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RESUMEN 

 
El fósforo es un macronutrimento esencial para el crecimiento y metabolismo de las 

plantas. Su deficiencia provoca múltiples cambios, algunos de ellos constituyen la base de 

adaptaciones metabólicas que incrementan la toma de fosfato y/o la eficiencia de su uso. 

Estas modificaciones, aunque valiosas, con frecuencia son insuficientes y la deficiencia de 

fosfato reduce la productividad en muchas de las tierras dedicadas a la agricultura. En 

este trabajo se evaluó el efecto de la deficiencia de fosfato sobre el metabolismo del 

almidón en hojas de plantas de frijol. Los resultados indicaron que el proceso de 

degradación se volvió menos eficiente, lo que genera su acumulación. La deficiencia de 

fosfato produce efectos muy amplios y en el caso particular de la degradación del almidón 

las investigaciones realizadas permitieron ubicar cambios a diferentes niveles: en las 

características del almidón, en la asociación de proteínas a la superficie de los gránulos y 

en la regulación de la actividad de β-amilasa. 

El almidón de las hojas de las plantas que crecieron en ausencia de fosfato está menos 

fosforilado y los niveles de amilosa se incrementaron. Esto sugiere que el proceso de 

síntesis también fue afectado. Además, la deficiencia de fosfato disminuyó la cantidad de 

proteínas asociadas a la superficie de los gránulos, proteínas que modifican las 

propiedades del almidón o favorecen su degradación (por ejemplo, se redujo la unión de 

la proteína glucan agua dicinasa, la cual es responsable de la fosforilación del almidón). 

La β-amilasa contribuye de manera importante a la degradación del almidón en frijol. La 

falta de fosfato incrementó su actividad; sin embargo, los cambios que esa condición 

indujo sobre las propiedades del almidón hicieron que la enzima fuera menos eficiente.  

En este trabajo también se encontró que la interacción entre la β-amilasa y los gránulos 

de almidón es muy importante, pues gracias a ella la enzima se protege de la inactivación 

por oxidación, y es posible que ésta sea la causa que la mantiene activa durante la noche. 

Los datos obtenidos sugieren que la deficiencia de fosfato hizo que el ambiente celular se 

tornara más oxidante. Sin embargo, esa condición también favorece la unión de la β-

amilasa al gránulo. Desde un punto de vista fisiológico este hecho es relevante pues es 

probable que gracias a ello, a pesar de los cambios que induce la deficiencia de fosfato, 

las plantas mantengan la capacidad para degradar el almidón. 

 



CAPÍTULO I 

INTRODUCCIÓN 

 

A pesar de que el frijol es esencial en la dieta de muchos mexicanos, su producción es 

insuficiente pues está rodeada de una problemática difícil de resolver: normalmente se le 

cultiva en tierras poco productivas. Es común que los insumos aplicados (fertilizantes, 

insecticidas, fungicidas, etc.) no sean suficientes y los canales de comercialización 

tampoco son adecuados. Ante la imposibilidad de incrementar la superficie destinada a su 

cultivo, o que se cultive en tierras de mayor calidad, se hace necesario intentar resolver 

los problemas tecnológicos que limitan su producción. Se ha estimado que el promedio 

del rendimiento de los cultivos de frijol en países en desarrollo es menor al 20% de su 

potencial (Yan et al., 1995), lo cual muestra que hay amplias posibilidades para lograr 

mejoras sustanciales. La deficiencia de fósforo (P) tiene su origen en la gran facilidad con 

que este elemento se combina con otros y forma complejos que las plantas no pueden 

aprovechar. Así, la cantidad de P total en el suelo puede llegar a ser muy alta; sin 

embargo, el fosfato inorgánico (Pi, que es la forma asimilable por las plantas) rara vez 

excede 10 M. La baja proporción de P asimilable en el suelo es uno de los grandes 

problemas que en México y en el mundo limitan la productividad de los cultivos. Para 

sobrevivir en esos ambientes, las plantas han perfeccionado estrategias que les permiten 

tanto aumentar la disponibilidad de Pi, como incrementar la eficiencia con que se usa el 

poco Pi disponible (Bieliski, 1973). En el caso particular del frijol, el estudio de las 

manifestaciones fisiológicas de la falta de Pi puede contribuir a generar criterios útiles 

para la selección de genotipos más tolerantes.  

Dentro de las plantas el fósforo participa en numerosos procesos bioquímicos, por lo que 

su ausencia tiene múltiples efectos. Una de las manifestaciones más evidentes es la 

acumulación de almidón en las hojas (Cierezko y Barbachowska; 2000; Dietz y Helios, 

1990; Rao et al., 1993). Normalmente, el almidón se sintetiza y almacena en los 

cloroplastos durante el día, y se degrada por la noche para proveer de fotosintatos a los 

tejidos de demanda (Zeeman et al., 2002a). Este suministro de carbono en el período de 

oscuridad es esencial para el crecimiento de las plantas (Smith, 2005). La deficiencia de 

Pi al provocar la acumulación de almidón en las hojas, podría de manera indirecta limitar 

el crecimiento de las plantas.  



El almidón es un polímero de glucosa que constituye el principal producto de 

almacenamiento en semillas y otros órganos (Tetlow et al., 2004b). Representa el 80% de 

la ingesta calórica mundial, se utiliza como alimento animal y es una importante materia 

prima para la industria (Guan y Keeling 1998). La importancia económica y social que 

adquirieron durante el siglo pasado las bebidas alcohólicas producidas a partir de 

cereales, favoreció la investigación científica dirigida a conocer la naturaleza y regulación 

del proceso de degradación de almidón en el endospermo, el cual actualmente se 

entiende con profundidad tanto a nivel bioquímico como molecular (Smith et al., 2003). Sin 

embargo, la degradación del almidón en endospermo de cereales es muy diferente a la 

forma en que este proceso ocurre en otras especies e incluso en otros órganos vegetales 

de los mismos cereales. 

Todas las células vegetales sintetizan y degradan almidón en algún punto de su 

desarrollo. No obstante, existen notables diferencias: en órganos de almacenamiento 

como tubérculos, raíces y embriones puede acumularse por períodos muy largos, en 

meristemos y órganos en desarrollo la acumulación puede prolongarse por días o 

semanas, mientras que en las hojas se acumula durante el día y se degrada en la noche. 

La cantidad de almidón presente en un órgano representa un balance entre los procesos 

de su síntesis y degradación. Si bien existen dudas acerca de algunos puntos críticos del 

proceso de síntesis, comparativamente se conoce menos acerca del proceso de 

degradación.  

En lo que a la acumulación de almidón que se observa en plantas cultivadas en 

deficiencia de Pi se refiere, se ha sugerido que podría ser una adaptación a la deficiencia 

de Pi, pues en su síntesis se libera Pi que puede ser usado en otros procesos. También, 

se ha propuesto que la deficiencia de Pi, al incrementar la relación triosa-P/Pi, activa a la 

ADP glucosa pirofosforilasa (Preiss y Romeo, 1994) y, de manera indirecta, se favorece la 

síntesis de almidón (Cierezko y Barbachowska, 2000; Kondracka y Rychter, 1997). Sin 

embargo, también existe la posibilidad de que la acumulación de almidón sea el resultado 

de la disminución en su degradación (Usuda y Shimogawara, 1991).  

En este contexto, este trabajo se encaminó a la búsqueda de evidencias que permitieran 

entender las bases bioquímicas de la acumulación de almidón en las hojas de frijol que 

crecen en deficiencia de Pi. 

 

 



 

CAPÍTULO II 

ANTECEDENTES 

 
 

II.1 La deficiencia de fosfato 

El frijol (Phaseolus vulgaris) representa el 50% de las leguminosas que se consumen a 

nivel mundial (Broughton et al., 2003; Graham et al., 2003). En algunos países de Centro 

y Sudamérica el frijol es un cultivo básico pues constituye la principal fuente de proteínas 

presentes en la dieta (Hernández, 2007). Sin embargo, la producción de frijol se ve 

limitada por diferentes factores entre los que destacan los bajos niveles de nitrógeno y 

fósforo en el suelo (Graham et al., 2003). Después del nitrógeno, el P es el segundo 

macronutrimento que limita el crecimiento de las plantas (Schachtman et al., 1998); para 

que el crecimiento vegetativo sea óptimo debe alcanzarse un nivel de P entre 0.05% y 

0.5% de la materia seca de la planta (Marschner, 1995; Schachtman et al., 1998). Este 

elemento participa en numerosos procesos (respiración, síntesis y estabilidad de la 

membrana celular, activación/inactivación de enzimas, reacciones redox, señalización, 

metabolismo de carbohidratos, fijación de nitrógeno, etc.), lo cual puede explicar el que 

sea tan necesario; sin embargo, a niveles mayores al 1% de la materia seca, el Pi se 

vuelve tóxico.  

Aunque es un macronutrimento, la disponibilidad de P en los suelos es frecuentemente 

limitada, a grado tal que algunos micronutrimentos llegan a ser más abundantes (Bieleski, 

1973). 

La falta de P tiene muchos efectos, pero una de las respuestas más notorias de las 

plantas que sufren deficiencia en Pi es la reducción en el crecimiento de la parte aérea 

(tallos, hojas, yemas axilares, etc.), así como la disminución en el número (Lynch et al., 

1991) y tamaño de las hojas (Marschner, 1995). La disminución en el número de hojas 

implica cambios en la actividad del meristemo apical; mientras que la reducción en su 

tamaño puede estar relacionada con cambios en la división y/o en la expansión celular 

(Chiera et al., 2002). La producción de clorofila no se ve afectada, por lo que al disminuir 

el tamaño de las hojas, éstas adquieren un color verde más oscuro (Chiera et al., 2002).  

La deficiencia de P tiene menor efecto sobre el crecimiento de la raíz; sin embargo, 

induce cambios en su morfología y estructura: se incrementa el número de raíces 



Antecedentes 
________________________________________________________________________________________________ 

adventicias, disminuye la ramificación de raíces laterales y aumenta la densidad y el 

tamaño de los pelos radicales. En conjunto estas modificaciones son importantes para 

maximizar la exploración de las capas superiores del suelo (Fragoso 2004; Lynch, 1995; 

Lynch y Brown 2001; Schachtman et al., 1998). La modificación más relevante, en 

Arabidopsis y en otras especies vegetales es la multiplicación de pelos radicales 

(Schachtman et al., 1998; Schmidt, 2001). Estas extensiones de las células epidérmicas 

incrementan el contacto de la raíz con el suelo y aumentan el volumen de suelo 

explorado. Se ha estimado que hasta el 63% del P que las plantas toman del suelo entra 

por los pelos radicales (Grotz y Guerinot, 2002). El crecimiento de los pelos radicales es 

muy rápido, por lo que, su aparición constituye una respuesta casi inmediata de las raíces 

a condiciones ambientales cambiantes (Bates y Lynch 2000a). Sin embargo, la 

variabilidad genética es responsable de las diferencias en la capacidad de diferentes 

variedades para producir pelos radicales en respuesta a la deficiencia de P. 

En otras especies como Lupinus albus, la deficiencia de P induce la formación de raíces 

proteoides, las cuales son raíces laterales primarias con grupos de raíces secundarias y 

terciarias (Watt y Evans, 1999) especializadas en la exudación de ácidos orgánicos que 

pueden solubilizar el P de los iones metálicos que lo inmovilizan (Neumann et al., 1999). 

Las células corticales de raíces de plantas de Phaseolus vulgaris que sufren deficiencia 

de Pi muestran la aparición de grandes vacuolas, invaginaciones del plasmalema y 

mitocondrias amorfas (Wanke et al., 1998). Por otro lado, los efectos de la deficiencia de 

P son dependientes de la etapa de desarrollo de las plantas. En etapas avanzadas la 

formación de órganos reproductivos se retarda, el número de flores disminuye y la 

senescencia prematura de las hojas restringe la formación de semillas (Marschner, 1995). 

Sin embargo, independientemente de la etapa de desarrollo, la falta de P hace que las 

plantas crezcan más lentamente y acumulen menos biomasa (Bates y Lynch, 2000b). 

Los cambios estructurales y morfológicos anteriormente mencionados también involucran 

modificaciones importantes en el metabolismo del carbono. En este sentido destacan 

reacciones metabólicas alternas que reducen la demanda de Pi, tanto en la glucólisis 

como en la respiración al usar el pirofosfato (PPi) en lugar del ATP lo que permite hacer 

un uso más eficiente del P disponible (Rychter y Mikulska, 1990; Theodorou y Plaxton, 

1993).  

En soya la deficiencia en Pi reduce la cantidad y la actividad de la Rubisco, lo que se 

refleja en una menor tasa fotosintética, al mismo tiempo que las hojas acumulan almidón y 
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sacarosa (Lauer et al., 1989). En frijol no se han observado cambios en la actividad 

fotosintética (Ciereszko y Barbachowska, 2000). Sin embargo, en ambos casos se han 

observado incrementos en los niveles de carbohidratos (glucosa, fructosa, sacarosa y 

almidón) y cambios importantes en las actividades de enzimas como sacarosa fosfato 

sintasa, sacarosa sintasa, invertasas, ADP glucosa pirofosforilasa (Ciereszko y 

Barbachowska, 2000) y UDP glucosa pirofosforilasa (Ciereszko et al., 2001). Se ha 

sugerido que estos cambios forman parte de una estrategia general para adaptar el 

metabolismo a las necesidades que plantea la deficiencia en Pi. 

 

II.2 El almidón 

El almidón es un polisacárido que las plantas superiores usan para almacenar energía y 

que en la dieta de los humanos constituye la principal fuente de carbohidratos (Blennow et 

al., 2002). Es una macromolécula altamente organizada que forma gránulos insolubles en 

agua. En las hojas verdes los gránulos se encuentran en los cloroplastos, mientras que en 

los órganos de reserva como semillas y tubérculos se almacenan en los amiloplastos 

(Sajilata et al., 2006). El tamaño y la forma de los gránulos de almidón es característico de 

cada especie botánica; en tubérculos de papa llegan a medir 100 μm, en tanto que los de  

raíz de la planta de taro miden de 1-3 μm (Smith et al., 2001). La forma puede ser desde 

esférica hasta elipsoidal o lenticular. Los gránulos de arroz, exhiben formas angulosas, 

mientras que otros que han sido modificados genéticamente presentan morfologías 

complejas (Donald, 2004). 

 

II.3 La síntesis de almidón en hojas 

El almidón es uno de los principales productos de la fotosíntesis. La conversión de 

intermediarios del Ciclo de Calvin en ADP-glucosa, el sustrato para las almidón sintasas 

(SS, de sus siglas en inglés), se muestra en la Figura II.1. 

Las isoformas cloroplásticas de la fosfoglucosa isomerasa y de la fosfoglucomutasa 

catalizan la conversión de fructosa 6-fosfato en glucosa 1-fosfato, metabolito que junto 

con el ATP es utilizado por la ADP glucosa pirofosforilasa (AGPasa) para generar ADP-

glucosa y pirofosfato. El control del flujo de carbono hacia la biosíntesis del almidón en 

hojas se atribuye a la modulación de la actividad de la AGPasa. La reacción catalizada 

por esta enzima es reversible pues bajo condiciones fisiológicas, se asume que la alta 
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actividad de la pirofosfatasa alcalina cloroplástica dirige la actividad de la enzima hacia la 

producción de ADP-glc (Weiner et al., 1987). La actividad de la AGPasa es regulada 

alostéricamente: inhibida por los niveles de Pi y activada por 3-PGA (Preiss, 1988). La 

relación de estos dos metabolitos cambia con el suministro y demanda de fotosintatos: 

cuando el suministro excede la demanda, la relación 3-PGA/Pi en el estroma es alta, la 

AGPasa se activa y se acelera la síntesis del almidón (Stitt y Quick 1989). La actividad de 

esta enzima también se regula por las condiciones redox: puede inactivarse cuando los 

azufres de las cisteínas que se localizan en el dominio C-terminal de la subunidad 

pequeña de la enzima se oxidan y forman un puente disulfuro entre las dos subunidades. 

La reducción rompe el puente y activa a la AGPasa (Fu et al., 1998). En el cloroplasto la 

activación redox de esta enzima podría estar ligada al sistema ferredoxina/tiorredoxina y 

de esta manera a los cambios de estado redox entre el día y la noche, encontrándose 

activada (parcialmente) durante el día y prácticamente inactiva en la noche (Hendriks et 

al., 2003). Este mecanismo puede evitar la fuga de intermediarios metabólicos hacia la vía 

de biosíntesis durante la noche. La activación de la AGPasa en estado reducido también 

es sensible al estado metabólico del cloroplasto: vías de señalización en las que 

participan SnRK1 (sucrose-non fermenting-1-related protein kinase) y la hexocinasa 

hacen que se active cuando los niveles de glucosa y sacarosa son elevados (Tiessen et 

al., 2003). También, existen evidencias de que la trealosa 6-fosfato, que funciona como 

intermediario de las vías de señalización por azúcares, podría favorecer la acumulación 

de almidón (Kolbe et al., 2005; Zeeman et al., 2007). Lo que refleja un complejo sistema 

de regulación que permite el uso mas apropiado de los carbohidratos. 

 

II.3.1 La síntesis de la amilosa 

El almidón está compuesto de poliglucanos lineales y ramificados. Las almidón sintasas 

(SS) son enzimas que catalizan la formación de enlaces glucosídicos α-1,4, por medio de 

la transferencia del residuo glucosa de la ADP-glc al extremo no reductor de una cadena 

de glucanos. Las ramificaciones son generadas por las enzimas ramificadoras (BE, de sus 

siglas en inglés), mientras que las enzimas desramificadoras (DBE, de sus siglas en 

inglés), podrían estar involucradas en modificar las cadenas ramificadas en formas 

capaces de cristalizar (Zeeman et al., 2007). 
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Figura II.1. Síntesis de almidón en cloroplastos.  Abreviaturas: Fru6P, fructosa 6-fosfato; Glc1P, glucosa 1- 
fosfato; Glc6P, glucosa 6-fosfato; TPT, translocador triosa-fosfato / fosfato; PGI, fosfoglucosa isomerasa; PGM, 
fosfoglucomutasa; AGPasa, ADP glucosa pirofosforilasa; SS, almidón sintasa, BE, enzimas ramificadoras; 
DBE, enzimas desramificadoras. Tomada de Zeeman 2007. 
 

La amilosa es un polímero lineal formado por cadenas de glucosas unidas por enlaces α-

1,4, que constituyen el 20-30% del gránulo de almidón en los órganos de almacenamiento 

y 4-20% en los gránulos provenientes de las hojas (Hovenkamp-Hermelink et al., 1988; 

Zeemann, 2002b). Su peso molecular se encuentra en el orden de 105-106 (Kossmann y 

Lloyd, 2000). La localización exacta de la amilosa en el gránulo no ha sido determinada 

de manera concluyente, pero se ha sugerido que se encuentra principalmente en la región 

menos cristalina, la parte amorfa (Gallant, 1997; Jobling, 2004). Se sabe que la amilosa 

se sintetiza por medio de la acción catalítica de la isoforma de almidón sintasa que está 

unida al gránulo (GBSS, de sus siglas en inglés), pues mutantes que carecen de GBSS 

en maíz (Shure et al., 1983), arroz (Sano 1984; Villareal y Juliano, 1986), trigo (Nakamura 

et al., 1995), papa, sorgo, amaranto, cebada y chícharo (Kossmann y Lloyd, 2000) 

sintetizan gránulos de almidón sin amilosa. Además, en papa y arroz la disminución por 

RNA antisentido de la expresión de GBSS produjo gránulos de almidón con contenido de 

amilosa considerablemente reducido. Estas mutantes se denominan “cerosas” debido a 

que dan como resultado endospermos opacos, los cuales son más susceptibles a la 

degradación (Gallant et al., 1997). No se sabe cómo la GBSS cataliza la síntesis de 
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amilosa, ni qué es lo que impide que las enzimas ramificadoras actúen para generar 

cadenas laterales, pues además de la GBSS que se encuentra siempre unida al gránulo 

hay otras enzimas involucradas en el metabolismo del almidón que también tienen 

capacidad de asociarse a los gránulos. Se ha especulado que la GBSS es la única 

enzima cuya actividad está permanentemente asociada a los gránulos mientras, que las 

BE lo hacen transitoriamente (Kossmann y Lloyd, 2000). Por otro lado, se han encontrado 

enzimas ramificadoras bacterianas que son capaces de actuar en regiones del gránulo 

donde las ramificadoras de plantas no lo hacen, generando un material ramificado con 

características intermedias entre la amilosa y la amilopectina (Kortstee et al., 1998). Otra 

de las preguntas aún sin resolver se relaciona con el recambio e incorporación en los 

gránulos de almidón de los intermediarios que están entre ADPglc y el almidón. Hasta 

ahora ha sido imposible sintetizar almidón in vitro, pero en experimentos en donde 

gránulos de almidón se incubaron con ADP-(14C) glucosa por períodos cortos (una hora), 

la marca se incorporó en amilopectina, mientras que después de incubaciones más largas 

(24 horas) la marca se encontró principalmente en la fracción de amilosa (Denyer et al., 

1996). De estos resultados, se concluyó que la GBSS primero extiende las cadenas de las 

moléculas de amilopectina y que a partir de éstas, se generan las cadenas que 

constituyen la amilosa (Kossmann y Lloyd, 2000). Existen varias posibilidades para 

explicar el crecimiento de las cadenas de amilosa; una de ellas es que las endoamilasas 

hidrolicen a la amilopectina y den lugar a cadenas de amilosa. La otra es que la GBSS 

tenga una segunda actividad mediante la cual libere las cadenas de glucanos que 

previamente haya elongado. Dado que todas las mutantes que se han descrito como 

libres de amilosa presentan reducción de la actividad de GBSS, la última opción parece la 

más probable (Kossmann y Lloyd, 2000). 

 

II.3.2 La síntesis de la amilopectina 

La amilopectina es un polisacárido semicristalino, altamente ramificado, con un esqueleto 

de enlaces α-1,4 y 4-5% de puntos de ramificación α-1,6 (Blennow et al., 2002). Es el 

componente mayoritario de la mayoría de los almidones. La amilopectina es una molécula 

más grande que la amilosa cuyo peso molecular está entre 107-108. El tamaño y el grado 

de ramificación de la amilopectina varían ampliamente y esta diversidad estructural 

contribuye a las diferencias en las propiedades químicas y físicas que se observan entre 

almidones provenientes de diferentes fuentes (Guan y Keeling, 1998). La amilopectina se 
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sintetiza predominantemente en la superficie del gránulo con la participación de diversas 

isoformas de las enzimas SS, BE y DBE. Se han identificado numerosas isoformas de SS 

(Guan y Keeling, 1998), las cuales elongan las cadenas de glucosas unidas por medio de 

enlaces α-1,4 a partir del extremo no reductor. De acuerdo con su secuencia de 

aminoácidos, se clasifican en 5 familias: GBSS, SSI, SSII, SSIII y SSIV (Patron y  Keeling, 

2005).  GBSS está unida al gránulo y como ya se mencionó sintetiza la fracción lineal del 

almidón, usando ADP-glc (MacDonald y Preiss, 1985; Tatge et al., 1999; van de Wal et 

al., 1998) y contribuye a la síntesis de cadenas largas de amilopectina (Fulton et al., 

2002). Es capaz de generar cadenas no ramificadas de cientos o hasta miles de residuos 

de glucosas de longitud (Denyer, 1999). Se ha sugerido que puede alargar tanto 

maltooligosacáridos solubles (Zeeman et al., 2002a), como las cadenas laterales de la 

amilopectina (MacDonald y Preiss, 1985). Las otras SS están distribuidas en los gránulos 

y el estroma (SSI y SSII) o se localizan únicamente en el estroma (SSIII y SSIV). Las 

evidencias genéticas indican que cada una de las familias de las SS tiene funciones 

específicas. Las SSI, SSII y SSIII participan en la elongación de cadenas de amilopectina 

y presentan especificidad por el tamaño de cadena (Commuri et al., 2001; Craig et al., 

1998; Edwards et al., 1999; Fontaine et al., 1993; Fujita et al., 2006; Zhang et al., 2005; 

Zhang et al., 2008): las SSI actúan sobre cadenas cortas (grado de polimerización, DP, 

por sus siglas en inglés; entre 6 y 12), las SSII sobre cadenas de tamaño mediano (DP12-

DP25) y las SSIII preferentemente sobre cadenas de mayor longitud (>DP60). La función 

de SSIV no está claramente definida, pues la disminución de su actividad no genera 

cambios en la estructura de la amilopectina; se ha propuesto que su función está 

relacionada con el inicio de la formación del gránulo (Roldan et al., 2007). 

Las BE participan en la síntesis del almidón introduciendo los puntos de ramificación α-1,6 

por medio de una reacción de glucanotransferasa, en la cual una cadena de glucosas 

unidas por enlaces α-1,4 es escindida y un segmento del glucano de 6 ó más residuos de 

glucosa es transferido a esa misma cadena o a una adyacente (Borovsky et al., 1975). 

Las isoformas de las BE que contribuyen a la biosíntesis de la amilopectina se agrupan en 

dos clases, nombradas como I (tipo A) y II (tipo B) (Rahman et al., 2001). La clase I 

transfiere cadenas más largas que la clase II (Guan y Preiss 1993; Takeda et al., 1993). 

Los estudios realizados con mutantes indican que la acción de estas enzimas se 

interrelaciona y que actúan de forma secuencial durante la formación de la amilopectina 

(Nakamura, 2002). Cuando se han mutado las dos clases de BE, no hay formación de 

amilopectina, únicamente se forman largas cadenas de glucanos y se presentan gránulos 
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de almidón anormalmente grandes. De manera interesante en Arabidopsis no existen 

genes de las BE clase I y sólo hay dos genes de la clase II. Cuando se mutan estos 

genes, no hay síntesis de almidón y únicamente se detectan oligosacáridos lineales de 

cadena corta. 

Existen estudios que muestran que mutaciones en las DBE generan formas de glucanos 

solubles que no son capaces de formar gránulos semicristalinos. Se ha propuesto que las 

DBE contribuyen a dar a la amilopectina una estructura capaz de formar gránulos. Se 

sugiere que las SS y las BE generan moléculas de amilopectina demasiado ramificadas, 

algunas de las cuales son removidas por las DBE lo que da lugar a una amilopectina 

capaz de cristalizar (Ball et al., 1996; Myers et al., 2000; Zeeman et al., 1998). Las DBE 

se clasifican en dos grupos: dextrinasas límite (LDA o tipo pululanasa) e isoamilasas 

(ISA). El grupo de ISA se subdivide en ISA1, ISA2 e ISA3 (Hussein et al., 2003). Se ha 

observado que en el endospermo, si se muta ISA1 se forma fitoglucógeno (glucano 

soluble) en lugar de almidón, mientras que en hojas de Arabidopsis la formación de 

fitoglucógeno se presenta cuando se mutan los genes ISA1 ó ISA1 e ISA2. Las 

mutaciones de los genes que codifican para LDA e ISA3 no producen fitoglucógeno. Las 

evidencias genéticas indican que la actividad desramificadora que se requiere para la 

síntesis normal de almidón está en función de ISA1 e ISA1 más ISA2. Sin embargo, 

algunos estudios bioquímicos muestran que ISA es un complejo multiproteico cuya 

composición varía dependiendo de la especie. En las hojas de Arabidopsis y en los 

tubérculos de papa el complejo está formado por ISA1 e ISA2, mientras que en 

endospermo de cereales aparentemente es un homomultímero compuesto únicamente 

por ISA1. Aunque en estudios recientes se ha encontrado que en endospermo de arroz, el 

complejo está formado por las ISAs 1 y 2 pero que ISA2 no tiene actividad 

desramificadora aún cuando es capaz de unirse a los glucanos. Estos resultados han 

llevado a sugerir que ISA2 podría tener actividad reguladora ó contribuye a la 

especificidad de ISA1 (Zeeman et al., 2007;  Hussein et al., 2003).  

Mucha de la información disponible proviene de experimentos hechos con mutantes o con 

plantas transgénicas que carecen de las SS, las BE y las DBE, y su interpretación es 

complicada por varias razones: (1) el hecho de que todas ellas actúan sobre el mismo 

sustrato y el producto de la actividad de cada una de ellas puede ser sustrato de las otras; 

(2) la pérdida de la actividad de una enzima puede ser compensada total o parcialmente 

por otra (Morell et al., 2003); (3) cambios en la actividad de enzimas que participan en 
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procesos complejos pueden producir efectos pleiotrópicos (Nishi et al., 2001; Singletary et 

al., 1997), y (4) las enzimas que participan en la síntesis de almidón pueden formar 

complejos multienzimáticos (Huber et al., 2002; Sehnke et al., 2001; Tetlow et al., 2004a). 

Las consecuencias de la formación de estos complejos para la actividad de las enzimas y 

para la biosíntesis del almidón aún están por definirse. Seguramente, este conocimiento 

llevará a un mejor entendimiento de la orquestación de las enzimas que participan en este 

proceso. 

 

II.4 Los gránulos de almidón 

La estructura básica de los almidones se conoce desde hace algunas décadas, pero el 

empacamiento interno del gránulo, así como la manera en que su biosíntesis se refleja en 

este empacamiento y las consecuencias de su estructura sobre su funcionalidad aún no 

están completamente definidas. 

El análisis estructural de los gránulos muestra que las cadenas laterales de la 

amilopectina forman dobles hélices y están arregladas de tal manera que se forman 

paquetes que contienen entre 9 y 17 cadenas laterales en intervalos regulares de 

aproximadamente 9-10 nm de largo sobre el eje de la molécula y dan lugar a las lamelas 

cristalinas, que se alternan con lamelas amorfas formadas por las regiones donde se 

localizan los puntos de ramificación y por los espacios entre los agregados de dobles 

hélices (Figura II.2; Gallant, 1997). 

El modelo de “empaquetamiento” (Figura II.3), considera que la amilopectina se constituye 

de diferentes tipos de cadenas y esto se apoya en las observaciones de las tres diferentes 

clases de cadenas, A, B, y C, que varían en longitud y que se asocian para formar los 

paquetes. 
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Figura II.2. Esquema del empaquetamiento de las cadenas laterales de amilopectina en las lamelas. 
Cada empaquetamiento contiene entre 9 y 17 cadenas laterales. Las zonas amorfas se localizan entre las 
lamelas cristalinas y entre cada paquete de cadenas laterales. A, lamelas amorfas de aproximadamente 4nm 
de largo (zona de ramificación); C, lamelas cristalinas de 6 nm de largo en promedio (paquetes de cadenas 
laterales de amilopectina); a, regiones amorfas entre los paquetes cristalinos. Tomada de Gallant, 1997. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura II.3.  Estructura del gránulo de almidón. 
Tomada de Gallant, 1997 
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De acuerdo a la naturaleza del almidón, el empaquetamiento de las cadenas de 

amilopectina y la cantidad de agua que retienen, se han definido 3 tipos de estructuras 

cristalinas: A, B y C (Figura II.4; Donald, 2004; Gérard et al., 2000). 

Estructura cristalina tipo A: la longitud de las cadenas de amilopectina son más cortas y 

se encuentran en mayor cantidad que en la estructura cristalina B. Las dobles hélices 

están tan densamente empaquetadas que la unidad cristalina tiene sólo 4 moléculas de 

agua. Este tipo de estructura cristalina predomina en el almidón de cereales (Gérard et al., 

2000). 

Estructura cristalina tipo B: las cadenas de amilopectina son más largas y menos 

abundantes que en la estructura cristalina A. En la unidad cristalina se acomodan seis 

dobles hélices en forma hexagonal, la estructura es menos densa y puede albergar hasta 

36 moléculas de agua. Esta configuración se encuentra principalmente en el almidón de 

tubérculos (Donald 2004; Gérard et al., 2000). 

Estructura cristalina tipo C: es una combinación del tipo A y B y es la estructura que 

predomina en el almidón de las leguminosas (Donald 2004; Gérard et al., 2000). 

El gránulo crece por superposición, formando capas a las que se denomina anillos de 

crecimiento, los cuales se pueden apreciar con facilidad  en el almidón de papa (Hoseney, 

1991). En los gránulos de almidón hay anillos cristalinos que se alternan con zonas 

amorfas. Cuando se exponen a luz polarizada se obtienen dos índices de refracción 

diferentes (birrefringencia) y se forma un patrón característico al que se denomina cruz de 

malta (Badui, 1993). 

 

 
Figura II.4. Tipos de estructuras cristalinas del almidón. Los puntos negros representan las moléculas de 
agua. Tomada de Tester et al., 2004. 
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II.4.1 Otros componentes del gránulo 

Además de la diferencia en peso molecular, la amilosa y la amilopectina también tienen 

distinta capacidad para asociarse con otras moléculas. La naturaleza química de la 

amilosa provoca que forme asociaciones con pequeñas moléculas hidrófobas, por lo que 

es común que a la fracción de amilosa se encuentre asociada una proporción de lípidos 

(Morrison, 1995), mientras que la amilopectina contiene grupos fosfatos unidos de manera 

covalente. El grado de fosforilación varía con el origen botánico del almidón: el que 

proviene de semillas de cereales presenta niveles de fosforilación apenas perceptibles 

(<0.01%), mientras que el de tubérculos de papa está altamente fosforilado (0.5%) 

(Mikkelsen y Blennow, 2005). En las hojas el almidón transitorio aproximadamente el 

0.1% de los residuos de glucosa están fosforilados (Yu et al., 2001). Los grupos fosfato 

están unidos como monoésteres en las posiciones C-3 y C-6 de las unidades de glucosa y 

aparentemente se incorporan tanto durante la síntesis como durante la degradación del 

almidón (Nielsen et al., 1994; Ritte et al., 2004). La fosforilación en la posición C-3 puede 

modificar el empaquetamiento de las dobles hélices (Blennow et al., 2002) y esto, de 

alguna manera, puede alterar el ordenamiento del gránulo. Se tienen evidencias de que al 

disminuir el grado de fosforilación, la degradación del almidón también se reduce (Yu et 

al., 2001; Zeeman y ap Rees, 1999), lo cual sugiere que la fosforilación puede facilitar la 

asociación de los gránulos con proteínas que participarán en su degradación. 

 

II.5 La degradación del almidón 
Durante el día las células fotosintéticas transforman el CO2 en sacarosa y almidón. La 

sacarosa se exporta a los tejidos no fotosintéticos y el almidón se almacena en el 

cloroplasto. Por la noche el almidón se degrada para proveer a toda la planta de carbono, 

energía y poder reductor.  

La degradación del almidón es un proceso esencial para el desarrollo de las plantas que 

involucra la asociación temporal de los gránulos con muchas enzimas (Ritte et al., 2000). 

El primer paso es catalizado por una enzima capaz de actuar en la superficie 

semicristalina del gránulo. Varias enzimas son capaces de degradar los gránulos de 

almidón in vitro pero las evidencias sugerían que la α-amilasa (AMY) era la única que lo 

hacía in planta (Asatsuma et al., 2005). Esta endoenzima, que hidroliza los enlaces 

glicosídicos α-1,4 (Whitaker, 1994), también actúa sobre gránulos del endospermo de 

semillas en germinación, donde al liberar cadenas lineales y ramificadas, permite la 
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acción de otras enzimas sobre los gránulos y glucanos generados. Por esta razón, 

durante mucho tiempo se pensó que la endo-amilolisis también era la primera etapa en la 

degradación del almidón de hojas. El hecho de que en el genoma de Arabidopsis existan 

tres genes que codifican isoformas de α-amilasa, una de las cuales (AMY3) se encuentra 

en el cloroplasto (Tabla II.1; Lloyd et al., 2005), parecía confirmar esta suposición. Sin 

embargo, Yu, et al. (2001) mostraron que en ausencia de AMY3 o de las otras α-amilasas 

(triple mutante amy1/amy2/amy3) la degradación del almidón ocurre de manera normal.  

 
Tabla II.1. Enzimas que se sabe participan ó podrían participar en la degradación del 

almidón transitorio en Arabidopsis. 

Enzima Gen Localización en plastidios (predicha)a 

-Amilasa 1 AMY1 No 
-Amilasa 2 AMY2 No 
-Amilasa 3 AMY3 Sí 
-Amilasa 1 BAM 1 Sí 
-Amilasa 2 BAM2 Sí 
-Amilasa 3 BAM3 Sí 
-Amilasa 4 BAM4 No 
-Amilasa 5 BAM5 No 
-Amilasa 6 BAM6 No 
-Amilasa 7 BAM7 No 
-Amilasa 8 BAM8 No 
-Amilasa 9 BAM9 No 

Glucan agua dicinasa  GWD1 Dudoso 
Fosfoglucan agua dicinasa  PWD Sí 
Almidón fosforilasa cloroplástica PHS1 Sí 
Almidón fosforilasa citosólica PHS2 No 
Enzima desproporcionadora DPE1 Sí 
Transglucosidasa DPE2 Sí 
Isoamilasa 1 ISA1 Dudoso 
Isoamilasa 2 ISA2 Sí 
Isoamilasa 3 ISA3 Sí 
Pululanasa LDA1 Sí 

-glucosidasa   
       Modificada de Lloyd J, 2005. 
 

aLa predicción se hizo mediante los programas TargetP (Emanuelsson, 2000) 
(http://www.cbs.dtu.dk/services/TargetP) y Predatar (http://www.inra.fr/predotar/).  
El término dudoso se aplicó cuando los resultados en ambos programas eran contradictorios. 
 

Esto sugiere que el ataque inicial en la superficie de los gránulos no requiere una 

endoamilasa, o que A. thaliana posee otra endoamilasa cuya secuencia de aminoácidos 

es muy diferente por lo que no ha sido identificada como tal. Sin embargo, el hecho de 

que Asatsuma et al. (2005) hayan encontrado que la participación de la isoforma I-1 de α-

http://www.cbs.dtu.dk/services/TargetP
http://www.inra.fr/predotar/
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amilasa es necesaria para la degradación del almidón en hojas en arroz, demuestra que 

las características del inicio de la degradación del gránulo de almidón dependen de la 

especie. 

Independientemente de cómo inicie el ataque de los gránulos, actualmente se sabe que la 

enzima glucan, agua dicinasa (GWD; anteriormente llamada R1) es necesaria en el 

proceso de degradación de almidón (Caspar et al., 1991; Yu et al., 2001; Zeeman y ap 

Rees, 1999). Esta enzima transfiere el fosfato β del ATP al carbón 6 de los glicosilos que 

forman la amilopectina (Mikkelsen y Blennow, 2004; Ritte et al., 2002). In vivo la 

fosforilación ocurre tanto durante el período de síntesis como en el período de 

degradación (Nielsen et al., 1994; Ritte et al., 2004). En hojas de papa y en 

Chlamydomonas la actividad es mayor durante la noche, lo cual coincide con que una 

proporción elevada de la enzima se encuentra unida a los gránulos (Ritte et al., 2000; 

Ritte et al., 2004). Las mutaciones que eliminan la actividad de GWD reducen tanto los 

niveles de fosfato en la amilopectina como la velocidad de degradación del almidón. Se ha 

sugerido que los grupos fosfato, al modificar el empaquetamiento de los gránulos, 

incrementan la susceptibilidad de la superficie al ataque enzimático; o bien, que la 

proteína GWD una vez unida al gránulo promueva la unión de otras enzimas a la 

superficie del gránulo (Blennow et al., 2002; Muhrbeck y Eliasson, 1991). El 

descubrimiento de que se requiere una segunda dicinasa (PWD, fosfoglucan, agua 

dicinasa) en la degradación del almidón ha complicado la comprensión de este proceso. 

PWD actúa en la posición C3 de glucanos fosforilados y en las plantas en donde se ha 

mutado GWD no hay fosforilación de los gránulos, lo que indica que PWD actúa después 

de GWD. Se ha sugerido que GWD y PWD generan un patrón de fosforilación de la 

amilopectina en la superficie del gránulo y que es el patrón de fosforilación lo que facilita 

el ataque enzimático (Kotting et al., 2005); sin embargo, la información al respecto es 

incompleta. Mikkelsen et al. (2005) presentaron evidencia de que la actividad de la GWD 

está regulada vía redox y que la fracción de la enzima que se encuentra unida al gránulo 

está oxidada (forma inactiva). Esta aparente inconsistencia tendrá que ser resuelta, pues 

la regulación de esta enzima podría controlar el flujo a través de esta vía metabólica.  

Contrario a lo que sucede con α-amilasa, las mutaciones en -amilasa (BAM) y en la 

enzima desramificadora (ISA3) reducen la degradación del almidón (Delatte et al., 2006; 

Kaplan y Guy 2005; Scheidig et al., 2002; Wattebled et al., 2005), indicando que ambas 

enzimas están involucradas en el proceso. Las formas recombinantes de BAM e ISA3 

tienen actividad sobre gránulos intactos in vitro, sin embargo su actividad es mayor sobre 
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sustratos solubles lo que podría atribuirse a que una o ambas enzimas requieren que el 

sustrato esté fosforilado. Adicionalmente, Ritte et al. (2004) y Delatte et al. (2006) 

reportaron que en las primeras etapas de la degradación en la superficie del gránulo 

aumentan las cadenas cortas de glucanos, mismas que se acumulan en la mutante de 

Arabidopsis isa3, probablemente, porque no son eficientemente removidas. Con esta 

información, se ha propuesto un  modelo donde BAM e ISA3 actúan sobre la superficie 

del gránulo de una manera interdependiente: BAM al hidrolizar las cadenas externas del 

glucano ramificado hace que sobre la superficie del gránulo se acumulen cadenas cortas 

sobre las cuales ya no puede actuar. Al ser removidas por la acción desramificadora de 

ISA3, se exponen nuevas cadenas sobre las que BAM puede continuar actuando. Sin 

embargo, la reducción de la actividad y/o mutación de los genes BAM e ISA3 no detiene 

por completo la degradación del almidón, sugiriendo que también otras enzimas 

intervienen en el proceso. 

Otro grupo de enzimas que también participan en la degradación del almidón son las 

enzimas desproporcionadoras o enzimas D. La enzima β-amilasa es incapaz de actuar 

sobre cadenas de menos de cuatro residuos de glucosas, las maltotriosas que se generan 

durante la degradación son el sustrato de esas enzimas. La enzima D transfiere dos de 

los glucosilos de la maltotriosa a una cadena mayor de glucanos, la cual es después 

hidrolizada por β-amilasa. La glucosa restante puede exportarse al citosol a través del 

transportador de glucosa localizado en la membrana interna del cloroplasto (Tetlow et al., 

2004b). Además de la isoforma plastídica de la enzima D, existe una isoforma citosólica 

llamada DPE2, la cual utiliza la maltosa liberada por el cloroplasto (Chia et al., 2004). Los 

glucanos lineales pueden también metabolizarse a través de fosforólisis por la enzima α-

glucan fosforilasa cloroplástica, generándose glucosa 1-fosfato (Zeeman et al., 1998). La 

importancia de esta enzima en la degradación del almidón no está definida; ya que se 

sabe que la maltosa junto con la glucosa son los principales azúcares exportados de los 

cloroplastos durante la degradación del almidón y que, en plantas deficientes en MEX1 

(transportador de maltosa) la maltosa se acumula en el cloroplasto y la degradación del 

almidón disminuye, por otro lado si se muta el gen de BAM3 se acumula el almidón 

mientras que, si se muta la α-glucan fosforilasa no hay fenotipo, estas evidencias indican 

que es la hidrólisis y no la fosforólisis la vía predominante en la degradación del almidón 

en hojas (Lu et al., 2006; Sonnewald et al., 1995; Zeeman et al., 2004). 

En el citoplasma, una de las glucosas de la maltosa se transfiere a un poliglucano 

ramificado, a través de una reacción de transglicosilación catalizada por la enzima DP2 y 
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la otra es transformada por la hexocinasa en glucosa 6-fosfato (Smith et al., 2005). El 

esquema que describe la acción de las enzimas involucradas en la degradación de los 

gránulos de almidón se presenta en la Figura II.5. 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura II.5. Vía propuesta para la degradación del almidón de hojas en Arabidopsis. 
Tomada de Smith et al., 2005. 
 
 
 
II.6 La interacción gránulo de almidón-enzima 
Es muy probable que la asociación de diferentes proteínas a la superficie del gránulo 

constituya un paso esencial en el proceso de degradación del almidón en hojas (Ritte et 

al., 2000). Los factores que definen la interacción proteína-almidón aún se encuentran en 

estudio; no obstante, se sabe que la asociación de algunas proteínas depende de 

cambios metabólicos promovidos por la transición luz-oscuridad. En el caso de la proteína 

GWD se ha mostrado que su asociación a los gránulos de almidón es reversible y que al 

menos in vitro no involucra la participación de otras proteínas (Ritte et al., 2000). En hojas 

de A. thaliana, papa, chícharo y frijol, aparentemente la cantidad de la proteína GWD 

permanece constante (Ritte et al., 2000; Yu et al., 2001); sin embargo, para las últimas 

tres especies se ha mostrado que la proporción de proteína GWD asociada al gránulo se 

incrementa considerablemente durante el período de degradación (Ritte et al., 2004). Los 

estudios anteriores muestran que existe una correlación directa entre la unión de GWD y 
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el grado de fosforilación, pero no se han definido aún las modificaciones que ocurren en la 

superficie del gránulo durante su degradación que llevan a una mayor asociación de 

proteínas e incrementan su actividad. Existen evidencias que muestran que en 

condiciones in vitro, los gránulos de almidón con mayor grado de fosforilación son mejores 

sustratos para la proteína GWD y además son más susceptibles a la degradación 

amilolítica (Ritte et al., 2004), lo que podría estar sugiriendo que la fosforilación de la 

superficie del gránulo facilita también la asociación de otras enzimas y que características 

del gránulo como el nivel de fosfato son relevantes en este proceso. También se ha 

reportado que la proporción de amilosa y amilopectina, así como el largo de las cadenas 

de amilopectina, contribuyen a la degradación del almidón. Los almidones que presentan 

altos contenidos de amilosa tienen mayor resistencia a la degradación enzimática (Gallant 

et al., 1997). No se conoce cuál es la razón de esta relación, pero cabe la posibilidad de 

que al ser menor la proporción de amilopectina, los sitios fosforilables también se 

reduzcan y, en consecuencia, la asociación con proteínas disminuye. Por otro lado, 

existen evidencias de que la actividad de la proteína GWD se ve favorecida por cadenas 

largas de amilopectina (DP 30-100; Mikkelsen y Blennow, 2005). Sin embargo, en los 

estudios reportados por Ritte et al. (2004) no se observaron cambios relevantes en el 

largo de la cadena de las moléculas periféricas de amilopectina durante el ciclo luz-

oscuridad, lo que sugiere que, aparentemente, este factor no contribuye a la mayor 

interacción proteína-almidón. Se ha reportado que la α-amilasa, la β-amilasa y la 

pululanasa de microorganismos y de cereales como maíz y cebada (Janecek y Sevcik, 

1999; Robert et al., 2003; Rodríguez-Sanoja et al., 2005; Svensson et al., 1989) poseen 

sitios de unión a almidón diferentes al dominio catalítico. Una de las funciones de estos 

dominios es unir a la enzima a la superficie insoluble del gránulo de almidón. Existen 

evidencias de que la actividad de estas enzimas sobre sustratos insolubles se pierde si el 

dominio se elimina, mientras que su actividad hacia sustratos solubles se mantiene (Ji et 

al., 2003). Se ha sugerido que estos dominios también modifican la superficie del gránulo 

(Southall et al., 1996), lo que, probablemente permitiría la unión al almidón de otras 

proteínas que no poseen estos dominios pero que también están involucradas en la 

degradación del almidón.  

 
 
II.7 La acumulación del almidón 
La respuesta de las plantas a la falta de Pi es compleja, pero una de las manifestaciones 

más evidentes es la acumulación de almidón en las hojas (Rao et al., 1993; Dietz y Helios, 
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1990; Cierezko y Barbachowska, 2000). En trabajos previos, se observó que después de 

tres semanas de deficiencia de Pi las hojas acumulaban gran cantidad de almidón (Figura 

II.6).  

 
Figura II.6. Acumulación de azúcares en hojas maduras de plantas de frijol cultivadas por tres 
semanas. Plantas regadas con solución Hoagland  completa (     )  y  plantas regadas con solución Hoagland 
sin Pi  (     ).  Tomada del artículo que se incluye en el Anexo 1.      
 
 
En condiciones normales, la mayor parte del almidón que se sintetiza y almacena durante 

el día en los cloroplastos se degrada por la noche para proveer de fotosintatos a los 

tejidos de demanda (Zeeman et al., 2002a). El suministro de carbono en el período de 

oscuridad es tan importante que si la capacidad de degradación del almidón se reduce 

también disminuye la velocidad de crecimiento (Smith, 2005). Se ha sugerido, que la 

acumulación de almidón es una adaptación a la deficiencia de fosfato, pues su síntesis 

libera fosfato que puede ser usado en otros procesos. La deficiencia de fosfato también 

incrementa la relación triosa-P/Pi, lo cual al activar a la AGPasa (Preiss y Romeo, 1994), 

puede favorecer la síntesis de almidón. Existen reportes en los que se propone que la 

acumulación de almidón en hojas de plantas sometidas a deficiencia de fosfato es 

consecuencia de una mayor síntesis, resultante de la activación de dicha enzima 

(Cierezko y Barbachowska, 2000; Kondracka y Rychter, 1997). Por otro lado, Usuda y 

Shimogawara (1991) observaron que la deficiencia de Pi disminuye, tanto la síntesis de 

almidón, como su movilización durante la noche. De ahí que la acumulación de almidón 

que se observa en esas condiciones puede ser el resultado de la disminución en su 

degradación. 

No se dispone de información suficiente para evaluar si la acumulación de almidón 

efectivamente ayuda a las plantas a enfrentar la deficiencia de Pi y tampoco se sabe de 

qué manera esta condición afecta el balance entre los procesos de síntesis y degradación 
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del almidón. En este sentido, se consideró que el estudio de la acumulación del almidón 

en plantas sometidas a deficiencia de Pi es un excelente modelo para estudiar la 

regulación de los procesos de síntesis y degradación del almidón. 



 

CAPÍTULO III  

HIPÓTESIS 

 
La deficiencia de fosfato modifica el recambio del almidón, lo que resulta en su 

acumulación en las hojas de plantas sometidas a este estrés. 



 

CAPÍTULO IV 

 OBJETIVOS 

 

IV.1  Objetivo general 

Investigar las bases bioquímicas de la acumulación del almidón en hojas de plantas que 

se cultivaron en deficiencia de fosfato. 

 

 
IV.2  Objetivos particulares 

1. Definir si la acumulación de almidón que se observa durante la deficiencia de Pi 

se debe a una mayor síntesis o a una menor degradación. 

 

2. Investigar cuál es el patrón de la acumulación de almidón inducido por la 

deficiencia de fosfato y cuál es su correlación con los niveles de fosfato. 

 

3. Investigar el efecto de la deficiencia de fosfato sobre algunas características del 

gránulo de almidón. 

 

4. Estudiar el efecto del estrés por deficiencia de fosfato sobre la actividad de las 

enzimas que degradan almidón. 

 

5. Investigar si la deficiencia de fosfato modifica la susceptibilidad de los gránulos 

de almidón al ataque enzimático. 

 
6. Investigar cómo la deficiencia de fosfato modifica la asociación de proteínas 
amilolíticas con el gránulo de almidón. 



CAPÍTULO V 

MATERIAL Y MÉTODOS 

 

V.1 Material biológico 

Se trabajó con frijol (Phaseolus vulgaris L), del genotipo MAR1 proporcionado por el Dr. 

Jorge Acosta del INIFAP. Las semillas se desinfectaron con etanol al 70% durante un 

minuto y con una solución de hipoclorito de sodio al 1% (v/v), durante 12 min. Se 

germinaron a temperatura ambiente (23-25°C) en agrolita saturada con agua. Se colocó 

una plántula por maceta que contenía 350 cm3 de agrolita y se regó cada tercer día con 

50 ml de solución Hoagland modificada: 6 mM KNO3, 4 mM Ca(NO3)2.4H2O, 2 mM 

MgSO4.7H2O, 0.009 mM MnCl2.4H2O, 0.046 mM H3BO3, 0.8 μM ZnSO4.7H2O, 0.003 mM 

CuSO4.5H2O, 0.015 μM (NH4)6Mo7O24.4H2O y 0.01 g l-1 de FeEDTA (Jones, 1982). Se 

evaluaron dos tratamientos, uno de suficiencia de Pi (Pi+) donde la solución de riego 

contenía 0.5 mmol/L de (NH4)H2PO4  y otro deficiente en Pi (Pi-) en el que el (NH4)H2PO4 

se reemplazó con (NH4)2SO4. Las plantas se cultivaron en un invernadero con luz natural 

y una temperatura promedio de 28 °C durante el día y 15 °C durante la noche. La primera 

hoja verdadera fue cosechada tres semanas después del transplante. El material se 

congeló con nitrógeno líquido y se almacenó a -80°C. La hora a la cual se colectaron las 

hojas varió dependiendo del ensayo.  

  

V.2 Determinación de fosfato 

Para la determinación de Pi total se usó el método descrito por Ames (1966).  A la 

muestra (3-5 mg) se le añadieron 20 µl de una solución de Mg(NO3)2 al 10% (p/v) en 

etanol y se incineró con mechero hasta cenizas blancas. Se agregaron 300 µl de HCl 0.5 

N y se mantuvo en baño María en ebullición durante 15 min. Después de enfriar se 

agregaron 700 µl de una solución H2SO4 0.5M, ácido L-ascórbico 81.2 mM y molibdato de 

amonio 0.29 mM. La muestra se incubó 20 min a 45 ºC y se midió la absorbencia a 820 

nm. El contenido de Pi se calculó a partir de una curva patrón de KH2PO4.  

 

 



V.3 Cuantificación de amilosa  

Para la determinación de amilosa se utilizó un kit de Megazyme International. El almidón 

purificado a partir de las hojas (25 mg) se suspendió en un ml de dimetil sulfóxido (DMSO) 

y se calentó con agua en ebullición hasta su disolución. Los lípidos presentes en el 

almidón se removieron por medio de una precipitación con etanol al 95% (v/v) y con 

centrifugación a 2000 g por 5 minutos. El almidón se resuspendió en 2 ml de DMSO y se 

calentó en baño de agua a ebullición por 15 minutos. Se añadieron 4 ml del solvente 

ConA (acetato de sodio 180 mM (pH 6.4), NaCl 900 mM, CaCl2.6H2O 1 mM, MgCl2.6H2O 

1 mM, MnCl2.4H20 0.5 mM) y la mezcla se agitó vigorosamente. Se diluyó con el mismo 

solvente hasta 25 ml. Para precipitar la amilopectina se tomó 1 ml de la mezcla anterior y 

se le agregaron 500 µl de solución de concanavalina A (200 mg de concanavalina en 50 

ml de solvente ConA), se separó con centrifugación a 14000 g por 10 minutos. La amilosa 

se suspendió en una solución de acetato de sodio 100mM (pH 4.5) y se hidrolizó a 

glucosa con amiloglucosidasa/α-amilasa a 40 °C por 30 minutos. La glucosa se cuantificó 

con el sistema enzimático glucosa oxidasa/peroxidasa (GOPOD) incubando a 40 °C por 

20 minutos y leyendo la absorbencia a 510 nm.  El almidón total se midió hidrolizando una 

alícuota de la solución de acetato antes de la precipitación de la amilopectina. El 

contenido de amilosa se calculó como la fracción de la absorbencia a 510 nm de la 

solución sin amilopectina de la absorbencia de la solución correspondiente al almidón 

total.  

 

V.4 Determinación de almidón 

Las muestras (150-300 mg de hoja) se homogenizaron en etanol al 80% (2 ml) y se 

calentaron por 30 minutos a 80 °C. El extracto se centrifugó a 5000 g durante 10 minutos. 

El precipitado se extrajo con etanol una vez más. Los sobrenadantes se combinaron y 

esta fracción se usó para la medición de glucosa. La fracción sedimentada se resuspendió 

en 1.5 ml de agua y se gelatinizó a 90 °C, durante 4 horas. Después, se hidrolizó con 220 

U de amiloglucosidasa (EC 3.2.1.3) resuspendida en 1.5 ml de solución amortiguadora de 

acetato de sodio 200 mM (pH 4.5) y se incubó a 37°C toda la noche. Al día siguiente, el 

material se centrifugó a 5000 g por 5 minutos y se cuantificó la glucosa en el 

sobrenadante. 

 



V.5 Determinación de glucosa 

La glucosa se cuantificó mediante un ensayo enzimático con hexocinasa y glucosa-6-

fosfato deshidrogenasa (G6PDH). 50 μl de sobrenadante (ver sección V.4, Determinación 

de almidón) se mezclaron con 900 μl de una mezcla compuesta de: Tris-HCl 25 mM (pH 

8.0), KCl 50 mM, ATP 1 mM, MgCl2 3 mM, NAD+ 0.3 mM y 1 U/ml de enzima hexocinasa 

(EC 2.7.1.1). Se midió la absorbencia basal a 340 nm y se añadió 1 U/ml de G6PDH (EC 

1.1.1.49). La lectura final se hizo cuando ya no hubo cambio en la absorbencia 

(aproximadamente 30 minutos). La diferencia entre las lecturas final e inicial se utilizó 

para calcular la concentración de glucosa.  

 

V.6 Medición de la actividad de α-amilasa 

La actividad de esta enzima se midió por dos métodos. Método 1 (Zeeman et al., 1998): 

Las hojas se homogenizaron con un amortiguador de acetato de calcio 15mM (pH 6) y la 

actividad se midió en 500 µl de una mezcla de reacción que contenía 50 µl de extracto 

enzimático, MOPS 50mM (pH 6.6), 500 U de β-amilasa y 10 mg/ml de almidón azure. 

Después de incubar a 25 °C por una hora, el almidón no digerido se precipitó con ácido 

tricloroacético 2.5% p/v y se removió por centrifugación. Se midió la absorbencia en el 

sobrenadante a 595 nm. 

Método 2: Es el método descrito por Worthington, (1988). 50 μl de extracto enzimático se 

mezclaron con una cantidad igual de una solución de amilopectina al 1% p/v en solución 

amortiguadora de fosfato 100mM (pH 6.9). La mezcla se incubó 10 minutos a 37°C y la 

reacción se detuvo agregando 100 μl de solución de DNS. Se calentó 5 minutos en Baño 

María en ebullición, se dejó enfriar y se agregó un ml de agua. Se midió la absorbencia a 

540 nm interpolando las lecturas en una curva patrón de maltosa. 

 

V.7 Medición de la actividad de β-amilasa 

Las hojas de las plantas de frijol congeladas con nitrógeno líquido se homogenizaron en 

mortero con una solución amortiguadora de acetato de sodio 50mM (pH 6), EDTA 5mM, 

DTT 5mM y PMSF 1mM manteniendo una relación 1:2 (p/v). El homogenado se centrifugó 

a 17000 g durante 5 minutos y el sobrenadante obtenido se utilizó para la medición de la 

actividad de β-amilasa. Se usaron dos métodos. Método 1 (Zeeman et al., 1998): la 



proteína (50 μg) se ensayó en 500 µl de una mezcla de reacción que contenía acetato de 

sodio 50 mM (pH 5.6), EDTA 5 mM, DTT 5 mM y amilopectina 10 mg/ml. La reacción se 

incubó a 37 °C por 10 minutos y se detuvo calentando a ebullición durante 10 minutos. El 

tiempo y cantidad de proteína se determinaron previamente. La maltosa generada se 

hidrolizó con 40 U de α-glucosidasa incubando a 37 °C por dos horas. La glucosa liberada 

se midió con hexocinasa y G6PD (ver método IV.6). Método 2 (Worthington, 1988): Se 

mezclaron 50 μl de extracto enzimático con una cantidad igual de una solución de 

amilopectina al 1% p/v en solución amortiguadora de acetato 16 mM (pH 4.8). La mezcla 

se incubó 10 minutos a 37°C y la reacción se detuvo agregando 100 μl de solución de 

DNS. Se calentó 5 minutos en Baño María en ebullición, se dejó enfriar y se agregó un ml 

de agua. Se midió la absorbencia a 540 nm y las lecturas se interpolaron en una curva 

patrón de maltosa. Una unidad de actividad de β-amilasa (U) equivale a la cantidad de 

enzima necesaria para producir 100 µmoles/minuto. 

 

V.8 Medición de la actividad de almidón fosforilasa 

La medición de la actividad de esta enzima se hizo en 100 µl de extracto cloroplástico con 

el procedimiento descrito por Zeeman et al. (1998). La mezcla de reacción contenía 

MOPS 20 mM (pH 7), Na2HPO4/KH2PO4 20 mM, MgCl2 10 mM, NAD 3.4 mM, 1 U de 

fosfoglucomutasa, 1 U de G6PDH, glucosa-1,6-bifosfato 4 µM y 2.5 mg/ml de 

amilopectina. Se midió la absorbencia a 340 nm. 

 

V.9 Determinación de azúcares reductores 

Los azúcares reductores se midieron utilizando el método del ácido dinitrosalicílico (DNS) 

de Bernfeld (1955). Este reactivo se preparó disolviendo 1 g de ácido 3,5 dinitrosalicílico 

en 50 ml de agua. A esta solución se le agregaron lentamente 30 g de tartrato de sodio y 

potasio tetrahidratado. Una vez disueltos se añadieron 20 ml de NaOH 2N y el volumen se 

llevó a 100 ml con agua. Para la determinación, 100 µl de muestra se mezclaron con 100 

µl del reactivo de DNS. La muestra se calentó con agua en ebullición durante 5 minutos. 

Se dejó enfriar y se adicionó un ml de agua. Se midió la absorbencia a 540 nm y el 

contenido de azúcares reductores fue calculado a partir de una curva patrón de maltosa.  

 



V.10 Determinación de proteína 

 La concentración de proteína se determinó siguiendo el método de Bradford (1976), 

utilizando albúmina bovina como estándar. 

 

V.11 Purificación de la β-amilasa 

El tejido se colectó y congeló con nitrógeno líquido. El material se pulverizó en un mortero 

y se homogenizó con dos volúmenes de solución amortiguadora de acetato de sodio 10 

mM (pH 5), EDTA 2 mM, PMSF 1 mM, β-mercaptoetanol 2 mM. La suspensión se filtró a 

través de una malla de nylon No. 40  y el filtrado se centrifugó a 10,000 g por 15 minutos. 

Al sobrenadante se le agregó polietilén glicol (PEG) 10000 hasta alcanzar 35% (p/v), se 

mantuvo en hielo durante 15 minutos y se centrifugó a 21000 g por 20 minutos. Las 

proteínas precipitadas se resuspendieron en amortiguador de extracción y se centrifugó a 

10,000 g por 10 minutos. El sobrenadante se filtró y se cargó a una columna de 

intercambio catiónico CM-Sepharosa, previamente equilibrada con solución 

amortiguadora de acetato 20 mM (pH 5). La fracción no unida se dializó en solución 

amortiguadora Tris 50 mM (pH 7) y se pasó por una columna de intercambio aniónico Q-

Sepharosa de donde se eluyó con un gradiente de NaCl (0-1M). Las fracciones con 

actividad amilolítica se dializaron con solución amortiguadora Tris 50 mM (pH 7) y se 

cargaron en una columna MonoQ, previamente equilibrada con la solución amortiguadora 

de Tris 50mM (pH 7). El material se eluyó con un gradiente de NaCl (0-1M). Las 

fracciones con la mayor actividad se reunieron y se usaron en los ensayos enzimáticos. 

 

V.12 Efecto de las condiciones redox sobre la actividad de la β-amilasa 

Para determinar el efecto de la reducción sobre la actividad de la β-amilasa, se le agregó 

DTT a la enzima purificada, hasta alcanzar una concentración final de 1 ó 10mM. La 

enzima se incubó a 4 °C durante una hora y la actividad se cuantificó midiendo la 

producción de azúcares reductores a partir de amilopectina. El efecto de la oxidación se 

evaluó de manera similar utilizando peróxido de hidrógeno ó  glutation oxidado (GSSG), a 

una concentración final de 10mM. 

 

 



V.13 Asimilación de carbono y distribución de fotosintatos 

Se utilizaron plantas de tres semanas, las cuales se marcaron con 14C (Viola et al., 2001). 

Para el marcaje se pusieron 50 µCi de 14C (25 µl de Na2
14CO3) en tubos Ependorff y se 

colocaron dentro de bolsas de plástico que cubrían la primera hoja de las plantas de frijol. 

El 14CO2 se generó agregando 200 µl de ácido láctico 3 M. Las plantas se marcaron 

durante una hora, al término de la cual el marcaje se detuvo con 800 µl de una solución 

KOH 30% (p/v). Se retiró la bolsa y las plantas se cosecharon 4 horas después. Las 

plantas se fraccionaron en hojas marcadas (hoja madura), hojas jóvenes y raíces y se 

congelaron en nitrógeno líquido para su posterior análisis. El material congelado se 

homogenizó con etanol al 80% en una relación 1:10 (p/v), el extracto se calentó durante 

30 minutos a 80 °C y se centrifugó a 5000 g por 10 minutos. Esta operación se repitió 

usando una relación menor. Los sobrenadantes se mezclaron y se cuantificó la marca 

incorporada en azúcares solubles. La fracción insoluble se trató siguiendo la metodología 

descrita para la determinación de almidón. Después de la hidrólisis con amiloglucosidasa, 

se midió la presencia de marca en la glucosa liberada. Para la cuantificación de la marca 

incorporada, se usaron 50 µl de sobrenadante al que se le adicionaron 1.4 ml de líquido 

de centelleo ACSII de Amersham. Las muestras se guardaron en oscuridad por 12 horas 

y la radiactividad se midió en un contador Beckman modelo LS6000IC. 

 

V.14 Síntesis y degradación del almidón 

Las plantas usadas en este experimento se marcaron con 14C como se indicó en la 

sección anterior. Un grupo de plantas se cosechó 4 h después del marcaje. Se midió la 

marca incorporada en almidón y estos datos se usaron para estimar la síntesis de este 

metabolito. Otro grupo de plantas se cosechó al día siguiente (12 horas de oscuridad). Se 

midió la marca incorporada en almidón y la degradación se estimó por la diferencia con 

los valores de las plantas cosechadas durante el período luminoso. 

 

V.15 Purificación de los gránulos de almidón 

Para la purificación de gránulos de almidón a partir de hojas frijol se siguió el 

procedimiento descrito por Ritte et al. (2000). Las hojas se molieron en un mortero con 

nitrógeno líquido y se homogeneizaron con tres volúmenes de una solución 

amortiguadora que contenía Hepes KOH 100 mM (pH 8.0), EDTA 1 mM, DTT 5 mM, 



PMSF 0.5 mM y Tritón X-100  0.05% (v/v). El material homogeneizado se filtró con dos 

capas de malla de nylon y se centrifugó a 1000 g por cinco minutos, el sedimento se 

resuspendió en 10 ml de la misma solución y se centrifugó a la misma velocidad por 5 

minutos. Esta operación se repitió otras dos veces; el paquete resultante se resuspendió 

en dos mililitros de solución amortiguadora y se depositó sobre 15 ml de Percoll al 95% en 

solución amortiguadora Hepes-KOH 500mM (pH 7.0) y se centrifugó por 15 minutos a 

2000 g. Los gránulos de almidón se recuperaron del fondo, se lavaron resuspendiendo en 

solución amortiguadora y centrifugando a 1000 g por tres minutos. El lavado final se 

repitió hasta eliminar completamente el material verdoso. El almidón purificado se seco en 

horno a 55 °C. 

 

V.16 Cinética de autodegradación de los gránulos de almidón 

Se suspendieron 10 mg de almidón en 200 μl de Tris 50 mM (pH 7.0) y DTT 5 mM. Se 

incubaron a 25 °C por diferentes intervalos (0-4 horas). Después del tiempo se tomaron 

alícuotas que se centrifugaron a 1500 g durante un minuto y se cuantificaron los azúcares 

reductores en el sobrenadante. 

 

V.17 Cinética de degradación de los gránulos de almidón con β-amilasa 

Se incubaron 10 mg de almidón con 20 μg de β-amilasa purificada de hojas de frijol en 

una solución de Tris 50 mM (pH 7.0) y DTT 5 mM a 25 °C por cuatro horas. Después de 

ese tiempo la mezcla se centrifugó a 1500 g durante un minuto y se cuantificaron los 

azúcares reductores en el sobrenadante.  

 

V.18 Lavado de los gránulos de almidón con dodecil sulfato de sodio (SDS) 

Para remover las proteínas superficiales de los gránulos de almidón se usó el 

procedimiento reportado por Kotting (2005). Con este propósito 100 mg de almidón se 

resuspendieron en 1000 μl de una solución de SDS 0.5% (p/v). El material se mezcló en 

un agitador orbital durante 15 minutos y se centrifugó durante un minuto a 16000 g. Esta 

operación se repitió tres veces. Después se dieron tres enjuagues de 15 minutos con 

solución amortiguadora Tris 50 mM (pH 7.5) y uno más con agua desionizada. El almidón 

se resuspendió en agua y se utilizó para los ensayos de asociación de proteína.  



V.19 Análisis de las proteínas de los gránulos de almidón 

A. Proteínas débilmente unidas (superficiales) 

Los gránulos de almidón (10 mg) se mezclaron con 100 µl de solución amortiguadora de 

muestra: Tris 0.125 M (pH 6.8), SDS 4% (p/v), glicerol 20% (v/v) y mercaptoetanol 10% 

(v/v). Las muestras se agitaron durante 15 minutos de manera intermitente en vortex. Se 

centrifugaron a 16000 g por 5 minutos y el sobrenadante se calentó a 85 °C por 5 

minutos, para posteriormente someterlo a electroforesis desnaturalizante. 

 

B. Proteínas fuertemente unidas (internas) 

Una vez que se removió la fracción que contenía las proteínas superficiales, la pastilla de 

almidón se lavó 3 veces con un ml de agua desionizada. Se resuspendió en 50 µl de 

solución amortiguadora de muestra y se calentó 10 minutos a 85 °C. El material se 

centrifugó a 16000 g por 5 minutos y el sobrenadante se analizó en geles de 

poliacrilamida en condiciones desnaturalizantes. Para visualizar las proteínas los geles se 

tiñeron con plata (O’Connell y Stults, 1997; ver sección V.21). 

 

V.20 Electroforesis en geles de poliacrilamida-SDS 

Se usaron geles desnaturalizantes de poliacrilamida al 10% siguiendo el procedimiento 

descrito por Laemmli (1970). La preparación del gel para la electroforesis SDS-PAGE se 

realizó de la siguiente manera: 

 Gel separador 

(10% acrilamida) 

Gel apilador 

(4% acrilamida) 

Acrilamida 30% (p/v), bisacrilamida 2.7% (p/v) 3.33 ml 0.67 

Tris 1.5M, ajustado pH 8.8 con HCl 2.50 ml --- 

Tris 0.5 M, ajustado pH 6.8 con HCl --- 1.25 ml 

Dodecil sulfato de sodio 10% (p/v) 0.10 ml 0.05 ml 

Agua desionizada 4.00 ml 3.00 ml 

Persulfato de amonio 10% (p/v) 0.10 ml 0.10 ml 

TEMED 0.012 ml 0.012 ml 

Volumen final 10.00 ml 5.00 ml 

 

La solución amortiguadora para electrodos contenía Tris 0.025 M, glicina 0.192 M (pH 

8.3), SDS 0.1% (p/v).   



V.21 Tinción con plata 

Esta técnica se adaptó de O’Connell y Stults, 1997. Después de la electroforesis 

desnaturalizante el gel se sometió a las siguientes etapas: 

Fijación: Se dieron tres lavados de 30 minutos cada uno, con una mezcla de etanol 30% 

(v/v) y ácido acético 10% (v/v). 

Enjuague: El gel se mantuvo en una solución de etanol 20% (v/v) durante 10 minutos y 

después en agua el mismo tiempo. 

Sensibilización: Se mantuvo por un minuto en una solución de Na2S2O3.5H2O, 2 g/l. 

Enjuague: Se dieron dos lavados con agua de 20 segundos cada uno. 

Tinción con plata: Se usó una solución de AgNO3 2 g/l y el gel permaneció en ella durante 

30 minutos. 

Enjuague: Se enjuagó con agua por 5-10 segundos. 

Desarrollo de color: El gel estuvo en una solución de formaldehído (37%) 0.7 ml/l, K2CO3 

anhidro 30 g/l y Na2S2O3.5H2O 10 mg/l hasta que las bandas alcanzaron la intensidad de 

color deseada. La reacción se detuvo con una solución de Tris-base 50 g/l y ácido acético 

2.5% (v/v). 

 

V.22 Electroforesis nativa en gel de poliacrilamida 

Para la detección de actividad amilolítica en extractos de hoja se hicieron geles nativos 

(Ritte et al., 2000). El gel separador contenía poliacrilamida al 6% (p/v) y amilopectina al 

0.2% (p/v). Después de la electroforesis, los geles se incubaron por una hora a 37°C en 

una solución que contenía Tris 100 mM (pH 7.2), MgCl2 1 mM, CaCl2 1 mM y DTT 5 mM. 

Los geles se tiñeron con una solución de lugol: I2 2.5% (p/v), KI 40% (p/v) y se 

mantuvieron en ella por 24 horas a 4 °C. Para obtener una mejor definición de las bandas 

se enjuagaron con agua corriente. 

 

V.23 Western blot 

Las proteínas separadas por electroforesis desnaturalizante (Laemmli, 1970) se 

transfirieron a membranas de nitrocelulosa de 0.2 μm de poro por medio de un sistema en 



húmedo a razón de 0.75 mA/cm2 durante una hora. Las membranas se procesaron 

siguiendo un método similar al de Ferreira y Shaw (1989):  

1. Bloquear la membrana sumergiéndola en leche descremada al 5% (p/v) disuelta en 

PBS (cloruro de sodio 1.4 M, fosfato de potasio monobásico 0.015M, cloruro de 

potasio 0.03 M, azida de sodio 0.03 M, fosfato dibásico de sodio 0.16M) con Tween 20 

al 0.1% (v/v) por un mínimo de 2 horas a temperatura ambiente. 

2. Desechar la solución  anterior y agregar el anticuerpo primario diluido en solución de 

bloqueo fresca. Se probaron con anticuerpos obtenidos contra la proteína GWD 

diluidos 1:250 (donados por el Dr James LLoyd de Riso National Laboratory, 

Dinamarca), contra la β-amilasa, diluidos 1:250, contra la concanavalina, diluidos 

1:5,000 y contra las proteínas 14-3-3, diluidos 1:250.  

3. Incubar por 2 horas a temperatura ambiente o toda la noche a 4 °C con agitación 

suave y constante. 

4. Desechar la solución y hacer tres lavados de 10 min con PBS. 

5. Agregar la solución del primer paso con el anticuerpo secundario acoplado a fosfatasa 

alcalina (1:5000). 

6. Incubar con agitación constante por 1-2 horas a temperatura ambiente. 

7. Hacer tres lavados con PBS de 10 minutos cada uno. 

8. Hacer un lavado con NaCl 0.58% y MgCl2 al 0.1% en Tris-HCl 100 mM (pH 9). 

9. Revelar con 100 μl de cloruro de nitrotetrazolio azul (nBT) (33 mg/ml en DMSO al 

70%) y 100 μl de 5-bromo-4-cloro-3-indolil fosfato (BCIP) (17 mg/ml en DMSO) en una 

solución de NaCl 0.58% (w/v) y MgCl2 al 0.1% (w/v) en Tris-HCl 100 mM (pH 9).   

 

V.24 Medición de la actividad de la Rubisco 

La medición de actividad se hizo en el extracto crudo que se preparó moliendo 500 mg de 

tejido con nitrógeno líquido y homogenizando con una solución amortiguadora que 

contenía Tricina NaOH 100 mM (pH 8), MgCl2 10 mM, NaHCO3 10 mM, EDTA 5 mM, DTT 

10 mM y PMSF 1 mM. Se centrifugó a 15000 g por 10 minutos y el sobrenadante se usó 

para medir la actividad. El ensayo se inició agregando 50 μl de extracto a 50 μl de la 

mezcla de reacción (Tricina NaOH 100 mM (pH 8), MgCl2 10 mM, NaH14CO3 (100 



μCi/mmol) y 0.5 mM RuBP). Después de un minuto a 25 °C, la reacción se detuvo con 

200 μl de HCl 3 N en metanol. Las muestras se evaporaron a 65 °C y el 14CO2 

incorporado en compuestos estables en ácido se midió en un contador de centelleo 

Beckman modelo LS6000IC (Martínez-Barajas, 1994).  

 

V.25 Activación e inactivación de la Rubisco 

Estos experimentos se realizaron con el objeto de definir si el almidón protegía a la 

Rubisco de la oxidación con GSSG. Se midió la actividad de la enzima en presencia de 

DTT 10 mM, GSSG 10 mM ó con GSSG 10 mM más almidón 6 mg/100μl.  

 

V.26 Ensayo de asociación de proteínas 

10 mg de almidón lavado con SDS 0.5% (p/v) se suspendieron en 100 μl de agua, se 

mezclaron con 100 μl de solución amortiguadora Tris 50 mM (pH 7.0) y 100 μl de β–

amilasa purificada o extracto enzimático. La mezcla se depositó en tubos Ependorff de 

dos mililitros y se mantuvo en agitación rotatoria por 30 minutos a temperatura ambiente. 

Se centrifugó a 1500 g por un minuto y se lavó dos veces con solución amortiguadora Tris 

50 mM (pH 7.0). La pastilla se resuspendió en 50 μl de solución amortiguadora de 

muestra (Tris 0.125 M, SDS 4% (p/v), glicerol 20% (v/v), mercaptoetanol 10% (v/v)), con 

agitación intermitente en vortex durante 15 minutos. Se centrifugó a 16000 g por 5 

minutos y el sobrenadante se calentó 5 minutos a 85 °C para, posteriormente, analizarlo 

en geles de electroforesis desnaturalizante. 

 

V.27 Purificación de cloroplastos 

Se hizo una adaptación de la técnica de Weigel y Grazebrook, 2002. Las plantas se 

mantuvieron en oscuridad por lo menos cinco horas antes de la preparación de los 

cloroplastos. Se colectó la primera hoja de las plantas, se cortó en tiras delgadas de 

aproximadamente 2-3 mm. Se le agregaron cinco volúmenes de una solución 

amortiguadora de homogenización que contenía Hepes 50 mM  (pH 7.5), EDTA 2 mM, 

MgCl2 1 mM, sorbitol 6.0% (p/v) y albúmina bovina 0.25% (p/v). El tejido se homogenizó 

en una licuadora dando 5 pulsos cortos de aproximadamente 5 segundos cada uno. El 

material molido se filtro a través de una malla de nylon y el filtrado se centrifugó a 2000 g 



por 8 minutos. El sobrenadante se decantó y el sedimento con los cloroplastos se 

resuspendió cuidadosamente con un pincel en el amortiguador de homogeneización 

remanente. Este material se cargó con pipeta (usando una punta de un mililitro con la 

punta recortada) sobre un gradiente de Percoll preparado como se muestra en la Tabla 

IV.1. Se centrifugó a 6000 g por 10 minutos (sin freno), en un rotor de columpio. Se 

recuperó la banda de la interfase 40/80 y se centrifugó a 2000 g por 8 minutos. La pastilla 

se lavó con el amortiguador de homogenización sin BSA y se centrifugó a 2000 g por 8 

minutos. Un sobrenadante claro indica una buena integridad de los cloroplastos. Los 

cloroplastos se resuspendieron en una solución amortiguadora Tris 20 mM (pH 7.5), DTT 

3 mM y 3.4 mg/ml  (p/v) de una mezcla de inhibidores de proteasas (Complete, Roche). 

 
Tabla IV.1. Composición de la solución para obtener el gradiente de Percoll 

 
 Percoll 80% Percoll 40% 
PBF Percoll 5 ml 8 ml 
Agua destilada - 7.6 ml 
EDTA 0.5M (pH 8) 25 μl 80 μl 
MgCl2 1 M 8.2 μl 20 μl  
MnCl2 1 M 8.2 μl 20 μl 
Amortiguador Hepes  1M (pH 7.5) 312 μl 1 ml 
Sorbitol 2 M 1 ml 3.3 ml 

Las cantidades indicadas son las necesarias para hacer dos gradientes. PBF Percoll: 450 mg PEG 4000, 150 
mg BSA, 150 mg Ficoll, 15 ml Percoll. 

 

V.28 Medición de glutation oxidado (GSSG) 

El GSSG se cuantificó de acuerdo con el método de Akerbroom y Sies (1981). El ensayo 

se basa en la cuantificación de NADPH que se transforma en NADP+ por la acción de la 

enzima glutatión reductasa. 100 μl de muestra se mezclaron con la mezcla de reacción de 

tal forma que la concentración final sea fosfato 100 mM (pH 7), EDTA 1 mM, NADPH 0.1 

mM (disuelto en NaHCO3 al 5%). Se incubó a 25 °C y se midió la línea basal a 340 nm. La 

reacción se inició al adicionar 0.1 U de la enzima glutatión reductasa (diluida en 

amortiguador de fosfato pH 7 y NADPH 10μM) y se siguió la desaparición de NADPH. 

 

V.29 Detección in situ de H2O2 con diaminobencidina 

La 3,3-diamino bencidina (DAB) polimeriza instantáneamente cuando está en contacto 

con H2O2 en presencia de peroxidasa, formando un compuesto café rojizo estable en 



diferentes solventes (Thordal-Christensen et al., 1997). Durante el período de oscuridad 

se cortó la primera hoja verdadera de plantas de tres semanas de edad. Los peciolos se 

sumergieron en una solución de DAB 1 mg/ml (pH 3.8, es necesario un pH ácido para 

disolver a la DAB) durante 12 horas en oscuridad. Posteriormente, se decoloraron con 

etanol en ebullición. Las hojas tratadas se almacenaron en una mezcla de ácido acético 

30% (v/v) y glicerol 30% (v/v). El peróxido se detecta visualmente como una coloración 

parda rojiza en las hojas. 

 

 

 



CAPÍTULO VI 

RESULTADOS 

 

VI.1 Causas de la acumulación de almidón en hojas maduras de frijol durante 
la deficiencia de fosfato 

Todos los experimentos que a continuación se describen se hicieron con hojas maduras 

de plantas de frijol del genotipo MAR1 que por 3 semanas fueron regadas con una 

solución nutritiva completa (500 µM de Pi) o con una carente de Pi. Bajo estas 

condiciones, la acumulación de almidón que es uno de los síntomas más 

consistentemente observados en las hojas maduras de las plantas de frijol sometidas a 

deficiencia de Pi, puede ser el resultado de cambios en el balance entre los procesos de 

síntesis y degradación. Con el objeto de definir si la deficiencia de Pi incrementa la 

síntesis almidón, se analizó la distribución del 14CO2 asimilado entre azúcares solubles y 

almidón. Se observó que la deficiencia de Pi no induce cambios importantes (Figura VI.1), 

lo cual sugiere que, al menos en esta etapa de desarrollo, la síntesis no es la causa más 

importante de la acumulación de almidón que se observa en plantas cultivadas en 

deficiencia de Pi.  

 

Figura VI.1. Distribución de marca (14C) en carbohidratos de hojas maduras de frijol. Plantas regadas 
con solución Hoagland  completa (    )  y  plantas regadas con solución Hoagland sin Pi (     ).  
 
 
La mayor parte del almidón que se sintetiza en las hojas se degrada durante la noche. 

Para evaluar el efecto de la deficiencia de Pi sobre la velocidad de degradación del 

almidón, se realizó un ensayo en el que se cuantificaron, la incorporación de 14CO2 en el 

almidón durante el período de luz y la fracción de 14C que permaneció en éste, después 

de un período de oscuridad. Como se esperaba, las plantas no mostraron diferencia en la 

síntesis de almidón. Sin embargo, la cantidad de 14C que permaneció en el almidón 
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después del período de degradación se incrementó en las hojas de las plantas sometidas 

a deficiencia de Pi (Figura VI.2).  

 

 
Figura VI.2.  Contenido de 14C  en almidón después de un período de luz (síntesis) y después de un 
período de oscuridad (degradación). Plantas regadas con Pi (     )  y  plantas regadas sin Pi (     ). 
 
 
Estos resultados sugieren que la acumulación de almidón que se observa en plantas 

cultivadas en deficiencia de Pi es el resultado de una menor degradación. 

Adicionalmente, se analizó la velocidad de degradación de almidón y su relación con la 

cantidad de Pi durante un período de 18 horas de oscuridad, para lo cual a diferentes 

intervalos se tomaron muestras de plantas que se pusieron en oscuridad desde las 15:00 

horas hasta las 9:00 horas del día siguiente. Los resultados obtenidos se ajustaron a una 

ecuación de decaimiento exponencial sencilla (Figura VI.3). Se observó que la velocidad 

con que se degrada el almidón en las plantas que crecen sin fosfato se reduce 30%.   

Figura VI.3. Curso temporal de la degradación de almidón.  Plantas de frijol de 3 semanas se colocaron en 
oscuridad a las 15:00 horas (tiempo 0). Los datos reportados corresponden al contenido de almidón en la hoja 
madura de las plantas.     : Plantas cultivadas en suficiencia de fosfato (500 µM Pi).      : Plantas cultivadas sin 
fosfato. 
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En la Figura VI.4, se muestran los cambios en los niveles de Pi durante el período de 

oscuridad. Como puede observarse, en las hojas de las plantas cultivadas en deficiencia 

de Pi hay menos fosfato. Tanto en las plantas control, como en las sometidas a 

deficiencia, los niveles de Pi se reducen ligeramente a lo largo del periodo de degradación 

del almidón, sin embargo, estos cambios son menores a los registrados en la velocidad de 

degradación (Figura VI.3). 

 

 
Figura VI.4. Contenido de fosfato en las hojas de plantas de frijol colectadas a diferentes horas del día. 
Plantas de frijol de 2.5 semanas se colocaron en oscuridad a las 15:00 horas (tiempo 0). Los datos reportados 
corresponden al contenido de fosfato en la hoja madura de las plantas.     : Plantas cultivadas en suficiencia 
de fosfato (500 µM Pi).     : Plantas cultivadas sin fosfato. 
 
 
 
VI.2 Patrón de la acumulación de almidón inducido por la deficiencia de 
fosfato 
 
Se estudió el patrón de acumulación de almidón y su relación con el nivel de Pi. Se 

encontró que la acumulación de almidón en las hojas de plantas de frijol cultivadas en 

condiciones de deficiencia de Pi es gradual (Figura VI.5). Este hecho es consistente con 

la disminución ligera en la velocidad de degradación que se observó (Figura VI.3) y puede 

conducir, a lo largo de varios días, a la acumulación de grandes cantidades de almidón.  

 
 



 
Figura VI.5. Acumulación de almidón en hojas de plantas de frijol. Se usó la primera hoja verdadera de 
las plantas.      : Plantas cultivadas en suficiencia de fosfato (500µM Pi).      : Plantas cultivadas sin fosfato. 
 
 

La evaluación de la cantidad de Pi presente en las hojas mostró un efecto muy claro de 

los tratamientos. Sin embargo, aun cuando las cantidades de Pi siempre fueron mayores 

en las plantas regadas con la solución nutritiva completa, en ambos casos se apreció que 

los niveles fueron más altos en la primera semana y disminuyeron a medida que pasó el 

tiempo. La diferencia más notable se aprecia en la semana dos (Tabla VI.1). Este 

comportamiento es un claro indicador de la redistribución del Pi disponible y de como esto 

puede favorecer el desarrollo de los órganos jóvenes. 

 

Tabla VI.1. Contenido de fósforo en hojas de plantas de frijol 
 

 µmoles Pi g-1 PF 
Pi+ Pi- 

Semana 1 
Semana 2 
Semana 3 

33.9±3.1 
14.9±0.5 
  7.2±0.2 

22.1±1.2 
  6.6±0.4 
  4.3±0.5 

La cuantificación se hizo en la primera hoja verdadera de las plantas de frijol cultivadas en condiciones de 
suficiencia (Pi+) o deficiencia de fosfato (Pi-). 
 
 
VI.3 Efecto de la deficiencia de fosfato sobre algunas características de los 
gránulos de almidón 
 
Muchas de las enzimas que participan en los procesos de síntesis y degradación del 

almidón se asocian a la superficie de los gránulos. Por esa razón, se investigó si la 

deficiencia de Pi podía modificar las propiedades de los gránulos y si tenía algún impacto 

en la susceptibilidad de los mismos a la degradación. 

 



VI.3.1. Tamaño de los gránulos 

Se obtuvo almidón de hojas de plantas crecidas en suficiencia y deficiencia de fosfato 

(Ritte et al., 2000) y su morfología se comparó por medio de microscopía electrónica de 

barrido. En ambos casos el tamaño promedio fue de aproximadamente 2-3 µm. También, 

se observaron partículas de menor tamaño, las cuales fueron más abundantes en el 

almidón producido por las plantas cultivadas con Pi (Figura VI.6). 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura VI.6. Tamaño de los gránulos de almidón de las hojas de frijol de tres semanas. A. Plantas 
cultivadas en suficiencia de Pi. B. Plantas cultivadas sin Pi. 
 
 

VI.3.2. Contenido de fosfato y amilosa 
 
La degradación del almidón es un proceso complejo y aún no bien comprendido que 

requiere la acción conjunta de diversas enzimas. Se ha propuesto que el grado de 

fosforilación constituye un factor que facilita la asociación de proteínas e incrementa la 

susceptibilidad del almidón a ser degradado (Blennow et al., 2002; Ritte et al., 2000). Por 

otro lado, se ha propuesto que la proporción amilosa/amilopectina también contribuye a 

modificar la susceptibilidad a la degradación del almidón. En ese contexto, se midieron los 

niveles de fosfato y amilosa en los gránulos de almidón de hojas de plantas de frijol 

cultivadas con y sin fosfato (Tabla VI.2), observándose que la deficiencia de Pi reduce a la 

mitad el contenido de Pi en el almidón y duplica la proporción relativa de amilosa. 
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Tabla VI.2. Características de los gránulos de almidón de hoja de frijol. 
 

Tratamiento Fosfato 
 (µmoles g-1 almidón) 

 

Amilosa         
(%) 

Amilopectina 
(%) 

Pi+ 2.1±0.20 6.6-9.2 90.8-93.4 
Pi- 1.2±0.04 16.3-25.1 74.9-83.7 

 
 
VI.4. La deficiencia de fosfato modifica la asociación de proteínas con el 
gránulo de almidón 

VI.4.1. Proteínas asociadas a los gránulos de almidón 

Recientemente, se estableció que los gránulos interaccionan con diferentes proteínas que 

participan tanto en la síntesis como en la degradación del almidón. Con el objeto de 

investigar si la reducción en la degradación del almidón que se observa en plantas que 

crecieron en deficiencia de Pi está relacionada con la capacidad de los gránulos para 

asociar proteínas, se estudiaron los patrones de proteínas que se encuentran unidas a la 

superficie o atrapadas en el interior de los gránulos en períodos de luz y oscuridad. En la 

Figura VI.7 se observa que los gránulos de las plantas cultivadas con Pi tienen más 

proteínas (tanto superficiales como internas) y la transición luz-oscuridad tiene poco 

efecto sobre el total de las proteínas unidas. Esta figura también sugiere que la principal 

diferencia entre el patrón de las proteínas de los gránulos Pi+ y Pi- es el contenido relativo 

de las diferentes proteínas, ya que muchas de las bandas son idénticas en ambos casos. 

 
 

 
 Figura VI.7. Proteínas asociadas a gránulos de almidón. Las proteínas se recuperaron de los gránulos, se 
analizaron con electroforesis desnaturalizante y se tiñeron con azul de Coomasie. ☼: Muestras colectadas a 
las 12:00 h.  : Muestras colectadas después de 4 horas de oscuridad. + : Almidón de plantas cultivadas con 
Pi. - : Almidón de plantas cultivadas sin Pi.  

+      +       -      -       +     +       -      - 
                ☼          ☼          ☼         ☼     
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Con el fin de establecer la identidad de las proteínas que interaccionan con el almidón, se 

secuenciaron algunas de las bandas más importantes. Los resultados de la secuenciación 

se muestran en la Figura VI.8. 

 

 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 

 
 

 
 
Figura VI.8. Identidad de algunas proteínas asociadas a gránulos de almidón. A. Proteínas que se 
recuperaron de gránulos de almidón después de estar en contacto con extractos cloroplásticos, se analizaron 
con electroforesis desnaturalizante y se visualizaron mediante tinción con  plata. +: Almidón o extracto de 
plantas cultivadas con Pi. -: Almidón o extracto de plantas cultivadas sin Pi. B. Identidad de las proteínas que 
se señalan en el gel A. 
 
 

Muchas de la proteínas presentes en la superficie de los gránulos pueden ser lavadas con 

SDS (dodecil sulfato de sodio, por sus siglas en inglés) al 0.5% (Figura VI.9).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
Figura VI.9. Proteínas asociadas a los gránulos de almidón de hojas de plantas de frijol cultivados con 
y sin Pi. Las proteínas se separaron con electroforesis desnaturalizante y se tiñeron con plata. El almidón 
original es el obtenido después de la purificación y el almidón lavado es el purificado y lavado tres veces con 
SDS 0.5%. Pi+: Plantas cultivadas en suficiencia de fosfato (500 µM Pi).   Pi-: Plantas cultivadas sin fosfato. 
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Para investigar la capacidad del almidón de unir proteínas se hicieron ensayos en los que 

el almidón purificado de plantas Pi+ y Pi- y lavado con SDS se puso en contacto con 

extractos de hojas maduras procedentes de plantas cultivadas en condiciones de 

suficiencia y deficiencia de Pi.  

Como se puede observar en la Figura VI.10, la asociación de proteínas con los gránulos 

es un proceso dinámico que depende fundamentalmente de la naturaleza del gránulo de 

almidón, pues los gránulos provenientes de plantas cultivadas con Pi tienen mayor 

capacidad para unir proteínas. Sin embargo, también es influenciada por el contenido de 

proteínas en el extracto. Este hecho sugiere que en el cloroplasto la interacción de los 

gránulos con las proteínas que participan en su degradación pudiera estar sometida a una 

regulación similar. 

 

 
Figura VI.10. Proteínas que se unen a gránulos de almidón lavado después de estar en contacto con 
proteínas de extractos totales. Las proteínas se analizaron con SDS-PAGE y se visualizaron con azul de 
Coomasie. A. Los extractos se prepararon con plantas colectadas en el período luminoso. B. Los extractos se 
prepararon con plantas que estuvieron en oscuridad. M: marcadores masa molecular. A+: gránulos almidón 
lavado Pi+; A-: gránulos almidón lavado Pi-; E+: extracto de hojas de plantas cultivadas con Pi; E-: extracto de 
hojas de plantas cultivadas sin Pi. 
 
 
 
VI.4.2 Asociación de las proteínas 14-3-3 
Las proteínas 14-3-3 se han encontrado asociadas a los gránulos de almidón de polen de 

maíz y se ha sugerido que son importantes en la regulación del metabolismo del almidón 

en hojas, pues mutantes de una isoforma de estas proteínas se caracterizan por acumular 

almidón (Tetlow, 2004). Por esta razón y dado que entre las proteínas que se encuentran 

asociadas al almidón algunas tenían masas moleculares semejantes a las reportadas 

para estas proteínas (38 kDa), se hizo un análisis por western blot utilizando anticuerpos 

policlonales contra las proteínas 14-3-3. 

A. B. 



Como se observa en la Figura VI.11A, los anticuerpos pueden detectar la presencia de las 

proteínas 14-3-3 en hojas y raíces de plantas de frijol. Se aprecia que en deficiencia de 

fosfato se incrementa el número de bandas que el anticuerpo reconoce en extractos de 

hojas jóvenes. Sin embargo, cuando se probaron las proteínas provenientes de los 

gránulos, no se encontraron asociadas a ellos (Figura VI.11B). 

 
 
                                                                      

 
Figura VI.11. A. Inmunodetección de proteínas 14-3-3 en extractos totales de hojas jóvenes (HJ), hojas 
maduras (HM), raíces jóvenes (RJ) y raíces maduras (RM) de plantas de frijol. Se aplicaron 20 µg de proteína. 
B. Ausencia de inmunodetección de proteínas 14-3-3 en la fracción de proteínas asociadas a gránulos 
de almidón. 

 
VI.4.3 Asociación de la glucan agua dicinasa  a los gránulos de almidón 
Por otro lado, junto con el establecimiento de la importancia de la fosforilación del almidón 

en el proceso de degradación, las proteínas glucan agua dicinasa (GWD, de sus siglas en 

inglés) y fosfoglucan agua dicinasa (PWD, de sus siglas en inglés) han sido identificadas 

como las responsables directas de la fosforilación de la amilopectina que está en la 

superficie de los gránulos (Kotting et al., 2005; Yu et al., 2001; Zeeman y ap Rees, 1999; 

Caspar et al., 1991). La fosforilación puede modificar el empaquetamiento del gránulo y 

facilitar el ataque enzimático. Sin embargo, también se ha sugerido que el dominio N-

terminal de la proteína GWD (cuya función es hasta ahora desconocida) podría facilitar la 

asociación de ésta y otras proteínas a los gránulos y promover su degradación (Smith, 

2005). 

Al investigar el efecto de la deficiencia de fosfato sobre la distribución de la proteína GWD 

en extractos totales de hojas, en extractos cloroplásticos y en los gránulos de almidón 

(Figura VI.12), se observó que durante la noche la proteína GWD es movilizada 

eficientemente al interior de los cloroplastos de las plantas cultivadas en ausencia de 

A. B. 
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HM RJ RM HJ   HM     RJ     RMHJ
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fosfato (Figura VI.12E), sin embargo, por alguna razón se une al gránulo en menor 

cantidad (Figura VI.12D). 

 

 
Figura VI.12. Detección de la proteína GWD. A y C en extracto de hoja B y D en gránulos de almidón y E 
extracto de cloroplastos, de plantas cultivadas con Pi (+) y sin Pi (-); L plantas cosechadas al mediodía y O 
después de 5 horas de oscuridad. A y B corresponden al análisis por SDS-PAGE, revelado con azul de 
Coomassie; C, D y E  a la inmunodetección con anticuerpos contra GWD de papa. (Figura tomada del artículo 
que se incluye en el Anexo 1). 
 
 
 
VI.5 Efecto del estrés por deficiencia de fosfato sobre la actividad de las 
enzimas que degradan almidón  
 
Durante mucho tiempo la endo-amilolisis catalizada por α-amilasa fue aceptada como la 

primera etapa en la degradación del almidón, sin embargo, algunas evidencias muestran 

que la participación de esta enzima no es requerida en todas las especies. Por otro lado, 

en la actualidad existe consenso en cuanto al papel primordial de la -amilasa en la 

degradación del almidón de hoja, dado que la maltosa, producida por la actividad de esta 

enzima, ha sido identificada como el principal producto de la degradación de los gránulos 

de almidón de hoja y la pérdida de las actividades de las enzimas β-amilasa y 

desramificadora (ISA3) reducen la velocidad de degradación del almidón, lo que conduce 

a su acumulación. La medición de la actividad de -amilasa en extractos totales de hoja 

mostró que la actividad de esta enzima es mayor durante la noche y que se incrementa en 

las plantas cultivadas sin Pi (Tabla VI.3).  



Se implementó la metodología para medir la actividad de las enzimas almidón fosforilasa 

y -amilasa en extractos totales de hojas (Zeeman et al., 1998), sin embargo bajo las 

condiciones utilizadas la actividad de estas dos enzimas no pudo ser detectada. 

 

Tabla VI.3. Actividad de la -amilasa en hojas de plantas de frijol de tres semanas de edad. 
 

 
Tratamiento µmol glu /min/ mg 
Pi+ 13:00 3.8±0.4 
Pi- 13:00 6.7±1.4 
Pi+ 18:00 3.7±0.7 
Pi- 18:00 6.1±0.4 
Pi+ 22:45 6.3±1.0 
Pi- 22:45 9.6±1.3 

El material se colectó a las horas que se indican en la tabla. 

 

VI.5.1 Purificación de la -amilasa 

No obstante la mayor actividad de -amilasa, las plantas cultivadas en deficiencia de Pi 

tienen menor capacidad para degradar el almidón. Por lo cual, se decidió purificar y 

estudiar detalladamente esta enzima para investigar si la discrepancia se debía a cambios 

en propiedades de la enzima que pudieran haber sido inducidos por la deficiencia de Pi. 

Como punto de partida para la purificación de la -amilasa a partir de hojas de frijol, el 

extracto se fraccionó con polietilén glicol 10000 (PEG). En geles nativos se observó que 

las fracciones estaban enriquecidas en actividades amilolíticas con diferente movilidad 

electroforética (Figura VI.13), y se decidió purificar por separado la enzima de las 

fracciones 0-15% y  15-35%. La electroforesis desnaturalizante de las enzimas purificadas 

se muestra en la Figura VI.14A, donde se observa el mismo peso molecular aparente. Las 

enzimas purificadas fueron reconocidas por los anticuerpos contra la -amilasa de papa 

(Figura VI.14B). 

 

 

 

 

 



 
 

Figura VI.13. Actividad amilolítica después de la precipitación diferencial con PEG. Las proteínas del 
extracto de hojas que precipitaron a las diferentes concentraciones de polietilén glicol se separaron por 
electroforesis nativa en geles de poliacrilamida y amilopectina y se tiñeron con solución de lugol. 
 
 

 

 
Figura VI.14. ß-amilasas purificadas a partir de hojas de frijol. Pi+: Plantas cultivadas en suficiencia de 
fosfato (500 µM Pi).   Pi-: Plantas cultivadas sin fosfato. A. Electroforesis desnaturalizante y tinción con plata 
de las fracciones purificadas de 0-15% y 15-35% de PEG. B. Detección por western-blot. 
 

 
 

Las enzimas se secuenciaron, encontrándose en ambos casos un alto grado de identidad 

con la -amilasa de soya (Figura VI.15) 

 

 

 

 
 
Figura VI.15. Secuencia de la -amilasa de soya en la que se marcan los péptidos identificados en las 

-amilasas purificadas de frijol. 
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VI.5.2   Análisis cinético de las -amilasas purificadas 
Las enzimas de la fracción 15-35% se usaron para investigar si la deficiencia de Pi 

modificaba las características cinéticas de la -amilasa. Se calcularon valores de Km y 

Vmax aparentes utilizando como sustrato el almidón purificado de las hojas de las plantas 

que crecieron en suficiencia de Pi (A+) con la -amilasa purificada de las mismas plantas 

(E+) y, por otro lado, el almidón (A-) y la enzima (E-) obtenidos de las plantas que 

crecieron en deficiencia de Pi. La deficiencia de Pi produjo un aumento significativo en los 

valores de Km y Vmax, sin embargo, al calcular el cociente Vmax/Km  se observó que no 

existe diferencia significativa en la eficiencia catalítica de ambas enzimas (Tabla VI.4).  

 

 
 

Tabla VI.4. Parámetros cinéticos de la -amilasa purificada de hojas de frijol. 
 

 Km  aparente 
(mg/l) 

Vmax 

(µmol/min) 
Vmax / Km 

(µmol l/mg min ) 
  E/A (+/+)    0.010 ± 0.002 5.72 ± 0.91 560 
  E/A (- / -)    0.027 ± 0.001 12.82 ± 0.49 480 

 
 
 
VI.5.3 Estudio de la regulación por óxido-reducción de la -amilasa 

Los resultados anteriores sugieren que es poco probable que la -amilasa (la actividad 

total y sus propiedades cinéticas) sea la causa directa de la acumulación de almidón que 

se observa en las hojas de plantas de frijol que han sido cultivadas sin fosfato; sin 

embargo, existe la posibilidad de que la deficiencia de Pi afectara su regulación. Algunas 

enzimas que participan en el metabolismo del almidón como la GWD son reguladas por el 

estado redox (Mikkelsen et al., 2005). Se ha sugerido que este tipo de regulación es 

importante para sincronizar diferentes procesos con los ciclos luz-oscuridad. Por lo que, 

para investigar si la -amilasa estaba sujeta a una regulación similar y si la deficiencia de 

Pi modificaba su respuesta a cambios en el estado redox, se realizó un ensayo en el que 

las enzimas purificadas se mantuvieron en un ambiente oxidante (glutation oxidado, 

GSSG), o en uno reductor (ditiotreitol, DTT).  

Como se muestra en la Figura VI.16, la -amilasa redujo su actividad en estado oxidado y 

la deficiencia de Pi no modificó la respuesta de las enzimas: ambas incrementaron su 

actividad en estado reducido y la disminuyeron  cuando se oxidaron. 



La mayor parte del almidón que se acumula en las hojas durante el día se degrada por la 

noche y existen evidencias que indican que durante la noche prevalece un estado 

oxidante. Esto sugiere, que la actividad de β-amilasa podría convertirse en una limitante 

para la degradación eficiente del almidón.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                  
Figura VI.16. A. Actividad de la enzima β-amilasa en diferentes condiciones de óxido-reducción. B. Gel 

de actividad amilolítica. 
 
 

VI.6 Las proteínas asociadas a los gránulos de almidón modifican la 
susceptibilidad de los gránulos al ataque enzimático 
 
Se ha propuesto que muchas de las proteínas que participan en el metabolismo del 

almidón se encuentran asociadas a la superficie de los gránulos y se ha identificado a la 

fosforilación que catalizan las enzimas GWD y PWD como un elemento que modifica la 

hidrofobicidad de la superficie del gránulo y favorece la asociación de proteínas 

amilolíticas (Reimann et al. 2007). Como se mencionó, en este estudio se encontró que la 

deficiencia de Pi reduce el grado de fosforilación del almidón (Tabla VI.2) y la asociación 

de la proteína GWD a los gránulos (Figura VI.12). Resultados adicionales sugieren que 

los gránulos que provienen de plantas cultivadas en deficiencia de Pi tienen menor 

capacidad de asociar proteínas (Figuras VI.7 y VI.10). Por lo que, se estudió si las 

proteínas asociadas a la superficie de los gránulos de almidón modificaban la 

susceptibilidad de los mismos a la -amilolisis. Dado que el lavado con SDS al 0.5% 
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permite remover la mayoría de las proteínas asociadas a la superficie de los gránulos 

(Figura VI.9), se hicieron ensayos para comparar la velocidad de degradación con  β-

amilasa de gránulos de almidón con y sin proteínas asociadas (Figura VI.17). 

 

 
 
Figura VI.17. Efecto de las proteínas asociadas sobre la degradación de los gránulos de almidón. Los 
gránulos de almidón fueron aislados de las hojas de plantas de frijol cultivadas con o sin Pi (OPi+, OPi-) o 
fueron aislados y desproteinizados con SDS al 0.5% (LPi+, LPi). 
 
 
 
Como se observa en la Figura VI.17, el almidón que tiene proteínas asociadas se degrada 

más rápidamente. Por otro lado, el almidón de las plantas que crecieron en deficiencia de 

Pi es menos susceptible a ser degradado y esta diferencia se incrementa cuando se 

eliminan las proteínas superficiales. Estos resultados demuestran que las proteínas 

asociadas a la superficie de los gránulos facilitan la degradación del almidón.  
Una pregunta que surgió con estos resultados fue: ¿cualquier proteína que está unida a la 

superficie de los gránulos favorece la degradación del almidón? Para responderla se 

hicieron ensayos en los que gránulos de almidón lavados con SDS al 0.5% se pusieron en 

contacto con albúmina o concanavalina A. Se analizó la capacidad de estas proteínas 

para unirse a los gránulos y después se midió la susceptibilidad de éstos a la degradación 

por la -amilasa. Los resultados muestran que la albúmina no se une a los gránulos, 

mientras que la concanavalina A si lo hace (Figura VI.18A). No obstante, en ninguno de 

los casos hay cambios en la susceptibilidad a la degradación del almidón por la -amilasa 

(Figura VI.18B). 
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Figura VI.18. Efecto de la asociación de albúmina (BSA) y concanavalina A (ConA) a los gránulos de 
almidón sobre la actividad de β-amilasa. A. Electroforesis SDS de las proteínas unidas al almidón. B. 
Azúcares liberados por la β-amilasa de gránulos de almidón obtenidos las hojas de frijol crecidas en presencia 
(     P+) y ausencia de fosfato (     P-). 
 
        
VI.7 Efecto del estado redox sobre la degradación del almidón 
 

Los datos obtenidos muestran que las plantas que crecen en deficiencia de fosfato tienen 

una mayor actividad amilolítica in vitro (Tabla VI.4), sin embargo eso no es suficiente para 

que la degradación del almidón in vivo sea eficiente. Por otro lado, la actividad de la -

amilasa se incrementa en estado reducido (Figura VI.16), y se ha reportado que durante 

la noche (cuando tiene lugar la degradación del almidón), las condiciones predominantes 

son oxidantes (Buchanan, 1980). Esto nos llevó a analizar el efecto de las condiciones 

oxidantes sobre la capacidad de la -amilasa para degradar los gránulos de almidón. Para 

tal efecto, los gránulos de almidón purificados de plantas cultivadas con y sin Pi se 

incubaron con -amilasa purificada de plantas cultivadas en las mismas condiciones y se 
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evaluó tanto la capacidad de las enzimas para unirse a los gránulos como la eficiencia 

con la que catalizan la hidrólisis de los mismos. 

Como se observa en la Figura VI.19B, las condiciones oxidantes favorecen la asociación 

de la β-amilasa a los gránulos del almidón. Esto es particularmente evidente para los 

gránulos y la enzima purificados de plantas que crecieron en suficiencia de Pi. La unión 

de la β-amilasa a los gránulos purificados de plantas cultivadas en deficiencia de Pi es 

menos dependiente del estado redox, pero también se incrementa en condiciones 

oxidantes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

   
 
 
 
Figura VI.19. Unión de β-amilasa a gránulos de almidón de hoja en condiciones oxidantes y 
reductoras. Los gránulos de almidón se pusieron en contacto durante 30 minutos con β-amilasa purificada, 
después de los cuales se suspendieron en amortiguador de muestra con SDS.  A. Análisis de las proteínas 
asociadas a la superficie de los gránulos de almidón con SDS-PAGE y tinción con plata. B. Detección de β-
amilasa por western-blot. 
 
 
Previamente habíamos observado que el tratamiento con GSSG provocaba un 70% de 

reducción de la actividad de β-amilasa sobre amilopectina (Figura VI.16); sin embargo, en 

este experimento se observó que esas mismas condiciones tuvieron poco efecto sobre la 

liberación de glucosa (hidrólisis de almidón) al realizar el ensayo en presencia de almidón. 

Con gránulos y enzima que provienen de plantas cultivadas con Pi prácticamente no hubo 

efecto, mientras que con gránulos y enzima purificados de plantas cultivadas en 

deficiencia de Pi la oxidación disminuyó en apenas 20% la degradación que sufrió el 

almidón (Figura VI.20). 
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Figura VI.20. Efecto del estado redox sobre la degradación de gránulos de almidón de plantas que 
crecieron en suficiencia y deficiencia de Pi. Amilolisis con almidón y -amilasa que provienen de plantas 
que crecieron con fosfato (Pi+) o sin fosfato (Pi-).  El ensayo se realizó en presencia de 5 mM de DTT o 10 
mM de GSSG. 
 
 
 
Una posible causa de la discrepancia entre los resultados del efecto de la oxidación sobre 

la actividad de -amilasa puede ser la diferencia de sustratos, es decir, que la 

degradación de amilopectina fuera más sensible que la degradación de almidón. Para 

descartar esta posibilidad, en la Figura VI.21 se muestra un gel de actividad en donde se 

usó amilopectina como sustrato para analizar la actividad de la -amilasa después de 

haber sido incubada en condiciones oxidantes y reductoras tanto en ausencia como en 

presencia de almidón. Tal como lo habíamos observado (Figura VI.16B), cuando la 

enzima está sola, la oxidación es responsable de la pérdida de una fracción muy 

importante de la actividad. Si la incubación se hace en presencia de almidón y después de 

30 min se analiza la actividad en el sobrenadante, se observa que la presencia de almidón 

protege a la -amilasa.  

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
Figura VI.21. Efecto protector del almidón sobre la actividad de β-amilasa (BAM). La enzima purificada 
de las plantas que se cultivaron con Pi (BAM+) o sin Pi (BAM-) se incubó 30 minutos con DTT 5 mM o GSSG 
10 mM y su actividad se evaluó en un gel nativo de poliacrilamida al 6% y amilopectina 2 mg/ml que se tiñó 
con lugol. 
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Previamente observamos que la -amilasa se une a los gránulos (Figura VI.19), sin 

embargo, el hecho de que la enzima soluble mantenga la actividad hace pensar que la 

protección podría ser mediada por los productos de la degradación del almidón. En un 

experimento posterior analizamos si la maltosa podía proteger a la actividad de β-amilasa 

de la inactivación por oxidación. Los resultados fueron negativos. 

La figura VI.22 muestra un curso temporal de la inactivación de β-amilasa, en este caso 

se uso H2O2 como agente oxidante. Como puede observarse la presencia de almidón 

reduce eficientemente la velocidad con la que la enzima se inactiva. Sin embargo, 

también es claro que si las condiciones oxidantes prevalecen la enzima finalmente se 

inactiva. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

 
 
 
 
Figura VI.22. Cambios en la actividad de la -amilasa con H2O2 en presencia y ausencia de almidón. La 
enzima se incubó con 8.5 mM de H2O2 o con 8.5 mM de H2O2 y almidón 0.02 mg/µl. 

. 
 
 
Este resultado sugiere que durante la noche la presencia de almidón protege a la β-

amilasa de la inactivación y que, gracias a ello, el almidón se degrada eficientemente a 

pesar de que prevalezcan condiciones oxidantes. Con estos resultados la pregunta que 

surgió fue si el almidón tenía el mismo efecto sobre otras enzimas que también tenían 

regulación redox, que se encontraban en el cloroplasto y que pudieran unirse a los 

gránulos de almidón (Figura VI.8B). Para resolverla se midió la actividad de la Rubisco en 

condiciones oxidantes en presencia y ausencia de almidón y como se muestra en la 

Figura VI.23, la presencia del almidón no protege a la Rubisco de la inactivación por 

oxidación. 
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Figura VI.23. Efecto protector del almidón sobre la actividad de la β-amilasa (A) y la Rubisco (B).  Las 
enzimas se incubaron por 30 minutos a temperatura ambiente con  DTT 5mM, GSSG 10 mM o GSSG 10 mM 
y almidón 0.02 mg/µl. 
 

 

Utilizamos diferentes técnicas para cuantificar la relación GSH/GSSG y los niveles de 

H2O2 en las hojas de las plantas de frijol y de esta manera saber si la deficiencia de Pi 

modifica las condiciones de óxido-reducción en ellas. Sin embargo, los resultados no 

fueron consistentes. Se logró una demostración cualitativa de que la deficiencia de Pi 

produce un aumento muy discreto en la cantidad de H2O2 (Figura VI.24); y esta evidencia 

sugiere que se podría considerar alS incremento en las condiciones oxidantes como uno 

de los elementos que contribuyen a que la degradación del almidón sea menos eficiente 

en plantas cultivadas en ausencia de Pi. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
Figura VI.24. Detección de H2O2 en hojas de frijol.  A) Plantas cultivadas con Pi.  B) Plantas que se 
cultivaron sin Pi.  
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Finalmente, se hicieron geles de actividad amilolítica en donde se analizó el efecto de las 

condiciones oxidantes y reductoras sobre la actividad β-amilolítica en extractos totales de 

hojas de las plantas cultivadas con y sin Pi (Figura VI.25). Se encontró que la enzima del 

extracto de hojas Pi+ tiene una movilidad electroforética diferente a la del extracto Pi- y 

que ambas responden de manera diferente a los cambios en las condiciones redox. 

 

 
 
 

 
 
 
 
 
 

 
 
Figura VI.25. Actividad de β-amilasa en extractos de hojas de plantas de frijol. Electroforesis nativa en 
gel de poliacrilamida-amilopectina teñido con lugol.  
 
 
 
Si bien este resultado apoya nuestra suposición de que la deficiencia de Pi modifica las 

condiciones redox, también pone de manifiesto la necesidad de realizar investigaciones 

adicionales para evaluar si el incremento en las condiciones oxidantes es o no un 

elemento que contribuye a la acumulación de almidón en plantas cultivadas en deficiencia 

de Pi. 
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CAPÍTULO VII 

DISCUSIÓN DE RESULTADOS 

 
La deficiencia de Pi, que caracteriza a muchos de los suelos dedicados a la agricultura y 

que produce grandes pérdidas, es una condición que en la mayoría de los casos se 

origina cuando pH’s extremos favorecen la transformación de la especie asimilable 

(fosfato, H2PO4
-) en complejos que las plantas son incapaces de aprovechar. La 

aplicación de fertilizantes químicos es una alternativa de solución rápida pero parcial y 

costosa, pues el Pi que se agrega también se convierte en complejos no asimilables. De 

ahí que sea necesario utilizar nuevos enfoques para resolver este problema. Durante la 

evolución las especies vegetales han perfeccionado mecanismos que contribuyen a 

disminuir los efectos de la deficiencia de Pi; sin embargo, el estudio de las respuestas de 

las plantas a la deficiencia de fosfato forma parte de investigaciones necesarias antes de 

considerar el diseño o selección de genotipos menos susceptibles a esta condición. 

El presente trabajo se ubica dentro de este contexto. Para empezar, debe señalarse que 

la deficiencia de Pi produce múltiples efectos, como son los cambios en la arquitectura de 

las raíces, plantas con hojas más pequeñas, acumulación de almidón en las hojas, 

producción de antocianinas, etc., lo que de alguna manera es lógico debido a la 

participación del P en muchos procesos. Se decidió investigar la acumulación de almidón 

por dos razones fundamentales: (1) es uno de los síntomas que de manera más 

consistente y reproducible se observa en plantas que están sometidas a deficiencia de 

fosfato y (2) su acumulación implica un desbalance muy importante en las relaciones que 

se establecen entre tejidos fotosintéticos y aquellos que son dependientes de fotosintatos. 

Se ha sugerido que, en la acumulación de almidón en las hojas de plantas cultivadas en 

deficiencia de Pi están involucrados tanto los procesos de síntesis como de degradación 

(Preiss y Romeo, 1994; Usuda y Shimogawara 1991). De hecho un incremento en la 

velocidad de síntesis podría facilitar el reciclaje del poco Pi disponible (Cierezko y 

Barbachowska, 2000; Kondracka y Rychter, 1997). En este sentido, los datos obtenidos 

en este trabajo son claros: la acumulación del almidón que se observa en hojas maduras 

de plantas de frijol, que por tres semanas han sido cultivadas con una solución sin fosfato, 

es un proceso gradual debido fundamentalmente a una reducción moderada en la 

capacidad de degradación del almidón sintetizado a lo largo del día (Figura VI.5). Los 

resultados muestran que la deficiencia de Pi también afecta el proceso de síntesis del 



almidón, se incrementa la proporción relativa de amilosa, por lo que no se puede 

descartar que en condiciones experimentales diferentes (periodos de deficiencia más 

largos o en otras etapas de desarrollo) la síntesis también pudiera contribuir a su 

acumulación. 

El proceso de degradación del almidón en hojas es complejo. El sistema que mejor se 

conoce es el de Arabidopsis (Zeeman et al., 2007; Smith et al., 2005) aunque este modelo 

tal vez no sea suficiente para explicar lo que sucede en otras especies (Reimann et al., 

2007; Zeeman et al., 2007; Asatsuma et al., 2005). Se propone que de entre muchas 

enzimas que participan en el proceso, la actividad de -amilasa es la principal 

responsable de la degradación de la mayor parte del almidón (Lu y Sharkey 2006; 

Scheidig et al., 2002; Smith et al., 2005; Yu et al., 2005; Zeeman et al., 2007). La maltosa 

es el principal producto del proceso de degradación y se exporta como tal al citosol en 

donde se utiliza para formar glucanos, los que luego serán degradados por enzimas allí 

presentes para finalmente producir sacarosa (Niittylä et al., 2004; Weise et al., 2004; 

Zeeman et al., 2004). Comparativamente, la información disponible en frijol es escasa. Sin 

embargo, se ha observado que la maltosa es también el principal producto de la 

degradación del almidón (Weise et al., 2006) por lo que se supone que la forma como se 

degrada el almidón en hojas de frijol es muy parecida a lo que se ha reportado en 

Arabidopsis, y que la β-amilasa es también responsable de la degradación de una parte 

importante del almidón que de manera transitoria se acumula en las hojas. Este hecho 

puede ayudar a explicar por qué se tuvo tan poco éxito cuando se intentó medir las 

actividades de la almidón fosforilasa (enzima que degrada al almidón en presencia de Pi y 

produce glucosa-6-fosfato) y de la α-amilasa (que hidroliza en forma aleatoria los enlaces 

α-1,4 del almidón), las cuales también podrían participar en el proceso. 

La literatura consigna la existencia de múltiples isoenzimas de -amilasa (Zeeman et al., 

2007; Smith et al., 2005). En Arabidopsis hay nueve isoformas, que Smith et al. (2004) 

designaron como BAM1 a BAM9, las cuales han sido estudiadas con mayor o menor 

profundidad. Las primeras cuatro se han ubicado en el cloroplasto y existe evidencia 

experimental de la participación de BAM3 en la degradación del almidón en el cloroplasto 

(Delatte et al., 2006; Kaplan et al., 2006). Se ha reportado que BAM1 es regulada por 

tiorredoxina (Kaplan et al., 2006). BAM4 no tiene actividad amilolítica pero al asociarse al 

almidón puede facilitar la unión de otras proteínas y contribuir a la regulación del proceso 

(Fulton et al., 2008). Las otras isoformas se han encontrado fuera del cloroplasto y sus 



funciones son desconocidas. BAM5 se encontró en los elementos cribosos del floema 

(Wang et al., 1995) y la mutación del gen BAM5 no modifica la función del floema ni la 

degradación del almidón en la hoja.  

Para establecer el efecto de la deficiencia de Pi sobre la degradación del almidón, 

obtuvimos gránulos de almidón e intentamos purificar a la -amilasa de los cloroplastos de 

plantas cultivadas en las dos condiciones. Sin embargo, la gran cantidad de almidón que 

se acumula en los cloroplastos de las plantas deficientes de Pi los hace muy frágiles y su 

purificación virtualmente imposible. Por otro lado, dado que las -amilasas son una familia 

de proteínas altamente conservadas, con relativamente pocas diferencias entre las 

isoenzimas que se localizan en el cloroplasto o fuera de él (Fulton et al., 2008), se decidió 

purificar la actividad de la -amilasa de hojas y analizar si la falta de Pi había modificado 

sus propiedades o su interacción con el almidón. El esquema utilizado permitió lograr un 

alto grado de purificación (Figura VI.14) y el análisis cinético no mostró cambios 

importantes que pudieran ser atribuidos a la falta de Pi (Tabla VI.4). La enzima purificada 

se secuenció y se encontró una gran similitud con la -amilasa de soya (Figura VII.1), 

pero no se pudo establecer su probable distribución intracelular a partir de la secuencia. 

Esto constituye una limitación seria de este trabajo. Sin embargo, la enzima purificada 

tiene características similares a una amilasa cloroplástica recientemente descrita: 

ambas tienen una masa molecular de 60 kDa, son activas como monómero y su actividad 

es regulada por las condiciones redox (Sparla et al., 2006). Estas propiedades, sumadas 

a la gran conservación que existe entre las amilasas (Fulton et al., 2008; Zeeman et al., 

2007) sugieren que su uso podría ser útil para investigar como la deficiencia de Pi afecta 

el proceso de degradación del almidón. Para tal efecto, también se purificaron gránulos de 

almidón de plantas cultivadas con y sin Pi, los que se usaron para investigar de qué forma 

la deficiencia de Pi puede alterar su susceptibilidad a la degradación por -amilasa. 



 

Figura VII.1. Alineamiento de las secuencias de las proteínas BAM de Arabidopsis y la proteína Gm 
BMY1 de soya (Fulton, et al., 2008). 

 

La superficie de los gránulos de almidón se ha descrito como una estructura hidrofóbica, 

altamente compacta y organizada (Blennow, 2002; Gallant et al., 1997). Se ha sugerido 

 



que la interacción con diferentes proteínas puede modificar esas características y limitar la 

velocidad de degradación (Edner et al., 2007; Ritte et al., 2002; Yu et al., 2001). El análisis 

del almidón que se purificó mostró que efectivamente, hay muchas proteínas que se unen 

a su superficie (Figura VI.7) y al ser este un fenómeno característico del almidón de hojas 

que no se presenta en el almidón que se acumula en semillas (datos no mostrados), su 

presencia podría ser importante para la regulación de los procesos de síntesis y/o 

degradación del almidón en ese órgano. La falta de Pi reduce la cantidad de proteínas 

presentes en la superficie (Figura VI.7) y en un experimento de reconstitución en donde 

los gránulos lavados se incubaron con extractos totales y/o cloroplásticos se descubrió 

que la unión de las proteínas a la superficie de los gránulos depende tanto de las 

características del extracto como de los gránulos (Figura VI.10). Al analizar los gránulos 

de almidón, se observó que la falta de Pi también modifica su composición: contienen más 

amilosa y están menos fosforilados (Tabla VI.2). Se ha reportado que los almidones que 

tienen altos contenidos de amilosa tienen mayor resistencia a la degradación enzimática 

(Gallant et al., 1997). La amilopectina es el sustrato de las enzimas GWD y PWD (Ritte et 

al., 2006; Kötting et al., 2005; Ritte et al., 2000) y al reducirse su proporción, el grado de 

fosforilación también será menor. La fosforilación es importante para el proceso de 

degradación (Blennow et al., 2002), en consecuencia un aumento en la proporción de 

amilosa puede repercutir en una menor velocidad de degradación. Estos datos muestran 

que la falta de Pi también afecta el proceso de síntesis, lo que convierte a este sistema en 

un modelo muy interesante, pues su estudio ayudaría a identificar que actividades 

enzimáticas podrían ser modificadas para obtener almidones con nuevas propiedades. 

La deficiencia de Pi reduce significativamente la cantidad de proteínas (Figura VI.7) 

siendo la proteína GWD una de las afectadas (Figura VI.12), lo cual a su vez concuerda 

con el hecho de que el almidón proveniente de plantas cultivadas en deficiencia de Pi está 

menos fosforilado (Tabla VI.2). No fue posible identificar todas las proteínas que se unen 

a la superficie de los gránulos de almidón, pero se probó que su presencia facilita la 

degradación de los gránulos por -amilasa (Figura VI.17). La unión implica cierto grado de 

especificidad, pues experimentos con BSA y concanavalina A mostraron que no cualquier 

proteína se une al gránulo y que el hecho de que algunas se asocien no necesariamente 

indica que la degradación por -amilasa se acelerará (Figura VI.18).  



La identificación de las proteínas asociadas a la superficie de los gránulos, el establecer 

qué factores definen su interaccionan con los gránulos y el conocer cómo su presencia 

facilita la degradación del almidón son tareas importantes que quedan por  resolver. 

Por otro lado, muchos procesos están coordinados con los períodos de luz-oscuridad. En 

el caso particular del almidón que se produce en las hojas es necesario que por la noche 

se degrade eficientemente para que la planta disponga de azúcares. La actividad de 

muchas enzimas que están sometidas a este control es sensible a cambios en su estado 

de óxido-reducción; se mantienen reducidas (y activas) gracias al sistema 

ferredoxina/tiorredoxina, el cual a su vez es dependiente de la actividad del fotosistema I. 

Por esta razón, las condiciones de óxido-reducción dentro de los cloroplastos son 

reductoras durante el día y se vuelven oxidantes durante la noche (Buchanan 1980). Esta 

regulación permite que enzimas clave en el ciclo de Calvin estén activas durante el día y 

se inactiven durante la noche (Buchanan y Balmer 2005; Dai et al., 2000; Anderson et al., 

1976). Por otro lado, existen evidencias que muestran que diferentes tipos de estrés 

generan un ambiente oxidante (Lunde et al., 2008; Miller et al., 2008; Dixon et al., 2005). 

Por lo que se probaron diferentes estrategias para medir el efecto de la deficiencia de Pi 

sobre la concentración de H2O2 y en la relación GSSG/GSH. No fueron exitosas, pues los 

resultados fueron inconsistentes. Sin embargo, se logró una estimación cualitativa que 

sugiere que efectivamente, la deficiencia de Pi incrementa la concentración de H2O2 en 

las hojas (Figura VI.24). Con base en estas ideas se hizo un experimento en el cual se 

analizó el efecto del estado redox sobre la actividad de la -amilasa. Al igual que otras 

enzimas que participan en procesos que están coordinados con la transición luz-oscuridad 

(enzimas del ciclo de Calvin, AGPasa, GWD, pirofosfatasas), la -amilasa también se 

inactiva por oxidación (Figura VI.16). Esto crea una paradoja: las condiciones que 

probablemente imperan durante la noche, son capaces de inactivar a la -amilasa y la 

falta de Pi podría agravar esta situación. Previamente, se había analizado la actividad de 

-amilasa en extractos de plantas cultivadas con y sin Pi (Tabla VI.3) observándose que 

en ambos casos la actividad se incrementa durante la noche y que el aumento es mayor 

en plantas cultivadas sin fosfato. Sin embargo, la posibilidad de que las condiciones 

oxidantes que prevalecen de noche en el estroma de los cloroplastos inactiven a la -

amilasa, implica que: (1) la inactivación por oxidación es una característica que la enzima 

adquiere cuando es purificada, o bien (2) que in vivo existe un mecanismo que la protege. 



Estudios posteriores mostraron que la actividad de la -amilasa podía ser protegida si la 

oxidación se llevaba a cabo en presencia de almidón (Figuras VI.21 y VI.25). Además se 

observó que la enzima se une a los gránulos y las condiciones oxidantes estimulan la 

unión (Figura VI.19).  La asociación de la -amilasa a los gránulos de almidón puede 

explicarse como consecuencia de su mecanismo de acción: se une al almidón y se 

mantiene unida hasta que se liberan varias moléculas de maltosa (Ishikawa et al., 2007). 

Esta asociación transitoria al sustrato implica que durante la degradación del almidón la -

amilasa está constantemente uniéndose y liberándose del sustrato. La presencia del 

almidón protege a la enzima asociada a los gránulos de almidón, pero el producto soluble 

de la degradación del almidón (maltosa) es incapaz de protegerla de la inactivación por 

oxidación. En un experimento posterior se analizó la cinética de inactivación (figura VI.22). 

Se hizo patente que la presencia de almidón hace que el proceso sea más lento pero si 

las condiciones son muy oxidantes la enzima puede inactivarse a pesar de la presencia 

de almidón. Con base en estos datos, proponemos que la enzima se asocia a los gránulos 

de almidón y forma un complejo que la estabiliza y protege de la oxidación. 

Eventualmente se libera, pero rápidamente se  vuelve a asociar a los gránulos. La 

actividad que se puede medir en la fracción soluble representa esa proporción de 

moléculas en tránsito y el hecho de que se mantengan activas a pesar de que el medio es 

suficientemente oxidante como para inactivarlas, implica que la velocidad con la que la 

enzima se oxida es menor a aquella con la que la enzima se reasocia con el almidón. 

Estos hallazgos son relevantes en la medida que permiten resolver una aparente 

contradicción: la -amilasa, al igual que otras enzimas del ciclo de Calvin, se inactivan por 

oxidación (Sparla et al., 2006; Buchanan y Balmer 2005). La presencia de almidón permite 

que la -amilasa escape a ese control, ya que puede mantenerse activa si hay almidón y 

si las condiciones no son muy oxidantes. La GWD también se inactiva por oxidación, pero 

hay resultados que sugieren que también es activa durante la noche (Mikkelsen et al., 

2005). Sería muy interesante investigar si la presencia de almidón puede también 

protegerla de la oxidación. Sin embargo, este mecanismo no es general: la Rubisco es 

una de las proteínas cloroplásticas que se puede encontrar en la superficie de los 

gránulos (Figura VI.8B) y que se inactiva por oxidación, pero la presencia de almidón es 

incapaz de protegerla (Figura VI.23). 

Por mucho tiempo, se pensó que los gránulos de almidón eran estructuras pasivas en el 

proceso de degradación. Los resultados obtenidos en este trabajo muestran un panorama 



totalmente diferente: sus características (que pueden ser modificadas por el ambiente) 

definen en gran medida qué proteínas se les unen, lo que puede ser importante para 

regular su actividad. Son muchas las proteínas que se pueden asociar a los gránulos y su 

estudio seguramente arrojará nuevas sorpresas. 

 



 

CAPÍTULO VIII 

CONCLUSIONES 

 

 En las hojas de plantas de frijol que crecen en deficiencia de Pi la degradación del 

almidón es menos eficiente, lo que genera una acumulación gradual. 

 La deficiencia de Pi modifica características de los gránulos: reduce la fosforilación, 

cambia la proporción amilosa/amilopectina y el patrón de proteínas asociadas, estos 

cambios disminuyen su capacidad para unir proteínas cuya presencia favorece la 

degradación de almidón. 

 En plantas cultivadas en deficiencia de Pi, las condiciones redox se tornan más 

oxidantes. La β-amilasa purificada se inhibe en condiciones oxidantes, lo que podría 

explicar por qué a pesar de que en las plantas cultivadas en deficiencia de fosfato la 

actividad de la β-amilasa se incrementa, el almidón no se degrada eficientemente. 

 La interacción de la β-amilasa con los gránulos del almidón la protege parcialmente de 

la inactivación por oxidación. 



 

Capítulo IX 

PERSPECTIVAS 

Con este trabajo se lograron identificar cambios que se presentan en las plantas que 

crecen en deficiencia de fosfato y que contribuyen a que la degradación del almidón sea 

menos eficiente. Sin embargo, existen algunos aspectos cuyo estudio ayudaría a entender 

los detalles de los mecanismos involucrados, como los siguientes: 

 Estudiar la estructura de la amilopectina. 

 Identificar proteínas asociadas a los gránulos, estudiar qué determina su asociación y 

cómo esta asociación promueve la degradación del gránulo. 

 Estudiar cómo se modifica la síntesis del almidón. 

 Clonar y expresar como proteínas recombinantes a las  β-amilasas que se expresan 

en diferentes condiciones como punto de partida para estudios detallados sobre su 

regulación redox y su interacción con el almidón. 
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Received 11 September 2004; accepted 21 December 2004
S

vulgaris;
defi-

;
radation

ee front matter & 200
jplph.2004.12.005

s: Pi, phosphate
ing author. Tel.: +56 2
ess: emtz@servidor.un
Summary
The effect of phosphate (Pi) deficiency on starch accumulation was studied in bean
(Phaseolus vulgaris). After 3 weeks of Pi deprivation total Pi concentration in root and
shoot was reduced by 68% and 42%, respectively; however, only shoot growth was
affected. In leaves, Pi deprivation induced glucose, fructose and starch accumulation.
Pi deficiency did not affect starch synthesis, but it reduced its mobilization during the
dark period. At the same time, starch produced by Pi deficient plants have fewer Pi
bound and was also less susceptible to b-amylase hydrolysis. R1 protein is the protein
responsible of phosphorylating C3 and C6 glucosyl residues of the polyglucan,
increasing the hydration capacity and the interaction with amylolytic enzymes. Pi
deprivation did not change the amount of R1 protein detected in total extracts but
decreased its association with starch granules.
& 2005 Elsevier GmbH. All rights reserved.
Introduction

Phosphate (Pi) is one of the major plant nutrients
that influence all biochemical processes and devel-
opmental phases in plants. In the absence of Pi,
plants exhibit characteristic symptoms including
enhanced root growth, increase in the root: shoot
ratio and accumulation of anthocyanin (Raghotha-
ma, 1999). Some plant responses to Pi deprivation
5 Elsevier GmbH. All rights rese

2 52 76; fax: +56 22 53 29.
am.mx (E. Martı́nez-Barajas).
appears to be regulated at the genetic level (Foyer
and Spencer, 1986), and not all species respond in
the same way to the lack of Pi. Starch accumulation
in leaves is one of the more consistently observed
biochemical responses (Ciereszko and Barbachows-
ka, 2000).

Starch is accumulated in the chloroplasts of
leaves during daytime; little or no degradation
occurs in the light, but its degradation starts soon
rved.

www.elsevier.de/jplph
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upon the onset of darkness (Zeeman et al., 2002).
The products of starch degradation are exported
from chloroplasts to the cytosol and are used as
substrates for sucrose synthesis and glycolysis (Stitt
et al., 1985). It has been suggested that the
accumulation of starch observed in leaves from Pi
deficient plants could be due to the low availability
of Pi for the triose phosphate translocator located
in the chloroplast inner envelope. Then, carbon
would be retained in chloroplasts where starch
synthesis is facilitated through activation of ADP-
glucose pyrophosphorylase by low Pi:3-PGA ratio
(Nielsen et al., 1998). However, it has also been
shown that Pi deprivation reduces starch mobiliza-
tion at night (Fredeen et al., 1989; Usuda and
Shimogawara, 1991).

Relatively little is known about the regulation of
starch degradation in organs other than cereal
endosperm (Smith et al., 2003). Presumably, the
process is initiated by endoamylase action, liberat-
ing malto-oligosaccharides, which are then pro-
cessed by other enzymes. The process requires
the concerted action of a range of phosphorolytic
and hydrolytic enzymes including endoamylase,
exoamylase, disproportionating enzyme, isoamy-
lase, glucoamylase (maltase) and phosphorylase
(Blennow et al., 2002). However, there are no
data that correlate amylolytic enzymes with
regulatory roles. So far, only changes in pH and Pi
availability in plastids have been the factors
related to nocturnal degradation of starch (Blen-
now et al., 2002).

On the other hand, it is reasonable to assume
that important starch-related reactions take place
in the interphase of the insoluble starch particle
and the surrounding stroma (Reimann et al., 2002).
Therefore, the binding of stromal proteins to the
starch granule might be a crucial step in the
transitory starch metabolism (Ritte et al., 2000).
Several proteins have been isolated from starch
granules; among them is R1 (Reimann et al., 2002).
R1 is a 160 kDa protein (Loberth et al., 1998) that
catalyzes a dikinase-type reaction, transferring the
g-phosphate of ATP to water (resulting in the
release of orthophosphate) whereas it uses the a-
phosphate to phosphorylate C3 and C6 glucosyl
residues of the polyglucan (Ritte et al., 2002).
Phosphate groups in starch increase its hydration
capacity (Blennow et al., 2002) and it has been
suggested that the activity and/or binding of starch
degrading enzymes is directly dependent on the
number of Pi residues incorporated within starch
(Ritte et al., 2002).

In this research, we investigated whether starch
accumulation in bean leaves under Pi deficiency is
the result of a decrease capacity in its mobilization
during nighttime. We also explored whether the
properties of the starch produced under Pi defi-
ciency are directly related to its capacity of being
degraded.
Material and methods

Plant material

Bean seeds (Phaseolus vulgaris L., genotype
MAR1) were obtained from Instituto Nacional de
Investigaciones Forestales Agrı́colas y Pecuarias
(INIFAP), México. They were grown in greenhouse
at 25 1C under a 16 h light/8 h dark regime in
350 cm3 plastic pots with agrolite. They were
irrigated every day with 50mL Hoagland solution
(Jones, 1982). Plants were cultured for 21 days
either with complete nutrient medium (+Pi, con-
trol) or without phosphate (�Pi). In the �Pi
treatment, 500 mM ammonium phosphate was sub-
stituted by ammonium sulfate. Plants used were at
the stage of one mature leaf. Leaves were
harvested 4–5 h after the beginning of the light
period and frozen in liquid nitrogen.
Sugar extraction and determination

Leaf samples (100–300mg) were homogenized in
2–3mL 80% ethanol and extracted twice at 80 1C for
30min. The soluble fraction was used to determine
glucose, fructose and sucrose. Starch was quanti-
fied in the insoluble pellet. Glucose and fructose
were determined enzymatically. At the first stage
of the reaction, ethanol extract was mixed with
25mM Tris-HCl (pH 8.0), 50mM KCl, 1mM ATP, 3mM
MgCl2, 0.3mM NAD+ and 1UmL�1 yeast hexokinase
(EC 2.7.1.1) and basal absorbance at 340 nm was
measured. In the second stage 1UmL�1 glucose 6-
phosphate dehydrogenase (EC 1.1.1.49) was added
to the mixture and absorbance at 340 nm was
measured when reaction was at equilibrium. The
difference between both values was used to
calculate glucose concentration. Fructose was
measured in the same way after the addition of
1 UmL�1 phosphoglucose isomerase (EC 5.3.1.9).
Sucrose was measured by the anthrone method
(van Handel, 1968). For starch measurement, the
ethanol insoluble fraction was resuspended in
1.5mL of water and incubated at 90 1C for 4 h.
After cooling, 220 U amyloglucosidase (EC 3.2.1.3
from Rhizopus) in 1.5mL 200mM acetate buffer (pH
4.5) were added to each sample. Samples were
incubated at 37 1C overnight and glucose was
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determined in the supernatant by the enzymatic
method described before.
Total phosphate determination

Total Pi in leaf tissue and starch granules was
measured as described by Ames (1966). Sample
(3.5mg) was mixed with 20 mL Mg(NO3)2 10% (w/v)
in ethanol and burned to a white ash. Then, 300 mL
HCl 0.5M were added and sample was incubated in
boiling water for 15min. After cooling, 700 mL of a
solution containing 0.5M H2SO4; 81.2mM L-ascorbic
acid and 0.29mM ammonium molybdate were
added and the sample was incubated for 20min at
45 1C. Absorbance at 820 nm was registered and Pi
content was calculated from standard curve con-
structed with KH2PO4.
In vivo labeling

Mature leaves were labeled with 14CO2 as
described by Viola et al. (2001). Five hours after
the light period started, leaves were sealed in a
plastic bag and 14CO2 was liberated from 50 mCi
(2.18 GBqmmol�1) sodium [14C] bicarbonate by the
addition of 200 mL 3M lactic acid. Plants were
exposed to 14CO2 for 1 h before injecting an excess
of 3M KOH to neutralize the acid and to absorb any
remaining 14CO2. Four hours later, leaves were
harvested and frozen with liquid nitrogen. Samples
were homogenized and extracted twice with 80%
ethanol; radioactivity in soluble and starch (after
enzymatic hydrolysis) fractions was determined in a
Beckman LS 6000IC liquid scintillation counter.
Isolation of leaf starch granules

Leaf starch granules were isolated according to
Ritte et al. (2000). Leaves (15–20 g) were frozen
with liquid nitrogen, ground in a cold mortar and
homogenized in 50mL of extraction buffer (100mM
Hepes-KOH pH 8.0, 1mM EDTA, 10mM 2-mercap-
toethanol, 1mM PMSF, 1mM benzamidine and 2mM
aminocaproic acid). The homogenate was filtered
through four layers of cheese cloth and centrifuged
5min at 280g. The remaining pellet was washed
twice in 10mL of extraction buffer. The washed
pellet was resuspended in 1.5mL extraction buffer
and layered on top of a 5mL Percoll cushion (95%
Percoll (Pharmacia, Upsala, Sweden) and 5% (v/v)
0.5M Hepes-KOH (pH 7.0)) and centrifuged 5min at
280g. Starch granules were washed with acetone,
dried and stored at �80 1C
Starch susceptibility to b-amylase
degradation

Susceptibility to b-amylolysis was analyzed in
gelatinized and ungelatinized starch granules iso-
lated from leaves of control and �Pi plants (Wang
et al., 2002). For gelatinization, samples (1mg
starch granules/100 mL H2O) were incubated at
90 1C for 1 h. After cooling, 10U of b-amylase
(E.C. 3.2.1.2) in 100 mL of 50mM acetate buffer (pH
4.8) was added to each sample and incubated for
3 h at 30 1C. Maltose produced was determined by
adding 2U of a-glucosidase (E.C. 3.2.1.20) Zeeman
et al. (1998). After 2 h at 37 1C, liberated glucose
was quantified as above. Glucose from non-gelati-
nized is reported as a % of the glucose in gelatinized
samples.

SDS-PAGE and immunoblotting

Dry starch was mixed with denaturing Laemmli
buffer (15 mL buffer per mg dry starch; Laemmli,
1970) and heated for 5min at 95 1C. Following
centrifugation the supernatant was applied to gels.
Leaves were homogenized with 100mM Hepes-KOH
(pH 8.0), 1mM EDTA, 10mM 2-mercaptoethanol,
1mM benzamidine, 1mM PMSF and centrifuged for
5min at 10,000g at 4 1C. The supernatant (20 mg)
was mixed with denaturing Laemmli buffer and
processed as above. SDS-PAGE was performed
according to Laemmli (1970) and proteins visua-
lized by staining with Coomassie blue. Western
blotting was performed according to Reimann et al.
(2002). Antiserum directed against potato R1
protein (kindly donated by Dr. James R. Lloyd)
was diluted 1:500 and anti-rabbit IgG (GIBCO, BRL)
covalently bound to alkaline phosphatase (diluted
1:5000) was used as a second antibody. Alkaline
phosphatase activity was detected according to
supplier’s instructions.
Results

After 3 weeks of Pi deprivation, total Pi in leaves
and roots was reduced by 42% and 67%, respectively
(Table 1). Shoot dry weight showed 40% reduction
but root biomass was not affected, as a result, the
ratio root: shoot increased from 0.39 in control
plants to 0.60 in �Pi plants (Table 1).

On the other hand, the first leaf showed a large
accumulation of starch, glucose and fructose while
sucrose levels remained almost unchanged (Fig. 1).
In order to investigate how starch was accumu-
lated, leaves were incubated in presence of 14CO2
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Table 1. Effect of phosphate deprivation on the growth and total phosphate content of bean plants cultivated for 3
week with phosphate-sufficient (+Pi) and phosphate-deficient (�Pi) Hoagland solution. n ¼ 6 and 7SD values are
indicated.

Root Shoot Root/shoot

+Pi �Pi +Pi �Pi +Pi �Pi

Total phosphate (mmol g�1 DW) 12.971.4 4.270.6 13.570.1 7.870.3
Dry weight (g) 0.4870.02 0.4370.03 1.2570.08 0.7370.04 0.3970.01 0.6070.06

Figure 1. Accumulation of sucrose, starch, glucose and
fructose in mature leaves of 3-week-old bean plants
irrigated with phosphate-sufficient ( ) and phosphate-
deficient (&) Hoagland solution. n ¼ 5 and 7SD values
are indicated.

Figure 2. Relative distribution of fixed 14CO2 in leaves of
three week old plants irrigated with phosphate-sufficient
( ) and phosphate-deficient (&) Hoagland solution. 7SD
values are indicated. n ¼ 3 and 7SD values are indi-
cated.
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for 1 h and 4 h later the distribution of the label
between soluble sugars and starch was analyzed. Pi
deficiency did not affect total CO2 incorporation
(data not shown), and the label distribution was the
same in control and Pi deprived plants (Fig. 2). In
both cases, 75% and 25% of incorporated label was
found in soluble sugars and starch fractions,
respectively. Then, it is unlikely that starch
accumulation under Pi deprivation is due to
elevation of starch synthesis.

To learn how Pi deficiency affected starch
degradation, plants were labeled with 14CO2 for
1 h. One group of plants was analyzed 4 h later and
another group was incubated in dark for 18 h and
incorporated label in starch was analyzed. As it was
observed before, Pi deprivation did not affect the
amount of starch synthesized during the day
(Fig. 3). Interestingly, after the dark period, Pi
deficient plants contained 40% more label in starch
than control plants did. Additionally, starch accu-
mulation in Pi deficient plants seemed to be a
gradual process since there is a small daily increase
(Fig. 4). It might suggest that under Pi deficiency,
starch is accumulated because degradation process
becomes less efficient.

Starch is partially phosphorylated at C-3 and C-6
glucose positions. Phosphorylation increases starch
hydrophilicity and probably favors the interaction
with proteins that participate in its degradation
(Ritte et al., 2002). Analysis of the amount of Pi
showed that starch from Pi deprived plants has 43%
less Pi than control plants (Table 2), and was
also 19% less susceptible to b-amylase hydrolysis
(Table 2).

R1 protein has been described as the enzyme
responsible for starch phosphorylation (Ritte et al.,
2003) and it has been shown to be associated with
starch granules during the night (Ritte et al., 2000).
Fig. 5 shows an SDS-PAGE and a western blot of
soluble and starch associated proteins from control
and Pi-deprived plants at daylight and after 5 h of
darkness. During the day, the amount of R1 protein
detected in the soluble fraction was not affected
by Pi deficiency (Fig. 5C). The darkness period,
however, reduced the amount of R1 protein in
the soluble fraction of plants cultivated with Pi
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Fig. 3. (14C) label in starch synthesized during the day
and in the non-degraded starch after 18 h darkness in
mature leaves of 3-week-old bean plants irrigated with
phosphate-sufficient ( ) and phosphate-deficient (&)
Hoagland solution. n ¼ 3 and 7SD values are indicated.

Figure 4. Starch accumulation in the first leaf of bean
plants irrigated with phosphate-sufficient ( ) and phos-
phate-deficient (&) Hoagland solution. n ¼ 5 and 7SD
values are indicated.

Table 2. Effect of phosphate deprivation on the
properties of leaf starch produced by bean plants
irrigated for 3 week with phosphate-sufficient (+Pi) and
phosphate-deficient (�Pi) Hoagland solution. n ¼ 3 and
7SD values are indicated.

Treatment Phosphate
(mmol g�1 starch)

Susceptibility (% b-
amylolysis)

+Pi 2.170.20 62.672.6
�Pi 1.270.04 43.371.9

Figure 5. Detection of R1 protein in soluble extracts of
mature leaves (A and C) and starch granules (B and D)
from plants irrigated with phosphate-sufficient (+Pi) and
phosphate-deficient (�Pi) Hoagland solution for 3 week
and harvested at noon (L) or after 5 h darkness (D). A and
B SDS-PAGE stained with Coomassie blue. C and D
western-blots probed with an antiserum directed against
R1 from potato.
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(Fig. 5C). The analysis of starch associated pro-
teins, showed that during the day, a significative
amount of R1 protein is associated to the starch in
Pi sufficient plants while almost no R1 protein was
detected in Pi deprived plants. In both, Pi sufficient
and deprived plants, darkness produced an incre-
ment in R1 protein associated with starch granules.
However, the redistribution seemed to be more
efficient in plants cultivated with Pi, since with a
increase in the amount of R1 associated to the
granules, a concomitant reduction in the soluble
fraction was observed (Fig. 5D), suggesting a very
well coordinated movement between cytosol and
chloroplasts.
Discussion

As previously demonstrated (Kondracka and
Rychter, 1997), Pi deficiency affected growth
parameters of bean plants. After three weeks of
Pi deficiency, total Pi was reduced 42% and 67% in
shoots and roots, respectively, but only shoot
growth was affected (Table 1). It has been
suggested that maintaining root growth under Pi
deficiency, helps plants to trawl for and find
assimilable Pi sources (Raghothama, 1999).
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Phosphate-deficiency stress induced a large
accumulation of starch, glucose and fructose in
the first leaf (Fig. 1). However, the 14CO2 assimila-
tion and the distribution between soluble sugars
and starch fractions were not significantly affected
(Fig. 2). Despite the fact that most of the
starch produced each day is degraded at night,
the process is less efficient in Pi deprived plants
(Fig. 3), and the gradual accumulation of non-
degraded starch can explain much of its enhance-
ment in plants cultivated under Pi deficiency
(Fig. 4).

Starch is partially phosphorylated at C-3 and C-6
positions, and it has been suggested, that phos-
phorylation changes the surface charge distribution
and increases the hydration of starch, increasing
the interaction with amylolytic enzymes (Yu et al.,
2001). On the other hand, starch degradation
process requires a physical interaction between
starch granules and amylolytic enzymes (Reimann
et al., 2002). As might be expected, starch from
plants cultivated without Pi has 43% less Pi than
starch from control plants and is also 19% less
susceptible to b-amylase (Table 2). It is therefore
possible that the changes in the properties of the
starch produced under Pi deficiency (such as the
amount of associated Pi), make its degradation in
vivo less efficient too.

Recently it was demonstrated that R1 catalyzes
starch phosphorylation (Ritte et al., 2003). Because
the amount of R1 in the surface of starch granules
of Spirodela polyrhiza turions correlates well with
the rate of starch degradation (Reimann et al.,
2002) and leaves of transgenic potato plants with
reduced expression of R1 exhibit a starch-excess
phenotype (Loberth et al., 1998), it is reasonable
to postulate that the interaction between R1 and
starch granules is also important in regulating
starch turnover.

In bean, Pi deficiency did not affect the amount
of R1 protein detected in the soluble fraction
during the day (Fig. 5C); some R1 is in the starch
granule fraction but was reduced in granules from
Pi deprived plants (Fig. 5D). The association
between R1 and starch granules is transient, R1
has been found in the starch granules of leaves
from darkened plants whereas light produced its
release (Ritte et al., 2000). In potato tubers, starch
phosphorylation proceeds concurrently with starch
de novo biosynthesis as an integrated part of starch
biosynthesis (Nielsen et al., 1994). It is possible
that in beans starch phosphorylation also takes
place during the synthesis. It may explain the
relative high amount of R1 that was found in starch
granules from Pi sufficient plants during the day
(Fig. 5).
Darkness increased the amount of R1 protein
associated to starch granules in both control and Pi
deficient plants. However, the amount present in
control plants was several times higher that in Pi
deficient plants (Fig. 5D). Since a positive correla-
tion between R1 bound to starch granules and
starch turnover has been observed (Reimann et al.,
2002); it is possible that the reduction in starch
degradation observed at night in plants cultivated
under Pi deficiency, at least in part results from
prevention of the association between starch
granules and R1 protein under those circumstances.

Unlike bean leaves, in turions of S. polyrhiza
starch degradation is mediated by phytochrome
and Pi deficiency increased the level of R1 protein
associated to starch (Reimann et al., 2002).
Avoiding the interaction between R1 protein and
starch granules (bean leaves) or preventing R1
release from the complex (S. polyrhiza turions)
may be two ways of reducing starch degradation.

Under normal circumstances, the amylolytic
enzymes do not have regulatory properties, and
changes in pH and Pi availability appear to be the
factors that control starch turnover (Blennow et
al., 2002). However, since alterations in b-amylase
(Scheidig et al., 2002), starch phosphorylase (Zee-
man et al., 1998) and D-enzyme (Critchley et al.,
2001) produce phenotypes characterized by exces-
sive starch accumulation, it will be worth investi-
gating if amylolytic activities are affected by Pi
deprivation. Finally, starch turnover is a very
complex process (Smith et al., 2003) and Pi
deficiency could affect it in multiple ways. The
results presented in this paper, show that the
interaction between R1 protein and starch granules
is affected by Pi deficiency. How Pi availability
regulates the interaction between R1 and starch
granules, is currently under investigation.
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RESUMEN 
 
Todas las células vegetales sintetizan y degradan almidón en algún punto de su 
desarrollo; no obstante, existen notables diferencias con relación al destino del almidón 
producido.  En las hojas se sintetiza y acumula durante el día mientras que en la noche 
se degrada.  Esto permite proveer de carbono y mantener diferentes procesos celulares.  
La regulación de esta vía por lo tanto, deberá estar controlada de tal manera que quede 
integrada al metabolismo de la planta.  La degradación del almidón es un proceso que 
depende de la estructura del gránulo, de la participación de diversas enzimas y su 
asociación con el gránulo.  Estudios recientes muestran que la degradación del almidón 
en hojas es diferente a lo que sucede en endospermo y por lo tanto, es necesario 
construir un modelo particular para este sistema.  Los estudios con mutantes y plantas 
transgénicas muestran que la β-amilasa es responsable de la hidrólisis de la mayor parte 
del almidón acumulado en hojas y la participación de la α-amilasa parece depender de la 
especie.  Adicionalmente, en este trabajo se propone que las características del gránulo 
son muy importantes para definir la interacción con las proteínas que van a participar en 
su degradación. 
 
Palabras clave: gránulo de almidón, degradación de almidón, amilosa, amilopectina, 
asociación proteína-gránulo de almidón. 
 
ABSTRACT 
 
All plant cells synthesize and degrade starch in determined stage of their development.  
There are, however, important differences related to its use.  In leaves, starch is produced 
and accumulated at day while it is degraded at night to provide carbon maintaining 
cellular processes.  This means that the pathway regulation is integrated to the whole 
plant metabolism.  Starch degradation is a process that depends on the starch granule 
structure, the action of several enzymes and the association of these to the starch 
granule.  Recent research reveals that starch degradation in leaves is significantly 
different from starch endosperm breakdown and these new data have led to build a 
particular model of this pathway.  Studies with mutants and transgenic plants suggest that 
β-amylase has a major role in the hydrolysis of the accumulated starch in leaves, while 
the participation of α-amylase is probably species-dependent.  Additionally, in this paper 
is suggested that starch granule characteristics are especially important in regulating the 
starch interaction between granule and proteins involved in starch metabolism.  
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Key words: starch granule, starch degradation, amylose, amylopectin, protein-starch 
granule association.   
 
INTRODUCCIÓN 
 
El almidón es un polímero de glucosa que constituye el principal producto de 
almacenamiento en semillas y otros órganos (43).  Representa el 80% de la ingesta 
calórica mundial, se utiliza como alimento animal y es una importante materia prima para 
la industria (10).  La importancia económica y social que adquirieron durante el siglo 
pasado las bebidas alcohólicas producidas a partir de cereales, llevó a una mayor 
investigación científica dirigida a conocer la naturaleza y regulación del proceso de 
degradación de almidón en el endospermo, el cual actualmente se entiende con 
profundidad tanto a nivel bioquímico como molecular (38).  Sin embargo, la degradación 
del almidón en endospermo de cereales puede ser muy diferente a la forma en que este 
proceso ocurre en otras especies y órganos vegetales. 
 
 Todas las células vegetales sintetizan y degradan almidón en algún punto de su 
desarrollo; no obstante, existen notables diferencias con relación al destino del almidón 
producido.  En órganos de almacenamiento como tubérculos, raíces y embriones puede 
acumularse por períodos muy largos, en meristemos y órganos en desarrollo la 
acumulación puede prolongarse por días o semanas, mientras que en las hojas se 
acumula durante el día y se degrada en la noche.  En todos los casos la síntesis y 
degradación del almidón se llevan a cabo en los plastidios, pero ambos procesos en cada 
órgano, pueden regularse de manera muy diferente: mientras que el endospermo, al 
momento de la germinación, puede asemejarse a una bolsa repleta de almidón que 
recibe a las enzimas hidrolíticas, en las células de las hojas el almidón se degrada y 
provee de carbono para el mantenimiento de diferentes procesos dentro de la misma; por 
lo que esta vía debe estar perfectamente integrada a todo el metabolismo.  La cantidad 
de almidón presente en un órgano representa un balance entre los procesos de síntesis y 
degradación.  Si bien existen dudas acerca de algunos puntos críticos del proceso de 
síntesis, comparativamente se conoce menos acerca del proceso de degradación y de su 
regulación.  
 
 Actualmente se sabe que múltiples isoformas de las enzimas que degradan el 
almidón, como son α- y β-amilasas, enzimas desramificadoras, almidón fosforilasa, 
glucosidasas y enzima desproporcionadora están presentes en la mayoría de los órganos 
estudiados (44).  En los últimos años los recursos genómicos disponibles para 
Arabidopsis thaliana y la posibilidad de generar mutantes y plantas transgénicas han 
contribuido a establecer el papel que cada una de esas enzimas tiene en el proceso. 
 
 El objetivo de este trabajo es abordar y discutir el tema de la degradación de almidón 
desde tres puntos de vista diferentes: el gránulo de almidón, las enzimas involucradas en 
el proceso y el papel de la interacción gránulo de almidón-enzimas hidrolíticas.  Muchos 
aspectos de la degradación del almidón son comunes a todos los órganos en donde este 
proceso se ha estudiado; sin embargo, dada la importancia que tiene la degradación del 
almidón acumulado en las hojas para el desarrollo de las plantas, se buscará hacer 
énfasis en la regulación de ese proceso en particular. 
 
EL GRÁNULO DE ALMIDÓN 
 
El almidón es una mezcla de polímeros de glucosa (amilosa y amilopectina) que las 
plantas producen y acumulan en forma de gránulos insolubles que presentan formas y 
tamaños diversos.  Los gránulos son estructuras altamente organizadas cuyas 
dimensiones y características varían entre especies, los gránulos de tubérculos de papa 
miden 100 µm (40), mientras que existen otros de 1-3 µm como los de raíz de taro o 
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 los de hoja de A. thaliana (33, 51).  Algunos gránulos tienen forma esférica o son 
esferoides aplanados con un surco ecuatorial, mientras que otros son poligonales (46).  
 
 
La amilosa  
 
Es un polímero lineal formado por cadenas de glucosas unidas por enlaces α-1,4, que 
constituyen el 20-30% del gránulo de almidón en los órganos de almacenamiento y 4-
20% en los gránulos provenientes de las hojas (51, 11).  Su peso molecular se encuentra 
en el orden de 105-106 (17).  La localización exacta de la amilosa en el gránulo no ha sido 
determinada de manera concluyente, pero se ha sugerido que se encuentra 
principalmente en la región menos cristalina, la parte amorfa (15, 8).  Se sabe que la 
amilosa se sintetiza por medio de la acción catalítica de la isoforma de almidón sintasa, 
que está unida al gránulo (GBSS), pues mutantes que carecen de GBSS en maíz (36), 
arroz (33, 45), trigo (24), papa, sorgo, amaranto, cebada y chícharo (17), sintetizan 
gránulos de almidón sin amilosa.  Además, los estudios realizados en papa y arroz en los 
que se logró reducir la expresión de GBSS por medio de la expresión de RNA antisentido 
produjeron gránulos de almidón con contenido de amilosa considerablemente reducido.  
Estas mutantes en cereales se denominan “cerosas” debido a que dan como resultado 
endospermos opacos, los cuales son más susceptibles a la degradación, mientras que 
los almidones de papa y de maíz con alto contenido de amilosa son más resistentes (8).  
 
 No se sabe como la GBSS cataliza la síntesis de amilosa, ni que es lo que impide 
que las enzimas ramificadoras actúen para generar cadenas laterales, pues aunque la 
GBSS se encuentra siempre unida al gránulo, existen otras enzimas involucradas en el 
metabolismo del almidón que tienen capacidad de asociarse con él.  Por ello no puede 
atribuirse la síntesis de amilosa al hecho de que las enzimas ramificadoras no se 
encuentren permanentemente asociadas al gránulo.  Se ha especulado que 
probablemente la GBSS es la única enzima que mantiene su actividad asociada a los 
gránulos mientras que las enzimas ramificadoras no lo hacen, o que probablemente 
existen zonas en los gránulos donde la GBSS si tiene actividad mientras que las otras 
enzimas no (17). 
 
 Por otro lado, se han encontrado enzimas ramificadoras bacterianas que sí son 
capaces de actuar en regiones del gránulo de almidón donde las ramificadoras de 
plantas no lo hacen, generando un material ramificado considerado como un compuesto 
intermedio entre la amilosa y la amilopectina (16).  Sin embargo, aún no se sabe cuales 
son las características de estas enzimas bacterianas que definen su capacidad para 
mantenerse activas en la región de la amilopectina.  Otra de las preguntas aún sin 
resolver en la biosíntesis del almidón se relaciona con la generación, recambio e 
incorporación en los gránulos de almidón de los intermediarios que están entre ADP-
glucosa y el almidón.  Éstos se sintetizan in vitro, pero se han encontrado sólo 
escasamente in vivo, mientras que es imposible sintetizar almidón in vitro.  En 
experimentos en donde, los gránulos de almidón se incubaron con ADP-(14C) glucosa se 
encontró que en períodos cortos (una hora) la marca era incorporada en la amilopectina 
[6], pero después de períodos largos (24 horas) la marca se encuentra principalmente en 
la amilosa.  De estos resultados se concluyó que la GBSS primero extiende las cadenas 
de las moléculas de amilopectina y que a partir de estas, por hidrólisis, se obtengan 
cadenas que constituyen la amilosa (17).  Existen varias posibilidades que podrían liberar 
las cadenas de amilosa; una de ellas es que las endoamilasas hidrolicen a la 
amilopectina y den lugar a cadenas de amilosa y otra que la GBSS tenga una segunda 
actividad mediante la cual las cadenas de glucanos se liberan después de una 
elongación progresiva.  Dado que todas las mutantes que se han descrito como libres de 
amilosa presentan reducción de la actividad de GBSS, la última opción sería la más 
probable (17). 
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La amilopectina 
 
La amilopectina es un polisacárido semicristalino, altamente ramificado, con un esqueleto 
de enlaces α-1,4  y 4-5% de puntos de ramificación α-1,6 (3).  La amilopectina es una 
molécula de mayor tamaño que la amilosa y su peso molecular se encuentra entre 107-
108.  El peso molecular y el grado de ramificación de la amilopectina varía ampliamente y 
esta variedad estructural contribuye a las diferencias en las propiedades químicas y 
físicas del almidón proveniente de diferentes fuentes (10).  El análisis estructural de los 
gránulos muestra que las cadenas laterales de la amilopectina forman dobles hélices y 
están arregladas de tal manera que se forman paquetes que contienen entre 9 y 17 
cadenas laterales en intervalos regulares de aproximadamente 9-10 nm de largo sobre el 
eje de la molécula y dan lugar a las lamelas cristalinas, que se encuentran alternadas con 
lamelas amorfas formadas por las regiones donde se localizan los puntos de ramificación 
y por los espacios entre los agregados de dobles hélices (figura 1) (8).  El modelo de 
“empaquetamiento” (figura 2), considera que la amilopectina se constituye de diferentes 
tipos de cadenas y esto se apoya por las observaciones de tres diferentes clases de 
cadenas, A, B, y C, que varían en longitud y que se asocian para formar los paquetes.   
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figura 1. Esquema del empaquetamiento de las cadenas laterales de amilopectina en 

las lamelas.  Cada empaquetamiento contiene entre 9 y 17 cadenas laterales.  Las zonas 
amorfas se localizan entre las lamelas cristalinas y entre cada paquete de cadenas 

laterales.  A, lamelas amorfas (zona de ramificación) de aproximadamente 4nm de largo; 
C, lamelas cristalinas (paquetes de cadenas laterales de amilopectina) de 6 nm de largo 

en promedio; a, regiones amorfas entre los paquetes cristalinos. Tomado de Gallant, 
1997. 
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Figura 2.  Estructura del gránulo de almidón 

Tomado de Gallant, 1997 
 

Capa dura cristalina

Capa blanda semi-cristalina

Poros 
Superficie del gránulo

Capa dura cristalina

Capa blanda semi-cristalina

Gránulo de almidón

Canales 
amorfos

Bloques  Bloques
grandes  pequeños

Bloque

Cristalino
amorfo

Empaquetamiento 
de amilopectina

Amilosa            Lípido

Vista lateral Vista superior

Tipo A

Tipo B

Hilum

Capa dura cristalina

Capa blanda semi-cristalina

Poros 
Superficie del gránulo

Capa dura cristalina

Capa blanda semi-cristalina

Gránulo de almidón

Canales 
amorfos

Bloques  Bloques
grandes  pequeños

Bloque

Cristalino
amorfo

Empaquetamiento 
de amilopectina

Amilosa            Lípido

Vista lateral Vista superior

Tipo A

Tipo B

Hilum



Rev. del Centro de Inv. (Méx.) Vol. 7. Núm. 25. Ene..- Jun. 2006 82 

 
 

 Los patrones de difracción de rayos X que se obtienen de almidones de diferentes 
plantas se pueden agrupar en dos tipos principales.  El tipo A es característico del 
almidón de cereales y se distingue por el denso empaquetamiento de las dobles hélices y 
el tipo B, en el que las dobles hélices están arregladas de tal manera que permiten que 
moléculas de agua queden incluidas en el arreglo.  En algunos almidones principalmente 
del tipo A, se ha observado la presencia de canales amorfos o poros que podrían estar 
relacionados con la mayor o menor susceptibilidad del almidón a la degradación 
enzimática, pues los almidones cuyos gránulos presentan estas estructuras tienden a ser 
más fácilmente degradados (17).  La variación en la susceptibilidad a la degradación de 
los gránulos de almidón también depende del origen botánico, lo cual evidencia algunas 
diferencias estructurales (90).  Durante la α-amilolisis del almidón, las regiones menos 
cristalinas, son más fácilmente degradadas que las regiones cristalinas (8).  Se ha 
sugerido que la velocidad de hidrólisis del almidón depende, en gran medida, de la 
distribución de las zonas cristalina y semi-cristalina, así como del tamaño e interacción de 
sus componentes.  
 
 La amilopectina se sintetiza predominantemente en la superficie del gránulo y 
participan por lo menos nueve isoformas de enzimas, entre las que se encuentran la 
enzima almidón sintasa (SS) y las enzimas ramificadoras.  Se han identificado 
numerosas isoformas de SS en plantas (10) y se conoce poco con relación a su función y 
especificidad.  Para entender la función de la enzima SS en la biosíntesis de almidón es 
necesario también conocer cuál es su interacción con las enzimas desramificadoras pues 
múltiples isoformas actúan de manera concertada para sintetizar la amilopectina y 
determinar su estructura (17).  
 
Otros componentes del gránulo 
 
Además del peso molecular, la amilosa y la amilopectina presentan diferencias en la 
capacidad para asociarse con otras moléculas.  La naturaleza química de la amilosa 
provoca que forme asociaciones con pequeñas moléculas hidrófobas, por lo que es 
común que a la fracción de amilosa se encuentre asociada una proporción alta de lípidos 
(23), mientras que la amilopectina contiene grupos fosfatos unidos de manera covalente.  
El nivel de fosforilación varía con el origen botánico del almidón, encontrándose que el 
almidón que proviene de cereales presenta niveles de fosforilación apenas perceptibles 
(<0.01%), mientras que el almidón de papa está altamente fosforilado (0.5%) (21).  En las 
hojas el almidón transitorio presenta aproximadamente 0.1% de residuos de glucosas 
fosforiladas (49).  Los grupos fosfato están unidos como monoésteres en las posiciones 
C-3 y C-6 de las unidades de glucosa y esta fosforilación parece que ocurre tanto durante 
la síntesis como durante la degradación del almidón (25, 28).  La fosforilación en la 
posición C-3 principalmente, puede modificar el empaquetamiento de las dobles hélices 
(3) y esto de alguna manera puede alterar el ordenamiento del gránulo y cambiar la 
interacción con las proteínas que se asocian con el almidón para llevar a cabo su 
degradación, pues se tienen evidencias de que si se disminuye el grado de fosforilación 
también la degradación se ve disminuida (2, 49, 52).  
 
ENZIMAS INVOLUCRADAS EN LA DEGRADACIÓN DEL ALMIDÓN 
 

Durante el día las células de las hojas toman carbono que se convierte a partir de la 
fotosíntesis en sacarosa y almidón.  La sacarosa se exporta a los tejidos no fotosintéticos 
y el almidón se almacena en el cloroplasto.  En la noche este almidón se degrada para 
proveer a la célula y a otros órganos de carbono, energía y poder reductor.  El suministro 
de carbono a partir del almidón degradado en la noche es esencial para el desarrollo de 
la planta. 
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 La degradación del almidón involucra la asociación temporal de los gránulos con 
muchas enzimas (30).  El primer paso en este proceso debe ser catalizado por una 
enzima capaz de actuar en la superficie semicristalina del gránulo.  Aunque existen 
varias enzimas capaces de degradar los gránulos de almidón in vitro la única enzima que 
se ha encontrado que puede hacerlo in planta es la α-amilasa (1); esta endoenzima 
hidroliza los enlaces glicosídicos α-1,4 en polímeros de glucanos (47).  En el genoma de 
Arabidopsis, existen tres genes que pueden codificar tres isoformas de α-amilasa, una de 
las cuales (AMY3) se encuentra en el cloroplasto (tabla 1) (19); sin embargo, Yu, et al. 
[48] mostraron que en ausencia de AMY3 la degradación del almidón ocurre de manera 
normal.  Esto sugiere que el ataque inicial en la superficie de los gránulos no requiere 
una endoamilasa, o que A. thaliana posee otra endoamilasa cuya secuencia de 
aminoácidos es muy diferente, por lo que no ha sido identificada como tal.  Mientras que 
Asatsuma et al. (1) encontraron evidencias de la participación de la isoforma I-1 de α-
amilasa en la degradación de almidón de hoja en arroz. Por lo que aún cabe la duda de si 
es la α-amilasa la enzima responsable de iniciar la degradación del gránulo de almidón y 
si este evento depende de la especie. 
 

Tabla 1. Enzimas que se sabe actúan ó podrían actuar en Arabidopsis sobre enlaces 
glicosídicos  α-1,4 ó α-1,6. 

 
Enzima Gen Localización en plastidios 

(predicha)a 

α-Amilasa 1 AMY1 No 
α-Amilasa 2 AMY2 No 
α-Amilasa 3 AMY3 Sí 
β-Amilasa 1 BAM 1 Sí 
β-Amilasa 2 BAM2 Sí 
β-Amilasa 3 BAM3 Sí 
β-Amilasa 4 BAM4 No 
β-Amilasa 5 BAM5 No 
β-Amilasa 6 BAM6 No 
β-Amilasa 7 BAM7 No 
β-Amilasa 8 BAM8 No 
β-Amilasa 9 BAM9 No 
Glucan agua dicinasa  GWD1 Dudoso 
Fosfoglucan agua dicinasa  PWD Sí 
Almidón fosforilasa cloroplástica PHS1 Sí 
Almidón fosforilasa citosólica PHS2 No 
Enzima desproporcionadora DPE1 Sí 
Transglucosidasa DPE2 Sí 
Isoamilasa 1 ISA1 Dudoso 
Isoamilasa 2 ISA2 Sí 
Isoamilasa 3 ISA3 Sí 
Pululanasa LDA1 Sí 
α-glucosidasa   

 

 
Modificada de Lloyd J, 2005. 
aLa predicción se hizo mediante los programas TargetP (Emanuelsson, 2000) 
(http://www.cbs.dtu.dk/services/TargetP) y Predatar (http://www.inra.fr/predotar/).  El 
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término dudoso se aplicó cuando los resultados en ambos programas eran 
contradictorios. 
 
 Por otro lado, independientemente de cuál es la enzima que inicie el ataque, 
actualmente se sabe que la enzima glucan, agua dicinasa (GWD) es necesaria en el 
proceso de degradación de almidón (4, 49, 52).  En papa, se mostró que la enzima GWD 
transfiere el β-fosfato del ATP a los carbones 3 o 6 de los glicosilos que forman la 
amilopectina (22, 29) y aparentemente esta fosforilación in vivo ocurre tanto durante el 
período de síntesis como en el período de degradación (25, 28).  La función de la 
proteína GWD en la degradación se podría explicar con base en que los grupos fosfato 
influyen en el empaquetamiento del gránulo y, de esta manera, modifican la 
susceptibilidad de la superficie al ataque enzimático; o bien, que la proteína, a través del 
dominio que está en el extremo N-terminal y cuya función es hasta ahora desconocida, 
promueva la actividad de alguna enzima ya sea interaccionando con la superficie del 
gránulo o bien con la misma proteína (37).  El descubrimiento de que una segunda 
dicinasa (PWD, fosfoglucan, agua dicinasa), se requiere en la degradación del almidón 
ha incrementado la complejidad de este proceso.  Se ha sugerido que GWD actúa junto 
con PWD generando un patrón de fosforilación de la amilopectina en la superficie del 
gránulo que lo hace accesible al ataque enzimático, sin embargo, la información al 
respecto es incompleta (18). 
 
 Una vez iniciada la degradación del gránulo del almidón, se generarán glucanos 
solubles en el estroma del cloroplasto, que pueden metabolizarse a través de fosforólisis 
por la enzima glucan fosforilasa cloroplástica, generándose glucosa 1-fosfato (53) o por 
la enzima β-amilasa que cataliza la producción de β-maltosa a partir del extremo no 
reductor de α-1,4-glucanos.  Los estudios que se han realizado indican que la β-amilasa 
es responsable de la hidrólisis de la mayor parte del almidón acumulado en hojas de 
papa (35) y en cloroplastos de A. thaliana (50) y que la maltosa producida se exporta al 
citosol por medio de un transportador específico (26). 
 
 Las enzimas α-amilasa y β-amilasa hidrolizan los enlaces α-1,4, pero no los α-1,6; 
esto significa que existen otras enzimas para romper los enlaces que dan lugar a las 
ramificaciones, mismas que se han nombrado enzimas desramificadoras, que pueden 
dividirse en isoamilasas o dextrinasas límite, dependiendo de su especificidad por el 
sustrato.  El genoma de A. thaliana contiene cuatro genes de enzimas desramificadoras, 
tres isoamilasas (ISA1, ISA2 e ISA3; tabla1) y una dextrinasa límite.  Sin embargo, 
aparentemente esta última no está involucrada en la degradación de almidón en hojas de 
A. thaliana, pues existe una mutante knockout sin actividad de dextrinasa límite que no 
mostró cambio en su velocidad de degradación del almidón (37).  El papel de las 
isoamilasas no es claro, pues se ha visto que también están involucradas en la síntesis 
de almidón.  En hojas de A. thaliana, tubérculos de papa y endospermo de cereales 
existe evidencia que al reducir o suprimir la actividad de estas enzimas se altera la 
síntesis de almidón, incrementándose el número de gránulos, reduciéndose su tamaño y 
promoviendo la síntesis de fitoglucógeno, un polímero soluble de glucosas con enlaces 
α-1,4 y α-1,6 (37, 19).  Aunque ISA1 e ISA2 son necesarias en la síntesis de almidón en 
hojas de A. thaliana, estas enzimas no parecen ser necesarias en la degradación de 
almidón durante la noche, pues las mutantes isa1 e isa2 (dbe1) presentan una 
degradación total del almidón y del fitoglucógeno (19, 37).  
 
 Dado que ni la dextrinasa límite ni las enzimas ISA1 e ISA2 parecen participar en la 
degradación del almidón en hojas, podría sugerirse que la hidrólisis de los puntos de 
ramificación del almidón se cataliza por ISA3, sin embargo, no existen mutantes en las 
que se haya reprimido la actividad de esta enzima que pongan de manifiesto la 
importancia de su participación, pero estudios recientes en los que se utilizaron 
microarreglos, mostraron que el patrón de expresión de ISA3 es similar al de otras 
enzimas involucradas en la degradación del almidón (39).  No obstante, debe 
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considerarse la posibilidad de que estén involucradas otras enzimas todavía no 
identificadas. 
 
 Otro grupo de enzimas que también participan en la degradación del almidón son las 
enzimas desproporcionadoras o enzimas D.  La enzima β-amilasa es incapaz de actuar 
sobre cadenas de menos de cuatro glucosas por lo que genera maltotriosas que serán 
sustrato de estas enzimas.  La enzima D transfiere dos de los glucosilos de la maltotriosa 
a una cadena mayor de glucanos, permitiendo de esta manera que la molécula generada 
esté disponible para la hidrólisis de β-amilasa y la glucosa restante puede exportarse al 
citosol, a través del transportador de glucosa localizado en la membrana interna (43).  
Además de la isoforma plastídica de la enzima D, existe una isoforma citosólica llamada 
DPE2.  Los estudios en una mutante de DPE2 sugieren que esta enzima utiliza la 
maltosa liberada por el cloroplasto (5).  La maltosa producida por la enzima β-amilasa 
podría ser hidrolizada a glucosa a través de una α-glucosidasa y después por medio de 
una hexocinasa convertida en glucosa 6-fosfato, sin embargo, parece ser que se 
metaboliza a través de una reacción de transglicosilación con la enzima DP2, 
transfiriendo una de las glucosas de la maltosa a un poliglucano ramificado y liberando 
una glucosa que la hexocinasa puede transformar en hexosa fosfato (37).  El esquema 
que describe la acción de las enzimas involucradas en la degradación de los gránulos de 
almidón se presenta en la figura 3.  
 
 

 
Figura 3.  Vía propuesta para la degradación del almidón de hojas en Arabidopsis. 

Tomado de Smith 2005. 
 
 
LA INTERACCIÓN GRÁNULO DE ALMIDÓN-ENZIMA 
 

Las plantas acumulan almidón en sus hojas durante el día como una fuente de energía 
para la noche siguiente, lo que sugiere que debe existir un proceso altamente regulado.  
Como se mencionó anteriormente, aún no se sabe con exactitud que enzima inicia la 
degradación del almidón; sin embargo, es razonable asumir que las reacciones 
involucradas tendrán lugar en la interfase del gránulo de almidón y el estroma.  Por ello, 
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la asociación de diferentes proteínas a la superficie del gránulo constituirá un paso 
esencial en el metabolismo de degradación del almidón (30).  Los factores que definen la 
interacción proteína-almidón aún se encuentran en estudio; no obstante, se sabe que la 
asociación de algunas proteínas depende del estado metabólico de la célula como es el 
determinado por los períodos de luz-oscuridad. 
 
 En el caso de la proteína GWD (anteriormente llamada R1) se ha mostrado que su 
asociación a los gránulos de almidón es reversible y que la asociación es una interacción 
proteína-carbohidrato, que no involucra a otras proteínas, al menos in vitro (30).  En 
hojas de A. thaliana, papa, chícharo y frijol, aparentemente la cantidad de la proteína 
GWD permanece constante (30, 49); sin embargo, para las últimas tres especies se ha 
mostrado que la proporción de proteína GWD asociada al gránulo se incrementa 
considerablemente durante el período de degradación (2, 28).  Los estudios anteriores 
muestran que existe una coincidencia entre la unión de GWD y el grado de fosforilación, 
pero no se han definido aún las modificaciones que ocurren en la superficie del gránulo 
durante su degradación que llevan a una mayor asociación de proteínas e incrementan 
su actividad.  Existen evidencias que muestran que en condiciones in vitro, los gránulos 
de almidón con mayor grado de fosforilación son mejores sustratos para la proteína GWD 
y además son más susceptibles a la degradación amilolítica (2, 28), lo que podría estar 
sugiriendo que la fosforilación de la superficie del gránulo facilita también la asociación 
de otras enzimas y que características del gránulo como el nivel de fosfato son 
relevantes en este proceso. 
 
 También se ha reportado que la proporción de amilosa y amilopectina, así como el 
largo de las cadenas de amilopectina, contribuyen en la degradación del almidón.  Los 
almidones que presentan altos contenidos de amilosa tienen mayor resistencia a la 
degradación enzimática que los almidones con niveles bajo (8), no se conoce cuál es la 
razón de esta relación pero cabría la posibilidad de que dado que la proporción de 
amilopectina en estos gránulos es menor, entonces la capacidad de fosforilación que sólo 
se da en esta fracción, también será menor y en consecuencia la asociación de proteínas 
se verá reducida.  Por otro lado, existen evidencias de que la actividad de la proteína 
GWD se ve favorecida por cadenas largas de amilopectina (DP 30-100) (22); sin 
embargo, en los estudios reportados por Ritte et al. (28) no se observaron cambios 
relevantes durante el ciclo luz-oscuridad en el largo de la cadena de las moléculas 
periféricas de amilopectina, lo que sugiere que aparentemente este factor no contribuye a 
la mayor interacción proteína-almidón. 
 
 Además, se sabe que varias de las proteínas que están involucradas en el 
metabolismo de almidón poseen módulos de unión a almidón diferentes del dominio 
catalítico (32).  Una de las funciones de estos dominios es unir a la enzima a la superficie 
insoluble del gránulo de almidón y existen evidencias de que la actividad de estas 
enzimas sobre sustratos insolubles se pierde si el dominio se remueve, mientras que su 
actividad hacia sustratos solubles se mantiene (14).  Se ha sugerido que estos dominios 
también modifican la superficie del gránulo (41), lo que probablemente permitiría la unión 
al almidón de otras proteínas que no poseen estos dominios pero que están involucradas 
en la degradación del almidón.  Se ha reportado la presencia de estos dominios en α-
amilasa, β-amilasa y pululanasas de microorganismos y plantas como maíz y cebada (13, 
31, 32, 42). 
 
CONCLUSIONES 
 
El avance en el conocimiento del genoma de A. thaliana ha permitido lograr un mayor 
entendimiento del proceso de degradación del almidón acumulado en las hojas y hace 
posible proponer un modelo como el de la figura 3.  Sin embargo, no se puede 
generalizar ni a otros órganos ni a otras especies.  Aún no se sabe quién inicia la 
degradación del gránulo de almidón ni se conoce con exactitud como se da la asociación 
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de las proteínas con el gránulo por lo que se requieren otras investigaciones que 
permitan conocer la relación entre la fosforilación y la asociación de las proteínas con el 
gránulo.  Por otro lado, es poco lo que se conoce acerca de la regulación de este proceso 
y aunque recientemente se han mostrado evidencias de que la actividad de las enzimas 
biosintéticas se controla post-traduccionalmente (regulación REDOX y fosforilación) y se 
ha propuesto que el proceso de degradación requiere activación post-traduccional y/o la 
formación de complejos proteicos, aún se está lejos de poder entender cómo se controla 
el flujo a través de esta vía.   
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