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REGLAS DE SEGURIDAD EN EL LABORATORIO

W/

e Localizar todos los equipos de seguridad como extinguidores, lavador de

0jos, regaderas, etc.

e Proteger los ojos si trabajara con reactivos corrosivos, peligrosos o con
luz ultravioleta.

e Usar bata de laboratorio, lo protegera del material corrosivo o
blanqueadores.

e Nunca pipetee con la boca o pruebe algun reactivo.

e No fumar, comer o beber en el laboratorio.

e El pelo largo de preferencia recogerlo.

e No usar sandalias con los pies descubiertos.

e No colocar los libros o cuadernos en el area de trabajo.

e Reporte cualquier dafio o accidente en el laboratorio.

e Pregunte al maestro cualquier duda en el manejo de reactivos y/o
equipos.

e Todos los reactivos pueden ser un riesgo para la salud, trabaje con
cuidado.

e La mayoria de las préacticas de este laboratorio usan reactivos
cancerigenos o toxicos, asi como agentes potencialmente patdgenos,
trabaje con seriedad y cuidado.

e En caso de contaminarse con algun reactivo lavarse con agua

rapidamente y avisar al maestro.
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PRACTICA #1
TITULO:
LA CELULA VEGETAL Y LA TINCION DE TEJIDOS

INTRODUCCION.

La célula es la unidad funcional y estructural en las plantas. La célula posee numerosas
adaptaciones y especializaciones para llevar a cabo distintas funciones que permiten
capturar agua, luz y transporte de solutos entre sus érganos. Algunas estructuras
internas de la célula vegetal son visibles al microscopio de luz, razén por la cual se
estudian en la presente practica. En la célula vegetal es posible identificar tres grandes
componentes: a) Pared celular. Es una estructura semirrigida, que encierra la parte
viva. Estd compuesta por varios tipos de sustancias quimicas, entre las que se
destacan la celulosa, la hemicelulosa y la lignina. b) Protoplasto. Es el componente vivo
de la célula, organizado como unidad. Lo componen la membrana plasmatica, el
nacleo, los organelos y el citoplasma. ¢) Sustancias ergasticas. Son componentes
producidos por la accion metabdlica del protoplasma. Entre ellos se destacan las
sustancias de reserva y los cristales.

El grado de lignificacion de las células es usado para poder distinguirlas con
métodos de coloracion. La tionina es un colorante que tifie de violeta o azul oscuro las
paredes lignificadas presentes en esclerénquima y xilema, y de rosado las paredes
primarias de otros tejidos. La coloracién carmin verde de metilo se usa para identificar
paredes lignificadas (verde de metilo) y paredes primarias sin lignina (el carmin) como
las de floema, parénquima, etc. Alternativamente, la lignina se detecta con fluoroglucina
y luego acido clorhidrico concentrado. El azul de metileno es Gtil para detectar
mucilagos, el lugol para almidon y el sudan Il para lipidos. A veces es Util usar
colorantes solo con el objeto de generar contraste y visualizar mejor los tejidos antes
de decidirse por una tincion especifica, en tal caso se puede emplear safranina, lugol o

azul de metileno.

OBJETIVO:
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1. Reconocer las partes de la célula vegetal.

2. Observar y diferenciar varios tipos de células vegetales.

3. Aprender los principios basicos de la tincion de tejidos.

4. Identificar al microscopio algunos de los componentes de las células vegetales.

5. Adquirir destrezas en el uso del microscopio y en la elaboracion de cortes a mano

alzada de tejidos vegetales.

METODOLOGIA.

A continuacion se presenta una serie de instrucciones para realizar cortes a mano
alzada de varias especies vegetales. Realice la practica con las especies disponibles
segun lo que indique el profesor.

Tome una muestra de la epidermis de cebolla cabezona (Allium sp.), montela
sobre un portaobjetos y obsérvela al microscopio. Luego agréguele una gota de lugol y
observe nuevamente. Repita el procedimiento con otro colorante como azul de metileno
o tinta china, compéarelos. Haga dibujos identificando pared celular, nucleo, nucléolo,
protoplasto.

Coja un trozo de papa (Solanum tuberosum) y haga un corte a mano alzada.
Agregue lugol, montelo en laminilla, observe y dibuje. Identifique granos de almidén
(amiloplastos), protoplasto, nucleo. Haga lo mismo con una semilla de frijol (Phaseolus
vulgaris). Compare las muestras, haga dibujos.

A un trozo de tallo joven de poligonio (Polygonium sp.), hagale un corte
transversal a mano alzada y obsérvelo al microscopio. Es notable la epidermis mono
estratificada, el cordon de esclerénquima, el tejido xilematico continuo y la médula de
paréngquima con abundante almidén. Adicione lugol a un corte para detallar los granulos
de almiddn, y tionina a otro corte para resaltar el esclerénquima y el xilema.

Obtenga una hoja de Patebuey (Bauhinia sp.) y haga un corte en el peciolo de la hoja.
Méntelo y tifialo con lugol. Observe en la periferia esclerénquima, identifique los haces
vasculares y las células de parénquima. A otro corte agréguele tionina. Rotule

claramente sus esquemas.
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Coja una hoja de guama (Inga edulis) y obsérvela al estereomicroscopio para
detectar numerosos tricomas. Haga un corte en el peciolo o el raquis y tifialo con
tionina. Observe el abundante esclerénquima y el xilema en cordones separados.
Tome una muestra de coquito (Cyperaceae sp.) y haga un corte transversal del tallo,
montelo en laminilla y tifialo con lugol. Identifique las células de sostén en la periferia
del corte, las células fotosintéticas y las células de conduccion. ¢ Qué tipos celulares
son? Haga esquemas y rotulelos.

Coja una hoja de caucho (Ficus sp.) y haga un corte transversal incluyendo el
peciolo, méntelo en laminilla y tifialo con lugol. Identifique y dibuje las células que
recubren el érgano, ademas de cristales (sustancias ergasticas) y las células
fotosintéticas.

Haga un corte transversal de tallo de Calabacita (Cucurbita sp.), méntelo en laminilla 'y
tifialo con tionina. Observe las células de colénquima en grupos periféricos. Haga
dibujos.

Obtenga una rama joven de Senna tomentosa y haga un corte transversal.
Observe los haces vasculares discretos, los tricomas, humerosos cristales y
parénquima. Haga una tincion de contraste con azul de metileno y dibuje identificando
los tejidos.

Para observar abundante parénquima aerifero (aerénquima), tome una hoja de
buchén (Eichornia sp.) y haga un corte transversal. Identifique los cordones de
parénquimay los espacios aéreos.

En un corte transversal de Araucaria (Araucaria sp.) identifigue abundante
clorénquima, en cordones, un haz vascular central, esclerénquima y una capa

subepidérmica. Haga dibujos.
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Haga un corte de corteza joven de chiminango (Pythecellobium sp.), montelo en
laminilla y tifialo con lugol. Observe el tejido fotosintético y conteste las siguientes
preguntas. ¢Qué clases de células lo componen? ¢Qué forma tienen? Identifique los

cloroplastos y otras estructuras celulares en sus dibujos.

ACTIVIDADES ANEXAS.

1. ¢ Detecta diferencias entre los granos de almidon del frijol y de la papa? ¢ Hay
diferencias al interior de la misma especie? ¢ De la misma célula?, ¢ por qué?

2. Hay tres tipos principales de cristales: cistolitos, drusas y rafidios. ¢ Cémo son sus
formas?, ¢ de qué estan hechos? Haga dibujos de cada uno de ellos en su informe.

3. Investigue acerca de los colorantes usados en histotecnia. Haga un cuadro

mostrando el tipo de tejido que identifica y la composicién quimica de la tincion.
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PRACTICA #2
TITULO:
DETERMINACION DEL POTENCIAL HIDRICO POR EL METODO DE LA CAMARA
DE PRESION SCHOLANDER-HAMMEL Y DETERMINACION DEL iINDICE MASA-
AREA FOLIAR.

INTRODUCCION:

El potencial hidrico de las plantas es una caracteristica que depende de la calidad de la
pureza del agua y del sistema que lo contiene en relacion a otra. El potencial hidrico es
uno de los fendmenos que permite el transporte de agua, minerales y azucares entre
células y a través de los 6rganos de las plantas. En general, el movimiento en las
plantas es generado de sitios de mayor a menor potencial hidrico, ya sea de sitios de
alta presion o de mayor a menor potencial osmaético. Este potencial hidrico se puede
cuantificar en los tallos de las plantas usando la bomba de presion de Scholander-
Hammel y asi es posible cuantificar la fuerza que existe dentro de un tallo para
determinar la capacidad del agua de movilizar nutrientes y agua necesarios para el

crecimiento y la reproduccion.

OBJETIVO:

a).- Conocer una técnica para la determinacion de potenciales hidricos.

b).- Comparar el potencial hidrico de diferentes especies, individuos o ramas en
diferentes condiciones de estrés hidrico.

c).- Conocer una técnica para determinar el indice de masa-area foliar (LMA, por su

siglas en inglés)

MATERIAL:

1).- Tanque de gas nitrogeno

2).- Camara de presion Scholander-Hammel.

3).- Lupa (se requiere nada mas una por camara de presion)

4).- Navaja

5).- Bolsas de plastico del tamafio adecuado como para envolver una hoja
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6).- Cinta para sellar cajas de carton o pelicula plastica para envolver alimentos.

7).- Un pedazo de papel aluminio del tamafio adecuado como para envolver una hoja
8).- Trozos de papel milimétrico.

9).- Psicrometro (de bulbo seco y mojado) para medir humedad relativa. Si no hay, al

menos conseguir un termoémetro.

METODOLOGIA:

1. Elegir dos especies a estudiar. Pueden ser con hojas de caracteristicas muy distintas
(por ejemplo duras contra blandas, o grandes contra chicas) o que se encuentren en
condiciones de estrés hidrico muy distintas, o que sean especies representativas de
climas algo distintos (por ejemplo desierto contra montafia). Medir la temperatura y
humedad relativa del ambiente. Tomar muestras de cada especie (de preferencia
una muestra por planta, es decir de 5 plantas de la misma especie). Elegir la
muestra ya sea hoja (en caso de que tenga peciolo grande, al menos 2 cm de largo)
o ramita (en caso que tenga peciolo u hojas pequefias) y segundos antes de cortar la
muestra envolver la hoja o ramita (todas las hojas que se van a medir) con pelicula
plastica, tape para sellar cajas o con bolsa de plastico. Cortar la hoja o ramita con
una navaja, meterlas a una bolsa de plastico (con papel secante himedo) y cubrir
con papel aluminio para reflejar los rayos del sol. Llevarla rapido al laboratorio.
Anotar la hora. Colocar la muestra en la cAmara de presién y sellarla bien. Abrir la
valvula de aguja para dejar entrar el gas y ajustar para que el aumento en presion
sea lento. Observar el corte del peciolo con la lupa. Observar de lado por si acaso
sale disparada la ramita. Detectar el punto en el que sale la primera evidencia de
agua por el xilema. Rapidamente observar la indicacién de presién en el manémetro
y anotarla. Cerrar la valvula de aguja de entrada de gas y mover la llave de paso
para dejar salir el gas de la cAmara. Cuando la presion indique cero se puede sacar
la muestra de la camara. Repetir la medicion con cada muestra de las dos especies.
Repetir el procedimiento 1.5 horas después con otra serie de muestras de las

mismas plantas.
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2. Medir el indice masa-area foliar (leaf mass area, LMA). Tomar las hojas que se
midieron con la cAmara de presion y pegarlas en una hoja de papel para escanearlas
junto a un trozo de papel milimétrico a150dpi de resolucién (usar solamente la
lamina o limbo de la hoja, separarla del peciolo). Guardar la imagen en formato
Bitmap o TIFF. Usar algun programa de computo que mida aéreas (Scion image
olmageJ). Calibrar la imagen con la medida del papel milimétrico. Una vez
escaneadas secar las hojas en una estufa a 65 — 75°C por 24 a 48 horas. Sacarlas
de la estufa y dejarlas que se enfrien a temperatura ambiente en un desecador.
Pesar (medir masa) cada hoja en una balanza analitica. Calcular el indice usando:

LMA = masa/area.
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PRACTICA #3
TITULO:
ESTIMACION DE DENSIDAD ESTOMATICA POR MEDIO DE TECNICA DE
ESMALTE

INTRODUCCION: La cantidad de estomas presentes en la superficie adaxial (haz) en
comparacién con la abaxial (envés) de una hoja es una caracteristica adaptativa
relacionada con diferentes condiciones ambientales. Las plantas con mayor nimero de
estomas en el haz son llamadas epiestomaticas, las que tienen mayor numero en el
envés son hipoestomaticas, mientras que aquellas con un nimero aproximadamente
igual de estomas en haz y envés son ambiestomaticas. La distribucion de los estomas
en ambas superficies de la hoja puede estar relacionada con el grado de inclinacién

gue tengan las hojas.

OBJETIVO:

a).- Conocer técnicas para la determinacion de la densidad estomatica e indice
estomatico.

b).- Comparar el indice y densidad estomatica en el haz y envés de la misma hoja, asi
como en diferentes especies.

c).- Conocer una técnica para medir inclinacion de la hoja.

MATERIAL:

1).- Microscopio Optico (uno por persona).

2).- Portaobjetos muy limpio. Se requieren 10 por equipo.

3).- Portaobjetos con escala micrométrica (puede ser uno para todo el grupo).

4).- Contador manual (uno por persona).

5).- Esmalte para ufias (transparente). Conseguir uno por equipo antes de la sesion de
laboratorio.

6).- Cinta adhesiva completamente transparente. Conseguir uno por equipo antes de la

sesion de laboratorio.
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7).- Clinometro fabricado con transportador, hilo y algun objeto pesado (tuerca, piedra,
pesa). Llevar las partes para fabricar uno por equipo.
8).- Tijera. Conseguir una por equipo antes de la sesién de laboratorio.

METODOLOGIA:;

Seleccionar 5 hojas de cada especie (de preferencia una hoja por planta, es decir de 5
plantas distintas de la misma especie). Medir con el clindmetro el angulo de inclinacién
de la hoja. Elegir la numeracion que va de 0 a 90 grados en el transportador para cada
medicion. No preocuparse por convertir los angulos para que correspondan a 90
grados en la vertical. Esto se hara después en la hoja de calculo (Excel). Mejor anotar
tal como viene en el transportador. Si la hoja esta en un lugar poco accesible para
colocar la cara plana del clindmetro, entonces auxiliarse con una regla o tabla para
extender una superficie paralela (con la misma inclinacion) hacia una zona donde se
pueda usar el clinébmetro.

En cada hoja se van a comparar sus dos superficies: el haz (adaxial) y el envés
(abaxial). Aplicar una capa generosa de esmalte de ufias a un area de mas o menos 1
cm2 a cada lado de la hoja. Dejar secar por algunos minutos (entre 5y 10 min). Una
vez seco, con la cinta adhesiva pegar sobre el esmalte y desprender con mucho
cuidado la impresion foliar sin tocar la parte de la cinta en contacto con la impresion
foliar. Pegar la cinta a un portaobjetos (en forma perpendicular). Cortar el sobrante de
la cinta adhesiva en uno de los extremos. En el otro extremo, dejar un pequefo
sobrante para etiquetar la muestra. Pegar un pedazo de papel indicando el nimero y
superficie de la hoja a que corresponde la muestra. Al mismo portaobjetos tal vez se le
puedan agregar otras muestras (impresiones foliares). Colocar el portaobjetos con la
escala micrométrica y medir el diametro del campo de observacién del objetivo 40x.
Calcular el area en mm2. Colocar un portaobjetos con impresion foliar. Seleccionar un
campo con muchos estomas, pero libre de huellas dactilares, basura, dafios o
nervaduras. Contar estomas (usar contador manual en caso necesario) y anotar; contar
células epidérmicas y anotar. Seleccionar otro campo de la misma impresion yrepetir el
conteo. Repetir el procedimiento (dos campos) para cada impresion foliar. Calcular el

indice y la densidad estomética segun las siguientes ecuaciones:
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Densidad estomatica (estomas mm-2) = (# estomas por campo / Area del campo
en mm2) indice estomatico (%) = [# estomas por campo / (# células epidérmicas por
campo + # estomas por campo)] (100)

Determinar si las hojas de las especies analizadas son epiestomaticas,

hipoestomaticas o ambiestomaticas.

Consideraciones adicionales:

1). El esmalte para ufias debe ser el mas claro que puedan conseguir. No debe tener
color u opacidad.

2). La cinta adhesiva debe ser la més clara y uniforme (en el pegamento) que puedan
conseguir. Observen Diferentes tipos de cinta adhesiva y usen la que menos
burbujas, manchas y opacidad le agregue a la observacion.

3) Deben evitar tocar la cinta adhesiva en la zona donde se encuentra la impresion
foliar (esmalte) porque esto agregaria la huella dactilar como ruido extra en la
observacion.

4). Se puede despegar el barniz de la hoja sin usar cinta adhesiva y colocar
directamente la impresion foliar (esmalte) en el portaobjetos. Si se mejora la
observacion usen entonces esta técnica.

5). Si observan mejor en otro aumento (por ejemplo 100x en lugar de 400x, sobre todo
en hojas o superficies con pocos estomas) pueden cambiar de objetivo. Pero
entonces deben medir el diametro de ese otro campo de observacion y calcular su
area.

6). Si los tricomas de las hojas imposibilitan la observaciéon pueden “depilar” la
superficie de la hoja con cinta adhesiva antes de poner esmalte en la superficie
elegida.

7). Se puede intentar con la cinta adhesiva hacia arriba para probar si se ve mejor. Se
puede poner aceite y luego el cubreobjetos.

8). Se puede cortar la epidermis de algunas hojas, en algunas especies son faciles de
despegar. Se puede intentar. Si es mas facil cortar toda la epidermis y contar
entonces hacerlo asi. Se corta la epidermis se coloca sobre un portaobjetos se le

agrega una gotita de agua y se cubre con un cubreobjetos.
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9). Despegar epidermis: Pegar la cinta adhesiva en la cara de la hoja que se quiere
observar. Raspar la hoja por el otro lado con una navaja y dejar solamente la
epidermis. Observar al microscopio. Si hay mucha clorofila y no se puede observar
bien entonces agregar una gota de cloro (hipoclorito de sodio, clorox o cloralex) al
5%. Dejar por unos minutos hasta que se ponga transparente. Enjuagar con agua.
Observar con la cinta adhesiva pegada hacia abajo. Se puede tefiir con safranina al
1% por 10 min. En caso necesario, se puede agregar una gota de agua destilada

para montar y cubrir con cubreobjetos.
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Practica # 4
Titulo:
ESTIMACION DEL CONTENIDO TOTAL DE CLOROFILA EN HOJAS.

INTRODUCCION:

Varios metabolitos secundarios de las plantas son esenciales para el desempefio de
las plantas. Entre ellos, las clorofilas, antocianinas y carotenoides absorben luz y
confieren a la planta la capacidad de maximizar la capatacion de diferentes de ondfas
de la luz.. La propiedad de absorber luz proporciona una base para el analisis tanto
cualitativo como cuantitativo. Los colorimetros y espectrofotdmetros son instrumentos
que miden la cantidad de luz absorbida por moléculas. La cantidad de pigmento
presente puede ser calculada de la cantidad de luz absorbida. La absorbencia, es a
menudo llamada densidad 6ptica. La absorbencia se incrementa tanto por las
concentraciones de pigmento como por las distancias que el rayo de luz debe recorrer
a traves de la solucion. Esta distancia es llamada longitud de la senda de luz (light path
length), y es igual al diametro interno del tubo de ensaye del colorimetro. Diferentes
pigmentos tienen diferentes absorbencias aun a concentraciones iguales y en el mismo
tubo. Por ello, es necesario conocer la constante de absorcidn (= absortividad, o
coeficiente de extincién, o coeficiente de absorcion), de cada pigmento para relacionar
la concentracion del pigmento con la absorbencia medida. Esta depende de las
propiedades moleculares del pigmento y del solvente en que se disuelve. Para corregir
por el efecto del solvente y del tubo de ensaye siempre es necesario medir también un

blanco.

OBJETIVO:
a).- Conocer La técnica de extraccion de clorofila
b).- Conocer la técnica de estimacion de contenido de clorofila por medio de

espectrofotometria de luz.

MATERIAL:

100 ml de 80% de acetona en agua por equipo. 1 litro para todo el grupo.
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Etanol puro para limpiar celdas del espectrofotbmetro
Espectrofotometro

1 gradilla

16 tubos de ensayo de 13x100mm con tapon de hule

Papel aluminio para cubrir 8 tubos de ensayo

2 Morteros y mazos

1 Matraz Erlenmeyer de 125 o 250 ml para almacenar la acetona (con tapon de hule)
1 homogenizador

1 Pipeta graduada de 1ml

1 Pipeta graduada de 10ml

1 pipeteador

1 Sacabocados (para cortar de forma consistente porciones de hojas)

Navaja de un filo y papel milimétrico (se puede usar en lugar del sacabocados)

1.- Extraccion de clorofilas:

Usar una solucion de 80% (v/v) de acetona en agua, amortiguada con buffer 2.5 mM de
fosfato de sodio al pH 7.8 (el ajuste del pH es para minimizar la conversion de las
clorofilas a feofitinas). Elegir dos especies a estudiar, de preferencia que sus hojas
tengan diferente tonalidad de verde. Cortar 4 hojas de cada especie elegida. Cortar
circulos con un sacabocado de 16 mm de didmetro, esto equivale aproximadamente a
200 mm2 de area de la hoja. Si no se cuenta con el sacabocado cortar un trozo de hoja
de 1 cm x 2 cm usando como guia un pedazo de papel milimétrico. En hojas color
verde palido usar 300 mm2 de area. Pesar cada muestra en una balanza analitica.
Poner el trozo en el mortero y agregar 2 ml del solvente (acetona). Moler. Recibir el
homogeneizado en un tubo de ensayo. Sellar el tubo. Lavar el mortero y el mazo tres
veces con la solucion de acetona, usando 1.5 ml cada vez (total 4.5 ml). Recibir el

lavado en el mismo tubo. Sellar.

Centrifugar a 2,500 r.p.m. por 10 min. Recuperar el sobrenadante en un tubo de
ensayo. El material sedimentado vaciarlo al homogenizador y homogenizar con 1 ml de
acetona para remover los pigmentos aun presentes. Volver a centrifugar y juntar los

sobrenadantes. Ajustar a un volumen final de 8 ml en acetona (i.e.
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agregar 0.5 ml de acetona). Repetir el procedimiento para cada hoja y cada especie
(usar 4 replicas por especie). Sellar el tubo. Rotular cada tubo con clave para
sobrenadante, especie y numero de replica. La solucion contiene clorofilasay by

carotenoides como principales pigmentos.

2.- Determinacion de clorofilas con el espectrofotémetro:

Prender el espectrofotometro o colorimetro al menos 15 minutos antes para que se
estabilice. Selecciona el modo absorbencia (A) con la tecla ATC. Para determinar la
cantidad de clorofila solamente necesitas medir las absorbencias a 647 nm, 664 nm y
750 nm. Primero selecciona con las teclas ¥ A la longitud de onda 664

nm. Pon 5 ml de una de las muestras en uno de los tubos del espectrofotometro. En
otro tubo pon 5 ml de acetona al 80% (blanco). Sellar ambos tubos. Limpiar con alcohol
cualquier huella dejada en los tubos del espectrofotometro y poner el tubo con el blanco
en el espectrofotdmetro cuidando que queden alineadas las marcas del tubo. Cerrar la
camara. Presionar la tecla 0OABS/100%T. Aunque una pequefia cantidad de luz es
absorbida por el solvente y el tubo eso se nulifica con el ajuste a cero. Quitar el tubo
con el blanco. Meter ahora el tubo con la muestra, alinear bien. Cerrar la camara.
Registra la absorbencia. Si es mayor de 0.8 diluir con acetona al 80% (con cantidades
conocidas para poder conocer la concentracion al final) hasta que la absorbancia sea
debajo de « }0.8 a 664nm. Esto asegurara que las absorbencias medidas estén en la
parte de mayor exactitud del aparato. Ahora, cambiar a 647 nm y 750 nm, y en cada
una de esas longitudes de onda asegurarse que primero se ajuste a cero con el blanco
de acetona para después registrar la absorbencia de la muestra.

Con los resultados anteriores ya puedes determinar la cantidad de clorofila total en esa
muestra. Con la ayuda de las ecuaciones de Porra (1989) calcular la concentraciéon de
clorofila a, b y a+b del tejido. Concentracion (ug/ml) clorofila a = (12.25 * (A664-A750))
- (2.55 *(A647-A750)) Concentracion (ug/ml) clorofila b = (20.31 * (A647-A750)) - (4.91
* (A664-A750)) Concentracion clorofila a + b (clorofila total) = (17.76 * (A647-A750)) +
(7.34 * (A664-A750))
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Puedes calcular el contenido de clorofila (en pg) de toda la muestra porque conoces la
cantidad de ml de solucion que usaste en toda la muestra (para una hoja), y como
conoces el peso y area de la muestra (cuando cortaste pedazos de hoja) puedes
reportar el contenido de clorofila en ug/g o pg/cm?. Repetir el procedimiento anterior
para cada hoja. En el reporte agregar un cuadro con las absorbencias originales de
cada hoja.
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PRACTICA#5
Titulo:

DETERMINACION DE ACIDOS TOTALES POR TITULACION (ACIDEZ TITULABLE)
EN PLANTAS CAM.

INTRODUCCION

Al igual que todos los organismos, las plantas han desarrollado mecanismos
adaptativos que les permiten colonizar todos tipos de ambientes. En particular, en las
plantas que presentan metabolismo &cido crasulaceo, como cactus y suculentas crecen
en habitats con baja precipitacion pluvial donde el agua es una de los principales
recursos limitantes. Este metabolismo permite a las plantas mantener cerrados los
estomas foliares durante el dia para evitar la perdidad de agua, mientras que los abren
de noche para captar el CO2 necesario para la fotosintesis durante la noche. Duirante
la noche, las plantas sintetizan acido crasulaceo, donde almacenan el CO2, que es
usado para la fotosintesis durante el dia. El &cido crasulaceo es almacenado en
vacuolas celulares, lo que causa un incremento en la acidez de sus tejidos. En cambio,
en el dia, el acido crasulaceo es degradado para utilizar el CO2 y la acidez del tejido se
reduce. Asi, una medida indirecta del intercambio de gases en las plantas CAM es la
concentracion de acidez en sus tejidos. Esta adaptacion se presenta en un nimero
importante de especies y es un mecanismos adaptativo de las plantas para soportar
altas condiciones de estrés bajo condiciones extremas de limitacién de agua. Por ello,
es importante que los alumnos evaluen de forma indirecta habilidad los cambios de

acidez en los tejidos de almacenamiento de las plantas con este tipo de metabolismo.

OBJETIVOS:

e Evaluar por medio del método de titulacion la variacion temporal en la
concentracion de acidez en tejidos vegetales de diferentes plantas de
metabolismos &acido crasulaceo

e Que el alumno aprenda una técnica de evaluacion de acidez en las plantas

e Que el alumno comprenda el metabolismos acido crasulaceo de las plantas

20 Nombre del profesor



Titulo del curso

MATERIALES.

NaOH 0.01N, fenolftaleina, balanza, potenciémetro (pH-metro).
1 soporte universal

1 Pinzas para bureta

1 buretas de 25 6 50 ml

1 termoplato

1 agitador magnético

1 embudo

2 mortero y mazo

2 Espéatula

1 piseta con agua destilada

1 Probeta de 50ml

2 Matraz Erlenmeyer de 125 ml.

2 Pipeta graduada de 5ml.

2 pipeteadores

1 pipeta Pasteur

1 gradilla

16 tubos de ensaye de 13x100mm

8 tapones de hule para tubos de ensaye de 13x100mm
1 sacabocados

METODOLOGIA

1) Elegir dos especies suculentas a estudiar, o una especie suculenta creciendo en dos
condiciones diferentes de humedad o a diferentes horas del dia. Tomar 4 muestras
de cada especie o de cada condicidn elegida. Cortar con sacabocados (horadador o
perforador) un area de 2cm de diametro. Utilizar la parte verde del tejido y descartar
la parte clara (la interna). Pesar el tejido en una balanza analitica. Utilizar 2.5 g por
muestra.

2) Poner el trozo en el mortero y macerar 2.5 g de tejido de la planta suculenta que

elijas. Agregar 10mlde agua destilada. Macerar hasta que un homogenado muy fino
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resulte (agregar agua en porciones y enjuagar el mortero con las porciones finales).
Vaciar el homogenizado en un tubo de ensayo. Sellar el tubo.

3) Centrifugar a 1,500 r.p.m. por 10 min. Recuperar el sobrenadante en otro tubo de
ensayo. Sellar el tubo. Repetir el procedimiento para cada tejido y cada especie
(usar 4 réplicas por especie). Rotular cada tubo con clave para sobrenadante,
especie o condicion y numero de réplica.

4) Medir el pH de cada muestra con el potenciémetro. Lavar el potenciémetro con agua
destilada cada vez que se cambia de muestra. Se quita el exceso de agua con un
papel apenas tocando la punta.

5) Titular con NaOH 0.01N. Agregar una gota de fenolftaleina a la muestra y vaciar la
muestra en un matraz el cual se coloca bajo la bureta. Anotar la cantidad de ml de
NaOH 0.01N presentes en la bureta. Agitar el matraz manualmente o colocarlo sobre
un termoplato, agregar el agitador magnético y encender la agitacién del termoplato.
Agregar gota a gota NaOH 0.01N hasta que vire de color, es decir de incoloro a
ligeramente rosa. Anotar la cantidad de ml de NaOH 0.01N presentes en la bureta 'y
calcular la cantidad de NaOH 0.01N utilizada en cada muestra. Calcular los mililitros
de NaOH 0.01N gastados por gramo de peso fresco de tejido. Esta sera la forma de
reportar los resultados.

6) Medir el pH final de cada muestra con el potenciémetro.

Nota: El valor de la acidificacion nocturna puede ser el valor del amanecer menos el

valor del anochecer.
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Practica # 6
TITULO:

INFLUENCIA DEL PH SOBRE LOS PIGMENTOS ANTOCIANINAS Y BETALAINAS

INTRODUCCION:

Los pigmentos rojizos se encuentran en flores, hojas y tallos de muchas plantas. Son
menos frecuentes en raices. Casi todas estas moléculas tienen propiedades quimicas
de dos grupos de pigmentos, las antocianinas y las betalainas. Las antocianinas son
mucho mas abundantes entre las plantas superiores que las betalainas. Las
antocianinas generalmente son rojas pero el grupo también contiene pigmentos que
son violetas o azules. La mayoria de los frutos y flores deben sus colores a las
antocianinas, pero hay carotenoides anaranjados o amarillos (que no se relacionan ni a
las antocianinas ni a las betalainas) que algunas veces predominan en tales 6rganos,
por ejemplo el pigmento del tomate. Las antocianinas también contribuyen a los colores
espectaculares de muchas hojas del otofio. Estos pigmentos son glucosidos (derivados
del azucar) de varias antocianidinas. Las betalainas consisten tanto de pigmentos rojos
como de amarillos, las betacianinas y las betaxantinas, respectivamente.

Las betalainas han sido encontradas solo en 10 familias: Amaranthaceae,
Basellaceae, Cactaceae, Chenopodiaceae, Didieraceae, Ficoideaceae, Nyctaginaceae,
Phytolaccaceae, Portulacaceae, y Stegnospermaceae. Las antocianinas no sélo no se
han encontrado en ninguna especie de estas familias, sino que parece que sélo uno de
estos dos grupos de pigmentos se sintetiza en cualquier planta. Este hecho interesante
(junto con otros criterios morfoldgicos) ha sido utilizado por los
guimiotaxbnomos para modificar la clasificacion del orden Centrospermae e incluir
solamente las 10 familias que contienen betalainas. En contraste con las antocianinas,
las betalainas contienen nitrégeno. Tanto las antocianinas como las betalainas son
muy solubles en agua y se acumulan en las vacuolas. Las antocianinas generalmente
estan positivamente cargadas y se mueven hacia el catodo durante la electroforesis,
mientras que las betalainas comunmente tienen una carga negativa debida a la

ionizacion del grupo carboxilo y se mueven hacia el anodo. La electroforesis es
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entonces una técnica que las distingue facilmente. Otro criterio para distinguirlas es su
respuesta de color diferencial hacia el cambio de pH, especialmente con el tratamiento
de una base como el KOH. Esta respuesta sera estudiada en el presente experimento
usando betanina, la abundante betacianina de las raices del betabel o remolacha roja y
una antocianina que contienen cianidina de la col roja o repollo colorado (o morado).

También se puede usar “flor de jamaica” en lugar de col roja.

Materiales:

HCI 0.1N y 1N, KOH 0.01N y 0.1N, Balanza.

2 mortero y mazo 2 Matraz Erlenmeyer de 125 ml.
2 Embudo Buchner 2 Pipetas graduadas de 1 ml
2 Manguera para vacio 1 Pipeta graduada de 5ml.
2 Matraz Kitazato de 250 mi

1 pipeta

4 Papel filtro 20 tubos de ensaye de 13x100mm

2 Espéatula 1 gradilla

1 Piseta con agua destilada 1 agitador de vidrio

1 Probeta de 100mi

METODOLOGIA

En forma separada moler en un mortero 2 g de col roja (repollo morado) y de betabel
en 40 ml de agua hasta que resulte un homogeneizado muy fino (agregar agua en
porciones y enjuagar el mortero con las porciones finales). Filtrar cada homogeneizado
a través del papel filtro acomodado en el embudo y el matraz Kitazato. Usar vacio
conectado al matraz Kitazato para acelerar el proceso. Descarte el material solido del
papel y ponga el filtrado de cada especie en un contenedor separado. Agregar 5 ml del
jugo de la col roja en cada uno de 5 tubos de ensayo numerados del 1 al 5. Repetir
para el betabel pero etiquetar los tubos del 6 al 10. Conservar los tubos #1 y #6 como
controles sin tratamiento. Agregar 1 ml de HCI 0.1N a los tubos #2 y #7. Mezclar bien

con el agitador de vidrio y anotar cualquier cambio de color si éste ocurre. Agregar
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0.5 ml de KOH 0.01N a los tubos #3 y #8 y mezclar bien. El extracto de col roja debe
ponerse violeta o si esta muy bésico azul. Registrar el color de ambas soluciones.
Agregar 1 ml de KOH 0.1N a los tubos #4 y #9 y registrar los colores. Finalmente
agregar una bolita de cristales de KOH o NaOH a los tubos #5 y #10. La antocianina
debe hacerse amarilla. Registrar estos colores, después determinar si los cambios de
color son reversibles agregando gotas de KOH 0.1N a los tubos #2 y #7, gotas de HCI
0.1N a los tubos #3, #8, #4, #9, y finalmente HCI 1N para los tubos #5 y #10. Agitar con
el agitador de vidrio cada vez que se agreguen gotas. Toma una muestra de cualquier
tejido vegetal (de dos o tres especies diferentes) de los alrededores de la escuela
para que la compares con estas dos muestras y realiza el mismo proceso. Dos de esas
especies (con antocianinas) se usaran en la sesion de la siguiente semana para la
determinacién de antocianinas. El reporte completo se entrega después de la segunda
sesidon cuando se determinen antocianinas y se generen datos que se puedan analizar

estadisticamente. La contribucién de esta primera sesion en el
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PRACTICA#7
TITULO:
DETERMINACION DEL CONTENIDO DE ANTOCIANINAS.

INTRODUCCION:

Los pigmentos rojizos se encuentran en flores, hojas y tallos de muchas plantas. Son
menos frecuentes en raices. Casi todas estas moléculas tienen propiedades quimicas
de dos grupos de pigmentos, las antocianinas y las betalainas. Las antocianinas son
mucho mas abundantes entre las plantas superiores que las betalainas. Las
antocianinas generalmente son rojas pero el grupo también contiene pigmentos que
son violetas o azules. La mayoria de los frutos y flores deben sus colores a las
antocianinas, pero hay carotenoides anaranjados o amarillos (que no se relacionan ni a
las antocianinas ni a las betalainas) que algunas veces predominan en tales érganos,
por ejemplo el pigmento del tomate. Las antocianinas también contribuyen a los colores
espectaculares de muchas hojas del otofio. Estos pigmentos son glucosidos (derivados
del azucar) de varias antocianidinas. Las betalainas consisten tanto de pigmentos rojos
como de amarillos, las betacianinas y las betaxantinas, respectivamente.

Las betalainas han sido encontradas s6lo en 10 familias: Amaranthaceae,
Basellaceae, Cactaceae, Chenopodiaceae, Didieraceae, Ficoideaceae, Nyctaginaceae,
Phytolaccaceae, Portulacaceae, y Stegnospermaceae. Las antocianinas no sélo no se
han encontrado en ninguna especie de estas familias, sino que parece que sélo uno de
estos dos grupos de pigmentos se sintetiza en cualquier planta. Este hecho interesante
(junto con otros criterios morfoldgicos) ha sido utilizado por los quimiotaxdnomos para
modificar la clasificacién del orden Centrospermae e incluir solamente las 10 familias
gue contienen betalainas. En contraste con las antocianinas, las betalainas contienen
nitrdgeno. Tanto las antocianinas como las betalainas son muy solubles en agua y se
acumulan en las vacuolas. Las antocianinas generalmente estan positivamente
cargadas y se mueven hacia el catodo durante la electroforesis, mientras que las
betalainas comunmente tienen una carga negativa debida a la ionizacién del grupo
carboxilo y se mueven hacia el anodo. La electroforesis es entonces una técnica que

las distingue facilmente. Otro criterio para distinguirlas es su respuesta de color

26 Nombre del profesor



Titulo del curso

diferencial hacia el cambio de pH, especialmente con el tratamiento de una base como
el KOH. Esta respuesta sera estudiada en el presente experimento usando betanina, la
abundante betacianina de las raices del betabel o remolacha roja y una antocianina

gue contienen cianidina de la col roja o repollo colorado (o morado). También se puede

usar “flor de Jamaica” en lugar de col roja.

OBJETIVOS:

a) Estimar en contenido de antocianinas en tejidos vegetales

MATERIALES

1 perforador o sacabocados

11 tubos de ensayo (13x100mm) con tapon,

Gradilla

Pipeta graduada de 10 ml

Espectrofotometro

Solucién de metanol acidificado [6EMHCI : H20 : MeOH (7 : 23 : 70)]

METODOLOGIA

1. Extraccion de antocianinas:

Elegir dos especies a estudiar, 0 una especie con dos tipos de hojas diferentes, por
ejemplo maduras y jévenes. De preferencia que los dos tipos de hojas (de la misma
especie o de dos especies distintas), sean de diferente color y que al menos una sea
mas o menos roja. Cortar 5 hojas de cada especie o de cada condicién elegida. Cortar
con sacabocados o perforador un &rea de alrededor de 1 cm2 (calcular bien el rea
usando la formula correspondiente). Poner cada muestra en un tubo de ensayo y
agregar 4 ml de metanol acidificado [6MHCI : H20 : MeOH (7 : 23 : 70)]. Tapar los
tubos con un tapon o con papel parafilm. Dejar todos los tubos (10 en total) en el
refrigerador (40C) por 24 horas para que se extraigan las antocianinas del tejido.
También dejar un tubo con 4ml de solucién (sin tejido) en el refrigerador. Taparlo con

tapdn o parafilm. Este serd el blanco para las mediciones con el espectrofotbmetro.
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2. Determinacién de antocianinas con el espectrofotometro:

Al dia siguiente prender el espectrofotdmetro al menos 15 minutos antes de las
mediciones para que se estabilice. Selecciona el modo absorbancia con la tecla ATC.
Selecciona con las teclas ¥ A la longitud de onda 530 nm. Pon 3 ml de la solucion de
pigmentos en uno de los tubos del espectrofotometro. Cuida que no tenga material en
suspension. Si lo tiene, se tiene que filtrar o centrifugar para separar. En otro tubo pon
3 ml de la solucion (blanco). Limpiar con alcohol cualquier huella dejada en los tubos
del espectrofotémetro y poner el tubo con el blanco en el espectrofotometro cuidando
gue queden alineadas las marcas del tubo. Cerrar la camara. Presionar la tecla 0
ABS/100% T. Aunque una pequefia cantidad de luz es absorbida por el solvente y el
tubo eso se nulifica con el ajuste a cero. Quitar el tubo con el blanco. Meter ahora el
tubo con la muestra, alinear bien. Cerrar la cAmara. Registra la absorbancia. Si es
mayor de 1.0 diluir con metanol acidificado (con cantidades conocidas para poder
conocer la concentracion al final) hasta que la absorbancia sea debajo de « }1.0 a
530nm. Esto asegurara que las absorbancias medidas estén en la parte de mayor
exactitud del aparato. Cambiar a 653 nm. Primero ajusta a cero con el blanco y
después registra la absorbancia de la muestra. Con estos datos (absorbancias a 530
nm y 653 nm) ya puedes determinar la cantidad de antocianinas en esa muestra
(hoja). Calcula la concentracién de antocianinas (en equivalentes de 3-glucosido de

cianidina) con la siguiente ecuacion:

Concentracion de antocianina (ug/ml) = 14.97 * (A530-(0.24*A653))

Puedes calcular el contenido de antocianinas (en ug) de toda la muestra porque
conoces la cantidad de ml de solucidén que usaste en toda la muestra (para una hoja); y
como conoces el area de la muestra (cuando cortaste la hoja) puedes reportar el
contenido de antocianinas en ug/cm2. Repetir el procedimiento anterior para cada

hoja. En el reporte agrega un cuadro con las absorbancias de cada hoja.
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PRACTICA #8
TITULO:
PROMOCION DEL CRECIMIENTO DE COLEOPTILOS CON AUXINAS

INTRODUCCION

El crecimiento temprano de las plantas es una etapa que determina el crecimiento
tardio de las plantas, pero ademas, es una etapa de las plantas donde estan expuestas
a diversos factores bidticos y abioticos que pueden incrementar el riesgo de mortalidad.
El crecimiento de las plantas es un caracter complejo que es influenciado por una gran
cantidad de factores. Entre otros, las auxinas son hormonas vegetales sintetizadas por
las plantas y que influyen sobre la capacidad de las plantas para crecer. Ademas, la
concentracion de la auxina en los tejidos vegetales puede determinar la tasa de
crecimiento en las plantas, incrementando su capacidad competitiva (contra planta de
la misma o de diferentes especies en etapas tempranas. Por ejemplo, una planta con
alta capacidad de sintetizar auxinas crecerd mejor en comparacién a individuos que
sintetizan o movilizan menos auxinas. El efecto de las auxinas sobre el crecimiento se
puede evaluar agregando auxinas a plantas en etapa de desarrollo similar y estimando
su tasa de crecimiento en condiciones de laboratorio. Dada la importancia de las
auxinas para que las plantas silvestres y cultivadas crezcan de forma éptima y
sobrevivir a condiciones estresantes durante el desarrollo temprano, es importante que
se evalle de forma experimental como la variacion en la concentracion de auxinas

incrementa el crecimiento en las plantas.

OBJETIVOS
¢ Que los alumnos examinen el efecto de las auxinas en la tasa de crecimiento
temprano de las plantulas.

e Evaluar el efecto de la variacién de auxinas en platulas de maiz

MATERIAL
Semillas de maiz (mas de 50),

8 cajas de petri de vidrio o plastico (solicitarlo al profesor),
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1 navaja,

4 vasos de precipitados de 30 6 50 ml,

1 pipeta de 10 ml (o en su lugar jeringas de 10 ml),

1 embudo,

1 piseta con agua destilada,

1 vernier,

1 regla,

1 pinza de diseccion,

Potenciometro (pH-metro) y soluciones amortiguadoras,
Solucién de 1AA 2.5 mg/L + 2 % de sacarosa,

Solucioén de cloro al 10%

METODOLOGIA

1. Germinacion de maiz:

Una semana antes de la fecha de laboratorio colocar alrededor de 100 semillas de
maiz en un frasco de vidrio aséptico. Lavar con cloro al 10%. Lavar las semillas
también. Poner un pedazo de malla (mosquitero) atada con una liga en la boca del
frasco. Agregar agua destilada dejar en remojo por unos minutos (de 5 a 10) y vaciar el
contenido dejando el frasco inclinado hacia abajo. Repetir el procedimiento una o dos
veces por dia, cada dia hasta que las plantulas tengan un tamafio de aproximadamente
2 .cm.

2. Experimento de promocion de crecimiento de coleoptilos:

Cortar 5 mm de la punta del coledptilo. Cortar 10 mm de coledptilo a partir del extremo
cortado. Retirar el cotiledon. Colocar cinco coledptilos en cada caja de petri. Agregar 20
ml de disolucion de auxina a 4 cajas de Petri; agregar 20 ml de agua destilada a las
otras 4 cajas de petri. Dejar los tejidos en la disolucion por 5 minutos; mover las cajas
suavemente; vaciar cada disolucion, a través del embudo, a cada uno de los vasos de
precipitados. Medir el pH. Regresar cada una de las disoluciones a su correspondiente
caja de petri. Dejar los tejidos en las cajas de petri con disolucion por 24 horas. Mover

las cajas suavemente de vez en cuando. Al dia siguiente vaciar cada disolucion, a
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través del embudo, a cada uno de los vasos de precipitados. Medir el pH. Medir la

longitud de cada uno de los coledptilos con una regla o un vernier.
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