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1. Introducción 
 
 

1.1. Suelos salinos. 
 

Los suelos salinos abundan en regiones áridas y semiáridas, donde la cantidad de 
precipitación es insuficiente para dar lugar a una lixiviación adecuada de las sales 
presentes en el suelo. El drenaje del suelo además de eliminar el exceso de agua es 
necesario para evitar la salinización. 

Las sales proceden de la meteorización de minerales y rocas, fertilizantes 
inorgánicos, materiales de enmienda del suelo, compost, estiércol y aguas de riego 
(Kotuby-Amacher et al., 2000). 

Los problemas de salinidad en áreas no irrigadas se dan a causa de la 
evaporación y transpiración de agua procedente de un acuífero salinizado o por el 
aporte de sales que hace la lluvia. Sin embargo, en zonas irrigadas el aporte de sales 
es constante ya que incluso el agua de buena calidad puede contener entre 100 -1000 
g sal m-3. Con una aplicación anual de 1000 m3 ha-1   entre 1 y 100 t de sal son añadidas 
al suelo (Marschner, 1986). Como resultado de los procesos de transpiración y 
evaporación del agua las sales solubles se acumulan en el suelo y éstas deben ser 
retiradas periódicamente mediante los procesos de lixiviación y drenaje. La 
salinización causada por una irrigación prolongada es casi inevitable y la mayoría de 
suelos no aptos para el cultivo se deben a este problema.  

El agua de riego contiene Ca2+, Mg2+ y Na+, entre otras sales. Cuando el agua 
se evapora el Ca2+ y el Mg2+ suelen precipitar en forma de carbonatos quedando el 
Na+ como el catión mayoritariamente disponible en el suelo (Serrano et al., 1999). 
Como resultado la concentración de Na+ sobrepasa la de otros macronutrientes en 1 
o 2 órdenes de magnitud e incluso más para los micronutrientes. Esto puede reducir 
significativamente la actividad de los nutrientes en forma de iones además de 
acrecentar las ratios Na+/Ca2+ y Na+/K+ (Grattan y Grieve, 1999). 
  

 

Fig. 1. Suelo salino. La 
elevada presencia de sales 
modifica las propiedades 

químicas y físicas del 
suelo. 
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Cuando la concentración de sal en un suelo impide el crecimiento de la mayoría de 
especies vegetales se le considera un suelo salino, aunque esto no es un criterio 
específico. Según la definición del “US Salinity Laboratory” se consideran suelos 
salinos aquellos cuyo extracto de saturación (solución tomada del suelo cuando está 
saturado de agua) supera los 4 dS m-1 y el porcentaje de sodio intercambiable por 
encima de 15. Sin embargo, este parámetro no tiene en cuenta que la concentración 
de sales aumenta cuando disminuye el agua en el suelo y que la concentración en la 
rizosfera puede ser mayor (Marschner, 1986). 

La salinidad del suelo es un problema que ha afectado a la duración de los 
sistemas agrícolas a lo largo de la historia hasta el punto de destruir antiguas 
sociedades agrarias. Los escritos más antiguos sobre “tierras saladas” se remontan 
al 2400 a.C. y se sitúan en la llanura aluvial situada entre el Tigris y el Éufrates en el 
actual Iraq (Russel et al., 1965). 

A nivel mundial más de 45 Mha de tierras de cultivo irrigadas son inadecuadas 
para el cultivo y cada año se pierden 1,5 Mha como resultado de los elevados niveles 
de salinidad en el suelo (Munns y Tester, 2008). 
Las regiones mediterráneas están experimentando crecientes problemas de salinidad 
a causa de la intrusión marina en los acuíferos que abastecen el agua de riego (Rana 
y Katerji, 2000). 

La creciente demanda de alimentos empuja la transformación de suelos 
marginales en tierras de cultivo y el uso de prácticas insostenibles agrícolas y de 
regadío.  

Cabe añadir que el calentamiento global empeora la situación: la subida del 
nivel del mar hace especialmente vulnerables las zonas costeras a la intrusión de agua 
marina, inundaciones causadas por las mareas y pérdida de territorio. Además, el 
aumento de temperatura y la ascendente variabilidad en los patrones de precipitación 
estacionales aumentará la extensión de las regiones áridas y disminuirá el aporte de 
agua dulce empeorando la situación (Rahman et al., 2018). 

En la actualidad factores de estrés abiótico como la temperatura, sequía, estrés 
salino, etc. causan la disminución de la producción de alimentos a nivel mundial. Como 
resultado de estos cambios es necesario plantearse nuevas estrategias que 
garanticen el suministro de alimentos (Miflin, 2000).  
 
 
1.2. Entrada de Na+ en la planta 

 
Cuando la concentración de sodio en el suelo es elevada se origina un influjo 
unidireccional a causa del gradiente electroquímico y entra al citosol de forma pasiva 
a través de canales de cationes no-selectivos independientes de voltaje (NSCC) de 
los cuales se han propuesto dos familias candidatas a ejercer esta función: CNCG 
(cyclicnucleotide-gated channel) y GLR (glutamate-activated channels) y 
posiblemente otros miembros de la familia del transportador de potasio de alta afinidad 
(HKT) (Amtmann y Sanders, 1999). 
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Las bajas concentraciones de sodio en el citosol son mantenidas gracias a la 
acción de las proteínas localizadas en la membrana plasmática y en el tonoplasto 
SOS1 y NHX1 respectivamente. Dicha función es el antiporte Na+/H+. El 
intercambiador catión/H+ CHX21 contribuye al movimiento del Na+ de las células que 
forman la endodermis al apoplasto de la estela o cilindro vascular y es SOS1 quien 
finalmente carga el sodio en el xilema. En condiciones de elevada salinidad la carga 
de Na+ en el xilema es posiblemente un proceso pasivo debido a la gran concentración 
del ión Na+ en el parénquima xilemático y a la despolarización de las membranas que 
favorece la apertura de canales de cationes como es el ejemplo con el canal SKOR 
para el K+. 

Por otra parte, el papel que desempeña SOS1 en la carga del sodio es 
respaldado por experimentos en los cuales la acidificación del xilema resultó en una 
mayor concentración de Na+ en la savia xilemática. 

La regulación de la concentración citosólica de Na+ en la hoja depende también 
de SOS1 presente en la membrana plasmática y de NHX1 presente en la membrana 
de la vacuola (Wegner y De Boer, 1998; De Boer y Volkov, 2003; Apse y Blumwald, 
2007). 

Los iones que siguen el movimiento del agua desde el córtex hacia la estela son 
retirados de la corriente y secuestrados en vacuolas dentro de las células en la medida 
de lo posible por eso la concentración de iones Na+ y Cl- disminuye hacia el interior del 
córtex (Tester y Davenport, 2003). Es más, se puede llegar a conseguir una restricción 
del Na+ en el xilema si se evita que las células de la endodermis carguen dicho ión en 
el cilindro vascular mediante una banda de Caspary selectiva y el eflujo del sodio 
presente en la parte externa del córtex. (Steudle, 2000). 

 
 

1.3. Estrés salino. 
 

La mayoría de la energía obtenida en la 
fotosíntesis es invertida en el 
mantenimiento general, en condiciones 
óptimas solo una pequeña parte puede ser 
invertida en el crecimiento de la planta. En 
términos de gasto energético, el estrés se 
considera como una disminución de la 
energía obtenida  
por fotosíntesis o una redistribución de ésta 
para defender a la planta del estrés (Munns 
y Gilligham, 2015). 

El estrés por salinidad presenta dos 
fases distintas: una fase temprana marcada 
por el estrés osmótico del cual la planta se 
recupera rápidamente si se elimina la sal del medio y una fase tardía en la que 

Fig. 2 Esquema que representa la inversión de 
la energía obtenida por fotosíntesis en distintos 
procesos metabólicos así como aumenta la 
salinidad del suelo. Adaptado de (Munns y 
Gilligham, 2015).  
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principalmente interviene la toxicidad iónica y el desequilibrio nutricional (Parida y Das, 
2005). 

Los principales efectos adversos que provocan las altas concentraciones de NaCl 
en el medio son: (1) estrés hídrico o efecto osmótico debido a la disminución del 
potencial hídrico del medio que disminuye la absorción y disponibilidad del agua; (2) 
toxicidad iónica causada por la captación excesiva de iones, sobretodo de Na+ y Cl- ; 
(3) desequilibrio nutricional debido a una menor obtención de nutrientes y/o transporte 
hacia la parte aérea y el desequilibrio en la distribución interna de los nutrientes 
minerales, especialmente el Ca2+  (Marschner, 1986). 
 
 
1.3.1. Estrés osmótico 

 
El estrés osmótico, tras una 
breve exposición, reduce el 
crecimiento de las puntas de 
las raíces y hojas jóvenes 
además de causar el cierre 
estomático de las hojas 
maduras (Munns y Tester, 
2008). Dicho cierre de 
estomas produce, a su vez, 
una menor asimilación de 
CO2 y una disminución de la 
tasa fotosintética que 
también disminuye la 
actividad del ciclo de Calvin. 

Un incremento 
repentino de la concentración 
de sal provoca que la célula 
pierda agua, pero esta pérdida de volumen y turgencia puede ser transitoria gracias 
al ajuste osmótico; a pesar de ello la tasa de elongación y división celular se ve 
negativamente afectada causando una aparición más lenta de las hojas que presentan 
un tamaño final menor. Las células cambian también de dimensiones con una mayor 
reducción en área que en grosor de esta manera las hojas serán más gruesas y 
presentarán menor área (Cramer, 2002; Fricke y Peters, 2002; Passioura y Munns, 
2000; Yeo et al., 1991). 

La reducción en el desarrollo foliar es causada por la disminución del potencial 
hídrico del medio y este hecho está respaldado por distintos experimentos: aplicando 
la solución Hoagland concentrada (conjunto de diferentes sales), usando KCl y con 
solutos no iónicos como el manitol o el polietilenglicol (PEG). Todos estos compuestos 
tienen efectos cuantitativos similares al NaCl en el desarrollo de nuevas hojas. 

Fig. 3. Durante el estrés salino en primer lugar la planta debe 
hacer frente al déficit hídrico y al cabo del tiempo a la 
acumulación de iones en las hojas que llegan en la corriente 
que genera la transpiración. Adaptado de (Munns, 2005). 
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Sin embargo, la sal presente en el entorno de la raíz puede causar toxicidad 
por Na+ en las primeras fases del estrés salino que se suma al estrés osmótico (Sümer 
et al., 2004; Szabolcs, 1989). 

También se ha propuesto un mensaje hormonal procedente de las raíces como 
alternativa ya que un aumento artificial de la presión radicular en plantas de trigo no 
mejoró la tasa de crecimiento del follaje (Munns y Termaat, 1986). 
 
 
1.3.2. Toxicidad iónica 

 
La toxicidad iónica se debe a la acumulación de iones, en particular Na+, que 
permanece en las hojas después de ser depositado en la corriente de transpiración 
sin alcanzar grandes concentraciones en la raíz. La toxicidad por efecto del sodio en 
el citosol aparece alrededor de 30 mM, sin embargo, cloroplastos y mitocondrias 
podrían resistir concentraciones de hasta 200 mM Na+ i Cl- (Munns, 2002; Munns y 
Tester, 2008) 

Así como una menor tasa de aparición de hojas jóvenes se debe al efecto 
osmótico de la sal una senescencia acelerada de las hojas maduras se debe a la 
acumulación excesiva de iones ya que éstas se encuentran en la corriente de 
transpiración y reciben una mayor cantidad de iones que las hojas jóvenes que 
realizan una menor evapotranspiración. 

Una planta transpira 50 veces más agua de la que retiene en las hojas (Munns 
et al., 2005) y el movimiento de sodio de las hojas a las raíces a través del floema solo 
puede redistribuir una pequeña parte. 

El Na+ puede ejercer la función de generar presión osmótica sin apenas coste 
metabólico para así poder hacer frente a la elevada presión osmótica del exterior y 
mantener la turgencia celular siempre que se encuentre confinado en la vacuola ya 
que es tóxico en concentraciones citosólicas de 100 mM. Debido al elevado cociente 
carga/masa, en comparación con el K+. Por esta razón, desorganiza la estructura del 
agua y disminuye las interacciones hidrofóbicas que se dan entre proteínas 
sumándose estos efectos a la disminución de las interacciones hidrostáticas cuya 
causa es el aumento de la fuerza iónica en el citosol (Pollard y Wyn Jones, 1979; Wyn 
Jones y Pollard, 1983). 

También la concentración de sodio en el apoplasto (hasta 500 mM) de la hoja 
puede generar problemas de deshidratación, pérdida de turgencia e incluso muerte 
celular y/o tisular (Flowers et al., 1991).  

El Cl- afecta a la tasa fotosintética a causa de la degradación de la clorofila y la 
inhibición del enzima RuBisCo disminuyendo así la asimilación de CO2 sin afectar la 
conductancia estomática. La menor disponibilidad de CO2 disminuye la tasa del ciclo 
de Calvin-Benson causando una menor regeneración del NADP+ compuesto aceptor 
de electrones y causa la sobrereducción de la cadena de transporte de electrones 
facilitando la fotoinhibición del PSII. (Tavakkoli et al., 2011).   
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1.3.3. Desequilibrio iónico 
 

Los vegetales que sufren estrés salino presentan deficiencias o desequilibrios 
nutricionales y ven reducida significativamente su producción. Una disponibilidad 
reducida o una incorporación competitiva de dichos nutrientes con el Na+ o el Cl- podría 
explicar este desequilibrio que afecta tanto a macronutrientes como a micronutrientes 
(Parihar et al., 2015).  

Gran parte de la toxicidad metabólica del Na+ resulta de su habilidad para 
competir con el K+ por sitios de unión esenciales para la función celular. Más de 50 
enzimas se activan mediante K+ y el Na+ es incapaz de realizar esta función. (Bhandal 
y Malik, 1988). Por lo tanto, un ratio Na+/K+ elevado interrumpe numerosos procesos 
enzimáticos del citoplasma. Es más, para la síntesis proteica son necesarias grandes 
concentraciones de K+ debido al requerimiento de éste para la unión de los tRNA con 
los ribosomas (Blaha et al., 2000). También altera la función fotosintética actuando 
sobre clorofila y carotenos además de enzimas (Davenport et al., 2005). Además, el 
K+ es necesario para la apertura estomática por lo que si el Na+ lo reemplaza se 
reducirá la capacidad para abrir estomas que revierte en una menor asimilación de 
CO2. 

El calcio (Ca2+) ejerce en la planta funciones como el mantenimiento de la 
integridad de la membrana plasmática y la selectividad en la captación de iones; por 
lo tanto, es crucial para minimizar la captación de Na+ durante el estrés salino. 
Sin embargo, elevadas concentraciones de Na+ en el sustrato inhiben la captación y 
transporte de Ca2+. Sabiendo que un ratio Na+/Ca2+ controlado es importante para 
hacer frente al estrés salino ya que el Na+ puede desplazar al Ca2+ en la unión a la 
membrana citoplasmática y/o membranas intracelulares, mermar la homeostasis 
intracelular del Ca2+ y su papel como segundo mensajero. De esta manera se pierde 
selectividad en la captación de iones agravándose el problema de la salinidad (Lynch 
y Läuchli, 1985; Rengel, 1992b). 
 
 
1.4.  Mecanismos de adaptación al sustrato salino 

 
Las plantas desarrollan una plétora de mecanismos bioquímicos y moleculares para 
afrontar el estrés salino. Con mucha probabilidad estos procesos actúan aditivamente 
y de forma sinérgica. Los mecanismos menos complejos suelen ser cambios o 
diversificaciones en rutas metabólicas. Estos mecanismos sencillos se combinan de 
tal forma que dan lugar a complejos mecanismos que protegen procesos tan 
importantes como la fotosíntesis, respiración, uso eficiente del agua y otros que 
preservan importantes estructuras como el citoesqueleto, la pared celular, las 
interacciones membrana plasmática-pared celular; cambios en la estructura de la 
cromatina y protección del ADN (Botella et al., 1994; Bohnert et al., 1995; Iyengar y 
Reddy, 1996). 
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1.4.1. Tolerancia de tejido o exclusión de ión 

 
A priori, las plantas pueden lograr tolerancia a la salinidad en el sustrato mediante dos 
estrategias.  
(1) Excluir los iones Na+ y Cl- especialmente en las hojas, de forma que se evitan 

concentraciones elevadas y tóxicas. 
(2) Tolerar altas concentraciones de estos iones en las hojas en compartimentos 

subcelulares. 
En la práctica existe un espectro continuo de diferentes grados de 

inclusión/exclusión entres diferentes especies, órganos y tejidos (Marschner, 1986). 
Ambas estrategias buscan alcanzar el ajuste osmótico necesario para que la 

planta mantenga la turgencia y asegurar la funcionalidad de la célula. 
En general, las especies tolerantes a la salinidad tienen altas concentraciones de Na+ 
y Cl- en las hojas (más altas que las de la solución externa). Deben almacenar la gran 
mayoría de estos iones en la vacuola para mantener las concentraciones citosólicas 
por debajo de niveles tóxicos y usar osmolitos orgánicos y K+ en el citosol para 
contrarrestar la presión osmótica (Shabala, 2013). 

Arabidopsis thaliana, la planta en la cual se centra este estudio, es glicófita de 
igual manera que lo son la mayoría de especies de cultivo. Este tipo de plantas 
mantienen la concentración de Na+ y Cl- en las hojas baja, por eso dependen en mayor 
medida del uso de osmolitos orgánicos como azúcares o aminoácidos y/o K+ para 
alcanzar el ajuste osmótico ya que son incapaces de almacenar cantidades 
significativas de Na+ en la vacuola (Munns y Tester, 2008). 

Las demandas energéticas de la síntesis de osmolitos son severas y pueden 
restringir la tasa de crecimiento. Inicialmente se suponía que la estrategia de 
“exclusión de ión” conllevaba un mayor gasto energético (Apse y Blumwald, 2007), sin 
embargo, recientes descubrimientos de (Chen et al., 2005) indican que almacenar el 
Na+ en compartimentos subcelulares también tiene un coste energético considerable 
derivado del transporte a través de membrana; por ende, reducir la concentración de 
Na+ en las hojas puede tener ventajas especialmente una vez logrado el ajuste 
osmótico, pero los iones continúan llegando a las células a través de la corriente de 
transpiración (Munns y Gilligham, 2015).  

En el caso de las plantas halófitas almacenan en la vacuola principalmente el 
Na+ y también el Cl-, esta estrategia es conocida como “tolerancia de tejido”. Sin 
embargo, también deben acumular solutos compatibles en el citosol, aunque no en tal 
cantidad como las plantas glicófitas (Marschner, 1986). Para que esto tenga lugar, el 
tonoplasto aumenta significativamente de tamaño para poder albergar un mayor 
volumen de iones en disolución. Este proceso se conoce como suculencia. El 
tonoplasto impide la entrada de iones en el lumen vacuolar por lo que el Na+ entra a 
través de transportadores de antiporte Na+/H+ conocidos como NHX1 y NHX2. (Munns 
y Tester, 2008). La transcripción del transportador de tonoplasto NHX1 es inducida 
por ABA. Debido a la mayor concentración de iones dentro que fuera del tonoplasto 
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hay una pequeña fuga constante de iones que conlleva una mayor actividad de los 
transportadores para mantener a los iones confinados. Estos transportadores son 
secundarios, es decir, obtienen la energía necesaria para realizar el transporte en 
contra de gradiente acoplando éste a otro transporte a favor de gradiente en las 
plantas dicho gradiente es creado por la tonoplasto-H+-ATPasa y la tonoplasto-H+-
pirofosfatasa en menor medida. A su vez, estas proteínas también pueden estar 
afectadas a la baja o ligeramente más activas en respuesta a la sal (Marschner, 1986). 
 
 
 

La vía de señalización SOS regula la adaptación a la salinidad y los niveles 
citosólicos de Na+. En ella intervienen 3 proteínas además del Ca2+, que permite la 
unión de SOS3 y SOS2. SOS3 es una proteína de unión que al elevarse los niveles 
de calcio intracelulares actúa sobre SOS2 liberándola de su inhibición y permitiendo 
que cumpla su función sobre SOS1, Esta proteína quinasa fosforila a SOS1 
eliminando la auto-inhibición que experimentaba y activando el transporte a la 
membrana plasmática donde ejerce la función de transportador antiporte de Na+/H+. 
De manera que se dé un eflujo de Na+. (Chinnusamy et al., 2005)  

En la raíz de Arabidopsis thaliana, AtHKT1;1 está implicado en la retirada de 
Na+ del xilema antes de que alcance el tallo además de la recirculación del Na+ al 
floema (Sunarpi et al., 2005: Davenport et al., 2007). Cuando el sodio llega a las raíces 
puede ser transportado al exterior mediante SOS1, de esta manera se lleva a cabo la 
estrategia de “exclusión de ión”. Para que la planta sobreviva es necesario que 

Fig. 4. Vía de señalización SOS en A. thaliana durante el estrés salino. Esta vía regula la 
homeostasis del Na+. Intervienen el ABA y el calcio, cuyo aumento en la concentración es 
percibido por SOS3 activando la vía de homeostasis del Na+ y su eflujo. HKT1 está implicado 
en la entrada de Na+ y posiblemente de su carga en el floema.   Adaptado de (Chinnusamy et al., 
2005) 
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sintetice una cantidad de solutos compatibles con el metabolismo suficiente que evite 
la deshidratación a causa de la disminución del potencial hídrico externo y asegure el 
flujo de agua desde el suelo a la raíz (Marschner, 1986). 
 
 
1.4.2. Acumulación de solutos compatibles 

 
Las plantas que hacen frente al estrés osmótico, presente durante el estrés salino, 
acumulan compuestos osmóticamente activos con la finalidad de facilitar la 
adquisición de agua y evitar la pérdida de volumen. Son moléculas de bajo peso 
molecular, polares y normalmente sin carga neta. Tienen una capa de solvatación muy 
extensa por lo que son estables en disolución. Estos osmolitos son metabolitos 
compatibles porque no interfieren en las reacciones metabólicas normales de la célula 
(Ahmad y Sharma, 2008). 

Cabe señalar también su función durante el estrés abiótico como aceptor de 
radicales libres que aumentan significativamente durante el estrés salino y también 
como una forma de almacenamiento de fotosintatos (carbono asimilado durante la 
fotosíntesis). Además, se ha comprobado que actúan como chaperonas de bajo peso 
molecular estabilizando las macromoléculas y/o estructuras como proteínas y 
membranas lipídicas e incluso puede sustituir al agua en ciertas reacciones 
enzimáticas (Diamant et al., 2001).  
 

 
 
 

Fig. 5. Compuestos acumulados durante el estrés salino y su función en el desarrollo de 
tolerancia. Adaptado de Parida y Das (2005). 
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1.5. Hormonas vegetales y estrés salino 
 
Para hacer frente a los cambios de su entorno, las plantas han desarrollado múltiples 
estrategias adaptativas las cuales incluyen la regulación hormonal, cambios del 
metabolismo redox y control epigenético de genes relacionados con el estrés, etc. 
(Ryu y Cho, 2015).  

De manera similar a la respuesta de la planta a otros estreses abióticos, la 
tolerancia a la sal es el resultado de una compleja coordinación de muchas vías de 
señalización que incluyen proteínas que reconocen el estrés y actúan como sensores, 
transductores de señal, factores de transcripción, genes y metabolitos de respuesta al 
estrés (Zhu, 2002). Las vías de señalización se encuentran integradas entre sí con la 
finalidad de desencadenar las respuestas, tanto celulares como fisiológicas, 
adecuadas para hacer frente a las condiciones de estrés (Ryu y Cho, 2015).  
Las hormonas juegan un papel relevante en las estrategias adaptativas de las plantas 
frente al estrés salino (Ryu y Cho. 2015). La mayoría de los estudios se centran en las 
denominadas hormonas del estrés entre las que destacan el ácido abscísico (ABA), 
el etileno (ET), el ácido salicílico (SA) y el ácido jasmónico (JA) (Kang et al., 2005; 
Cabot et al., 2009; Raghavendra et al., 2010 y Hernández y Díaz-Vivancos, 2011). 
Son menos los trabajos que se han centrado en hormonas cuyas funciones se centran 
de manera mayoritaria en facilitar el crecimiento y desarrollo de la planta, entre las 
cuales juegan un papel destacado las auxinas (AIA). 

La acumulación de AIA, definida como “auxina máxima”, está correlacionado 
con la generación de órganos nuevos. Esencialmente contribuye a la elongación 
celular, del tejido vascular y a la organogénesis. Cabe añadir que la dominancia apical 
está regulada también por el “auxina máxima” (Lau et al., 2008). 

Dunlap y Binzel (1996) observaron una reducción de aproximadamente el 75% 
de los niveles de ácido indolacético de forma independiente del ABA en plantas 
sometidas a estrés salino. 

De esta manera, parte de la causa en reducción del crecimiento en condiciones 
de estrés salino podría atribuirse a una acumulación y/o redistribución de las auxinas. 
De forma consecuente con estos hechos, la reducción en la tasa de germinación y el 
establecimiento de las plántulas fue significativamente mejorada con un pre- o post- 
tratamiento de las semillas con AIA o ANA (ácido naftalenacético) (Akbari et al., 2007). 

Uno de los efectos más negativos del estrés salino en los cultivos es la 
inducción de un proceso de senescencia prematura la cual disminuye la asimilación 
de carbono, impide el crecimiento normal de la planta y reduce su productividad (Gay 
y Thomas, 1995; Thomas y Howarth, 2000).  

Un estudio desarrollado por Kim et al., (2011) mostró que hojas separadas de 
plantas del mutante de Arabidopsis thaliana, yuc6-1D, que presentan una mayor 
síntesis de AIA, experimentaban el proceso de sensescencia más lentamente que la 
línea salvaje, en respuesta a un tratamiento de oscuridad. Esto se manifestó en una 
mayor retención de clorofila y un declive más paulatino del PSII así como una menor 
acumulación de genes asociados a la senescencia. Asimismo, la pérdida de eficiencia 
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de PSII y de clorofila causada por aplicación exógena de ABA y MeJA en plantas yuc6-
1D fue menos severa que en las de la línea salvaje (Lim et al., 2010). 
 
 
2. Objetivos 
 
El principal objetivo de este trabajo es evaluar el papel del AIA en la respuesta de 
Arabidopsis thaliana al estrés salino utilizando el genotipo mutante de esta especie 
yuc6-1D, el cual sobreexpresa YUCCA6, una proteína que cataliza un paso limitante 
en la síntesis de novo del AIA. 
Los objetivos específicos son cuantificar la biomasa, el área foliar, la concentración de 
pigmentos fotosintéticos y la concentración de proteína soluble en yuc6-1D en 
comparación con el genotipo salvaje Col-0(gl1) en condiciones de salinidad moderada, 
in vitro.  
 
 
3. Materiales y métodos 
 
 
3.1. Cultivo in vitro de las plantas y tratamiento salino 
 
Las semillas de Arabidopsis thaliana del ecotipo Col(gl1) y del mutante yuc6-1D han 
sido suministradas por el “European Arabidopsis Stock Centre”, Loughborough, UK.  

Las semillas han sido esterilizadas sumergiéndolas durante 2 min en etanol 
70% el cual ha sido eliminado mediante un lavado en agua corriente y, a continuación, 
se sumergieron 10 min en hipoclorito de sodio al 5% el cual se ha eliminado con varios 
lavados con agua estéril.   
Después de la esterilización las semillas fueron estratificadas entre 2 y 4 días a 4 ºC. 

Las semillas se sembraron en placas de Petri (10 x 10 cm) que contenían 80 
ml de medio Murashige and Skoog (4,3 g/L) en 0,8 % agar. En cada genotipo se 
establecieron dos tratamientos: 1 y 80 mM NaCl. La cantidad de sal correspondiente 
se añadió al agar durante la preparación del medio de cultivo antes de su esterilización 
en la autoclave. 

Las plantas fueron cultivadas en una cámara de cultivo en las siguientes 
condiciones: PAR de 100 µmoles de fotones/m2 s, fotoperiodo de 16 horas de luz y 8 
horas de oscuridad y 70 % de humedad relativa. Las placas se mantuvieron en 
posición horizontal durante todo el periodo de crecimiento. 
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3.2. Determinación del área foliar 
 

Se utilizó el programa ImageJ (v.1.47) para determinar el área foliar de las 
plantas en distintas etapas del crecimiento como método no invasivo. Se obtuvieron 
dos medidas: la primera, en plantas de una semana, el día 04/02/2019.  

Se midió el área foliar de 46 plantas del ecotipo Col(gl1) y 53 del mutante yuc6-
1D.  

Se esperó hasta el 12/02/2019, es decir 8 días, para volver a medir el área foliar 
en este caso fueron 40 plantas del ecotipo Col0(gl1) y 50 del mutante yuc6-1D.  
 
 
 
 
 

Fig. 6. Efecto de la salinidad (100 mM NaCl) sobre la germinación y el crecimiento de Col-
0 y yucca6-1D.  
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3.3. Determinación del peso fresco y seco 
 
A los 15 días después de la siembra, las rosetas de entre 4 y 35 plantas por tratamiento 
y genotipo han sido pesadas para determinar el valor de peso fresco. El número de 
plantas utilizadas depende en función del número de plantas que no han sobrevivido 
al tratamiento. 

El peso seco de las rosetas ha sido obtenido después de permanecer 24 h en 
una estufa a 70ºC.  
 
 
3.4. Determinaciones bioquímicas 
 
3.4.1. Proteína soluble 
 
Para la extracción de la proteína soluble, se han utilizado las rosetas de 16 plantas 
con un peso aproximado de entre 4 y 15 mg. 4 plantas por tratamiento y genotipo y se 
homogenizaron en un 0,5 ml de tampón bicina pH 8. A continuación, se han 
centrifugado durante 2 min a 12.000 rpm.  

Para la cuantificación de la proteína se ha utilizado el método de (Bradford, 
1976). En una microplaca de 96 pocillos, se ha añadido 10 µl de sobrenadante a 200 
µl de reactivo de Bradford 1:5. Después de 5 min se ha leído la absorbancia a 595 nm 
en un espectrofotómetro de placas KC Junior. 

La concentración de proteína se calculó utilizando como patrón una disolución 
de albúmina bovina de 1 mg/ml.  
 
 
3.4.2. Pigmentos fotosintéticos 
 
Para la extracción de los pigmentos fotosintéticos han sido utilizados fragmentos 
representativos de hojas de peso comprendido entre 6 y 15 mg. Se han introducido 
en un tubo Eppendorf al que se añadió 1 ml de etanol 96%. Los tubos se mantuvieron 
en oscuridad a 4ºC durante 24 h. Se ha pipeteado una alícuota de 300 µl del 
sobrenadante en una microplaca de 96 pocillos. Las medidas de absorbancia han sido 
tomadas en un espectrofotómetro de placas KC Junior. Se leyeron a las longitudes de 
onda de 665 nm (máximo de absorción de la clorofila a), 649 nm (máximo de absorción 
de la clorofila b) y 470 nm (máximo de absorción de los carotenoides). Los máximos 
de absorción para los pigmentos en dichas longitudes de onda corresponden al 
solvente: etanol 96%. 
Para cuantificación de pigmentos se utilizaron las ecuaciones de  
(Lichtenthaler y Wellburn, 1983) 

• Clorofila a (Ca) (µg/ml) = (13,95 x Abs 665) - (6,88 x Abs 646) 
• Clorofila b (Cb) (µg/ml) = (24,96 x Abs 649) - (7,32 x Abs 665) 
• Carotenoides (µg/ml) = [(1000 x Abs 470) - (2,05 x Ca) - (114,8 Cb)] /  

245 
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3.5. Análisis estadístico 

 
Se realizó un análisis de la varianza (ANOVA). Las diferencias entre medias se 
determinaron utilizando la prueba de comparación múltiple de Tukey (P<0.05). 
Los resultados de los distintos ensayos se expresaron como media ± error estándar 
de la media (S.E.M.). 
 
 
4. Resultados y Discusión 
 

 
 

 
 
 
 
 
 

Fig. 8. Valores de biomasa seca para los distintos tratamientos y 
genotipos. Están representados como media ±S.E.M. 

Fig. 7. Valores de biomasa fresca para los distintos tratamientos 
y genotipos. Están representados como media ±S.E.M. 
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Fig. 9. Porcentaje de agua que presentan las plantas para los 
distintos tratamientos y genotipos.  

Fig. 10. Parámetros de seguimiento del área foliar expresado en 
cm2 de los distintos tratamientos y genotipos. Están 
representados como media ±S.E.M.  Se considera 
significativamente diferentes cuando p<0,05.  
Significativamente diferente cuando no tienen la misma letra. 

0

0.1

0.2

0.3

0.4

0.5

0.6

Col0 1mM Yucca 1 mM Col0 80 mM Yucca 80 mM

Seguimiento área foliar (cm2)

04/02/2018 12/02/2018

a
b

a
b

a a
b

b 

c c 

d 



 

 16 

 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 

0.0
0.2
0.4
0.6
0.8
1.0
1.2
1.4
1.6
1.8
2.0

Col(gl1) yuc6-1D

Clorofila a (µg Ca/mg biomasa fresca)

1mM 80mM

a

b b

b

Fig. 11. Valores de proteína soluble (mg prot./g biomasa seca) 
de los distintos tratamientos y genotipos. Están representados 
como media ±S.E.M.  Se considera significativamente 
diferentes cuando p<0,05.  Significativamente diferente cuando 
no tienen la misma letra. 

Fig. 12. Valores de clorofila a (µg Chl a/mg biomasa fresca) de 
los distintos tratamientos y genotipos. Están representados como 
media ±S.E.M.  Se considera significativamente diferentes 
cuando p<0,05.  Significativamente diferente cuando no tienen 
la misma letra. 



 

 17 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Fig. 13. Valores de clorofila b (µg Chl b/mg biomasa fresca) de 
los distintos tratamientos y genotipos. Están representados como 
media ±S.E.M.  Se considera significativamente diferentes 
cuando p<0,05.  Significativamente diferente cuando no tienen 
la misma letra. 

Fig. 14. Valores de carotenos y xantofilas (µg c+x/mg biomasa 
fresca) de los distintos tratamientos y genotipos. Están 
representados como media ±S.E.M.  Se considera 
significativamente diferentes cuando p<0,05.  
Significativamente diferente cuando no tienen la misma letra. 
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El estrés salino es un factor de estrés abiótico a tener en cuenta, pues provoca estrés 
osmótico (déficit hídrico), toxicidad y desequilibrio iónico y estrés oxidativo en los 
vegetales expuestos a él (Parihar et al., 2015). En este trabajo se llevó a cabo el cultivo 
“in vitro” en concentraciones moderadas de salinidad de la planta Arabidopsis thaliana: 
en concreto el mutante yuc6-1D (que exhibe una mayor producción de ácido 
indolacético, AIA comparándolo con el ecotipo salvaje Col-0(gl1) con el fin de arrojar 
luz en la adaptación y respuesta a la salinidad en el medio de cultivo y como afecta 
una mayor producción de auxinas al desarrollo en un medio salino. 

A pesar del transcurso de más de medio siglo desde el primer artículo en el que 
señalaba el efecto de las auxinas de retrasar la caída y/o absición de las hojas, 
(Addicott et al., 1955; Thimann, 2000), pocos detalles del funcionamiento de las 
auxinas han sido revelados. Al ser una hormona con un papel fundamental en el 
crecimiento y desarrollo, la homeostasis de las auxinas está muy controlada. 

 Los datos presentados por Kim et al. (2011) aseguran claramente que los 
niveles de AIA están controlados durante la senescencia y un elevado nivel de auxinas 
retrasa el proceso de senescencia. En otro estudio de Kim et al. (2007) las hojas de 
la roseta de mutantes yuc6-1D también mostraron una senescencia más tardía. Esto 
podría ser explicado por la intervención del AIA en el cross-talk hormonal, permitiendo 
a la planta continuar en estado de crecimiento, activando genes que regulan 
directamente el crecimiento además de genes de estrés que permiten a la planta lidiar 
con una situación desfavorable. 

Se evaluó el grado de estrés y el estado fisiológico de las plantas mediante el 
estudio de parámetros como la biomasa fresca y seca, el área foliar, la concentración 
de pigmentos fotosintéticos y la cantidad de proteína soluble en la parte aérea de la 
planta. 

La media de biomasa húmeda para el ecotipo Col-0(gl1) y el tratamiento 50 mM 
NaCl aumenta un 196% mientras que para el tratamiento 100 mM NaCl el aumento es 
del 217% respecto del control el cual contenía 1mM NaCl. Para el mutante yuc6-1D la 
media de biomasa húmeda del tratamiento 50 mM NaCl aumentó en un 129% y la 
media del tratamiento 100 mM NaCl en un 159% (Fig. 7). 

El aumento generalizado de la biomasa fresca a pesar de el aumento de la 
cantidad de sal en el medio de cultivo se debe en parte al efecto inhibitorio de la sal 
sobre la germinación de las semillas. En condiciones salinas la proporción de semillas 
viables fue muy inferior al de los tratamientos control (resultados no mostrados). En 
las condiciones más salinas tan sólo lograron sobrevivir las que tienen una mayor 
viabilidad y éstas pocas alcanzan finalmente un mayor tamaño. 

 Esta respuesta indicaría que la planta durante el proceso de germinación sería 
más sensible al componente osmótico de la salinidad y una vez superado este tendría 
más capacidad para gestionar una elevada presencia de Na+ en el medio. 

Por lo que refiere a la biomasa seca para el ecotipo col-0(gl1) y el tratamiento 
50 mM y 100 mM aumentan un 190% y un 209% respectivamente. Para el mutante 
yuc6-1D aumenta un 123% para el tratamiento 50 mM NaCl y un 109% para el 
tratamiento 100 mM (Fig. 8).  
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El menor incremento en la biomasa seca que presenta el mutante yuc6-1D es 
en gran parte debido a la mayor acumulación de agua en sus tejidos (Fig. 9). Éste es 
un efecto protector frente a la salinidad en el medio de cultivo conocido como 
suculencia. Al tener una mayor cantidad de agua en su interior la planta también puede 
albergar una mayor cantidad de iones sin que aumente drásticamente su 
concentración. Se puede observar como el mutante yuc6-1D sometido al tratamiento 
100 mM NaCl es el que tiene un mayor porcentaje de agua 
Por lo que respecta al área foliar si comparamos el crecimiento durante 12 dias del 
ecotipo salvaje sometido a 80mM NaCl su crecimiento cae a un 35% respecto del 
control y en cambio el mutante yuc6-1D ha aumentado su crecimiento en un 102% 
(Fig. 10). 

En el caso de la proteína soluble las plantas de Col-0(gl1) sometidas al 
tratamiento de 80 mM NaCl su concentración disminuyó en un 35% mientras que para 
yuc6-1D tan sólo disminuyo un 12%. Para la síntesis proteica son necesarias grandes 
concentraciones de K+ debido al requerimiento de éste para la unión de los tRNA con 
los ribosomas (Blaha et al., 2000) (Fig. 11).  

La proteína soluble es en su mayor parte RuBisCo por lo tanto una disminución 
de ésta significa una menor asimilación de CO2 por la planta y una menor tasa 
fotosintética. 

También se estudiaron los pigmentos fotosintéticos directamente relacionados 
con la actividad fotosintética y la obtención de energía además de ser un buen 
indicador del estado fisiológico.  

Las concentraciones de clorofila a, b y carotenos y xantofilas de las plantas Col-
0(gl1) sometidas al tratamiento 80 mM NaCl disminuyeron un 72%, un 60% y un 78% 
respectivamente. Por otra parte, las plantas yuc6-1D sometidas al mismo tratamiento 
su disminución fue de 27% para la clorofila a, un 26% para la clorofila b y un 29% para 
los carotenos (Figuras 12, 13 y 14). Esto se relaciona con una mejor tasa fotosintética 
para yuc6-1D respecto de Col-0(gl1). 
 
 
5. Conclusiones 
 
Debido a la creciente aparición de zonas áridas (muchas veces debido al cambio 
climático) o de terrenos mal irrigados está aumentando dramáticamente la superficie 
de tierras de conreo salinizadas, por ello este estudio pretende desentrañar cuáles 
son los procesos que permiten a una planta germinar, crecer y producir rendimiento 
en un terreno salino. 

En el presente estudio se ha puesto de manifiesto que el mutante yucca6-1D 
es capaz de mantener los parámetros de biomasa fresca y seca, área foliar, clorofila 
a, b y proteína soluble en la misma concentración o incluso superior en condiciones 
de salinidad moderada respecto del control; al contrario de lo que pasa con el ecotipo 
salvaje Col-0(gl1). 
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Esto podría estar relacionado con una mayor producción de AIA por parte de 
yucca6-1D que además de mejorar el rendimiento de estos parámetros también 
favorecía la supervivencia de las plantas.  
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