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1. RESUMEN 

 

El frijol (Phaseolus vulgaris) es uno de los cultivos más importantes en la alimentación 

humana, su alto contenido de proteínas y minerales lo convierten en un alimento muy 

completo. Las vainas de los frutos de frijol juegan un papel fundamental en el desarrollo de 

las semillas, además de protegerlas, estas estructuras regulan la distribución los 

fotosintatos. Las vainas acumulan cantidades importantes de almidón. Su presencia tiene 

relación directa con el estado nutricional de las plantas y su degradación forma parte de los 

mecanismos que les permiten enfrentar los efectos negativos de la falta de nutrientes. 

Hemos observado grandes diferencias en la cantidad de almidón que se acumula en las 

vainas de algunos genotipos. Por la importancia que esto podría tener en el desarrollo de las 

semillas bajo condiciones ambientales adversas, los objetivos del presente proyecto, son 

establecer los aspectos que regulan la síntesis de almidón en las vainas de los frutos de frijol 

y las bases moleculares de las diferencias entre genotipos. Nuestros resultados muestran 

que en condiciones ideales de cultivo, la actividad fotosintética de las vainas no es 

determinante para la acumulación de almidón y el desarrollo de semillas. 
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2. ANTECEDENTES 

 

2.1  El frijol y su importancia en la alimentación humana 

 

El frijol (Phaseolus vulgaris) es una especie diploide con 11 pares cromosomales que 

contienen un total de 30391 genes y un tamaño de 635 Mpb (FAO, 2018). 

 

Las plantas de frijol son herbáceas, anuales y predominantemente autógamas. Desarrollan 

sus semillas dentro de vainas y dependiendo de su hábito de crecimiento, puede alcanzar 

alturas hasta de dos metros (Figura 1).  

 

La especie tiene su centro de origen en Mesoamérica entre los años 5000 y 2000 a.C. 

(Bitocchi et al., 2012). Estudios arqueológicos ubican a las regiones de Mesoamérica y el 

norte de los Andes como los centros de origen del género Phaseolus, lo que se refleja en 

dos grandes acervos genéticos  (mesoamericano y andino). En México existen tres razas 

genéticas locales: Durango, Jalisco y Mesoamérica; y una introducida, conocida como 

Nueva Granada. La diversidad genética disponible permite que el frijol se cultive en todos los 

estados del país, en diferentes épocas y con varios sistemas de producción (Muñoz, 2010). 

 

El frijol es una especie tropical que se puede cultivar en regiones que van de los 52° latitud 

norte a los 32° latitud sur y desde el nivel del mar hasta más de 3000 m de altura en áreas 

donde no existan riesgos de heladas. Las plantas se desarrollan mejor a temperaturas entre 

18 y 24 °C; sin embargo, algunas variedades también lo pueden hacer en zonas más frías o 

más calurosas. Las temperaturas mínimas recomendadas para su desarrollo están 

relacionadas con las etapas del cultivo, es decir, de 8 a 10 °C para la germinación, 15 °C 

para la floración y de 18 a 20 °C para la madurez. Este cultivo es susceptible tanto al déficit 

como al exceso de agua. Precipitaciones de entre 350 y 600 mm durante todo el ciclo son 

ideales para el desarrollo exitoso del cultivo.  
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El frijol puede asociarse simbióticamente con bacterias del género Rhizobium, que se alojan 

en el sistema radicular, donde forman numerosos nódulos pequeños que reciben de la 

planta los nutrientes necesarios para su metabolismo. Estas bacterias llevan a cabo la 

fijación de nitrógeno atmosférico, haciéndolo asimilable para la planta. Parte del nitrógeno 

fijado queda en la materia orgánica que se forma con los restos de la cosecha, beneficiando 

a los cultivos posteriores y reduciendo la necesidad de utilizar fertilización química, 

contribuyendo a mantener la biodiversidad de los suelos y a enriquecer el ecosistema (FAO, 

2018). 

 

 

 

 

 Figura 1. Esquema general de la planta de frijol (Phaseolus vulgaris) en su etapa reproductiva. Esta 

planta puede alcanzar alturas de hasta dos metros dependiendo de la variedad. Sus semillas se desarrollan 

dentro de una vaina. 

 

La mayor parte del frijol se consume como grano seco. Sus semillas son fuente de 

carbohidratos y destacan por su alto contenido proteico (dependiendo del tipo de frijol, el 

contenido varía del 14 al 33% del peso seco). En este sentido, las proteínas contenidas en 

las semillas son ricas en aminoácidos como la lisina, fenilalanina y tirosina (Broughton et al., 

2002). Las semillas de frijol también contienen cantidades importantes de vitaminas y 

minerales (principalmente hierro y zinc) (Tabla 1).  
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Tabla 1. Contenido de minerales y nutrientes en el frijol considerando una porción de 125 g. Tabla 

basada en Broughton et al., 2002.  

 

 

                                       

 

El consumo mundial de frijol se estima en alrededor de 17 millones de toneladas, el 57.7% 

es consumido en India, Brasil, Estados Unidos, México y Tanzania (Figura 2).  

 

La producción mundial de frijol excede las 25 millones de toneladas, siendo India (16.4%), 

Myanmar (14.9%), Brasil (13.1%), Estados Unidos (5.3%), México (5.1%), China (4.1%) y 

Tanzania (4.1%) los productores más importantes (Figura 3). 
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Figura 2. Consumo mundial de frijol del 2003 al 2011. México se encuentra entre los 5 países que más 

consumen esta leguminosa. Imagen tomada de FIRA 2016. 

 

 

Figura 3. Producción mundial de frijol del 2003 al 2011. En 2014, el rendimiento promedio mundial de frijol 

se ubicó en 0.83 toneladas por hectárea. Imagen tomada de FIRA 2016. 
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Se estima que el crecimiento mundial de la población, hará que la demanda de alimentos 

aumente un 40% durante los próximos cien años (UN, 2019). A ese problema hay que 

agregar que en gran parte del planeta, la productividad de los cultivos está limitada por 

condiciones ambientales adversas como la erosión, inundaciones, deforestación, 

contaminación y la escasez de agua (FAO, 2011). Debido a lo anterior, es necesario 

desarrollar genotipos más tolerantes al estrés abiótico. Para ello es importante estudiar las 

estrategias que las plantas han desarrollado a lo largo de su evolución para asegurar su 

desarrollo aún en condiciones poco favorables.  

 

Entre estos mecanismos de supervivencia está la acumulación de almidón, cuya 

degradación puede proporcionar la energía y el carbono requeridos para el desarrollo de las 

semillas (Thalmann, et. al., 2017).  

 

2.2  El almidón, un metabolito valioso para las plantas 

 

El carbono fijado en los tejidos fotosintéticos, se utiliza para satisfacer las demandas 

metabólicas in situ y para la síntesis de sacarosa que se transporta a los tejidos 

heterotróficos. Durante el día la cantidad de carbono fijado es mayor que la empleada en la 

síntesis de sacarosa; el excedente se usa en la síntesis de almidón que se acumula en las 

hojas (Pfister y Zeeman 2016). 

 

Por su función biológica, el almidón se clasifica en transitorio y de almacenamiento. El 

almidón transitorio es el que acumulan las hojas a partir de la fotosíntesis realizada durante 

el día, mismo que se degrada casi en su totalidad durante la noche para solventar las 

demandas metabólicas. Por otro lado, el almidón de almacenamiento se sintetiza en tejidos 

no fotosintéticos como raíces, semillas, tallos y tubérculos, a partir de la sacarosa que llega 

de los tejidos fotosintéticos y permanece por largos periodos de tiempo, para posteriormente 

ser utilizado en procesos como la germinación (Pfister y Zeeman 2016). 
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2.2.1 La síntesis de los gránulos de almidón  

 

El almidón se sintetiza y almacena en los plastidios en forma de gránulos semicristalinos 

insolubles en agua. El tamaño y la forma de los gránulos varían dependiendo de la especie y 

del tejido donde se sinteticen. Los de semillas de amaranto tienen un diámetro de 0.5-2 µm, 

mientras que los de tubérculos de papa son esferas con más de 100 µm de diámetro (Pfister 

y Zeeman, 2016). Los gránulos de almidón están formados de amilosa y amilopectina. 

Ambos son polímeros de glucosa unida por enlaces α-1,4 y ramificaciones α-1,6. La 

amilopectina tiene más ramificaciones y es el componente mayoritario del almidón 

(constituye del 75 al 90% de los gránulos). Por su parte, la amilosa es una molécula más 

pequeña y con pocas ramificaciones que rellena los espacios vacíos de la matriz 

semicristalina formada por la amilopectina (Pérez y Bertoft, 2010) (Figura 4).  

 

  

Figura 4. Estructura de la amilosa y la amilopectina. La ADP-glucosa es el donador de glucanos para la 

síntesis de amilosa y amilopectina. Almidón sintasas (SSs), almidón sintasa que se une al granulo (GBSS), 

enzimas ramificadoras (BEs), enzimas desramificadoras (DBEs), ADP-glucosa pirofosforilasa (AGPasa). 

Imagen modificada de Pfister y Zeeman (2016). 
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La síntesis de los gránulos de almidón es un proceso complejo que involucra la participación 

coordinada de las amilosa sintasas (SSs), las enzimas ramificadoras (BEs) y de las enzimas 

desramificadoras (DBEs). Las SSs pertenecen a una familia de glucanotransferasas, que 

utilizan ADP-glucosa como donador de glucanos para alargar las terminaciones no reducidas 

de los polímeros de glucosa en la posición del carbono 4, creando así los enlaces α-1,4.  

 

En plantas se conocen seis clases de SSs, una de ellas es la almidón sintasa que se une a 

los gránulos, por sus siglas en inglés GBSS, cuya función principal es la síntesis de amilosa. 

Por otro lado, las SS I, II, III y IV son las responsables de sintetizar a la amilopectina; estas 

enzimas son solubles en el estroma o parcialmente unidas al gránulo. La SS V por su parte, 

es una enzima que pese a tener una secuencia similar a SS IV, no se conoce con detalle su 

función (Pfister y Zeeman 2016). 

 

Las enzimas ramificadoras (BEs), tienen actividad de glucanotransferasas y son las 

encargadas de introducir las ramificaciones α-1,6 en los polímeros de glucosa. Las enzimas 

desramificadoras (DBEs) hidrolizan algunas ramificaciones y su actividad es necesaria para 

que los gránulos adquieran su estructura (Geigenberger 2011).  

 

Se ha intentado establecer la aportación específica de cada una de las enzimas que 

participan en la síntesis del almidón. Sin embargo, se ha reportado que pueden formar 

complejos entre ellas y con otras proteínas que afectan la actividad y dificultan la 

interpretación de los resultados (Pfister y Zeeman, 2016).  

 

Todas las enzimas participantes en la síntesis de almidón están altamente conservadas en 

diferentes especies, lo que sugiere un origen común (Deschamps et al., 2008). Sin embargo, 

todas tienen isoformas cuya expresión varía dependiendo de la etapa de desarrollo de las 

hojas y de estímulos ambientales. En general, la abundancia de los transcritos de las 

enzimas que participan en la síntesis de almidón responde a un ciclo diurno y a la 

disponibilidad de azúcares. Por ejemplo, en hojas de Arabidopsis thaliana, la expresión del 

gen GBSS1 es controlada por los factores de transcripción LHY y CCA1, que están 

asociados al ciclo circadiano (Van Harsselaar et al., 2017). 
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En Arabidopsis thaliana los genes del metabolismo del almidón pueden agruparse en 

clústers basados en sus patrones de expresión en distintos tejidos, lo que sugiere que están 

sujetos a una expresión coordinada y compleja (Tsai et al., 2009). 

 

Se ha observado que en el proceso de la síntesis de almidón, también participan las 

enzimas glucan agua dicinasa (GWD) y la almidón fosforilasa; inicialmente consideradas 

como exclusivas del proceso de degradación de los gránulos. Se ha reportado que la 

fosforilación del almidón, regula el flujo de carbono hacia la síntesis de los gránulos y modula 

la expresión de los genes involucrados en este proceso (Su et al., 2016). 

 

Adicionalmente, diversos estudios han revelado la participación indirecta de otras proteínas. 

Dentro de ellas está la proteína dirigida al almidón 1 (PTST1), que en el endospermo de 

cebada interactúa con la GBSS1a y favorece la síntesis de amilosa (Zhong et al., 2018). En 

endospermos de arroz se ha descubierto que la interacción de la almidón fosforilasa del 

plastidio (Pho1) con las BEs, es esencial para la iniciación de la síntesis de amilopectina 

(Nakamura et al., 2017). En Arabidopsis thaliana  las proteínas MFP1 y MRC son necesarias 

para dirigir a la proteína PTST2 dentro de los plastidios y facilitar la iniciación de la síntesis 

de los gránulos (Seung et al., 2018).  

 

SBDCP1 es un ejemplo de una proteína que pese a no tener una actividad enzimática, 

afecta el proceso de la síntesis de almidón. Esta proteína está localizada en los amiloplastos 

del endospermo de arroz y tiene un dominio de unión a almidón que interactúa con la SSIIIa, 

e inhibe su actividad de manera competitiva. Su presencia afecta el contenido de amilosa y 

el grado de polimerización de las cadenas de amilopectina (Cakir et al., 2019). 

 

Es importante mencionar que la síntesis de almidón no solo depende de las enzimas 

involucradas directamente con la síntesis del gránulo. Sino que también son relevantes las 

actividades de aquellas enzimas que metabolizan el carbono y cuyos productos derivan en la 

síntesis de ADP-glucosa, precursor directo de la síntesis de almidón. 
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2.2.2 La síntesis de ADP-glucosa, materia prima para la síntesis de almidón 

 

En cloroplastos, la producción de ADP-glucosa está ligada al ciclo de Calvin-Benson a través 

de la conversión de la fructosa-6-fosfato (F6P) en glucosa-6-fosfato (G6P) catalizada por la 

enzima fosfoglucosa isomerasa (PGI). Posteriormente por la fosfoglucomutasa (PGM) que 

convierte a la G6P en glucosa-1-fosfato (G1P); y en un paso posterior, la ADP-glucosa-

pirofosforilasa (AGPasa) cataliza la conversión de la G1P y ATP en ADP-glucosa y 

pirofosfato (Figura 5A). El ATP utilizado en esta reacción proviene de la fotofosforilación. Se 

estima que en Arabidopsis thaliana del 30 al 50% de los fotoasimilados son destinados a la 

síntesis de almidón (Stitt y Zeeman, 2012). 

 

En tejidos no fotosintéticos el proceso es similar. Sin embargo, el carbono utilizado proviene 

de la sacarosa que se importa desde los tejidos fotosintéticos, y cuyo metabolismo en el 

citosol produce G6P y G1P. Ambos productos junto con ATP son transportados a los 

amiloplastos donde se usan como sustratos para la síntesis de ADP-glucosa (Van 

Harsselaar, et. al., 2017). En este caso el ATP proviene de la mitocondria y su transporte 

hacia los plastidios ocurre en recambio con ADP (Figura 5B).  

 

En endospermos de cereales, se estima que hasta del 95% de la actividad de AGPasa se 

localiza en el citosol (James et al., 2003). En maíz (Kirchberger et al., 2007) y trigo (Bowsher 

et al., 2007) la ADP-glucosa se introduce a los plastidios por un translocador ADP-

glucosa/ADP.  

 

En endospermos de maíz también se ha visto que la sacarosa sintasa (SuSy) puede utilizar 

ADP en la hidrólisis de sacarosa para contribuir a la ADP-glucosa presente en el citosol (Li et 

al., 2013). Hay autores que sugieren que este proceso también podría ocurrir en las hojas 

(Muñoz et al., 2005). Esta propuesta puede explicar el porqué las mutantes en la actividad 

de fosfoglucomutasa de los plastidios (pgm1), pese a ser incapaces de producir ADP-

glucosa a partir de G6P, tienen niveles bajos pero significativos de ADP-glucosa y almidón 

(Muñoz et al., 2006). 
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Otros autores descartan la relevancia de esta vía, ya que en plantas de Arabidopsis thaliana, 

las mutaciones en susy no repercuten en los niveles de ADP-glucosa o de almidón 

presentes en las hojas (Barratt et al., 2009). De hecho se ha sugerido que la síntesis de 

ADP-glucosa en los mutantes de pgm1, es producto de la importación de G1P al interior del 

plastidio (Fettke et al., 2011).  

 

Por otro lado, la expresión del translocador de G6P/Pi localizado en la membrana de los 

cloroplastos, aumenta en presencia de luz o en respuesta a un incremento en los niveles de 

azúcares. Todo esto muestra una fuerte interconexión entre las síntesis de almidón y la 

disponibilidad de azúcares en la célula, donde la distribución de hexosas fosfato dentro y 

fuera de los plastidios juega un papel muy importante (Fettke et al., 2011). 

 

 

 

Figura 5. Diagrama del metabolismo de almidón. A. Enzimas y compuestos involucrados en la biosíntesis de 

almidón en tejidos fotosintéticos. B. Enzimas y compuestos involucrados en la biosíntesis de almidón en tejidos 

heterotróficos. Sacarosa sintasa (SuSy), invertasa (Inv), glucocinasa (Gk), fructocinasa (Fk), fosfoglucosa 

isomerasa (PGI), fosfoglucomutasa (PGM), ADP-glucosa pirofosforilasa (AGP-asa), translocador de triosa-

fosfato/fosfato (TPT), translocador de nucleótido (NTT), translocador de glucosa-6-fosfato/fosfato (GPT), 

transportador de maltosa (MEX1), transportador de glucosa (GLT).  Imagen modificada de Van Harsselaar, et. 

al., 2017.  
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2.2.3 Regulación de la actividad de la AGPasa 

 

El hecho de que la sobre-expresión de AGPasa en tubérculos de papa incremente la 

cantidad de almidón (Stark et al., 1992), pone de manifiesto su importancia en la regulación 

del proceso. Prueba de ello es que el coeficiente de control de esta enzima en el proceso de 

síntesis de almidón es de 0.35 (Morandini, 2009). 

 

Esta enzima es un heterotetrámero que consta de dos subunidades pequeñas de 50 kD y 

dos subunidades grandes de 51 kD. Se ha reportado que las subunidades pequeñas tienen 

una función regulatoria y catalítica, mientras que las subunidades grandes son regulatorias. 

Ambas subunidades son necesarias para que la enzima sea activa y estable (Salamone et 

al., 2000). La actividad del complejo está regulada a nivel transcripcional, postranscripcional 

(alostérica) y postraduccional (Figura 6). 

 

Figura 6. Regulación de la actividad de AGPasa. La enzima es un heterotetrámero que tiene dos 

subunidades pequeñas (S) de 50 kD cada una y dos subunidades grandes (L) de 51 kD. Las subunidades 

pequeñas tienen una función regulatoria y catalítica, mientras que las subunidades grandes solo son 

regulatorias. La AGPasa está sujeta a regulación a nivel transcripcional, postranscripcional y postraduccional. 

En verde se muestran los factores que promueven la actividad de la AGPasa y en rojo los que la inhiben. 

Imagen modificada de Geigenberger (2011). 
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La expresión de las dos subunidades de AGPasa se incrementa por azúcares (Tiessen et 

al., 2003) y se reduce por nitrato y fosfato (Scheible et al., 1997, Nielsen et al., 1998).  

 

El factor de trascripción WRKY20 afecta positivamente la expresión del gen ApL3 de 

Arabidopsis thaliana (que codifica para la subunidad grande de la AGPasa) y en Ipomoea 

batatas al que codifica para la subunidad pequeña de la AGPasa (Nagata et al., 2012). Este 

factor de trascripción se induce fuertemente por sacarosa, lo que permite que la acumulación 

de almidón responda a cambios en el estado nutricional de la planta y a las limitaciones 

ambientales. 

 

Se ha especulado que la regulación de la expresión de los genes de la AGPasa implica una 

coordinación entre tejidos fuente y tejidos demanda, que depende de su contenido de 

azúcares. Sin embargo, el mecanismo involucrado aún no es entendido del todo 

(Geigenberger 2011). Por otro lado, es importante considerar que los niveles de transcritos, 

a menudo no reflejan los niveles de la proteína, ni la actividad enzimática,  como sucede en 

la raíz de Beta vulgaris ssp altissima que pese a expresar las enzimas PGM, AGPasa, SS y 

BE, almacena exclusivamente sacarosa (Turesson et al., 2014).  

 

La actividad de la AGPasa está sujeta a una regulación alostérica caracterizada por el efecto 

activador del 3-fosfoglicerato (3PGA), que promueve la síntesis de almidón, y por el efecto 

inhibidor del Pi (Tiessen et al., 2002). En hojas de Arabidopsis cuando los niveles de fijación 

de carbono exceden la tasa de exportación, aumentan los niveles de intermediarios 

fosforilados y disminuye la concentración de Pi, provocando que aumente la relación 

3PGA/Pi, así como la activación de la AGPasa y el incremento de la síntesis de almidón 

(Hendriks et al., 2003). Este mecanismo de regulación es ampliamente aceptado. Sin 

embargo, la AGPasa de endospermos de trigo, no es sensible a estos efectores alostéricos, 

lo que indica que la importancia de este mecanismo de regulación es dependiente de cada 

tejido (Tetlow et al., 2004). 
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Las condiciones redox también afectan la actividad de AGPasa. En tubérculos de papa se ha 

reportado que la reducción del puente disulfuro formado entre los residuos de cisteína 81 de 

las subunidades pequeñas, provoca un aumento en la actividad de la enzima junto con un 

incremento en la sensibilidad a la activación por 3PGA (Tiessen et al., 2002; Hädrich et al., 

2012). La regulación redox de la actividad de AGPasa también ocurre en hojas. Hendriks y 

col. (2003) observaron que tanto la luz, como la sacarosa suministrada en obscuridad, 

promueven la ruptura del puente disulfuro entre las subunidades catalíticas. Los autores 

también mencionan que la forma reducida de la subunidad catalítica se incrementa durante 

el día, al igual que los azúcares presentes en la hoja.  

 

Posteriormente, en un estudio realizado por Michalska y col. (2009), se identificó que una 

tiorredoxina reductasa C dependiente de NADPH, llamada NTRC, es la encargada de 

mediar la reducción de la AGPasa tanto in vitro como in vivo. Pese a esta evidencia también 

hay autores que señalan que la regulación redox de la AGPasa realmente tiene poco control 

sobre su actividad (Li et al., 2012).  

 

Ya mencionadas las características de las principales enzimas y compuestos involucrados 

en la síntesis de almidón, se procederá a integrar este conocimiento para describir los 

factores que regulan la síntesis de este polímero. Así como su función en distintos tejidos 

vegetales, lo cual es clave para entender el papel que tiene el almidón en la tolerancia al 

estrés. 

 

2.2.4 Factores que regulan la síntesis de almidón 

 

Como se mencionó anteriormente, el almidón transitorio se sintetiza durante el día y se 

degrada por la noche, lo que implica que su metabolismo está regulado por señales 

derivadas del ciclo de luz y obscuridad. En hojas de Arabidopsis thaliana se ha observado la 

activación redox de la AGPasa en presencia de luz y su inactivación en obscuridad (Stitt et 

al., 2010). Sin embargo, la activación de la AGPasa también es una respuesta al aumento en 

el nivel de 3PGA en el estroma, que se observa durante el día como producto del ciclo de 

Calvin-Benson; y cuya concentración disminuye en la obscuridad (Gerhardt et al., 1987).  
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De ahí que, tanto la alternancia como la duración de los periodos de luz y obscuridad, 

afecten profundamente el contenido de carbono en la planta. Para prevenir que durante la 

noche se presenten periodos de desabasto de carbohidratos, las plantas modifican las 

velocidades de síntesis y degradación del almidón en función de la duración de los periodos 

de iluminación y oscuridad (Gibon et al., 2004). 

 

La síntesis de almidón en las hojas también es afectada por la concentración de azúcares, 

producto del balance entre la actividad fotosintética y la exportación de carbono (Gibon et al., 

2004). Esta circunstancia es particularmente evidente en los tejidos no fotosintéticos (como 

los tubérculos de papa), donde la síntesis de almidón está sometida a un control que 

depende del contenido de azúcares, que a su vez, es un reflejo de la cantidad de sacarosa 

que exportan las hojas. La regulación redox de la AGPasa dependiente de azúcares, permite 

su activación en ausencia de luz (Hedriks et al., 2003). 

 

Por otro lado, la trehalosa-6-fosfato (T6P) además de ser el intermediario fosforilado de la 

síntesis de trehalosa, también es una molécula señalizadora que promueve la activación por 

redox de la AGPasa en respuesta a la sacarosa. Esta afirmación se desprende del hecho de 

que hojas de Arabidopsis thaliana que sobre-expresan a la T6P sintasa del citosol (TPS), 

muestran un incremento de la actividad de la AGPasa y de la síntesis de almidón; mientras 

que la expresión de la T6P fosfatasa tiene un efecto contrario (Kolbe et al., 2005). Los 

niveles de T6P se incrementan en respuesta a aumentos en la concentración de sacarosa; 

sin embargo, todavía no se conoce cómo es que la T6P es transportada a los plastidios y 

como modula la activación redox de la AGPasa dependiente de la NTRC.  

 

Un estudio reciente muestra que la TPS1 se localiza predominantemente en la zona de 

carga del floema, en la células guarda de las hojas, así como en las vasculatura de las 

raíces y en los meristemos apicales aéreos de Arabidopsis thaliana. El hecho de que la 

enzima se encuentre principalmente en el núcleo de las células de esos órganos, sugiere 

que su localización a los compartimientos subcelulares correctos y su fidelidad catalítica son 

necesarios para la apropiada señalización del estatus de la sacarosa por T6P (Fichtner et 

al., 2020). 
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Es probable que la activación de AGPasa por T6P involucre la participación de la proteína 

cinasa relacionada a SNF1 (SnRK1), cuya actividad es inhibida por la T6P (Zhang et al., 

2009). Prueba de ello es que la represión de SnRK1 en embriones de chícharo reduce la 

cantidad de almidón, pese a que los niveles de T6P y azúcares se mantengan altos. Esto 

sugiere que SnRK1 y T6P se regulan negativamente y que ambos son necesarios para 

regular la actividad de la AGPasa (Radchuk et al., 2010). 

 

En tejidos heterotróficos la respiración mitocondrial provee el ATP requerido para la síntesis 

de almidón. Es por ello que en tubérculos y semillas, la inhibición de la respiración en 

respuesta a un decremento en la concentración de oxígeno, provoca una disminución en el 

estado energético de las células y por lo tanto en la velocidad de síntesis de almidón. Por el 

contrario, el aumento en la relación ATP/AMP incrementa la activación redox de la AGPasa. 

Sin embargo, todavía no se conoce el mecanismo involucrado (Geigenberger 2011). 

  

Se ha reportado que durante el periodo de luz también ocurre la degradación del almidón. 

Indicando que la síntesis y degradación simultánea del almidón es necesaria para una 

correcta distribución del carbono, y que esa función es controlada en gran medida por la 

AGPasa (Baslam et al., 2017; Fernandez et al., 2017).  

 

2.2.5 La función del almidón en los diferentes tejidos de las plantas 

 

Se ha descrito que el almidón es una reserva de carbono. Sin embargo, no es la única 

alternativa; de hecho, las especies se pueden clasificar en las que tienen “hojas de almidón” 

(Arabidopsis, tabaco, tomate y papa), y las que tienen “hojas de azúcares” (arroz, cebada y 

trigo) por el tipo de compuestos que usan para acumular carbono en sus hojas. Por ejemplo, 

en Arabidopsis thaliana cerca del 40% del carbono asimilado durante el periodo de luminoso 

se usa en la síntesis de almidón, la mayor parte del cual se utiliza durante la noche para 

satisfacer las demandas energéticas; por su parte, en las hojas de arroz (Oriza sativa), el 

almidón representa menos del 1% de su peso fresco, y su síntesis permite disminuir el 

exceso de azúcares y el efecto negativo que pueden tener en la actividad fotosintética (Dong 

et al., 2019).   
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En los tejidos heterotróficos, el papel del almidón varía dependiendo de la etapa del 

desarrollo de los órganos. En frutos y embriones de leguminosas, el almidón es sintetizado 

en etapas tempranas de su desarrollo para aumentar la fuerza de demanda de carbono de 

esos órganos; posteriormente parte del almidón es degradado para favorecer la síntesis de 

otros componentes de las semillas como proteínas, lípidos y carbohidratos (Dong et al., 

2019). 

 

La degradación del almidón que se acumula en los tallos de cereales provee azúcares que 

se usan en el llenado de los granos. Su presencia modula el ángulo vertical de los tallos de 

arroz y afecta la arquitectura de la planta. Existe evidencia de que en Sorgum bicolor, las 

enzimas involucradas tanto en la síntesis (AGPasa SS/LS, SS y BE) como en la degradación 

(GWD, BMY y DPE) del almidón en el tallo, tienen una expresión diferente a lo largo de la 

etapa reproductiva de la planta (Mckinley et al., 2018). Esto indica que los tallos también 

pueden responder a las demandas energéticas de la planta sintetizando o degradando 

almidón cuando exista una demanda importante de carbono por parte de los frutos.  

 

En la raíces, el almidón se acumula en la punta, participando en el gravitropismo y 

proporcionando energía y carbono para la búsqueda de agua y nutrientes (Baldwin et al., 

2013). 

 

También existen variaciones intra-orgánicas en el papel del almidón. Por ejemplo, en las 

células guarda, el patrón de acumulación es muy distinto al de las células del mesófilo. Estas 

células lo acumulan durante la noche y lo degradan durante el día, lo que les permite 

aumentar la turgencia y abrir los estomas. Este mecanismo requiere de la acción sinérgica 

de la β amilasa (BMY1) y la α amilasas (AMY3). La actividad de dichas enzimas es regulada 

bajo estrés osmótico por ácido abscísico (ABA) (Thalmann et al., 2016). En hojas de maíz se 

ha observado que la expresión del gen CST1 (que codifica para un transportador de glucosa 

en las células subsidiarias), se induce bajo la deficiencia de carbono y se suprime por la 

acumulación de fotoasimilados, afectando la apertura de los estomas (Wang et al., 2019).  
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2.2.6 El almidón y su función en la tolerancia al estrés 

 

Se ha observado que en plantas de arroz, espinaca, tubérculos de papa y cebada sometidas 

a sequía, la actividad de AGPasa disminuye, mientras que la de SPS se incrementa, 

provocando que aumente la relación azúcares solubles/almidón; y se ha sugerido que los 

azúcares funcionan como osmoprotectores durante el déficit de agua (Villadsen et al., 2005).  

El calor inhibe las actividades de AGPasa, GBSSI y BEII, y reduce la síntesis de almidón 

(Thitisaksakul et al., 2012). 

 

La sequía activa la expresión de genes que codifican a las enzimas AMY3, la α-glucano 

fosforilasa y la BMY, lo que acelera la degradación del almidón y la generación de azúcares 

solubles (Dong et al., 2019), que pueden exportarse a los tejidos demanda o usarse en la 

síntesis de moléculas osmoprotectoras como la prolina (Zanella et al., 2016). 

 

El frío también promueve la degradación del almidón por medio de la activación de las 

isoformas de las BMY. En Poncirus trifoliata el factor de transcripción CBF1 (el cual es clave 

para la tolerancia al estrés por bajas temperaturas), dirige la expresión del gen de BMY, 

creando una conexión entre la degradación del almidón y la respuesta adaptativa al frío 

(Peng et al., 2014). 

 

En ese mismo sentido, se ha reportado que tanto mutantes de arroz en la β-amilasa BMY8, 

como líneas que sobre-expresan el factor de trascripción OsMYB30 (el cual inhibe la 

expresión de BMY2, BMY6 y BMY10), son incapaces de degradar almidón, y sensibles al 

frío (Kaplan y Guy, 2005, Lv et al., 2017). La estrategia de tolerancia al estrés por frío 

basada en el aumento de la concentración de azúcares solubles a partir de la degradación 

del almidón, la complementan los trasportadores plastídicos de azúcares (pSut), que bajo 

estas condiciones aumentan la exportación de azúcares fuera del cloroplasto (Patzke et al., 

2019).   
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2.3  La importancia de la vaina en el desarrollo de las semillas 

 

Las vainas de los frutos de leguminosas, juegan un papel fundamental en el desarrollo de las 

semillas, además de protegerlas del ataque de plagas y patógenos, reciben y distribuyen los 

fotosintatos, provocando que se acumulen cantidades importantes de almidón en esta 

estructura (Coello y Martínez-Barajas, 2016). 

 

Las vainas están constituidas de tres capas de células funcionales: el exocarpio, el 

mesocarpio y el endocarpio. El exocarpio es la capa más externa, su grosor es de una célula 

y contiene estomas que facilitan el intercambio gaseoso. El mesocarpio está compuesto por 

las células de la clorenquima que contienen cloroplastos; mientras que el endocarpio es la 

capa más interna (Sessions y Zambryski, 1995).  

 

Después de la antesis, la vaina se convierte en un almacén de compuestos de nitrógeno y 

carbono, que son removilizados en etapas avanzadas del desarrollo de las semillas (Schiltz 

et al., 2005). Sin embargo, se desconoce el mecanismo por el cual los recursos se 

distribuyen entre las semillas. En Arabidopsis, las semillas se llenan de manera uniforme, 

mientras que en otras especies como los guisantes, las semillas que se encuentran al centro 

de la vaina son más grandes y pesadas que las que ocupan los extremos (Bennett et al., 

2011). 

 

La actividad fotosintética de la vaina es relevante en el desarrollo de las semillas (Robinson 

y Hill 1999). Sin embargo, su importancia depende de la especie. En Brassica napus L. 

contribuye con hasta el 60% de los fotoasimilados demandados por la semilla (Diepenbrock, 

2000); y se ha reportado que las vainas más grandes, tienen una mayor área fotosintética y 

producen semillas más pesadas (Li et al., 2019).  

 

En alfalfa la actividad fotosintética de vaina contribuye con el 25 al 48% del peso de las 

semillas (Wang et al., 2016). En este caso, los productos fotosintéticos de la vaina también 

se exportan a tallos y raíces, y contribuyen al balance total de carbono en la planta, además 

de las hojas (Zhang et al., 2017).  
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Las vainas de los frutos de Phaseolus vulgaris  tienen una capacidad de fijación de CO2 del 

26% respecto a las hojas (Crookston et al., 1974), la cual se reduce a medida que entra en 

senescencia (Wagstaff et al., 2009). Se ha observado que parte del carbono fijado por la 

actividad fotosintética total de la planta se distribuye como almidón que se almacena en 

vainas y semillas. Esta concentración de almidón en la vaina de frijol es más alta en un 

genotipo tolerante a la sequía (Pinto Villa) que en el genotipo sensible (Canario 60) cuando 

se someten a un estrés por déficit de agua (Cuellar-Ortiz et al., 2008).  

 

Sin embargo, todavía no es clara la contribución neta de la actividad fotosintética de la vaina 

al carbono utilizado para la síntesis de almidón.  

 

 

2.3.1 El almidón presente en la vaina de frijol podría ser una característica útil 

bajo condiciones de estrés 

 

Previamente hemos observado que las vainas de los frutos de frijol acumulan cantidades 

importantes de almidón, y que existen grandes diferencias entre genotipos (Figura 7).  

 

 

Figura 7. Almidón en vainas de frutos de frijol. A. Tinción con lugol en fruto de frijol (corte transversal). B. 

Microscopía de los gránulos de almidón en la vaina. C. Cuantificación de almidón y proteína total en vainas de 

diferentes genotipos de frijol. Las barras representan el promedio DE, n=10 frutos. Resultados recientes del 

laboratorio, no publicados y transmitidos por comunicación personal. 
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El almidón que se acumula en las vainas de los frutos de frijol es una reserva de carbono 

que se usa en etapas posteriores al desarrollo de la semilla. Normalmente se moviliza entre 

los 25 y 30 días después de la antesis (DDA). Sin embargo, este proceso se acelera cuando 

hay restricción de fotosintatos (Coello y Martínez-Barajas, 2016) (Figura 8). 

 

Figura 8. Efecto de la disponibilidad de nutrientes sobre el desarrollo de las semillas de frijol. A. Barras 

negras indican el contenido de almidón que normalmente se observa en vainas de frutos 20-30 DDA; Barras 

grises muestran la velocidad con la que se degrada el almidón cuando frutos de 20 DDA son cortados y 

analizados durante 10 días después de ser desprendidos de la planta (DD). Las barras representan el 

promedio DE, n=10 frutos. B. Desarrollo de las semillas en plantas en frutos de 25 DDA cultivados en 

condiciones normales y en frutos que fueron cortados a  20 DDA y analizados 5 días después (20 DDA + 5 

DD). Imagen tomada de Coello y Martínez-Barajas, 2016. 
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3 JUSTIFICACIÓN 

 

Dada la importancia que el almidón acumulado en las vainas de los frutos de frijol podría 

tener en el desarrollo de las semillas, especialmente bajo condiciones de restricción de 

nutrientes, es necesario determinar las características de los procesos que participan en su 

síntesis y las bases moleculares de las diferencias que se observan entre genotipos. 

 

4 HIPÓTESIS 

 

La concentración de almidón que se acumula en las vainas de frutos de frijol es distinta entre 

genotipos debido a modificaciones que incrementan la fijación de carbono y su metabolismo 

hacia la síntesis de almidón.  

 

5 OBJETIVO GENERAL 

 

Analizar el papel de la actividad fotosintética de la vaina de los frutos de frijol sobre la 

acumulación de almidón en esta estructura y los procesos moleculares que podrían explicar 

las diferencias que se observan entre genotipos. 

 

5.1 OBJETIVOS PARTICULARES 

 

5.1.1 Determinar los niveles de almidón y carbohidratos solubles en vainas de frutos de 20 

DDA en cuatro genotipos de frijol.  

5.1.2 Analizar en extractos de vainas las actividades de enzimas involucradas en el 

metabolismo de carbohidratos. 

5.1.3 Estudiar cómo se distribuye en los frutos el carbono fotosintetizado por hojas y vainas. 

5.1.4 Medir los niveles de clorofila en las vainas. 

5.1.5 Analizar las características de los estomas de las vainas. 

5.1.6 Investigar el efecto de la luz que incide en los frutos sobre el curso temporal de las 

concentraciones de azúcares en la vaina, y su impacto en el desarrollo de las 

semillas.  



23 
 

 

6 MATERIAL Y MÉTODOS 

 

6.1  Material biológico 

 

Se germinaron semillas de los genotipos disponibles en el laboratorio, G26, G15, OTI y 

Canario 60 (C60), luego las plantas se sembraron en agrolita y fueron regadas diariamente, 

alternando un día con agua y al siguiente con solución nutritiva Hoagland (Jones, 1982). Una 

vez que las plantas llegaron a su etapa reproductiva se etiquetaron las flores con la fecha de 

antesis, con el fin de establecer la edad de los frutos. 

 

A los frutos de las edades seleccionadas se les retiraron las semillas; las vainas se cortaron 

en fragmentos pequeños, se congelaron en nitrógeno líquido y se almacenaron a –70°C.  

 

6.2  Extracción de azúcares solubles  

 

El análisis de azúcares solubles (glucosa, fructosa y sacarosa) y de almidón se realizó con el 

método reportado por Bernal et al., 2005.  

 

Muestras de vaina de aproximadamente 100 mg se molieron en un mortero con 1.0 mL de 

etanol al 80%, y se calentaron a 80°C por 20 minutos. Una vez que se enfriaron, se 

centrifugaron a 9600 g por 5 minutos y se recuperó el sobrenadante. El volumen se ajustó a 

1.0 mL con etanol al 80%. Se agregaron 10 mg de carbón activado y después de mezclar, 

las muestras se centrifugaron a 9600 g por un minuto. El sobrenadante se utilizó para la 

cuantificación de azúcares solubles y el material insoluble en etanol al 80% se digirió para 

medir la cantidad de almidón. 
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6.3  Digestión de almidón  

 

Los botones insolubles en etanol al 80% se resuspendieron en 1.0 mL de DMSO, se 

calentaron a ebullición por 30 minutos, y se dejaron enfriar a temperatura ambiente. 

Posteriormente se transfirieron 100 µL de la suspensión a otro tubo con 450 µL de buffer de 

digestión [100 mM NaOAc, pH 5.0; 5 mM CaCl2; amiloglucosidasas 16.5 U y α-amilasa 16 

U], la digestión se llevó a cabo durante toda la noche a 55°C. 

 

6.4  Cuantificación de azúcares solubles 

 

La cuantificación se lleva a cabo por una serie de reacciones enzimáticas que involucran la 

fosforilación de las moléculas de glucosa y fructosa  por la enzima hexocinasa.  

Posteriormente, la glucosa-6-fosfato se convierte en fosfogluconato en una reacción que es 

catalizada por la enzima glucosa-6-fosfato deshidrogenasa (G6PDH) utilizando NAD+ que en 

el proceso se reduce a NADH. El progreso de la reacción se sigue midiendo la absorción de 

NADH a una longitud de onda de 340 nm. En una segunda etapa, se agrega la enzima 

fosfoglucosa isomerasa (PGI) que convierte a la fructosa-6-fosfato en glucosa-6-fosfato. En 

una etapa final se agrega la enzima invertasa, que hidroliza una molécula de sacarosa en 

una de glucosa y otra de fructosa, las cuales son transformadas por las reacciones ya 

descritas (Bernal et al., 2005)  (Figura 9). 

 

 

Figura 9. Ensayo enzimático usado para la cuantificación de azúcares solubles. La determinación de la 

concentración de los analitos se basa en la reducción del NAD
+
. 
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Para esta determinación se utilizó una placa de 96 pozos marca greiner. En cada pozo se 

depositaron 175 µL de mezcla de reacción [Hepes 100mM (pH 7.5); MgCl2 50 mM; ATP 3 

mM; NAD 0.9 M; Hexocinasa 0.2 U]; en seguida se agregaron 5 µL de cada muestra y se 

completó con H2O hasta un volumen final de 200 µL. 

 

Se registró la primer lectura a 340 nm y posteriormente, a cada muestra se le adicionaron 10 

µL de cada una de las enzimas, las cuales se prepararon a una concentración de 0.1U/µL, 

en el siguiente orden: G6PDH, PGI e Invertasa; Treinta minutos después de agregar cada 

enzima se midió la absorbancia a 340nm. Paralelamente se realizaron curvas patrón de 

glucosa y fructosa (ambas en un rango de 0 a 0.100 µmol) y de sacarosa (de 0 a 0.050 

μmol). Para calcular la concentración de azúcares y expresarlos en µmol/g, los valores de 

las lecturas se interpolaron en las curvas patrón correspondientes y se tomó en cuenta el 

peso fresco o seco de las muestras de vainas. 

 

6.5  Cuantificación de almidón 

 

Para la cuantificación de almidón se tomaron 5 µL de las muestras digeridas y se siguió el 

procedimiento descrito anteriormente para la cuantificación de glucosa. 

 

6.6  Extracción y cuantificación de proteínas  

 

Por cada muestra, se pesó aproximadamente 1 g de tejido y se molió con 2 mL de solución 

amortiguadora de extracción (SAE) [Hepes 50 mM pH 7.5; MgCl2  5 mM; EDTA 1 mM; EGTA 

1 mM; DTT 2 mM; Glicerol 10% v/v; Tritón X-100 0.10% v/v; PVPP 33 mg/mL; 1 tableta de 

inhibidor de proteasas Cocktail Complete mini (Cat. No. 1836153001, ROCHE, E.E.U.U.)]. 

Después se centrifugó a 10000 g por 10 minutos y se recuperó el sobrenadante en nuevos 

tubos.  

 

 

 

 

 



26 
 

La cuantificación se hizo en placas de ELISA; colocando 2.5 µL de muestra y luego 200 µL 

del reactivo de Bradford (Cat. No. B6916, SIGMA, E.E.U.U.), posteriormente se completó 

con agua para tener un volumen final de 220 µL. Después de 5 minutos se realizó la lectura 

de la absorbancia a una longitud de onda de 595 nm. Los valores se interpolaron en una 

curva patrón construida con BSA en un rango de 0 a 10 μg de proteína. 

 

6.7  Determinación de actividades enzimáticas 

 

6.7.1 Medición de la actividad de sacarosa sintasa (SuSy) e invertasa. 

 

Para la medición de la actividad de SuSy se utilizaron los extractos proteicos mencionados 

anteriormente. Se usaron 400 μg de proteína total por muestra, 100 µL de mezcla de 

reacción 2X [Hepes 100 mM pH 7.5; MgCl2 2 mM; ATP 1 mM; NAD+ 1 mM; UDP 5 mM; 

sacarosa 400 mM; Hexocinasa 2 U; G6PDH 2 U; PGI 2 U; BSA 10 µg/µL], y la cantidad de 

SAE necesaria para completar un volumen de 200 µL. Posteriormente se midió la 

absorbancia a 340 nm monitoreando la formación de NADH durante 10 min. La actividad 

enzimática se determinó con el coeficiente de extinción molar del NADH que es 

6,22 * 10 3 cm-1 M -1. 

 

La actividad de invertasa se midió siguiendo el mismo procedimiento pero sin UDP en la 

mezcla de reacción. Método basado en Doehlert et al., 1988. 

 

6.7.2 Medición de la actividad de glucocinasa 

 

La actividad se cuantificó utilizando 500 μg de proteína y 40 µL de mezcla de reacción 5X 

[Hepes 150 mM pH 7.5; MgCl2 5 mM; EDTA 3 mM; KCl 50 mM; ATP 5 mM; NAD+ 5 mM; 

glucosa 25 mM; G6PDH 7.5 U; BSA 25 µg/µL], luego se adicionó la cantidad necesaria de 

SAE para completar un volumen de 200 µL. Posteriormente se midió de forma continua 

durante 10 min, el aumento en la absorbancia a 340 nm. 
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6.7.3 Medición de la actividad de fructocinasa 

 

De forma similar a la determinación de la glucocinasa, se utilizaron 500 μg de proteína y 40 

µL de mezcla de reacción 5X [Hepes 150 mM pH 7.5; MgCl2 5 mM; EDTA 3 mM; KCl 50 mM; 

ATP 5 mM; NAD+ 5 mM; fructosa 5 mM; G6PDH 7.5 U; PGI 7.5 U; BSA 25 µg/µL]; 

completando con SAE a 200 µL. Después se midió el aumento en la absorbancia a 340 nm 

durante 10 minutos. Métodos basados en Martínez-Barajas et al., 1997. 

 

6.7.4 Medición de la actividad de PGM 

 

En este caso se utilizaron 80 μg de proteína por muestra y 50 µL de mezcla de reacción 2X 

[Hepes 100 mM pH 7.5; MgCl2 10 mM; NAD+ 2 mM; G1P 10 mM; G1,6bP 60 µM; G6PDH 2 

U; BSA 10 µg/µL], completando a un volumen de 100 µL con SAE. Posteriormente se midió 

el incremento en la absorbancia a 340 nm por 10 minutos. Método basado en Doehlert et al., 

1988. 

 

6.7.5 Medición de la actividad de PGI 

 

Se requirió de 250 μg de proteína por muestra y 20 µL de mezcla de reacción 5X [Hepes 250 

mM pH 7.5; MgCl2 25 mM; NAD+ 5 mM; F6P 25 mM; G6PDH 5 U; BSA 25 µg/µL], 

completando a 100 µL con SAE. Después se midió el aumento en la absorbancia a 340 nm 

por 10 minutos. Método basado en Doehlert et al., 1988. 

 

6.7.6 Medición de la actividad de SPS  

 

Para este ensayo se emplearon 150 μg de proteína por muestra, 25 µL de mezcla de 

reacción 2x [Hepes 100 mM pH 7.5; MgCl2 5 mM; F6P 20 mM; UDP-Glucosa 20 mM; G6P 

80 mM; DTT 5 mM; BSA 10 µg/µL] y completando a un volumen de 50 µL con SAE. La 

mezcla se incubó a 30°C por 10 minutos y la reacción se detuvo agregando 50 µL de KOH al 

30% p/v. Acto seguido, se calentó a 92°C por 10 minutos para luego centrifugar a 10000 g 

por 10 minutos. 
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El sobrenadante obtenido se colocó en un tubo nuevo con 1 mL de una solución de antrona 

al 0.14% p/v en ácido sulfúrico al 85%. Se incubó por 30 minutos a temperatura ambiente y 

se realizó la lectura de la absorbancia a 625 nm en celdas de vidrio. Para determinar la 

actividad de esta enzima se hizo una curva patrón de sacarosa en un rango de 0 a 0.125 

µmoles. Método basado en Zhang et al., 2011. 

 

6.7.7 Medición de la actividad de AGPasa 

 

Se utilizaron 300 μg de proteína total por muestra y 25 uL de mezcla de reacción 5X [Hepes 

250 mM pH 7.5; MgCl2 75 mM; ATP 20 mM; G1P 20 mM; 3PGA 25 mM; DTT 25mM; BSA 25 

µg/µL]. Se completó con SAE a un volumen de 125 uL y se incubó a 37°C por 30 min. La 

reacción se detuvo calentando a ebullición por 2 minutos. Finalmente el PPi liberado se 

cuantificó agregando 150 µL del reactivo (Cat. No. P7275, SIGMA, E.E.U.U.) [Imidazol x HCl 

45 mM pH 7.4; citrato 5 mM; EDTA 0.10 mM; Mg+ 2 mM; Mn2+ 0.2 mM; Co2+ 0.02 mM; β-

NADH 0.8 mM; F6P 12 mM; BSA 5 mg/mL; estabilizador de azúcar 5 mg/mL; PPi-PFK 0.5 

unidades/mL; aldolasa 7.5 unidades/mL; GDH 5 unidades/mL; TPI 50 unidades/mL]. 

 

Después de una incubación de 40 minutos a 30°C se midió la absorbancia a 340 nm. Los 

resultados se interpolaron a una curva patrón de PPi que va de 0 a 0.1 µmoles. Método 

basado en Seferoglua et al. ,2013. 
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6.8  Fijación de 14CO2   y  distribución de fotosintatos  

 

Con el fin de analizar la actividad fotosintética de vainas y hojas, así como la distribución en 

el fruto de los fotosintatos producidos por ambas estructuras, se realizó un ensayo de 

incorporación de 14CO2. Para ello se usaron frutos de 16 DDA y las hojas más cercanas a los 

frutos. Se utilizaron 5 µCi de 14CO2 liberado al reaccionar 200 µL de ácido láctico 3M con 5 

µL de NaH14CO3 en un tubo Eppendorf colocado dentro de la bolsa de plástico transparente 

que encerraba a las hojas o las vainas (Figura 10).  Después de 2 horas la producción de 

14CO2 se detuvo agregando 800 µL de KOH al 30% y se retiró la bolsa de plástico.  Se dió 

una hora para que los fotosintatos se distribuyeran y pasado ese tiempo los frutos se 

cosecharon. Los frutos se pesaron y se disectaron;  las vainas y semillas se guardaron por 

separado. El material se congeló en nitrógeno líquido y se almacenó a -70°C.  

 

Para el genotipo C60 se colectaron 11 frutos para analizar la distribución de la marca 

incorporada en las hojas y 13 para el estudio de la distribución de la marca incorporada por 

los frutos; en el caso del genotipo G26, se cosecharon 14 frutos para estudiar las distribución 

de la marca incorporada en las hojas y 12 para evaluar el reparto de la marca incorporada 

en el fruto. 

 

Para cuantificar la cantidad de 14C en las vainas y semillas de los frutos se hicieron extractos 

etanólicos, moliendo 200 mg de vaina se con 1.25 mL de etanol al 80%. Para medir la 

incorporación total, se tomaron 100 L de la suspensión y se colocaron en viales con 3 mL 

de líquido de centelleo y se leyó el número de las cuentas por minuto (CPM). El material 

restante se calentó a 80°C por 30 min y se centrifugó a 9600 g por 5 min. Se tomaron 100 L 

del sobrenadante para determinar la cantidad de 14C incorporada en la fracción de azúcares 

solubles. El material insoluble en etanol al 80% se resuspendió en 500 µl de agua y se 

calentó a 80°C por 4 h. Después se agregaron 250 µl de acetato de sodio (100 mM, pH 5.0), 

conteniendo el coctel de enzimas usado para la degradación de almidón. Después de 

mezclar, las muestras se incubaron toda la noche a 50°C. Al día siguiente, los tubos se 

centrifugaron a 9600 g por 5 min y se usaron 100 µL del sobrenadante para determinar la 

cantidad de 14C incorporada en almidón. 
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El material insoluble se resuspendió en  500 µl de acetato de sodio (pH 7.5) y 5 mM de 

acetato de calcio conteniendo 100 U de pronasa (de Streptomyces griseus) y se incubó a 

toda la noche. Al día siguiente, los tubos se centrifugaron a 9600 g por 5 min y se usaron 

100 µL del sobrenadante para determinar la cantidad de 14C incorporada en la fracción de 

proteínas. El material insoluble se resuspendió en líquido de centelleo para medir la 

incorporación de 14C en otros materiales. Cada uno de los frutos se analizó por triplicado.  

 

Para el análisis de las semillas se molieron 100 mg de tejido con 500 μL de etanol al 80%; y 

se tomaron 100 µL de la suspensión para el conteo. En este caso, cada fruto se analizó por 

duplicado. 

 

 

 

Figura 10. Análisis de la distribución de carbono fotosintetizado. Se utilizó una marca de 
14

CO2 en frutos 

de 16 DDA (A) y en las hojas más cercanas a los frutos (B).  
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6.9  Inmunodetección 

 

Este procedimiento se basó en los métodos reportados por (Bernal et al., 2005). Se utilizaron 

geles de poliacrilamida SDS al 12% cargados con 10 μg de proteína. Las proteínas fueron 

transferidas a membranas PVDF, las cantidades de enzima fueron evaluadas por western 

blot. 

 

La membranas se bloquearon con leche descremada al 5% (disuelta en TBS-T) por dos 

horas a temperatura ambiente con agitación suave. Pasado ese tiempo, se retiró la leche y 

se adicionó el anticuerpo primario anti AGPasa-LS (dilución 1:20000) o anti Rubisco (dilución 

1:30000 en TBS-T) y se incubó por 12 horas a 4°C con agitación suave. Posteriormente se 

hicieron 4 lavados de 10 min con Buffer TBS-T [Tris-Base 20 mM pH 7.5; NaCl 150 mM; 

Tween-20 0.1%]. Después se adicionó el anticuerpo secundario diluido 1:20000 disuelto en 

TBS-T (anti conejo acoplado a peroxidasa de rábano picante Cat. No. A0545, SIGMA, 

E.E.U.U.) y se incubó por una hora a temperatura ambiente con agitación suave.  

 

Nuevamente, se hicieron 4 lavados de 10 min cada uno con Buffer PBS-T, después de los 

cuales la membrana se reveló utilizando el sustrato Immobilon Western HRP (Cat. 

No.WBKLS0100, Millipore, E.E.U.U.). La señal se visualizó, en el fotodocumentador 

Chemidoc (BIORAD) usando un tiempo de exposición de 2 segundos. 
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6.10 Cuantificación del contenido de clorofilas 

 

Este análisis se realizó mediante la modificación del método reportado por (Makeen et al., 

2007). El contenido de clorofilas en vainas se determinó utilizando el método  colocando 

alrededor de 50 mg de tejido molido en nitrógeno líquido en tubos con 1 mL de acetona al 

90% (90 mL de acetona con 10 mL de Tris 0.2 M, pH 7.5) en agitación rotatoria a 4°C en 

oscuridad durante 48 h. Después de centrifugar 10,000 g, la absorbancia del sobrenadante 

se midió a las longitudes de onda de 663, 647 y 470 nm. Para el cálculo de la concentración 

se utilizaron las siguientes ecuaciones. 

 

Clorofila a (µg/mL)= 12.25 A 663 – 2.79 A 647 

Clorofila b (µg/mL)= 21.50 A 647 – 5.10 A 663 

Clorofila a+b (µg/mL)= 7.15 A 663 + 18.71 A 647 

Carotenoides (µg/mL)= [1000 A 470 – 1.82 (Chl a) – 85.02 (Chl b)]/198 

 

 

6.11 Cuantificación del flujo de sacarosa hacia los frutos  

 

La cantidad de sacarosa que reciben los frutos se evaluó colectando el fluido que reciben en  

tubos con 1 mL de EDTA 20 mM, una vez que los frutos fueron cortados. La colecta de 

sacarosa se realizó por cuatro horas. Modificación del método descrito por Araki et al., 1997. 

 

6.12 Observación de estomas 

 

Se obtuvieron impresiones de la superficie exterior de las vainas utilizando pegamento de 

secado rápido (Kola Loka® en su presentación de brocha), el cual se untó sobre la superficie 

de la vaina dejándolo secar por 3 minutos. La capa fina generada se retiró utilizando una 

cinta adhesiva transparente que luego se montó sobre un portaobjetos para su observación 

al microscopio óptico utilizando el objetivo 40x/0.60.  
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7 RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

 

7.1  Cuantificación de los carbohidratos presentes en la vaina de diferentes 

genotipos de frijol 

 

Como punto de partida se realizó la cuantificación de la concentración de azúcares solubles 

(glucosa, fructosa y sacarosa) y de almidón en las vainas de frutos de 20 DDA de los 4 

genotipos de frijol disponibles en el laboratorio. Este resultado permitió distinguir una 

relación inversa entre las cantidades de azúcares solubles y almidón. Siendo G26 el 

genotipo con la concentración de almidón más alta y el contenido de azúcares solubles más 

bajo, mientras que en C60 se observa lo contrario (Figura 11). Debido a este contraste, los 

genotipos C60 y G26 fueron seleccionados para realizar los experimentos que se describen 

posteriormente.  

 

 

Figura 11. Contenido  de carbohidratos en vainas de frutos de frijol de 20 DDA en diferentes genotipos. 

Las barras representan el promedio DE, n=15 frutos. **** indica diferencia significativa (P<0.001) según la 

prueba de U de Mann-Whitney. 
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7.2  Análisis de las actividades enzimáticas 

 

Con la finalidad de conocer si las diferencias en la distribución de los carbohidratos 

presentes en las vainas de los genotipos G26 y C60 a 20 DDA, son producto de cambios en 

la forma de metabolizar el carbono, se analizaron las actividades de las siguientes enzimas: 

fosfoglucosa isomerasa (PGI), fosfoglucomutasa (PGM), ADP-glucosa pirofosforilasa 

(AGPasa), sacarosa fosfato sintasa (SPS), sacarosa sintasa (SuSy), invertasa (Inv), 

fructocinasa (Fk) y glucocinasa (Gk); las cuales de acuerdo con la Figura 12, están 

involucradas en el proceso de la síntesis de almidón.  

 

Figura 12. Enzimas y compuestos involucrados en la biosíntesis del almidón. La actividad de las enzimas 

se analizó en un extracto total de proteínas. Las enzimas analizadas son las que se encuentran en color rojo. 

Imagen modificada de Van Harsselaar, et. al., 2017.  

 

En la Figura 13, se puede observar que no hay diferencias entre genotipos respecto a las 

actividades de las enzimas SuSy, SPS, PGM y AGPasa. Mientras que las actividades de 

Invertasa y Fk fueron mayores en C60, y las de PGI y Gk fueron más elevadas en G26. 
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Figura 13. Actividad de las enzimas involucradas en el metabolismo de carbono en vainas de frutos de 

frijol. Los valores son resultado del análisis de 4 vainas de 20 DDA por genotipo. A. Actividad enzimática de la 

AGPasa. B. PGM. C. SPS. D. SuSy. E. invertasa. F. PGI. G. Fk. H. Gk. ** y *** indican diferencias significativas 

(P<0.01 y P<0.005, respectivamente) según la prueba de U de Mann-Whitney. 
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Estos resultados no muestran una relación evidente con el hecho de que las vainas del 

genotipo G26 contengan más almidón que las del C60. Las actividades de enzimas clave  

para la síntesis de ADP glucosa (AGPasa y la PGM), son similares en ambos genotipos. El 

hecho de que la actividad de AGPasa haya sido identificada como una de las que mayor 

control ejerce sobre la síntesis de almidón sugiere que la base de la diferencia en la cantidad 

de almidón presente en las vainas de los genotipos analizados no está a ese nivel 

(Morandini, 2009). Tampoco hay diferencia en las actividades de SuSy y SPS. Sin embargo, 

las vainas de C60 tienen una actividad de invertasa más alta, que podría contribuir a que las 

cantidades de glucosa y fructosa sean más elevadas. El hecho de que la cantidad de 

fructosa sea considerablemente más alta que la de glucosa; sugiere que la actividad de 

fructocinasa es insuficiente para metabolizar eficientemente la fructosa disponible, y que la 

mayor actividad que se observa en C60 no es suficiente. Por otro lado, las vainas de G26 

tienen una mayor actividad de Gk, la cual podría impulsar el flujo de carbono hacia la 

producción de G6P y posteriormente convertirla en G1P y ADP-glucosa, para favorecer la 

síntesis de almidón.  

 

Se ha reportado que el transporte de glucosa fosforilada (G6P y G1P) puede contribuir a la 

síntesis de  almidón (Fettke et al., 2011). Para confirmar que algo similar podría estar 

pasando en las vainas de los frutos de frijol será necesario medir la actividad de esos 

transportadores. 

 

Por otro lado, es probable que las diferencias en el contenido de almidón en las vainas de 

los genotipos G26 y C60, se deban a la disponibilidad de los fotoasimilados provenientes de 

hojas y de las vainas.  
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7.3  Distribución de 14C en frutos de frijol 

 

Con el fin de explorar si las diferencias en el contenido de carbohidratos de las vainas de 

ambos genotipos estaban relacionadas con la disponibilidad de los fotosintatos, hojas y 

frutos se incubaron en un medio con 14CO2 (Figura 10), y se evaluó la contribución de 

ambos órganos.  

 

Los resultados indican que no hay diferencia entre genotipos en cuanto a la cantidad de 

marca presente en las vainas cuando la hoja más próxima a éste se incubó en un ambiente 

con 14CO2. El análisis también muestra que la actividad fotosintética de los frutos del 

genotipo G26 es superior a la observada en C60 (Figura 14). 

 

 

 

 

Figura 14. Análisis de la cantidad de 
14

C presente en las vainas producto de la actividad fotosintética de 

frutos y hojas. En el genotipo C60 se analizaron 11 frutos para evaluar la contribución de la actividad 

fotosintética de las hojas y 13 para analizar la de los frutos; en el caso del genotipo G26, se usaron 14 frutos 

para estudiar la contribución de la actividad fotosintética de las hojas y 12 para evaluar la de los frutos. Los 

valores son el promedio de ese número de repeticiones. * y ** indican diferencias significativas (P<0.05 y 

P<0.01, respectivamente) según la prueba U de Mann-Whitney. 

 



38 
 

 

El análisis de la distribución de la marca presente en las vainas muestra diferencias 

importantes que dependen tanto del genotipo, como del origen de los fotoasimilados: en el 

C60 más del 70% del carbono asimilado por las hojas se encuentra en la fracción de 

azúcares solubles. En el genotipo G26 esa fracción es cercana al 50%. En cambio, cuando 

la marca proviene de la actividad fotosintética del fruto, en ambos genotipos se reduce la 

incorporación en la fracción de azúcares solubles y se incrementa la proporción presente en 

almidón, proteína y paredes celulares (Figura 15).  

 

 

Figura 15. Distribución de 14C en vainas de frutos de frijol producto de la actividad 

fotosintética de las hojas y de los frutos. La incorporación de 14C en azúcares solubles, almidón y 

proteínas a partir de la actividad fotosintética de la hoja más próxima al fruto (símbolos azules) y de 

los frutos (símbolos rojos) de 16 DDA de los genotipos C60 (A) y G26 (B). Para el genotipo C60 se 

colectaron 11 frutos para analizar la distribución de la marca incorporada en las hojas y 13 para la 

incorporación en los frutos; en el caso del genotipo G26, se cosecharon 14 frutos para estudiar las 

distribución de la marca incorporada en las hojas y 12 para evaluar el reparto de la marca 

incorporada en el fruto. Los valores son el promedio de ese número de repeticiones. *** y **** indica 

diferencias significativas (P<0.005 y P<0.001, respectivamente) según la prueba U de Mann-Whitney.   
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También se analizó la distribución de la marca entre vaina y semillas. En la Tabla 2 se 

aprecia que en ambos genotipos el 14CO2 que se asimila en las hojas se transporta más 

rápidamente a las semillas (~30%) que el asimilado en las vainas (~3 %). 

 

  

Tabla 2. Análisis de la distribución de 14C en vainas y semillas incorporado como 

14CO2 por frutos y hojas de frijol. 

 

 

 

Estos resultados en conjunto muestran que independientemente del origen de los 

fotosintatos, el genotipo G26 es más eficiente para sintetizar almidón en la vaina y que la 

actividad fotosintética del fruto puede contribuir de manera importante a la cantidad de 

almidón acumulado en esa estructura. Esta propuesta es consistente con el hecho de que 

los productos de la actividad fotosintética del fruto se movilizan más lentamente a las 

semillas que los que provienen de la actividad fotosintética de las hojas.  
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7.4  Efecto del desarrollo de los frutos sobre la actividad fotosintética de la vaina 

 

En un experimento adicional se investigó el efecto del desarrollo sobre la actividad 

fotosintética de los frutos. En la figura 16A se puede apreciar que la incorporación de 

carbono aumenta conforme avanza la edad de los frutos. En C60 el valor más alto se 

observa a los 25 DDA; mientras que los frutos de G26 fijan más carbono en 20 DDA. El 

análisis de la distribución, muestra que la mayor parte del carbono fijado por la vaina 

permanece en este órgano (Figura 16B), y que a medida que va pasando el tiempo, el 

transporte hacia las semillas va incrementando (Figura 16C). La expresión relativa (%) de la 

distribución de los productos de la actividad fotosintética del fruto permite ver esta 

distribución con más claridad (Figura 17) 
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Figura 16. Análisis de la actividad fotosintética de los frutos durante su desarrollo. A, Incorporación de 

14
C en los frutos. Distribución de la marca en vainas (B) y semillas (C). Los valores son resultado del análisis 

de 15 frutos por cada genotipo. * y ** indican diferencias significativas (P<0.05 y P<0.001, respectivamente) 

según la prueba U de Mann-Whitney  
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Figura 17. Porcentaje de distribución de 
14

C en la vaina y semillas a través del tiempo, producto de la 

actividad fotosintética de los frutos. A. Porcentaje de incorporación de 
14

C en la vaina de C60 (Rojo) y G26 

(Azul). Porcentaje de incorporación de la marca en semillas (B) de ambos genotipos. Los valores son resultado 

del análisis de 15 frutos por cada genotipo en cada DDA indicado. 

 

 

7.5  Análisis de la actividad fotosintética de la vaina 

 

Los resultados descritos anteriormente muestran la necesidad de conocer las causas de las 

diferencias en la actividad fotosintética de los frutos. Con ese propósito se midieron los 

niveles de clorofila, la cantidad y actividad de la Rubisco, así como la cantidad  y apertura de 

los estomas presentes en el exocarpio.  

 

La cuantificación de clorofilas en las vainas de frutos de 20 DDA mostró que no hay 

diferencias entre genotipos (Figura 18). 
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Figura 18. Cuantificación de clorofila en vainas de frutos de frijol. Se utilizaron frutos de 20 DDA de 

los genotipos C60 y G26. Las barras representan el promedio DE, n=5 frutos. No se observan 

diferencias significativas (P<0.05) según la prueba U de Mann-Whitney. 

 

Por otro lado, el análisis de la actividad de Rubisco y la detección por western-blot de la 

cantidad de su subunidad grande presente en vainas de frutos de 20 DDA, tampoco muestra 

diferencias importantes entre ambos genotipos (Figura 19). 

 

                       A                                                              B     

Figura 19. Análisis de la actividad (A) y la cantidad de Rubisco (B) presente en vainas de frutos de 

los genotipos C60 y G26 de 20 DDA. Las barras representan el promedio DE, n=4 frutos. No se 

observan diferencias significativas (P<0.05) según la prueba U de Mann-Whitney. 
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Finalmente, la observación al microscopio de los estomas en impresiones de la epidermis de 

las vainas en pegamento de contacto de secado rápido, muestra que C60 tiene más 

estomas, la mayoría de los cuales están cerrados, mientras que en G26 el número de 

estomas es menor, pero la mayoría se encuentran abiertos (Figura 20). Siendo esta última 

característica, la única que podría explicar la diferencia en la actividad fotosintética de las 

vainas entre genotipos. 

 

Los resultados muestran que el mecanismo que regula su apertura es diferente. En hojas de 

Vicia faba, la humedad relativa del ambiente influye sobre la apertura de los estomas (Arve 

et al., 2014). No obstante, en este caso las condiciones de cultivo fueron las mismas para las 

plantas de G26 y C60, por lo que es probable que las diferencias observadas no tengan 

relación con esta circunstancia. Sin embargo, podría ser interesante investigar si las 

diferencias entre genotipos se deben a su sensibilidad a las condiciones de humedad. 

  

 

 

Figura 20. Análisis de las características de los estomas presentes en las vainas de frutos de frijol de 20 

DDA. A partir de impresiones de la epidermis de los frutos se cuantificó el número de estomas presentes y la 

proporción de estomas cerrados y abiertos (A). B, Microscopía de los estomas de C60. C, Microscopía de los 

estomas de G26. Las barras representan el promedio DE, n=3 frutos. **** diferencias significativas (P<0.001) 

según la prueba U de Mann-Whitney. La flecha marca un estoma cerrado y la estrella un estoma abierto, 

amabas imágenes se obtuvieron fotografiando el campo visual de un objetivo 40x/0.60. 
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Estos resultados sugieren que la mayor capacidad de las vainas de G26 para fijar 14CO2  

(Figura 14), se debe a que en este genotipo es mayor la cantidad de estomas abiertos y 

sería muy interesante investigar las bases de los mecanismos responsables de las 

diferencias observadas entre los genotipos. 

 

 

7.6  La fotosíntesis de la vaina y su relación con el contenido de carbohidratos 

y el desarrollo de las semillas 

 

Los resultados anteriores muestran que la actividad fotosintética de la vaina de los frutos de 

frijol es importante, y que puede influir en el contenido de carbohidratos en esa estructura 

como en el desarrollo de las semillas. Para evaluar la importancia de la actividad 

fotosintética de los frutos sobre el desarrollo de las semillas, se realizó un experimento en 

donde frutos de 10 DDA se cubrieron con papel negro.  

 

En ambos genotipos se observa que la concentración de clorofila tiende a disminuir a partir 

del día 2 en oscuridad, lo que indica que el tratamiento fue efectivo (Figura 21). 
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Figura 21. Efecto de la luz sobre el contenido de clorofila total en vainas durante el desarrollo frutos de 

frijol que fueron cubiertos a 10 DDA. A. Genotipo C60. B. Genotipo G26. Las barras representan el promedio 

DE, n=3 frutos. DDA, días después de antesis. 

 

 

También se estudiaron los efectos de la oscuridad y del desarrollo de fruto sobre los niveles 

de la subunidad grande de Rubisco (Figura 22). En ambos genotipos los niveles de Rubisco 

son máximos a los 15 DDA, y tienden a disminuir gradualmente a partir de ese momento.  

 

En ambos genotipos la obscuridad redujo los niveles de Rubisco, sin embargo, se observan 

diferencias que dependen del genotipo. En C60 la señal observada a los 15 DDA aún es 

clara, disminuye en 20 y 25 DDA y aumenta un poco a los 30 DDA. En las vainas de G26 se 

puede observar que la disminución de la señal es más evidente, y que después del mínimo 

que se observa a los 15 DDA, hay un ligero incremento teniendo su nivel máximo en 30 

DDA.  
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Figura 22. Efecto del desarrollo y de la luz sobre la cantidad de subunidad grande de Rubisco presente 

en vainas de frutos de frijol de los genotipos Canario 60 (C60) y G26. Los frutos que se desarrollaron en 

obscuridad (O) se taparon a 10 DDA y se compararon con frutos que crecieron en condiciones normales de 

iluminación (L). A y B corresponden a los geles de Coomassie utilizados como control de carga para el 

genotipo C60 y G26 respetivamente. C y D son las membranas donde se detectó la subunidad grande de 

Rubisco. DDA, días después de antesis.  

 

Estos resultados indican que el tratamiento de cubrir las vainas fue efectivo y que la cantidad 

de Rubisco tiende a reducirse en ambos genotipos cuando las vainas se desarrollan en 

obscuridad.  Aquí también puede observarse que en condiciones normales de desarrollo 

(con iluminación), los niveles de Rubisco empiezan a reducirse a partir del día 15 DDA. Sin 

embargo, la actividad fotosintética de las vainas tiene un comportamiento diferente y se 

mantiene alta aún después de que la cantidad de Rubisco ha empezado a disminuir (Fig. 16 

y Fig. 22).  
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Una posible explicación a esta discrepancia es que aunque los niveles de Rubisco sean 

bajos o disminuyan conforme avanza el desarrollo de la vaina, la actividad de esta enzima se 

puede mantener alta gracias a los mecanismos que regulan su actividad. Dicha actividad es 

inhibida por azúcares que bloquean los sitios activos de la enzima, los cuales son disociados 

gracias a su chaperona molecular conocida como Rubisco activasa, así la Rubisco toma su 

conformación activa y continua con el proceso de fijación de CO2 (Spreitzer et al., 2002). De 

tal manera que la alta actividad fotosintética de los frutos luego de los 20 DDA se podría 

atribuir a que la Rubisco activasa tenga una mayor actividad en este periodo, por lo que 

sería interesante investigar esta propuesta.    

 

Por otro lado, se determinó que el tratamiento de cubrir los frutos, pese a ser muy efectivo 

para reducir la cantidad de Rubisco, no afecta los niveles de almidón, glucosa, fructosa y 

sacarosa en las vainas, ya que se observó un efecto muy pequeño (Figura 23). Y tampoco 

se observaron cambios en el desarrollo de las semillas  (Figura 23). Sin embargo, es 

interesante destacar que en las vainas de los frutos de ambos genotipos, la oscuridad induce 

un incremento muy ligero en la cantidad de azúcares solubles (20 DDA) y una reducción un 

poco más evidente en la cantidad de almidón, la cual es más marcada en 15 DDA para el 

genotipo C60 y en 12 DDA para el G26. Sin embargo, estos cambios no son 

estadísticamente significativos (P<0.05) según la prueba U de Mann-Whitney. 
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Figura 23. Efecto de la actividad fotosintética del fruto en el contenido de carbohidratos en vainas y 

sobre el desarrollo de las semillas. Las gráficas A y B corresponden al genotipo C60, mientras que los 

resultados del genotipo G26 se presentan en las gráficas C y D. Los frutos sometidos a oscuridad fueron 

tapados a 10 DDA. Los puntos representan el promedio DE, n=3 frutos. DDA, días después de antesis. 

 

 

7.7  Análisis del estado redox de la AGPasa  

 

Los resultados de la Figura 23 también muestran que las vainas de ambos genotipos tienen 

la capacidad de sintetizar almidón en obscuridad. La actividad de la enzima AGPasa es 

clave en este proceso. Esta enzima es un heterotetrámero que consiste en dos subunidades 

grandes reguladoras y dos subunidades pequeñas que son catalíticas (Salamone et al., 

2000).  

 



50 
 

 

Como se describió en la sección 2.2.3, esta enzima es susceptible a una regulación 

postraduccional redox, donde la reducción del puente disulfuro que se forma entre los 

residuos de cisteína de la subunidades pequeñas, provoca que la enzima aumente su 

actividad, esta regulación depende de factores como la luz y la concentración de azúcares. 

(Tiessen et al., 2002).  

 

En la Figura 24 C y D, se observa el efecto del desarrollo del fruto y de la luz sobre la 

cantidad de la subunidad pequeña de AGPasa. En condiciones de iluminación puede 

apreciarse que la cantidad de proteína se incrementa durante el desarrollo del fruto y 

presenta un pico máximo en 20 DDA para ambos genotipos. Después, en ambos casos 

tiende a disminuir gradualmente.  

 

Este patrón es opuesto en las vainas de los frutos que crecieron en oscuridad. En el C60 se 

aprecia una señal tenue a los 15 DDA, que aumenta considerablemente con el paso del 

tiempo y alcanza su punto más alto en 30 DDA. En el G26 el patrón es similar, aunque la 

señal observada a 15 DDA es más intensa.  

 

El western-blot realizado con extractos proteicos elaborados en condiciones 

desnaturalizantes pero no reductoras (sin β-Me), permite observar que una cantidad muy 

pequeña de la subunidad catalítica se encuentra en forma reducida (banda de 50 kDa), y 

que la gran mayor parte está en estado oxidado formando un dímero de 100 kDa (Figura 24 

E y F). 
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Figura 24. Inmunodetección de la subunidad catalítica de la AGPasa presente en vainas de frutos 

de frijol de los genotipos Canario 60 (C60) y G26, desarrollados en luz (L) y obscuridad (D). Los 

frutos se taparon a 10 DDA, las muestras  de vainas que se tomaron en los días indicados y se usaron 

para elaborar extractos proteicos que se analizaron en condiciones desnaturalizantes y reductoras (A, B, 

C y D), así como en condiciones desnaturalizantes y no reductoras (E y F) para evaluar los cambios en 

la cantidad de esta subunidad y su estado redox.    
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Esto coincide con lo reportado por  Li y col. (2012), donde se ha descrito que la regulación 

redox de la AGPasa, realmente tiene poco control sobre su actividad; y con los resultados de 

la Figura 13 donde se puede ver que la actividad de la AGPasa in vitro es la misma en 

ambos genotipos. Lo cual nos indica que probablemente sea la AGPasa en su estado 

oxidado la principal responsable de sintetizar la ADP glucosa en las vainas que se 

desarrollaron tanto en luz cómo en oscuridad. 

 

La disminución en la cantidad de Rubisco en ambos genotipos y el aumento de la AGPasa 

durante el desarrollo del fruto, podrían indicar que los cloroplastos presentes en las vainas 

sufran un proceso de diferenciación dependiente del tiempo, convirtiéndose en amiloplastos, 

perdiendo su capacidad para fijar carbono pero conservando su capacidad para sintetizar 

almidón, lo cual coincide con que las vainas tengan niveles similares de almidón tanto en luz 

como en obscuridad (Flügge et al., 2011). 

 

Una posible explicación para este aumento en la cantidad total de AGPasa en obscuridad, 

es que la vaina se comporte más bien como un tejido heterotrófico y tenga un sistema de 

regulación de la transcripción de la AGPasa similar al de papa, pero que dependería de la 

luz y no de la concentración de azúcares, lo cual tiene sentido si consideramos que la 

concentración de glucosa y fructosa es alta en los primeros días de desarrollo de la vaina y 

luego disminuye (Figura 23). Otra posible explicación es que la reducción en la cantidad de 

carbono disponible para el desarrollo de las semillas, producto de la eliminación de la 

actividad fotosintética de la vaina, haya sido compensada incrementado el flujo  de sacarosa 

hacia los frutos y que sean estos azúcares suministrados los que regulen la expresión de la 

AGPasa. Sin embargo en la Figura 25, se muestra que en ambos genotipos la oscuridad no 

modificó la cantidad de sacarosa que reciben los frutos.  

 

En la figura 25 también se puede distinguir dos periodos de desarrollo, lo que se observa en 

ambos genotipos y está marcado por el crecimiento rápido de las semillas a partir de los 20 

DDA. Esto coincide con el flujo de sacarosa si consideramos que durante el primer periodo 

de desarrollo, el carbono suministrado es utilizado para la síntesis de almidón, el cual se 

convertirá en la fuente principal de carbono para el crecimiento de las semillas luego de los 

20 DDA. 
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Figura 25. Flujo se sacarosa hacia los frutos. Las líneas continuas corresponden a los frutos desarrollados 

en luz y las líneas puntadas a los desarrollados en obscuridad tanto para el genotipo C60 (Rojo, A) como para 

el G26 (Azul, B). La línea continua de color negro corresponde al peso seco de la semilla. Los puntos 

representan el promedio DE, n=3 frutos; DDA, días después de antesis.  

 

 

Todos estos resultados indican que en condiciones óptimas de riego, el suministro de 

sacarosa por parte de la planta es suficiente para garantizar el desarrollo de las semillas y la 

síntesis de almidón. Sugiriendo que en esas condiciones la actividad fotosintética de los 

frutos es una característica complementaria. 
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7.8 La vaina puede tener un límite de almacenamiento de carbono 

 

Los datos que se han presentado son aparentemente contradictorios. Una parte de ellos 

(Figuras 14 a 22)  indican que la actividad fotosintética de la vaina es relevante para la 

síntesis de almidón. Sin embargo, el cubrir los frutos no modificó las cantidades de 

carbohidratos presentes en las vainas, ni alteró el desarrollo de las semillas; lo que 

claramente indica que la actividad fotosintética de la vaina tiene un papel complementario. 

  

Un análisis de los carbohidratos presentes en la vaina durante el desarrollo del fruto muestra 

que en condiciones normales los genotipos C60 y G26 los distribuyen de manera diferente 

(Figura 26). Cuando se suman todos los carbohidratos presentes en la vaina y se expresan 

como hexosas totales, se distingue un posible límite en su capacidad de almacenamiento 

(aproximadamente 1800 µmol de glucosa / g de peso seco). Lo que explicaría por qué es 

que los frutos, en condiciones óptimas de riego, tienen una aportación mínima hacia la 

síntesis de almidón por medio del carbono que fijan, haciendo que su actividad fotosintética 

se vuelva una característica complementaria que pudiera generar fotosintatos que excedan 

dicho límite de almacenamiento y que pudieran ser exportados a otros órganos de la planta 

como ha sido descrito en alfalfa (Zhang et al., 2017).  

 

 

Figura 26. Distribución del carbono en las vainas de frutos de frijol a través del tiempo. Los valores de la 

línea naranja representan la suma DE de las concentraciones de glucosa, fructosa, sacarosa y almidón, 

expresados como hexosas. La línea azul corresponde al almidón. A. C60; B. G26, n=3 frutos.  
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Por otro lado, es probable que bajo condiciones de estrés que limiten el flujo de sacarosa a 

los frutos, la actividad fotosintética de la vaina se convierta en un elemento importante para 

el desarrollo de las semillas.  

 

 

8 CONCLUSIONES 

 

 Entre genotipos de frijol existen diferencias en la actividad fotosintética de las vainas de sus 

frutos.  

  

 La actividad fotosintética de la vaina contribuye a la acumulación de almidón en esa 

estructura; Sin embargo, su papel es complementario y reducirla no afecta las 

concentraciones de carbohidratos en la vaina, ni reduce la velocidad de crecimiento de las 

semillas. 

 

 La cantidad de AGPasa presente en la vaina está sujeta a una regulación compleja que 

depende tanto de la luz como de factores que se vuelven importantes en oscuridad y que 

aún necesitan ser estudiados a profundidad.   

 

 La reducción de la subunidad catalítica de la AGPasa presente en las vainas de los frutos de 

frijol, no determina la actividad del complejo. 

 

9 PERSPECTIVAS  

 

 Probar si el almidón acumulado en la vaina ofrece alguna ventaja en el desarrollo de las 

semillas bajo condiciones de estrés por sequía. 
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