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RESUMEN Los metales pesados no son biodegradables lo que hace que sean contaminantes 

muy persistentes en el medio ambiente, lo que supone un grave riesgo no sólo para la salud 

medioambiental sino también para la salud humana. La fitorremediación se presenta como una 

alternativa biológica sencilla y viable en la descontaminación de suelos; sin embargo, está influenciada 

por la biodisponibilidad de los metales pesados en el suelo así como por su toxicidad y por las 

actividades microbianas de la rizosfera. La simbiosis entre hongos micorrícicos y plantas acumuladoras 

de metales puede ser una estrategia prometedora en el desarrollo de nuevos programas de 

fitorremediación. En este trabajo hemos caracterizado, mediante medidas de crecimiento y parámetros 

fisiológicos y bioquímicos, la respuesta de Betula celtiberica micorrizada y no micorrizada con el fin de 

estudiar su comportamiento para ser aplicada en futuros programas de fitorremediación.  

La micorrización de B.celtiberica con Paxillus ammoniavirescens favoreció la acumulación de 

metales pesados en las raíces y promovió su retención en las paredes celulares actuando como una 

primera barrera de defensa frente a la toxicidad de los metales. La contaminación del suelo provocó un 

descenso en el contenido de pigmentos y en el rendimiento fotosintéticos y un aumento en los niveles 

de H2O2 y MDA especialmente importante en el caso de las plantas micorrizadas. Este aumento de 

ROS desencadenó diferentes respuestas antioxidantes mostrando un aumento de la actividad catalasa 

en las plantas micorrizadas mientras que en las no micorrizadas detectamos una mayor actividad 

guaiacol peroxidasa. La glutatión reductasa también se vio inhibida por la contaminación del suelo. 

 

ABSTRACT. Heavy metals are a non biodegradable contaminants which makes them very 

persistent in the environment and supposes not only a serious environmental risk but also for human 

health.  Phytoremediation is a promising approach for remediation of heavy metal- contaminated soils. 

The bioavailability of heavy metals and its toxicity is determined by exchange processes between the 

soil and the plant and aswell by rhizospheric microorganisms. Symbiotic associations between 

mycorrhizal fungi and plants may be a promising strategy in new phytoremediation programs 

development. 

In this work we have characterized mycorrhized and non mycorrhized Betula celtiberica response 

by measures of growth and physiologic and biochemical parameters in order to study their behavior in 

future phytorremediation strategies. The symbiosis between Betula celtiberica and Paxillus 

ammoniavirescens enhaced heavy metal accumulation in roots and promoted its retention in cell walls 

acting as a first line of defense against metal toxicity. Metal accumulation in plant tissue resulted in a 

decrease in photosynthetic pigments and an increase in H2O2 and MDA content especially in the case 

of mycorrhized plants. This ROS accumulation provoques different antioxidant response. Non-

mycorrhizal plants show an increased CAT enzimatic activity while the non-mycorrhizal POD detect 

increased activity in response to the presence of heavy metals in the culture substrate. Glutation 

reductase activity showed an decrease in their levels in contaminated soil. 
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POD (EC  1.11.1.7): Guaiacol peroxidasa 

PS: Peso seco 

PVPP: Polivinilpolipirrolidona 

Rh: Rodio 

ROS: Especies reactivas del oxígeno 

SC: Suelo control 

SCTM: suelo contaminado 

SOD (EC  1.15.1.1): Supeóxido dismutasa 

TCA: Ácido tricloroacético 
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1. Introducción 

Una de las grandes consecuencias de la Revolución Industrial es el deterioro 

medioambiental derivado de la liberación de contaminantes al medio ambiente. A diferencia 

de las sustancias orgánicas, los metales pesados son un grupo de contaminantes muy 

persistentes ya que no son biodegradables y por tanto se acumulan en suelos y aguas 

terrestres lo que supone no sólo un grave riesgo para la salud ambiental sino también para 

la salud humana. Además, por lo general estos elementos se acumulan en los tejidos de 

organismos vivos y sus concentraciones tienden a aumentar a medida que avanzamos hacia 

los niveles superiores en la cadena trófica, fenómeno que se conoce como biomagnificación 

(Ali et al., 2013).  

Todo esto se ha hecho mucho más latente en los últimos años lo que ha puesto en 

alerta a la comunidad científica de manera que, una gran parte de los esfuerzos en 

investigación hoy en día están orientados a la descontaminación de suelos.  

Los métodos convencionales de eliminación de contaminantes incluyen técnicas como 

la excavación y relleno de suelos, estabilización, lavado o incineración entre otras. Sin 

embargo, generalmente este tipo de técnicas físico-químicas llevan asociadas una serie de 

limitaciones muy importantes como son el alto coste y cambios irreversibles en las 

propiedades del suelo y flora nativa (Ali et al., 2013), por lo que se hace necesario la 

búsqueda de nuevas técnicas más rentables, seguras e inocuas para el medio ambiente. 

En la actualidad, se están desarrollando técnicas biológicas, alternativas a las 

convencionales de ingeniería civil, para la eliminación de contaminantes del suelo. Entre 

ellas destaca la fitorremediación que se define en términos generales como el uso de 

plantas y microorganismos del suelo asociados con el fin de reducir la concentración o 

efectos tóxicos de los contaminantes en el medio ambiente (Greipsson, 2011). La 

fitorremediación se presenta como una buena alternativa al tratamiento de zonas 

contaminadas debido a que se trata de un método de bajo coste, es menos destructivo que 

cualquier otra técnica ya que permite preservar el estado natural de ecosistemas en mayor 

medida y además no tiene ningún impacto negativo en la fertilidad del terreno. 

Dentro de la fitorremediación se engloban distintas estrategias de descontaminación 

como la fitoestabilización que tiene como objetivo reducir la movilidad y biodisponibilidad de 

los contaminantes en el medio ambiente (Wuana y Okieimen, 2011), la fitovolatización que 

implica la conversión de los contaminantes a su forma volátil y posterior liberación a la 

atmósfera o la  fitoextracción, que consiste en la absorción de los contaminantes por las 

raíces de las plantas y su translocación y acumulación en su parte aérea (Rafati et al., 

2011).  

Esta última es la estrategia más prometedora  en la eliminación de metales pesados 

de suelos contaminados si bien es cierto que la eficiencia de la fitoextracción depende de 

muchos factores como la biodisponibilidad de los metales pesados en el suelo, la 

especiación de los mismos o la adecuación de las especies vegetales empleadas. 
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El potencial de fitoextracción de una especie está determinado por dos factores 

principalmente, su biomasa aérea y la capacidad de concentración de contaminantes en la 

misma. En la actualidad se emplean dos enfoques para abordar la fitoextracción de metales 

pesados. El primero de ellos implica el uso de especies capaces de acumular una gran 

cantidad de metal en sus tejidos pero, en general, estas plantas presentan una biomasa 

pequeña mientras que el segundo enfoque contempla el uso de especies con una menor 

capacidad de acumulación de metal pero una mayor biomasa. Además idealmente se 

establece que las plantas adecuadas para ser empleadas en fitoextracción tienen que ser 

especies vegetales con altas tasas de crecimiento, sistemas radicales extensos, tolerancia a 

los efectos tóxicos de los contaminantes así como resistencia a plagas y patógenos y buena 

adaptación a las condiciones edafo-climáticas de la zona donde se va a llevar a cabo el 

programa de fitoextracción (Ali et al., 2013). 

La biodisponibilidad de los metales pesados para las plantas así como su toxicidad 

está condicionada por la rizosfera de manera que intervienen no sólo procesos de 

intercambio entre el suelo y la planta sino también diversas actividades microbianas 

(Schützendübel y Polle, 2002).  

En condiciones naturales, la mayoría de los sistemas radicales de los árboles en los 

bosques templados se encuentran micorrizados (Le Quéré et al., 2005; Fernandez et al., 

2008. Las micorrizas son asociaciones mutualistas entre hongos del suelo y raíces de 

plantas leñosas (Le Quereé et al., 2005) en las cuales el hongo proporciona a la planta los 

nutrientes minerales requeridos y a su vez recibe carbohidratos fotoasimilados por parte de 

la planta (Smith y Read, 1997). Además se ha visto que estas estructuras aumentan en gran 

medida la capacidad de absorción de agua y nutrientes de la raíz y son vitales en la 

supervivencia  y resistencia a patógenos tanto del árbol huésped como del hongo.  

1.1. Estrés oxidativo inducido por metales pesados. 

El cultivo en suelo contaminado es una situación de estrés para las plantas y una de 

las consecuencias más comunes de la mayoría de los estreses de tipo abiótico es un 

incremento en la producción de especies reactivas del oxígeno (ROS) (Polle y Rennenberg, 

1993) como consecuencia de la reducción secuencial del O2 a H2O. Las ROS son moléculas 

potencialmente tóxicas ya que provocan la oxidación inéspecífica de proteínas y lípidos de 

membrana e incluso están relacionadas con daños a nivel de ADN. Como consecuencia de 

esto, se produce  un aumento de proteínas carboniladas, malondialdehído (MDA) y un 

incremento en la producción en etileno (Schützendübel y Polle, 2002).  

Con el fin de eliminar o reducir el exceso de ROS, las plantas poseen sistemas de 

detoxificación. Este sistema de defensa antioxidante incluye mecanismos no enzimáticos 

como síntesis de glutatión (GSH) o de ácido ascórbico y mecanismos enzimáticos como las 

actividades catalasa, (CAT,  EC1.11.1.6), guaicol peroxidasa, (POD,  EC  1.11.1.7), 

superóxido dismutasa, (SOD,  EC  1.15.1.1), o glutatión reductasa (GR,  EC  16.4.2)  (Noctor 

y Foyer, 1998; Mittler et al., 2004; Halliwell, 2006; Moller et al., 2007 y Gil y Tuteja, 2010). La 

SOD, CAT y otras peroxidasas están involucradas en la detoxificación de peróxidos 

impidiendo la formación de radicales OH- mientras que la GR así como el glutatión (GSH) y 

el ascorbato son componentes esenciales en el ciclo del ascorbato-glutatión, implicados en 

la eliminación de H2O2 en diferentes compartimentos celulares (Sandalio et al., 2001). 
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Para llevar a cabo la repoblación y recuperación de suelos contaminados se requieren 

plantas tolerantes, entre otras cosas, al daño oxidativo que los metales provocan en los 

tejidos vegetales. La capacidad de las plantas para aumentar la respuesta antioxidante 

frente al estrés por metales parece ser dependiente de la especie, del tejido y del tipo y 

tiempo de exposición a los metales pesados (Schützendübel y Polle, 2002). Diversos 

ensayos biotecnológicos se han centrado en el estudio y mejora de la capacidad de 

tolerancia de las plantas con el fin de emplearlas en estrategias de descontaminación de 

suelos (Dankher et al., 2011).   

1.2. Micorrización y tolerancia a metales pesados. 

Por otro lado, El desarrollo de la micorrización entre plantas tolerantes y hongos 

resistentes y acumuladores de metales pesados puede ser una estrategia prometedora en el 

desarrollo de nuevos programas de fitorremediación. 

Numerosos estudios se han centrado en investigar la posible reducción de la toxicidad 

de los metales pesados por la acción de hongos micorrícicos. Se ha sugerido que las 

ectomicorrizas reducen la absorción del metal por las raíces y esto permite a la planta 

huésped sobrevivir en suelos contaminados (Wilkins, 1991). Ensayos de inoculación  con 

una cepa del hongo Paxillus involtus, aislado de un terreno contaminado, ha puesto de 

manifiesto que las plantas micorrizadas sufrien una menor reducción en su biomasa como 

consecuencia de la exposición a Cd (Schützendübel y Polle, 2002). Sin embargo aún no 

está claro si esto es consecuencia de un mejor estado fisiológico de la planta o debido a que 

las hifas del hongo obstaculizan el acceso de los metales pesados a la superficie de la 

raices de las plantas (Jentschke y Godbold, 2000).  

1.3. Planteamiento y objetivos 

La mayor parte de los estudios de fitorremediación y respuesta de las plantas a la 

presencia de metales pesados se han llevado a cabo en especies herbáceas. Sin embargo, 

el uso de especies leñosas, como Betula celtiberica, se muestra como una alternativa viable 

ya que presentan un buen  sistema radical que les permite alcanzar o explorar mayor 

volumen de suelo y producir una gran cantidad de biomasa lo que supone que, 

potencialmente, pueden acumular una mayor cantidad de contaminantes y además ésta 

biomasa puede ser aprovechada por la industria maderera, papelera o en la producción de 

biocombustibles. 

Además, la mayoría de los estudios, se centran en el efecto de un único metal, 

evaluando su acumulación en plantas modelo y cómo afecta a su fisiología pero uno de los 

mayores inconvenientes que nos encontramos a la hora de establecer un programa de 

fitorremediación es que en la naturaleza rara vez nos encontramos con un único compuesto 

como responsable de la contaminación de los sustratos, sino que existen múltiples 

elementos contaminantes y en diferentes concentraciones. Todo ello hace que la respuesta 

de las plantas en condiciones reales sea difícil de predecir a partir del comportamiento 

observado en el laboratorio y que los proyectos de fitorremediación no sean totalmente 

exitosos.  
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Por todo ello, el objetivo de este trabajo es estudiar el comportamiento de Betula 

celtiberica micorrizada y no micorrizada cultivada en un suelo contaminado con metales 

pesados,, con el fin de determinar su idoneidad para programas de fitorremediación. Para 

definir la adecuación de esta especie a los fines propuestos se caracterizará su respuesta 

mediante medidas de crecimiento, parámetros fisiológicos y bioquímicos. Para desarrollar 

este objetivo se abordaran los siguientes objetivos parciales: 

 Análisis del contenido de metales pesados del suelo. En este apartado se 

cuantificará el contenido de metales del suelo y se realizará una extracción 

secuencial para determinar la concentración en la que los metales están 

disponibles para la planta. 

 Análisis del contenido en metales pesados en la planta. Estudiaremos el 

contenido de metales pesados acumulados por la planta y también si estos 

quedan retenidos en la pared celular o por el contrario son incorporados  al 

interior de la célula. 

 Caracterización de las respuestas fisiológicas de Betula celtiberica micorrizada 

y no micorrizada y determinación de enzimas antioxidativos. Con este objetivo 

se evaluará cómo afecta la acumulación de metales pesados al crecimiento, 

fotosíntesis y contenido en pigmentos de la planta. También estudiaremos el 

papel de diversas actividades antioxidativas frente al estrés provocado por los 

metales pesados y si la micorrización mejora la tolerancia a este tipo de estrés. 
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2. Material y métodos 

2.1. Cultivo in vitro de Betula celtiberica 

Segmentos apicales de 2-3 cm de longitud del clon BC-K de B. celtiberica se 

transfirieron a un medio MS (Murashige and Skoog, 1962) modificado (MSM) en el que los 

macronutrientes y el calcio fueron diluidos a la mitad y suplementado con 30 g L-1 de 

sacarosa y 6,5 g L-1 de agar y pH 5,7. Como fuente de hierro se empleó sequestrene al 6% 

de Fe en forma de sal férrica. Las plantas se cultivaron durante 12 semanas en una cámara 

de crecimiento a 25 ˚C y con un fotoperiodo de 16 h de luz/ 8 h oscuridad. 

2.2. Cultivo in vitro de Paxillus amoniavirescens y micorrización 

Inóculos de micelio fúngico de 1 cm de diámetro se cultivaron en medio MSM y se 

mantuvieron en oscuridad durante 20 días. Una vez crecido el hongo se procedió a la 

micorrización de las plantas de B.celtiberica como se especifica a continuación. 

Tras seis semanas de cultivo in vitro se llevó a cabo la micorrización de las plantas de 

B. celtiberica con P. ammoniavirescens. Para ello se inocularon cada una de las 50 plantas 

con dos porciones de micelio del hongo y se mantuvieron en la cámara de cultivo a 25 ˚C 

con un fotoperiodo de 16h de luz / 8 oscuridad durante 6 semanas más. Otras 50 plantas no 

se micorrizaron y fueron empleadas como control. 

2.3. Aclimatación de las plantas 

Al cabo de 12 semanas se llevó a cabo la aclimatación de las plantas en túnel de 

niebla controlando la temperatura y reduciendo paulatinamente la humedad relativa hasta 

alcanzar el 65%. Tras 4 días en el túnel de niebla, se retiró el medio de cultivo y las plantas 

se pasaron a un sustrato de turba:perlita 1:1 con el fin de asegurar una mejor aclimatación al 

crecimiento de las plantas ex vitro. En estas condiciones se mantuvieron durante 3 semanas 

más hasta su posterior traslado a  tierra contaminada. 

2.4. Cultivo de B. celtiberica en suelo contaminado 

A continuación,  las plantas se trasladaron al invernadero con temperatura 

semicontrolada (10-25˚C) y se cultivaron en macetas con tierra contaminada con metales 

pesados procedente de una antigua mina de mercurio, La Peña-El Terronal, localizada en el 

concejo Mieres (Principado de Asturias). Otras plantas se cultivaron en una mezcla de turba-

perlita en la proporción 1:1 (v/v) y fueron utilizadas como control. 

Al cabo de 3 meses de cultivo en tierra contaminada, las plantas se lavaron con 

abundante agua del grifo seguido de tres lavados con agua destilada de 5 min cada uno. 

Posteriormente se midió la longitud de la parte aérea y de la raíz y el número de hojas y se 

obtuvo el peso fresco y seco. Para obtener el peso seco (PS), como medida de la biomasa 

total de las plantas, las plantas, al final de cada tratamiento  se secaron a 35 ˚C durante 72 

horas.  
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Con el fin de reducir al mínimo la variabilidad que existe en el desarrollo de las plantas, 

los resultados se expresan según los siguientes índices: 

 Índice peso fresco (PF): (PF final – PF inicial) / (PF inicial)  

 

 Índice caulinar: (Longitud tallo final – Longitud tallo inicial) / (Longitud tallo inicial) 

 

 Índice radical: (Longitud raíz final – Longitud raíz inicial) / (Longitud raíz inicial) 

 

 Índice foliar: (Nº Hojas final – Nº Hojas inicial) / (Nº Hojas inicial) 

 

 El contenido en agua (%) se calculó teniendo en cuenta la siguiente relación. 

ContenidoH2O (%) = [(Peso fresco – Peso seco) / Peso fresco] x100 

2.5. Análisis de metales pesados 

2.5.1. Análisis de metales pesados en plantas 

Con el fin de conocer la capacidad de extracción de metales por las plantas es 

necesario saber el contenido inicial en el  suelo y la acumulación de los mismos en la planta.  

Para ello, se tomaron 300 mg de las muestras vegetales (hojas y raíces) y se secaron 

a 35˚C durante 72 h. Posteriormente, se sometieron a una digestión ácida con una mezcla 

de HNO3 concentrado: H2O2: HF en la proporción 3: 1: 1 y se atacaron en horno microondas 

hasta conseguir el licuado total de la muestra (Montaser, 1998). Finalmente se llevó a cabo 

el análisis del contenido en metales por ICP-MS tipo cuadrupolo (HP-7500 cc) empleando 

rodio (Rh) como patrón interno. 

2.5.2. Extracción secuencial simple (BCR) de los metales pesados en el 

suelo 

En primer lugar, se llevó a cabo el análisis del contenido total de metales pesados en 

el suelo en estudio. Las muestras se pesaron y tamizaron a 2 mm y posteriormente una 

muestra de 100 mg de suelo seco se procesó de igual manera que las muestras vegetales 

para posteriormente ser analizados por ICP-MS. A continuación, para conocer cuántos de 

estos metales presentes en el suelo están disponibles para la planta se realizó una 

extracción secuencial por el método BCR (Community Bureau of Reference) (Davidson et 

al., 1999). Este método nos permite caracterizar las fracciones intercambiable, reducible, 

oxidable y residual. De estas fracciones en las dos primeras es donde se localizan los 

elementos disponibles para la planta.  

Este método consta de 3 pasos secuenciales: 

 Paso A 

Partimos de 1g de suelo al que se le añaden 40 ml de una solución de ácido acético 

glacial (C2H4O2) 0,11 M. Se mantiene en agitación 16 h a 30 rpm y una temperatura de 22˚C. 

Posteriormente se centrifuga a 3000 g durante 20 minutos y finalmente, se recoge el 
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sobrenadante y se almacena a 4˚C para su posterior análisis. Este sobrenadante 

corresponde a la fracción intercambiable.  

A continuación, se lava el residuo precipitado con 20 ml de agua destilada, se agita 

durante 15 minutos y se centrifuga de nuevo a 3000 g durante 20 minutos y finalmente se 

deja decantar para eliminar el sobrenadante sin perder nada del precipitado. 

 Paso B 

Al residuo resultante del paso anterior se le añaden 40 ml de clorhidrato de 

hidroxilamina NH2OH 0,5 M, recién preparado. Como en el paso anterior, se mantiene en 

agitación durante 16 h a 22˚C y se separa nuevamente por centrifugación a 3000 g. Este 

sobrenadante se corresponde con la fracción reducible. A continuación, se lava el residuo 

como en el paso A. 

 Paso C 

Al residuo procedente del paso B se le añaden 10 ml de H2O2 8,8 M en pequeñas 

alícuotas y se mantiene a temperatura ambiente durante 1h con agitación manual ocasional. 

Tras esto, se continúa la digestión en un baño caliente a 85˚C agitando ocasionalmente 

durante los primeros 30 min y se deja reducir el volumen a menos de 3 ml calentando el 

tubo destapado.  

Posteriormente se añade otra alícuota de 10 ml de la misma solución de H2O2 8,8 M y 

se repite el proceso calentando el tubo cubierto a 85˚C durante 1 h con agitación manual 

ocasional durante los primeros 30 min. Transcurrido el tiempo se destapa el tubo y se deja 

reducir el volumen hasta 1 ml evitando que el residuo se seque completamente.  

Por último, se añaden 50 ml de acetato de amonio 1 M al residuo frío y se agita 

durante 16 horas a 22˚C. Finalmente, se separa el sobrenadante por centrifugación como en 

el paso A. El sobrenadante es la fracción oxidable y el residuo obtenido tras la 

centrifugación, la fracción residual.  

Una vez obtenidas las fracciones del suelo, se diluyeron en la proporción 1:10 con 

HNO3 al 1%, y se midieron en el ICP-MS utilizando Rh como patrón interno. La fracción 

residual, al tratarse de un sólido, se procesó de igual manera que el suelo en el que 

habíamos analizado el contenido total en metales. 

2.6. Extracción de paredes celulares 

Con el fin de determinar si los metales acumulados en la planta quedan retenidos en la 

pared celular o bien son transportados a la vacuola se llevó a cabo la extracción de paredes 

celulares según el procedimiento descrito por Fernández et al. 2014. Para ello se partió de 

100 mg de raíces previamente secadas a 35˚C durante 72 h. A continuación, se trituró y 

homogeneizó con 10 ml de etanol al 80% y se sometieron a tres ciclos de ultrasonidos de 5 

minutos cada uno (Zornoza et al 2002). Tras esto, se incubó a 30 °C durante una hora en 

agitación constante a 100 rpm. Después se centrifugó a 14.000 g durante 5 min y se recogió 

el sobrenadante (fracción soluble) que se almacenó para el posterior análisis por ICP-MS. 
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 El pellet resultante, fracción que contiene las paredes celulares, se sometió a tres 

lavados con 5 ml de etanol al 80 %, un lavado con 5 ml de una solución de cloroformo: 

metanol 2:1 (v/v) y finalmente 3 lavados más con 5 ml de acetona. Tras cada uno de los 

lavados se centrifuga a 14.000 g durante 5 min y se descarta el sobrenadante. El pellet final 

se secó completamente a 35°C durante 72 h y se almacenó para su posterior análisis de 

metales pesados por ICP-MS. 

2.7. Medida de la eficiencia fotosintética y contenido en pigmentos 

Al final del período de cultivo (90 días) se midió la eficiencia fotosintética y el contenido 

en clorofilas tanto en las plantas, micorrizadas y no micorrizadas, crecidas en tierra control 

como en las crecidas en tierra contaminada. 

La eficiencia fotosintética se midió utilizando un fluorímetro portátil modelo OS1-FL 

(Opti-Sciences) en la segunda hoja expandida, adaptada previamente a la oscuridad durante 

20 min (fluorescencia inicial, F0). Tras esto, se aplicó un pulso de luz hasta la saturación 

obteniendo así el valor de la fluorescencia máxima (Fm). Fv se define como la fluorescencia 

variable y se corresponde con la diferencia entre la fluorescencia inicial (Fo) y la máxima 

fluorescencia obtenida tras el periodo de adaptación a la oscuridad (Fm).  

2.8. Análisis del contenido en clorofilas 

Para la extracción y cuantificación de clorofilas se recogieron 100 mg de hojas frescas 

tras 3 meses de cultivo en suelo contaminado y control y se trituraron en N2 líquido. 

Posteriormente se añadieron 2 mL de acetona al 80 % y tras centrifugarlo se recogió el 

sobrenadante (Fernández et al., 2013). Finalmente, se midió la absorbancia a 663, 645 y 

470 nm para cuantificar el contenido en clorofila a, clorofila b y carotenoides 

respectivamente de acuerdo con las fórmulas descritas en Porra (2002) y Lichtenthaler y 

Wellburn (1983). 

2.9. Medida del contenido en H2O2 y peroxidación lipídica  

El contenido de H2O2 en las hojas se midió según el método descrito por Singh et al., 

(2006) con pequeñas modificaciones. En primer lugar, se homogeneizaron 300 mg de hojas  

frescas con 2 mL de ácido tricloroacético (TCA) al 0,1 %. Tras centrifugar a 10000 g durante 

15 minutos se recogió el sobrenadante.  

Para cuantificar el contenido en H2O2, se añadió a una alícuota de 0,5 ml del 

sobrenadante 0,5 ml de tampón fosfato (pH 7,6) 100 mM y 1 mL de KI. Se midió la 

absorbancia a 390 nm. 

El contenido en H2O2 se calculó en base a la siguiente fórmula: 

[H2O2] (μg/g PF) = (Abs 390 * V SN)/(mg muestra/ V TCA)  

donde VSN es el volumen de sobrenadante añadido al pocillo de la placa  y VTCA se 

corresponde con el volumen de TCA empleado en la extracción. 
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La peroxidación lipídica se evaluó midiendo la formación de malondialdehído (MDA) 

(Demiral y Turkan, 2005). Para ello se añadió a una alícuota de 1 ml de sobrenadante, 4 ml 

de TCA al 20 % con ácido 2-tiobarbitúrico (TBA) 0,5 %. La mezcla se incubó a 95 ˚C durante 

30 minutos. Transcurrido el periodo de incubación, las muestras se enfriaron rápidamente en 

hielo y se centrifugaron a 10000 g durante 15 min. Finalmente se midió la absorbancia del 

sobrenadante a 532 y 600 nm.  

La concentración en MDA se calculó en base a la siguiente fórmula. 

[MDA] = (Abs 532- Abs 600) /ɛ    

ɛ (coeficiente de absortividad molar del MDA) = 155 mM-1 cm-1 

2.10 Cuantificación de actividades enzimáticas relacionadas con el 

estrés oxidativo 

Todos los análisis se llevaron a cabo a 4˚C. En primer lugar se obtuvieron los extractos 

crudos a partir de 125 mg de hojas frescas de las plantas micorrizadas y no micorrizadas 

crecidas en suelo control y contaminado. La extracción se llevó a cabo en 2 ml tampón Tris-

HCL 100 mM (pH 7,8) que contiene ditiotreitol (DTT) 3 mM, ácido etilendiaminotetraacético 

(EDTA) 1 mM y 2% (p/p) de polivinilpolipirrolidona insoluble (PVPP). Una vez 

homogeneizado el material vegetal con el tampón de extracción, las muestras se 

centrifugaron a 10000 g durante 20 minutos a 4 ˚C (Martins et al., 2010).  

La actividad guaiacol peroxidasa (POD, EC 1.11.1.7) se determinó en base al 

procedimiento descrito por Martins et al., (2010). Para ello se empleó una reacción mixta con 

200 µl 2-metoxifenol (guaicol) 30 mM y H2O2 4 mM en tampón acetato de sodio 0,2 M (pH 

6,0). La actividad enzimática en este caso, se define como el consumo de 1 μmol de guaicol 

min-1 cm-3 a temperatura ambiente usando 26,6 mM-1 cm-1 como coeficiente de absorbancia 

para el tetraguaiacol. 

Para determinar la actividad actividad catalasa (CAT, EC 1.11.1.6) se midió el 

descenso de absorbancia medido a 240 nm durante 2 min del extracto crudo con una 

mezcla de reacción que contenía una solución de H202 10 mM en tampón fosfato 50 mM (pH 

7,0). En este caso la actividad enzimática se define como el consumo de 1 μmol H2O2 min-1 

cm-3. Considerando como coeficiente de extinción molar  39,4 mM-1. 

La actividad superóxido dismutasa (SOD, EC 1.15.1.1) se determinó midiendo el 

incremento de absorbancia a 550 nm en 100 µl de una solución que contiene xantina 0,5 

mM, citocromoférrico-c 0,05 mM, EDTA 0,1 mM y xantina oxidasa 100 mM, en tampón de 

fosfato  potásico 100 mM (pH 7, 6) (Martins et al., 2010). La actividad enzimática se 

determinará como la cantidad de enzima necesaria para inhibir la reducción del 

citocromoférrico-c al 50 % min-1. 

Por último para llevar a cabo el análisis de la actividad glutatión reductasa (GR, EC 

1.6.4.2)  se empleó el método descrito en Shanker et al., (2004) con pequeñas 

modificaciones. Para ello se midió el incremento de la absorbancia a 412 nm empleando una 

reacción mixta con 50 µl de una solución 3mM de ácido 5,5'-dithiobis-2-nitrobenzoico 

(DTNB) en tampón fosfato, 10 µl de nicotinamida adenina dinucleótido fosfato (NADPH) 
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2mM en tampón fosfato y 10 µl de glutatión oxidado (GSSG) 20mM en tampón fosfato (pH= 

7.6). La actividad enzimática se definió como  el consumo de 1 μmol de DTNB min-1 cm-3 

usando un coeficiente de absorbancia 6,2 mM-1 cm-1. 

Todas las absorbancias se midieron en  un espectrofotómetro UV/Vis modelo Spectra 

MR. 

2.11. Tratamiento estadístico  

El trabajo se llevó a cabo como ensayos independientes en los que se tomaron 

muestras vegetales de las plantas incluidas dentro de cada tratamiento (sustrato control y 

contaminado, micorrizadas y no micorrizadas) en las que medimos los diferentes parámetros 

analizados. Para estudiar las diferencias entre las plantas micorrizadas y no micorrizadas 

crecidas en el suelo control y contaminado, se realizó un análisis de  varianza y un  test 

ANOVA bifactorial considerando como factores la presencia o ausencia de metal en el suelo  

y la micorrización o no de las plantas y como variable dependiente los diferentes parámetro 

analizados, siendo el nivel de significación 0,05 en todos los casos. Los análisis se llevaron 

a cabo con el paquete informático SPSS18® (IBM®). 
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3. Resultados y discusión 

3.1. Análisis del contenido en metales pesados del suelo 

El suelo empleado en este estudio mostró un alto contenido en As, Hg y Pb (Tabla 1). 

Son especialmente importantes las concentraciones de As y Hg que sobrepasan 

ampliamente los  valores permitidos  para un suelo agrícola o industrial estando fijado el 

nivel de intervención en 76 mg kg-1 para el As y en 30 mg Kg-1 para el Hg (Kabata-Pendias y 

Pendias, 2001).  Además, recientemente se ha publicado en el Principado de Asturias, la  

legislación regional en la que los límites máximos permitidos de As y Hg en un suelo  

industrial no deben superar los  200 mg Kg-1 para el As y los  100 mg kg-1 para el Hg (BOPA, 

21 de Abril 2014).  

 

Tabla 1 Contenido total de metales pesados (mg Kg-1 PS) en el suelo y en las distintas 
fracciones del análisis secuencial. A, fracción intercambiable; B, reducible; C, oxidable y D, 
residual, A+B, metales disponibles para la planta 

 

3.2. Crecimiento de Betula celtiberica 

Tras 3 meses de cultivo observamos que no había diferencias en la longitud del tallo y 

el número de hojas entre  las plantas micorrizadas y no micorrizadas cultivadas en el 

sustrato control ni tampoco entre las crecidas en suelo contaminado (Fig. 1). Sin embargo sí 

había una reducción del crecimiento de las plantas no micorrizadas cuando se compara 

entre el suelo contaminado y control y lo mismo sucede con las micorrizadas (Fig. 1). Esta 

reducción oscila entre el 21 y el 31 % en el caso de la longitud del tallo de las no 

micorrizadas y micorrizadas respectivamente mientras que si analizamos el número de hojas 

observamos que se vió reducido entre un 63 y 77% respecto al control (Fig. 1). 

 
Contenido de metales pesados (mg Kg-1 PS)  

 
 
 

% 
Recuper

ación Metal Total 
Fracciones  

A B C D A+B 

Ni 31,86 3,09 ± 0,12 12,73 ± 0,33 1,159 ± 0,82 19,25 ± 3,68 15,82 113,75 

Cd - 0,03 ± 0,00 0,18 ± 0,00 0,025 ± 0,00 - 0,21 - 

Hg 382,71 - 0,18 ± 0,03 135,30 ± 32,80 487,17 ± 85,93 0,18 162,70 

Pb 101,84 0,01± 0,00 34,27 ± 0,88 - 44,71± 2,27 34,28 77,43 

As 5801,70 330,63 ± 41,87 2934,24± 36,37 299,25 ± 20,20 2692,86 ± 6,97 3264,88 107,85 
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Figura 1. Número de hojas y longitud del tallo y de la raíz de plantas de B. celtiberica 

micorrizadas (M) y no micorrizadas (NM) cultivadas durante 3 meses en suelo control y 

contaminado. Barras marcadas con distintas letras indican diferencias significativas entre 

tratamientos para cada uno de los índices analizados (p < 0,05).  

, ,  

 La reducción del crecimiento es uno de los efectos directos de la toxicidad de los 

metales pesados sobre el desarrollo de la planta ya que estos pueden alterar diversos 

procesos  del crecimiento vegetal (Milone et al., 2003).  Resultados similares también fueron 

observados por Gultz (2002) en presencia de concentraciones superiores a 5 mg As kg-1 y 

por Fernández et al., (2012) trabajando con Pb. 

En las plantas de B.celtiberica micorrizadas se observa una clara disminución en la 

longitud del sistema radical como consecuencia del cultivo en tierra contaminada, mientras 

que en el sustrato control no se aprecian estas diferencias (Fig 1.). La reducción de la raíz 

es lógica si tenemos en cuenta que es el primer órgano en contacto con los metales del 

medio de cultivo y que el crecimiento de la raíz primaria es uno de los marcadores de 

sensibilidad a la toxicidad de varios metales pesados (Khosravi et al., 2005). 

Algunos autores (Keller et al., 2003) han estudiado la relación entre el patrón de 

desarrollo del sistema radical y la  eficiencia en la fitoextracción de metales pesados del 

suelo. Así se vio que Thlaspi caerulescens tenía un sistema de raíces poco profundas y por 

lo tanto era una planta más adecuada para el tratamiento de la contaminación superficial 

mientras que Salix viminalis y Zea mays tenían un sistema radical más eficiente en la 

colonización de la tierra en profundidad y por lo tanto eran especies potencialmente más 

adecuadas para el tratamiento de la contaminación en profundidad.   

Hojas  Tallo  Raíz 

a 
a 

a a 
ab 

a 

b 

b 

bc 

c 
b 

b 
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Teniendo en cuenta esta diferente distribución de las raíces a lo largo del perfil del 

suelo y en base a nuestros resultados parece que la micorrización de B. celtiberica permitiría 

el desarrollo superficial del sistema radical siendo por tanto más apta  para la 

descontaminación de las primeras capas edáficas mientras que las plantas de B. celtiberica 

no micorrizadas desarrollan un sistema radical más profundo favoreciendo por tanto su 

aplicación en programas de fitoextracción a mayor profundidad. 

En cuanto al peso fresco, observamos que las plantas micorrizadas y no micorrizadas, 

no mostraban diferencias entre ellas cuando crecían  en el sustrato control ni tampoco 

cuando crecían en el suelo contaminado (Tabla 2). Sin embargo, sí había una gran 

reducción cuando comparamos las plantas micorrizadas del suelo contaminado con el 

control y lo mismo sucede en el caso de las no micorrizadas (Tabla 2). Esta reducción llegó 

a alcanzar el 75% en las no micorrizadas mientras que en las micorrizadas fue mayor (90%).  

 

Tabla 2. Peso fresco y seco de la planta y porcentaje de contenido en agua en hojas y 

raíces de B.celtiberica micorrizadas (M) y no micorrizadas (NM) cultivadas durante 3 meses 

en suelo control y contaminado. Valores marcados con distintas letras en la misma columna 

indican diferencias significativas (p < 0,05). 

Suelo  Tratamiento Índice PF PS (g). 

 Contenido en H2O 

Hojas Raíces 

Control  
NM 2,47± 0,19 a 7,00 ± 2,75 a  75,61 ± 0,83 a 82,31 ± 0,91 a 

M 2,58 ± 0,19 a 7,08 ± 0,48 a  74,49 ± 0,83 ab 83,52 ± 0,91 a 

Contami
nado 

NM 0,61 ± 0,18 b 4,08 ± 0,811b  72,15 ± 0,83 b 74,79 ± 1,25 b 

M 0,23 ± 0,21 b 3,00 ± 0,29 b  67,96 ± 1,018 c 76,38 ± 1,11 b 

 

Aunque se ha relacionado una menor reducción en el peso fresco de las plantas 

micorrizadas con una mayor  tolerancia a los metales (Langer et al., 2012), esto no se 

observa en nuestro caso ya que no hemos detectado diferencias entre las plantas 

micorrizadas y no micorrizadas, de manera que no podemos  afirmar que la micorrización 

con P. ammoniavirescens aumente la tolerancia de B. celtiberica a los metales pesados. 

En cuanto a su contenido en agua observamos que se reduce cuando las plantas 

crecen en suelo contaminado (Tabla 2), sobretodo en el caso de las hojas procedentes de 

plantas micorrizadas lo cual podría ser una consecuencia negativa de la toxicidad de los 

metales sobre los tejidos vegetales ya que se ha visto que estos afectan a la permeabilidad 

de la membrana plasmática causando una reducción en el contenido en agua (Benavides et 

al., 2005).   

Desde el punto de vista de la fitorremediación es interesante el peso seco de la planta. 

Este parámetro es un reflejo de la biomasa de la planta y cuanto mayor sea ésta, más alto 

será su potencial en fitorremediación puesto que implicaría una mayor captación de metales. 

El peso seco de B. celtibérica  micorrizada y no micorrizada cultivada en suelo contaminado  

fue menor que aquella crecida en el sustrato control (Tabla 2). 
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3.3. Análisis del contenido en metales pesados de la planta 

El análisis del contenido en metales pesados nos permitió concluir  que los metales se 

acumulan principalmente en la raíz y que la concentración siempre fue mayor en las raíces 

que en las hojas tanto de las plantas micorrizadas como no micorrizadas (Tablas 3 y 4). Los 

metales que se acumularon en mayor medida fueron As, Pb, Hg siendo el As el que 

detectamos en mayor concentración.  

 

 

 

 

 

Hay que destacar que encontramos algunas diferencias en la acumulación de los 

diferentes elementos en las hojas y las raíces de las plantas micorrizadas y no micorrizadas 

(Tablas 3 y 4). Un ejemplo sería el Hg que se acumula hasta tres veces más en las hojas de 

plantas micorrizadas mientras que en las raíces los valores medidos son similares en ambos 

casos. En el caso del Pb, la concentración es más alta en las hojas de las plantas no 

micorrizadas mientras que en la raíz la acumulación es mayor en las plantas micorrizadas. 

El As se acumuló de forma similar en los 2 tratamientos tanto en hojas como en raíces 

(Tablas 3 y 4) y esta acumulación superó ampliamente los niveles considerados tóxicos para 

las plantas (1- 20 mg As Kg-1) (White y Brown, 2010) sin que mostrasen aparentes síntomas 

de toxicidad. Las concentraciones de Hg detectadas en la raíz, también triplicaron los 

niveles de toxicidad para las plantas (2-5 mg Kg-1) (White y Brown, 2010). 

 

 

 

 

 
Concentración de metales pesados (mg Kg-1  PS)  

 
NM 

 
M 

Metal Control Contaminado Control Contaminado 

Ni 0,52 ± 0,03 c 1,45 ± 0,03 a 0,467 ± 0,0382 c 1,06 ± 0,04 b 

Cd 0,19 ± 0,01 a 0,14 ± 0,01b 0,143 ± 0,012 b 0,03 ± 0,01 c 

Hg 0,14 ± 0,03 b 0,24 ± 0,03 b 0,127 ± 0,032 b 0,71 ± 0,03 a 

Pb 0,28 ± 0,06 b 2,15 ± 0,06 b 0,426 ± 0,0682 b 1,34 ± 0,083 a 

As 0,09 ± 0,64 b 14,67 ± 0,64 a 0,88 ± 0,64 b 15,20 ± 0,79 a 

 

 

Tabla 3. Acumulación  de metales pesados (mg Kg-1PS) en hojas de plantas de B. celtiberica 

micorrizadas (M) y no micorrizadas (NM) cultivadas durante 3 meses en suelo control y 

contaminado. Valores marcados con distintas letras indican diferencias significativas en la 

acumulación de cada metal en los distintos tratamientos (p < 0,05). 
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Diversos autores (Godbold et al., 1998; Hall, 2002; Sell et al., 2005) han estudiado el 

efecto de la micorrización sobre la tolerancia a los metales pesados. Así se ha observado 

que la micorrización de Picea abies  y Populus canadensis con ciertas cepas de Paxillus 

involtus aumentaba la tolerancia al Pb y al Cd. En nuestro caso, no podemos afirmar que la 

micorrización mejore la tolerancia a los metales pesados ya que no hubo diferencias ni en el 

crecimiento del tallo ni en el número de hojas entre las micorrizadas y no micorrizadas y la 

longitud de la raíz fue menor en las micorrizadas. Sin embargo, en el caso del Hg, sí 

podemos afirmar que la micorrización aumentó el factor de traslocación de este metal desde 

la raíz a las hojas ya que la acumulación en las hojas micorrizadas fue mayor que en las no 

micorrizadas y que el Pb alcanzó una concentración más alta en las raíces micorrizadas, lo 

cual podría indicar que las hifas del hongo contribuyeron a una mejor captación del metal del 

suelo. Algunos autores (Galli et al., 1994; Turnau, 1998; Gadd, 2007; Langer et al., 2012) 

justifican la menor o igual acumulación de metales en las plantas micorrizadas afirmando  

que las hifas son capaces de absorber metales que en muchos casos no pasan a la planta 

sino que quedan retenidos en los diferentes componentes de la pared celular del hongo 

actuando como una barrera para evitar la toxicidad a la planta y de ahí que estas plantas 

micorrizadas puedan tolerar mejor estos terrenos contaminados. 

3.3.1. Análisis del contenido en metales pesados de la pared celular 

Una vez extraídas las paredes de las células de la raíz y analizado el contenido de 

metales pesados observamos que la mayor parte de ellos, estaban localizados  en la pared 

celular tanto en  B. celtiberica micorrizada como no micorrizada (Tabla 5). Además también 

observamos que las plantas micorrizadas acumularon más metales en las paredes de las 

células de la raíz. Mientras que las concentraciones de metales detectadas en la fracción 

soluble fue prácticamente despreciable a excepción del As que alcanzó valores de 24,3 y 

18,26 mg Kg-1PS mostrando diferencias entre las plantas micorrizadas y no micorrizadas. 

(Tablas 5).  

 
Concentración de metales pesados (mg Kg-1PS)  

 
NM 

 
M 

Metal Control Contaminado Control Contaminado 

Ni 0,63 ± 0,02 c 4,44 ± 0,21 b 0,461 ± 0,0286 d 5,85 ± 0,26 a 

Cd 0,37 ± 0,02 a 0,234 ± 0,018 b 0,333 ± 0,0171 a 0,21 ± 0,012 b 

Hg 0,64 ± 0,01 b 14,36 ± 1,37 a 0,136 ± 0,0107 c 17,66 ± 1.85 a 

Pb 2,16 ± 0,09 c 4,45 ± 0,33 b 1,38 ± 0,07 c 6,53 ± 0,31 a 

As 4,71 ± 0,76 b  419,79 ± 18,47 a 1,31 ± 0,08 c  455,82 ± 17,61 a 

Tabla 4. Acumulación  de metales pesados (mg Kg-1PS) en raíces de plantas de B. celtiberica 

micorrizadas (M) y no micorrizadas (NM) cultivadas durante 3 meses en suelo control y 

contaminado. Valores marcados con distintas letras indican diferencias significativas en la 

acumulación de cada metal en los distintos tratamientos (p < 0,05). 

  

 



16 

 

 Estos resultados claramente indican que en esta estructura tiene lugar una gran 

acumulación de metales como también fue observado por otros autores (Ramos et al., 2002; 

Zornoza et al., 2002; Vázquez et al., 2006; Fernández et al., 2014) trabajando con distintas 

especies y diferentes metales. Todos ello indica que la pared celular puede representar la 

primera barrera para evitar la toxicidad del metal. Las células vegetales pueden incluso 

incrementar la capacidad de acumulación en sus paredes celulares para acumular más 

cationes en el apoplasto y por tanto proteger al protoplasto (Krzeslowska, 2010; Barceló et 

al., 2005) afirman que en las zonas apicales jóvenes, donde la banda de Caspary aún no 

está completamente  desarrollada, los metales pasarían vía apoplasto hasta la zona 

vascular. Por tanto, esta retención en la pared celular puede ser considerada como una 

estrategia de detoxificación muy eficiente. 

3.4 Análisis de pigmentos y rendimiento fotosintético  

El contenido en pigmentos fotosintéticos,  se vio reducido en las plantas cultivadas en 

suelo contaminado (Tabla 6). La clorofila a se redujo a la mitad mientras que la reducción de 

la clorofila b fue mayor llegando a alcanzar el 70% en el caso de las plantas micorrizadas 

(Tabla 6). En el caso de los carotenoides también se observó una reducción ligeramente 

mayor en las hojas de plantas micorrizadas.  

 

 

 

 

Esta disminución de pigmentos fotosintéticos ya ha sido descrita también en plantas 

de maíz (Ekmekçi et al., 2008) y en otras muchas especies (Sharma et al., 2010; Gill et al, 

2012; Fernández et al., 2013) como consecuencia de la exposición a metales pesados. La 

clorosis es uno de los primeros síntomas de fitotoxicidad a los metales pesados que 

muestran las plantas y además se ha visto que esta reducción es mayor en el caso de las 

hojas en desarrollo que en las hojas completamente desarrolladas (Martins et al., 2010).  

Suelo Tratamiento 

Concentración de pigmentos fotosintéticos (μg g
-1 

PF)  

Clorofila a Clorofila b 
Clorofilas 

totales 
Carotenoides Fv/Fm 

Control 
NM 305,67 ± 25,47 a 209,83 ± 8,46 a 409,16 ± 16,57 a 114,66 ± 8,33a 0,77 ± 0,01 a 

M 236,27 ± 9,13 b 147,34 ± 3,69 b 299,49 ± 3,88 b 88,62 ± 2,79 b 0,78 ± 0,01 a 

Contami
nado 

NM 151,41 ± 11,23 c 64,73 ± 2,93 c 197,40 ± 13,04 c 61,72 ± 3,82 c 0,75± 0,01 ab 

M 88,77 ± 3,37 d 44,08 ± 1,15 d  120, 97 ± 3,37 d 38,19 ± 1,39 d 0,74 ± 0,01 b 

Tabla 6. Contenido en pigmentos (μg g
-1 

PF) y eficiencia fotosintética en hojas de B. celtiberica 

micorrizada (M) y no micorrizada (NM) cultivadas durante 3 meses en suelo control y 

contaminado.  Valores marcados con distintas letras en la misma columna indican diferencias 

significativas entre tratamientos (p < 0,05).  
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Tabla 5. Acumulación de metales pesados (mg Kg-1PS) en las paredes celulares y fracción soluble de plantas de B. celtiberica micorrizadas 

(M) y no micorrizadas (NM) cultivadas durante 3 meses en suelo control y contaminado. Valores marcados con distintas letras para el mismo 

metal y la misma fracción indican diferencias significativas en la acumulación de cada metal en las paredes y en la fracción soluble en los 

distintos tratamientos (p < 0,05).  

 
Concentración de metales pesados (mg Kg-1  PS) 

 
NM 

 

M 

Metal Control Contaminado Control Contaminado 

 
Paredes 
celulares  

Fracción 
soluble  

Paredes 
celulares  

Fracción 
soluble  

Paredes 
celulares  

Fracción 
soluble  

Paredes 
celulares  

Fracción 
soluble  

Ni 0,46 ± 0,04 d 0,00 ± 0,02 c 4,07 ± 0,29 c 0,00 ± 0,00 c - 0,06 ± 0.00 a 5,86 ± 0,03b  0,04 ± 0,00 b 

Cd 0,40 ± 0,04 a 0,00 ± 0,00 a 0,29 ± 0,04 b 0,00 ± 0,00 a 0,36 ± 0,03 a 0,00 ± 0,00 a 0,27 ± 0,00 b  0,00 ± 0,00 a 

Hg 0,87 ± 0,02 c 0,02 ± 0,00 b 15,15 ± 1,29 b 0,02 ± 0,00 b 0,64 ± 0,08 c 0,03 ± 0,00 a 19,17 ± 0,10 a  0,02 ± 0,00 b 

Pb 2,22 ± 0,05 c 0,00 ± 0,00 a 4,50 ± 0,49 b 0,00 ± 0,00 a 1,38 ± 0,149 c 0,00 ± 0,00 a 6,46 ± 0,07 a 0,00 ± 0,00 a 

As 3,97 ± 1,11 c 0,228 ± 0,07 c 385,82±13,69b 0,06 ± 0,00 d 0,928 ± 0,10 c 24,30 ± 2,15 a 431,89 ±4,73 a 18,26 ± 1,95 b 
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Los resultados de eficiencia fotosintética muestran que no hay diferencias entre las 

plantas no micorrizadas crecidas en un suelo control o contaminado pero sí las hay entre las 

plantas micorrizadas control y las cultivadas en el suelo contaminado (Tabla 6). En el suelo 

contaminado tampoco se observan diferencias entre los 2 tratamientos.  

Maxwell y Johnson (2000) establecen la medida del rendimiento cuántico máximo 

(Fv/Fm) como un parámetro muy útil para conocer el estado fisiológico del aparato 

fotosintético. De forma general se establece que las hojas de plantas que no están 

sometidas a ningún tipo de estrés poseen valores próximos a  0,8 (Anderson et al., 1997). 

Otros autores (Mallick y Mohn, 2003) establecen que el estrés por metales pesados reduce 

la tasa fotosintética de las hojas debido al daño que ocasionan sobre el fotosistema II 

disminuyendo el potencial de la reacción fotoquímica (Fv/Fm). En otros trabajos, también se 

encontraron diferencias en la relación Fv/Fm dependiendo del cultivar (Ci et al., 2009) o de 

la concentración de metal ensayada (Sharma et al., 2010). 

Por otro lado también se ha visto que la micorrización puede aliviar los efectos 

negativos que producen los metales pesados sobre la fotosíntesis (Aloui et al., 2011). Sin 

embargo, en nuestro caso, las  plantas micorrizadas cultivadas en el suelo contaminado 

presentaron el valor más bajo de eficiencia fotosintética lo cual podría indicar cierto grado de 

estrés que coincidiría con el aspecto bastante deteriorado que presentaban las plantas.  

3.6. Análisis del contenido en H2O2 y peroxidación lipídica 

Tanto el contenido en H2O2 como en MDA fue mayor en las plantas micorrizadas 

cultivadas en suelo contaminado;  sin embargo, cabe destacar que la concentración de MDA 

casi se triplicó en el caso de las plantas micorrizadas cultivadas en suelo contaminado 

(comparado con las del suelo control) (Tabla7), reflejo fisiológico de la situación de estrés a 

las que estaban sometidas estas plantas. Resultados similares fueron obtenidos por 

Andrade et al. (2010) en plantas de café micorrizadas en las cuales se observó un aumento 

del contenido de MDA en los tejidos foliares como consecuencia de la exposición a Zn.  

 

 

 

Suelo Tratamiento H2O2 (μg g-1 PF) MDA (nmol g-1 PF) 

Control 
NM 0,171 ± 0,01 b 10,28 ± 0,64 bc 

M 0,147 ± 0,01 c 8,78 ± 0,58 c 

Contaminado 
NM 0,180 ± 0,01 ab 11,75 ± 0,52 b 

M 0,192 ± 0,01 a 24,46 ± 0,74 a 

 

Estudios previos de Gallego et al. (2012) establecen que una de las respuestas 

generalizadas en las plantas sometidas a estrés por metales pesados, es un aumento en la 

producción de especies reactivas de oxígeno (ROS). La producción de ROS como el anión 

Tabla 7.  Contenido de H2O2 (μg g-1 PF) y peroxidación lipídica (MDA, μg g-1 PF) en hojas de B. 

celtiberica micorrizada (M) y no micorrizada (NM) cultivada durante 90 días en suelo control y 

contaminado.  Valores marcados con distintas letras en la misma columna indican diferencias 

significativas entre tratamientos (p < 0,05).  
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superóxido O2-, el radical hidroxilo OH- y el peróxido de hidrógeno H2O2 son una 

consecuencia inevitable del metabolismo aeróbico, especialmente durante la respiración y la 

fotosíntesis (Halliwell, 2006). Como se puede observar en la tabla 7 las plantas de B. 

celtiberica micorrizadas cultivadas en el suelo contaminado mostraron mayores niveles de 

producción de H2O2 que las plantas cultivadas en sustrato control. Teniendo en cuenta esto 

y a la vista de nuestros resultados, las plantas de B. celtiberica micorrizadas sufren mayor 

nivel de estrés cuando se cultivan  en suelo contaminado con metales pesados. 

La peroxidación lipídica inducida por metales pesados ha sido estudiado por varios 

autores (Martins et al., 2010; Sharma et al., 2010) puesto que las moléculas lipídicas y 

lípidos insaturados son sensibles a la oxidación por ROS y por tanto son indicadores del 

estrés oxidativo (Metwally et al., 2005). El MDA es uno de los principales productos finales 

resultado de la oxidación de los ácidos grasos poliinsaturados, componentes estructurales 

de las membranas celulares. En nuestro caso los niveles de MDA fueron significativamente 

mayores en el caso de las plantas micorrizadas que en el de las no micorrizadas.  

Los incrementos en el contenido de H2O2 y MDA en las plantas de B. celtiberica 

micorrizadas son un claro indicador del daño oxidativo provocado por la acumulación de 

metales pesados en los tejidos de la planta. Este incremento indica que los beneficios 

fisiológicos atribuibles a la asociación con P. ammoniavirescens se ven reducidos por la 

presencia de metales pesados, aumentando la producción de ROS y el daño oxidativo.  

3.7. Actividades enzimáticas relacionadas con el estrés oxidativo 

La contaminación del suelo afecta a las actividades enzimáticas relacionadas con las 

respuestas antioxidativas de B. celtibérica (Fig. 2). La actividad catalasa (CAT) de plantas no 

micorrizadas cultivadas en un suelo contaminado se redujo algo más del 50 % mientras que 

la de las plantas micorrizadas se mantuvo en niveles similares al control (Fig. 2a.).  

Un mecanismo común de afrontar el estrés de metales pesados es la función 

sincronizada de enzimas antioxidantes que ayudan a aliviar el daño celular mediante la 

limitación de ROS (Bhaduri y Fulekar, 2012). El exceso de ROS en los tejidos resulta en 

daño oxidativo y necrosis de los mismos (Baishnab y Ralf., 2012). Sin embargo, este 

proceso no se conoce totalmente y se observa una gran variación en la respuesta a los 

metales que podría ser debida a la variabilidad de radicales libres producidos. Esta 

variabilidad podría estar relacionada con el metal ensayado y con la especie estudiada 

(Mazhoudi et al.,1997). Uno de los enzimas requeridos para la detoxificación de ROS es la 

CAT, que es esencial para la correcta detoxificación de ROS ya que interviene en la 

conversión del H2O2 en O2 y H2O (Bhaduri y Fulekar, 2012). El hecho de que los niveles de 

actividad CAT se mantengan más altos en las micorrizadas que en las no micorrizadas 

podría indicar que este enzima se activaría para  reducir  los niveles de H2O2 que por otra 

parte son altos en este tratamiento (Tabla 7). Es decir, parece que P. ammoniavirescens 

combatiría de alguna forma  el daño oxidativo provocadopor la acumulación de H2O2 en los 

tejidos.   
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La actividad POD es más baja en las plantas micorrizadas que en las no micorrizadas, 

no observándose diferencias entre las crecidas en el sustrato control y las contaminadas 

(Fig. 2b). Las POD son peroxidasas también implicadas en la detoxificación del H2O2 que 

emplea guaiacol como donador de electrones y participa en procesos de desarrollo como 

lignificación, defensa, heridas, etc (Bhaduri y Fulekar, 2012). A la vista de los resultados 

obtenidos, parece que la micorrización determina que la CAT sea usada preferentemente en 

la detoxificación del H2O2 mientras que las plantas no micorrizadas utilicen la vía de la POD 

como ruta de detoxificación. 
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Figura 2. Actividades enzimáticas CAT (a), POD (b), SOD (c) y GR (d) en hojas de B. 
celtiberica micorrizada (M) y no micorrizada (NM) cultivadas durante 3 meses en un suelo 
control y contaminado. Barras marcadas con diferentes letras indican diferencias 

significativas entre tratamientos (p < 0,05). ,
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No se observaron diferencias en la actividad SOD entre las plantas micorrizadas y no 

micorrizadas crecidas en un suelo control o contaminado (Fig. 2c).  La actividad enzimática 

SOD es la encargada de la eliminación de los radicales superóxido dando lugar a la 

formación de H2O2 que tiene efectos menos tóxicos en la célula y es degradada por los 

enzimas antioxidativos descritos previamente. De hecho, el balance entre las actividades 

SOD, POD y CAT en las células son cruciales para determinar el mantenimiento de niveles 

estables de los radicales superóxidos y H2O2 (Bhaduri y Fulekar, 2012). 

La actividad SOD también ha sido  relacionada con la capacidad de acumulación y 

tolerancia de las plantas a los metales pesados. Se ha visto que disminuyó en plantas no 

acumuladoras como el guisante (Sandalio et al. 2001),  mientras que aumentó en plantas 

capaces de acumular metales pesados en sus tejidos como en la Brassicaceae, Alyssum 

lesbiacum (Schickler y Caspi 1999) .Además, estudios con plantas transgénicas han 

demostrado que  la sobreexpresión de SOD en plantas de Festuca arundinaceae confiere 

tolerancia frente a distintos tipo de estrés abiótico, entre ellos la exposición a metales 

pesados (Lee et al., 2007). En nuestro caso, no podemos asegurar que esta actividad esté 

relacionada con una mayor tolerancia de las plantas micorrizadas o no micorrizadas. 

Otro enzima importante para combatir el estrés oxidativo es la  GR. En nuestro caso, 

se observa una reducción clara en las plantas micorrizadas respecto a las no micorrizadas 

crecidas en suelo control (Fig. 2d). También se observa una reducción en las plantas 

crecidas en suelo contaminado no habiendo, en este caso, diferencias entre las 

micorrizadas y no micorrizadas (Fig. 2d). Este descenso de la actividad GR también fue 

observado en plantas de Alyssum murale tratadas con Ni (Babaoglu et al., 2009). Una 

posible causa para este descenso podría ser la falta de sustrato para la GR ya que este 

enzima está  implicado en la reducción del glutatión oxidado (GSSG) a glutatión reducido 

(GSH) el cual será posteriormente empleado en la reducción de peróxidos (Babaoglu et al., 

2009). El punto clave estaría en la limitación de la cantidad de GSH puesto que es una 

molécula con múltiples funciones en la planta ya que además de su acción como 

antioxidante, es el sustrato para la síntesis de fitoquelatinas. En el caso de un estrés agudo 

por metales (como sería el cultivo en suelo contaminado), podría suceder que el consumo 

de GSH en la formación de compuestos tiólicos (implicados en la quelación de metales) 

reduciría la actividad GR. 
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4. Conclusiones 

A la vista de los resultados, podemos concluir que: 

 No podemos afirmar que la micorrización de Betula celtiberica con Paxillus 

ammoniavirescens aumente la tolerancia de las plantas a la contaminación por 

metales pesados ya que no hubo diferencias en el crecimiento excepto en la 

longitud de la raíz que fue menor en las plantas micorrizadas. 

 

 Los metales pesados se acumulan principalmente en la raíz y las 

concentraciones más altas se detectaron en las plantas micorrizadas. Además 

hay que destacar que en estas plantas más del 95% de los metales están 

localizados en la pared lo cual podría indicar que esta estructura puede 

representar la primera barrera para combatir la toxicidad de los metales. 

 

 En suelos control la micorrización reduce el estrés oxidativo mientras que en 

los contaminados aumenta tanto el contenido de H2O2 como la peroxidación 

lipídica. Estos resultados indican que la micorrización con Paxillus 

ammoniavirescens no es capaz de reducir el estrés oxidativo en Betula 

celtiberica cultivada en invernadero. 

 

 En respuesta al estrés oxidativo se desencadenan cambios en las actividades 

antioxidativas. Parece que la micorrización determina que la actividad catalasa 

se use preferentemente en la detoxificación de H2O2 mientras que la guaiacol 

peroxidasa se utilizaría como vía de detoxificación en las plantas no 

micorrizadas. La glutation reductasa se reduce drásticamente en presencia de 

la contaminación lo cual puede indicar que el sustrato de este enzima podría 

estar siendo utilizado para la síntesis de fitoquelatinas en detrimento de la 

actividad GR. 
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