Protocoles pour la classification en groupes emboîtés au sein de la lignée verte

· Appartenance à la lignée verte

· Mise en évidence de la présence de chloroplastes à double membrane :

Matériel privilégié : 
Elodée du Canada.

Protocole expérimental

Prélever une petite feuille dans le bourgeon terminal
La poser à plat entre lame et lamelle dans une goutte d’eau.

Observer au microscope optique X 150 puis X 900

Repérer les chloroplastes qui se déplacent (courant de cyclose).

Remarque : Ce protocole permet de visualiser les chloroplastes, les grossissements obtenus au microscope optique ne permettent cependant pas de mettre en évidence la présence de 2 membranes autour des ces organites. Pour pallier ce problème il faut apporter aux élèves un document supplémentaire : photographie en microscopie électronique à transmission :
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Image avec droits d’auteur (provenance inconnue).


Capacités testées :

Respecter un protocole expérimental.

Faire une préparation microscopique.

Utiliser le microscope optique.

Observer.

Choisir les éléments importants d’une image.

Dessiner ou schématiser des observations.

Mettre en relation des observations à différentes échelles.
· Présence de chlorophylle a

Matériel privilégié :

Feuilles d’épinard

Algues brunes (récupérées chez le poissonnier)

Feuilles colorées à l’automne

· Protocole de la chromatographie:
Placer dans un mortier un peu de sable fin.

Ajouter quelques feuilles coupées en morceaux.

Broyer en ajoutant progressivement environ 10mL d’alcool à 90°

Filtrer l’ensemble pour obtenir une solution verte foncé de pigments

Sur une bande de papier Wathman, tracer un trait au crayon à 2 cm d’une extrémité.

Dans une éprouvette, mettre environ un demi cm de solvant organique.

A l’aide d’une seringue, mettre une goutte de solution de pigment au centre du trait sur le papier.

Suspendre le papier à l’aide d’un crochet, de manière à ce que le solvant atteigne le papier mais ne dépasse pas le trait.

Placer un cache noir (papier Canson) autour de l’éprouvette.

Attendre 1 heure qua la migration s’effectue.
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Comparer la chromatographie obtenue avec un document montrant le positionnement de la chlorophylle a :

Variante pour extraire les pigments :

Plutôt que de broyer les feuilles, il est également possible de placer une feuille au niveau du trait sur le papier et de presser avec l’extrémité d’un agitateur (la quantité de pigments sur le papier est suffisante pour la migration).
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Remarque :

Suivant le niveau des élèves, certaines étapes peuvent être faites par le professeur (mise en place du solvant dans l’éprouvette, filtrat de pigments…)


Capacités testées :

Respecter un protocole.
Confronter les données de l’expérimentation avec les résultats proposés sur un document de référence.
· Protocole de la spectrophotométrie

Observer la lumière blanche avec un spectrophotomètre.

Observer la solution de chlorophylle brute avec un spectrophotomètre.

Lister les couleurs (et les longueurs d’onde qui y sont associées) qui ont été absorbées par la solution.

Comparer ces données avec un document montrant les propriétés d’absorption de la chlorophylle a:
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· Présence d’amidon dans les cellules

Matériel privilégié :

Parties chlorophylliennes du végétal 


Protocole expérimental :

Prélever une partie chlorophyllienne du végétal à étudier.

Procéder à des coupes très fines pour ne conserver que peu de couches de cellules.

Déposer ce matériel dans un verre de montre avec quelques gouttes d’eau iodée.

Laisser 2 minutes.

Monter entre lame et lamelle dans une goutte d’eau iodée.

Observer au microscope optique (X 150 au minimum) la coloration brune mettant en évidence la présence d’amidon


Astuce:

En utilisant un matériel spécifique (feuilles d’Elodée, épiderme de poireau…), il est possible de se dispenser des coupes fines, difficiles pour les élèves.


Remarque :

Pour bien comprendre la signification du test à l’eau iodée, il est intéresser de faire en parallèle un test (eau iodée + amidon et eau iodée+ eau distillée dans des tubes à essai) ( notion de témoin.
De plus, en associant ce type de manipulation, les élèves peuvent concevoir eux même le protocole à mettre en place pour observer la présence éventuelle d’amidon dans les cellules.


Résultats possibles : 
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Parenchyme amylifère de pomme de terre.
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Cellule d’Elodée

Capacités testées :

Concevoir un protocole

Respecter un protocole.

Comprendre la signification d’un test de coloration spécifique.

Comprendre la notion de témoin expérimental.

Utiliser un microscope.

Observer et dessiner des résultats.

· Appartenance aux Métabiontes
· Perte du Peptidoglycane dans la membrane des chloroplastes

Matériel privilégié :

Lis, épinard, troène.

Protocole expérimental  (non testé…) 
· Extraction des chloroplastes.

Découper en fines lamelles quelques feuilles dans le mortier sortant du réfrigérateur.

Ajouter progressivement en cours de broyage 20 ml de solution tampon phosphate-saccharose pH= 6.5.

Broyer fermement pendant au moins 2 minutes.

Filtrer dans un entonnoir garni de gaze (3 ou 4 épaisseurs) et de coton hydrophile. La gaze permettra de presser pour obtenir le maximum de filtrat.

Conserver la suspension de chloroplastes ainsi obtenue à l’obscurité (erlenmeyer enveloppé de papier aluminium) et au froid (cristallisoir rempli de glaçons) jusqu’au moment de la mesure.

Remarque  : les membranes des chloroplastes sont lésées de telle sorte que le contenu du stroma est dilué dans la solution mais les thylakoïdes sont intacts
· Test de coloration GRAM : pour testere la présence de peptidoglycane.
Plonger une lame dans un mélange alcool à 95° + acide chlorhydrique 10%.

Essuyer avec un chiffon propre. 

Déposer sur une lame une goutte de liquide physiologique (solution aqueuse de NaCl à 9 %.

Prélever une très petite quantité de la solution en opérant aseptiquement et l'étaler.

Laisser la lame quelques minutes sur une platine chauffante (On doit réaliser une dessiccation lente qui n'altère pas la préparation).

Fixer à l'alcool : Recouvrir la lame d'alcool à 95°. Laisser agir 1 minute environ.

Egoutter, puis évaporer le reste d'alcool sur la platine chauffante. Laisser refroidir.

 Recouvrir la préparation fixée de violet cristal (ou du violet de gentiane). Laisser agir 1 minute. 

Egoutter, ne pas laver. 

Recouvrir de Lugol ; laisser agir 30 secondes.

Laver avec quelques gouttes d’eau désionisée stérile et égoutter.

Laisser couler goutte-à-goutte sur la préparation tenue inclinée de l'alcool à 95° jusqu'à ce que cet alcool s'écoule incolore, mais sans trop insister, sous peine de décolorer également les bactéries GRAM positives.

Laver avec quelques gouttes d’eau désionisée stérile, égoutter et sécher sur la platine. - Observer vos lames au microscope.

Remarque : 
· Principe de la coloration de Gram : Les bactéries sont soumises à l'action du violet cristal (ou du violet de gentiane) en présence d'iode comme mordant, puis traitées par l'alcool. Elles se différencient alors en deux groupes : - celles qui retiennent le colorant même après le traitement par l'alcool : bactéries GRAM + - celles qui se décolorent lors du traitement à l'alcool : bactéries GRAM -.
· Ce protocole est initialement conçu pour différencier des bactéries, il semblerait que ce ne soit pas le peptidoglycane qui soit responsable de la coloration (Gram+) ou non (gram-) au violet de gentiane.

·  Ce protocole est complexe pour des élèves, certaines parties peuvent être faites préalablement par l’enseignant : disposition de la paillasse dans l’ordre de l’utilisation des produits…

Capacités testées :

Respecter un protocole.

Comprendre la signification des étapes d’un protocole.

Critiquer une expérimentation.

Utiliser un microscope.

Observer et dessiner des résultats.

· Possibilité de pluricellularité.

Matériel privilégié :

Tout  végétal.

Protocole :

Faire une coupe fine du végétal.

Monter cette coupe entre lame et lamelle dans une goutte de colorant (bleu de méthylène).

Observer la pluricellularité au microscope optique (X 60).
Remarque :

Tout végétal pluricellulaire est un Métabionte, en revanche, pour tout végétal unicellulaire, il est impossible de « trancher » par l’observation : « possibilité de pluricellularité ».
Capacités testées :

Faire une coupe fine et en comprendre l’importance pour l’observation microscopique.

Faire le lien entre l’observation au niveau cellulaire et la structure entière du végétal.

· Appartenance aux Rhodobiontes

· Présence de phycoérythrine.

Matériel privilégié :
Algues rouges ( Chondrus crispus…)
Protocole expérimental :

· Protocole d’extraction d’une solution de chlorophylle brute

Placer dans un mortier un peu de sable fin. Ajouter les feuilles bien vertes coupées en petits morceaux.

Broyer à l’aide du pilon.

Ajouter progressivement environ 10 ml d’alcool à 90° et continuer à broyer 5 min.

Filtrer le contenu du mortier. Vous obtenez une solution de chlorophylle brute

· Protocole de la chromatographie 

Repérer le bas de la bande de papier à chromatographie (Whatman) : extrémité opposée à l’orifice par lequel la bande sera suspendue.

Veiller à prendre le papier uniquement par les bords sans poser vos doigts sur la zone de migration.

Déposer à environ 2 cm du bas de la bande, une dizaine de gouttes de la solution de chlorophylle brute obtenue, en séchant entre chaque dépôt.

Verser du solvant organique dans l’éprouvette ; la tache de chlorophylle brute doit être située au-dessus du niveau du solvant.

Suspendre le papier à chromatographie à l’aide d’un crochet fixé sur un bouchon, le placer dans l’éprouvette et  fermer.  Faire l’obscurité en recouvrant l’éprouvette d’un cache noir et laisser migrer le solvant.
Repérer les différents pigments en localisant la phycoérythrine.

Remarque :

De la même manière que précédemment, il serait intéressant de disposer d’un document de secours pour que les élèves puissent comparer le résulat de leur manipulation avec la place de ce pigment sur une chromatographie de référence.
· Protocole de la spectrophotométrie

Observer la lumière blanche avec un spectrophotomètre.

Observer la solution de chlorophylle brute avec un spectrophotomètre.

Lister les couleurs (et les longueurs d’onde qui y sont associées) qui ont été absorbées par la solution.

Comparer ces données avec un document montrant les propriétés d’absorption de la phycoérythrine :
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Capacités testées :

Respecter un protocole.

Comprendre les techniques de migration de molécules.

Comprendre la notion de pigment, absorption de certains rayonnements de la lumière blanche.

Manipuler un spectrophotomètre.

Confronter des résultats expérimentaux à ceux d’un document de référence.

· Appartenance aux Chlorobiontes

· Présence d’amidon dans les chloroplastes.

Matériel privilégié :

Parties photosynthétiques d’un végétal.

Protocole :

Prélever une partie chlorophyllienne du végétal à étudier.

Procéder à des coupes très fines pour ne conserver que peu de couches de cellules.

Déposer ce matériel dans un verre de montre avec quelques gouttes d’eau iodée.

Laisser 2 minutes.

Monter entre lame et lamelle dans une goutte d’eau iodée.

Observer au microscope optique (X 150 au minimum) la coloration brune mettant en évidence la présence d’amidon en s’assurant que cet amidon est bien présent dans les chloroplastes des cellules observées.


Astuce:

En utilisant un matériel spécifique (feuilles d’Elodée, épiderme de poireau…), il est possible de se dispenser des coupes fines, difficiles pour les élèves.


Remarque :

Pour bien comprendre la signification du test à l’eau iodée, il est intéresser de faire en parallèle un test (eau iodée + amidon et eau iodée+ eau distillée dans des tubes à essai) ( notion de témoin.

De plus, en associant ce type de manipulation, les élèves peuvent concevoir eux même le protocole à mettre en place pour observer la présence éventuelle d’amidon dans les cellules.


Capacités testées :

Concevoir un protocole

Respecter un protocole.

Comprendre la signification d’un test de coloration spécifique.

Comprendre la notion de témoin expérimental.

Utiliser un microscope.

Observer et dessiner des résultats.

· Présence de chlorophylle b.


Matériel privilégié :
Feuilles (épinard…)

Protocole expérimental :

· Protocole d’extraction d’une solution de chlorophylle brute

Placer dans un mortier un peu de sable fin. Ajouter les feuilles bien vertes coupées en petits morceaux.

Broyer à l’aide du pilon.

Ajouter progressivement environ 10 ml d’alcool à 90° et continuer à broyer 5 min.

Filtrer le contenu du mortier. Vous obtenez une solution de chlorophylle brute

· Protocole de la chromatographie 

Repérer le bas de la bande de papier à chromatographie (Whatman) : extrémité opposée à l’orifice par lequel la bande sera suspendue.

Veiller à prendre le papier uniquement par les bords sans poser vos doigts sur la zone de migration.

Déposer à environ 2 cm du bas de la bande, une dizaine de gouttes de la solution de chlorophylle brute obtenue, en séchant entre chaque dépôt.

Verser du solvant organique dans l’éprouvette ; la tache de chlorophylle brute doit être située au-dessus du niveau du solvant.

Suspendre le papier à chromatographie à l’aide d’un crochet fixé sur un bouchon, le placer dans l’éprouvette et  fermer. 
Faire l’obscurité en recouvrant l’éprouvette d’un cache noir et laisser migrer le solvant.
Repérer les différents pigments en localisant la chlorophylle b.


Remarque :
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De la même manière que précédemment, il serait intéressant de disposer d’un document de secours pour que les élèves puissent comparer le résulat de leur manipulation avec la place de ce pigment sur une chromatographie de référence.

· Protocole de la spectrophotométrie

Observer la lumière blanche avec un spectrophotomètre.

Observer la solution de chlorophylle brute avec un spectrophotomètre.

Lister les couleurs (et les longueurs d’onde qui y sont associées) qui ont été absorbées par la solution.

Comparer ces données avec un document montrant les propriétés d’absorption de la chlorophylle b:
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Capacités testées :

Respecter un protocole.

Comprendre les techniques de migration de molécules.

Comprendre la notion de pigment, absorption de certains rayonnements de la lumière blanche.

Manipuler un spectrophotomètre.

Confronter des résultats expérimentaux à ceux d’un document de référence.

· Appartenance aux Ulvophytes

Remarque :
Aucun protocole n’est disponible pour les Ulvophytes. En effet, seules, des données moléculaires nous permettent de les discriminer. Lorsque nous les aurons, peut-être pourrons nous proposer un protocole à partir du logiciel Anagène…

· Appartenance aux Plasmodesmophytes

· Présence de plasmodesmes.

Matériel privilégié : 
Feuille très fine (mousse) ou photographie eau Microscope optique X 900 au minimum

· Protocole d’observation de plasmodesmes:
Donner la définition de plasmodesme au élèves :
Plasmodesmes : Jonctions intercellulaires chez les végétaux. Seules jonctions intercellulaires chez les plantes, les plasmodesmes connectent directement les cytoplasmes des cellules adjacentes, au niveau des ponctuations. Ils constituent des canaux cytoplasmiques qui percent l’épaisseur des parois cellulaires de deux cellules contiguës. Ainsi de petites molécules peuvent passer d’une cellule à l’autre. 
Monter une feuille entre lame et lamelle dans une goutte d’eau pour observer au microscope optique X 900 au minimum (A défaut de pouvoir observer, distribuer aux élèves la microphotographie de cellules foliaires montrant ces plasmodesmes).

Chercher sur le document une structure qui pourrait répondre à la définition préalablement donnée.
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Capacités testées :

Faire une préparation microscopique simple.
Utiliser le microscope optique

Réfléchir pour déterminer les structures pouvant répondre une définition donnée.

· Activité :étude de la voie symplasmique

Remarque : 

Lors de l’absorption de la solution du sol, les racines peuvent procéder de 2 manières :
Les substances peuvent transiter à l’intérieur des parois : voie apoplasmique, ou via le cytoplasme en empruntant les plasmodesmes : voie symplasmique. Dans ce dernier cas, elles doivent franchir des membranes plasmiques qui ne laissent pas passer tous les éléments du sol.

Principe de l’étude :

Si la voie apoplasmique existe (donc les plasmodesmes), la solution du sol et la solution de la sève brute doivent être différentes (tri lors du passage des membranes plasmique).

En comparant la composition en éléments de la sève brute et celle de la solution du sol, il est donc possible de prouver l’existence des plasmodesmes. Reste à trouver de telles données pour des échantillons précis…

Capacités testées :

Comparer des données.

Interpréter des résultats pour répondre à un problème biologique.

· Appartenance aux Charophytes

· Présence d’une vacuole de grande taille.

Remarque : 

Il nous est ici impossible de proposer un protocole : Qu’est-ce qu’une vacuole de « grande » taille ?

· Appartenance aux Embryophytes

· Présence d’un embryon.

Matériel privilégié :
Semences 

Protocole :
Mettre des semences à germer (différent suivant l’organisme d’étude choisi)

Faire des coupes de semences

Observer

Remarque : 

Des préparations histologiques du commerce montrent la présence d’embryon, ceci permet soit de travailler directement dessus, soit de comparer la manipulation mise en place avec les élèves avec ce « document de référence ».
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D’après www-ijpb.versailles.inra.fr

Capacités testées :

Repérer les différentes parties d’une graine
Dessiner des observations

· Existence de la diploïdie à l’état multicellulaire.

Matériel privilégié : 

Tissus végétal en cours de croissance (racine d’ail…)
· Protocole d’observation de figures de mitose:

Couper deux extrémités de racine (environ 1 cm) ;

Les déposer au fond d’un tube à essai ;

Rajouter quelques gouttes de carmin acétique (de façon à bien recouvrir les racines) ;

Mettre le tube au bain-marie bouillant, attendre que le carmin acétique frémisse et laisser en ébullition pendant 1 minute ;

Reprendre votre tube à essai avec la pince en bois ;

Transvaser délicatement le contenu du tube à essai dans la boîte de Pétri (s’assurer que les racines ne soient pas restées dans le tube à essai) ;

Laisser refroidir environ 5 minutes ;

Transférer l’ensemble dans le couvercle de la boîte de Pétri et attendre de nouveau 5 minutes ;

Attraper les racines avec une pince sans les écraser (bien les égoutter) ;

Monter les deux extrémités de racine entre lame et lamelle avec une goutte d’eau distillée ;

Appuyer délicatement mais fermement (sans casser la lamelle) sur la lamelle avec le plat du pouce protégé par un mouchoir, pour écraser les racines.

Observer votre préparation microscopique du faible au fort grossissement.
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· Analyse des observations :

Se renseigner sur le nombre de chromosomes de l’organisme étudié : 2n=X

Compter sur la préparation (ou sur des photographies), le nombre de chromosomes de part et d’autre de la cellule lors d’une anaphase.

Si ce nombre est égal à X sur 2 cellules différentes, nous avons prouvé l’existence d’un état diploïde multicellulaire.

Dans le cas contraire, le nombre de chromosomes doit être égal à X/2.

Remarque :

Il est très difficile d’obtenir au microscope optique, un grossissement qui permette de compter les chromosomes. Il est alors possible de donner un résultat sous la forme d’une microphotographie obtenue au Microscope électronique pour permettre aux élèves de travaille.

L’idéal serait de dresser un caryotype. Cependant cela semble long et irréalisable en classe avec des élèves.

Capacités testées :

Respecter un protocole.

Utiliser une coloration.

Faire une préparation microscopique.

Utiliser le microscope optique.

Repérer les différentes phases de la division cellulaire.

Maîtriser le processus de la division cellulaire conforme.

Travailler sur la notion de chromosome et de diploïdie.

· Présence d’une cuticule.
Matériel privilégié : 
Organe aérien photosynthétique (feuille de poireau…) ou racine
Protocole :
Faire une coupe transversale de l’organe étudié à la lame de rasoir, cette coupe doit être extrêmement fine…

Monter entre lame et lamelle dans une goutte d’eau (ou de colorant le cas échéant)
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Exemple sur une feuille de houx
D’après www.univ-lemans.fr

Remarque :
La qualité de la préparation microscopique doit être très bonne car la cuticule est une structure très fine.

De nombreuses lames du commerce la montrent très bien et peuvent être utilisées pour une simple observation.


Capacités testées :

Faire une préparation microscopique.

Utiliser le microscope optique.

Repérer une zone étroite

Travailler sur la relation structure/fonction au sein de la feuille.

· Appartenance aux Marchantiales

· Présence d’oléocorps dans la cellule.

Matériel privilégié :
Organe phosynthétique fin.

Protocole :

Faire une coupe fine de l’organe choisi.

La monter entre lame et lamelle dans une goutte de rouge soudan III.

Les oléocorps apparaissent au microscope colorés en orangé.

Capacités testées :

Respecter un protocole.

Utiliser une coloration.

Faire une préparation microscopique.

Utiliser le microscope optique.

Comprendre l’intérêt d’une coloration spécifique.

· Présence d’ouverture : pores aériens, différents des stomates.
Matériel privilégié :

Limbe de Marchantiale ou autre.

Protocole :

Faire une coupe transversale ou observer en coupe longitudinale X150 au microscope optique.

Repérer des structures susceptibles de permettre des échanges gazeux.

Observer conjointement des stomates vrais, en procédant de la même manière sur la face inférieure de la feuille de poireau par exemple.

Comparer les 2 préparations pour conclure.

Capacités testées :

Respecter un protocole.

Faire une préparation microscopique.

Utiliser le microscope optique.

Comparer 2 observations. 

· Appartenance aux Stomatophytes.

· Présence de stomates.
Matériel privilégié :

Feuille (poireau…)

Protocole :

Faire une encoche peu profonde, perpendiculairement au grand axe, dans la face intérieure d’une feuille Soulever l’épiderme avec les pinces en évitant d’entraîner du parenchyme vert.

Couper un fragment de 2 à 3 mm de coté et le placer sur une lame dans une goutte d’eau.

Observer les stomates avec l’aide d’une photo de référence ou en prenant en compte la définition

Définition : Structure foliaire épidermique composée de deux cellules différenciées de l'épiderme et appelées cellules de garde. Celles-ci délimitent un pore à ouverture réglable et qui donne un accès à l'intérieur de la feuille.
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D’après Atlas de biologie végétale par Roland et Vian (Dunod)

Capacités testées :

Respecter un protocole.

Utiliser une coloration.

Faire une préparation microscopique.

Utiliser le microscope optique.

Repérer des structures répondant à une définition
Ou repérer une structure présente sur un document de référence.

· Appartenance aux Bryophytes.

· Présence de capsules à opercules s’ouvrant par déhiscence).
Matériel privilégié :

Végétal entier.

Protocole :

Observation simple.

Remarque :

Ce type d’observation ne peut pas se faire à toute époque de l’année.
Capacités testées :

Observer
Repérer des structures particulières.

· Appartenance aux Trachéophytes.

· Présence de trachéides.
Matériel privilégié :
Tige

Protocole :
Réaliser des coupes transversales dans l'échantillon

Placer les coupes 10 à 20 minutes dans l'hypochlorite (pour vider les celules)

Laver abondamment à l'eau

Laver rapide dans l'acide acétique dilué

Colorer dans le carmin-vert d'iode, ou bien coloration dans un bain de carmin suivi d'un bain de vert d'iode (voir les conseils)

Laver à l'eau puis observer

Remarque :
Le vert d’iode colore la lignine et les tissus subérisés en vert. Cependant, les trachéides contiennent de la lignine mais moins que les tissus conducteurs :

Avec ce protocole, vous ne pourrez pas différencier trachéides et vaisseaux conducteurs à moins de regarder l’intensité de la coloration.

Capacités testées :

Respecter un protocole.

Utiliser une double coloration.

Faire une préparation microscopique.

Utiliser le microscope optique.

Critiquer un protocole.
· Appartenance aux Euphyllophytes.

· Organisation des feuilles sur des branches latérales.
Matériel privilégié :

Rameau

Protocole :

Observation simple.
Capacités testées :

Observer

Repérer des structures particulières.

· Disposition en hélice des feuilles ou des rameaux.
Matériel privilégié :

 Végétal entier pour travailler sur la disposition des rameaux (observation simple)

Ou bourgeon.

Protocole pour le bourgeon :

Faire une coupe transversale du bourgeon

Observer la disposition hélicoïdale à la loupe binoculaire
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Exemple sur un chou rouge sans la loupe binoculaire (possible aussi en coupe longitudinale).

Capacités testées :

Faire une coupe transversale

Utiliser une loupe binoculaire.

· Appartenance aux Filicophytes.

· Présence des sporanges avec anneau de déhiscence.
Matériel privilégié :
Sporanges (d’Asplénium par exemple)

Protocole :

Prélever des sporanges

Observer à la loupe binoculaire, l’anneau de déhiscence est bien visible.
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Exemple avec Asplénium

D’après www.snv.jussieu.fr
Remarque : 

Ce caractère peut servir à discriminer des espèces au sein de ce groupe.

Capacités testées :

Utiliser une loupe binoculaire.

Observer

Repérer des structures particulières.

· Appartenance aux Spermatophytes.

· Présence d’un ovule donnant une graine.
Matériel privilégié :

Plante entière

Protocole :

Suivre l’évolution de la plante 

Faire des coupes dans les organes reproducteurs à différents stades de maturation pour en voir l’évolution.
Capacités testées :

Faire des coupes dans une structure végétale.

Comprendre la notion de cycle de développement et d’évolution des structures.

· Présence de pollen.
Matériel privilégié :

Organes fertiles de plante

Protocole :

Prélever les organes fertiles de la plante
Les tapoter sur une lame.

Observer dans une goutte d’eau au microscope.

Pour faire germer les grains de pollen :

Déposer une goutte de milieu de culture chaud et liquide sur une lame.
Attendre 1 ou 2 minutes pour qu'elle refroidisse et devienne solide.
Saupoudrer pardessus le pollen issu d'une étamine mûre. On peut s'assurer de la maturité au préalable par une observation à la loupe binoculaire ; les grains de pollen mûrs sont bien visibles, dégagés de leur loge.
Disposer la lame sur le microscope et réaliser une première observation (faible puis fort grossissement).
Déposer la lame dans une boite de Pétri fermée dont le fond est recouvert de papier filtre humidifié.
Réaliser une nouvelle observation 15 minutes plus tard puis à plusieurs reprises.

De cette manière, l’élève peut voir la formation du tube pollinique.
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D’après perso.orange.fr/
Capacités testées :

Respecter un protocole.

Utiliser une double coloration.

Faire une préparation microscopique.

Utiliser le microscope optique.

Comprendre l’évolution d’une structure biologique au cours du temps.

· Présence de cambium.
Matériel privilégié :
Coupe transversale de tige.

Protocole :

Couper finement une tige à l’aide moelle de sureau par exemple.

Lui faire subir la double coloration carmin acétique- vert d’iode :

Placer les coupes 10 à 20 minutes dans l'hypochlorite (pour vider les cellules)

Laver abondamment à l'eau

Laver rapide dans l'acide acétique dilué

Colorer dans le carmin-vert d'iode, ou bien coloration dans un bain de carmin suivi d'un bain de vert d'iode (voir les conseils)

Laver à l'eau puis observer.

Le cambium prend une couleur verte puisqu’il est lignifié ou suberisé.

Remarque :

Tout végétal possédant un xylème secondaire possède un cambium puisque  c’est lui qui lui donne naissance.

Capacités testées :

Respecter un protocole.

Utiliser une double coloration.

Faire une préparation microscopique.

Utiliser le microscope optique.

Repérer une structure biologique.
· Appartenance aux Angiospermes.

· Présence d’une fleur organisée en 4 verticilles (Sépales, pétales étamines, carpelle).
Protocole :

Observation simple

Répertorier les 4 verticilles

Disséquer la fleur.

Etablir un diagramme floral

Remarque :

Cette apparition de la fleur chez les Angiospermes peut-être permettre de travailler sur les mutants homéotiques chez Arabidopsis thaliana (apétala…) pour comprendre l’importance des gènes comme c’est le cas dans le programme de seconde.

Capacités testées :

Disséquer.

Présenter une dissection de fleur de manière logique.

Construire un diagramme floral.

Comprendre l’origine de modifications du plan d’oragnisation.

· Présence d’ovules dans un carpelle.
Matériel privilégié :
Fleur
Protocole :

Faire une coupe transversale ou longitudinale dans un carpelle.

Repérer la présence d’ovules.

Capacités testées :

Faire une coupe

Repérer des structures biologiques.

· Présence d’une double fécondation qui donne naissance à un embryon et à un albumen triploïde.
Matériel privilégié :
Graine imbibées

Protocole :

Faire une coupe longitudinale de la graine.

Observer à la loupe binoculaire
Pour mettre en évidence l’albumen :

???
Capacités testées :

Faire une coupe longitudinale.

Utiliser une loupe binoculaire.

· Appartenance aux Gymnospermes.

· Présence d’un ovule nu

Matériel privilégié :

Organe reproducteur d’une plante.

Protocole :

Repérer les ovules

Des coupes peuvent être faites dans les différentes parties de l’organe.

Si les ovules sont accessibles sans faire de coupe, le végétal dont l’organe est issu appartient aux Gymnospermes

Capacités testées :

Comprendre le lien entre les étapes d’un protocole et la signification biologique (si on coupe, les ovules ne sont pas nus…)

· Appartenance aux Monocotylédones ou Dicotylédones.

Matériel privilégié : 

Graine

Protocole :

Faire une coupe longitudinale de la graine pour observer la présence de 1 ou de 2 cotylédons et ainsi définir leur groupe d’appartenance.

Remarque :
D’autres critères d’observation permettent de reconnaître une monocotylédone (nervures parallèles…) mais des exceptions source d’erreurs existent et sont trop nombreuses.

Capacités testées :

Observer.
Comparer.
