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RESUMEN 

 

Jasmonatos (JAs) y Ácido Salicílico (SA) están involucradas en los procesos de dormición 

y germinación. El objetivo de este trabajo fue analizar niveles endógenos de ácido 12-oxo-

fitodienoico (OPDA), ácido jasmónico (JA), ácido jasmónico conjugado con isoleucina (JA-Ile) 

y SA en pericarpo de aquenios secos y embebidos de Helianthus annuus L de las líneas 

endocriadas B123 (con dormición a cosecha) y B91 (sin dormición a cosecha) luego de su 

almacenamiento en diferentes condiciones, y correlacionarlos con su capacidad germinativa. 

Veinticinco aquenios por bandeja se colocaron a germinar entre papel húmedo en una cámara de 

crecimiento. A los 4 días se determinó energía germinativa y a los 10 días poder germinativo. 

Las condiciones de almacenamiento de los aquenios fueron 0 día post-cosecha y 33 días post-

cosecha a 25ºC±1ºC y -20ºC±1ºC. Las hormonas se identificaron y cuantificaron por 

Cromatografía Líquida-Espectrometría de Masas Tándem (LC-ESI/MS-MS). Los resultados 

mostraron que a mayor temperatura de almacenamiento (25°C) los aquenios B123 pierden su 

dormición y alcanzan porcentajes de germinación similares a aquellos no dormidos. A 0 días 

post-cosecha, los pericarpos de los aquenios secos B123 mostraron mayores niveles de OPDA y 

SA respecto a los pericarpos B91. Pericarpos de aquenios secos de ambas líneas almacenados 

por 33 días a -20ºC±1ºC mostraron niveles de OPDA y JA considerablemente menores, en 

relación a las otras condiciones. En pericarpo de aquenios embebidos, OPDA presentó mayores 

niveles a 0 y 33 días post-cosecha a -20ºC±1ºC. Una tendencia de acumulación diferente y 

menores niveles de JA se detectaron a los 33 días post-cosecha a -20ºC±1ºC, mientras que SA 

presentó una dinámica de acumulación similar en las tres condiciones experimentales. Los 

resultados demuestran que JAs y SA difieren cuantitativamente entre pericarpos de aquenios de 

ambas líneas en relación al tiempo, temperatura de almacenamiento, y durante el proceso de 

imbibición. Asimismo, OPDA estaría involucrado en el proceso de germinación y dormición en 

girasol.  

 

 

 

Palabras claves: ácido salicílico, dormición, Helianthus annuus L., jasmonatos, pericarpo  
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SUMMARY 

 

Jasmonates (JAs) and salicylic acid (SA) are involved in dormancy and germination 

process. The aim of this work was to analyze the endogenous levels of 12-oxo-phytodienoic 

acid (OPDA), jasmonic acid (JA), jasmonic acid conjugated with isoleucine (JA-Ile) 

and SA in pericarp of sunflower dry and imbibed achenes of B123 (dormant) and B91 (non-

dormant) inbred lines after storage under different conditions and correlated with their 

germinative capacity. Twenty-five achenes were placed to germinate between filter papers 

towels moistened in a chamber. At 4 days germination energy was determined and at 10 

days the final count of germination was registered. Storage conditions analyzed were 0 days 

post-harvest, 33 days post-harvest at 25ºC±1ºC and -20 ºC±1ºC. The hormones were 

identified and quantified by LC-ESI/MS-MS. The results showed that storage at room 

temperature (25°C) was effective in release dormancy of B123 achenes and their 

germination percentage was similar to B91. At 0 days post-harvest, a higher OPDA and SA 

level was observed in B123 pericap of dry achenes compared to B91. At 33 days post-

harvest, pericarps of B123 and B91 storage at -20ºC showed a very low OPDA and JA 

level in both lines respect to the other storage conditions. In pericarps of embeded 

achenes, OPDA showed a high level at 0 and 33 days post-harvest at -20ºC±1ºC. A different 

tendency of accumulation and low JA levels were detected at 33 days post-harvest at -20 ºC.  

SA showed a similar dynamic accumulation in all experimental conditions analyzed. The 

results demonstrated that JAs and SA differ quantitatively in pericarps of both lines in 

relation to time, storage temperature, and during the imbibition process. Also, OPDA could 

be involved in sunflower germination and dormancy. 

 

 

Keywords: dormancy, Helianthus annuus L., jasmonates, pericarp, salicylic acid. 
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INTRODUCCIÓN 

 

Origen, distribución e importancia económica de Helianthus annuus L. 

 

Helianthus annuus L. (girasol) es una especie nativa de Estados Unidos, Canadá y el norte 

de México. Actualmente se encuentra distribuido en el suroeste de Estados Unidos y norte de 

México, el Caribe, Oceanía, Europa, África y Asia (Stevens, 2000). En nuestro país, la siembra 

de este cultivo se realiza en el Norte de Santa Fe y Chaco (17%), Córdoba y Entre Ríos (15%), 

oeste de Buenos Aires, La Pampa y San Luis (25%) y sudeste y sudoeste de Buenos Aires (43%) 

(Escande, 2009).  

La producción en Argentina durante las dos últimas décadas fue variable, alcanzando un 

pico que superó los 7 millones de tn en 1998/1999 y descendiendo luego hasta un valor 

aproximado de 3,4 millones de tn en el período 2011/2012. En las ultimas cinco campañas  

(2009/2013)  la superficie implantada  con girasol fue de 1.740.968 ha, mientras que en la 

campaña 2012/2013 fue de 1.650.000 ha y el rinde promedio de 1.878 kg/ha (MINAGRY, 

2013). Argentina es el segundo exportador mundial de aceites después de Ucrania y el tercer 

exportador de pellet y harinas. La exportación argentina de aceite de girasol representa 

aproximadamente el 22 % del comercio mundial; esta activa participación en la comercialización 

de subproductos del girasol representa un aporte sostenido e importante de divisas para el país. 

Durante la campaña 2010/2011 se exportaron 550,28 tn de aceite, lo cual implicó 

aproximadamente 1.300 millones de U$/año (MAGyP, 2011). Sin embargo, la competencia del 

aceite de girasol con aquellos provenientes de los cultivos de soja y palma sumado a la falta de 

diferenciación de calidad de estos aceites, ha llevado al cultivo de girasol a una situación 

desfavorable en comparación con estos cultivos (Escande, 2009). 
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Los principales productos que se obtienen del girasol son la harina y el aceite. La harina es 

utilizada en la industria de alimentos ya que contiene entre 40 y 50% de proteínas, lo cual la 

hace atractiva para la alimentación del ganado. El aceite es uno de los más beneficiosos para la 

salud por su alto contenido de grasas poliinsaturadas y se utiliza puro o en mezclas, para 

consumo directo y para fabricar margarinas. Los subproductos de la fabricación de aceite son 

utilizados para la alimentación animal como suplemento proteico en las raciones (Pascale y De 

la Fuente, 1992). Las semillas de girasol poseen otros usos: aceite para la industria, elaboración 

de productos cosméticos, detergentes, barnices, pintura y como combustible en ciertos países 

(Duke, 1983). 

 

Descripción vegetal 

 

El girasol es una planta herbácea, anual, perteneciente a la familia Asteraceae, de más de 

1 m de alto, con flores reunidas en capítulos grandes; siendo las exteriores de color amarillas y 

las interiores de color café. Las hojas y el tallo son ásperos al tacto. Presenta una raíz principal 

pivotante de grandes dimensiones, pudiendo alcanzar en algunos casos 150 cm de longitud. 

Generalmente, las hojas inferiores son opuestas y las superiores alternas, las láminas foliares son 

deltoides-ovadas con los márgenes aserrados. 

 La “semilla” es en realidad un fruto seco denominado aquenio. Éste se caracteriza por ser 

oblongo-ovoide, algo comprimido, de 8 a 20 mm de longitud, 4 a 14 mm de ancho y entre 2 y 5 

mm de espesor, de color grisáceo.  

El aquenio se compone de la verdadera semilla y un pericarpo fibroso y duro (la 

“cáscara”) (Fig. 1). La semilla está formada por el eje embrionario y dos cotiledones carnosos, 

estando el eje embrionario situado en la zona apical más aguda; mientras que los cotiledones 

ocupan todo el resto del espacio interior del fruto. La cubierta seminal forma una película fina 

que recubre al embrión, asegurando la adherencia entre el pericarpo y la semilla (Fick, 1978). 

 

 

Fig. 1. Aquenio de girasol. Se observa la semilla, la cubierta seminal y el pericarpo 
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El pericarpo de un fruto maduro de girasol consta de una epidermis, una hipodermis que 

junto con la capa de fitomelanina, forman un estrato oscuro, y una capa media que comprende 6-

8 estratos de células esclerificadas en grado variable. Esta última se encuentra interrumpida a 

intervalos regulares por los radios, de naturaleza parenquimática. La estructura anatómica del 

pericarpo se define en pre-antesis. Durante los diez días posteriores a la antesis, éste acumula 

rápidamente materia seca a la vez que se produce la esclerificación en las células de la capa 

media. Los estratos internos del pericarpo, incluyendo los haces vasculares, son paulatinamente 

comprimidos por el desarrollo de la semilla (Lindström et al., 2000) (Fig. 2). 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

La semilla contiene como sustancias de reserva lípidos (50%) y proteínas (9-20%) siendo 

el ácido linoleico el ácido graso mayoritario (Rondanini et al., 2003; Mantese et al., 2006). Por 

otro lado, la fracción proteica tiene la ventaja frente a otras oleaginosas de carecer de 

componentes antinutritivos o tóxicos (Rojo Hernández, 2005). 

 

Dormición y su influencia en girasol 

 

La dormición se define como la falla en las semillas maduras viables para germinar bajo 

condiciones ambientales favorables; siendo ésta una importante característica adaptativa que le 

permite a la semilla permanecer quiescente hasta que las condiciones de germinación y 

establecimiento de la plántula sean favorables (Finch-Savage y Leubner-Metzger, 2006). La 

transición entre dormición y germinación representa una etapa crítica en el ciclo de vida de las 

plantas superiores. En girasol, la dormición está controlada tanto por el embrión como por la 

Fig. 2. Sección transversal del pericarpo (P) de girasol 

(Helianthus annuus L.) en madurez fisiológica. r: radio. 

e: epidermis. h+f: hipodermis más capa de 

fitomelanina. cm: capa media. hv: haz vascular. es: 

estratos internos del pericarpo comprimidos a la 

madurez del fruto. S: semilla. 

 

h+f 

cm 

S 

r 

es 

e 

hv 

P 
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cubierta seminal  (Kelly et al., 1992) y generalmente comprende un período de 30 a 40 días post-

cosecha. Asimismo, se ha demostrado que la dormición presenta variabilidad genotípica (Maiti 

et al., 2006) e inclusive dentro de un mismo genotipo dependiendo del origen y de las 

condiciones agro-ecológicas (Subrahmanyam et al., 2002).  

El estado de dormición puede ser eliminado mediante diferentes tratamientos tales como: 

estratificación de las semillas a bajas temperaturas, aplicación de compuestos nitrogenados 

(óxido nítrico, nitrato) y escarificación (Finch-Savage y Leubner-Metzger, 2006; Finkelstein et 

al., 2008). 

El almacenamiento en condiciones secas durante un período prolongado es también otro 

de los mecanismos a través de los cuales las semillas pueden eliminar su dormición; permitiendo  

que éstas puedan germinar (Probert, 2000; Finch-Savage y Leubner-Metzger, 2006). Este 

proceso implica cambios metabólicos y fisiológicos tanto en el embrión como en las cubiertas 

seminales (Leubner-Metzger, 2005; Bair et al., 2006). En este sentido, los principales efectos del 

almacenamiento en seco de las semillas pueden ser agrupados en: ampliación del rango de 

temperatura para germinar (Oracz et al., 2007), descenso en la sensibilidad y en los niveles 

endógenos de ácido abscísico (ABA), así como un aumento en la sensibilidad a giberelinas 

(GAs) o pérdida de sus requerimientos (Ali-Rachedi et al., 2004; Cadman et al., 2006), pérdida 

de los requerimientos de luz de las semillas que no germinan en oscuridad (Derks y Karssen, 

1993), incremento en la sensibilidad a la luz en semillas que no germinan aún en luz (Battla y 

Benech-Arnold, 2005), pérdida en los requerimientos de nitrato (Alboresi et al., 2005) y acelera 

velocidad de germinación (Finch-Savage y Leubner-Metzger, 2006; Holdsworth et al., 2008). En 

general, estudios realizados en relación al proceso de dormición han revelado una compleja 

interacción entre condiciones ambientales, reguladores del crecimiento y sensibilidad de las 

semillas a los mismos (Goggin et al., 2009).  

La regulación hormonal del crecimiento y desarrollo de las plantas es un proceso 

complejo. Numerosos trabajos han demostrado la acción simultánea de diferentes hormonas 

vegetales las cuales actúan promoviendo o inhibiendo un determinado proceso. Asimismo el 

metabolismo de las hormonas vegetales depende uno de otro, y un cambio en los niveles 

endógenos de una, eventualmente altera el contenido de las restantes (Preston et al., 2009). Es 

bien conocido que ABA conjuntamente con GAs juegan un rol central en la modulación de la 

germinación y/o dormición (Feurtado y Kermode, 2007; Yamaguchi, 2008). Sin embargo, 

ambos procesos requieren de la interacción con otras hormonas tales como jasmonatos (JAs) y 

ácido salicílico (SA) (Xie et al., 2007; Preston et al., 2009; Dave et al., 2011). Diferencias en los 

niveles endógenos hormonales como así también en el camino de transducción de las señales se 
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han observado entre semillas dormidas y aquellas que han sido sometidas a períodos de 

almacenamiento en seco (Millar et al., 2006; Yano et al., 2009). 

La dormición de semillas de girasol representa un importante retraso para la siembra 

inmediata y conlleva dificultades en la comercialización de sus simientes. Asimismo, escasos 

son los conocimientos acerca de los mecanismos moleculares y fisiológicos involucrados en la 

pérdida de dormición durante el almacenamiento en condiciones secas; como así también los 

cambios que ocurren en etapas tempranas del proceso de imbibición. 

 

Jasmonatos (JAs): biosíntesis y funciones en las plantas 

 

Los JAs conforman un grupo de numerosos compuestos precursores o derivados del ácido 

jasmónico (JA) que ocurren naturalmente en el Reino Plantae, poseen actividad biológica, y por 

ser derivados de ácidos grasos poliinsaturados forman parte del grupo de las oxilipinas.  

JA es una ciclopentanona que posee una cadena pentenilo y una carboxílica. Entre los 

cuatro isómeros posibles, el enantiómero (-)-JA tiene la configuración absoluta (3R, 7R), siendo 

la forma (+)-7-iso-JA (3R, 7S) nativa y fisiológicamente activa (Fig. 3). 

 

  

 

Fig. 3. Estructura química del ácido jasmónico (Wasternack y Parthier, 1997) 

 

JA se origina a partir del ácido graso poliinsaturado –ácido linolénico (-LA), 18:3. En 

plantas, especialmente las membranas cloroplásticas, constituyen una fuente muy rica de LA 

esterificado en glicerolípidos y fosfolípidos. Actualmente se postula que la fosfolipasa A (PLA) 

participa en la reacción inicial para la generación de metabolitos de la vía lipoxigenasa (LOX) 

produciendo la liberación de LA. En Arabidopsis thaliana, la fuente de ácidos grasos para la 

biosíntesis de JAs proviene de dos vías: una hexadecanoica (16:3) a partir del galactolípido 

monogalactosildiacilglicerol (MGDG) (Stelmach et al., 2001), y otra octadecanoica (18:3) a 

partir del fosfolípido fosfatidilcolina (Ishiguro et al., 2001).  
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El -LA es sustrato de la enzima lipoxigenasa (LOX), la cual cataliza la inserción de 

oxígeno en el átomo de C-9 (9-LOX) ó C-13 (13-LOX), resultando en la formación de 

hidroperóxidos de ácidos grasos. JA es sintetizado a través de la rama AOS de la vía 13-LOX. 

La oxigenación en el C-13 del LA por la 13-LOX conduce a la formación de 13-hidroperóxido 

de ácido linolénico (13-HPOT), el cual es convertido por la acción de una óxido de aleno sintasa 

(AOS) a un óxido de aleno altamente inestable (ácido 12, 13-epoxioctadecatrieno), el cual en 

presencia de una óxido de aleno ciclasa (AOC) origina el ácido 12-oxo-fitodienoico (OPDA). 

OPDA, primer compuesto cíclico producido, es reducido por OPDA reductasas 3 (OPR3) al 

ácido 3-oxo-pentenilo-ciclopentano-octanoico (OPC-8:0), que luego de tres ciclos de beta-

oxidación origina (+)-7-iso-ácido jasmónico. La beta-oxidación es catalizada por tres proteínas: 

acil-CoA oxidasa (ACX), la proteína multifuncional (MFP) y la L-3-ketoacil-CoA tiolasa 

(KAT). (+)-7-iso-ácido jasmónico es convertido rápidamente a su estereoisómero más estable,  

(-) JA, y posteriormente es metabolizado a diferentes miembros de la familia de los jasmonatos 

(Wasternack y Kombrink, 2010). Entre ellos, podemos mencionar: JA conjugado con 

aminoácidos a través de una adenilación en el ácido carboxílico de la cadena lateral, 

catabolizado por JA-amino sintetasa (JAR1) (Staswick y Tiryaki, 2004), metilación de JA por 

una metil transferasa específica (Seo et al., 2001), hidroxilación en el C-11 o C-12 de la cadena 

pentenil y la subsiguiente O-glicosilación (Swiatek et al., 2004) o sulfonación (Gidda et al., 

2003), descarboxilación de JA a cis-jasmone (Koch et al., 1997). En adición, a partir de JA se 

puede originar ácido cucúrbico por reducción del grupo cetona del anillo ciclopentanona 

(Sembdner y Parthier, 1993), así como jasmonoil-1-β-glucosa, jasmonoil-1-β-gentiobiosa y 

hidroxijasmonil-1-β-glucosa (Swiatek et al., 2004). Asimismo, JA se puede conjugar con el 

ácido 1-aminociclopropano-1-carboxílico (ACC), precursor de etileno (Staswick y Tiryaki, 

2004).  

Recientemente se ha confirmado que OPDA puede conjugarse con glutatión (GSH) y de 

este modo ser transportado a vacuola regulando así la disponibilidad de JAs en los tejidos 

vegetales (Ohkama-Ohtsu et al., 2010). En cuanto a la localización celular de la biosíntesis y 

metabolismo de JA se ha establecido que la misma ocurre en tres compartimentos celulares: en 

cloroplasto, donde OPDA es sintetizado, en peroxisoma, donde tiene lugar la reducción de 

OPDA por la OPR3, y los pasos de beta-oxidación, y en citoplasma, donde ocurren las diferentes 

modificaciones de JA (Schaller et al., 2005) (Fig. 4). 
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Fig. 4. Biosíntesis de JA (Adaptado de Stenzel et al., 2003) 

 

En cuanto a las funciones de los JAs, en la década del „80 se comenzaron a describir 

numerosos efectos fisiológicos, tales como inhibición del crecimiento de la raíz (Wasternack, 

2007) y promoción de la senescencia (Van Der Graaf et al., 2006). Posteriormente, los JAs 

fueron propuestos como moléculas señal que participan en las respuestas de las plantas a una 

gran variedad de factores bióticos y abióticos, así como en diversos procesos del desarrollo 

(Wasternack y Hause, 2002). En este sentido, una extensa bibliografía establece que los JAs son 
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requeridos para la dehiscencia de la antera y el desarrollo del polen (Stintzi y Browse, 2000); 

como así también ha sido documentada su participación en respuesta al ataque de herbívoros 

(Howe, 2005), daño mecánico (Reymond et al., 2000), estrés osmótico (Kramell et al., 2000), 

estrés salino (Reginato et al., 2012), frío (Garbero et al., 2010) y en respuesta a patógenos (Pozo 

et al., 2005).  

Numerosas respuestas de las plantas a distintos tipos de estrés conducen al aumento en los 

niveles de JAs y de su precursor OPDA, seguido por cambios en la expresión de genes. 

Inclusive, se detectó que algunos de ellos codifican para enzimas de su propia biosíntesis (Seo et 

al., 2001; Böttcher y Pollmann, 2009), indicando de este modo un control positivo de la 

biosíntesis de JAs. Además, se ha demostrado que el estrés mecánico ocasionado por heridas 

induce la síntesis de JA y JA-Ile, lo cual conlleva a la activación de la expresión temprana de 

genes (Koo et al., 2009). 

 

Ácido Salicílico (SA): biosíntesis y funciones en las plantas 

 

El ácido salicílico es un metabolito secundario producido por una amplia variedad de 

organismos procariotas y eucariotas, incluyendo las plantas. Químicamente, pertenece a un 

grupo de compuestos fenólicos que poseen un anillo aromático con un grupo hidroxilo o su 

derivado funcional (Fig. 5).  

 

 

Fig. 5. Estructura química del ácido salicílico (Delaney, 2004) 

 

En plantas, se han identificado dos vías enzimáticas para la biosíntesis de SA (Dempsey et 

al., 2011). Una de ellas es la vía mediada por la fenilalanina amonioliasa (PAL) que ocurre en el 

citoplasma; la otra está mediada por la isocorismato sintasa (ICS) y tiene lugar en el cloroplasto. 

Ambas vías se originan del metabolito primario corismato, el cual es un intermediario de la vía 

fenilpropanoide. 

Estudios bioquímicos realizados en la década del „60 sugirieron dos posibles rutas a partir de la 

fenilalanina que difieren en la etapa de hidroxilación del anillo aromático. La etapa inicial es 
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común a ambas vías y consiste en la conversión de fenilalanina a ácido trans-cinámico y NH3 

por medio de la enzima PAL (Raes et al., 2003; Rohde et al., 2004). Posteriormente, el ácido 

trans-cinámico es hidroxilado para formar O-cumárico seguido por la oxidación de la cadena 

lateral para producir SA. Alternativamente, la cadena lateral del ácido trans-cinámico puede ser 

oxidada para dar ácido benzoico, que luego se hidroliza para producir SA. La etapa de 

hidroxilación de ácido benzoico a SA es catalizada por una 2-hidroxilasa (BA2H), enzima 

detectada en plantas incluyendo tabaco y arroz (Sawada et al., 2006). La diferencia entre estas 

dos rutas está determinada por la hidroxilación del anillo aromático antes o después de las 

reacciones de acortamiento de la cadena. En algunas especies vegetales tales como girasol, 

tabaco, arroz, papa, pepino, y guisante (Silverman et al., 1995; Sticher et al., 1997) SA se forma 

principalmente a partir de ácido benzoico; mientras que otras especies tales como Primula 

acaulis y Gaultheria procumbens pueden también sintetizar SA a través de la vía de O-cumárico 

(El-Basyouni et al., 1964). 

Algunas bacterias pueden sintetizar SA a partir de corismato a través de dos reacciones 

catalizadas por ICS y piruvato liasa isocorismato (IPL). La sobreexpresión de estas dos enzimas 

bacterianas en plantas produce acumulación de SA, lo que indica que también las plantas tienen 

la capacidad de sintetizar SA a partir de corismato (Serino et al., 1995). Estudios genéticos 

confirmaron la presencia de este mecanismo de biosíntesis de SA en Arabidopsis (Wildermuth et 

al., 2001); de hecho, los genes ICS1 y ICS2 que codifican para una isocorismato sintasa han sido 

detectados en el genoma de Arabidopsis (Garcion et al., 2008). Recientemente se ha demostrado 

que la vía de ICS es activa en tomate y en tabaco (Uppalapati et al., 2007; Catinot et al., 2008). 

Sin embargo, en plantas aún no está claro cómo el isocorismato, producto de ICS, es convertido 

a SA (An y Mou, 2011), ya que no se han clonados genes que codifiquen para la enzima IPL 

(Chen et al., 2009).  

Una vez sintetizado, SA puede sufrir una serie de modificaciones químicas que incluyen: 

glucosilación, lo que resulta en la formación de SA 2-O-β-D-glucósido (SAG) o éster de glucosa 

salicilato (SEG) (Dean y Delaney, 2008), metilación con la consiguiente formación de metil 

salicílico (MeSA) o su forma 2-O-β-D-glucósido (MeSAG) (Song et al., 2008; Liu et al., 2011) 

y conjugación con aminoácidos tales como aspartato (Zhang et al., 2007) (Fig. 6). Así mismo, 

Baek et al. (2010) reportaron que SA puede sufrir sulfonación. Por último, mediante reacciones 

no enzimáticas SA puede ser convertido a dos dihidrobenzoatos: 2,3-DHBA y 2,5-DHBA (An y 

Mou, 2011). 
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Fig. 6. Biosíntesis de SA (Adaptado de Shah, 2003) 

 

En plantas, la aplicación exógena de SA o sus derivados afecta diversos procesos, tales 

como termogénesis (Raskin et al., 1987), germinación de semillas (Rajou et al., 2006), 

establecimiento de plántulas (Alonso-Ramírez et al., 2009), respiración (Norman et al., 2004), 

cierre de estomas (Lee, 1998), termo-tolerancia (Clarke et al., 2004) y nodulación (Stacey et al., 

2006). Por otro lado, estudios genéticos con mutantes de Arabidopsis sugieren que SA está 

implicado en la modulación del crecimiento celular (Rate et al., 1999), el desarrollo de tricomas 

(Traw y Bergelson, 2003) y la senescencia de hojas (Morris et al., 2000). No obstante, su efecto 

sobre algunos de estos procesos puede ser indirecto, ya que SA interacciona con otras 

fitohormonas (Robert-Seilaniantz et al., 2007; Pieterse et al., 2009). 
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El rol más estudiado de SA es como molécula de señalización en la respuesta inmune de 

la planta (Vlot et al., 2009). Dicha hormona parece jugar un papel esencial en la señalización 

que conduce a la activación de genes que codifican para proteínas relacionadas a patogénesis 

(PR), en el establecimiento de la respuesta hipersensible (HR) considerada como una muerte 

celular programada que se desarrolla para delimitar el área de infección de un patógeno, así 

como en la resistencia sistémica adquirida (SAR) (Durner et al., 1997). Estudios realizados en 

varias especies vegetales han demostrado que la infección por patógenos conduce a una 

acumulación de SA no sólo en las hojas infectadas, sino también en el resto de la planta lo cual 

conduce al desarrollo de SAR (Métraux et al., 1990).  

 

Efectos de JAs y SA en la germinación y dormición 

 

JAs y SA regulan la germinación de las semillas; sin embargo, se desconoce en gran 

medida cómo influyen estas hormonas en dicho proceso. En tal sentido, diferentes trabajos han 

mostrado resultados contradictorios, con algunos efectos promotores y otros inhibidores de la 

germinación (Lee y Park, 2010). 

Preston et al. (2009) estudiando semillas de Arabidopsis con diferente grado de dormición 

observaron que los niveles endógenos de JA y su derivado conjugado con isoleucina (JA-Ile) 

fueron marcadamente diferentes tanto en semillas secas y embebidas de los ecotipos Col (no 

dormido) y Cvi (dormido). Por otro lado, se ha reportado que tanto JA como su forma metilada 

ME-JA son capaces de inhibir la germinación en Brassica napus, Linum usitatissimum, Solanum 

lycopersicum, Arabidopsis y Helianthus annuus (Miersch et al., 2008; Oh et al., 2009). 

Recientemente, en semillas de Arabidopsis también se ha demostrado que OPDA es más 

efectivo que JA como inhibidor de la germinación; actuando conjuntamente con ABA en dicho 

proceso (Dave et al., 2011).  

En relación a SA, resultados contradictorios se han informado respecto a su rol en la 

germinación de semillas. Por ejemplo, SA inhibe la germinación en maíz (Guan y Scandalios, 

1995); mientras que incrementa el vigor de las semillas de trigo y arveja (McCue et al., 2000; 

Shakirova et al., 2003). Rajou et al. (2006) demostraron que SA induce la germinación de 

semillas bajo condiciones de estrés salino. Cuando SA fue analizado durante el proceso de 

imbibición de semillas de Arabidopsis se observó una disminución gradual en sus niveles 

endógenos (Preston et al., 2009).  
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HIPÓTESIS 

 

Los niveles endógenos de JAs y SA difieren cuantitativamente en pericarpo de aquenios de 

girasol con dormición a cosecha (línea B123) y sin dormición a cosecha (línea B91) luego de su 

almacenamiento bajo diferentes condiciones. 

 

 

OBJETIVO GENERAL 

 

Analizar los niveles endógenos de JAs y SA en pericarpo de aquenios secos y embebidos luego 

de su almacenamiento en diferentes condiciones, y correlacionarlos con la capacidad 

germinativa de los mismos. 

 

 

OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

1. Cuantificar los niveles basales de JAs (OPDA, JA, JA-Ile) y SA en pericarpo de aquenios 

secos de girasol de las líneas endocriadas B123 y B91 luego de su almacenamiento en seco.  

 

2. Cuantificar los niveles endógenos de JAs (OPDA y JA) y SA durante el proceso de 

imbibición en pericarpo de aquenios de girasol de las líneas endocriadas B123 y B91 luego de 

su almacenamiento en seco. 

 
3. Correlacionar la capacidad germinativa con los niveles hormonales endógenos de los 

aquenios de ambas líneas luego de su almacenamiento en seco. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

Material vegetal 

 

Aquenios de girasol de las líneas endocriadas B123 (con dormición a cosecha) y B91 (sin 

dormición a cosecha) provistos por EEA-INTA Manfredi se utilizaron para la realización de los 

ensayos programados. 

 

Condiciones de almacenamiento  

 

Al momento de cosecha, un grupo de aquenios (500) de ambas líneas fueron almacenados 

a -20ºC±1ºC, mientras que otra parte se conservó a temperatura ambiente (25°C±1) por el 

término de 33 días.  

 

Evaluación del porcentaje de germinación 

 

Veinticinco aquenios por repetición se colocaron a germinar entre papel húmedo bajo 

condiciones ambientales generadas por una cámara de crecimiento programada con 8 h de 

oscuridad a 20°C y 70% de HR y 16 h de luz (130 µE.m2.s-1) a 28°C y 65% de HR. El recuento 

de germinación se realizó a los 4 días post-siembra (energía germinativa) y a los 10 días post-

siembra (poder germinativo). Se consideraron germinados aquellos aquenios que presentaron 

emergencia de la radícula. Los datos de energía germinativa y poder germinativo fueron 

referidos respecto al % de germinación de los aquenios no dormidos (porcentajes relativos). 

 

Obtención de pericarpo para las determinaciones hormonales  

 

           Aquenios secos: Veinticinco aquenios (por repetición) de las líneas B123 y B91 fueron 

separados en embrión (eje embrionario + cotiledones) y pericarpo. Posteriormente el pericarpo 

se congeló en N2,
 
liofilizó y conservó a -20°C±1ºC hasta su uso. Las experiencias se realizaron 

por cuadriplicado. 

 

Aquenios embebidos: Veinticinco aquenios (por repetición) de las líneas B123 y B91 

provenientes de distintas condiciones de almacenamiento (tiempo post-cosecha: 0 y 33 días y 

temperatura: 25ºC±1ºC y -20ºC±1ºC) se sembraron en bandejas de plástico entre papel húmedo 

y se colocaron a germinar en condiciones ambientales generadas por una cámara de crecimiento 
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programada con las condiciones antes mencionadas. A las 0, 3, 6, 12, 18 y 24 hs de imbibición 

se congelaron en N2,
 
liofilizaron y conservaron a -20ºC±1ºC hasta su uso. Posteriormente se 

separó el pericarpo para la realización de las determinaciones hormonales. Las experiencias se 

realizaron por cuadriplicado. 

 

Extracción y cuantificación de hormonas    

 

La extracción y purificación de las hormonas vegetales (JAs y SA) se llevó a cabo según 

protocolo de Durgbanshi et al. (2005) con modificaciones. Para ello, 200 mg de peso seco de 

pericarpo de aquenios secos y germinantes se trituraron en mortero con N2 líquido y 5 ml de 

agua deionizada (solvente de extracción). Los extractos se transvasaron a tubos Falcon de 50 ml. 

Como estándares internos se adicionaron 50 ng de (
2
H5)-OPDA, (

2
H6)-JA, (

2
H3)- JA-Ile y (

2
H6)-

SA. Cada muestra se pasó por ultraturrax durante 40 seg para completar la homogeneización y 

facilitar la equilibración de estándares. Luego se centrifugaron a 5000 rpm durante 15 min. Se 

recogió el sobrenadante ajustándose el pH a 2,8 con ácido acético 15%. Posteriormente se 

realizó una doble partición con éter etílico, se descartaron las fases acuosas y se recogieron las 

fases orgánicas, llevándose a sequedad en evaporador rotativo. Los extractos secos se 

resuspendieron en 1,5 ml de metanol, se filtraron a través de un filtro de jeringa (velocidad de 

flujo menor a 1ml/min.) en cámara de vacío y se secaron a temperatura ambiente en SpeedVac. 

La cuantificación se realizó mediante Cromatografía Líquida-Espectrometría de Masas Tándem 

(LC-ESI/MS-MS). Para ello, los extractos secos se resuspendieron con 50 µl de MeOH para la 

purificación y análisis mediante un cromatógrafo Alliance 2695 (Waters, Inc., California, USA). 

Se utilizó una columna Resteck C18 con un volumen de inyección de 10 µl. La elución se llevó a 

cabo en gradiente con un sistema de solvente binario: 0.2% HOAc en H2O (solvente B)/ MeOH 

(solvente A) a una velocidad de flujo de 200 µl min
-1

. La identificación y cuantificación 

hormonal se realizó mediante un espectrómetro de masa de doble cuadrupolo. Los análisis se 

realizaron utilizando la fuente de electrospray en modo de ionización negativo. La cuantificación 

se llevó a cabo por inyección de las muestras en modo MRM (Monitoreo de Reacciones 

Múltiples). La adquisición de datos por MRM se realizó por monitoreo de iones parentales y 

transiciones para OPDA, JA, JA-Ile, y SA, y [
2
H5]-OPDA, [

2
H6]-JA, [

2
H3]-JA-Ile y [

2
H4]-SA 

(estándares internos), respectivamente. 
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Diseño experimental y análisis estadístico 

 

Se usó un diseño experimental en bloques completos al azar (DBCA) con arreglo factorial 

y 4 repeticiones temporales. Los datos fueron analizados mediante Análisis de la Varianza de 

una vía (ANOVA). Se  empleó a posteriori un test de Rangos Múltiples (LSD de Fisher; p  

0.05). El software empleado fue Statgraphics Plus, versión 3 (Manugistics, 1997). 
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RESULTADOS 

 

Energía y poder germinativo 

 

La energía germinativa relativa (EGR) de los aquenios de la línea B123 mostró diferencias 

significativas entre las distintas condiciones de almacenamiento. Al tiempo 0 post-cosecha, estos 

aquenios no germinaron. Los aquenios almacenados durante 33 días a 25ºC±1ºC mostraron una 

EGR similar a los aquenios de la línea B91 (aproximadamente 100%), mientras que en aquellos 

almacenados a -20ºC±1ºC la EGR fue de aproximadamente 8% (Fig. 7). El poder germinativo 

relativo (PGR) también evidenció diferencias significativas entre las condiciones de 

almacenamiento, con resultados similares a los de EGR (Fig. 8). La EGR y PGR de los aquenios de 

la línea B91 no mostraron diferencias significativas entre tratamientos (Figs. 7 y 8). 
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Fig. 7. Energía germinativa relativa de aquenios de girasol de 

las líneas B123 y B91 a diferentes tiempos y temperaturas de 

almacenamiento (n=4 ± SE). 
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Fig. 8. Poder germinativo relativo de aquenios de girasol de 

las líneas B123 y B91 a diferentes tiempos y temperaturas de 

almacenamiento (n=4 ± SE). 

 

 

 

Niveles hormonales endógenos en pericarpo de aquenios secos 

 

OPDA, JA, JA-Ile y SA fueron detectados en pericarpo de aquenios secos de las líneas B123 

y B91. SA presentó los niveles endógenos más altos mientras que JA-Ile los más bajos (Figs. 9, 10 

y 11).  

A los 0 días post-cosecha, OPDA y SA presentaron los mayores niveles endógenos. En la 

línea B91 se observaron menores niveles de ambos compuestos respecto a la línea B123. Por el 

contrario, JA y JA-Ile no presentaron diferencias significativas entre líneas (Fig. 9).  
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Fig. 9. Niveles endógenos de OPDA, JA, JA-Ile y SA (pmol.g 

PS
-1

) en pericarpo de aquenios secos de girasol de las líneas 

B123 y B91 al momento de cosecha (0 días post-cosecha) 

(n=4 ± SE). 

 

 

A los 33 días post-cosecha a 25ºC±1ºC, el compuesto mayoritario fue SA en la línea B123 

(27277,75 pmol.g PS
-1

) mientras que JA y JA-Ile no mostraron diferencias significativas entre 

líneas (Fig. 10). Un incremento en los niveles de SA (1,7 veces) y una disminución de OPDA (1,5 

veces) se observó en la línea B123 respecto a los 0 días post-cosecha (Figs. 9 y 10).  
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Fig. 10. Niveles endógenos de OPDA, JA, JA-Ile y SA 

(pmol.g PS
-1

) en pericarpo de aquenios secos de girasol de las 

líneas B123 y B91 a los 33 días post-cosecha almacenados a 

25ºC±1ºC (n=4 ± SE). 
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A los 33 días de almacenamiento a -20ºC±1ºC, SA y JA fueron los compuestos más 

abundantes en ambas líneas (Fig. 11). Una disminución en los niveles de OPDA y JA se registró en 

ambas líneas en relación a los 0 días post-cosecha (Figs. 9 y 11). Con respecto al almacenamiento a 

25ºC±1ºC, los niveles de OPDA y JA fueron considerablemente menores (Figs. 10 y 11). 
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Fig. 11. Niveles endógenos de OPDA, JA, JA-Ile y SA 

(pmol.g PS
-1

) en pericarpo de aquenios secos de girasol de las 

líneas B123 y B91 a los 33 días post-cosecha almacenados a -

20ºC±1ºC (n=4 ± SE). 

 

 

Niveles hormonales endógenos en pericarpo de aquenios embebidos 

 

A los 0 días post-cosecha, el nivel de OPDA en pericarpo mostró un pico a las 6 horas de 

imbibición en ambas líneas. Posteriormente, disminuyó hasta las 24 horas en la línea B123  

mientras que en la línea B91 sus niveles fluctuaron. Los niveles de OPDA fueron superiores en la 

línea B123 en todos los tiempos analizados (Fig. 12). 
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Fig. 12. Niveles endógenos de OPDA (pmol.g PS
-1

) en 

pericarpo de aquenios de girasol de las líneas B123 y B91 a 

diferentes tiempos de imbibición a los 0 días post-cosecha 

(n=4 ± SE). 

 

 

A los 33 días post-cosecha a 25ºC±1ºC, los niveles más altos de OPDA se cuantificaron a las 

0, 3 y 24 horas de imbibición en la línea B123, mostrando diferencias significativas respecto a la 

línea B91. En la línea B91, OPDA disminuyó desde las 0 a las 6 horas, posteriormente mostró un 

pico de acumulación a las 12 horas, y nuevamente disminuyó hacia el final del experimento (Fig. 

13). En general, una disminución de OPDA se observó en todos los tiempos de imbibición respecto 

a los 0 días post-cosecha en ambas líneas (Figs. 12 y 13).  
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Fig. 13. Niveles endógenos de OPDA (pmol.g PS
-1

) durante la 

imbibición en pericarpo de aquenios de girasol de las líneas 

B123 y B91 almacenados a 25ºC±1ºC por 33 días post-

cosecha (n=4 ± SE). 
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A los 33 días de almacenamiento a -20ºC±1ºC OPDA disminuyó a las 3 y 6 horas de 

imbibición en la línea B123; subsecuentemente, aumentó y se mantuvo constante hasta el final del 

experimento (24 horas). En la línea B91 los niveles más bajos se cuantificaron a las 0 horas de 

imbibición, detectándose un pico a las 12 horas (Fig. 14). A esta temperatura de almacenamiento, 

OPDA aumentó comparado a las otras condiciones experimentales analizadas (Figs. 12, 13 y 14). 
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Fig. 14. Niveles endógenos de OPDA (pmol.g PS
-1

) durante la 

imbibición en pericarpo de aquenios de girasol de las líneas 

B123 y B91 almacenados a -20ºC±1ºC por 33 días post-

cosecha (n=4 ± SE). 

 

 

 

Respecto a JA, a los 0 días post-cosecha en la línea B123 se observó un pico de acumulación 

a las 3 horas de imbibición, y luego una disminución gradual y sostenida hasta las 24 horas. En la 

línea B91, JA disminuyó a las 3 horas y luego se mantuvo relativamente estable durante el 

transcurso de la imbibición. Cabe destacar que la línea B91 presentó niveles significativamente 

inferiores a los de la línea B123 en todos los tiempos (Fig. 15).  
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Fig. 15. Niveles endógenos de JA (pmol.g PS
-1

) en pericarpo 

de aquenios de girasol de las líneas B123 y B91 a diferentes 

tiempos de imbibición a los 0 días post-cosecha (n=4 ± SE). 

 

 

A los 33 días post-cosecha a 25ºC±1ºC, JA disminuyó desde las 0 hasta las 24 horas de 

imbibición en la línea B123 (Fig. 16). En la línea B91 una tendencia de acumulación similar se 

observó en relación a los 0 días post-cosecha. En general, niveles relativamente más bajos de JA se 

observaron en todos los tiempos de imbibición respecto a los 0 días post-cosecha en ambas líneas 

(Figs. 15 y 16).  

 

Fig. 16. Niveles endógenos de JA (pmol.g PS
-1

) durante la 

imbibición en pericarpo de aquenios de girasol de las líneas 

B123 y B91 almacenados a 25ºC±1ºC por 33 días post-

cosecha (n=4 ± SE).  
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A los 33 días post-cosecha a -20°C±1ºC, los niveles de JA fluctuaron a lo largo del 

experimento en ambas líneas. En la línea B123, este compuesto presentó mayor acumulación a las 3 

y 18 horas de imbibición; mientras que en B91, los niveles más altos se observaron a las 0 y 6 horas 

de imbibición (Fig. 17). En general, menores niveles de JA y una cinética de acumulación diferente 

se detectó en ambas líneas respecto a las otras condiciones experimentales analizadas (Figs. 15, 16 

y 17). 
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Fig. 17. Niveles endógenos de JA (pmol.g PS
-1

) durante la 

imbibición en pericarpo de aquenios de girasol de las líneas 

B123 y B91 almacenados a -20ºC±1ºC por 33 días post-

cosecha (n=4 ± SE). 

 

 

Respecto a los niveles de SA, en la línea B123, disminuyeron 3 veces a partir de las 3 horas 

de imbibición y permanecieron relativamente constantes hasta el final del experimento a los 0 días 

post-cosecha. En la línea B91, los niveles de SA fueron bajos y similares en todos los tiempos de 

imbibición, siendo significativamente inferiores a los de la línea B123 (Fig. 18).  
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Fig. 18. Niveles endógenos de SA (pmol.g PS
-1

) en pericarpo 

de aquenios de girasol de las líneas B123 y B91 a diferentes 

tiempos de imbibición a los 0 días post-cosecha (n=4 ± SE). 

 

 

A los 33 días post-cosecha a 25ºC±1ºC, en la línea B123 se detectó una reducción en el nivel 

de SA (5 veces) a las 6 horas, permaneciendo relativamente estable hasta las 24 horas de 

imbibición. Por el contrario, en la línea B91 SA disminuyó a partir de las 3 horas y luego aumentó 

levemente a las 18 horas de imbibición (Fig. 19). Al comparar 0 y 33 días post-cosecha a 25ºC±1ºC, 

la cinética de acumulación de SA fue similar para ambas líneas (Figs. 18 y 19). 

 

Fig. 19. Niveles endógenos de SA (pmol.g PS
-1

) durante la 

imbibición en pericarpo de aquenios de girasol de las líneas 

B123 y B91 almacenados a 25ºC±1ºC por 33 días post-

cosecha (n=4 ± SE). 
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A los 33 días post-cosecha a -20ºC±1ºC, en la línea B91 el nivel de SA mostró un pico de 

acumulación a las 18 horas de imbibición; en contraposición, en la línea B123 una acumulación (~ 

22000 pmol.g PS
-1

) se registró a las 0 horas de imbibición (Fig. 20). Posterior al almacenamiento a -

20ºC±1ºC, SA presentó una dinámica de acumulación similar a la de 0 y 33 días post-cosecha a 

25ºC±1ºC (Figs. 18, 19 y 20). 
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Fig. 20. Niveles endógenos de SA (pmol.g PS
-1

) durante la 

imbibición en pericarpo de aquenios de girasol de las líneas 

B123 y B91 almacenados a -20ºC±1ºC por 33 días post-

cosecha (n=4 ± SE). 

 

Análisis de correlación entre porcentaje de germinación y niveles hormonales endógenos de la 

línea B123 

 

Una correlación positiva fue hallada entre porcentaje de germinación y niveles endógenos de 

JA en pericarpo (r: 0,70; p<0,05) (Tabla 1). 
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FUENTE DE 

VARIACIÓN 

 

SUMA DE 

CUADRADOS 

 

GRADOS DE 

LIBERTAD 

 

F 

 

p 

 

REGRESIÓN 

 

7568,38       1 6,87 0,0344 

 

RESIDUO 

 

7712,5       7   

 

TOTAL 
15280,9       8   

 

r
2
: 0,49  

 

Tabla 1. Análisis de la varianza (ANOVA) para el coeficiente de correlación entre el 

porcentaje de germinación y los niveles endógenos de JA (p0.05). 

 

Una correlación positiva fue hallada entre porcentaje de germinación y niveles endógenos de 

JA-Ile en pericarpo (r: 0,65; p<0,10) (Tabla 2). 

 

 

FUENTE DE 

VARIACIÓN 

 

SUMA DE 

CUADRADOS 

 

GRADOS DE 

LIBERTAD 

 

F 

 

p 

 

REGRESIÓN 

 

6520,27       1 5,21 0,0564 

 

RESIDUO 

 

8760,62 7   

 

TOTAL 
15280,9       8   

 

r
2
: 0,42 

 

Tabla 2. Análisis de la varianza (ANOVA) para el coeficiente de correlación entre el 

porcentaje de germinación y los niveles endógenos de JA-Ile (p0.10). 
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Una correlación positiva fue hallada entre porcentaje de germinación y niveles endógenos de 

SA en pericarpo (r: 0,80; p<0,01) (Tabla 3). 

 

 

FUENTE DE 

VARIACIÓN 

 

SUMA DE 

CUADRADOS 

 

GRADOS DE 

LIBERTAD 

 

F 

 

P 

 

REGRESIÓN 

 

10048,8             1 13,44 0,0080 

 

RESIDUO 

 

5232,09       7   

 

TOTAL 
15280,9       8   

 

r
2
: 0,65 

 

Tabla 3. Análisis de la varianza (ANOVA) para el coeficiente de correlación entre el 

porcentaje de germinación y los niveles endógenos de SA (p0.01). 

 

 

Análisis de correlación entre porcentaje de germinación y niveles hormonales endógenos de la 

línea B91 

 

Una correlación positiva fue hallada entre porcentaje de germinación y niveles endógenos de 

JA-Ile en pericarpo (r: 0,95; p<0,01) (Tabla 4). 
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FUENTE DE 

VARIACIÓN 

 

SUMA DE 

CUADRADOS 

 

GRADOS DE 

LIBERTAD 

 

F 

 

P 

 

REGRESIÓN 

 

1792,49       1 68,04 0,0001 

 

RESIDUO 

 

184,4       7   

 

TOTAL 
1976,89       8   

 

r
2
: 0,90 

 

Tabla 4. Análisis de la varianza (ANOVA) para el coeficiente de correlación entre el 

porcentaje de germinación y los niveles endógenos de JA-Ile (p0,01). 

 

Una correlación positiva fue hallada entre porcentaje de germinación y niveles endógenos de 

SA en pericarpo (r: 0,74; p<0,05) (Tabla 5). 

 

 

FUENTE DE 

VARIACIÓN 

 

SUMA DE 

CUADRADOS 

 

GRADOS DE 

LIBERTAD 

 

F 

 

P 

 

REGRESIÓN 

 

1086,07       1 8,53 0,0223 

 

RESIDUO 

 

890,822             7   

 

TOTAL 
1976,89             8   

 

r
2
: 0,54 

 

Tabla 5. Análisis de la varianza (ANOVA) para el coeficiente de correlación entre el 

porcentaje de germinación y los niveles endógenos de SA (p0,05). 
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DISCUSIÓN 

 

El almacenamiento bajo condiciones secas es un proceso por el cual las semillas maduras 

recién cosechadas pueden perder su estado de dormición, es decir, adquieren la capacidad de 

germinar (Probert, 2000). La temperatura es un factor ambiental fundamental que afecta el 

estado de dormición durante el almacenamiento en seco. En la mayoría de las especies, el estado 

de dormición se revierte rápidamente con el aumento de la temperatura durante el 

almacenamiento (Brown et al., 2004). En girasol, la temperatura en combinación con la 

humedad relativa inciden fuertemente en la pérdida de dormición durante el almacenamiento en 

seco (Bazin et al., 2011). Respecto a este tema, los resultados demostraron que a una 

temperatura de almacenamiento de 25°C los aquenios de girasol de la línea B123 son capaces de 

perder su dormición y alcanzar porcentajes de germinación similares a aquellos no dormidos; 

esta temperatura se correspondería con la presente en el momento post-cosecha.  De este modo 

la temperatura afectaría la transición entre el estado dormido y no dormido en aquenios de la 

línea B123. En concordancia con estos resultados, Oracz et al. (2008) reportaron que el 

almacenamiento a 20°C rompe dormición en girasol. Por otro lado, en este trabajo el 

almacenamiento a -20°C permitió mantener la dormición de aquenios de girasol de la línea 

B123. En concordancia, otros autores han informado que semillas de girasol almacenadas entre -

15°C y -30°C mantienen la dormición (Oracz et al., 2008; Bazin et al., 2011). En el mismo 

sentido, granos de cebada mantuvieron su grado de dormición cuando fueron almacenados a -

20°C (Leymarie et al., 2008). 

El pericarpo ejerce un complejo efecto sobre la dormición y germinación de la semilla 

como resultado de diversos factores físicos y químicos (Xiao et al., 2009). En este sentido, se ha 

reportado que obstruye la absorción de agua, produce inhibidores químicos, impide la 

eliminación de inhibidores de la semilla e inhibe la emergencia radicular (Ogawa y Iwabuchi, 

2001; Bradford y Nonogaki, 2007). Asimismo, algunos estudios concluyeron que la presencia 

del pericarpo reduce la tasa de desecación de la semilla, especialmente en años secos (Maruta et 

al., 1997; Chacón y Bustamante, 2001). En este estudio se demostró que los diferentes perfiles 

hormonales cuantificados en el pericarpo podrían participar en el control de la germinación y 

dormición de los aquenios de girasol, debido a que los mismos difieren entre las líneas en 

estudio con grado de dormición contrastante. 

El proceso por el cual la semilla seca madura pierde la condición de dormida luego de un 

período de almacenamiento en condiciones secas es llamado “after-ripening”. Durante este 

proceso y la posterior imbibición, tanto señales genéticas como ambientales se integran para 
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determinar el potencial de germinación de la semilla. Estudios han reportado que cambios en los 

transcriptos y proteínas ocurren en la semilla seca durante el almacenamiento y que éstos 

podrían estar relacionados con la liberación de la dormición (Holdsworth et al., 2008).  

Las fitohormonas son algunos de los factores químicos que regulan la germinación y la 

dormición de la semilla. Las hormonas que se encuentran en el pericarpo son provistas por la 

planta madre durante la maduración de la semilla o potencialmente son extruídas desde el 

embrión hacia el pericarpo. Se ha demostrado que el almacenamiento en condiciones secas 

modifica en semillas de Arabidopsis los niveles endógenos de varias hormonas tales como, 

ABA, GA4, JA, isopentenil adenina y SA (Ali-Rachedi et al., 2004). En este estudio se han 

encontrado perfiles hormonales diferentes entre las líneas endocriadas B123 (con dormición a 

cosecha) y B91 (sin dormición a cosecha), y estos perfiles fueron modificados por las 

condiciones de almacenamiento en seco. En este sentido, se observó al tiempo 0 post-cosecha 

mayores niveles de OPDA y SA en pericarpos de aquenios secos de la línea B123 con respecto a 

pericarpos de la línea B91. Mientras que los niveles de JA y JA-Ile fueron similares en ambas 

líneas. En contraposición, Preston et al. (2009) reportaron que en semillas secas de Arabidopsis, 

el ecotipo Col (no dormido) presentó niveles de JA, JA-Ile y SA altos a diferencia del ecotipo 

Cvi (dormido). Si bien el almacenamiento en seco por 33 días a 25ºC±1ºC modificó los niveles 

hormonales (JAs y SA) principalmente en la línea B123, el patrón hormonal fue similar con 

respecto al tiempo 0 post-cosecha. No obstante, durante el almacenamiento a -20ºC±1ºC, los 

niveles de OPDA y JA disminuyeron considerablemente en ambas líneas. En este sentido, el 

efecto de la baja temperatura sobre el metabolismo de JAs podría sugerir que las semillas 

dormidas probablemente perciben el frío como un factor de estrés. Modificaciones en el 

contenido de JAs por estrés por frío fue reportado por Garbero et al. (2010) en hojas de 

diferentes ecotipos de Digitaria eriantha.  

El elevado contenido de OPDA en la línea B123 a los 0 días post-cosecha y a los 33 días 

de almacenamiento a -20ºC±1ºC, sugieren la implicancia de este compuesto en la germinación. 

De hecho, Dave y Graham (2012) reportaron que cis-OPDA interactúa con ABA inhibiendo la 

germinación de semillas e incrementando los niveles de la proteína ABI5. Los niveles de JA en 

la línea B123 fueron superiores con respecto a B91 tanto en el momento de la cosecha (0 días), 

como a los 33 días de almacenamiento a 25ºC±1ºC. No obstante, estos valores fueron inferiores 

en la condición de almacenamiento a -20ºC±1ºC. Este hecho sugiere que JA no estaría 

directamente involucrado con el proceso de dormición, y que su menor contenido podría estar 

relacionado con las condiciones de almacenamiento. Respecto a este tema, si bien es conocido 

que el tratamiento de semillas con JAs inhibe la germinación, todavía no está clara la relación 
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entre los niveles endógenos de JA y dormición y germinación (Linkies y Leubner-Metzger, 

2012). 

La imbibición de las semillas es un requisito previo para el control posterior tanto de los 

procesos de dormición como de germinación. La transición de fase II a III marca la culminación 

de la germinación, lo cual no se produce en semillas dormidas o muertas (Preston, et al., 2009). 

En el presente trabajo se evaluó los niveles endógenos hormonales durante la imbibición 

temprana (hasta las 24 h). Los niveles de OPDA, JA y SA de pericarpo fueron modificados 

durante el proceso de imbibición de aquenios de ambas líneas. En Arabidopsis thaliana, Preston 

et al. (2009) informaron que el contenido de JA y JA-Ile cambia durante la fase I de imbibición, 

y varió entre los ecotipos dormidos y no dormidos. Las semillas secas del ecotipo Col (no 

dormido) contienen aproximadamente 10 veces más JA en comparación con las semillas del 

ecotipo Cvi (dormido). Este alto contenido de JA disminuyó rápidamente -aproximadamente 10 

veces- a las 5 h durante la primera fase de imbibición. En consecuencia, es posible que la 

disminución de JA en pericarpo de las líneas B91 y B123 deba producirse a fin de que la 

germinación ocurra. Dave et al. (2011) mostraron que en el ecotipo Wassilewskija (Ws) salvaje 

y el mutante CTS-2 de A. thaliana el nivel de OPDA y JA disminuye durante la imbibición. En 

coincidencia con Dave et al. (2011) en este trabajo se detectó que el patrón general de OPDA 

disminuyó durante la imbibición. No obstante, en las condiciones experimentales analizadas, un 

pico de OPDA se observó durante la imbibición a los 0 y 33 días post-cosecha, lo que podría 

implicar síntesis de OPDA en pericarpo. En este sentido, sería necesario evaluar la presencia de 

células vivas en dicha estructura y dilucidar qué efecto fisiológico tendría este proceso. 

El rol de SA en la germinación de semillas ha sido motivo de controversia, ya que hay 

trabajos contradictorios que sugieren que puede inhibir la germinación o aumentar el vigor de la 

semilla. Una reducción de SA se encontró al inicio de la imbibición en pericarpo de la línea 

B123. Una respuesta similar fue encontrada en semillas de Arabidopsis del ecotipo Cvi 

(dormido), donde SA decreció gradualmente seguido a la imbibición (Preston et al., 2009). 

Debido a la cinética de acumulación de SA similar entre el momento de la cosecha y luego del 

almacenamiento a 25ºC y -20ºC se propone que esta hormona no actuaría directamente en el 

mantenimiento de la dormición en girasol. La eliminación de SA acumulado en el pericarpo 

durante la imbibición puede estar actuando sobre el crecimiento vegetativo de la plántula. 

Efectos estimulantes de SA sobre el crecimiento se han informado en soja (Gutiérrez-Coronado 

et al., 1998), trigo (Shakirova et al., 2003), maíz (Gunes et al., 2007) y manzanilla (Kovácik et 

al., 2009).  
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En síntesis, en este trabajo ha quedado demostrado que los niveles endógenos de JAs y SA 

difieren cuantitativamente entre pericarpos de aquenios de las líneas B123 y B91 y que estos 

niveles se modifican en relación al tiempo y temperatura de almacenamiento, como así también 

durante el proceso de imbibición. Asimismo, de acuerdo a las condiciones experimentales 

analizadas se propone que OPDA estaría involucrado en el proceso de germinación.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 33 

CONCLUSIONES 

 

- A una temperatura de almacenamiento de 25°C los aquenios dormidos fueron 

capaces de perder su dormición y alcanzaron porcentajes de germinación similares a aquellos 

no dormidos. 

 

- El perfil hormonal del pericarpo fue diferencialmente modificado por la temperatura 

de almacenamiento post-cosecha y el proceso de imbibición. 

 

- OPDA estaría involucrado en el proceso de germinación en girasol. 

 

- La cinética de acumulación de JA evidenció que este compuesto no actuaría como 

mediador primario en el mantenimiento de la dormición de la línea B123. 

 

- La dinámica de acumulación de SA demostró que esta hormona no estaría 

directamente involucrada en el mantenimiento de la dormición de la línea B123.  
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