratado (base cortada) Lejía 30% MB 20 

Tubérculo seco pelado Lejía 30% MB 20 

Tubérculo procedente de campo 

Lejía 30% MB 30 

Lejía 35% MB 30 

Lejía 40% MB 30 

Lejía 45% MB 30 

Lejía 50% MB 30 

Tubérculo procedente de campo (>1cm) 

Lejía 30% MB 30 

Lejía 35% MB 30 

Lejía 40% MB 30 

Lejía 45% MB 30 

Lejía 50% MB 30 

Tubérculo procedente de campo (<1cm) 

Lejía 35% MB 30 

Lejía 40% MB 30 

Lejía 45% MB 30 

Lejía 50% MB 30 

Tubérculo procedente del cultivo en 

contenedor 

Lejía 30% MB 51 

Lejía 45% MB 48 

Lejía 50% MB 48 

Lejía 60% MB 45 
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3.3 DESARROLLO DE UN PROTOCOLO DE 

MICROPROPAGACIÓN 

3.3.1 Inducción de la regeneración in vitro en Cyperus 

esculentus a partir de explantes de hoja y de raíz 

Se ensayaron un conjunto de medios de cultivo con el fin de inducir organogénesis directa a 

partir de segmentos de hoja y raíz de plantas germinadas ex vitro (en esponja humedecida) y 

de plantas germinadas in vitro (tabla 6). Se sembraron 5 placas por condición y el resultado se 

observó a los 60 días del cultivo. 

 

Tabla 6: Relación de ensayos realizados con objetivo de encontrar un método de regeneración vía organogénesis 

directa en explantes de hoja y raíz de C. esculentus. 

Procedencia de los explantes Tipo de explantes Medio de cultivo Repeticiones 

Tejido desarrollado ex vitro  

(Esterilización con lejía 30%) 

Segmentos de hoja MB + 6BA 5 placas 

Segmentos de hoja MB + Z05 5 placas 

Segmentos de hoja MB + 6BA + Z05 5 placas 

Segmentos de raíz MB + 6BA 5 placas 

Segmentos de raíz MB + Z05 5 placas 

Segmentos de raíz MB + 6BA + Z05 5 placas 

Tejido desarrollado in vitro 

Segmentos de hoja MB + K2 5 placas 

Segmentos de hoja MB + K2 + SN 5 placas 

Segmentos de hoja MB + TDZ 0,5 5 placas 

Segmentos de hoja MB + TDZ 0,5 + SN 5 placas 

Segmentos de raíz MB + K2 5 placas 

Segmentos de raíz MB + K2 + SN 5 placas 

Segmentos de raíz MB + TDZ 0,5 5 placas 

Segmentos de raíz MB + TDZ 0,5 + SN 5 placas 
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3.3.2 Micropropagación in vitro en Cyperus esculentus a partir 

de explantes de bulbo 

3.3.2.1 Inducción - Multiplicación I 

Se diseñó un experimento para determinar si el regulador de crecimiento TDZ era 

capaz de inducir la regeneración morfogenética en explantes de bulbo basal. Se ensayo la 

siembra de bulbos basales (7 por condición) en medio MB suplementado con 0,25 mg/l y 0,5 

mg/l de TDZ. Tras 30 días de cultivo, se subcultivaron a medio libre de hormonas. A los 80 días 

del inicio del cultivo se individualizaron y contabilizaron los nuevos brotes.  

 

3.3.2.2 Inducción - Multiplicación II 

Se utilizaron bulbos basales obtenidos en el ensayo anterior para continuar la 

multiplicación. Estos bulbos fueron sembrados en medio MB suplementado con 0,25 y 0,5 

mg/l de TDZ. También se estudió el efecto de la posición del bulbo basal en el medio de 

cultivo. Se sembraron bulbos en posición horizontal, completamente apoyados en el medio; y 

bulbos en posición vertical, apoyados únicamente por su disco basal. Se sembraron 5 bulbos 

basales para cada posición y tipo de medio. Al igual que en el apartado anterior, una vez 

inducida la respuesta se subcultivaron a medio libre de hormonas y a los 80 días del inicio del 

ensayo, se individualizaron y contabilizaron los nuevos brotes. 

La individualización se llevó a cabo separando mecánicamente los bulbos basales 

completamente formados. Se llevó a cabo un conteo de los brotes individualizables tras cada 

ensayo. Los brotes atrofiados o hiperhídricos fueron contabilizados como no viables, mientras 

que los brotes sanos se contabilizaron como viables. Parte de los brotes viables se subcultivó in 

vitro para disponer de más material establecido. Los brotes no subcultivados fueron 

desechados.  
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3.3.2.3 Enraizamiento 

Se desarrolló un experimento para ensayar el efecto de la auxina IBA en el 

enraizamiento in vitro de Cyperus esculentus. Plántulas procedentes de la multiplicación de dos 

clones diferentes se individualizaron y subcultivaron en medio básico libre de hormonas 

(control), medio básico con IBA 0,5 mg/l y medio básico con IBA 1 mg/l. Cinco semanas 

después se contabilizó el número de raíces que había desarrollado cada individuo y se midió la 

longitud de la raíz más larga.  

 

3.3.2.4 Aclimatación 

La aclimatación o rusticación se llevó a cabo trasplantando las plántulas cultivadas in 

vitro a contenedores con diversos sustratos, para comprobar cual favorecía mejor la 

supervivencia de las plántulas en este paso. Se probaron las siguientes combinaciones, con los 

porcentajes expresados en volumen:  

- 50% Arena de huerta esterilizada + 25% Sustrato comercial + 25% Fibra de coco. 

- 50% Arena de huerta esterilizada + 20% Sustrato comercial + 15% Fibra de coco + 10% Perlita. 

- 50% Sustrato comercial + 50% Fibra de coco 

- 50% Sustrato comercial + 30% Fibra de coco + 20% Perlita  

 

La aclimatación se desarrolló completamente en cámara de cultivo bajo las siguientes 

condiciones: 25°C ± 2°C de temperatura y humedad relativa del 60-70%. Iluminación por 

lámparas fluorescentes (Sylvania F37T8/CW) de luz blanca fría (90 μmol m-2 s-1) y un 

fotoperiodo de 16 horas de luz y 8 de oscuridad. Una vez establecidas las plántulas en los 

contenedores, se cubrieron con vasos transparentes de plástico durante la primera semana 

para evitar una transpiración excesiva. Las plantas en este estadío se regaron semanalmente. 
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4 RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
4.1 PROSPECCIÓN DE LA INCIDENCIA DE “NECROSIS FOLIAR” 

EN LOS CHUFARES DE ALBORAIA (VALENCIA) 

Se ha realizado una prospección de la incidencia de la necrosis foliar de la chufa en los 

campos de Alboraia, debido a la preocupación de los agricultores de la zona. La necrosis foliar 

de la chufa es una enfermedad de la que se desconocen todavía elementos importantes, como 

la especie de ascomiceto que actúa como agente causal, su ciclo de vida, sus mecanismos de 

dispersión, etc. Este y otros patógenos pueden colonizar los tubérculos, el medio de 

propagación del cultivo. 

 Los resultados del muestreo indican que la incidencia media de la necrosis foliar de la 

chufa en la partida de Alboraia es del 14,50% de las plantas totales, con un error estándar de ± 

1,12% (Tabla 7). Los valores medios obtenidos en los campos estudiados oscilan entre 8,62 ± 

3,63% y 28,34 ± 1,92%. Los resultados son coherentes con los estudios previos (Breijo et al., 

2008), que afirman que la enfermedad se encuentra diseminada por la totalidad de las 

parcelas de cultivo. Prospecciones realizadas en momentos más avanzados del cultivo pueden 

ofrecer como resultado incidencias mayores, ya que el patógeno puede estar presente sin 

causar síntomas visibles.  

Tabla 7: Resultados del muestreo de la incidencia de la necrosis foliar de la chufa en los campos de Alboraia. 

Campo 
Coordenadas Plantas con síntomas 

(% medio)  
Error 

Latitud (N) Longitud (O) 

1 39°29'35,81" 0°20'15,78" 18,62 3,38 

2 39°29'47,13" 0°20'09,17" 8,62 3,63 

3 39°29'36,38" 0°20'20,46" 9,24 1,70 

4 39°29'35,73" 0°20'06,91" 13,98 2,61 

5 39°29'39,03" 0°19'55,85" 13,94 2,60 

6 39°29'31,15" 0°19'56,27" 16,78 1,79 

7 39°30'30,84" 0°20'13,31" 28,34 1,92 

8 39°30'19,36" 0°20'11,77" 10,48 1,81 

9 39°29'53,46" 0°20'30,85" 11,09 1,54 

10 39°29'50,87" 0°20'14,06" 13,90 2,72 

Media general 
  

14,50 1,12 
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En la partida de Alboraia se cultiva más del 30% de la superficie dedicada al cultivo de 

la chufa valenciana. El cultivo y sus usos forman parte de la identidad cultural de la zona 

(Figura 10). La fuerte presión de selección que impone la presencia de un patógeno agresivo en 

un cultivo, puede provocar la pérdida de parte de la diversidad genética del mismo. Con la 

totalidad de las parcelas afectadas por necrosis foliar y la imposibilidad de generar variabilidad 

por cruces sexuales, existe un riesgo de erosión genética en las variedades tradicionales de 

chufa valenciana.  La introducción de variedades foráneas, más productivas pero de peor 

calidad organoléptica y nutricional, podría desplazar a las locales en caso de ser resistentes a 

las micosis. 

 

Figura 10: Vista aérea (Google-Earth® 6.2) de la zona hortícola del norte de Valencia y Alboraia. Las parcelas 
resaltadas corresponden a los campos prospectados.  

 

La limitada distribución espacial de las variedades tradicionales de chufa hace de ellas 

un importante recurso en la agrodiversidad valenciana. La comarca de l´Horta Nord no puede 

comprenderse sin los chufares, los secaderos y las horchaterías. En este trabajo se ha 

planteado establecer in vitro clones de chufa valenciana que permitan aplicar distintas 

metodologías de cultivo in vitro para la multiplicación de planta sana y la conservación de este 

recurso fitogenético.  
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4.2 ESTABLECIMIENTO DEL CULTIVO IN VITRO DE CYPERUS 

ESCULENTUS L. VAR. SATIVUS BOECK. 

Para establecer el cultivo in vitro de chufa se ha partido de tubérculos y de bulbos 

procedentes de planta germinada ex vitro. El primer paso para establecer un cultivo in vitro es 

la desinfección del material de partida, que se describe en los siguientes subapartados. Se 

considera que se ha establecido el cultivo cuando se consigue mantener las plantas in vitro sin 

contaminación aparente ni otros efectos que impidan su desarrollo. 

4.2.1 Ajuste de las condiciones de desinfección para la 
germinación in vitro de tubérculos 

Los ensayos de establecimiento se iniciaron con tubérculos secos (procedentes de 

secaderos de chufa) que se desinfectaron utilizando una solución de lejía comercial (40 g/l de 

NaClO) al 30%. Previamente a la desinfección y siembra, se procedió a rehidratar y/o pelar una 

muestra de los tubérculos, con el fin de evaluar si estos tratamientos podrían influir en la 

germinación. Como se muestra en la tabla 8, los resultados de los ensayos de desinfección de 

tubérculos secos no fueron satisfactorios. La mayoría de los tubérculos mostraron 

contaminación (≈90%), mayoritariamente fúngica y no se obtuvo germinación. 

Tabla 8: Resultados de los ensayos de desinfección de tubérculos secos en diferentes condiciones. 

Tipo de explante Desinfección Medio de cultivo Repeticiones Germinación (%) 

Tubérculo seco Lejía 30% MB 20 0% 

Tubérculo seco (base cortada) Lejía 30% MB 20 0% 

Tubérculo rehidratado Lejía 30% MB 20 0% 

Tubérculo rehidratado 
Lejía 30% MB 20 0% 

(base cortada) 

Tubérculo seco pelado Lejía 30% MB 20 0% 

 

Debido a los elevados índices de contaminación se decidió prescindir de tubérculos 

secos y utilizar material de temporada, procedente de campo, que no había sufrido un proceso 

de secado. En un primer ensayo se desinfectaron tres muestras: Una muestra que contenía 

tubérculos de  todos los tamaños, otra con tubérculos de diámetro superior a 1 cm y otra con 

tubérculos de diámetro inferior a 1 cm. En este ensayo de desinfección de tubérculo tierno, se 

ha conseguido la germinación in vitro; aunque los porcentajes obtenidos fueron bajos (3,33-

10%) por la incidencia contaminaciones fúngicas (Tabla 9). Se ha podido comprobar la 

influencia del tamaño del tubérculo en la germinación, ya que en ninguna de las condiciones 

de desinfección ensayadas se ha conseguido germinación de tubérculos de tamaño superior a 
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1 cm de diámetro. De las distintas concentraciones de lejía utilizadas para la desinfección, las 

concentraciones de 45-50% parecen ser las más adecuadas para esterilizar material 

procedente de campo. 

Tabla 9: Resultados de los ensayos de desinfección de tubérculos de temporada recolectados en campo. 

Tipo de explante Desinfección Medio de cultivo Repeticiones Germinación en esterilidad (%) 

Tubérculo procedente de campo 
(Todos los tamaños) 

Lejía 30% MB 30 3,33% 

Lejía 35% MB 30 3,33% 

Lejía 40% MB 30 0% 

Lejía 45% MB 30 3,33% 

Lejía 50% MB 30 6,67% 

Tubérculo procedente de campo 
(<1cm) 

Lejía 30% MB 30 3,33% 

Lejía 35% MB 30 0% 

Lejía 40% MB 30 3% 

Lejía 45% MB 30 10% 

Lejía 50% MB 30 6,67% 

Tubérculo procedente de campo 
(>1cm) 

Lejía 35% MB 30 0% 

Lejía 40% MB 30 0% 

Lejía 45% MB 30 0% 

Lejía 50% MB 30 0% 

 

Debido a estos bajos resultados (3,33-10%) se decidió ensayar la desinfección de 

tubérculos procedentes de plantas cultivadas en cámara de cultivo para reducir la presencia de 

contaminantes; y seleccionar tubérculos de pequeño tamaño (cosechados a los 4 meses de 

cultivo). Los resultados de este ensayo se detallan en la tabla 10: 

Tabla 10: Resultados de los ensayos de desinfección de tubérculos de temporada obtenidos en contenedor. 

Tipo de explante Desinfección Medio de cultivo Repeticiones Germinación en esterilidad (%) 

Tubérculo procedente del 
cultivo en contenedor 

Lejía 30% MB 51 29,41% 

Lejía 45% MB 48 12,50% 

Lejía 50% MB 48 8,33% 

Lejía 60% MB 45 0% 

 

En este ensayo el porcentaje de tubérculos desinfectados ha sido elevado en 

comparación con los ensayos anteriores (50-70% para el rango de concentraciones del 

desinfectante).  Siguiendo el mismo protocolo de desinfección, el porcentaje de tubérculos 

germinados (no contaminados) ha sido mayor incluso a menores concentraciones de lejía. El 

cultivo de las plantas en contenedores y en condiciones controladas durante una generación 

disminuyó la contaminación fúngica en los tubérculos. Por otra parte, en este ensayo podemos 

observar que a medida que aumenta la concentración de desinfectante disminuye el 

porcentaje de germinación, debido probablemente a que altas concentraciones de 

desinfectante pueden dañar las yemas de los tubérculos. 
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Los ensayos de desinfección realizados muestran que es más eficiente esterilizar 

superficialmente tubérculos tiernos (tubérculos de temporada que no han sufrido un proceso 

de secado) que tubérculos secos; y mucho mejor utilizar tubérculos de plantas cultivadas en 

contenedores en condiciones controladas. El mayor porcentaje de éxito (29,41%) se alcanzó 

utilizando tubérculos procedentes del cultivo en contenedor, esterilizados mediante inmersión 

en una solución de etanol al 70% durante 30 segundos, 20 minutos en agitación en una 

solución de lejía comercial (40 g/l de NaClO) al 30%, con una gota del detergente comercial 

TWEEN®-20 y tres lavados sucesivos en agua esterilizada. Por lo tanto esta condición es la 

recomendada para futuros ensayos. 

En los ensayos en los que se ha obtenido germinación, esta fue errática. Los primeros 

tubérculos germinaron 2-3 días después de sembrarlos, otros germinaron 3-5 semanas 

después y algunos no llegaron a germinar en las condiciones ambientales de las cámaras de 

cultivo. Es un factor que puede limitar algunos trabajos con estos materiales. Otro factor es, 

sin duda, el importante problema de contaminación del material de partida (Figura 11), 

probablemente debido a la elevada incidencia de micosis en el cultivo (García-Jiménez et al., 

2003; Breijo et al., 2008). El grave problema de contaminación nos ha obligado a establecer un 

cultivo previo en cámara de cultivo para obtener material de partida menos contaminado.  

 

 

Figura 11: Efectos de la contaminación biológica en el cultivo in vitro de la chufa. Cultivo in vitro de chufa 
contaminado por hongos (a, b y e), se observa que la contaminación no inhibe la germinación, aunque puede 
provocar daños y pudriciones en el interior del tubérculo (d). Los daños provocados por bacterias (c), suelen inhibir 
la germinación. 
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4.2.2 Ajuste de las condiciones de desinfección de bulbos 

basales 

 A partir de tubérculos secos sin desinfectar, se obtuvo un porcentaje de 

aproximadamente un 40% de germinación utilizando esponjas humedecidas. Se ensayó la 

desinfección de bulbos basales procedentes de la germinación de estos tubérculos, que se 

sembraron en tubos con medio básico MS y medio MS suplementado con 1 mg/l de ácido 

giberélico (GA3) (Figura 12). Aunque varios bulbos fueron capaces de rebrotar, no pudimos 

desinfectar con éxito ninguno. La contaminación en la mayoría de los casos fue causada por 

bacterias, al contrario que en los ensayos anteriores de desinfección de tubérculos donde 

predominaba la contaminación por hongos.   

 

Figura 12: Imágenes del ensayo de esterilización de bulbos basales de poblaciones valencianas y siembra en MB + 
GA3. No pudimos establecer el cultivo in vitro a partir de este tipo de explantes. Todos los ejemplares mostraban 
contaminación biológica del medio de cultivo una semana después de la siembra. 

  

4.3 DESARROLLO DE UN PROTOCOLO DE 

MICROPROPAGACIÓN 

El desarrollo de un protocolo de micropropagación implica la búsqueda de métodos 

optimizados que permitan obtener el máximo número de brotes viables, en el menor tiempo 

posible y con el menor esfuerzo posible (Guo et al., 2011). En este estudio se ha evaluado (1) la 

inducción de la regeneración a partir de explantes de hoja y raíz con el fin de inducir la 

organogénesis, proceso que puede ser utilizado para la micropropagación de materiales y que 

es necesario para aplicar otras metodologías de cultivo in vitro como la transformación, y (2) la 

multiplicación a partir de bulbos basales de plantas cultivadas in vitro, método común de 

micropropagación de plantas.  
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4.3.1 Inducción de la regeneración in vitro en Cyperus 

esculentus a partir de explantes de hoja y de raíz. 

Se obtuvieron segmentos de hoja y raíz a partir de plántulas germinadas en esponja 

humedecida, que se desinfectaron siguiendo las indicaciones del apartado 3.2.4. Tras la 

siembra in vitro en placas con medio MS suplementado con 0,5 mg/l de zeatina, 1 mg/l de 6BA 

o la combinación de ambos reguladores, los explantes sembrados no mostraron 

contaminación, por lo que se pueden desinfectar eficientemente con éste método. Sin 

embargo, los explantes de hoja mostraron signos de oxidación fenólica y al poco tiempo signos 

de necrosis (Figura 13). Los explantes de raíz no mostraron signos de oxidación fenólica ni 

necrosis en la mayoría de los casos, pero no mostraron ninguna respuesta morfogenética, que 

tampoco se observó en los explantes de hoja.  

 

Figura 13: Placas sembradas de segmentos de hoja y raíz. Se observa oxidación fenólica y necrosis en los explantes 
de hoja (fotos de la izquierda y derecha).  

 

Se estudió la respuesta de explantes de hoja y raíz de plantas germinadas in vitro. En este caso, 

se estudió el regulador de crecimiento TDZ (0,5 mg/l) la kinetina (2 mg/l) y la combinación de 

cada uno con el nitrato de plata (5 mg/l). Aunque en este ensayo tampoco se obtuvo 

regeneración, sí se observó una disminución de la oxidación fenólica respecto al ensayo 

anterior, siendo esta disminución mayor en los medios con nitrato de plata (Figura 14). Este 

resultado era esperable puesto que los explantes no han sufrido desinfección y el nitrato de 

plata se ha descrito como un compuesto que puede evitar la oxidación en otros materiales 

(Beyer et al., 1984; Kumar et al., 2009). A pesar de haber estudiado 4 reguladores de 

crecimiento y varias combinaciones de los mismos, capaces de inducir la respuesta 

organogénica en distintos materiales; en el caso de la chufa ninguno de ellos ha funcionado en 

las concentraciones estudiadas. Se pone de manifiesto la dificultad de la inducción de la 

morfogénesis en este tipo de material, como ocurre en otras monocotiledóneas (Zaidi et 

al.,2000; Benson, 2000; Guo et al., 2011).  
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4.3.2 Micropropagación in vitro en Cyperus esculentus a partir 

de explantes de bulbo. 

4.3.2.1 Inducción - Multiplicación I 

A partir de bulbos procedentes de plantas germinadas in vitro, iniciamos un ensayo 

para determinar si el regulador de crecimiento TDZ era capaz de inducir nuevos brotes en esta 

especie. En este caso y en las dos concentraciones ensayadas se ha obtenido una elevada 

regeneración (≈200 plantas por tubérculo inicial). Aunque no todas las plantas regeneradas 

son viables debido a la incidencia de problemas de hiperhidricidad (tabla 11). No obstante, se 

ha obtenido un promedio de 129,79 ± 10,28 plántulas viables por individuo inicial en medio 

con TDZ 0,25 mg/l  y de 124,97 ± 36,57 en medio con TDZ 0,5 mg/l. La variabilidad de los 

resultados es claramente mayor en el medio con mayor concentración de regulador, por lo que 

recomendamos el medio con TDZ 0,25 para iniciar la multiplicación.  

Tabla 11: Resultados del ensayo de inducción de la micropropagación en bulbos basales obtenidos tras la germinación in vitro.  

Condiciones ensayadas 
Individuos 

Iniciales 
Días 

totales 
Subcultivos previa 
individualización 

Individuos 
finales 

Promedio 
por 

individuo 
inicial 

Error 
estándar 

Individuos 
viables 

Promedio 
por 

individuo 
inicial 

Error 
estándar 

TDZ 0,25 7 80 días 1 1520 217,14 87,35 908 129,71 10.28 

TDZ 0, 5 7 80 días 1 1280 182.85 59,98 872 124,97 36,57 

Figura 14: Resultados de los ensayos de regeneración in vitro de explantes de hoja y raíz. Las imágenes a, b y c 
muestran el estado de los explantes inmediatamente después de su establecimiento in vitro. Las imágenes d, e y f 
muestran los explantes 3 semanas después. Se observa oxidación fenólica en las placas de segmentos de hoja (d y 
f), aunque en menor grado en los medios que contienen nitrato de plata (d). 
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En la figura 15 se muestra el proceso de inducción de brotes a partir de bulbos en 

medio suplementado con TDZ (0,5 mg/l). El número de brotes obtenidos por explante es 

elevado, es por ello que se requiere del fraccionamiento de los conjuntos de regenerantes 

(“clusters”) y su cultivo en medio MS básico previa individualización de los brotes.  

 

Figura 15: Regeneración morfogenética vía organogénesis directa en Cyperus esculentus L. var sativus Boeck. Las fotografías de la 
parte superior (a y b), muestran la respuesta morfogenética del explante a los 20 (a) y 22 días (b) del establecimiento en medio 
enriquecido con 0,5 mg/l de Thidiazuron. Las imágenes de la parte media (c, d y e) muestran clusters de plántulas que pueden 
subcultivarse conjuntamente. Imágenes del proceso de individualización (f, g, h, i y j): División de clusters (f y g), detalle de la zona 
de la que parten los nuevos brotes (h), individualización y conteo (i), subcultivo de los bulbos individualizados (j). 
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4.3.2.2 Inducción - Multiplicación II. 

Tras la inducción de la formación de brotes a partir de los explantes iniciales (bulbos), 

se ha continuado la multiplicación. Para ello se ha estudiado la inducción de la regeneración en 

medio con TDZ, a partir de bulbos de las plantas previamente regeneradas (obtenidas tras el 

primer paso de la micropropagación). En este ensayo se ha estudiado la posible influencia de la 

posición del explante en el medio de cultivo (Figura 16). En el medio de cultivo con mayor 

concentración de regulador, el efecto de la posición del explante no tiene tanta influencia, 

pero en el medio con menor concentración la respuesta es mucho mayor cuando el explante 

se coloca en posición horizontal.  

Tras 80 días de cultivo, el número medio de plántulas viables por planta de partida es 

de 65,40 ± 6,94 en la mejor de las condiciones. Aunque este experimento no se realizó al 

mismo tiempo que el anterior por ser la siguiente etapa, el rendimiento es aproximadamente 

la mitad. Por lo tanto, se observa una pérdida del potencial de multiplicación tras un ciclo de 

cultivo. Lo que sí se ha observado en este caso es que la proporción de brotes hiperhídricos ha 

sido inferior (Tabla 12), por lo que casi todas las plantas obtenidas son viables. 

Tabla 12: Resultados del ensayo de multiplicación en plántulas previamente micropropagadas. 

Condiciones ensayadas 
Individuos 

Iniciales 
Días 

totales 
Subcultivos previa 
individualización 

Individuos 
finales 

Promedio 
por 

individuo 
inicial 

Error 
estándar 

Individuos 
viables 

Promedio 
por 

individuo 
inicial 

Error 
estándar 

TDZ 0,25 (Siembra vertical) 5 80 días 1 59 11,80 9,80 21 4,20 1,58 

TDZ 0,25 (Siembra horizontal) 5 80 días 1 369 73,80 7,76 327 65,4 6,94 

TDZ 0,5 (Siembra vertical) 5 80 días 1 242 48,40 6,48 221 44,2 3,23 

TDZ 0,5 (Siembra horizontal) 5 80 días 1 253 50,60 0,31 185 37 18,65 

Figura 16: Grafica de los resultados del ensayo de multiplicación. Promedio de plantulas viables por individuo 
inicial, las barras indican el error estándar. 
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Se cree que el TDZ es la citoquinina sintética más potente, capaz de inducir la 

regeneración en un gran número de especies, incluyendo algunas anteriormente consideradas 

recalcitrantes al cultivo in vitro. El TDZ es efectivo en concentraciones de 10 a 1000 veces 

inferiores a las necesarias para otras fitohormonas (Guo et al., 2011). En el futuro, con el 

objetivo de optimizar la eficiencia de este estadío en un protocolo de micropropagación, se 

podría estudiar las dosis mínimas de TDZ capaces de inducir la respuesta morfogenética. 

También intentar minimizar la tasa de hiperhidricidad de los brotes multiplicados en la fase I 

añadiendo otros compuestos al medio de cultivo.  

Con las condiciones utilizadas y tras esta etapa de la micropropagación (2 · 80 días = 

160 días) se obtendría un promedio de aproximadamente ([≈130 brotes viables en la fase I] · [≈65 

brotes viables en la fase II]) 7.800 plantas viables por bulbo inicial.  

 

4.3.2.3 Enraizamiento 

Como puede verse en la figura 15, las plantas micropropagadas no presentan raíces 

tras la individualización, pero sí son capaces de enraizar en medio sin reguladores de 

crecimiento, aunque no todas. Por ello se ha estudiado la influencia del IBA en el 

enraizamiento in vitro de la chufa. En la siguiente tabla puede apreciarse que para el clon G7 la 

adición de IBA al medio de cultivo a la concentración de 1 mg/l aumenta el porcentaje de 

plantas enraizadas. Sin embargo, en el clon G8 la adición de IBA disminuye este porcentaje. 

Puesto que no se tiene repetición de este ensayo, no podemos concluir el efecto de este 

regulador en cuanto a la inducción de la formación de raíces en chufa. Los datos parecen 

indicar una influencia del genotipo. Se observa que las raíces de plantas cultivadas en IBA son 

en promedio más cortas y visualmente más gruesas. 

Tabla 13: Resultados del ensayo de la influencia de IBA en el enraizamiento de plántulas individualizadas de chufa 
de Valencia, a los 50 días. 

Clon 
Medio de 

cultivo 
N 

Plantas 
enraizadas 

(%) 

Promedio        
"nº raíces" 

Error 
estándar 

Promedio 
"raíz más 

larga" (cm) 

Error 
estándar 

G7 

MB 35 20% 2,72 0,33 101,11 8,59 

MB + IBA 0,5 35 22,86% 1,8 0,17 16,6 3,58 

MB + IBA 1 35 31,43% 3,11 0,29 30,42 6,44 

G8 

MB 35 62,85% 3,58 0,33 78,54 6,93 

MB + IBA 0,5 35 42,86% 2,7 0,25 33,15 4,32 

MB + IBA 1 35 28,57% 2,83 0,28 16,22 2,50 
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4.3.2.4 Aclimatación 

Se han utilizado distintos sustratos para la aclimatación en cámara de cultivo, siendo el 

que mejor resultado ha proporcionado la mezcla al 50% de sustrato comercial y fibra de coco. 

Por lo tanto utilizaremos esta combinación para la posterior aclimatación de plantas en 

nuestras condiciones de cultivo. 

Tabla 14: Resultados del ensayo de aclimatación. 

Sustrato de aclimatación                   
(% en volumen) 

Número inicial Aclimatadas tras 90 días 

50% Arena esterilizada 

16 10 (62,5%) 25% Sustrato comercial 

25% Fibra de Coco 

50% Arena esterilizada 

16 10 (62,5%) 
25% Sustrato comercial 

15% Fibra de Coco 

10% Perlita 

50% Sustrato comercial 
20 17 (85%) 

50% Fibra de Coco 

50% Sustrato comercial 

20 16 (80%) 30% Fibra de Coco 

20% Perlita 

 

Las plantas aclimatadas han permanecido en esta cámara hasta la finalización del 

trabajo sin variar el porcentaje de éxito. 
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4.3.3 Esquema del proceso de micropropagación in vitro de 

C. esculentus L. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Material vegetal de partida: Tubérculos secos, cultivo en contenedor. 

Obtención de tubérculos. Estadío 0. 

Establecimiento in vitro. Estadío I. 

Inducción – Multiplicación I  
Estadío II 
 

Inducción – Multiplicación II  
Estadío II 

Enraizamiento 

Estadío III 

Aclimatación 
Estadío IV 

Desinfección: 20´´ en etanol (70%) + 20´ en 

Lejía (30%) + 3 lavados con agua estéril 

 

4 meses 

Bulbo basal en MB + TDZ 0,25 mg/l (30 días). 
Subcultivo a MB (50 días) 
 

 

Bulbo basal en MB + TDZ 0,25 mg/l (30 días) 
Subcultivo a MB (50 días) 

 

Cultivo en MB (15 días) 

≈130 brotes viables por bulbo inicial 
 

≈65 brotes viables por bulbo  
 

Sustrato comercial y fibra de coco (50-50%) 
(85% de planta aclimatada a los 90 días) 

 

Cultivo en MB (50 días) 
 

 

Rendimiento total de la 
multiplicación: ≈7800 brotes 
viables por bulbo inicial 
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5 CONCLUSIONES 
 

1.- La prospección de la enfermedad de la “necrosis foliar” de la chufa realizada en Alboraia 

(Valencia) revela que el patógeno está extendido por todas las parcelas de cultivo. Es necesario 

abordar su control, ya que afecta al rendimiento y la calidad del producto final, se propaga por 

los tubérculos y agrava el riesgo de erosión genética en las variedades tradicionales 

valencianas. 

2.- Se han germinado in vitro tubérculos de chufa en condiciones asépticas. Con los 

tratamientos efectuados ha quedado patente la dificultad que presenta este material para su 

establecimiento in vitro, debido a su contaminación intrínseca y a la influencia del estadío de 

desarrollo del tubérculo. El mayor porcentaje de éxito (29,41%) se ha alcanzado utilizando 

tubérculos jóvenes (tiernos) procedentes del cultivo en contenedor. La desinfección de bulbos 

basales, obtenidos de tubérculos germinados ex vitro, tampoco resulta adecuada para el 

establecimiento in vitro del cultivo. 

3.- La inducción de la organogénesis a partir de explantes de hoja y raíz no se ha conseguido en 

ninguno de los tratamientos efectuados. Se pone de manifiesto la dificultad de la inducción de 

la morfogénesis en este tipo de material, como ocurre en otras monocotiledóneas.  

4.- A partir de las plantas establecidas in vitro, se ha desarrollado un protocolo de 

micropropagación, utilizando el regulador de crecimiento Thidiazuron. Con este protocolo se 

obtienen en promedio 7800 plantas viables tras la segunda etapa de multiplicación. Se ha 

conseguido también su aclimatación in vivo. Es la primera vez que se realiza el establecimiento 

y la micropropagación de chufa in vitro.  
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