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Resumen

Obtener cortes de material vegetal de 20-30 pm de espesor con un micrétomo rotativo se encuentra ligado a la inclusién de las
muestras en bloques de resina o parafina, lo cual implica de disposicién de tiempo e insumos. Otra limitante en el trabajo de
anatomia vegetal es la realizacion de cortes de material fresco para ensayo de pruebas histoquimicas, ya que se debe contar con
la destreza necesaria para realizar cortes a mano alzada o con equipamiento e insumos que en ocasiones presentan elevados
costos como un cridstato. El objetivo de esta comunicacion es presentar una técnica que utiliza un micrétomo rotativo con
cuchilla descartable y un soporte de cera odontoldgica que permite obtener cortes, incluso seriados, de material fresco o fijado
de diferentes 6rganos. Se discuten las limitaciones de la técnica.

New mounting support to obtain slices of plant material
by using a rotary microtome

Summary

Obtaining sections of plant samples from different organs of 20-30 pm thick by using a rotary microtome is linked to the
inclusion of the samples in blocks of resin or paraffin, technique which implies time and supplies. Another limitation in the
work of plant anatomy is the realization of cuts from fresh material to perform histochemical tests. To obtain freehand cuts
the operator must have the necessary skills or the laboratory must have equipment and supplies that sometimes represents
high costs such as a cryostat. The objective of this communication is to present a technique that, using a rotary microtome
with a disposable blade and dental wax support, allows obtaining cuts, even serial, of fresh or fixed material from different
organs. The limitations of the technique are presented.

Introducciéon

Para muchos laboratorios clasicos de histologia vegetal,
la obtencién de cortes de material vegetal para la realiza-
cién de estudios anatémicos y pruebas histoquimicas nos
plantea contar con una gran habilidad para realizar cortes
a mano alzada o realizar técnicas laboriosas de fijacién. Un
completo set de técnicas tradicionales para la obtencion de
cortes y preparados histolégicos a partir de diferentes ma-
teriales vegetales se encuentra disponible en la bibliografia
de D’Ambrogio de Argiieso (1986), Ruzin (1999) y Zarlavsky
(2014), entre otras.

En caso de necesitar cortes de material fresco o fijado sin
inclusion en parafina, se debe contar con la pericia de realizar
cortes a mano alzada o contar con instrumentos como vibrato-

mos o cridstatos, los cuales constituyen equipamientos costo-
sos si el laboratorio no cuenta con ellos.

El vibratomo permite la obtencién de cortes de 50-200 um
de material fresco o previamente fijado. Para materiales muy
pequeios o blandos como radiculas embrionales se han ensa-
yado con éxito técnicas de inclusién directa en agarosa (Ron
y col, 2013). Atkinson y Wells (2017) disefiaron moldes 3D de
acido polilactico para embeber material fresco o fijado de raices
en agarosa al 4-5 % (p/v) lo que permite moldear bloques que
al solidificar pueden ser cortados en el vibratomo. Esta técnica
permite obtener secciones de espesor conocido entre un corte y
otro, ademas, tiene la ventaja de que la muestra se encuentra en
flotacién evitando asi la desecacién de la misma.

Palabras clave: cera odontolégica - cortes histolégicos - material vegetal - micrétomo rotativo - técnica.
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Para el caso de contar con un criéstato, las muestras
vegetales frescas o fijadas, son infiltradas en una serie de
soluciones de diferentes gradientes de sacarosa como
crioprotector para evitar la formacién de cristales duran-
te el posterior congelamiento o en compuestos especiales
como optimum cutting temperature (conocido como OCT)
y posteriormente congeladas directamente a temperatu-
ras de -30 °C o - 80 °C con CO,, N liquido o en el mismo
cri6stato. Las secciones de 10-50 um de espesor, se recogen
en flotacién para su posterior tefiido y montaje (Weaver y
Layne, 1965; Lauchli, 1966; Benes, 1973; Knapp y col., 2012).

Por otra parte, la mayoria de los laboratorios clasicos
de histologia vegetal cuentan con micrétomos rotativos
para la obtencién de cortes de 10-100 ym a partir de ma-
terial infiltrado en parafina o resinas. Mediante esta téc-
nica los tejidos vegetales son endurecidos al reemplazar
el agua intracelular con parafina o resinas sintéticas a fin
de obtener cortes muy finos. Sin embargo, el proceso in-
cluye numerosos pasos de fijacién, deshidratacion, inclu-
sién, corte, montaje, desparafinado y tincién (D’Ambro-
gio de Argiieso, 1986; Spence, 2001; Ruzin, 1999; Zarlavsky,
2014), los cuales requieren de mucho tiempo (semanas),
esfuerzo y gasto de insumos que en ocasiones pueden ser
perjudiciales para la salud y el medio ambiente. En mu-
chos casos estos procesos pueden causar ablandamiento,
deformaciones de los tejidos y lavado de los compuestos
que se desean detectar.

La alternativa mas econémica y ambientalmente sa-
ludable es realizar cortes a mano alzada, término utili-
zado originalmente para aquellas secciones obtenidas al
cortar el material con una hoja de afeitar sosteniendo el
mismo entre los dedos o utilizando como soporte médula
de sauco, fragmentos de zanahoria, telgopor compactado
(poliestireno) o carbowax 4000 (Johansen, 1940; D’Ambro-
gio de Argiieso, 1986; Fink, 1986; Zarlavsky, 2014) e incluso,
recubriendo el material fresco o fijado en polietilenglicol
0 agarosa 6 % para formar un bloque alrededor del mate-
rial que facilite su manipulacién (Fink, 1986; Zelko y col.,
2012). A los fines practicos, en el presente trabajo al hablar
de cortes a mano alzada nos referiremos a aquellas seccio-
nes obtenidas utilizando una hoja de afeitar ya sea soste-
niendo el material con la mano, en un soporte o con un
micrétomo manual (Johansen, 1940; Cutler, 1978; O'Brien y
McCully, 1981, Fink, 1986; Purvis y col., 1966; D’Ambrogio de
Argiieso, 1986; Yeung, 1998; Zarlavsky, 2014). Aunque es una
técnica apropiada para una gran variedad de materiales
mas o menos rigidos, las secciones resultantes usualmente
no son uniformes ni delgadas, genera grandes dificulta-
des cuando el material es muy fino o suculento como por
ejemplo la lamina de una hoja de textura membranacea,
cuando presenta tejidos con diferentes durezas, con espa-
cios intercelulares abundantes como tallos de Araceaes, o
con tejidos blandos como en raices herbaceas de pequeiio
diametro, radiculas embrionales, brotes jévenes (Metusala,
2017) o material proveniente de plantas cultivadas in vitro
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(Johansen, 1940; Zelko y col., 2012). El resultado depende en
gran medida de la pericia del operario y la naturaleza del
material, produciendo en muchos casos un bajo porcentaje
de secciones ttiles. Obtener un buen corte a mano alzada
requiere contar con suficiente material, paciencia, practica
y habilidad (Berlyn y Miksche, 1976; Metusala, 2017).

El objetivo de este trabajo es ofrecer un método alterna-
tivo para obtener cortes de entre 25-50 ym en un micréto-
mo rotativo a partir de material fresco o previamente fijado,
utilizando un soporte de cera odontolégica. Este método ha
sido utilizado en numerosas ocasiones en nuestro laborato-
rio desde 2016 con diferentes muestras (tejidos y 6rganos)
obteniendo muy buenos resultados (Pérez Grosso y col.,
2016; Gémez y col., 2019; Lizarraga y col., 2017; Mercado y col.,
2018; Moreno y col., 2018; Mercado y col., 2020; Pérez y col,,
2020; Leal y col., 2021, entre otros). Se presentan resultados
en los tejidos de diferentes 6rganos de plantas superiores y
se discuten las limitaciones de la técnica.

Materiales y Métodos
Material vegetal

Las muestras usadas fueron de material vegetal fresco, porcio-
nes de material fijado en FAA (acido acético, formol, agua y al-
cohol 1:2:7:10) y material seco y rehidratado en agua destilada
a temperatura ambiente durante 10 min. Los mismos corres-
pondieron a diferentes 6rganos vegetativos y reproductivos,
con distintos tamafios y consistencias. A modo ilustrativo se
realizaron cortes de hojas de Zea mays L. (Poaceae) fijadas en
FAA. Hojas de Lippia integrifolia (Griseb.) Hieron. (Verbena-
ceae) secas y rehidratadas. Hojas frescas de Vaccinium myrtillus
L. (Ericaceae). Tallos de Medicago sativa L. (Fabaceae) fijados
en FAA. Tallos secos y rehidratados de Baccharis trimera (Less.)
DC. (Asteraceae). Tallos frescos de Fabiana punensis S.C. Arroyo
(Solanaceae). Raices fijadas en FAA de Tagetes minuta L. (As-
teraceae). Raices, tallos, foliolos y raquis frescos de plantu-
las de Zuccagnia punctata Cav. (Fabaceae) y apices caulinares
de Ullucus tuberosus Caldas (Basellaceae) obtenidos mediante
diferentes técnicas de cultivo in vitro.

Flores secas y rehidratas de Artemisia mendozana DC. var.
mendozana (Asteraceae). Frutos frescos jovenes de Prosopis
alba Griseb. (Fabaceae). Hojas y tallos frescos y fijados en
FAA de Pelargonium x hortorum L. H. Bailey (Geraniaceae).

La nomenclatura cientifica fue corroborada en la base
de datos The Plant List (2013).

Instrumental

Hojas de afeitar tipo Gillette® o tijeras que permitan cor-
tar porciones de aproximadamente 5-7 mm de long., 6 2-5
mm? (superficie) (porciones de menor tamano favorecen la
obtencién de mejores cortes) del material que se desea sec-
cionar. Superficie para corte del material vegetal, en nuestro
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laboratorio se utiliza un vidrio de 20 x 20 cm y 4 mm de es-
pesor. Cajas de Petri (100 x 20 mm). Pinzas de acero inoxi-
dable. Agujas histologicas, micrétomo rotativo y cuchillas:
cuchilla afilada o cuchilla descartable, HP35 Coated microtome
blade 34 °/75 mm Thermo Scientific o afines. Cera odontol6-
gica o articular en placas (140 mm de long. x 75 mm de lat.
y 2 mm de espesor). La dureza de la cera se identifica con
diferentes colores segin la marca (marcas alternativas Vai-
cril® Reus®, GC-Dental®), se expende en locales de insumos
odontolégicos. Vaicril presenta cera rosada de mayor dureza,
en comparacién con las otras, es dificil de moldear con el
calor de las manos y quebradiza por lo que no es recomen-
dable; la amarilla, de dureza intermedia, es la mas utilizada
en nuestro laboratorio por ser facilmente maleable con las
manos pero conservando una consistencia que permite su
manipulacién y la roja, blanda, si bien es mas facil de mode-
lar tiende a pegarse con el material sobre todo en ambientes
calidos y htimedos (Figura1 A).

Los cortes histologicos se obtuvieron montando
muestras de aproximadamente 5-7 mm de long. 0 2-5 mm?
de superficie en soportes de cera odontoldgica de dureza
intermedia, que posteriormente fueron seccionadas con
micrétomo rotativo a 15, 20, 25y 35 pm de espesor.

Para estudios clasicos de anatomia, los cortes obtenidos
a partir de material fresco o fijado en FAA, fueron observa-
dos directamente al microscopio 6ptico montados en agua
destilada o bien, se decoloraron con hipoclorito de sodio al
50 %, lavados con agua destilada tres veces y tefiidos con tin-
cién doble sucesiva azul astra-safranina (Luque y col. ,1996)
o metacromatica como azul de toluidina y violeta de cresyl
para ser posteriormente montados en agua-glicerina (1:1)
(D’Ambrogio de Arglieso, 1986; Zarlavsky, 2014).

Para estudios histoquimicos, los cortes de material
fresco fueron sometidos a colorantes y reactivos produc-
tores de reacciones de coloracién cuyas técnicas constan
en la bibliografia clasica de histologia vegetal como rojo
de rutenio (1 % p/v) para sustancias pépticas, azul de tolui-
dina para polisacaridos (Heslop-Harrison and Heslop-Ha-
rrison, 1981), sudan IV (solucién acuosa a saturacién) para
lipidos, cloruro férrico (10 % p/v) para compuestos fenoli-
cos (D'Ambrogio de Argiieso, 1986; Ruzin, 1999; Zarlavsky,
2014) y NP (2-aminoethyl-diphenylborinate, Sigma) 1 % en
MeOH (Neu, 1956) para flavonoides y fenoles derivados del
acido caféico y clorogénico.

Diafanizados se realizaron segtn la técnica de Dizeo
de Strittmater (1973).

Los cortes fueron realizados en un micrétomo rotati-
vo tipo Minot Microm HMa315 con cuchillas descartables
de acero inoxidable.

Para las observaciones se utilizd un microscopio 6p-
tico Carl Zeiss Lab. A1 Axiolab con cdmara adosada Axio-
Cam ERc 5s Zeiss y el programa Axio Vision release 4.8.2
(Carl Zeiss, Oberkochen, Germany) y un microscopio de
fluorescencia (Nikon Optiphot) con luz UV (filtro de exci-
tacién UV-1A: 365 nm, filtro de barrera 400 nm).

Resultados
Procedimiento

Para obtener las secciones se toma un fragmento del ma-
terial vegetal fresco (tallos, hojas, raices u otros 6rganos)
—fijado o seco y previamente rehidratado durante 10
min por inmersioén en agua destilada—, de aproximada-
mente 5 a 7 mm de long. o 2 hasta 5 mm? (superficie) y
se coloca con ayuda de pinzas entre dos fragmentos de
cera de dureza intermedia, de 10 a 20 mm?cuidando que
el material quede orientado segiin las necesidades para
realizar los cortes correspondientes (Figura 1 B), se pre-
sionan los bordes de la cera y con el calor de las manos
se cierra por los laterales y la base dejando solo visible
la cara por la cual se procedera a cortar (Figura 1 C). Los
cortes se realizan de forma inmediata para evitar que el
material se deshidrate. Este “cubo” o “prisma rectangular”
de cera —donde se encuentra el material— se sujeta a la
prensa del micré6tomo orientando el angulo de corte, el
espesor del corte se selecciona en el micrétomo, el cual
se encuentra preparado con una cuchilla descartable de
acero inoxidable de preferencia nueva (Figura 1 D). De
acuerdo con la naturaleza del material se obtienen cor-
tes buenos empleando diferente espesor de corte (Figura
2 A-D). No es aconsejable realizar cortes muy delgados, de
menos de 20 um ya que el material se torna fragil y tiende
a romperse, los diferentes tejidos pierden su cohesién al
intentar desmontarlos de la cera de soporte. Se pueden
obtener cortes mas gruesos sin ningin inconveniente,
pero el investigador debera decidir si cumplen con las ne-
cesidades del analisis a realizar (Figura 2 A-D).

Las secciones obtenidas forman una cinta que puede ser
recuperada con pinzas y colocada en cunas de agua destila-
da a temperatura ambiente, generalmente se utilizan cajas
de petri que pueden ser numeradas en la secuencia de corte,
permitiendo obtener cortes seriados (Figura 1 E). No se debe
usar agua templada o caliente ya que disuelve la cera la cual se
adhiere a los tejidos interfiriendo posteriormente con la colo-
racion y el proceso de recuperacién del corte.

De cada seccién se aislan manualmente los cortes
individuales bajo lupa con ayuda de dos agujas hipodérmicas
(Figura 1 F). Los cortes obtenidos se colocan sin adhesivo
directamente sobre un porta objeto con una gota de agua que
permite su deslizamiento por tension superficial (Figura 1 G)
o pueden ser almacenados en alcohol 70 ©, por no mas de 2 o
3 dias (siempre y cuando no sea la intencién detectar algiin
compuesto soluble en el medio de conservacién).

Colocados los cortes sobre el porta objeto se cubren con
el cubre objeto y se pueden observar directamente en el mi-
croscopio 6ptico o para un mejor reconocimiento de los te-
jidos se decoloran y se pueden realizar diferentes tinciones
(Figura 2 E-H).

Los cortes también pueden destinarse a algin test histo-
quimico empleando el reactivo correspondiente, dependiendo
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Figura 1.- Detalle de la técnica

A: Placas odontologicas de diferente dureza. B-C: Preparacion de so-
porte con fragmento de tallo de “alfalfa” (M. sativa). D: Montado del
soporte en el micrétomo rotativo y corte. E: Tira de cortes obtenidos de
forma seriada. F: Separacién manual de los cortes con agujas histologi-
cas. G: Aislamiento de cortes por flotacién en porta objeto.

de la naturaleza quimica del compuesto que se desea identifi-
car o del objetivo del trabajo a realizar (Figura 2 I-K).

Resultados obtenidos

En la figura 2 A-D, se observan cortes de lamina foliar de
maiz previamente fijadas en FAA, realizados a 15, 20, 25
y 35 um respectivamente, decolorados y tefiidos con azul
astra-safranina. En los cortes de 15 um (Figura 2 A), se
observa como se desprende un fragmento del corte.
Como se menciond con anterioridad, la técnica permite
la realizacién de ensayos histoquimicos. En la figura 2 (E-K)
se realizaron cortes de 25 ym de espesor en hojas de “poleo”
(L. integrifolia) secas y rehidratadas y en hojas frescas de
“arandano” (V. myrtillus). Se presenta para ambas muestras
un control al natural (Figura 2 E e I) en el que se observa
la coloracién verde caracteristica de las clorofilas. En el del
arandano se destaca la presencia de idioblastos en el parén-
quima fundamental del nervio medio y en empalizada (Fi-
gura 2 I). Para el “poléo” se realiz6 decoloracién y posterior
tincién con azul astra-safranina la cual permite diferenciar
claramente tejidos con paredes con estructura primaria
(epidermis, parénquimas) coloreados de azul con respecto
a tejidos con paredes con estructura secundarias colorea-
dos de rojo intenso (fibras y vasos xylematicos) (Figura 2 F).
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Para L. integrifolia se ensay6 coloracién simple con rojo de
rutenio para la identificacién de pectinas (Figura 2 G) y con
azul de toluidina colorante metacromatico que permite la
identificacién de tejidos con paredes de estructura prima-
ria con coloracioén violeta, tejidos con paredes de estructura
secundarias azul y en caso de estar presentes polisacaridos
los cuales se colorean en azul (Figura 2 H). En tanto, para V.
myrtillus se realizé un test de coloracién con sudan IV para
lipidos presentes en cuticulas y cuerpos oleosos dentro de
las células del mesoéfilo (Figura 2 J) y con el reactivo NP para
la deteccibén de flavonoides y fenoles, observando derivados
cafeoilquinicos y feruoilquinicos, los cuales presentan fluo-
rescencia verdosa-blanquecina y azulada respectivamente
en las paredes secundarias de los vasos xilematicos y fibras;
flavonoides, flavonas y flavanonas con fluorescencia blan-
co-amarillenta a nivel de la cuticula y las clorofilas que exhi-
ben autofluorescencia caracteristica rojiza (Figura 2 K).

La técnica suele funcionar muy bien con materiales de
diferente textura como hojas (Figura 2 A-K), tallos (Figura
2 L-N) y raices (Figura 2 O) e incluso con muestras blan-
das provenientes de cultivos in vitro, ya sea frescas, secas
y rehidratados o previamente fijadas en FAA (Figura 2 P-S).

Una limitacién de la falta de infiltracién, es que algunos
materiales frescos tienden a romperse si el tejido es muy car-
noso o demasiado blando, como en el caso de plantas crasas,
o tejidos suculentos. Se muestran cortes de hojas y tallos de
Pelargonium sp.; considerada como semisuculenta con abun-
dante parénquima reservante de agua; realizados a partir de
material fresco a 25 ym (Figura 3 A y B), donde se observa la
ruptura de los tejidos y a 40 ym de espesor (Figura 3 Cy D)
en los cuales los tejidos se observan integros pero gruesos.
Se ensay6 también la realizacién de cortes a 30 ym de espe-
sor en material previamente fijado en FAA durante 24 hs, los
cortes fueron observados directamente en MO (Figura 3 E-F)
y posteriormente decolorados y tefiidos con azul astra-safra-
nina (Figura 3 G-H), en este caso se observa una buena cali-
dad de cortes en cuanto a su espesor, sin ruptura de tejidos.
Se observa asi que en el caso de tejidos blandos puede ayudar
aumentar el espesor del corte perdiendo un poco de calidad
de observacion; o realizar un paso previo de fijacién en FAA
de entre 24 y 48 horas —dependiendo de la consistencia del
material— lo cual endurece los tejidos y favorece la obten-
cién de buenos cortes, aunque al mismo tiempo limita cier-
tas técnicas histoquimicas.

Algo similar ocurre en materiales que presenta cama-
ras de aire como un aerénquima, o en el caso de 6rganos
secos o flores que entre sus diferentes componentes pre-
sentan aire. En estos casos los tejidos se disgregan por
colapso o al desprenderse sus partes cuando se intenta
levantar de la cuna de agua. En el caso de 6rganos con ca-
maras de aire entre sus componentes como flores y frutos
secos, se podria optar por trabajar con cada componente
por separado, pétalos, sépalos, entre otros o utilizar como
soporte agarosa al 3-5 %, tal como lo sugieren Atkinson y
Wells (2017) para este tipo de materiales.
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Figura 2.- Ensayo de cortes en diferentes materiales vegetales

A-D: Cortes de diferentes espesores en lamina foliar de “maiz” (Z.
mays) fijadas en FAA, decoloradas y tefiidas con azul astra-safra-
nina. A 15 um (A), 20 ym (B), 25 um (C) y 35 um de espesor (D).
E-H: Hojas de “poleo” (L. integrifolia) secas y rehidratadas, corta-
das a 25 um de espesor, control natural (E), decoloradas y teniidas
con azul astra-safranina (F), coloracién con rojo de rutenio para la
identificacién de pectinas (G) y azul de toluidina (H). I-K: Trans-
corte de hojas frescas de “arandano” (V. myrtillus) realizados a 25
um de espesor. Material fresco control sin tincién, se observan
idioblastos en el parénquima fundamental del nervio medio y en
empalizada (flechas) (I). Sudan IV para la deteccién de lipidos,
tincién positiva en cuticulas y cuerpos oleosos dentro de células
del mesofilo (flechas) (J). Reaccién con NP para deteccion de fla-
vonoides y fenoles, observado en microscopio de fluorescencia.
Derivados cafeoilquinicos (fluorescencia verdosa-blanquecina) y
feruoilquinicos (fluorescencia azulada) en las paredes secundarias
de los vasos xilematicos y fibras (flechas); flavonoides, flavonas y
flavanonas (fluorescencia blanco-amarillenta) a nivel de la cuticu-
la (cabeza de flecha) y clorofilas exhiben autofluorescencia rojiza
(doble punta de flecha) (K). L-S: Ensayo de corte en tallos y raices
de diferentes estructuras y texturas a 25 um de espesor, decolora-
dos y tefniidos con azul astra-safranina. Tallos previamente fijados
en FAA de “alfalfa” (M. sativa) (L). Tallos secos y rehidratados de
“carqueja” (B. trimera) (M). Tallos frescos de F. punensis (N). Raices
previamente fijadas en FAA de T. minuta (O). P-S: Cortes de ma-
terial obtenido mediante diferentes técnicas de cultivo in vitro.
Apices caulinares de brotes frescos de “ulluco” (U. tuberosus). En
inserto muestra original (P). Plantulas de “pus-pus” (Z. punctata)
obtenidas mediante germinacién de semillas in vitro. Raices (Q),
tallos (R) y foliolos (S) cortados a 25 um de espesor, decolorados
y tenidos con azul de toluidina. En S, inserto superior raquis te-
fido con azul astra-safranina e inserto inferior muestra original.
Escalas: 100 pm.

Figura 3.- Limitaciones de la técnica

A-H: Hojas y tallos frescos de “malvén” (Pelargonium x hortorum) cor-
tados a 25 um (A-B) y 40 pm (C-D). E-H. Hojas y tallos de “malvén” fi-
jados en FAA, cortados a 30 um, observados directamente en MO (E-F)
decolorados y tefiidos con azul astra-safranina (G-H). Escalas: 100 m.

En la figura 4 A y B se presenta el diafanizado de una
flor tubulosa de Artemisia sp. y un corte realizado a 30 ym
de espesor entre el ovario y tubo corolino respectivamente.
Para un fruto de Prosopis sp., se decidi6 trabajar con vainas
frescas inmaduras (previo a la lignificacién total que difi-
cultaria la obtencién de buenos cortes) y se realizaron cor-
tes gruesos de 40 pym de espesor, decoloracién y posterior
tincién con azul astra-safranina (Figura 4 E). En tanto que
detalles del epicarpio y endocarpio se obtuvieron realizan-
do cortes de 30 um (Figura 4 Cy D).

Conclusién

La técnica de corte con micrétomo rotativo que emplea
como soporte cera odontolégica implica ciertas ventajas
frente a la técnica de corte a mano alzada: (1) facilita ob-
tener cortes uniformes, con un espesor recomendable de
20-40 pm; (2) permite obtener cortes seriados; (3) logra
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Figura 4.- Limitaciones de la técnica
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A-B: Artemisia sp., flor tubulosa previamente fijada en FAA. Aspecto del diafanizado para observar las partes de la flor (A). Corte transversal a 30 ym de
espesor entre el ovario y tubo corolino, decolorado y tefiidos con azul astra-safranina (B). C-E: Fruto fresco inmaduro de “algarrobo blanco” (P. alba), cor-
tado a 40 pm de espesor, decolorado y tefiido con azul astra-safranina. Detalle de seccién a 30 pm de espesor de epicarpio (C), endocarpio (D) y aspecto

general completo (E). Escalas: 100 pm.

buenos cortes de materiales muy pequeios como raices
embrionales, laminas membranaceas o material de plan-
tas de cultivo in vitro; (4) mejora los cortes en materia-
les con tejidos de diferente dureza, tales como tallos con
fibras perivasculares. La Gnica desventaja observada fue
la limitacién dada por el tipo de material cuando es de
consistencia seca, muy blanda, crasa, o con camaras de
aire, en los cuales los cortes suelen desgarrarse, aunque
se puede mejorar con el empleo de material previamente
fijado o al aumentar el espesor del corte.
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