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I. La pared celular vegetal 

Las células vegetales presentan, una pared celular muy gruesa 

compuesta básicamente de celulosa, aunque también contienen otras 

sustancias, como hemicelulosa, pectinas, proteínas, ligninas, cutina, suberina, 

sales minerales, etc. (Paniagua y cols. 1997). La pared celular de las plantas 

representa, aproximadamente, la mitad del carbono orgánico de la biosfera. 

Muchos organismos son capaces de degradar la pared celular y usar los 

subproductos de esta degradación para su nutrición (Hazlewood y Gilbert 1998). 

La pared celular tiene una estructura dinámica, que no sólo es esencial para el 

mantenimiento de la forma y la rigidez, sino que también juega un papel muy 

importante en el crecimiento, la comunicación intercelular, la defensa contra el 

ataque de patógenos, la resistencia mecánica y la interacción con el medio 

ambiente (Cosgrove 1997, Fry 1995, Borton y cols. 2010). 

Los polisacáridos de la pared celular vegetal son los compuestos más 

abundantes encontrados en la naturaleza y constituyen alrededor de un 90 % de 

la pared celular vegetal. El polisacárido más característico encontrado en todas 

las paredes celulares vegetales es la celulosa. Ésta además contiene otros 

polisacáridos como son pectinas (ramnogalacturonanos y homogalacturonanos) 

(Harholt y cols. 2010) y hemicelulosas (xiloglucanos, xilanos y glucomananos) 

(Scheller y Ulvskov 2010). Su composición varía entre distintos grupos 

filogenéticos (algas, gimnospermas, angiospermas, dicotiledóneas y 

monocotiledóneas), pero también entre diferentes tejidos de la misma planta 

(Popper y Fry 2003, Borton y cols. 2010) 

 Las proteínas estructurales y las enzimas constituyen el 10% restante de 

la pared celular vegetal y juegan un papel crucial en la estructura y en la 

arquitectura de la pared, el metabolismo, la elongación celular, la señalización, la 

respuesta al estrés biótico y abiótico, y en muchos otros procesos fisiológicos 

(Cosgrove 1997, Fry 1995, Carpita y Gibeaut 1993, Carpita 1996, Rose y Lee 

2010). 

La pared celular comprende varias capas que van desarrollándose 

conforme madura la célula vegetal (Figura 1.1). Mencionadas de fuera hacia 

dentro de la célula, estas son: lámina media, pared celular primaria y pared 

celular secundaria. 
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Lámina media 

Esta es la capa más externa y en la mayoría de los tejidos vegetales la 

lámina media es compartida por las células adyacentes. Está constituida por 

pectinas y proteínas, aunque también se incluyen arabinanos, galactanos, 

arabinogalactanos y ramnogalacturonanos (Paniagua y cols. 1997). 

 

 

Figura 1.1. Dibujo esquemático de la pared celular vegetal donde se muestran las 
distintas capas de la pared secundaria (S1, S2 y S3), la pared primaria y la lámina media. 
Tomado de Kretschmann (2003). 

 

Pared Celular Primaria 

Las células vegetales presentan dos tipos de paredes celulares: la pared 

celular primaria y la secundaria. La pared celular primaria se sintetiza durante el 

crecimiento y la elongación celular en los primeros estados del desarrollo y está 

compuesta de celulosa, hemicelulosa, polisacáridos pécticos y muchas 

proteínas, entre ellas la extensina, que puede llegar a constituir el 10% de las 

proteínas estructurales de la pared celular y que es rica en hidroxiprolina y 

serina. Las microfibrillas de celulosa se encuentran entrecruzadas, lo que facilita 

el crecimiento y la extensión de la pared primaria. Existen dos tipos de pared 

celular primaria según la composición de sus polisacáridos. La de tipo I es la 

más común, mientras que la de tipo II es la típica de las gramíneas (Carpita 

1996). Los polímeros no celulósicos de las paredes de tipo I son los xiloglucanos 

y, constituyendo alrededor del 35 % de la masa de la pared, las pectinas. Las 

paredes de tipo I se encuentran en todas las dicotiledóneas, en las 



                                                                                                                           Introducción 

3 

monocotiledóneas no gramíneas y en las gimnospermas (Carpita y Gibeaut 

1993). Las paredes de tipo II tienen un contenido bajo en pectina y en 

xiloglucano y alto en arabinoxilano (Carpita 1996). Las paredes de tipo II también 

contienen mezclas de �-D-glucanos y poseen puentes diferuloilo que 

entrecruzan las cadenas de xilano y que no están presentes en las paredes 

celulares de tipo I.  

Pared Celular Secundaria 

La pared celular secundaria se sintetiza al final del desarrollo y se 

deposita en células especializadas como los vasos y traqueidas (componentes 

del xilema), las esclereidas y fibras (componentes del esclerénquima). En 

comparación con la paredes primarias, las paredes secundarias contienen más 

celulosa, lo que les confiere una mayor cristalinidad, por lo que son más 

deseadas en la industria maderera (Minic y Jouanin 2006). Además de la 

celulosa, la pared secundaria suele contener otras sustancias como las ligninas 

en los vasos, las traqueidas y el esclerénquima; la suberina en la capa del súber 

de la corteza y las sales minerales (principalmente carbonatos y silicatos) 

(Paniagua y cols. 1997). La pared celular secundaria comprende tres subcapas: 

S1, S2 y S3, mencionadas de fuera hacia dentro (Figura 1.1). Estas subcapas son 

birrefringentes, pues a diferencia de lo que ocurre en la pared primaria, en cada 

una de ellas, las microfibrillas de celulosa se disponen de una forma ordenada 

en varios planos de modo que en cada plano todas las microfibrillas son 

paralelas, cambiando la orientación de las fibrillas de un plano al siguiente 

(Paniagua y cols. 1997).  

Durante la formación de la pared secundaria se sintetizan polisacáridos, 

como celulosas y hemicelulosas, además de proteínas específicas de la pared. 

Estudios moleculares han permitido identificar estas proteínas estructurales 

(Cassab y Varner 1988, Brown y cols. 2005, Yokoyama y Nishitani 2006, Ubeda-

Tomas y cols. 2007) que se pueden clasificar en cuatro grandes grupos: 

proteínas ricas en hidroxiprolina, proteínas ricas en prolina, proteínas ricas en 

glicina y arabinogalactano proteínas (Fukuda 1996). Dentro de estas últimas, 

Motose y cols. (2001), identificaron una proteína de 25 kDa que mediaba la 

comunicación intercelular requerida para la diferenciación de las traqueidas. Este 

factor fue denominado “xilógeno” haciendo referencia a su actividad inductora de 

la xilogénesis.También se han detectado actividades de algunas enzimas 

hidrolíticas, como poligalacturonasa, pectinmetilesterasa, fucosidasa y 
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xiloglucano endo-transglicosilasa, que incrementan su actividad al final del 

proceso de diferenciación (Stacey y cols. 1995,  Pesquet y cols. 2005). 

Por otra parte, el proceso más estudiado durante la formación de la pared 

secundaria ha sido la síntesis de ligninas. La biosíntesis de ligninas implica 

diferentes etapas, que conducen a la polimerización final de los alcoholes 

cinamílicos en las paredes celulares. Algunas enzimas como la fenilalanina 

amonio liasa, la cinamato hidroxilasa, la 4-cumarato CoA ligasa, la O-

metiltransferasa, la alcohol cinamildeshidrogenasa y las peroxidasas son 

esenciales para la síntesis de ligninas durante la diferenciación a traqueidas 

(Higuchi 1985, Hahlbrock y Scheel 1989, Lewis y Yamamoto 1990). Estas 

proteínas se han utilizado como marcadores de la lignificación durante la 

diferenciación del xilema (Fukuda 1992). 

 

II. Lignificación 

El xilema constituye una vía de baja resistencia para el transporte del 

agua en plantas vasculares. Este sistema transporta el agua eficazmente desde 

los lugares de absorción en la raíz hasta las superficies de evaporación en las 

hojas.  

�

Figura 1.2. Imágenes de microscopio electrónico de un vaso del xilema de Z. elegans 
que ha perdido el citoplasma y en la que se aprecia las paredes celulares secundarias 
(a), y de un tubo criboso de la misma planta (b). Barras = 3 µm (en a) y 1 µm (en b). 
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La mayoría de las células terminales diferenciadas realizan funciones 

especializadas antes de morir pero, en el caso del xilema, la adquisición de la 

funcionalidad implica la muerte celular. Así, las células conductoras no tienen 

membranas ni orgánulos, y lo que permanece son las paredes celulares 

engrosadas y lignificadas (Figura 1.2), que forman tubos huecos a través de los 

cuales el agua puede fluir con una resistencia relativamente baja (Kozela y 

Regan 2003).  

Los elementos diferenciados del xilema (células conductoras de agua) se 

encuentran revestidos internamente de ligninas (Figura 1.3), que son 

heteropolímeros fenólicos tridimensionales covalentemente asociados a la matriz 

polisacarídica de las paredes celulares, creando junto con la hemicelulosa una 

matriz que recubre las paredes celulares proporcionándoles resistencia e 

impermeabilidad (Anterola y Lewis 2002, Boerjan y cols. 2003). Las ligninas 

también se encuentran en otros tejidos de sostén, tales como las fibras del 

floema y del xilema, y son el resultado de la polimerización oxidativa de tres 

alcoholes p-hidroxicinamílicos, en una reacción mediada por lacasas (Zhao y 

cols. 2013) y peroxidasas (Fagerstedt y cols. 2010), dando lugar a un 

heteropolímero hidrofóbico ópticamente inactivo (Ralph y cols. 1999). Este 

proceso de sellado de las paredes celulares vegetales a través de la deposición 

de lignina, conocido como lignificación, proporciona fuerza mecánica a los tallos 

y protege a las fibras de celulosa de la degradación mecánica y biológica 

(Vanholme y cols. 2010). En este contexto, la lignificación de la pared celular 

vegetal es uno de los principales factores restrictivos en el uso y reciclaje de la 

biomasa vegetal (Weng y cols. 2008) 

 

Figura 1.3. Microfotografía electrónica de barrido del xilema de Z. elegans, cortesía de 
Kim Findlay (Roberts y McCann 2000) (a). Localización de las ligninas en el xilema de 
tallo de álamo, observado bajo luz ultravioleta. La autofluorescencia azul se corresponde 
con los depósitos de ligninas. La barra representa 50µm. Tomado de Ranocha y cols. 
2002 (b). 
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Las ligninas representan el compuesto orgánico más abundante sobre la 

superficie de la Tierra después de la celulosa, y constituye alrededor del 25% de 

la biomasa vegetal (Ros Barceló 1997). Se encuentran principalmente en plantas 

vasculares (Tracheophyta), y se localizan selectivamente en las paredes 

celulares secundarias de determinadas células, las cuales forman parte de 

tejidos leñosos, no sólo en los vasos del xilema y las traqueidas, sino también en 

las fibras y las esclereidas (Ros Barceló 1997). Las ligninas se han identificado 

en pteridófitos (helechos, licófitos, equisetos), ampliamente consideradas como 

las primeras plantas vasculares, y es posible que las ligninas hayan jugado un 

papel clave en la colonización del paisaje terrestre por las plantas durante la 

transición del Ordovícico al Silúrico, hace de 400 a 450 millones de años. Así, 

desde el punto de vista de la botánica evolutiva, el fenómeno de la lignificación 

está asociado a la adquisición de la estructura vascular en las plantas (Novo 

Uzal y cols. 2012) 

Las ligninas presentan también una gran importancia desde un punto de 

vista económico, ya que la fuerte lignificación que experimenta la madera 

dificulta y encarece las labores de la industria papelera, aumentando el nivel de 

los residuos tóxicos indeseables, cuya eliminación sigue siendo objeto de estudio 

(Gutiérrez y cols. 2007, Yang y cols. 2013). La lignificación también disminuye la 

calidad nutritiva de las plantas utilizadas como forrajes y pastos al reducir su 

digestibilidad y, por lo tanto, su utilidad como alimentos. Por último, la 

lignificación se destaca como factor indeseable durante el procesamiento de 

ciertas hortalizas en las industrias agroalimentarias ya que les confiere una 

dureza desagradable a los productos manufacturados. 

 

II.1. Naturaleza, composición y localización de las ligninas 

El nombre de ligninas es un término genérico asignado a un numeroso 

grupo de polímeros aromáticos que se forman como resultado del acoplamiento 

oxidativo de tres alcoholes p-hidroxicinamílicos (Figura 1.4): el alcohol p-

cumarílico (I), el alcohol coniferílico (II) y el alcohol sinapílico (III), en una 

reacción mediada por peroxidasas (Ralph y cols. 2004a). 
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Figura 1.4. Estructuras de los alcoholes cinamílicos. 

 

Esta reacción produce un heteropolímero hidrofóbico, (Ralph y cols. 

1999), compuesto por unidades H (p-hidroxifenilo) unidades G (guaiacilo) y 

unidades S (siringilo) provenientes de los alcoholes p-cumarílico, coniferílico y 

sinapílico, respectivamente. El hecho de que los tres constituyentes 

monoméricos de las ligninas difieran en el grado de metoxilación (Figura 1.4), y 

de que para cada uno de los tres bloques de construcción el radical tenga, al 

menos, cinco formas mesoméricas sugiere que se pueden formar una gran 

cantidad de subestructuras durante el proceso de polimerización (Ros Barceló y 

cols. 2004). 

En las ligninas, las unidades fenilpropanoide están interconectadas 

mediante uniones éter y carbono-carbono (Ralph y cols. 2004b), que conducen a 

las principales subestructuras: �-O-4 aril éter, �-5, fenilcumarano, �-� resinol y 4-

O-5 bifenilo éter, así como a otras de menor importancia (Figura 1.5). Los 

enlaces más frecuentes, �-O-4, se presentan en las subestructuras aril-glicerol-

�-aril éter, que son las dianas de la mayoría de los procesos de 

despolimerización de las ligninas, incluyendo la tioacidolisis. Sin embargo, otros 

enlaces entre unidades tales como los �-5 (en las subestructruras 

fenilcumarano), los �-� (en las subestructuras resinol), y los 5-O-4 (en los éteres 

difenilo) son muy resistentes a la degradación. Además de los monómeros 

clásicos H, G y S, otras moléculas pueden formar parte del polímero de lignina. 

Estas subunidades son llamadas no canónicas, entre las que se incluyen 

ferulatos, hidroxicinamaldehídos (coniferilaldehído y sinapilaldehído), alcoholes 

dihidrocinámicos y monolignoles acetilados (Ralph y cols. 2008; Wang y cols. 

2013). La presencia y la cantidad de cada una de estas subunidades varían 

entre especies. 
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Figura 1.5. Estructura extendida de las ligninas de álamo a partir de datos obtenidos 
mediante RMN mostrando los diferentes tipos de enlaces. Tomado de Vanholme y cols. 
(2010). 

 

La composición de las ligninas varían entre especies de plantas, grupos 

filogenéticos y tejidos. En general, las ligninas de gimnospermas son ricas en 

unidades G y contienen bajos niveles de unidades H. Por el contrario, en 

angiospermas, especialmente en dicotiledóneas, las ligninas están formadas por 

unidades G y S (Weng y Chapple, 2010). En los tallos de Arabidopsis, las 

ligninas presentes en los haces vasculares son ricas en unidades G, mientras 

que en las fibras interfasciculares predominan las unidades S (Chapple y cols. 

1992). 

De forma análoga, pueden apreciarse variaciones en la naturaleza de las 

ligninas encontradas dentro de una misma pared celular, observándose  esta 

heterogeneidad durante la deposición de ligninas tanto en el contenido como en 

la composición monomérica. En la lámina media y en las esquinas de las 

paredes celulares, las ligninas están formadas por unidades derivadas del 

alcohol p-cumarílico. Sin embargo, en la pared secundaria predominan unidades 

derivadas del alcohol coniferílico. Incluso dentro de la pared celular secundaria, 

la composición monomérica de las ligninas varía entre las diferentes capas, así 

en S1 predominan unidades H, en S2 unidades G y en S3 unidades S (Thevenin 

y cols. 2011). Estos datos sugieren que la lignificación está muy regulada 

durante el crecimiento y su deposición dentro de la pared es un proceso 

altamente organizado que implica la expresión de un amplio rango de genes en 

las células lignificadas así como en las células adyacentes (van Parijs y cols. 

2010). Además, 
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Esta variación en la composición de ligninas además es apreciable bajo 

ciertas condiciones de estrés. Se ha observado que bajo estrés biótico o abiótico 

se puede inducir la lignificación de la pared celular en células que, en 

condiciones normales, no lignifican (Kim y cols. 2008). Además, en 

angiospermas y gimnospermas se observan claras diferencias en la composición 

de las ligninas en respuesta a un cambio de posición forzado en sus tallos. En 

angiospermas este cambio de posición provoca un incremento del contenido 

celulósico en las paredes, junto con una disminución de la cantidad de lignina y 

un incremento del ratio S/G (Joseleau y cols. 2004). En gimnospermas ocurre al 

contrario: aumenta el contenido de lignina y celulosa, así como el porcentaje de 

unidades H (Saito y Fukushima 2005). 

Por lo tanto, a nivel químico, así como a nivel de especies, órganos y 

tejidos, las ligninas son polímeros poco definidos cuya composición monomérica 

varía enormemente, dependiendo de la velocidad de liberación de los 

monómeros a la pared celular, las características químicas de los mismos, las 

condiciones oxidativas que se den dentro de la pared celular y de las 

circunstancias bióticas y abióticas (Vanholme y cols. 2008). Por ello, la expresión 

“ligninas” es preferible al uso de “lignina” ya que, probablemente, existe una gran 

diversidad de estructuras químicas dentro de las ligninas naturales. Este elevado 

grado de variabilidad estructural depende no sólo del tipo de especie y de tejido 

sino también del tipo de célula (Ruel y cols. 2009). 

 

II.2. Biosíntesis de ligninas 

El proceso de la lignificación y la ruta de biosíntesis de las ligninas 

presentan numerosas incertidumbres referentes, fundamentalmente, al orden de 

la ruta y al mecanismo de dicho proceso. Este desconocimiento parcial del 

proceso puede justificarse, ya que no existe un tejido o especie vegetal donde se 

haya caracterizado completamente la ruta entera de la biosíntesis de las ligninas. 

Todo ello motiva que los conocimientos que se tienen, se hayan obtenido del 

estudio de ciertos pasos específicos en diversas especies y tejidos vegetales, 

con el fin de intentar clarificar la ruta de síntesis y los mecanismos moleculares 

que regulan dicho proceso (Boerjan y cols. 2003, Ralph y cols. 2004a, 2008, 

Vanholme y cols. 2010, Zhao y Dixon 2011). 
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La ruta fenilpropanoide está formada por una serie de compuestos 

derivados de la fenilalanina, los cuales desempeñan funciones de defensa, 

soporte estructural y supervivencia, por tanto se consideran metabolitos 

secundarios (Vogt 2010). La fenilalanina procedente de la ruta del ácido 

siquímico es el primer compuesto de la ruta fenilpropanoide, la cual sufre una 

serie de modificaciones en su anillo aromático (hidroxilaciones y metilaciones) 

así como esterificaciones y reducciones en su cola de propano (Vanholme y cols. 

2010). En la ruta fenilpropanoide también se forman intermediarios que forman 

parte de otras rutas de síntesis de compuestos necesarios para la planta como 

son flavonoides, taninos, lignanos, protoantocianidinas, ésteres del acido 

sinápico, etc… (Fraser y Chapple 2011). 

Las plantas son los únicos organismos vivientes capaces de conducir el 

carbono desde el metabolismo primario al secundario a través de la biosíntesis 

de ligninas, y se acepta que la adquisición evolutiva de la ruta fenilpropanoide ha 

jugado un papel clave en la capacidad de las plantas para colonizar la Tierra, no 

sólo porque uno de los productos de la ruta (las ligninas) sirve para fortalecer los 

órganos aéreos de la planta, sino también porque otros productos (los 

flavonoides) actúan como protectores contra la radiación UV. Sin embargo, una 

vez que las ligninas se han depositado en la pared celular, las plantas no tienen 

la maquinaria enzimática necesaria para poder reciclar esa fuente de carbono, al 

contrario que en el caso otros componentes de la pared celular vegetal como son 

los �-D-glucanos que forman parte de las hemicelulosas (Fincher 2009). 

La biosíntesis de las ligninas se desarrolla a través de una larga 

secuencia de reacciones (Figura 1.6) que implican: 

i) La ruta del ácido siquímico, que produce L-fenilalanina y L-tirosina 

y que se inicia con fosfoenol piruvato (PEP, un intermediario de la glucolisis) y 

eritrosa 4-fosfato (un intermediario de la ruta de las pentosas fosfato) (Tzin y 

Galilli 2010). 

ii) La ruta común fenilpropanoide, desde L-fenilalanina (y/o L-tirosina) 

hasta p-hidroxicinamoil-CoA. Las enzimas que participan en esta ruta son la 

fenilalanina amonio liasa (PAL, EC 4.3.1.5), la cinamato-4-hidroxilasa (C4H, EC 

1.14.13.11), la p-cumarato-3-hidroxilasa (C3H), y las O-metil-transferasas (OMT) 

dependientes de S-adenosil-L-metionina, tales como la cafeoil-CoA-O-

metiltransferasa (CCoAOMT, EC 2.1.1.104) y la p-hidroxicinamato CoA ligasa 

(4CL, EC 6.2.1.12). Los productos finales de esta ruta, los esteres CoA de los 
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ácidos cinámicos, son los precursores de las ligninas, pero también de otros 

compuestos fenólicos como los flavonoides y los taninos, que se acumulan en 

grandes cantidades en las células vegetales.  

iii) La ruta específica de la biosíntesis de las ligninas, que conduce el p-

hidroxicinamoil-CoA hacia la síntesis de los alcoholes cinamílicos. Estas dos 

reacciones son catalizadas por las enzimas p-hidroxicinamoil-CoA reductasa 

(CCR, EC 1.2.1.44) y la p-hidroxicinamil alcohol deshidrogenasa (CAD) (EC 

1.1.1.195). Intercalada entre estos dos pasos reductores hay una reacción 

catalizada por la ferulato 5-hidroxilasa (F5H), que está acoplada con una OMT 

específica, ácido cafeico O-metiltransferasa (COMT), y que permite la síntesis de 

unidades siringilo (Fraser y Chapple 2011)  
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Figura 1.6. Ruta de biosínteis de los monolignoles: PAL: fenilalanina amonio liasa; C4H: 
cinamato-4-hidroxilasa; 4CL: 4-cumarato CoA ligasa; HCT: hidroxicinamoil CoA 
transferasa; C3’H: p-cumarato 3-hidroxilasa; CCoAOMT: cafeoil-CoA-O-metiltransferasa; 
CCR: cinamoil-CoA reductasa; COMT: ácido cafeico O-metiltransferasa; CAD: cinamil 
alcohol deshidrogenasa; F5H: ferulato 5-hidroxilasa; Prx: Peroxidasa. Modificado de Li y 
cols. (2010). 
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II.3. Transporte de monolignoles 

Tras su biosíntesis en el citosol los monolignoles deben transportarse a la 

pared celular para ser oxidados e incorporados al polímero de lignina. Los 

monolignoles pueden encontrarse libres o unidos a azúcares formando 4-O-�-D-

glicósidos. La glicosilación de monolignoles está catalizada por 

glicosiltransferasas (Steeves y cols. 2001) mientras que su desglicosilación es 

llevada a cabo por �-glucosidasas localizadas en la pared celular (Burmeister y 

Hosel 1981). En un primer momento se pensó que las glicosiltransferasas y las 

glicosidasas eran las responsables del almacenamiento y transporte de los 

monolignoles (Escamilla-Treviño y cols. 2006). Kaneda y cols. (2008) usando 

fenilalanina marcada radiactivamente observaron que la radiación estaba 

presente en monolignoles libres y en la pared celular, lo que sugiere que los 

monolignoles libres son la forma utilizada para el transporte. Recientemente se 

ha demostrado que el grado de glicosilación de los monolignoles determina su 

compartimentalización subcelular (Miao y Liu 2010), así como que los glucósidos 

de los monolignoles son la forma de almacenamiento pero no los precursores 

directos para la síntesis de ligninas (Chapelle y cols. 2012), ni para el transporte 

de los mismos. Se podría decir que la glicosilación es un prerrequisito para el 

almacenamiento en la vacuola, mientras que las formas no glicosiladas son 

directamente exportadas a la pared celular. 

En relación al transporte de los monolignoles hacia la pared celular, se 

puede realizar de las siguientes maneras: 

1. Exocitosis a través de vesículas 

2. Difusión pasiva 

3. Transporte activo mediante proteínas transportadoras de tipo ABC 

El transporte activo es el más aceptado para el paso de monolignoles 

desde el citosol a la vacuola o a la pared celular (Miao y Liu. 2010). Se han 

observado patrones de expresión similares entre transportadores ABC y genes 

involucrados en la biosíntesis de ligninas (Alejandro y cols. 2012). Kaneda y cols. 

(2011) analizaron una serie de transportadores de tipo ABC cuya expresión 

estaba relacionada con la biosíntesis de ligninas y observaron que estos 

transportadores se expresaban en gran medida en los haces vasculares o en las 

fibras interfasciculares en Arabidopsis. Esta observación, junto con la realizada 

por Alejandro y cols. (2012) en la cual un transportador ABC podría ser 
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específico para el transporte de un alcohol hidroxicinamílico, podrían explicar la 

variación en la composición de las ligninas que se da entre los haces vasculares, 

ricos en unidades G, y las fibras interfasciculares, ricas en unidades S (Wang y 

cols. 2013) 

 

II.4. La etapa de polimerización 

La etapa de polimerización es el último paso en el proceso de la 

biosíntesis de ligninas a partir de los alcoholes hidroxicinamílicos. Esta etapa 

ocurre a través de la oxidación de los de los alcoholes hidroxicinamílicos por las 

peroxidasas de clase III dando lugar a la formación de radicales fenoxilo, seguido 

de un acoplamiento radical entre los mismos, formando dímeros (dilignoles). Lo 

más común es que estos dímeros oxidados se unan con otros monómeros de 

alcoholes hidroxicinamílicos y se produzca de esta manera la formación de un 

polímero en crecimiento (Figura 1.7). Este proceso recibe el nombre de 

polimerización lineal (Vanholme y cols. 2010), la cual se contrapone a la 

denominada polimerización en masa (bulk polimerization) en la cual se produce 

el acoplamiento oxidativo de dos oligómeros de lignina (Brunow y cols. 1998). La 

polimerización lineal es típica en ligninas formadas por unidades S y G, mientras 

que la polimerización en masa es más común en ligninas donde predominan las 

unidades de tipo G (Wagner y cols. 2009). Esta diferencia en la polimerización se 

debe en parte a la presencia de unos u otros alcoholes hidroxicinamílicos. Así, 

en presencia de alcohol coniferílico predomina la polimerización en masa, 

mientras que si se añade una mezcla de alcohol sinapílico y coniferílico 

predomina la polimerización lineal, aunque finalmente cuando se consumen los 

monómeros de ambos alcoholes se produce la polimerización en masa (Demont-

Caulet y cols. 2010). 

Los alcoholes hidroxicinamílicos son oxidados en una reacción catalizada 

por peroxidasas de clase III, las cuales son exportadas hacia el apoplasto donde 

se producirá la oxidación de los monolignoles. Esta reacción de oxidación es 

dependiente de H2O2 (Nose y cols. 1995, Ros Barceló y Pomar 2001) 

suministrado por una enzima de tipo NADPH oxidasa (Ros Barceló 1998a). Los 

dilignoles no son los productos finales de la ruta y pueden ser oxidados de nuevo 

por peroxidasas facilitando el acoplamiento entre ellos o con otros monolignoles.  
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Como se ha mencionado anteriormente, peroxidasas y lacasas pueden 

ser las responsables de la oxidación de los alcoholes hidroxicinamílicos, pero se 

sabe que un monolignol oxidado puede ceder su radical a otro monolignol, a un 

dilignol o al polímero de lignina en crecimiento lo cual implica que no solo las 

peroxidasas son capaces de formar los radicales de los monolignoles, haciendo 

que el proceso de polimerización sea aún más complejo (Wang y cols. 2013).  

 

Figura 1.7. Mecanismo de oxidación y polimerización de monolignoles dentro en la pared 
celular. Las líneas de puntos muestran la transferencia de radicales entre monolignoles u 
oligómeros. Las flechas blancas representan acoplamiento radical entre monolignoles u 
oligómeros. Las flechas negras muestran el producto de acoplamiento radical-radical y la 
oxidación de monolignoles u oligómeros. Tomado de Wang y cols. (2013). 

 

Al mismo tiempo que se produce la polimerización de las ligninas, éstas 

pueden unirse a los polisacáridos de la pared celular por la adición nucleofílica 

de los grupos hidroxilo de los polisacáridos a la estructura metiluro quinona que 

resulta del acoplamiento �-O-4 de dos radicales monolignoles. A través de este 

mecanismo, las ligninas aportan fuerza a las paredes celulares vegetales, 

facilitan el transporte de agua e impiden la degradación de los polisacáridos de la 

pared, actuando así como una mejor línea de defensa contra herbívoros, 

insectos y hongos. 
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Lewis y Yamamoto (1990) establecieron cuatro criterios básicos que 

deberían cumplir aquellas enzimas implicadas en la polimerización de los 

alcoholes hidroxicinamílicos en la pared celular. Estos criterios son: 

i) mostrar una especificidad de sustrato por los alcoholes 

hidroxicinamílicos 

ii) presentar una localización subcelular en la pared celular 

iii) conocerse su estructura primaria  

iv) presentar una correlación temporal con las fases de lignificación 

activa de la pared celular.  

A estos cuatro criterios, Ros Barceló (1997) añadió dos nuevos: 

v) que la enzima presente una extensa distribución dentro de todas las 

especies de plantas vasculares hasta ahora conocidas 

vi) que la enzima presente una alta afinidad para los alcoholes 

hidroxicinamílicos durante su oxidación a compuestos de tipo lignina. 

De forma general se ha considerado que peroxidasas y lacasas son las 

principales enzimas implicadas en esta etapa de polimerización, ya que 

presentan una correlación tanto espacial como temporal con la lignificación de la 

pared celular (Ros Barceló 1997). En el caso de las lacasas, éstas presentan 

una baja afinidad por los alcoholes hidroxicinamílicos, una incapacidad 

manifiesta de formar compuestos altamente polimerizados de tipo lignina y, en 

muchos casos, una falta de correlación cuantitativa entre los niveles de la 

enzima y la lignificación. A pesar de esos inconvenientes se han encontrado 

mutantes knock-out de lacasas que muestran una disminución en el contenido 

de ligninas (Berthet y cols. 2011). En el caso de las peroxidasas resulta difícil 

imaginar que una única isoenzima sea la responsable en exclusiva de un 

proceso tan complejo y organizado como es la polimerización de los alcoholes 

hidroxicinamílicos a ligninas. No obstante, las peroxidasas reúnen bastantes de 

los requisitos previamente definidos. Así, estas enzimas muestran una gran 

afinidad por los alcoholes hidroxicinamílicos durante su oxidación a compuestos 

de tipo lignina, muestran una correlación cuantitativa con la lignificación de la 

pared celular (Shigeto y cols. 2013) y, por último, están presentes en altos 

niveles en los tejidos lignificantes de todas las plantas vasculares (Novo-Uzal y 

cols. 2012).  
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La teoría más aceptada es que las lacasas participan en los primeros 

estadíos de la lignificación (Zhao y cols. 2013), mientras que las peroxidasas son 

las responsables de la lignificación en los estadios intermedios y finales, cuando 

se genera H2O2 por parte de las células del parénquima en respuesta a la 

entrada en apoptosis de las células en lignificación (Pesquet y cols. 2013) 

 

II.5. Lignificación en la célula vegetal 

La biosíntesis de monolignoles comienza en el interior de los plastidios, 

donde se encuentran las enzimas que participan en la ruta del siquimato (Rippert 

y cols. 2009). Como productos de esta ruta se forman la fenilalanina y la tirosina, 

que son los compuestos iniciales de la ruta fenilpropanoide. Las enzimas de 

dicha ruta presentan diferentes localizaciones, mientras que las enzimas C4H, 

C3’H y F5H pertenecientes a la familia de proteínas P450 se encuentran 

localizadas en la superficie externa del retículo endoplasmático (Li y cols. 2008), 

las enzimas PAL, CAD, COMT, CCoAOMT y 4CL se localizan en vesículas 

derivadas del aparato de Golgi que se encuentran en el citosol (Takabe y cols. 

2001). Esta compartimentalización de las enzimas implicadas en la biosíntesis 

de monolignoles, así como la localización exclusiva en los plastidios de las 

enzimas de la ruta del siquimato tiene dos funciones, eliminar los intermediarios 

aromáticos que son fitotóxicos y mejorar la eficacia de la transformación de los 

diferentes intermedios de reacción (Liu 2012). Los monolignoles sintetizados 

pueden bienser transportados al apoplasto y allí ser oxidados por peroxidasas o 

lacasas; o bien ser glicosilados, posteriormente transportados a la vacuola 

posiblemente por transportadores de tipo ABC (Figura 1.8). La lignificación 

comienza en las esquinas celulares, la lámina media y la capa S1 de la pared 

secundaria, extendiéndose después por el resto de la pared secundaria hacia el 

lumen. La lignificación de la lámina media y la pared primaria comienza después 

de la formación de la pared secundaria, mientras que la lignificación de esta 

última normalmente empieza cuando la formación de la pared secundaria se ha 

completado (Donaldson 2001, Möller y cols. 2006). 
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Figura 1.8. Esquema de la biosíntesis de monolignoles, su transporte e iniciación de la 
polimerización de la lignina dentro de la célula vegetal. En la biosíntesis de monolignoles 
a partir de fenilalanina y siquimato están implicadas enzimas citosólicas (PAL, HCT, 4CL, 
CCR, CAD, CCoAOMT y COMT) y enzimas unidas a la membrana del retículo 
endoplasmático (F5H, C3’H y C4H). Una vez sintetizados los monolignoles pueden pasar 
al apoplasto o ser glicosilados. Los monolignoles glicosilados se almacenan en las 
vacuolas para después ser transportados al apoplasto o directamente pasan a la pared 
celular.Una vez en la pared son desglicosilados para que puedan ser oxidados por 
peroxidasas y lacasas. Modificado de Liu (2012) y Wang y cols. (2013). 

 

Debido a que la lignificación comienza en la región más alejada del 

protoplasto, se ha sugerido que haya puntos de inicio ligados a regiones 

específicas de la pared celular, donde comienza la polimerización. Estos sitios 

de inicio deberían estar en la pared durante su formación, en vez de depender 

de la difusión de las enzimas implicadas hacia los lugares de lignificación. En las 

paredes celulares de Arabidopsis y de monocotiledóneas herbáceas se han 

encontrado cantidades significativas de ferulato, el cual puede formar dímeros o 

bien polimerizar con otros compuestos fenólicos y formar uniones con 

polisacáridos o proteínas estructurales de la pared celular, formando de esta 

manera núcleos para la polimerización de las ligninas (Ralph 2010). Otros 

candidatos para ser sitios de inicio son las llamadas proteínas dirigentes, que 

son proteínas no enzimáticas que dirigen el acoplamiento radical en la síntesis 

de los polímeros de lignina (Davin y cols. 2008), aunque esta teoría no es 

compartida por la mayoría de los investigadores que estudian la lignificación. 
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El inicio de la polimerización de la lignina, así como la deposición espacial 

de un tipo u otro de lignina también depende de las enzimas responsables de la 

oxidación de los monolignoles. Estas enzimas se localizan en la lámina media, 

esquinas de las paredes celulares y en la pared celular secundaria, aunque se 

desconoce su distribución y movimiento dentro de la pared celular durante el 

proceso de lignificación (Figura 1.8). Las condiciones dentro de la pared celular 

son muy diversas dando lugar a pequeños microambientes que pueden influir en 

el acceso de proteínas, sustratos enzimáticos o incluso actividades catalíticas 

dentro de la propia pared celular (Lee y cols. 2011) 

 

II.6 Restricciones en el proceso de lignificación 

El mecanismo de polimerización, tal como actualmente es conocido 

(Freudenberg y cols. 1965, Hatfield y Vermerris 2001), impone ciertas 

restricciones al proceso de lignificación. Si los sustratos (los monolignoles y el 

H2O2) y las enzimas son suministrados por las células del parénquima vecinas a 

las células del xilema después de que estas entren a apoptosis (Smith y cols. 

2103), se puede esperar un gradiente de difusión de los bloques de lignina así 

como del H2O2 desde la membrana plasmática de las células del parénquima 

hasta las paredes celulares secundarias de los vasos del xilema. Esto produce 

dos zonas topográficas claramente definidas en las paredes celulares 

lignificantes:  

1.- Una caracterizada por elevados niveles de peroxidasa y alta difusión 

de sustratos, y localizada en la pared celular primaria de las células del 

parénquima del xilema y de los vasos. 

2.- Otra caracterizada por bajos niveles de peroxidasa y baja difusión de 

sustratos, y localizada más allá de las paredes celulares primarias, como en los 

engrosamientos de la pared celular secundaria de los vasos del xilema.  

Esto produce dos tipos de polimerización: una rápida (en la pared celular 

primaria) y la otra lenta (en la pared celular secundaria). La polimerización 

rápida, como probablemente ocurre en la lámina media y en las paredes 

celulares primarias, favorece el acoplamiento C-C de los monolignoles formando 

polímeros muy ramificados, ricos en enlaces interunitarios �-5, �-1, �-�, 5-5 y 5-

O-4. Este tipo de polimerización rápida da lugar a lo que se conoce como bulk 

polimerization mencionada en el apartado II.4. En contraste, la polimerización 
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que se produce en las paredes celulares secundarias es la denominada 

polimerización lineal, que favorece el acoplamiento �-O-4 de los monolignoles 

dando lugar a polímeros relativamente lineales (Lai y Sarkanen 1975), un 

proceso favorecido a pH 5,5 (Grabber y cols. 2003), el pH de la pared celular 

secundaria de los elementos del xilema (Roberts y Haigler 1994). Así, las 

ligninas ricas en unidades H se depositadan principalmente en las paredes 

celulares primarias y están fuertemente entrecruzadas (Terashima y Fukushima 

1988, Chabannes y cols. 2001, Ruel y cols. 2002), mientras que las ligninas ricas 

en unidades G y S son principalmente depositadas en las paredes celulares 

secundarias, y el polímero formado es principalmente lineal, en el que los 

esqueletos de los monolignoles se unen por enlaces �-O-4 (Chabannes y cols. 

2001, Ruel y cols. 2002). 

 

II.7 Regulación de la lignificación 

Las células lignificadas constituyen un importante sumidero de carbono y 

además no pueden expandirse debido a la deposición de lignina, por lo que la 

lignificación ocurre después de que la célula se haya dividido y aumentado de 

tamaño. Dado el gran coste metabólico que conlleva la síntesis del polímero de 

lignina, junto con la incapacidad de las células vegetales para utilizarlo como 

fuente de carbono y las propiedades que confiere a las células lignificadas, el 

proceso de lignificación está fuertemente regulado a nivel temporal y espacial. 

La regulación de la biosíntesis de ligninas se ha estudiado principalmente 

mediante análisis de los promotores de los genes implicados. Mediante análisis 

de deleción en el promotor del gen PAL se identificaron los elementos cis críticos 

para su expresión específica en los distintos tejidos. 
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Figura 1.9. Estructura y organización de un gen eucariota. El gen se divide en varias 
secciones. La región transcrita actúa como molde para la síntesis de RNA, que se edita y 
traduce en el producto proteico del gen. La región transcrita contiene secuencias 
codificantes (exones) y secciones no codificantes (intrones). La región transcrita está 
flanqueada a ambos lados por secuencias no codificantes que actúan en la regulación 
del gen. La mayoría de los elementos de las secuencias reguladoras están en la región 
5’. Los primeros 1000 pares de bases (pb) de la región 5’ se denominan promotor, ya 
que contiene motivos importantes para la “promoción” de la transcripción. Estos motivos 
se llaman “elementos cis”. El elemento cis más conservado es la caja TATA, que 
habitualmente se encuentra en los primeros 50 pb del punto de inicio de la transcripción. 
Tomado de Buchanan y cols. 2000. 

 

El análisis de la región reguladora 5’ de varios genes que codifican para 

enzimas implicadas en la biosíntesis de ligninas revela un motivo común. Los 

promotores de estos genes se caracterizan por la presencia de motivos 

conservados, conocidos como elementos AC, cajas H o cajas PAL (Bell-Lelong y 

cols. 1997, Lacombe y cols. 2000, Lauvergeat y cols. 2002). Estos motivos 

deben su nombre a que son ricos en adenosina y citosina, y se encuentran en 

los genes de PAL, C4H, COMT, CCoAOMT, 4CL, CCR y CAD pero no están 

presentes en el gen de F5H. La ubicuidad de estos elementos en los promotores 

de estos genes sugiere que podrían actuar como una diana dentro de un 

mecanismo regulador común (Patzlaff y cols. 2003). Además de los elementos 

AC, existen otros elementos cis, como el elemento FP56 identificado en el 

promotor de 4CL, que también tienen importancia en la regulación de la 

expresión génica (Neustaedter y cols. 1999). De los 12 genes que se enumeran 

como participantes directos en la biosíntesis de ligninas en Arabidopsis, 10 de 

ellos contienen al menos una copia de un elemento AC (Rogers y Campbell 

2004).  

Existen factores de transcripción que interaccionan con los elementos AC 

y que podrían estar implicados en el control de la lignificación. La familia de 
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factores transcripcionales MYB es una de las clases más abundantes en las 

plantas y la subfamilia que contiene el dominio R2R3 de unión al DNA es la más 

grande (Figura 1.10) (Stracke y cols. 2001). El potencial de las proteínas R2R3-

MYB de unirse a los elementos AC y regular la lignificación se demostró por 

primera vez en Antirrhinum majus (Tamagnone y cols. 1998). Cuando alguna de 

las proteínas AmMYB308 o AmMYB330 se sobreexpresa en tabaco se acumulan 

menos compuestos fenólicos que en las plantas control y se reduce la cantidad 

de ligninas en los tejidos vasculares. 

Figura 1.10. Esquema de la regulación transcripcional de la biosíntesis de la pared 
celular en A. thaliana. 

 

En Arabidopsis existen tres factores de transcripción implicados 

directamente en la biosíntesis de ligninas, ya que son capaces de unirse a los 

elementos AC presentes en los promotores de los genes que codifican para las 

enzimas que participan en la ruta de biosíntesis de los monolignoles (MYB58, 

MYB63 y MYB85). En el caso de MYB58, éste se puede unir a los promotores de 

todos los genes de la ruta fenilpropanoide excepto al de F5H (Zhou y cols. 2009). 

No sólo los factores MYB están involucrados en la regulación de la biosíntesis de 

ligninas de manera directa (actuando sobre los genes de la ruta fenilpropanoide) 

o indirecta (modificando la expresión de otros factores de transcripción) sino que 

existen otros factores de transcripción que desempeñan un papel muy 
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importante en el proceso de lignificación. Estos factores son proteínas con 

dominio tipo NAC, los cuales actúan como reguladores maestros (master 

regulator), e incluyen los factores NST1 (NAC Secondary wall Thickening 

promoting factor1), NST2, SND1 (Secondary wall- associated NAC Domain 

protein1), VND6 (Vascular-related NAC Domain6) y VND7 (Zhong y cols. 2012). 

VND6 y VND7 regulan la biosíntesis de la pared celular en el metaxilema y el 

protoxilema respectivamente (Kubo y cols. 2005), mientras que NST1/SND1 

regulan la biosíntesis de la pared celular en las fibras del xilema y las fibras 

interfasciculares (Mitsuda y cols. 2007, Zhong y cols. 2007). SND1 actúa 

directamente sobre los factores MYB103, MYB46, MYB83 y SND3 (Zhong y cols. 

2008). MYB46 y MYB83 regulan la expresión de MYB58, MYB63 y MYB85, que 

participan directamente en la regulación de los genes de biosíntesis de las 

ligninas mediante su unión a elementos AC, excepto en el caso de F5H que es 

directamente regulada por SND1 (Zhou y cols. 2009). MYB46 está implicado en 

la regulación de la biosíntesis de los tres principales componentes que 

constituyen las paredes celulares vegetales, ya que regula genes implicados en 

la biosíntesis de celulosa (CesA7, CesA8), factores de transcripción que regulan 

directamente esta ruta (MYB103 y SND3) y genes que intervienen en la 

biosíntesis de xilanos (FRA8) (Kim y cols. 2014) (Figura 1.10). Estudios recientes 

han demostrado que además existen factores de transcripción de la familia VND 

que están involucrados tanto en la síntesis de la pared celular como en la muerte 

celular programada, por lo que la acción conjunta de esta familia de factores de 

transcripción regularían la formación de los vasos (Zhou y cols. 2014) 

También existen inhibidores de los genes implicados en la biosíntesis de 

la pared celular como es el caso de MYB52 y hb5 (Cassan-Wang y cols. 2013) o 

el factor de transcripción MYB75, que reprime la biosíntesis de pared celular, 

actuando sobre los genes de biosíntesis de celulosa, xilanos y ligninas 

(Bhargava y cols. 2010). Existen otros factores transcripcionales que tienen la 

capacidad de regular la expresión de algunos genes de la biosíntesis de ligninas. 

Se ha encontrado en tabaco un miembro de la familia LIM (NtLIM1) capaz de 

unirse a un elemento AC implicado en la expresión específica en el xilema de 

genes que codifican para enzimas de la ruta de biosíntesis de ligninas (Kawaoka 

y cols. 2000). 
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III. Peroxidasas 

Las peroxidasas (H2O2: donador de hidrógeno: H2O2 oxidorreductasas) 

son hemoproteínas que catalizan la oxidación monoeléctrica de diferentes 

sustratos a expensas del H2O2 según la siguiente reacción; 

2RH + H2O2  �  2R + 2H2O 

Se encuentran ampliamente distribuidas en el Reino Vegetal: Rodófitos 

(Collen y cols. 1994), Clorófitos (Vanden Driessche y cols. 1984; Weger 1997), 

Briófitos (Matlok y cols. 1989), Pteridófitos (Bakardjieva y cols. 1996) y en todos 

los Espermatófitos estudiados (Siegel 1993); incluso aparecen en Euglenófitos 

(Shigeoka y cols. 1980), pertenecientes al Reino Protozoo. 

Las peroxidasas se clasifican en dos grandes superfamilias, una que 

incluye a las peroxidasas vegetales, fúngicas y bacterianas, y otra superfamilia 

no relacionada estructuralmente con la anterior constituida por las peroxidasas 

animales (Welinder 1992, Hiraga y cols. 2001). A su vez, dentro de la 

superfamilia de las peroxidasas vegetales, fúngicas y bacterianas se han 

definido tres clases en base a las diferencias estructurales que existen entre 

ellas: 

- Clase I: está compuesta por la citocromo c peroxidasa mitocondrial de 

levaduras, la ascorbato peroxidasa cloroplástica y citosólica de plantas 

superiores y las peroxidasas bacterianas (Jespersen y cols. 1997). No poseen 

naturaleza glicoproteica, están localizadas en cloroplastos, mitocondrias, 

peroxisomas y citosol, y muestran una moderada especificidad de sustrato para 

el ácido ascórbico. Adicionalmente, estas peroxidasas de la clase I son inhibidas 

por reactivos que contienen el grupo tiol como el p-cloromercurobenzoato y, en 

general, son consideradas como muy termolábiles. 

- Clase II: agrupa a todas las peroxidasas fúngicas de secreción 

(manganeso peroxidasas).  

- Clase III: contiene todas las peroxidasas vegetales de secreción y 

muestran características distintas a otras peroxidasas vegetales. Son de 

naturaleza glicoproteica, están localizadas en las vacuolas y en las paredes 

celulares. Estas peroxidasas muestran una baja especificidad de sustrato, con 

una moderada, pero notable, afinidad por el alcohol coniferílico, además de 
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presentar una inusual estabilidad térmica. Todas estas características las 

distinguen de las ascorbato peroxidasas vegetales (clase I). 

III.1. Naturaleza y estructura 

Las peroxidasas vegetales de secreción (EC.1.11.1.7) son glicoproteínas 

cuyo peso molecular generalmente está comprendido entre 28 y 60 kDa (Hiraga 

y cols. 2001). Contienen como grupo prostético una molécula de protohemina IX 

(hemo b). En su estado nativo, el átomo de hierro se encuentra en el estado de 

oxidación formal +3 [Fe(III)]. Este hierro está pentacoordinado con los cuatro 

átomos de nitrógeno pirrólicos del grupo hemo y con un átomo de nitrógeno de 

un residuo de histidina de la proteína, que se ha conservado durante la 

evolución. La sexta posición de coordinación se encuentra libre determinando así 

el estado de alto espín para el hierro (Banci 1997). El grupo prostético (Figura 

1.11) resulta esencial para la actividad enzimática ya que su eliminación provoca 

la total inactivación de la enzima (Chibbar y cols. 1984).  

En su estructura tridimensional tienen 10 hélices α y algunas láminas β. 

El grupo hemo está localizado en una cavidad entre dos hélices α antiparalelas. 

Hay residuos conservados que tienen un papel importante, como la histidina 

distal y la arginina adyacente; y la histidina proximal que se encuentra 

coordinada con el Fe3+ y el hidrógeno unido al ácido aspártico. 

En todas las peroxidasas de clase III conocidas hasta el momento se 

encuentran dos átomos estabilizadores de Ca2+, uno distal y otro proximal. 

Además, el Ca2+ también es considerado un activador de las peroxidasas 

vegetales de secreción (Iori y cols. 1995, Converso y Fernández 1996) y las 

cadenas a las que están unidos están altamente conservadas (Welinder y cols. 

2002).  
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Figura 1.11. Ordenación espacial del centro activo de las peroxidasas. El grupo hemo 
(en rojo) está coordinado por la histidina proximal, H170, y el sexto sitio de coordinación 
está vacante (a). Estructura tridimensional de la isoenzima C de la peroxidasa de rábano 
(HRP C); las regiones plegadas helicoidalmente se muestran en púrpura, y las láminas-� 
en amarillo (b). El grupo hemo se encuentra entre los dominios distal (arriba) y proximal 
(abajo) de la enzima. Los dos sitios de unión al calcio se muestran como esferas azules. 
Tomado de Smith y Veitch (1998). 

 

La presencia de cuatro puentes disulfuro ligados a cuatro pares de 

residuos invariables de cisteína están conservados en todas las peroxidasas de 

clase III, además de un puente salino en los residuos invariables de Asp y Arg 

importante para la unión entre los dominios N- y C- terminal durante el 

plegamiento de la proteína (Veitch 2004). 

La mayoría de los RNAm de las peroxidasas vegetales codifican un 

péptido señal de 19 a 31 residuos de entrada al retículo endoplásmico que dirige 

a la proteína hacia la ruta de secreción. Algunos RNAm, como en el caso de la 

peroxidasa de rábano C y la peroxidasa 1 de cebada, también poseen un 

propéptido carboxi-terminal que puede ser responsable de su deposición en las 

vacuolas (Welinder 1992, Carpin y cols. 1999). 

La glicosilación de la enzima varía entre el 0 y el 25 %, siendo los 

principales azúcares la N-acetilglucosamina, la manosa, la fucosa y la xilosa. La 

mayoría de los oligosacáridos tienen un alto contenido en manosa (Gray y cols. 

1996, Yang y cols. 1996, McMannus y Ashford 1997, Wilson 2002). La 

glicosilación ocurre en la superficie de los giros que conectan sobretodo las 

hélices F´ y F´´, de tal forma que el glicano se presenta hacia el exterior de la 

molécula (Veitch 2004). La glicosilación es uno de los factores principales que 
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determinan la inusual estabilidad térmica de las peroxidasas vegetales de 

secreción (McEldoon y Dordrick 1996) ya que la eliminación de estos 

oligosacáridos normalmente afecta la cinética de las peroxidasas, su estabilidad 

térmica, su resistencia a las proteasas (por ejemplo tripsina), su estructura 

secundaria, y sus propiedades inmunológicas (Sánchez-Romero y cols. 1994, 

Tams y Welinder 1995, Duarte-Vázquez y cols. 2003). 

 

III.2. Funciones de las peroxidasas de clase III 

A diferencia de lo que ocurre con las peroxidasas de clase I, las cuales 

están involucradas en la detoxificación del H2O2 (Sgobba y cols. 2014) y las de 

clase II que participan en la degradación de restos de suelo asignar una función 

particular a las de clase III es bastante más complejo, debido al gran número de 

genes presentes, isoenzimas y sus dos posibles ciclos catalíticos (Passardi y 

cols. 2005, Almagro y cols. 2009). 

Las peroxidasas de clase III se encuentran involucradas en el 

metabolismo de la pared celular (Ros Barceló y Pomar 2001), metabolismo de 

las auxinas (Cosio y cols. 2008), cicatrización de heridas (Allison y Schultz 

2004), detoxificación del H2O2, detoxificación de compuestos y defensa contra 

patógenos (Daudi y cols. 2012). Además, las peroxidasas generan especies 

reactivas de oxígeno (EROs) (Passardi y cols. 2004) las cuales actúan en 

diferentes respuestas medioambientales y procesos de desarrollo incluyendo el 

estadillo oxidativo, la respuesta hipersensible o la elongación celular (Bolwell y 

cols. 2002; Liszkay y cols. 2004; Bindschedler y cols. 2006). Además las EROS 

generadas por las peroxidasas pueden actuar como mensajeras en la ruta de 

transducción de señales (Laloi y cols. 2004) durante la respuesta a estrés, 

división y elongación celulares y muerte celular programada (Bethke y Jones 

2001, Foreman y cols. 2003, Foyer y Noctor. 2005). 

La diversidad de procesos catalizados por las peroxidasas, así como el 

gran número de genes sugiere que algunos de los miembros de esta familia 

presenten una función especializada (Cosio y Dunand 2009). La presencia de 

regiones conservadas y regiones variables en estas proteínas pueden explicar la 

especificidad de ciertas peroxidasas. De hecho, algunos autores han demostrado 

la aparición y desaparición de isoformas de peroxidasas durante un proceso 
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concreto y en una zona en particular (Loukili y cols. 1999, Allison y Schultz 

2004). 

 

III.3. Papel fisiológico de las peroxidasas en la lignificación 

Aunque en un principio puede considerarse que las peroxidasas son las 

candidatas más adecuadas para realizar el proceso de polimerización de los 

alcoholes hidroxicinamílicos, diversos estudios realizados con plantas 

transgénicas de tabaco muestran que una reducción significativa en la expresión 

de una isoenzima ácida de peroxidasa no viene acompañada de una reducción 

de la lignificación (Lagrimini y cols. 1997), y arrojan ciertas dudas sobre la 

participación exclusiva de las peroxidasas ácidas en este proceso. 

Otro aspecto que deberían cumplir las enzimas que participasen en la 

polimerización de los alcoholes hidroxicinamílicos es la de presentar una 

correlación cuantitativa con la lignificación. En el caso de las peroxidasas, esta 

correlación ha sido frecuentemente descrita en el endocarpo de melocotón 

(Abeles y Biles 1991), en fibras de lino (McDougall 1992), en álamo (Baier y cols. 

1993), en agujas de pícea noruega (Polle y cols. 1994) y en células en 

suspensión de Zinnia durante la diferenciación en traqueidas (Sato y cols. 

1995a). Sin embargo, en ninguno de los casos anteriormente citados ha sido una 

sola peroxidasa, ya sea básica o ácida, la única implicada en esas correlaciones. 

De todos estos estudios se desprende la conclusión de que más de una 

isoenzima parece estar implicada en la polimerización de los alcoholes 

cinamílicos. Estos estudios podrían explicar por qué la reducción en la expresión 

de una isoenzima de peroxidasa individual no está acompañada por una 

reducción en la lignificación de la pared celular. 

Este hecho, más que una desventaja, podría ser una ventaja ya que la 

aparente redundancia en la función biológica mostrada por las isoenzimas de 

peroxidasa podría ser la causa de la heterogeneidad mostrada por las ligninas 

dentro de las diferentes áreas de la pared celular (Ros Barceló 1997).  

Las distintas isoenzimas de peroxidasa pueden mostrar una cierta 

especificidad de sustrato y fuertes diferencias en su reactividad con los alcoholes 

hidroxicinamílicos. Cuando se estudian las afinidades de varias peroxidasas 

básicas aisladas de tejidos lignificantes por los alcoholes cinamílicos, se 

observan valores de kM del orden de 10-400 �M (Takahama 1993, Ros Barceló 
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1998b). Estos valores de kM mostrados por las peroxidasas son menores que los 

mostrados por las lacasas vegetales (12 mM) (Bao y cols. 1993), y se 

encuentran dentro del orden (5-500 �M) de los valores de afinidad mostrados por 

las enzimas precedentes en la ruta biosintética (Grisebach 1981, 

Dharmawardhana y cols. 1995). En este punto, no se debe olvidar que los 

valores de kM de las peroxidasas con respecto al alcohol coniferílico presentan 

una cierta dependencia de la concentración de H2O2, siendo proporcionalmente 

menor al descender la concentración de H2O2 (Ros Barceló 1998b). De hecho, 

los valores de kM mostrados para el H2O2 por muchas peroxidasas, cuando se 

usan concentraciones de alcohol coniferílico entre 30 y 160 �M (Takahama 1993, 

Ros Barceló 1998b), sugieren que dichas enzimas se encuentran muy bien 

adaptadas a trabajar en presencia de bajas concentraciones de H2O2. 

Debido a la necesidad que tienen las peroxidasas del H2O2 para su 

actuación, es lógico pensar que para que las peroxidasas tuvieran un papel 

activo en la lignificación de la pared celular, no sólo es indispensable que éstas 

se encuentren localizadas en las mismas áreas de la pared celular que lignifica, 

sino que también es necesario que, en ellas, las peroxidasas permanezcan 

activas (Figura 1.12). Por ello, es conveniente, aunque no indispensable (Ferrer 

y cols. 1990), que dichas áreas de la pared celular muestren una producción de 

H2O2 con el fin de favorecer la actividad de las peroxidasas.  

El H2O2necesario para la reacción es aportado por NADPH oxidasas (Ros 

Barceló y cols. 2002), amino oxidasas (Möller y McPherson 1998), oxalato 

oxidasas (Caliskan y Cuming 1998) e incluso en ciertas condiciones puede ser 

aportado por las propias peroxidasas, ya que presentan un ciclo oxidativo 

(Kawano 2003). El papel que desempeña el H2O2 como factor que controla la 

lignificación ha sido demostrado en varias ocasiones, ya que usando 

secuestradores de H2O2 se observa una reducción en la formación de lignina 

(Gabaldón y cols. 2005, Kärkönen y cols. 2002), el mismo fenómeno que cuando 

se bloquea la expresión de la superóxido dismutasa, que elimina el H2O2. La 

acumulación de esta molécula en las paredes celulares está controlada por 

agentes reductores, siendo el más importante el ascorbato (Ros Barceló y cols. 

2006). Se puede decir que el H2O2 desempeña un papel importantísimo en la 

lignificación, como se ha demostrado tanto en cultivos de elementos traqueales 

de Zinnia elegans como en la planta in vivo (Novo-Uzal y cols. 2013) La 

actuación de las peroxidasas en la pared celular está controlada por el 
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microambiente que se genera a su alrededor tanto de H2O2 como del aporte de 

monolignoles (Marjamaa y cols. 2009)  

 

Figura 1.12. Secciones transversales de Pinus halepensis después de teñir con 
floroglucinol para revelar la presencia de ligninas (a), con KI-almidón para mostrar la 
localización del H2O2 (b), y TMB, que indica la colocalización de la peroxidasa y el H2O2 
(c). Barras= 300 �m. Tomado de Gómez Ros y cols. (2007).  

 

III.4 La peroxidasa básica de Zinnia elegans 

El último paso en la biosíntesis de ligninas está catalizado por 

peroxidasas y lacasas (Ros Barceló 1997, Berthet y cols. 2012). Las lacasas son 

capaces de catalizar la síntesis de unidades G, pero la formación de unidades S 

está restringida a las peroxidasas (Berthet y cols. 2012). Aunque numerosos 

estudios ponen de manifiesto el papel de las peroxidasas de clase III en la 

lignificación, sólo algunas isoenzimas están estrechamente relacionadas con 

esta función, como es el caso de la peroxidasa de Z. elegans (ZePrx) la cual está 

totalmente caracterizada y se sabe que es la responsable de la lignificación 

(Gabaldón y cols. 2005, 2006, Novo-Uzal y cols. 2013) 

Los tallos y los hipocotilos de Z. elegans expresan la misma isoenzima 

básica de peroxidasa (López-Serrano y cols. 2004), la cual es capaz de oxidar 

tanto los alcoholes coniferílico y sinapílico como el coniferilaldehído y el 

sinapilaldehído. Además, la versatilidad de esta enzima es tal que la preferencia 

de sustrato cubre los tres p-hidroxibenzaldehídos y los tres ácidos p-

hidroxicinámicos (Ros Barceló y cols. 2003). Esta capacidad para la oxidación 

diferencial del alcohol sinapílico permitió definir un nuevo tipo de peroxidasas 

denominadas peroxidasas de tipo siringilo (Ros Barceló y cols. 2007) 

La afinidad de esta peroxidasa de naturaleza fuertemente básica por los 

alcoholes p-hidroxicinamílicos y sus correspondientes aldehídos es similar (Ros 

Barceló y Pomar 2001) a la mostrada por las enzimas precedentes de la ruta de 
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biosíntesis de las ligninas (F5H y CAD), que también usan los alcoholes p-

hidroxicinamílicos y sus correspondientes aldehídos como sustratos. Estos 

resultados indican que la ruta de biosíntesis de las ligninas no presenta 

sumideros metabólicos en los que los sustratos puedan acumularse, como se 

desprende de los flujos metabólicos en las células lignificantes (Anterola y cols. 

2002). 

Todo esto sugiere que esta peroxidasa juega un papel clave en la 

lignificación de la pared celular, lo cual está apoyado por su localización en el 

xilema (Ros Barceló y cols. 2000 y 2002, López-Serrano y cols. 2004). Existe un 

consenso general (Boerjan y cols. 2003) que las peroxidasas confieren una 

elevada plasticidad metabólica a la ruta biosintética de las ligninas, de hecho, la 

versatilidad (plasticidad metabólica) de esta peroxidasa básica confiere un cierto 

sentido a la heterogeneidad de la ruta de biosíntesis de las ligninas.  

El hecho de que la proteína se exprese en hipocotilos, tallos y cultivos 

celulares de Z. elegans (Gabaldón y cols. 2005) sugiere que esta proteína no 

sólo cumple todos los requerimientos catalíticos para estar implicada en la 

lignificación superando todas las restricciones impuestas por el paso de 

polimerización, sino que también su expresión es inherente a la lignificación. La 

naturaleza de su pI básico no es algo excepcional, ya que las peroxidasas 

básicas se expresan diferencialmente durante la lignificación en otros sistemas 

modelo (Quiroga y cols. 2000, Holm y cols. 2003), mostrando propiedades 

bioquímicas inusuales y únicas como la oxidación de los residuos siringilo 

(Aoyama y cols. 2002). Además, el análisis de su promotor pone de manifiesto la 

existencia de elementos de respuesta para hormonas que están implicadas en la 

diferenciación del xilema como son auxinas, citoquininas, brasinoesteroides 

(Gutiérrez y cols. 2009), giberelinas (López Núñez-Flores y cols. 2010), además 

de otras moléculas como son NO y H2O2 (Gómez-Ros y cols. 2012). El promotor 

de ZePrx presenta elementos cis a los cuales pueden unirse determinados 

factores de transcripción, por tanto no sólo las hormonas regulan directamente la 

expresión de ZePrx sino que además hay factores de transcripción que están 

regulados por estas mismas hormonas y pueden interaccionar con el promotor 

de ZePrx. Todo ello pone de manifiesto la implicación de esta peroxidasa en el 

proceso de lignificación. 
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III.5. Peroxidasas de tipo siringilo 

El papel que desempeñan las peroxidasas en la polimerización de los 

alcoholes cinamílicos se ha descrito desde numerosas aproximaciones 

experimentales. Así, en tejidos lignificantes de tabaco (Lagrimini y cols. 1987), 

tomate (Mohan y cols. 1993) y de Populus kitakamiensis (Osakabe y cols. 1994) 

se expresan tanto los promotores del gen de la peroxidasa como una 

acumulación de sus transcritos.  

Tanto las peroxidasas ácidas como las básicas son capaces de oxidar a 

los alcoholes p-cumarílico y coniferílico. Sin embargo, este hecho no está tan 

claro en el caso del alcohol sinapílico, que no es sustrato de muchas 

peroxidasas ácidas (Ros Barceló y cols. 1987; Dean y Eriksson 1994, Tsutsumi y 

cols. 1994, Takahama 1995, Bernards y cols. 1999), aunque existen excepciones 

(Christensen y cols. 1998, Quiroga y cols. 2000). Esta observación es importante 

para revelar la especificidad y naturaleza de la enzima implicada en la biosíntesis 

de lignina, puesto que el alcohol sinapílico es más proclive a la oxidación que el 

alcohol coniferílico y el p-cumarílico (Kobayashi y cols. 2005). Estos resultados 

sugieren que, aunque las reacciones catalizadas por la peroxidasa están 

conducidas por fuerzas termodinámicas redox (Ros Barceló y cols. 2004), la 

acomodación del sustrato en el centro catalítico de la enzima determina el papel 

real que juega cada isoenzima de la peroxidasa en la biosíntesis de ligninas. Así, 

se ha determinado, por estudios de cristalografía de rayos X, que la oxidación 

del alcohol sinapílico por ciertas peroxidasas ácidas está dificultada 

estéricamente debido a interacciones hidrofóbicas desfavorables entre los 

átomos metoxi del alcohol sinapílico y los residuos conservados I-138 y P-139 en 

el sitio de unión al sustrato de la enzima (Østergaard y cols. 2000).  

Este solapamiento aparentemente no ocurre en el sitio de unión al 

sustrato de las peroxidasas ácidas que oxidan a la siringaldazina (Christensen y 

cols. 2001), y por supuesto, tampoco ocurre en la mayoría de las peroxidasas 

básicas, donde el residuo I-138 está sustituido por el residuo L-138. La 

capacidad de estas enzimas para oxidar residuos siringilo está universalmente 

aceptada (Tsutsumi y cols. 1994, Bernards y cols. 1999, Quiroga y cols. 2000, 

Ros Barceló y cols. 2000, Ros Barceló y Pomar 2001, Aoyama y cols. 2002), y 

explicaría por qué la supresión antisentido de las peroxidasas básicas en plantas 

transgénicas disminuye tanto los niveles de unidades G como de S (Blee y cols. 
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2003), mientras que la supresión antisentido de ciertas peroxidasas ácidas sólo 

produce la disminución de los niveles de unidades G (Li y cols. 2003). 

 

Figura 1.13. Alineamientos estructurales de peroxidasas tipo siringilo y guaiacilo. Los 
motivos estructurales de las peroxidasas S (en rojo) se determinaron alineando la 
peroxidasa de Z. elegans (AJ880395) con las de tomate (L13653), espárrago 
(AB042103), álamo (BAE16616) y pícea (AJ809340) frente a dos peroxidasas G típicas, 
la ATP A2 (X99952) y HRP A2 (P80679). Los alineamientos muestran aminoácidos 
altamente conservados en todas las peroxidasas (en amarillo) y residuos aminoacídicos 
parcialmente conservados en ATP A2 y HRP A2 presentes en otras peroxidasas (en 
verde). Las puntas de flecha señalan los aminoácidos I138, P139 y S140 que determinan 
la conformación e hidrofobicidad del sitio de unión al sustrato en la ATP A2. “*” significa 
que los residuos aminoacídicos de la columna son idénticos en todas las secuencias del 
alineamiento. “:” significa que hay sustituciones conservadas. “.” significa que existen 
sustituciones semiconservadas. Tomado de Ros Barceló y cols. (2007). 

Las peroxidasas de clase III con capacidad para oxidar el alcohol 

sinapílico o su análogo químico siringaldazina han sido purificadas a partir de 

diferentes especies vegetales como Lycopersicon esculentum (Quiroga y cols. 

2000), Z. elegans (Gabaldón y cols. 2005), Betula pendula (Marjamaa y cols. 

2006) y Populus alba (Sasaki y cols. 2004). Ros Barceló y cols. (2007) 

describieron los determinantes estructurales de las peroxidasas de tipo siringilo 

alineando la secuencia aminoacídica de peroxidasas capaces de oxidar los 

residuos siringilo y de dos peroxidasas guaiacilo típicas ATP A2 y HRP A2. Los 

alineamientos revelaron motivos estructurales diferenciales (Figura 1.13), los 

cuales son necesarios y suficientes para determinar la actividad siringil-oxidasa 
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de las peroxidasas, como lo demuestra el hecho de que la peroxidasa PAPX5 de 

Picea abies, que es capaz de oxidar la siringaldazina (Marjamaa y cols. 2006), 

muestra todos los motivos estructurales comunes a estas peroxidasas. 

Comparando la estructura tridimensional de una peroxidasa de tipo 

siringilo (Z. elegans) y otra de tipo guaiacilo (ATP A2 de A. thaliana) se 

encontraron diferencias que podrían explicar la diferente especificidad de 

sustrato (Figura 1.14). La hélice D’ está ausente en las peroxidasas de tipo 

siringilo estudiadas (Gómez Ros y cols. 2007). Esta observación puede constituir 

la piedra angular de la diferente especificidad de sustrato de las siringil-

peroxidasas, ya que en la ATP A2, la hélice D´ fija la posición del grupo 

prostético (Østergaard y cols. 2000). La ausencia de la hélice D´ en las siringil-

peroxidasas probablemente representa un factor de relajación del centro 

catalítico, permitiendo el acceso de grupos siringilo. Además, la hélice D’ fija el 

motivo IPS en la ATP A2, que determina la conformación y la hidrofobicidad del 

sitio de unión al sustrato (Østergaard y cols. 2000). 

 

Figura 1.14. Estructura tridimensional de la ATP A2 (a) y (c) y de Z. elegans (b) y (d). 
Las hélices � están mostradas en amarillo. El motivo IPS aparece señalado en verde y 
con flechas en (a) y (c). Las láminas � aparecen en azul en (a) y (c) están ausentes en 
ZePrx, mientras que las nuevas láminas � que aparecen en (b) y (d) se muestran con 
flechas. El grupo hemo se muestran en color rojo, mientras que las histidinas proximal y 
distal aparecen en azul oscuro. Tomado de Ros Barceló y cols. (2007). 
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La láminas-� I, que aparece en la peroxidasa ATP A2 (en azul), está 

ausente en todas las siringil-peroxidasas, en las cuales surgen nuevas láminas-� 

(Gómez Ros y cols. 2007). Estas nuevas láminas-� se encuentran adyacentes a 

la histidina proximal, y deben influir en la conformación del centro catalítico. 

Todos estos factores probablemente condicionan la especificidad de sustrato de 

estas enzimas, determinando propiedades catalíticas únicas (Ros Barceló y cols. 

2007). 

En el caso de la peroxidasa CWPO-C de Populus alba los autores 

atribuyen su propiedad de oxidar el alcohol sinapílico a la presencia de dos 

residuos de tirosina (Tyr74 y Tyr177) (Shigeto y cols. 2012) cerca del grupo 

hemo. El residuo de Tyr74 está presente también en la peroxidasas de Zinnia 

elegans, por tanto esta podría ser otra posible explicación de la capacidad de 

ciertas peroxidasas para oxidar el alcohol sinapílico (Shigeto y cols. 2013) 

 

III.6 Peroxidasas de Arabidopsis 

En A. thaliana se han identificado 73 genes que codifican para 

peroxidasas de clase III (Tognolli y cols. 2002, Welinder y cols. 2002). Mediante 

análisis de microarrays se asignó una función determinada a 36 de estas 

peroxidasas, mientras que por técnicas proteómicas y aproximaciones 

transgénicas se asignó función a 12 y 9 genes de peroxidasas, respectivamente. 

Un total de 44 genes de los 73 que codifican para peroxidasas de clase III 

posiblemente estén implicados en mecanismos específicos. La mayoría de estas 

peroxidasas están relacionadas con mecanismos de defensa y fenómenos de 

respuesta a diferentes tipos de estreses: metales (Kumari y cols. 2008), 

patógenos (Mohr y Cahill. 2007), ozono (Miyazaki y cols. 2004), frío (Llorente y 

cols. 2002), anoxia (Klok y cols. 2002), déficit de potasio (Kang y cols. 2004); 

mientras que otras están involucradas en procesos de desarrollo (Irshad y cols. 

2008) y formación de la pared celular (Yokoyama y Nishitani 2006). 

Las funciones asignadas a estas peroxidasas se han hecho en base a 

datos obtenidos a partir de microarrays y únicamente seis de las 44 peroxidasas 

con función asignada se han analizado mediante PCR cuantitativa (Kumari y 

cols. 2008). Los microarrays se basan en el estudio de perfiles transcriptómicos y 

esto puede llevar a error, ya que la presencia de un cierto transcrito no tiene por 
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qué estar relacionada necesariamente con la presencia de la proteína para la 

cual codifica (Dunand y cols. 2003). Los estudios de proteómica trabajan 

directamente con la proteína pero también pueden dar lugar a una gran cantidad 

de falsos positivos. 

Con el fin de identificar las funciones de las peroxidasas de clase III, 

actualmente se están empleando plantas transgénicas para los diferentes genes 

objeto de estudio. En el caso de la identificación de peroxidasas implicadas en la 

lignificación los investigadores buscan homologías con otras peroxidasas cuyo 

papel en la lignificación está claramente definido. Una vez identificados los 

candidatos mediante el uso de mutantes comerciales o bien transformantes 

obtenidos en el laboratorio se intenta determinar el papel de esa peroxidasa en 

la lignificación, mediante sobreexpresión o bloqueo de la misma. De esta manera 

han sido identificadas peroxidasas implicadas en la rigidez de la pared por su 

participación en la polimerización de la lignina: AtPrx64 (Lee y cols. 2013), 

AtPrx2, AtPrx25 y AtPrx71 (Shigeto y cols. 2013), AtPrx67 (Pedreira y cols. 

2011), AtPrx72 y peroxidasas implicadas en la ruptura de uniones entre 

polisacáridos de la pared haciendo que ésta sea más laxa: AtPrx36 (Kunieda y 

cols. 2013), AtPrx33/34 (Passardi y cols. 2006) y AtPrx53 (Jin y cols. 2011). A 

pesar de todo, a veces ocurre que la alteración de una peroxidasa homóloga a 

otra implicada en la lignificación no tiene ningún efecto sobre la planta lo que 

podría deberse a dos motivos: I) la presencia de peroxidasas redundantes y II) la 

escasa especificidad de sustrato que presentan. 

 

III.7. Peroxidasas siringilo en A. thaliana 

En los últimos diez años sólo se han identificado tres peroxidasas que 

muestran una preferencia de sustrato hacia el alcohol sinapílico en vez de hacia 

el coniferílico,  ZePrx de Z. elegans (Gabaldón y cols. 2005), BPX1 de Betula 

pendula (Marjamaa y cols. 2006) y CWPO-C de Populus alba (Aoyama y cols. 

2002). El papel de la peroxidasa básica de Z. elegans en la lignificación ha sido 

ampliamente demostrado tanto en estudios in vitro como in vivo (Novo-Uzal y 

cols. 2013), por tanto cabe esperar que algunas de las 73 peroxidasas de 

Arabidopsis estén implicadas en la lignificación y además sean de tipo siringilo, 

teniendo en cuenta que las ligninas del tallo de Arabidopsis están constituidas 

por un 35% de unidades S (Rogers y cols. 2005). 
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Shigeto y cols. (2013) encontraron en Arabidopsis tres peroxidasas de 

clase III (AtPrx2, AtPrx25 y AtPrx71) homólogas en secuencia con CWPO-C. 

Mutantes knock-out para estas enzimas demostraron tener una menor cantidad 

de lignina, aunque en cambio el ratio S/G era mayor en los mutantes, lo cual 

sugiere que las tres peroxidasas seleccionadas no son peroxidasas de tipo 

siringilo. Sin embargo estos autores generaron proteínas recombinantes de estas 

peroxidasas y demostraron in vitro que las proteínas recombinantes presentaban 

mayor actividad catalítica frente a siringaldazina (Shigeto y cols. 2014). Estos 

resultados demuestran que la actividad catalítica de las enzimas in vitro y su 

papel in vivo puede diferir, lo que hace imprescindible caracterizar 

funcionalmente dichas proteínas en la planta. 

Utilizando la peroxidasa de Zinnia como modelo de peroxidasa siringilo y 

atendiendo a la estructura primaria, secundaria, terciaria, carga superficial de la 

proteína y estabilidad del RNAm, Herreroy cols. (2013b) realizaron un búsqueda 

bioinformática para localizar qué peroxidasas de A. thaliana podrían ser 

candidatas a peroxidasas siringilo implicadas en la lignificación. Atendiendo a su 

estructura primaria un total de 10 peroxidasas fueron seleccionadas, aquellas 

con un E-valor más bajo (tabla 1). AtPrx53 (también denominada ATP A2) fue 

descartada inicialmente ya que ha sido ampliamente caracterizada y estudiada y, 

como se ha mencionado anteriormente, se ha demostrado que su 

comportamiento y propiedades difieren de ZePrx (Nilsen y cols. 2001). Las 10 

peroxidasas seleccionadas presentaban los elementos estructurales 

característicos de las peroxidasas de tipo siringilo (Ros Barceló y cols. 2007). 

Atendiendo a su carga de superficie AtPrx14 y AtPrx36 fueron descartadas por 

presentar diferencias con las de Zinnia: AtPrx36 presenta una carga superficial 

negativa, lo cual hace que su ubicación e interacción con componentes de la 

pared celular sea muy diferente a la de Zinnia, siendo este un factor 

determinante para descartarlas como peroxidasas involucradas en el último paso 

de la biosíntesis de ligninas (Herrero y cols. 2013b) 
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Tabla I. Peroxidasas de A. thaliana con mayor homologia a la de Z. elegans 
(ZePrx), en función de su E-Valor 

Nombre Código TAIR pI E-
AtPrx4 NP_172906.1 7.68 1e-
AtPrx5 NP_172907.1 8.73 1e-
AtPrx52 NP_196153.1 8.20 2e-
AtPrx68 NP_200648.1 9.76 1e-
AtPrx67 NP_2020647.1 10.40 1e-
AtPrx36 NP_190668.2 4.52 8e-
AtPrx14 NP_179406.1 6.29 4e-
AtPrx49 NP_195361.1 8.56 4e-
AtPrx53 NP_196290.1 4.61 7e-
AtPrx72 NP_201440.1 8.54 9e-
 

Atendiendo a la estabilidad de los RNAm la peroxidasa 5 fue descartada, 

ya que además de no tener UTRs, lo cual dificultaría su traducción, presenta un 

elemento DST (downstream sequence) y un elemento ARES (AU-rich regions), 

los cuales confieren una vida media corta al RNA, por lo que el transcrito de esta 

peroxidasa es altamente inestable. Por el contrario, los transcritos de AtPrx4 y 

AtPrx52 son muy estables (Herrero y cols. 2013b). 

 

Figura 1.15. Comparación de la estructura tridimensional (a) y de la carga superficial (b) 
de las peroxidasas de A. thaliana con mayor homología a ZePrx. Todas estas 
peroxidasas carecen de la hélice D' al igual que ZePrx, lo que les permite oxidar el 
alcohol sinapílico. Además todas presentan una superficie cargada positivamente al igual 
que ZePrx. Modificado de Hererro y cols. (2013b). 

 

En el intento de seguir refinado la búsqueda de peroxidasas de tipo 

siringilo se realizó un análisis de los promotores de estas peroxidasas en busca 
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de elementos de respuesta a hormonas, NO y H2O2 (Herrero y cols. 2014). 

Según los resultados de estos autores, AtPrx49 se descartó como homóloga a 

ZePrx, ya que no presenta elementos de repuesta a brasinoesteroides. Además, 

esta peroxidasa, junto con AtPrx67, muestran una ausencia importante de 

elementos cis de respuesta a NO y H2O2, característica que no comparten con 

ZePrx (Herrero y cols. 2014). 

Atendiendo a la búsqueda de peroxidasas de tipo siringilo en A. thaliana 

realizada por Herrero y cols. (2013b, 2014) tres son las elegidas como posibles 

candidatas, AtPrx4, AtPrx52 y AtPrx72. De entre estas tres cabe destacar que la 

peroxidasa con mayor homología a la de Zinnia es AtPrx52: su promotor puede 

ser diana para varias hormonas (auxinas, citoquininas, giberelinas y 

brasinoesteroides), moléculas señal (NO y H2O2) y para un conjunto de factores 

de transcripción que están regulados por hormonas que participan durante el 

crecimiento secundario. 
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A la vista de los antecedentes descritos en la Introducción, los objetivos 

de la presente memoria son: 

1. Selección de mutantes knockout para las peroxidasas 4, 52 y 72 

de Arabidopsis, que muestran una mayor homología con la peroxidasa de Zinnia 

elegans; así como la obtención de individuos 100% homocigóticos para dichos 

genes. 

2. Caracterización biométrica de los mutantes de peroxidasas de 

Arabidopsis frente a la variedad silvestre. 

3. Estudio del efecto del fotoperiodo en la fisiología de los mutantes 

knockout de la peroxidasa 4 de Arabidopsis. 

4. Estudio del efecto de las mutaciones sobre el desarrollo, 

estructura y organización vasculares, así como sobre la composición de las 

paredes celulares del tallo de la inflorescencia de Arabidopsis.  

5. Análisis cualitativo y cuantitativo del efecto de la mutación sobre la 

naturaleza de las ligninas del tallo de la inflorescencia. 

6. Estudio del efecto de la supresión de los genes de peroxidasas en 

la expresión de los genes implicados en la biosíntesis de ligninas, así como de 

los factores de transcripción que regulan dicha ruta. 

7. Análisis de la expresión de genes que participan en la síntesis de 

otros componentes de la pared celular y de otras rutas metabólicas relacionadas 

con el suministro de esqueletos carbonados para la biosíntesis de ligninas. 
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I. Material vegetal 

Las semillas de A. thaliana ecotipo Columbia 0 (WT) y las de los 

mutantes atprx4 (Salk_044730.56.00.X), atprx52 (Salk_081257.50.70.x y 

SM_3_1699) y atprx72 (Salk_136893.44.70.x y Sail_891_H09) se obtuvieron del 

catalogo on-line del Nottingham Arabidopsis Stock Center (NASC) en 

http://nasc.nott.ac.uk / home.html. Las líneas mutantes contienen una inserción 

en el gen de la peroxidasa seleccionada, que impide su expresión y por lo tanto, 

una pérdida de función en esa proteína (Figura 2.1). Para facilitar la selección de 

los mutantes, estas líneas poseen un marcador de resistencia al antibiotico 

kanamicina, (líneas Sail_891_H09 y SM_3_1699) o resistencia a glufosinato 

amónico (líneas Salk_044730.56.00.X, Salk_081257.50.70.x y 

Salk_136893.44.70.x) (Alonso y cols. 2003). 

�

Figura 2.1. Esquema de la localización de los cebadores para la identificación de los 
mutantes homocigóticos. Tomado del Salk Institute Genome Analysis Laboratory 

 

II. Selección de mutantes 

Las semillas de los mutantes se esterilizaron superficialmente por 

inmersión en etanol al 70 % (v/v) durante 20 s, seguido de una inmersión en una 

solución de hipoclorito sódico al 10 % (v/v) durante 10 min en agitación. 

Transcurrido este tiempo, las semillas se lavaron 4 veces con agua destilada 

estéril y se mantuvieron en condiciones de frio (4�C) durante 3 días para su 

estratificación (Harrison y cols. 2006).  
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Figura 2.2. Selección de mutantes knock-out crecidos en medios MS suplementado con 
kanamicina 

 

Transcurrido el tiempo de estratificación, la mitad de las semillas tanto del 

WT como de los mutantes se sembraron en medio MS sólido (4.33 g l-1 sales 

MS, 0.5 % de sacarosa y 0.8% Bactoagar a pH 5.7 ajustado con 1 M KOH; 

Murashige y Skoog, 1962), y la otra mitad en medio MS sólido suplementado con 

20 �g ml-1 de kanamicina (Figura 2.2) o 10 µg ml-1 de glufosinato amónico como 

agentes de selección. 

Las placas se mantuvieron en condiciones controladas día/noche de 22 

�C/20 �C, humedad relativa del 70 % y bajo un fotoperiodo de 16 h de luz (110 

�mol m-2 s-1) y 8 h de oscuridad, en una cámara de crecimiento (Conviron 

CMP6050). Transcurridas dos semanas aquellas plantas capaces de crecer en el 

medio de selección se transfirieron a maceteros (Teku) de 70 ml de capacidad 

con sustrato de cultivo (Profi- Substrate, que contiene un 34 % de C orgánico, un 

0.2 % de N orgánico y un 68 % de materia orgánica total, estando el pH 

comprendido entre 5.0 y 6.5, los niveles de fertilizantes eran 50-300 mg L-1 de N, 

80-300 mg L-1 de P2P5 y 80-400 mg L-1 de K2O), conteniendo vermiculita en una 

proporción 3:1 y regándose una vez a la semana a capacidad de campo. 

 

III. Aislamiento de DNA 

Transcurridas cuatro semanas después de transferir a tierra las plantas 

capaces de crecer en medio selectivo, se realizó el aislamiento del DNA 
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(Edwards y cols. 1991) para confirmar la presencia de la inserción dentro del gen 

de las diferentes peroxidasas seleccionadas. 

El aislamiento del DNA genómico se realizó a partir de discos de hoja. 

Para ello los discos se homogeneizaron en un tubo tipo eppendorf con ayuda de 

un pistilo, en 400 µl de un tampón de extracción compuesto por: Tris-HCl 200 

mM pH 7.5, NaCl 250 mM, EDTA 25 mM y SDS al 0.5 %. El homogenado se 

centrifugó a 15700xg durante 5 min, 350 µl del sobrenadante obtenido se mezcló 

con 1 ml de isopropanol frío y se incubó durante 10 min en hielo. A continuación, 

las muestras se centrifugaron a 15700xg durante 10 min, se eliminó el 

sobrenadante y el precipitado resultante se lavó con 1 ml de acetato sódico 0.2 

M en etanol al 76 %. Tras una nueva centrifugación a 15700xg durante 5 min, el 

precipitado resultante se lavó con 1 ml de etanol al 70% y se centrifugó en las 

mismas condiciones. El precipitado final se secó en la estufa durante 10 min a 37 

�C, y posteriormente, se resuspendió en 80 �l de agua MiliQ estéril. La detección 

de las plantas mutantes homocigóticas se llevó a cabo mediante una 

amplificación por PCR (94 ºC 2 min, seguido de 30 ciclos de 94 ºC 30 s, 55 ºC 45 

s y 72 ºC durante 1 min, finalizando con 72 ºC durante 5 min) del DNA extraído 

anteriormente. El diseño de los cebadores se realizó mediante la herramienta de 

diseño del SIGnAL (http://signal.salk.edu/tdnaprimers.html) (Ostergaard y 

Yanofsky, 2004). Los productos de PCR se corrieron en un gel del agarosa al 1% 

confirmando que el tamaño de las bandas era el esperado para los mutantes 

homocigóticos (Figura 2.3). 

 

Figura 2.3. Identificación mediante PCR de plantas homocigóticas para el gen AtPrx4. 
Así, mientras los individuos 1, 2, son WT, los individuos 4 y 5 son homocigóticos y los 
individuos 3 y 6 son heterocigóticos para la mutación 
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IV. Condiciones de crecimiento 

Una vez seleccionadas, tanto por selección en medio de cultivo como por 

PCR, aquellas plantas homocigóticas para la mutación se dejaron crecer y se 

recolectaron sus semillas, las cuales se esterilizaron y estratificaron según el 

método descrito anteriormente en el apartado II. Estas semillas procedentes de 

plantas homocigóticas, se germinaron directamente en sustrato, manteniéndolas 

cubiertas con film durante 5 días para conseguir una germinación próxima al 100 

%. 

Las plantas se mantuvieron en una cámara de crecimiento en las 

condiciones descritas anteriormente. Para el estudio del efecto de la luz sobre 

las plantas mutantes, se utilizaron los siguientes fotoperiodos: 

- Fotoperíodo de día largo (FDL): 16/8 h luz/ oscuridad. 

- Fotoperíodo de día corto (FDC): 8/16h  luz/ oscuridad. 

 

V. Análisis fenotípico 

El análisis fenotípico de las plantas se realizó según describe Boyes y 

cols. (2001). Para ello se utilizaron bandejas con 50 plantas, tanto de WT como 

de los diferentes mutantes y se calcularon los siguientes parámetros: 

a) Área foliar de la roseta. Se tomaron medidas a partir de la etapa de 

desarrollo 1.04 (Boyes y cols. 2001). Las plantas se fotografiaron y las fotos se 

analizaron utilizando el software ImageJ 1.46 (http://rsbweb.nih.gov/ij/). 

b) Radio mayor de la roseta. Este parámetro se midió con el mismo 

procedimiento que el área foliar. 

c) Longitud del tallo principal de la inflorescencia. Este parámetro se 

midió en un estado de desarrollo posterior que se corresponde con la etapa 5 

descrita por Boyes y cols. (2001). 

En todos los casos las medidas se tomaron cada 2 o 3 días, en las 50 

plantas de cada tipo. Los datos se analizaron estadísticamente utilizando el test 

de Student. 
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VI. Ensayos histoquímicos para la detección de ligninas 

Las ligninas se detectaron en secciones de tallo de la inflorescencia 

utilizando las tinciones de Mäule y Wiesner además, se empleó la tinción con 

azul de toluidina que tiñe las paredes celulares. Para ello, se utilizaron plantas 

recolectadas en la etapa de desarrollo 6.3 (Boyes y cols. 2001), correspondiente 

a plantas con una altura de 15 cm. Las secciones transversales se realizaron 

utilizando los primeros 5 cm de la parte basal de los tallos. Todas las imágenes 

adquiridas en los distintos tipos de microscopios se procesaron mediante Adobe 

PhotoShop CS®. 

 

VI.1. Tinción con azul de Toluidina 

Las secciones se fijaron en solución Mc Dowell (Mcdowell y Trump, 

1976), se lavaron con tampón cacodilato sódico 0.1 M en sacarosa y se trataron 

con OsO4 al 1% a 4�C. Seguidamente, se lavaron en el mismo tampón, se 

deshidrataron con series graduales de alcohol y se embebieron en resina Spurr 

(Spurr, 1969). Una vez incluidas en la resina, las secciones se cortaron con un 

Ultramicrotomo Leica UC6 en secciones semifinas de 5 �m, se tiñeron con azul 

de toluidina (entre 0.5-1 %) (Ros Barceló y cols. 1991) y se observaron en un 

microscopio confocal NIKON Eclipse 90i. Las fotografías se realizaron con una 

cámara DXM 1200C. 

 

VI.2. Tinciones de Mäule y de Wiesner 

Paras realizar estas tinciones, primeramente las secciones hechas a 

mano se fijaron en FAA (formaldehido 3.7%, alcohol 47.5% y acido acético 5%) 

durante una hora. 

Tinción de Wiesner 

Esta tinción detecta específicamente los grupos cinamaldehído de las 

ligninas (Pomar y cols. 2002). Para realizar esta tinción, las secciones de los 

tallos se incubaron con una solución que contenía floroglucinol (1, 3, 5-

trihidroxibenceno) al 1% (p/v) en HCl/EtOH (25:75) (v/v) durante 10-15 min. Las 
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observaciones y fotografías se realizaron en un microscopio confocal NIKON 

Eclipse 90i y con una camara DXM 1200C. 

Tinción de Mäule 

Esta tinción, especifica para los grupos S de las ligninas, se realizó de 

acuerdo con el protocolo descrito por Atanassova y cols. (1995), incubando las 

secciones en KMnO4 al 1% en agua, durante 5 min. A continuación, se realizó un 

lavado y se destiñeron con HCl al 10% durante 5 min, después las secciones se 

lavaron con agua, y se introdujeron en amoníaco concentrado (Pomar y cols. 

2002) para posteriormente ser incluidas en una solución de glicerol al 35 %. Las 

observaciones y fotografías se realizaron con el mismo microscopio y cámara 

utilizados para la tinción de Wiesner. 

 

VII. Microscopía electrónica de transmisión 

Para la observación de las muestras en el microscopio electrónico de 

transmisión se realizó el mismo procedimiento descrito para las tinciones con 

azul de toluidina, pero en este caso las secciones realizadas fueron de 0.5 �m 

de espesor y posteriormente fueron contrastadas con acetato de uranilo y citrato 

de plomo durante 15 min (Reynolds, 1961). Las secciones se observaron con un 

microscopio electrónico PHILIPS TECNAI 12 trabajando a 60 kV. 

 

VIII. Microscopía electrónica de barrido 

Secciones realizadas a mano se fijaron en glutaraldehido al 3% en 

tampón cacodilato sódico 0.1M durante 4 h. Después estas secciones se lavaron 

toda la noche en el mismo tampón pero sin glutaraldehido y con sacarosa, para 

después postfijarlas en tetraoxido de osmio al 1% durante 2 h. Más tarde se 

lavaron durante toda la noche con tampón cacodilato más sacarosa 0.1 My se 

sometieron a una deshidratación en un gradiente de concentraciones crecientes 

de acetona. Una vez deshidratadas se les realizó el punto crítico a las muestras 

con CO2 líquido en 100% de acetona, para más tarde recubrirlas de oro en un 

metalizador Biorad-Polaron division (200A). Las muestras se observaron con un 

microscopio electrónico de barrido Jeal 6.100, usando el sistema de captación de 

imagen Autobean del sistema de microanálisis INCA X-Stream and Mics de 

OXFORD instrument analytical. 
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IX. Análisis de las paredes celulares 

IX 1. Obtención de las paredes celulares 

Para realizar los análisis de las ligninas se utilizó el tallo de la 

inflorescencia, que se recogió cuando la planta se encontraba en la etapa 8 de 

desarrollo (Boyes y cols. 2001). Para el aislamiento de las paredes celulares se 

siguió el método descrito por Pomar y cols. (2002). El material vegetal se 

homogenizó con nitrógeno líquido y se centrifugó a 1000xg durante 10 min. El 

sobrenadante se descartó y el precipitado se lavó 2 veces con Triton X-100 al 

1% en las mismas condiciones. El precipitado se volvió a lavar con agua 4 

veces. Se hicieron lavados con etanol absoluto, unas 3-4 veces en idénticas 

condiciones, hasta que el sobrenadante quedó transparente. Para secar las 

paredes, el precipitado se filtró sobre un filtro de celulosa y con vacío, lavándolo 

2 veces con etanol al 96% y con éter dietílico. El material seco se consideró la 

fracción de las paredes celulares.  

 

IX.2. Cuantificación de ligninas con bromuro de acetilo 

Para la cuantificación de ligninas se siguió el procedimiento descrito por 

Iiyama y Wallis (1988). Se pesaron 5 mg de paredes celulares, se les añadió 

bromuro de acetilo al 25% (p/p) en ácido acético en un volumen de 500 µl. Esta 

mezcla se incubó a 70 ºC durante 30 min. Transcurrido este tiempo se dejó 

enfriar, se añadió 1 ml de NaOH 2N y finalmente, se enrasó a 10 ml con ácido 

acético. Tras dejar reposar las muestras, se midió la absorbancia a 290 nm. Para 

calcular la concentración de ligninas se usó un factor de absortividad de 20,091g-

1cm-1 según la estimación de Iiyama y Wallis (1988). 

 

IX. 3. Análisis mediante espectroscopía de infrarrojos (FTIR) 

Las paredes celulares se pulverizaron en un mortero hasta conseguir un 

polvo muy fino. Los espectros se realizaron usando un espectrómetro Bruker 

Vector 22 FTIR (Bruker Optics, Madrid, España), equipado con un ATR de 

reflexión simple con prisma de diamante Golden Gate (Specac), cuyo brazo 

permitió aplicar una presión constante a la muestra sobre el cristal, para 

conseguir un contacto perfecto entre la muestra y el haz de infrarrojos incidente, 

evitando la pérdida de radiación incidente. 
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Se obtuvieron 30 espectros de infrarrojo entre 300 y 4000 cm-1 para cada 

réplica, con una resolución de 4 cm-1. Los datos obtenidos de los espectros de 

FTIR se analizaron con el programa OPUS 5.5 de Bruker para su normalización 

y corrección de la línea base. 

 

IX.4. Oxidación de las paredes celulares con nitrobenceno 

La oxidación alcalina con nitrobenceno de las paredes celulares y los 

análisis de HPLC de los productos obtenidos se llevaron a cabo según Pomar y 

cols. (2002). Para la reacción, 25 mg de paredes celulares se incubaron durante 

150 min a 170 ºC en una mezcla de 2.5 ml de NaOH 2N y 0.25 ml de 

nitrobenceno, usando para ello tubos pyrex de tapón con teflón que se agitaron 

suavemente cada cierto tiempo. Al terminar el periodo de incubación los tubos se 

enfriaron y a cada uno se le añadió 2.5 ml de agua destilada, extrayéndose en 

un embudo de decantación con 2.5 ml de diclorometano (CH2Cl2). Esta 

extracción se realizó tres veces únicamente añadiendo 2.5 ml de diclorometano, 

con el fin de eliminar los productos de degradación del nitrobenceno. El residuo 

acuoso de las tres extracciones se acidificó entonces a un pH entre 1.0 y 2.0 con 

HCl 5N. Una vez ajustado el pH se extrajo en un embudo de decantación con 5 

ml de diclorometano-acetato de etilo (1:1) reteniendo la fase orgánica, repitiendo 

esta extracción tres veces. El conjunto de extracciones se juntó en un único 

volumen, se le añadió Na2SO4 en exceso, y tras haberlo filtrado se evaporó a 

sequedad en un rotavapor (Buchi R-200). El residuo final se disolvió en metanol, 

se pasó a través de un filtro de tamaño de poro de 0.45 µm ajustándose el 

volumen final de nuevo a 1 ml de metanol. 

Las muestras se analizaron por cromatografía líquida (HPLC) en una 

columna de fase reversa Spherisorb ODS2 C18 usando un equipo Waters 

Alliance, equipado con un detector de diodos Waters 996. Para llevar a cabo la 

cromatografía se utilizaron las mezclas de solventes A, que contenía acetonitrilo 

al 50% y ácido acético al 2% y B, que se trataba de ácido acético al 2%. El 

programa usado consistió en un gradiente de: 35% solvente A, 65% solvente B 

minuto 0; 40% solvente A, 60% solvente B minuto 5; 50% solvente A, 50% 

solvente B minuto 14 y 35% solvente A, 65% solvente B minuto 16. La 

cuantificación del p-hidroxibenzaldehído, la vanillina y el siringaldehído se realizó 

a 290 nm usando los correspondientes estándares  comerciales. 
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IX.5. Análisis cualitativo mediante tioacidolisis 

La técnica empleada para la realización de la tioacidolisis fue la descrita 

por Lapierre y cols. (1995). Para llevar a cabo la reacción, se pesaron 15 mg de 

las paredes celulares y se mezclaron con 10 ml de una disolución de BF3 eterato 

0.2 M en una mezcla 8.75/1 (v/v) dioxano/etanotiol. La tioacidolisis se realizó en 

tubos de vidrio pyrex sellados con tapón con teflón en un termobloque a 100 ºC 

durante 4 h, agitando suavemente cada cierto tiempo.  

Una vez transcurridas 4 h, se añadieron 30 ml de agua con el fin de 

detener la reacción y enfriar la mezcla. Seguidamente, se ajusto el pH a un valor 

entre 3.0 y 4.0 con una solución 0.4 M de Na2CO3. Una vez ajustado el pH, se 

procedió a la extracción con 30 ml de diclorometano, usando para ello un 

embudo de decantación. Esta extracción se realizó 3 veces, tras lo cual los 

volúmenes obtenidos se mezclaron, añadiéndose Na2SO4 en exceso para 

eliminar el agua arrastrada. A continuación, se procedió a la evaporación del 

diclorometano hasta sequedad en un evaporador rotatorio (Buchi R-200) a 40 ºC. 

El residuo final se disolvió en 100 �l de BSTFA (N,O bis-

(trimetilsilil)trifluoroacetamida) y 10 �l de piridina y los trimetil-silil derivados se 

analizaron en un equipo de GC-MS (Thermo Finnigan). 

 

Análisis de los trimetil-silil derivados en cromatografía de gases 

acoplada a espectrometría de masas (GC/MS) 

Para el análisis de las muestras anteriormente obtenidas, se utilizo un 

cromatógrafo Thermo Finnigan Trace GC, equipado con una columna DB-XLB, 

J&W, de 60 m x 0.25 mm de diámetro interno, usando helio como gas portador a 

un flujo constante de 1ml min-1. El programa de temperatura fue desde 90 ºC 

hasta 270 ºC, a una velocidad de 5 ºC min-1. El cromatógrafo se acopló a un 

detector de masas Thermo Finnigan Polaris Q, que trabajó con una intensidad de 

impacto electrónico de 70 eV. 

 

IX. 6. Análisis de hidratos de carbono 

Para la determinación del contenido e identificación de hidratos de 

carbono presentes en la pared celular, 20 mg de paredes se incubaron con 

H2SO4 (72%) a una temperatura de 25 ºC durante 120 min en agitación. 



Materiales y métodos                                                                                                           . 

50 

Transcurridas las dos horas la mezcla se diluyó con agua hasta alcanzar una 

concentración de H2SO4 del 4 %. Esta nueva solución se autoclavó a 120 ºC 

durante 120 min. Las muestras se filtraron, el residuo seco se pesó para 

determinar la cantidad de lignina, el sobrenadante se neutralizó con Na2B4O4 y 

se filtró a través de una membrana de nylon de 0.22 µm de tamaño de poro.  

Los monosacáridos se analizaron utilizando un HPLC (Waters 1500 

Series) con una columna Biorad Aminex HPX-87P termostatizada a una 

temperatura de 85 ºC. Los monosacáridos glucosa, xilosa, manosa, galactosa, 

arabinosa y ácido acético (derivado de los grupos acetato de las hemicelulosas) 

se detectaron por su índice de refracción, mediante un detector de refracción a 

una temperatura de 30 ºC. El hidroximetilfurfural (derivado de las hexosas) y el 

furfural (derivado de las pentosas) se detectaron con un diodo array a una 

longitud de onda de 254 nm. El gradiente empleado para la separación de todos 

los compuestos fue isocrático con H2SO4 (4mM), a un flujo de 0.6 ml min-1 

(Ferrer y cols. 2011). 

 

X. Análisis de la expresión génica 

X.1. Aislamiento y purificación de RNA  

El RNA total se aisló a partir de diferentes partes de Arabidopsis (100 mg 

de tejido pulverizado con nitrógeno líquido) utilizando Trizol (Chomczynski 1993) 

y siguiendo el protocolo suministrado por la casa comercial (Invitrogen). Para 

que el análisis de la expresión génica sea correcto, la muestra de RNA tiene que 

estar libre de restos de DNA genómico, puesto que su presencia implicaría la 

aparición de falsos positivos o de resultados erróneos, por ello el RNA se trató 

con DNasa para eliminar los posibles restos de DNA y se purificó utilizando el kit 

RNeasy Mini Kit (QIAGEN). Debido a la inestabilidad del RNA y su facilidad para 

degradarse se trabajó a 4ºC y se utilizó material libre de RNAsas (doblemente 

autoclavado).  

 

X.2. Cuantificación del RNA total  

El RNA se cuantificó en un espectrofotómetro Nanodrop® ND-1000 

(NanoDrop Technologies Inc, USA). Además, se comprobó la integridad del RNA 

mediante electroforesis en un gel de agarosa al 1.2 %. 
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X.3. Síntesis de DNAc 

Se utilizó 1 µg de RNA total para la síntesis de cDNA, a través de una 

reacción de retrotranscripción utilizando el kit RevertAid First Strand cDNA 

Synthesis kit (Thermo scientific), siguiendo las especificaciones del fabricante. 

Una vez terminada la reacción de síntesis el DNAc se guardo a -80ºC hasta el 

momento de su utilización.  

X.4. PCR cuantitativa a tiempo real 

El estudio de la expresión diferencial de los genes que codifican para las 

enzimas implicadas en la ruta de biosíntesis de las ligninas, así como para 

factores de transcripción implicados en la síntesis de la pared celular y genes de 

otras rutas del metabolismo fenilpropanoide, se realizó con ensayos de PCR 

cuantitativa a tiempo real empleando el equipo 7500 Fast Real Time PCR 

System (Applied Biosystems). Para la reacción de PCR a tiempo real se utilizó el 

SYBR Green PCR Core Reagents (Life Technologies). La mezcla de reacción 

final contenía: 7.5 µL de SYBR Green PCR Mastermix, 0.1 µM de cebador 

(anexo 1), 3.75 µL de una dilución de DNAc 1:100 y 3.45 µl de agua. Las 

reacciones se prepararon en una placa de 96 pocillos (Applied Biosystems). 

Todas las muestras se analizaron por triplicado. Para ello, después de una 

activación inicial de la polimerasa a 95 °C durante 10 min, las muestras se 

sometieron a 40 ciclos de amplificación cada uno comprendido por: 95 °C 

durante 15 s, 60 °C durante 1 min y finalmente 95 °C durante 15 s, 60 °C durante 

1 min y 95 ºC durante 15 s. La especificidad de los amplicones se comprobó a 

partir del análisis de las curvas de disociación. Los datos fueron analizados con 

el software Applied 7500 System SDS 2.0.5. La eficacia de los cebadores se 

calculó y los valores de Ct se procesaron siguiendo el método descrito por Pfaffl 

(2001), normalizando los resultados con respecto al gen de la actina, cuya 

expresión es constate. Según este método, la expresión relativa se define como: 

 

Donde E es la eficiencia y Ct es el número de ciclos a los que se detecta 

la señal. La referencia en nuestro caso fue la actina.  
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I. EFECTO DEL BLOQUEO DE LA EXPRESIÓN DE ATPRX4 EN PLANTAS 

DE A. THALIANA 
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I.1. Localización de la inserción de T-DNA en el gen AtPrx4 y de su 

expresión en diferentes órganos de A. thaliana 

El gen que codifica para la peroxidasa 4 de Arabidopsis (At1g4540) está 

localizado en el cromosoma 1 y tiene la estructura clásica de cuatro exones y 

tres intrones que se suele encontrar en los genes de peroxidasas. Para la 

realización de los análisis se seleccionó una línea mutante atprx4 

(SALK_044730.56.00) con una inserción de T-DNA en el exón 4 del gen (Figura 

3.1A). Este gen codifica para una peroxidasa (AtPrx4) catiónica, que presenta un 

pI teórico de 7.7 como se deduce de su secuencia de aminoácidos y muestra 

cargas superficiales muy similares a ZePrx (Herrero y cols. 2013b). Esta proteína 

se induce no solo durante el desarrollo normal de la planta sino también bajo 

condiciones de estrés, tales como la hipoxia, el estrés oxidativo y la infección por 

patógenos (Ramirez y cols. 2011, Yang y cols. 2011, Rasul y cols. 2012, Li y 

cols. 2013). AtPrx4 se expresa en raíces (Welinder y cols. 2002, Armengaud y 

cols. 2004, Yang y cols. 2011), hojas (Ramírez y cols. 2011, Rasul y cols. 2012, 

Wang y cols. 2012) y en cultivos celulares (Guan y Nothnagel, 2004). Sin 

embargo, a pesar de su estrecha homología con ZePrx, que está altamente 

expresada en hipocotilos y epicotilos, no hay información de la expresión de 

AtPrx4 en el tallo de la inflorescencia de Arabidopsis. Con el fin de comprobar la 

localización de los transcritos de AtPrx4 se extrajo el RNA de diferentes órganos 

de las plantas WT. Los resultados mostraron que la expresión de AtPrx4 se 

localiza en raíces, hipocotilos, ramas laterales, tallo de la inflorescencia, 

cotiledones, hojas y flores (Figura 3.1B). Por tanto es un peroxidasa que se 

expresa tanto en tejidos donde ocurre la lignificación como en otros donde este 

fenómeno es menos frecuente, como son las flores. 
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Figura 3.1. (A) Localización del inserto de T-DNA en el mutante de la peroxidasa 4. En 
gris se muestran los extremos 5’ y 3’ UTR; en negro los exones y las líneas que los 
conectan los intrones. (B) Localización mediante RT-PCR del transcrito correspondiente 
a AtPrx4 en diferentes órganos de plantas WT de A. thaliana. Como gen de referencia se 
utilizó la actina. 

 

I.2. Efecto del noqueo de AtPrx4 sobre el crecimiento, la 

composición de la pared y la cantidad de lignina 

Para conocer el efecto del bloqueo de la expresión de AtPrx4 lo primero 

que se realizó fue un análisis del crecimiento de las plantas mutantes y un 

análisis comparativo con los individuos WT. Tanto las plantas atprx4 como las 

silvestres se cultivaron en condiciones de día largo (16/8h luz/oscuridad) y 

condiciones de día corto (8/16h luz/ oscuridad). En principio cabe esperar que 

las alteraciones fenotípicas sean más aparentes en plantas crecidas en 

condiciones de día largo, donde el fenómeno de la lignificación será más 

determinante. En plantas cultivadas bajo fotoperiodo de día largo, el tallo de la 

inflorescencia completó su crecimiento 42 días después de la siembra (Figura 

3.2A). En cambio, en las plantas cultivadas bajo condiciones de día corto el 

crecimiento se completó 10 días más tarde. El crecimiento de la roseta también 

finalizó antes en plantas cultivadas en condiciones de día largo (Figura 3.2C), 

transcurridos 31 días después de la siembra, lo cual esta de acuerdo con Boyes 
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y cols. (2001). Aunque el crecimiento se completó más tarde en condiciones de 

día corto, el área de la roseta y la longitud del tallo fue mayor en las plantas 

cultivadas en estas condiciones, lo cual es de esperar ya que el déficit lumínico 

provoca este tipo de alteraciones en las plantas. No se observaron diferencias 

significativas entre plantas WT y mutantes en cuanto a los parámetros de 

crecimiento en plantas cultivadas bajo condiciones de día largo (Figura 3.2A, C), 

al igual que en plantas cultivadas con fotoperiodo de día corto (Figura 3.2B, D). 

La ausencia de cambios fenotípicos diferenciales en mutantes con respecto al 

WT ha sido descrito en plantas que presentan alterada la ruta de biosíntesis de 

las ligninas, en las que se suprime la expresión de algunos enzimas como 4CL 

(Xu y cols 2011), CCR (Tamasloukht y cols. 2011) o CAD (Fornalé y cols. 2012). 

 

Figura 3.2. Altura del tallo principal de la inflorescencia (A y B) y superficie foliar de la 
roseta (C y D) de plantas WT y atprx4 crecidas bajo condiciones de fotoperiodo de día 
largo 16/8h luz/ oscuridad (A y C) y de día corto 8/16h luz/oscuridad (B y D). 

 

Se sabe que la luz induce tanto el metabolismo fenilpropanoide como la ruta de 

biosíntesis de la lignina (Hemm y cols. 2004). Por esta razón, mediante el 

método de bromuro de acetilo (Iiyama y Wallis 1988) se cuantificó el contenido 

de lignina en las paredes celulares obtenidas del tallo de la inflorescencia tanto 

de plantas WT como de atprx4 cultivadas bajo fotoperiodo tanto de día largo 

como de día corto (Tabla 1). La cantidad de lignina en plantas WT crecidas en 
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fotoperiodo de día corto fue ligeramente menor que en las de día largo, lo que 

indica que la luz activa la ruta de biosíntesis de ligninas. Las plantas mutantes 

cultivadas en condiciones de día corto no mostraron diferencias en comparación 

con las plantas WT (134 mg lignina g-1 pared celular). En cambio, en condiciones 

de día largo el contenido de lignina de las plantas mutantes se vio disminuido en 

un 37% en comparación con las plantas WT (Tabla 1). Se sabe que cuando las 

condiciones para el crecimiento de la planta no son óptimas (día corto), éstas 

usan el carbono disponible para la síntesis de azúcares y no para sintetizar 

lignina, ya que este carbono no puede ser reutilizado una vez que se ha 

incorporado al polímero de lignina. Por tanto el bloqueo de la expresión de 

AtPrx4 sólo parece afectar al contenido de lignina cuando las plantas se cultivan 

en condiciones de día largo, lo que sugiere que AtPrx4 participa en la 

lignificación sólo en determinadas condiciones ambientales y además esta 

peroxidasa podría estar regulada por la luz. 

Tabla 1. Contenido de lignina determinado mediante bromuro de acetilo, (mg de lignina 
g-1 de pared celular) en plantas WT y atprx4 crecidas bajo condiciones de día corto o 
condiciones de día largo. El asterisco indica diferencias significativas con un valor de 
P<0.05 con respecto al WT. 

�

 

 

El análisis mediante FTIR aporta información en cuanto a la composición 

de las paredes celulares. Por ello se realizó un estudio de la composición de las 

paredes celulares por FTIR en el intervalo de longitud de onda comprendido 

entre 800-1800 cm-1 (Figura 3.3A). Con el fin de localizar mejor aquellas zonas 

alteradas en el espectro de FTIR se realizó una sustracción de espectros entre el 

WT y atprx4 (Figura 3.3B). Algunas diferencias se produjeron en las regiones 

correspondientes a los hidratos de carbono entre 800 y 1200 cm-1 (Figura 3.3B). 

Dentro de esta región, celulosa, pectina, ramnogalacturonano y xiloglucano tiene 

picos superpuestos (McCann y cols. 1992) y por lo tanto, las alteraciones 

observadas no se pueden asignar a ninguno de estos compuestos en particular. 

Por otra parte, se observó una alteración en la banda comprendida entre 1505-

1496 cm-1 (Figura 3.3B), zona que se corresponde con alteraciones en la 

proporción de unidades G y S, que se ve alterada cuando el contenido en 

unidades G es mayor que el de unidades S (Faix 1991, Faix y cols. 1991). Estos 

 Día corto Día largo 

WT 134 ± 19 145 ± 14 

atprx4 134 ± 14 91 ± 11* 
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resultados sugieren que las paredes celulares de atprx4 presentan alteraciones 

en la composición de ligninas en comparación con el WT. 

 

Figura 3.3. Espectros de FTIR obtenidos de las paredes celulares de WT y atprx4 (A) y 
la diferencia de espectros (B). Cada espectro medio es el resultado de la media de cinco 
muestras individuales. 

 

I.3. Alteración de la composición de ligninas en mutantes atprx4  

Una reducción en el contenido de lignina puede venir acompañada de un 

cambio en la composición monomérica de la misma, aunque a veces, pueden 

darse cambios en dicha composición sin que se altere la cantidad de lignina. 

Mediante el análisis por tioacidolisis de plantas maduras (63 días después de la 

siembra), se observó una disminución de las unidades S y un ligero aumento de 

las unidades G en plantas WT crecidas bajo condiciones de fotoperiodo de día 

largo en comparación con plantas WT crecidas bajo fotoperiodo de día corto. 

Estos resultados sugieren que los monómeros S sólo se sintetizan bajo 
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determinadas condiciones lumínicas, ya que además la oscuridad inhibe la 

síntesis de unidades S (Ruegger y cols. 1999). 

 

Tabla 2. Determinación mediante tioacidolisis de la composición monomérica de las 
paredes celulares y del ratio S/G en plantas WT y atprx4 crecidas bajo condiciones de 
día corto o de día largo. El asterisco indica diferencias significativas con un valor de 
P<0.05 con respecto al WT. 

 

Cuando las plantas atprx4 y WT fueron cultivadas bajo condiciones de día 

largo, las plantas atprx4 incrementaron la proporción de unidades G a la vez que 

disminuían las unidades tipo S. Este resultado confirma el encontrado mediante 

FTIR en la banda comprendida entre los 1505-1496 cm-1 (Figura 3.3). Esta 

alteración en la composición monomérica provoca como consecuencia una 

disminución del ratio S/G, desde 0.65 en el WT hasta 0.48 en plantas atprx4. 

Estas alteraciones no se observaron entre plantas WT y atprx4 crecidas en 

condiciones de fotoperiodo de día corto lo cual sugiere que esta peroxidasa 

podría estar regulada por la luz. La disminución de unidades S conlleva la 

reducción de la expresión de F5H, COMT y las peroxidasas de tipo siringilo. En 

el caso de la F5H, Ruegger y cols. (1999) observaron que esta enzima se 

encontraba sobrexpresada en plantas crecidas bajo condiciones de día largo. 

Además cuando las plantas crecidas en condiciones de día corto se pasaban a 

condiciones de día largo esta enzima incrementaba su expresión. En cuanto a la 

regulación de las peroxidasas por la luz, ésta no está del todo clara, ya que se 

ha observado tanto una inducción como una represión de su expresión. Se ha 

visto que ZePrx (la cual muestra gran similitud con AtPrx4), presenta una 

actividad catalítica menor frente al alcohol sinapílico cuando las plantas crecen 

en condiciones de oscuridad (J Gutiérrez, comunicación personal).  

Teniendo en cuenta que sólo se encontraron diferencias cuando las 

plantas fueron cultivadas bajo fotoperiodo de día largo, se comprobó si estas 

diferencias eran dependientes, además de la fase de crecimiento. De esta 

manera, plantas cuyo tallo principal de la inflorescencia medía 15 cm, se 

H:G:S S/G ratio 
�

Día corto Día largo Día corto Día largo 

WT 1:66:33 1:60:39 0.50 0.65 

atprx4 1:65:34 2:66:32 0.52 0.48* 
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dividieron en tres secciones de 5 cm cada una desde la base hasta el ápice, se 

extrajeron las paredes y se analizaron por separado mediante tioacidolisis (Tabla 

3). Los resultados mostraron cambios en la composición monomérica en los 

primeros 5 cm basales del tallo, que refleja los resultados de las plantas 

maduras, con un incremento en la proporción de unidades tipo G y una 

disminución en la proporción de unidades S de las plantas atprx4 con respecto al 

WT. 

Tabla 3. Composición monomérica, analizada mediante tioacidolisis, de las ligninas de la 
pared celular en la parte basal, media y apical en tallos de 15 cm de plantas WT y atprx4 
crecidas bajo condiciones de fotoperiodo de día largo. Los datos se presentan como la 
media y las desviación estándar de tres experimentos independientes. El asterisco indica 
diferencias significativas con un valor de P<0.05 con respecto al WT.�

G:S Ratio S/G 

Basal Medio Apical 
 

G S G S G S 
Basal Medi

o 

Apical 

WT 70 ± 3 30 ± 3 81 ± 1 19 ± 1 93 ± 1 7 ± 1 0.43 0.23 0.08 

atprx4 75 ± 1 25 ± 1 85 ± 4 15 ± 4 94 ± 0 6 ± 0 0.33* 0.18 0.06 

 

Las unidades S se incorporan en el polímero de lignina mediante el 

proceso de polimerización lineal, en el cual se añaden constantemente los 

monómeros dando lugar a un polímero poco ramificado donde predominan las 

uniones �-O-4. Por lo general, la lámina media y las paredes celulares primarias 

están constituidas por un polímero de lignina muy ramificado constituido 

principalmente por unidades G, donde predominan las uniones C-C (Sarkanen 

1971). Por el contrario, las ligninas que se depositan en la pared celular 

secundaria en tejidos maduros son ricas en unidades S, dando lugar a un 

polímero más lineal con mayor número de enlaces �-O-4. Esto podría explicar 

por qué las diferencias entre atprx4 y WT se limitan a partes basales. El efecto 

de la mutación por tanto además de depender de las condiciones de cultivo 

también depende de la edad de la planta ya que se observaron alteraciones en 

la composición de lignina únicamente en la parte basal del tallo de la 

inflorescencia (Tabla 3). Cuando los segmentos internodales se encuentran en 

elongación (parte media y especialmente apical del tallo), el metabolismo 

relacionado con el crecimiento prevalece sobre la biosíntesis de ligninas y por 

tanto la supresión de AtPrx4 no afecta a la composición de las ligninas. Una vez 

que la elongación cesa (parte basal del tallo), la alteración en la composición de 

lignina en las plantas mutantes se hace patente, lo que sugiere que esta 
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peroxidasa probablemente participa en la última etapa de la lignificación, en la 

cual se incorporan principalmente unidades tipo S al polímero de lignina. 

 

I.4. Efecto del bloqueo de la expresión de AtPrx4 en los tejidos 

lignificados del tallo de A. thaliana 

Debido a que no se encontraron diferencias ni fenotípicas, ni en cantidad 

y composición de lignina entre los individuos WT y atprx4 en condiciones de día 

corto no se realizó ninguno de los análisis posteriores en esas condiciones y por 

tanto, los datos mostrados a continuación se refieren únicamente a plantas 

crecidas en condiciones de día largo. Dado que en las angiospermas las ligninas 

de tipo siringilo se encuentran fundamentalmente en las fibras interfasciculares, 

mientras que en los vasos de los haces vasculares predomina principalmente las 

ligninas de tipo guaiacilo, se realizaron análisis histoquímicos para localizar en 

los distintos tejidos el efecto del bloqueo de la expresión de AtPrx4. La tinción 

con azul de toluidina no mostró diferencias entre las paredes celulares de atprx4 

y del WT (Figura 3.4A, B). La tinción con floroglucinol reveló que la presencia de 

ligninas se restringió a los haces vasculares y a las fibras interfasciculares 

(Figura 3.4C, D). Significativamente, la tinción fue menos intensa en las fibras 

interfasciculares del mutante, lo cual confirma el dato obtenido en la Tabla 1 en 

la que se mostraba que la cantidad de lignina es menor en atprx4 que en el WT. 

Sin embargo, la intensidad de la tinción con floroglucinol en los vasos fue similar 

en las plantas atprx4 y WT. Como se demostró anteriormente en la Tabla 2, en 

plantas WT cultivadas en condiciones de día corto disminuyen las unidades S y 

aumenta las G, lo cual podría deberse a que prevalezca la lignificación de los 

haces vasculares sobre la de las fibras interfasciculares en condiciones de 

crecimiento adversas. Esta ganancia de unidades G implica una disminución de 

la flexibilidad del tallo pero el mantenimiento de unos haces vasculares 

funcionales (Bonawitz y Chapple. 2010). Dado que AtPrx4 es una peroxidasa 

básica que no presenta restricciones estructurales para oxidar el alcohol 

sinapílico, se realizó la tinción de Mäule, que es específica para ligninas ricas un 

unidades S (Pomar y cols. 2002). Los vasos del xilema se tiñeron de color 

marrón, lo cual indicó que las ligninas en esta zona se componían principalmente 

de unidades guaiacilo, mientras que la tinción fue roja en las fibras 

interfasciculares debido a la presencia de grupos siringilo, tanto en el WT como 

en atprx4 (Figura 3.4E, F). Sin embargo, a diferencia de lo encontrado en la 
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tioacidolisis, no se encontraron diferencias notables entre las plantas WT y 

atprx4. 

 

 

Figura 3.4. Secciones transversales de plantas WT (A, C, E) y atprx4 (B, D, F) crecidas 
bajo condiciones de fotoperiodo de día largo  teñidas con azul de toluidina (A-B), 
floroglucinol (C-D) y Mäule (E-F). Barras: 100 �m. 

 

Para profundizar aún más se realizó un análisis de la ultraestructura de 

las paredes de los vasos del xilema y de las fibras interfasciculares mediante 

microscopía electrónica de transmisión (Figura 3.5). En las fibras 

interfasciculares del mutante, la lámina media presentó una menor densidad al 

paso de los electrones lo cual podría indicar un retraso en el patrón de la 
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lignificación en las fibras interfasciculares (Figura 3.5). Además, la zona de 

transición entre la pared celular primaria y secundaria es más difusa en el 

mutante, lo que sugiere algunos cambios a nivel de los patrones de disposición 

de la celulosa. De hecho, mediante los espectros de FTIR ya se observaron 

algunos cambios en la composición en los hidratos de carbono (Figura 3.3), 

aunque no se pudo determinar a qué tipo de carbohidratos se correspondían. 

 

 

Figura 3.5. Microscopía electrónica de transmisión de las paredes celulares de los vasos 
(A, C) y de las fibras interfasciculares (B, D) de WT (A, B) y atprx4 (C, D). El asterisco 
indica la posición de la pared primaria y las flechas la localización de la pared 
secundaria. Barra: 1 µm. 

 

I.5. Efecto de la supresión de AtPrx4 en la redistribución de 

esqueletos carbonados y en genes implicados en la biosíntesis de la pared 

celular 

Con el fin de comprobar si la supresión de la última enzima de la ruta de 

biosíntesis de ligninas conduce a una represión de toda la ruta o una 

redistribución de los compuestos intermedios, se analizó la expresión de algunos 

genes implicados en la biosíntesis de las ligninas, tales como PAL, 4CL, CCR , 

F5H y CAD. Los resultados mostraron una disminución de la expresión de todos 
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los genes implicados en la biosíntesis de la lignina (Figura 3.6A), desde el punto 

de entrada a la ruta fenilpropanoide (PAL), hasta  los genes específicos 

implicados en la biosíntesis de monómeros S (F5H). La baja expresión de F5H, 

junto con la supresión de AtPrx4 podría explicar la disminución de las unidades 

tipo S que se describen en la Tabla 2. El hallazgo de alteraciones en los hidratos 

de carbono mediante FTIR (Figura 3.3) nos llevó a analizar los niveles de 

expresión de genes involucrados en la síntesis de otros componentes de la 

pared celular. Por este motivo se analizaron los genes de la celulosa sintasa que 

están específicamente implicados en la síntesis de pared secundaria (CesA7 y 

CesA8) y un gen que participa en la síntesis de los xilanos (FRA8). En ambos 

casos la expresión se redujo casi en un 40% en el mutante en comparación con 

el WT (Figura 3.6B).  

 

Figura 3.6. Efecto del bloqueo de la expresión de AtPrx4 sobre genes  implicados en la 
ruta de biosíntesis de las ligninas (A), de celulosa y xilanos (B), de ésteres sinapato y 
flavonoides (C), factores de transcripción que regulan la síntesis de la pared celular (D). 
En todos los casos el gen de la actina se usó como gen de referencia. Las barras de 
error representan la desviación estándar de tres réplicas. El asterisco indica diferencias 
significativas entre plantas WT y plantas mutantes, con un valor de P<0.05. 

 

Esta disminución en la expresión de los genes está de acuerdo con los 

resultados obtenidos con FTIR, en los que el WT mostró una mayor intensidad 
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para los números de onda relacionados con los hidratos de carbono (Figura 3.3). 

Con el fin de conocer si otras rutas del metabolismo fenilpropanoide se veían 

afectadas por la disminución de la expresión de AtPrx4, se determinaron los 

niveles de expresión de CHS, que está implicada en la biosíntesis de 

flavonoides, y SMT8 que participan en la formación de ésteres sinapato. Se sabe 

que la supresión de genes implicados en la biosíntesis de ligninas puede afectar 

al flujo de compuestos intermedios hacia otras vías que están interconectadas 

con ésta (Besseau et al. 2007). En el mutante únicamente se observó un ligero 

pero significativo aumento de la expresión de SMT8 (Figura 3.6C), lo cual 

sugiere que se produce una distribución del carbono fijado durante la fotosíntesis 

hacia la síntesis de ésteres sinapato. 

Por otra parte, se analizó la expresión de factores de transcripción que 

regulan la expresión de genes involucrados en la biosíntesis de lignina (MYB58) 

(Zhong y cols. 2006), el engrosamiento de la pared celular secundaria en fibras y 

haces vasculares (MYB103) (Zhong y cols. 2008) y el engrosamiento de la pared 

celular secundaria en las fibras interfasciculares (SND1); (Zhong y cols. 2006) 

(Figura 3.6D). MYB58 presentó una menor expresión en el mutante, lo cual es de 

esperar ya que los genes que regula no se encontraban sobrexpresados (Figura 

3.6A). La expresión de MYB103 no mostró ningún tipo de alteración, mientras 

que SND1 redujo su expresión en un 40% con respecto al WT, lo que indica que 

la alteración de la expresión de AtPrx4 afecta a las fibras interfasciculares. 

MYB103 a pesar de actuar a nivel de las fibras interfasciculares también lo hace 

a nivel de los haces por ello no se observó una disminución significativa de su 

expresión en el mutante con respecto al WT. 
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II.1. Localización de la inserción de T-DNA en el gen AtPrx72 y de su 

expresión en diferentes órganos de A. thaliana 

Para caracterizar el papel de AtPrx72 en la lignificación se utilizaron dos 

líneas mutantes noqueadas en el gen correspondiente (At5g66390): atprx72-1 

(Salk_136893.44.70) y atprx72-2 (Sail_891_H09). El mutante atprx72-1 presenta 

la inserción en el exón 4 mientras que la línea atprx72-2 presenta la inserción en 

el promotor (Figura 3.7A). AtPrx72 se expresa en diferentes tejidos de la planta 

como son hipocotilos (Irshad y cols. 2008), raíces y tallos de la inflorescencia 

(Valério y cols. 2004). Para determinar si AtPrx72 está implicada en la 

lignificación, se determinó la presencia de su transcrito mediante RT-PCR en 

diferentes órganos de plantas WT, con el fin de observar si estaba presente o no 

en tejidos donde se produce la lignificación.  

 

Figura 3.7. (A) Localización del inserto de T-DNA en los mutantes de la peroxidasa 72. 
En gris se muestran los extremos 5’ y 3’ UTR; en negro los exones y las líneas que los 
conectan los intrones. (B) Localización mediante RT-PCR del transcrito correspondiente 
a AtPrx4 en diferentes órganos de plantas WT de A. thaliana. Como gen de referencia se 
utilizó la actina. 

 

Como se observa en la Figura 3.7B, AtPrx72 se expresa en tejidos 

lignificados como son raíces, hipocotilos y tallos, en cambio su expresión es muy 

baja en hojas y cotiledones. Estos datos indican que esta peroxidasa se expresa 
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en tejidos que lignifican, por lo tanto cabe esperar que esté implicada en el 

proceso de lignificación. 

 

II.2. Efecto del noqueo de la expresión de AtPrx72 sobre el 

crecimiento y la composición de la pared celular de A. thaliana 

Una vez determinada la expresión de AtPrx72 en tejidos que presentan 

lignificación se procedió a analizar biométricamente las plantas WT y los 

mutantes atprx72-1 y atprx72-2 utilizando la metodología descrita por Boyes y 

cols. (2001). El crecimiento del tallo en altura fue menor en los mutantes atprx72-

1 durante toda la fase de crecimiento aunque la altura total que alcanzan estos 

mutantes acabó siendo la misma que la del WT (Figura 3.8), lo cual sugiere una 

posible adaptación de la planta a la alteración causada por el bloqueo de la 

expresión de AtPrx72. En cuanto al área de la roseta, el crecimiento de atprx72-1 

siempre se mantuvo por debajo del WT a lo largo de todo el crecimiento (Figura 

3.9). El mutante atprx72-2 no presentó ninguna diferencia ni en altura ni en área 

de la roseta con respecto al WT (Figuras 3.8 y 3.9). A pesar de ser dos líneas 

mutantes noqueadas en el mismo gen, la inserción esta localizada en diferentes 

zonas del mismo. Probablemente la inserción en el promotor del gen sea menos 

eficiente que la que se produce en el exón, lo cual explicaría por qué atprx72-1 

muestra diferencias en su crecimiento con respecto al control mientras que 

atprx72-2 no se ve afectado. 

 

Figura 3.8. Altura del tallo principal de la inflorescencia en plantas mutantes (atprx72-1 y 
atprx72-2) y en el WT 
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Figura 3.9. Superficie foliar de la roseta en plantas mutantes (atprx72-1 y atprx72-2) y en 
el WT 

 

El análisis mediante FTIR aporta información relacionada con la 

composición de las paredes celulares. Los espectros obtenidos a partir de las 

paredes de los tallos de A. thaliana fueron similares pero con pequeñas 

diferencias entre el WT y los mutantes (Figura 3.10A). En la banda localizada 

entre los 1500-1650 cm-1, la cual corresponde a la vibración de los esqueletos 

aromáticos y las uniones C=C de las unidades G y S de las ligninas (Rana y 

cols. 2010), se observaron diferencias entre el WT y los mutantes (Figura 3.10B). 

La altura del pico en esta región fue menor en atprx72-1 en comparación con el 

WT, por tanto cabe esperar que el contenido de lignina sea menor. Además, el 

pico correspondiente a 1421 cm-1, en el cual se encuentran las uniones C–H 

asociadas a los grupos –O–CH3, es menor también en este mutante (Figura 

3.10B). Esto podría deberse a una disminución de las unidades S de las ligninas 

ya que, en comparación con las H y las G tienen mayor número de uniones –O–

CH3 (Popuescu y cols. 2007). En el caso de atprx72-2 ocurre lo contrario, sin 

embargo en la zona entre 1230-1268 cm-1 (correspondiente a la vibración de los 

enlaces C–O de las unidades G y S de las ligninas) (Popuescu y cols. 2007) el 

pico es menor que en el WT. 
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Figura 3.10. Espectros de FTIR obtenidos de las paredes celulares de WT, atprx72-1 y 
atprx72-2 (A) y la diferencia de espectros (B). Cada espectro medio es el resultado de la 
media de cinco muestras individuales. 

 

Estos resultados encontrados en atprx72-2 posiblemente se deban a una 

ligera alteración en la estructura del polímero de lignina pero no en la cantidad 

de la misma. En la banda localizada entre 1000-1160 cm-1 se encuentran los 

picos correspondientes a celulosas, hemicelulosas y otros hidratos de carbono 

de la pared celular (McCann y cols. 2007). En esta zona la diferencia de 

espectros muestra que para ambos mutantes la variación es muy similar entre 

ellos pero diferente al WT. Se sabe que una reducción del contenido de lignina 

puede ir acompañada de una variación de la cantidad o del contenido de los 

hidratos de carbono, lo cual permite el refuerzo de las paredes celulares (Li y 

cols. 2003). Para determinar estas variaciones en los hidratos de carbono se 
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llevó a cabo una hidrólisis ácida de las paredes celulares y su posterior análisis 

mediante HPLC.  

 

Figura 3.11. Análisis de los hidratos de carbono obtenidos a partir de paredes celulares 
de plantas WT y plantas mutantes. Glu: glucosa; Xil: xilulosa; Gal: galactosa; Man: 
manosa; Ara: arabinosa. El acido acético es derivado de los grupos acetato de las 
hemicelulosas y el furfural derivado de las pentosas. PC: pared celular. 

 

Los resultados obtenidos no mostraron diferencias entre las plantas WT y 

los mutantes (Figura 3.11), quizás otro tipo de análisis más preciso sea 

necesario para confirmar lo observado mediante FTIR, aunque en ciertas 

ocasiones las alteraciones en la cantidad y composición de ligninas no tienen por 

qué llevar asociado un cambio en los hidratos de carbono (Voelker y cols. 2010).  

 

II.3. Efecto de la supresión de AtPrx72 sobre el contenido y la 

composición de las ligninas 

Como se ha mencionado anteriormente, las peroxidasas están 

involucradas en la última etapa de síntesis de las ligninas, oxidando los 

alcoholes hidroxicinamílicos. Se sabe que la manipulación de las enzimas de 

esta ruta aporta conocimiento sobre el funcionamiento de la misma. Así, la 
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reducción de la expresión de estas enzimas suele llevar acompañada una 

reducción en el contenido de lignina, aunque no se ha conseguido suprimir 

totalmente la biosíntesis de este polímero, lo cual indica que las plantas han 

desarrollado mecanismos enzimáticos alternativos que permiten la síntesis de un 

polímero funcional (Chabannes y cols. 2001, Sibout y cols. 2005). Para 

determinar el efecto de la supresión de AtPrx72 en el contenido de lignina, se 

realizó una cuantificación de dicho polímero a partir del tallo de la inflorescencia. 

En ambos mutantes el contenido de lignina fue menor que en el WT pero 

solamente en atprx72-1 fue significativo, produciéndose una reducción del 

contenido de lignina en un 30% con respecto al control (Tabla 4). Resultados 

similares se encontraron en los mutantes cad-c cad-d (Sibout y cols. 2005), en 

los cuales se bloqueó la expresión de CAD, enzima que conduce a la formación 

de los alcoholes hidroxicinamílicos. Li y cols. (2003) observaron una disminución 

del contenido total de lignina cuando se suprimía en álamo la expresión de 

PrxA3a, una peroxidasa ácida. Por lo general, una reducción en el contenido de 

lignina suele venir acompañada de cambios en la composición monomérica de la 

misma, por lo tanto se llevó a cabo un análisis mediante la oxidación con 

nitrobenceno (ONB). Las plantas WT mostraron una relación H:G:S de 1:64:35 

típica de Arabidopsis (Rogers y cols. 2005, Sibout y cols. 2005), al igual que 

ocurrió con los mutantes (Tabla 4). Sin embargo, la ONB no mostró diferencias 

en la composición monomérica del polímero de lignina entre mutantes y plantas 

WT 

Tabla 4. Contenido de ligninas determinado por bromuro de acetilo y composición 
monomérica determinada por tioacidolisis y nitrobenceno a partir de paredes obtenidas 
de plantas maduras WT y mutantes. PC: pared celular; ONB: oxidación con 
nitrobenceno. El asterisco indica diferencias significativas con un valor de P<0.05 con 
respecto al WT. 

H:G:S S/G 
 

Ligninas 

(mg g-1 PC) ONB Tioacidolisis ONB Tioacidolisis
WT 159 ± 16 1:64:35 1:60:39 0.5 0.70 

atprx72-1 104* ± 17 2:63:35 1:64:35 0.5 0.50* 

atprx72-2 146 ± 14 1:63:36 Tr:64:36 0.5 0.60 

 

La tioacidolisis es otra técnica que permite conocer no solo la 

composición monomérica de la lignina sino también aporta información sobre la 

estructura, ya que solubiliza los enlaces β-éter (Lapierre y cols. 1995). Los 

resultados obtenidos mediante tioacidolisis fueron similares a los obtenidos por 
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nitrobenceno, excepto para las unidades S de las ligninas que se vieron 

incrementadas en el WT (Tabla 4), lo cual es de esperar, ya que la tioacidolisis 

solubiliza los enlaces β-O-4, que son las uniones a través de las cuales las 

unidades S se unen al polímero de lignina (Lapierre y cols. 1995). Con esta 

técnica se observó una reducción significativa del ratio S/G en atprx72-1 con 

respecto al WT (0.7 en el WT y 0.5 en atprx72-1) (Tabla 4). Li y cols. (2003) 

observaron una disminución en las unidades G cuando suprimían la expresión 

de PrxA3a, sin embargo el bloqueo de la expresión de una peroxidasa ácida en 

tabaco no tuvo efecto sobre la composición de la lignina (Lagrimini y cols. 1997). 

Esta reducción en unidades S pone de manifiesto que la peroxidasa es capaz de 

actuar sobre el alcohol sinapilico. 

Además de la composición monomérica, la tioacidolisis aporta 

información sobre la estructura del polímero de lignina. Como muestra la Tabla 

5, en atprx72-1 se produce un incremento del ratio ∑β-O-4/∑O-4 con respecto al 

control (60.6 y 25.4 respectivamente), originándose un polímero de lignina más 

lineal (Durbeej y Eriksson 2003). Este aumento de la linealidad se produce 

principalmente como consecuencia de un descenso del sumatorio de los enlaces 

O-4 terminales, responsables de la aparición de puntos de ramificación en el 

polímero de lignina. Las unidades S suelen incorporarse al polímero de lignina 

en crecimiento en la última etapa de síntesis, por tanto es de esperar que las 

alteraciones en la composición monomérica de la lignina en los mutantes atprx72 

ocurra en plantas maduras. 

Tabla 5. Relación entre los distintos tipos de enlaces determinados por tioacidolisis. ∑β-
O-4 es el sumatorio de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter derivadas de los enlaces β-
O-4, ∑O-4 representa la cantidad de enlaces O-4 terminales. El asterisco indica 
diferencias significativas con un valor de P<0.05 con respecto al WT. 

 ∑β-O-4 ∑O-4 ∑β-O-4/∑O-4 

WT 620.7 24.5 25.3 

atprx72-1 281.2 4.6 60.6* 

atprx72-2 510.3 24.1 21.2 
 

Para confirmar esta última hipótesis, se analizaron tallos de 15 cm de 

plantas WT y mutantes mediante tioacidolisis y bromuro de acetilo. Como se 

observa en la Tabla 6 no aparecieron diferencias significativas entre los 

mutantes y el WT en plantas de 15 cm. Además, el porcentaje de unidades S fue 

en todos los casos menor en comparación con los datos obtenidos a partir de 

plantas maduras, como era de esperar dado que las unidades S se incorporan 
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en fases de crecimiento tardías. Todos estos datos apuntan a que AtPrx72 está 

implicada en la lignificación de paredes celulares actuando solamente en los 

estadíos finales de dicho proceso. 

 

Tabla 6. Contenido de ligninas y composición monomérica determinada por tioacidolisis 
a partir de paredes procedentes de tallos de 15 cm de altura y de plantas maduras. PC: 
pared celular; Tr: trazas. Los asteriscos indican diferencias significativas con un valor de 
P<0.05 con respecto al WT. 

 Tallos de 15 cm de altura Plantas maduras 

 Ligninas 

(mg g-1 PC) 

H:G:S S/G Ligninas 

(mg g-1 PC)

H:G:S S/G 

WT 104 ± 12  Tr:75:25 0.33 159 ± 16 1:60:39 0.70 

atprx72-1 96 ± 6 Tr:75:25 0.33 104 ± 17* 1:64:35 0.50* 

atprx72-2 103 ± 9 Tr:76:23 0.29 146 ± 14 tr:64:36 0.60 

 

II.4. Efecto del bloqueo de la expresión de AtPrx72 en los tejidos 

lignificados del tallo de A. thaliana 

Teniendo en cuenta que las peroxidasas catalizan el último paso en la 

ruta de biosíntesis de las ligninas y conociendo la gran homología de AtPrx72 

con ZePrx, se analizó el efecto de la mutación sobre los haces vasculares y las 

fibras interfasciculares. La tinción con azul de toluidina mostró que el mutante 

atprx72-1 presentaba unas paredes celulares más delgadas tanto en las células 

de los haces vasculares como en las de las fibras interfasciculares (Figura. 

3.12A, B) aunque fue mucho más marcada en las fibras interfasciculares, 

llegando incluso a no apreciarse la tinción en algunas zonas.  



                                                                                                          Resultados y discusión 

72 

 

Figura 3.12. Secciones transversales de plantas WT (A, C, E) y atprx72-1 (B, D, F) 
teñidas con azul de toluidina (A-B), floroglucinol (C-D) y Mäule (E-F). Barras: 100 μm 

 

La tinción con floroglucinol (Figura 3.12C, D) la cual es específica para 

los grupos cinamaldehído presentes en las ligninas, fue menor también en 

atprx72-1, tanto en los haces vasculares como en las fibras interfasciculares, lo 

cual confirma el dato obtenido en la Tabla 4, en la que se observa una reducción 

del contenido de lignina de un 30% en atprx72-1 con respecto al WT. Además, 

algunos de los vasos de los haces vasculares de atprx72-1 presentaban un 

colapso parcial, debido posiblemente a unas paredes menos lignificadas y más 

delgadas. Este fenómeno se ha observado en mutantes que presentaban un 

bloqueo de la expresión de irx3, un componente de la celulosa sintasa (Taylor y 

cols. 1999). Ya que AtPrx72 podría oxidar el alcohol sinapílico debido a su 
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estructura homologa a la ZePrx (Herrero y cols. 2013b) se realizó el test de 

Mäule, que es específico para grupos siringilo (Pomar y cols. 2002). Los haces 

vasculares se tiñeron de color marrón por la presencia de ligninas ricas en 

unidades de tipo G, mientras que las células de las fibras interfasciculares se 

tiñeron de rojo por la presencia en sus ligninas de unidades tipo S (Zhong y cols. 

2000) (Figura 3.12E, F). Al igual que ocurría en la tinción con azul de toluidina, 

esta tinción demostró que las paredes de las células de las fibras 

interfasciculares son más delgadas. Además, la tinción en esta zona fue menos 

intensa, lo cual coincide con la disminución del ratio S/G observado en el 

mutante atprx72-1 (Tabla 6). 

 

 

Figura 3.13. Secciones transversales de plantas WT (A, C, E) y atprx72-2 (B, D, F) 
teñidas con azul de toluidina (A-B), floroglucinol (C-D) y Mäule (E-F). Barras: 100 μm 
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En el caso de la línea atprx72-2 tanto en la tinción con azul de toluidina, 

como en las tinciones con floroglucinol y Mäule se observaron unas paredes 

celulares más delgadas en las fibras interfasciculares en comparación con el WT 

(Figura 3.13A-D). La intensidad en la tinción con floroglucinol fue similar a la del 

WT, lo que indica que no hay cambios en la cantidad de lignina, dato que se 

había obtenido previamente mediante la cuantificación con bromuro de acetilo 

(Tabla 4). La tinción de Mäule reveló un comportamiento similar, lo cual indicó 

que no había variación en las unidades S de las ligninas de las fibras 

interfasciculares, observación que confirma los datos de Tabla 4. 

 

II.5. Análisis mediante microscopía electrónica del efecto del 

bloqueo de la expresión de AtPrx72 

Dado que los mutantes atprx72 mostraron una disminución en la cantidad 

de lignina, así como alteraciones en el porcentaje de unidades siringilo y el ratio 

S/G se, llevó acabo un análisis de la ultraestructura de los vasos de los haces 

vasculares y de las fibras interfasciculares mediante microscopía electrónica de 

transmisión y de barrido.  

La microscopía electrónica de transmisión confirmó que las alteraciones 

presentes en los mutantes atprx72-1 se localizaban únicamente en las paredes 

celulares de las  fibras interfasciculares y no en los vasos de los haces 

vasculares (Figura 3.14). La lámina media de las paredes de las fibras 

interfasciculares es mucho menos electrón-densa en comparación con el WT 

(Figura 3.14), lo cual podría deberse al menor grado de polimerización de las 

ligninas, ya que el ratio ∑β-O-4/∑O-4 es mucho mayor en atprx72-1 (Tabla 5), 

haciendo que la lignina sea menos ramificada y por lo tanto ofrezca una menor 

resistencia al paso de los electrones. Para atprx72-2 no se observaron 

diferencias en la estructura de la pared ni en los haces ni las fibras 

interfasciculares, al igual que tampoco se encuentraron diferencias en la 

estructura de la lignina revelada por tioacidolisis (Tabla 5). 
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Figura 3.14. Microscopía electrónica de transmisión de las paredes celulares de los 
vasos y de las fibras interfasciculares de plantas maduras WT y plantas mutantes 
atprx72. Barra 1µm 

 

Sin embargo, en las imágenes tomadas mediante microscopía electrónica 

de barrido tanto atrprx71-1 como atprx72-2 mostraron unas paredes más 

delgadas en las fibras interfasciculares (Figura3.15). Esta diferencia fue mayor 

en atprx72-1, lo cual confirma los datos obtenidos anteriormente, así como el 

menor grosor de las fibras en atprx72-2 (Figura 3.13). Por otra parte, los haces 

vasculares no mostraron diferencias en ninguno de los mutantes, lo que confirma 

que la función de AtPrx72 parece estar restringida a las fibras interfasciculares. 
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Figura 3.15. Imágenes tomadas con microscopio electrónico de barrido a partir de 
secciones de tallos maduros de plantas WT y mutantes. Barra 90 µm 

 

II.6. Efecto de la supresión de AtPrx72 en la redistribución de 

esqueletos carbonados y en genes implicados en la biosíntesis de la pared 

celular 

Para determinar si la supresión de AtPrx72 tenía efecto sobre las demás 

enzimas de la ruta fenilpropanoide se analizó la expresión de algunos de los 

genes de estas enzimas (PAL, 4CL, CCR, CAD y F5H). En el caso de atprx72-1 

todos los genes analizados, excepto F5H, mostraron una disminución de la 

expresión con respecto al control (Figura 3.16A). En el caso del gen CCR esta 

disminución fue mucho más acusada, lo cual es significativo dado que esta 
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enzima es la primera que participa en la ruta especifica de la síntesis de 

monolignoles (Raes y cols. 2003). En el caso del mutante atprx72-2, los dos 

primeros genes de la ruta (PAL y 4CL) mostraron mayor expresión que en el WT. 

En cambio CCR y CAD, que están involucrados directamente en la síntesis de 

monolignoles, presentaron una menor expresión (Figura 3.16A). Estos datos, 

junto con los observados en la cuantificación de ligninas (Tabla 4), la cual 

demostraba que la cantidad de lignina no se vio alterada en atprx72-2, sugiere 

que el flujo de esqueletos carbonados se está dirigiendo hacia otras vías del 

metabolismo fenilpropanoide en lugar de hacia la síntesis de ligninas. Para 

confirmar esta hipótesis se analizó la expresión de dos genes, CHS y SMT8, 

involucrados en la biosíntesis de flavonoides y ésteres sinapato, respectivamente 

(Figura 3.16B). En ambas líneas mutantes, SMT8 se encuentra sobrexpresado 

entre un 30-40% más que en el WT (Figura 3.16B), mientras que CHS no 

experimenta ningún cambio en atprx72-1 pero su expresión fue menor en 

atprx72-2, lo que indica que los esqueletos carbonados en los mutantes se 

dirigen hacia la síntesis de ésteres del ácido sinápico. Esto también podría 

explicar el hecho de que no disminuya la expresión de F5H, ya que es necesaria 

para la síntesis de sinapaldehído, el cual es precursor de la ruta de síntesis de 

los ésteres del sinapato. Además, en mutantes de AtPrx72 los procesos 

fotosintéticos permanecieron sin cambios, lo que sugiere que el carbono fijado 

durante la fotosíntesis se utilizó en otras rutas de biosíntesis (Herrero et al. 

2013a). 

 

Figura 3.16. Efecto del bloqueo de la expresión de AtPrx72 sobre genes implicados en la 
ruta de biosíntesis de las ligninas (A) y de ésteres sinapato y flavonoides (B). Las barras 
de error representan la desviación estándar de tres réplicas. El asterisco indica 
diferencias significativas entre plantas WT y plantas mutantes, con un valor de P<0.05. 
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Como se ha mencionado en el apartado de FTIR (Figura 3.10) también se 

observaron alteraciones en las bandas correspondientes a los hidratos de 

carbono de la pared. Teniendo en cuenta este resultado, se analizó la expresión 

de dos isoformas de la celulosa sintasa (CesA7 y CesA8). En el caso de atprx72-

1 ambas isoformas presentan una reducida expresión con respecto al control. 

Sin embargo, atprx72-2 únicamente presenta una menor expresión para CesA8, 

lo cual explicaría junto con la menor cantidad de lignina por qué la reducción en 

el grosor de las paredes celulares de las fibras interfasciculares es menor en 

atprx72-2 que en atprx72-1. Además se analizó la expresión de FRA8, el cual 

está relacionado con la síntesis de xilanos, pero en ninguno de los mutantes 

aparecieron diferencias significativas con respecto al WT (Figura 3.17A).  

Con el fin de conocer mejor las posibles alteraciones generadas por el 

bloqueo de la expresión de AtPrx72 se analizaron diferentes factores de 

transcripción que están implicados en la regulación de los genes que participan 

en la biosíntesis de ligninas o bien de otros componentes de la pared celular. En 

el caso de SND1, es un factor de transcripción responsable del engrosamiento 

de las paredes celulares específicamente en las fibras interfasciculares (Zhong y 

cols. 2006), ambos mutantes presentan menor expresión en relación al fenotipo 

silvestre (Figura 3.17B). Este resultado explicaría por qué el grosor de las 

paredes celulares de las fibras interfasciculares es menor en ambos mutantes, 

ya que el bloqueo de la expresión de este factor de transcripción provoca que las 

fibras interfasciculares no se tiñan con floroglucinol y sus paredes celulares sean 

mucho más delgadas (Zhong y cols. 2007). 

 

Figura 3.17. Efecto del bloqueo de la expresión de AtPrx72 sobre genes implicados en la 
síntesis de celulosa y xilanos (A) y factores de transcripción que regulan la síntesis de la 
pared celular (B). En todos los casos el gen de la actina se usó como gen de referencia. 
Las barras de error representan la desviación estándar de tres réplicas. El asterisco 
indica diferencias significativas entre plantas WT y plantas mutantes, con un valor de 
P<0.05. 
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MYB103 regula el engrosamiento de la pared celular secundaria a través 

de la deposición de celulosa y de xilanos pero no actúa sobre la síntesis o 

deposición de lignina (Zhong y Ye 2014), aunque recientemente se ha 

demostrado que regula a F5H (Öhman y cols. 2013) que es la única enzima de la 

ruta de síntesis de las ligninas que no está regulada por MYB58. La expresión de 

MYB103 solamente se vio reducida en atprx72-2 lo cual pone de manifiesto que 

el menor grosor de las fibras interfasciculares no se debe a una alteración en la 

deposición de lignina sino en la deposición de otros componentes de la pared 

celular (Figura 3.17B). MYB58 es un factor de transcripción que regula la 

expresión de los genes participantes en la ruta de biosíntesis de las ligninas 

excepto el gen de la F5H, el cual no muestra elementos AC en su promotor 

(Zhou y cols. 2009). La expresión de este factor de transcripción fue menor en 

los mutantes atprx72 que en el WT, lo cual era de esperar ya que la mayoría de 

los genes implicados en la síntesis de ligninas presentaron una menor expresión 

respecto al WT (Figura 3.16A). 
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III.1. Localización de la inserción de T-DNA en el gen AtPrx52 y de su 

expresión en diferentes órganos de A. thaliana 

El gen que codifica para AtPrx52 está localizado en el cromosoma 5 y al 

igual que las peroxidasas 4 y 72 tiene la estructura clásica de los genes de 

peroxidasas de clase III (Figura 3.18A). Esta proteína es una peroxidasa básica 

(pI teórico 8,85) y se ha descrito como una de las peroxidasa de Arabidopsis con 

mayor homología a ZePrx (Herrero y cols. 2013b). Esta proteína se expresa en 

plantas sanas, pero además su expresión se induce frente al ataque de hongos, 

bacterias e insectos (Little y cols. 2007, Mohr y Cahill 2007, Floerl y cols. 2012, 

Sela y cols. 2013).  

 

Figura 3.18. (A) Localización del inserto de T-DNA en el mutante de la peroxidasa 52. 
En gris se muestran los extremos 5’ y 3’ UTR; en negro los exones y las líneas que los 
conectan los intrones. (B) Localización mediante RT-PCR del transcrito correspondiente 
a AtPrx52 en diferentes órganos de plantas WT de A. thaliana. Como gen de referencia 
se utilizó la actina. 

 

Para realizar los estudios se utilizaron dos líneas mutantes para atprx52 

(At5g05340): atprx52-1 (Salk_081257.70) y atprx52-2 (SM_3_1699). Ambas 

líneas mutantes tenían una inserción en el exón 1 (antes de la histidina proximal) 

(Figura 18A), pero difieren en el tipo de inserción utilizado para su creación, 

atprx52-1 tiene una inserción de T-DNA procedente del vector pROK2 y atprx52-

2 tiene una inserción realizada con un transposón. 
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AtPrx52 se expresa en diferentes partes de la planta como en raíces 

(Méndez-Bravo y cols. 2011), brotes (Méndez-Bravo y cols. 2011), hojas (Little y 

cols. 2007, Floerl y cols. 2012, Sela y cols. 2013) y estambres (Cai y Lashbrook 

2008). Sin embargo, a pesar de su estrecha homología con ZePrx, que se 

expresa fuertemente en hipocotilos y epicotilos, no hay datos bibliográficos 

disponibles sobre la expresión AtPrx52 en el tallo de la inflorescencia de 

Arabidopsis. Por lo tanto, para conocer la expresión de AtPrx52 en las diferentes 

partes de la planta, se extrajo el RNA de diferentes órganos observándose una 

mayor expresión en las raíces, hipocotilos y en particular en el tallo de la 

inflorescencia (Figura 3.18B), siendo su expresión menor en los cotiledones, 

hojas tanto del tallo como de la roseta y flores (Figura 3.18B). Los resultados 

mostraron que AtPrx52 se expresa diferencialmente en todos los órganos 

analizados y en especialmente aquellos donde la lignificación es más patente. 

 

III.2. Efecto del noqueo de AtPrx52 sobre el crecimiento y la 

composición de la pared celular de A. thaliana 

Para determinar si el bloqueo de la expresión de AtPrx52 afectaba al 

crecimiento se midió la altura del tallo y la superficie foliar de la roseta tanto en 

plantas WT como en plantas mutantes. En la línea atprx52-1 la altura del tallo de 

la inflorescencia fue superior hasta los 32 días después de la siembra en 

comparación con el WT (Figura 3.19A). Este fenómeno fue observado también 

por Carrera y cols. (2012) utilizando un gen homólogo a AtPrx52 en tomate, cuya 

represión provocó la aparición de plantas con un tamaño superior. La altura que 

alcanzaron las dos líneas mutantes en su etapa de madurez fue similar a la del 

WT. Este fenómeno suele ser habitual, ya que muchas plantas que tienen 

alteraciones en la ruta de biosíntesis de la lignina no muestran ninguna 

diferencia con respecto al WT en términos de crecimiento incluso cuando el 

contenido de lignina es menor en las paredes celulares de los mutantes, éstos 

pueden presentar patrones de crecimiento inalterados (Xu y cols. 2011, Fornalé 

y cols. 2012). Por otra parte, no se observarón diferencias en la superficie foliar  

con respecto al WT (Figura 3.19B) en ninguno de los dos mutantes. 
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Figura 3.19. Altura del tallo principal de la inflorescencia (A) y superficie foliar de la 
roseta (B) de plantas WT, atprx52-1 y atprx52-2. 

 

Se realizó un análisis de la composición de las paredes celulares aisladas 

por medio de los espectros de FTIR en el intervalo de longitudes de onda de 

800-1800 cm-1 (Figura 3.20). Las mayores diferencias se observaron en la región 

comprendida entre 1500 y 1650 cm-1, que se corresponde con los compuestos 

con anillo fenólico y ligninas (Séné y cols. 1994, Carpita y cols. 2001). También 

se observó en los mutantes una disminución con respecto al control en el pico 

correspondiente a 1421 cm-1, en el que se encuentran las uniones C–H 

asociadas a los grupos –O–CH3, lo que sugiere que esta alteración podría 

deberse a una disminución de unidades S, tal y como ocurría en los mutantes de 

la peroxidasa 72. Por otra parte, se encontraron alteraciones de menor 

importancia en la región entre 800-1200 cm-1, donde se encuentran los picos 

correspondientes a los hidratos de carbono (McCann y cols. 1992). Todas estas 



Resultados y discusión                                                                                                         . 

83 

alteraciones fueron estadísticamente significativas, a juzgar por el análisis de 

componentes principales (ACP) (Figura 3.20B), el cual mostró que la 

componente 1 explica el 46.4% de la varianza y la 2 el 36.4%. Al representar el 

valor de la componente 1 con respecto a los diferentes números de ondas, 

aquella explica el 100% de la variación correspondiente a la franja entre 1300-

1650 cm-1 en la cual se encuentra las mayores diferencias entre mutantes y WT. 

(Figura 3.20D).  

 

Figura 3.20. Espectros de FTIR obtenidos de las paredes celulares de WT, atprx52-1 y 
atprx52-2 (A) y la diferencia de espectros (B). La diferencia de espectros se realizó 
restando al espectro medio del WT, los espectros medios de los mutantes. Cada 
espectro medio es el resultado de la media de cinco muestras individuales. Análisis de 
componentes principales (ACP) (C) y explicación de la variación según la componente 
principal 1 (D). 

 

III.3. Alteración del contenido y composición de ligninas por efecto 

del bloqueo de la expresión de AtPrx52 

Por medio del método de bromuro de acetilo (Iiyama y Wallis 1988) se 

cuantificó el contenido de lignina en las paredes celulares del tallo de la 

inflorescencia, tanto en los mutantes de AtPrx52 como en las plantas WT. El 
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bloqueo de la expresión de AtPrx52 causó una disminución significativa en el  

contenido de lignina en atprx52-1 (Tabla 7). La oxidación con nitrobenceno y la 

tioacidolisis nos permitió estudiar la composición monomérica de las ligninas. La 

oxidación con nitrobenceno (ONB) demostró que las ligninas en el WT estaban 

compuestas principalmente por unidades tipo G, como ha sido descrito 

anteriormente por otros autores (Rogers y cols. 2005, Sibout y cols. 2005) con un 

35% de unidades S, pero no se observaron diferencias entre los mutantes y el 

WT (Tabla 7). 

Tabla 7. Contenido y composición monomérica de las ligninas de las paredes celulares 
de plantas WT y mutantes atprx52. El contenido de ligninas se midió con el método del 
bromuro de acetilo y la composición monomérica se determinó mediante la oxidación con 
nitrobenceno (ONB) y tioacidolisis. PC: pared celular. Los asteriscos indican diferencias 
significativas con un valor de P<0.05 con respecto al WT. 

H:G:S S/G 
 

Ligninas 

(mg g-1 PC) ONB Tioacidolisis ONB Tioacidolisis 

WT 159 ± 16 1:64:35 1:60:39 0.55 0.65 

atprx52-1 109 ± 2* 1:64:35 1:64:35* 0.55 0.50* 

atprx52-2 132 ± 18 1:66:33 2:66:32* 0.50 0.48* 

 

Por otro lado, el análisis mediante tioacidolisis permite estudiar tanto la 

composición como la estructura del polímero de lignina ya que provoca la rotura 

de los enlaces β-éter y permite la solubilización del polímero (Lapierre y cols. 

1995), característica que hace que este método sea el mejor para la 

caracterización de la lignina (Rolando y cols. 1992, Lapierre 1995). Los 

resultados fueron similares a los obtenidos con el nitrobenceno, aunque el 

porcentaje de unidades S en el WT fue mayor (Tabla 1), lo que concuerda con el 

hecho de que, a diferencia de la oxidación con nitrobenceno, la tioacidolisis 

solubiliza los enlaces no condensados (β-O-4) liberando fracciones de ligninas 

que son ricas en unidades S (Lapierre y cols. 1995). Se observó un aumento de 

la proporción de unidades G acompañado por una disminución en la proporción 

de unidades S tanto en atprx52-1 como en atprx52-2. Esto se tradujo en una 

disminución de la relación S/G, de 0.7 en las plantas WT a 0.5 en las plantas 

mutantes para AtPrx52. En cuanto a la estructura de la lignina, se observó una 

mayor proporción en el ratio Σβ-O-4 / ΣO-4 en las paredes celulares de atprx52-2 

en comparación con el WT (Tabla 8), proporcionando una estructura más lineal a 

la macromolécula de lignina (Durbeej y Eriksson 2003). 
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Tabla 8. Relación entre los distintos tipos de enlaces determinados por tioacidolisis. ∑β-
O-4 es el sumatorio de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter derivadas de los enlaces β-
O-4, ∑O-4 representa la cantidad de enlaces O-4 terminales. El asterisco indica 
diferencias significativas con un valor de P<0.05 con respecto al WT. 

 ∑β-O-4 ∑O-4 ∑β-O-4/∑O-4 

WT 620.7 24.5 25.3 

atprx52-1 410.9 18.4 22.4 

atprx52-2 118.7 2.1 57.7* 
 

Debido a que se observaron algunas diferencias en el crecimiento de las 

plantas mutantes con respecto al WT, especialmente en el mutante atprx52-1, se 

estudiaron las ligninas cualitativa y cuantitativamente en plantas jóvenes. 

Cuando plantas de 15 cm de altura del tallo se sometieron a tioacidolisis, los 

resultados mostraron pequeñas diferencias entre los mutantes y el WT (Tabla 9). 

En comparación con las plantas maduras, las plantas jóvenes presentaron unos 

tallos enriquecidos en unidades G, con una menor proporción de unidades S. 

Esto no es sorprendente ya que las unidades S se incorporan al polímero de 

lignina en las últimas etapas de la lignificación, por tanto, es coherente que las 

principales diferencias entre el WT y los mutantes se encuentren en plantas 

maduras. Del mismo modo, el contenido total de lignina se redujo de manera 

más acusada en plantas mutantes maduras en comparación con el WT (Tabla 

9). Estos resultados demuestran que AtPrx52 participa en las últimas etapas de 

la lignificación, cuando el crecimiento de la planta ha finalizado.  

A pesar de que las plantas WT y los mutantes mostraron resultados 

similares en cuanto a los parámetros de crecimiento en su etapa de madurez, las 

diferencias en la cantidad de lignina sólo se encontraron en esta etapa de 

desarrollo y no cuando las plantas presentan una altura de 15 cm. Estos 

resultados sugieren que AtPrx52 juega un papel importante en las últimas etapas 

de la lignificación, dado que los tallos jóvenes no mostraron diferencias ni en el 

contenido ni en la composición de ligninas en comparación con el WT. Cuando 

las plantas se encuentran en crecimiento, el metabolismo relacionado con este 

crecimiento es mayor que el de la biosíntesis de ligninas por tanto no hay efecto 

de la mutación sobre la planta, en cambio, cuando el crecimiento de la planta 

cesa (madurez), la biosíntesis de la lignina se convierte en un proceso activo y 

las diferencias entre WT y mutantes son más evidentes. 
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Tabla 9. Contenido de ligninas y composición monomérica determinada por tioacidolisis 
a partir de paredes procedentes de tallos de 15 cm de altura y de plantas maduras. PC: 
pared celular; Tr: trazas. Los asteriscos indican diferencias significativas con un valor de 
P<0.05 con respecto al WT. 

 Tallos de 15 cm de altura Plantas maduras 

 Lignina  
(mg g-1 PC) 

H:G:S S/G Lignina  
(mg g-1 PC)

H:G:S S/G 

WT 104 ± 12  Tr:74:26 0.35 159 ± 16 1:60:39 0.65 

atprx52-1 94 ± 6 Tr:76:24 0.32 109 ± 2 1:64:35* 0.50* 

atprx52-2 92 ± 8 Tr:76:24 0.32 132 ± 18 2:66:32* 0.48* 

 

El hecho de que la mayoría de los cambios fueran visibles en la madurez 

excluye que los cambios en la composición de los monómeros se debieran a un 

retraso en la lignificación. Laskar y cols. (2006) describieron que cuando se 

suprimió la expresión de CCR se detectó una reducción de la cantidad de lignina 

a las 6 semanas, pero no a las 9 semanas, lo que sugiere un retraso en la 

lignificación en las plantas mutantes. Sin embargo, los cambios ocurridos en la 

composición monomérica (menor ratio S/G en plantas ccr) se podrían asignar 

sólo al retraso mencionado, porque a las 9 semanas no se encontraron 

diferencias en las plantas ccr en comparación con WT. El papel de AtPrx52 en la 

lignificación ha sido demostrado después del ataque de patógenos (Floerl y cols. 

2012), pero en nuestro caso, la inserción de T-DNA en AtPrx52 provocó no sólo 

una reducción del contenido de lignina, sino también de la relación S/G sin 

afectar a la viabilidad o la capacidad de crecimiento de la planta. 

 

III.4. Efecto del bloqueo de la expresión de AtPrx52 en los tejidos 

lignificados del tallo de A. thaliana 

Debido al hecho de que en las angiospermas las ligninas compuestas por 

una mayor porcentaje de unidades S se encuentran en las fibras 

interfasciculares, mientras que los vasos del xilema se componen principalmente 

de ligninas ricas en unidades G, se realizaron análisis histoquímicos para 

determinar qué tejidos se veían afectados por la supresión de AtPrx52. La tinción 

con azul de toluidina reveló que las paredes celulares tanto en las fibras 

interfasciculares como en los haces vasculares eran ligeramente más delgadas 

en los mutantes que en el WT (Figura 3.21A-C).  
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Figura 3.21. Secciones transversales de plantas WT (A, D, G), atprx52-1 (B, E, H) y 
atprx52-2 (C, F, I), teñidas con azul de toluidina (A-C), floroglucinol (D-F) y Mäule (G-I). 
Barras: 100 μm. 

 

La tinción con floroglucinol reveló que la presencia de ligninas se 

restringió a los haces vasculares y las fibras interfasciculares (Figura 3.21D-F), 

con menor intensidad de la tinción en las fibras interfasciculares de los mutantes 

con respecto al WT. Este dato confirma el obtenido mediante bromuro de acetilo 

donde la cantidad de lignina fue menor en los mutantes que en las plantas WT 

(Tabla 7). En los haces vasculares no se observó alteración en la tinción entre 

WT y los mutantes lo cual indica que AtPrx52 participa en la lignificación de las 

fibras interfasciculares y no en la de los haces vasculares. 

Ya que AtPrx52 podría oxidar el alcohol sinapílico debido a su estructura 

homologa a la ZePrx (Herrero y cols. 2013b) se realizó el test de Mäule, que es 

específico para grupos siringilo (Pomar y cols. 2002). Los vasos del xilema se 

tiñeron de color marrón (Figura 3.21G-I), lo cual indica que las ligninas están 

formadas principalmente por unidades de tipo G, mientras que las fibras 

interfasciculares se tiñeron de color rojo, lo que indica la presencia de unidades 

tipo S, tanto en plantas WT como en mutantes (Figura 3.21G-I). Por otra parte, 

se detectó una disminución en la intensidad de la tinción especialmente en las 

fibras interfasciculares de atprx52-2, lo que sugiere una disminución en las 
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unidades de tipo S. Como se ha mencionado anteriormente, las ligninas ricas en 

unidades S se depositan principalmente en las fibras interfasciculares, mientras 

que los vasos del xilema se componen principalmente de unidades tipo G (Zhong 

y cols. 2000), lo que explicaría por qué los vasos del xilema se tiñeron igual en 

mutantes y WT, mientras que las fibras interfasciculares muestran menor 

intensidad cuando se tiñen con floroglucinol o con Mäule. Esta alteración 

específica de tejido se observó en mutantes para AtPrx72 como se mencionó en 

el capítulo anterior.  

Un análisis detallado de la ultraestructura de las paredes de los vasos del 

xilema y de las fibras interfasciculares realizado con microscopía electrónica de 

transmisión (Figura 3.22) reveló una disminución en el grosor de las paredes 

celulares primarias de los mutantes. Este adelgazamiento de las paredes 

celulares primarias (Figura 3.23) podría explicar los resultados obtenidos en la 

tinción con azul de toluidina (Figura 3.21A-C). 

 

Figura 3.22. Microscopía electrónica de transmisión de las paredes celulares de los 
vasos (A, C, E) y de las fibras interfasciculares (B, D, F) de WT (A, B), atprx52-1 (C, D) y 
atprx52-2 (E, F). El asterisco indica la posición de la pared primaria y las flechas la 
localización de la pared secundaria. Barra: 1 µm. 
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Figura 3.23. Grosor de la pared celular primaria de los vasos en los haces vasculares. El 
asterisco indica diferencias significativas con un valor de P<0.05 con respecto al WT. 

 

III.5. Efecto de la supresión de AtPrx52 en la redistribución de 

esqueletos carbonados y en genes implicados en la síntesis de la pared 

celular 

Con el fin de probar si la supresión de la última enzima de la ruta conduce 

a una represión de las enzimas que se encuentran en pasos anteriores o bien a 

una distribución de los compuestos intermediarios, se analizó la expresión de 

algunos genes implicados en la biosíntesis de la lignina, tales como PAL, 4CL, 

CCR, CAD y F5H. Los resultados mostraron una disminución de la expresión de 

todos los genes implicados en la biosíntesis de la lignina, desde los más 

generales que se localizan al inicio de la ruta fenilpropanoide (PAL), hasta los 

genes específicos implicados en la biosíntesis de monómeros S (F5H) (Figura 

3.24A). Estos resultados están de acuerdo con los obtenidos en la tabla 7, en la 

que se mostraba una disminución de la cantidad de lignina en las paredes 

celulares de los mutantes con respecto al control. 
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Figura 3.24. Efecto del bloqueo de la expresión de AtPrx52 sobre genes implicados en la 
ruta de biosíntesis de las ligninas (A) y genes implicados en la síntesis de celulosa y 
xilanos (B). Las barras de error representan la desviación estándar de tres réplicas. Los 
asteriscos indican diferencias significativas entre plantas WT y plantas mutantes, con un 
valor de P<0.05. 

 

El hallazgo de algunas alteraciones en los hidratos de carbono de la 

pared celular (Figura 3.20) nos llevó a analizar los niveles de expresión de genes 

implicados en la biosíntesis de la pared secundaria. Para ello se analizaron 

genes implicados en la biosíntesis de celulosa (CesA7 y CesA8) y xilanos 

(FRA8). La expresión de CesA7 y CesA8 se vió reducida en ambos mutantes 

con respecto al WT y además esta reducción fue muy similar entre los mutantes 

(Figura 3.24B). Esto pone de manifiesto las alteraciones observadas en las 

bandas del espectro de FTIR asociadas a los hidratos de carbono (Figura 3.20). 

Estas alteraciones en los hidratos de carbono fueron similares entre ellas en 

ambos mutantes, al igual que el patrón de expresión observado mediante qRT-

PCR 

Con el fin de descifrar si otras rutas del metabolismo fenilpropanoide se 

encontraban alteradas como consecuencia de la menor expresión de los genes 

implicados en la biosíntesis de ligninas, se analizaron los niveles de expresión de 

CHS, implicada en la biosíntesis de flavonoides, y SMT8, que participa en la 

formación de ésteres sinapato. Se sabe que la supresión de genes implicados en 

la biosíntesis de ligninas puede afectar al flujo de compuestos intermedios hacia 

otras vías que están interconectadas con aquella (Besseau y cols. 2007). En 

ambos mutantes atprx52, CHS y SMT8 presentaron una expresión mayor que la 

encontrada en el WT para esos mismos genes (Figura 3.25A). Por tanto, la 

supresión de una sola peroxidasa conduce a una disminución de la expresión de 

los principales genes de la ruta de biosínteis de las ligninas, además de provocar 
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un redireccionamiento de los intermediarios de la ruta hacia otras vías, como son 

la biosíntesis de flavonoides y de ésteres de sinapato.  

 

Figura 3.25. Efecto del bloqueo de la expresión de AtPrx52 sobre genes implicados en la 
ruta de biosíntesis de ésteres sinapato y flavonoides (A) y factores de transcripción que 
regulan la síntesis de la pared celular (B). En todos los casos el gen de la actina se usó 
como gen de referencia. Las barras de error representan la desviación estándar de tres 
réplicas. Los asteriscos indican diferencias significativas entre plantas WT y plantas 
mutantes, con un valor de P<0.05. 

 

Por otra parte, se analizó la expresión de los factores de transcripción 

SND1, MYB58 y MYB103. Únicamente se observó una disminución de la 

expresión de MYB58 en atprx52-2, el cual regula directamente la expresión de 

los genes que codifican para las enzimas que participan en la biosíntesis de 

ligninas (Zhou y cols. 2009). En ambos mutantes la expresión de SND1 (Figura 

3.25B), que regula el engrosamiento de la pared celular secundaria 

específicamente en las fibras interfasciculares (Zhong y cols. 2006), fue menor 

con respecto al control. Estos resultados están de acuerdo con la menor tinción 

observada en las fibras interfasciculares de los mutantes con respecto al control 

(Figura 3.21 D-F) 

Por otra parte, dado que en el capítulo anterior hemos demostrado la 

implicación de AtPrx4 y AtPrx72 en la lignificación, se estudió la expresión de 

estas dos peroxidasas en los mutantes de AtPrx52. Los resultados mostraron 

que la expresión de AtPrx4 y AtPrx72 no varió en ambos mutantes con respecto 

al WT (Figura 3.26). Podemos confirmar entonces que el efecto de las 

alteraciones presentes en los mutantes se debe al bloqueo de la expresión de la 

peroxidasa 52 y no a la reducción de las otras dos peroxidasas. 
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Figura 3.26. Efecto del bloqueo de la expresión de AtPrx52 sobre la expresión de las 
peroxidas 4 (A) y 72 (B). En todos los casos el gen de la actina se usó como gen de 
referencia. Las barras de error representan la desviación estándar de tres réplicas.  

 

Aunque los datos señalan la participación de estas tres peroxidasas (4, 

52 y 72) en la formación de unidades S en las fibras interfasciculares de 

Arabidopsis, es poco probable que sean las únicas responsables de la oxidación 

del alcohol sinapílico. Esta redundancia en la función no debería sorprender en 

una especie cuyo genoma codifica para 73 peroxidasas. De hecho, es bastante 

común que Arabidopsis tenga varias isoenzimas que participen en diferentes 

pasos de la ruta de biosíntesis de la lignina (Vanholme y cols. 2012) lo cual no es 

de extrañar teniendo en cuenta que la lignificación tiene un papel fundamental 

para la supervivencia de la planta y sus interacciones con el entorno. 

La implicación de varias isoenzimas en el mismo proceso catalítico 

permite que este se lleve a cabo incluso cuando una de estas isoenzimas no es 

funcional o está ausente. Teniendo en cuenta este razonamiento lo más 

probable sería la existencia de una gran cantidad de isoenzimas de peroxidasa 

con la capacidad de oxidar el alcohol sinapílico y que cada una contribuyese a la 

biosíntesis de ligninas ricas en unidades S.  

El conocer la síntesis del polímero de lignina y concretamente la 

incorporación de unidades ese S despierta el interés de numerosos 

investigadores. Shigeto y cols. (2013) identificaron tres peroxidasas catiónicas 
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(2, 25 y 71) con gran homología a la peroxidasa de álamo CWPO-C, la cual 

prefiere como sustrato el alcohol sinapílico antes que el coniferílico (Sasaki y 

cols. 2004). Mutantes knock-out de estas tres peroxidasas mostraron una 

disminución en el contenido de lignina, y aunque la relación S/G no era menor en 

los mutantes que en las plantas WT (Shigeto y cols. 2013), proteínas 

recombinantes de AtPrx2 y AtPrx71 fueron capaces de oxidar la siringaldazina 

(un análogo químico del alcohol sinapílico) de manera más eficiente que el 

guaiacol (Shigeto y cols. 2014). Todos estos datos nos obligan a considerar que 

el estudio de peroxidasas siringilo en Arabidopsis debe abordarse con estudios 

más complejos que permitan la obtención de fenotipos mutantes con una gran 

reducción de unidades S.  

El conocimiento generado permitiría conocer mejor la biosíntesis de las 

ligninas y así obtener plantas con una pared reducida en ligninas que permitiese  

la utilización de dichas plantas en fines industriales. 
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1.- La expresión de AtPrx72 y AtPrx52 se localizó en raíces, hipocotilos y 

tallo de la inflorescencia, mientras que sus expresiones relativas en hojas fueron 

muy bajas. En cambio, la expresión de AtPrx4 se localizó en raíces, hipocotilos, 

tallo de la inflorescencia, cotiledones, hojas y flores. La expresión de las tres 

peroxidasas en el tallo de la inflorescencia e hipocotilos apoya la participación de 

dichas peroxidasas en la lignificación de las paredes celulares. 

 

2.- La supresión de la expresión de las peroxidasas 4 y 52 no afecta a la 

viabilidad ni al crecimiento de las plantas, en términos de altura de la 

inflorescencia y área foliar. Sin embargo, el mutante atprx72 mostró una 

disminución en la altura del tallo, así como una reducción del área de la roseta 

en comparación con las plantas WT.  

 

3.- El análisis por FTIR de las paredes celulares mostró alteraciones en la 

composición de la pared a nivel de los hidratos de carbono (800-1200 cm-1) y de 

las ligninas (1400-1600 cm-1) para los mutantes atprx4 y atprx72. En el caso de 

los mutantes atprx52 las alteraciones se observaron principalmente en la zona 

de las ligninas (1400-1600 cm-1) 

 

4.- La supresión de AtPrx4, AtPrx52 y AtPrx72 provocó una disminución 

en el contenido de lignina en los mutantes de estas peroxidasas. Además, la 

proporción de unidades S fue menor en las plantas mutantes que en las WT. 

Esta reducción se tradujo en una disminución del ratio S/G con respecto al WT, 

así como un aumento del ratio Σ β-O-4/Σ O-4 (en atprx52 y atprx72) lo cual 

supone una estructura más lineal del polímero de lignina. En el caso de la 

supresión de AtPrx4 la reducción del contenido de lignina y del ratio S/G 

solamente se produjo en plantas crecidas bajo fotoperiodo de día largo, pero no 

en aquellas cultivadas con fotoperiodo de día corto. En todos los casos se 

observó que la disminución en el contenido de lignina y el ratio S/G depende de 

la edad de la planta, puesto que sólo fue significativa en aquellos estadíos en los 

que predomina la lignificación sobre el crecimiento, lo cual está relacionado con 

la deposición tardía de las unidades S en el polímero de lignina. 

 



Conclusiones                                                                                                                        . 

95 

5.- La disminución en la proporción de las unidades S en atprx4, atprx52 

y atprx72 se restringe a las fibras interfasciculares, como se deduce de las 

tinciones de Maüle y Wiesner. Además, el mutante atprx72 mostró una alteración 

en la estructura vascular, puesto que se observó un colapso de algunos vasos, 

así como la ausencia de lámina media. 

 

7.- El bloqueo de la expresión de cada unos de los genes de peroxidasa 

fue suficiente para causar una disminución de la expresión de los genes 

implicados en la ruta de biosíntesis de las ligninas (PAL, 4CL, CCR, F5H y CAD), 

así como de otros genes relacionados con la formación de la pared secundaria, 

como la síntesis de celulosa y xilanos. También se redujo la expresión génica del 

factor de transcripción SND1, encargado de regular la lignificación 

específicamente en las fibras interfasciculares y actuar directamente sobre el 

promotor de F5H. 

 

8.- La expresión de SMT8 (relacionada con la formación de ésteres de 

sinapato) y CHS (implicada en la síntesis de flavonoides) se incrementó en los 

mutantes de la peroxidasa AtPrx52, mientras que la supresión de AtPrx4 y 

AtPrx72 causó un aumento de la expresión de SMT8. La alteración de la 

expresión de estos genes indica una redistribución de esqueletos carbonados 

hacia otras rutas del metabolismo fenilpropanoide, como son las rutas de 

biosíntesis de ésteres de sinapato y flavonoides. 
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Anexo 1. Cebadores para la identificación de los mutantes homocigóticos 

Nombre del gen Secuencia (5’ 3’) 

SALK4_F GATTCATTCACATCCCACCAC 

SALK4_R CTCACACATTAGGGCAAGCTC 

SALK52_F ACCAGGTGTGTGTGAACCTTC 

SALK52_R AGTAGGGAGCTTACGGCTACG 

SALK72_F AGGGAAGAAGCCTGCATAAAG 

SALK72_R ATCAAGAGGCCTTCTTTGAGC  

LBB1.3 SALK ATTTTGCCGATTTCGGAAC 

SM52_F CTCCAAGCTTCAACAAATATAAAGACGAA 

SM52_R CCGACGGATATAGAAACAATTCAATTACA 

SPM32 SM TACGAATAAGAGCGTCCATTTTAGAGTGA 

SAIL72_F TCTAAAAACCCAAAGCCCAAC 

SAIL72_R CTAACAGAAACTCAGCCCGTG 

LB1SAIL 
GCCTTTTCAGAAATGGATAAATAGCCTTGC
TTCC 
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Anexo 2. Cebadores para la realización de la RT-PCR 

Nombre del gen Secuencia (5’ 3’) 

RT_PRX4_F  GGAACCGGAGCTTCTACAGAT 

RT_PRX4_R  TCGCTGCAGGAATTTTAGTT 

RT_PRX52_F  AACGAACTTGCCCTAGAGCC 

RT_PRX52_R  GATGGAGTCAGTAGAGCCGC 

RT_PRX72_F  CCTAACAGAAACTCAGCCCGT 

RT_PRX72_R  CTCCTCTCGCGTCTCTTCTTC 

RT_ACT8_F TCTAAGGAGGAGCAGGTTTGA 

RT_ACT8_R TATCCGAGTTTGAAGAGGCTAC 
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Anexo 3. Cebadores para la realización de la qRT-PCR 

Nombre del 

gen 
Secuencia (5’ 3’) 

PRX52_F AACGAACTTGCCCTAGAGCC 

PRX52_R GATGGAGTCAGTAGAGCCGC 

PRX4_F CTTTACGATAACTCGAGTGACATTGAC 

PRX4_R CCACCGTTGACCGGACAA 

Actin_F TGCAGACCGTATGAGCAAAGAG 

Actin_R GGTGCCACGACCTTAATCTTCA 

PAL_F CCCCCTCCGTGGTACAATC 

PAL_R AGAAGTCCGGCGATGTAGGA 

4CL_F GCCACTAAGCCTTGCCTAATCA 

4CL_R CGTGGACGTCGGAGTAAGTGT 

CCR_F GATGTCGCGCTGGCTCAT 

CCR_R GAGCACTCTCGGCTAGGAGATAAC 

F5H_F GAGTGGGCCTTAACGGAGTTATT 

F5H_R CGACTTCGGCGAGTTCTTG 

CAD_F CAGAAGGAATGGCGGTTGA 

CAD_R AAGTGGCTCAGTGGACTGTACACA 

CesA7_F GTTTTGCGTTGGGCACTTG 

CesA7_R AGTTTGCCTCCTTTGTAGCCATA 

CesA8_F TCTTTGTGGCTTGTCATGAGTGT 

CesA8_R CAACGCAAGCAAATTCTTCGA 

FRA_F TGGCTTTCCAGCGATTGG 

FRA_R GGTATTGAGTCGAGACGAGCTTTAT 

CHS_F CGTGTTGAGCGAGTATGGAAAC 

CHS_R TGACTTCCTCCTCATCTCGTCTAGT 
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SMT_F CCCCATTCATAACTGGAGGCCATG 

SMT_R ATAATTATAGGTGAAGGTCATAAGCC 

MYB58_F GAGTCATCTCCAAATGCTTCAATG 

MYB58_R CATCCCCGTAAACTCGCTATAAGT 

MYB103_R GGTTCATCTCTTGTTGGAAACCA 

MYB103_R TTAAAACGAAGAAGGGAAAGAAGAAG 

SND_F TGACTCCAAGCAAACTCGATTT 

SND_R ACTAGCCCAGTTGCTGCAAAC 
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